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 ملخص

منطقة عينة تربة جزائرية من من  AM2)شفرت بـ (ستريبتوميسات عزل سلالة ول من هذه الدراسة تضمن الجزء الأ

وجود بوحماض الهيومية من الأ ٪5.0وسط يحتوي على لالداكن زالة اللون إبمقدرتها على هذه السلالة تمتاز . متيجة

. تعتبر هذه المركبات مصدرا للمواد المسرطنة التي يمكن تواجدها في المياه الصالحة للشرب. الجلوكوزمن آثار 

بناء وتم تحديدها اللاحقة لدراسات لت ختيرأ قدفالبيروكسيداز، وبالتالي ن نوع نزيميا منشاطا إ أعطت هذه السلالة

  .ARN 16S المشفر لـ تسلسل الجين معرفة على 

واستنادا على التحليل  Streptomyces sp AM2من السلالة  HaP2و HaP1 البيروكسيدازتم تنقية نوعين من 

دالتون  90450.42 و 15.04.44بـ  نزيمينهذين الإحديد الكتل الجزيئية لت تم TOF  MALDI –الطيفي الكتلي 

  .ي التركيبيأحاداعتبارهما على التوالي و

 ،فكانت على الترتيب HaP2 و HaP1من الطرفية لكل -NH2الأمينية الأحماض تسلسل تحديد تم 

AQCANATTVSDEACCVLLP  وATCADGTTVANDACCVLFPILDNQ قيم  تم تحديد و

-2,4أظهرت التجارب القياسية على ركيزة  .على التوالي  7.5و pH 6.0عند  ينمثلالأ يهمانشاط

dichlorophénol (2,4-DCP) كان . م° 00د درجة حرارة أن للإنزيمين نشاط أقصى عنHaP2  مستقرا لمدة

و  HaP1ة التأكسدية لكل من تربنشير كذلك أن الك. م° 50دقيقة عند  25و نصف حياة لمدة  °م 00سا عند  91

HaP2  ستقرار وقيم درجة الإمتشابهة ولكنRZ نزيمين يحتويان على بروتينات دَ بأن الإوُجِ .كانت مختلفة تماما

 . HaP2 ني مع تخصص أكبر لـ من الركائز بوجود الماء الأكسجي مجموعة عريضةد الهيم والتي تؤكس

-DCP ،3,4-2,4حماض الهيومية، جياكول، كل من الإنزيمين نشاطا اتجاه الأ أظهر

dihydroxyphénylalanine ،chlorophénols ،2,4,5-trichlorophénols  بوجودH2O2 . تتعاون هذه

تلعب دورا مهما في تحولات المواد الهيومية في  أنفيمكن  ،الكلي للأحماض الهيوميةك البروكسيدازات من أجل التفكي

باستعمال طرق المعالجة وذلك التربة وخاصة في ازالة الأحماض الهيومية الموجودة في المياه الصالحة للشرب 

 .النهائية في المفاعلات البيولوجية

 .البروكسيداز  – تالستربتوميسا – لل الحيويالتح  –الأحماض الهيومية :  الكلمات المفتاحية

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

RESUME 

Une étude préliminaire a consisté l’isolement d’une souche de Streptomycètes 

codée AM2 à partir d’un échantillon du sol algérien de la région de Mitidja. Cette 

souche a la caractéristique de décolorer le milieu contenant 0,5% d’acides 

humiques (AHs) en présence des traces du glucose. Ces macromolécules (AHs) 

sont à l’origine des THM, substances très toxiques cancérigènes par fois 

retrouvées dans les eaux potables. La souche AM2 a donné une activité 

enzymatique de type peroxydases, très significative et par voie de conséquence, 

elle a été sélectionnée pour une étude ultérieure d’identification en se basant sur 

le séquençage du gène codant pour l’ARN 16S. 

Ainsi, à partir de cette souche, deux peroxydases HaP1 et HaP2 ont été purifiées. 

Ces deux enzymes ont été déterminées comme des monomères ayant 

respectivement les masses moléculaires de 40351,11 et 25175,19 Da en se 

basant sur la spectrométrie de masse MALDI-TOF. 

Les séquences des acides aminés « N-terminal » de l’HaP1 et de l’HaP2 ont été 

identifiées respectivement, AQCANATTVSDEACCVLLP et 

ATCADGTTVANDACCVLFPILDNQ et leurs valeurs optimales d’activité du pH 

sont respectivement 6 et 7,5.  

Les essais standards sur le substrat 2,4-dichlorophénol (2,4-DCP) ont montré que 

les deux enzymes ayant une activité maximale à 55 °C. HaP2 était stable à 55 °C 

pour plus de 24 h et avait une demi-durée de vie de 90 min à 65 °C. Bien que les 

propriétés catalytiques et l'énantioselectivité dans la sulfoxydation de HaP1 et de 

HaP2 sont presque identiques, mais leur stabilités et leur valeurs de Reinheitzahl 

(RZ) étaient considérablement différentes. 

Les deux peroxydases sont des hémoprotéines qui catalysent l'oxydation d'une 

large gamme de substrats en présence de peroxyde d'hydrogène, avec un 

éventail plus large de la spécificité de substrat démontrée par HaP2. 

Les deux peroxydases ont montré une activité contre les AHs, le guiacol, le 2,4-

DCP, le 3,4-dihydroxyphénylalanine, chlorophénols, 2,4,5-trichlorophénols en 

présence de peroxyde d'hydrogène.  

 



 

Ces peroxydases en combinaison synergique présentaient des activités de 

dégradation puissantes qui leur ont permis d'accomplir la dégradation totale des 

acides humiques et donc peuvent jouer un rôle important dans les transformations 

de l’humus dans le sol et surtout dans l’élimination des AHs présents dans les 

eaux potables par l’utilisation des voies de traitement de finitions en bioréacteurs. 

Mots clés : Acides Humiques – Biodégradabilité – Streptomycètes – 

Peroxydases.



 

ABSTRACT 

A preliminary study involved the isolation of streptomycetes strain coded AM2 from 

an Algerian soil sample at Mitidja region. This strain has the discoloration 

characteristic of the medium containing 0.5% humic acid (HAs) in the presence of 

traces of glucose. These macromolecules (HAs) are at the origin of THMs, highly 

toxic carcinogens found in drinking water. This strain AM2 gave an enzymatic 

activity such as peroxidases, very significant and consequently she was selected 

for further study identification based on sequencing of the gene encoding for the 

ARN 16S.  

Thus, two extracellular peroxidases called HaP1 and HaP2 were isolated from the 

Streptomyces sp. strain AM2 and, based on MALDI-TOF analysis, the purified 

enzymes were determined as monomers with molecular masses of 40351.11 and 

25175.19 Da, respectively.  

The N-terminal amino acid sequences of HaP1 and HaP2 were identified, and 

their optimum pH values were determined to be 6 and 7.5, respectively. Standard 

2,4-dichlorophenol (2,4-DCP) assays showed that both enzymes had maximal 

activity at 55 °C. HaP2 was stable at 55 °C for more than 24 h and had a half-life 

of 90 min at 65 °C. Although the catalytic properties and the enantioselectivity in 

sulfoxidations of HaP1 and HaP2 were nearly identical, the stabilities and the 

Reinheitzahl (RZ) values were substantially differents. Both peroxidases were 

found to be heme proteins that catalyzed the oxidation of a wide range of 

substrates in the presence of hydrogen peroxide, with a broader range of 

substrate specificity being exhibited by HaP2. The characterization of peroxidase 

activity revealed activity against HAs, guiacol, 2,4-DCP, 1-3,4-

dihydroxyphenylalanine, 2,4,5-trichlorophenol and other chlorophenols in the 

presence of hydrogen peroxide.  

These peroxidases in synergistic combination showed strong degradation 

activities that allowed them to accomplish the complete degradation of HAs and 

thus may play an important role in the transformation of humus in the soil and 

especially in the elimination of humic acids present in drinking waters by using 

finishes processing pathways in bioreactors. 

Keywords: Humic Acids – Biodegradation – Streptomycetes – Peroxidases. 
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INTRODUCTION GENERALE 

Les substances humiques (SHs) sont des composés organiques naturelles les 

plus répandus dans les environnements terrestres et aquatiques dont la fraction 

majeure est représentée par les acides humiques (AHs) [1] [2] .  

Ces macromolécules peuvent être définies comme un ensemble de composés 

électronégatifs, riches en carbone, de taille variable, de nature polycondensée et 

résistante à la biodégradation [3]. Ils sont connus par leurs effets physiques, 

chimiques et biologiques sur le sol et l’ensemble des écosystèmes [4]. La 

conformation spatiale de la structure harmonieuse des AHs détermine leurs 

caractéristiques chimiques et physiques [5] [6]. Cependant, la nature de cette 

structure ainsi que la compréhension des processus responsables de leur 

biodégradation est encore fait l'objet de plusieurs débats scientifiques [7] [8]. 

Les processus responsables de la minéralisation et de la biodégradation des AHs 

sont presque totalement méconnus. Les premières recherches concernant la 

biodégradabilité des AHs ont été réalisées à l'aide des champignons. Des travaux 

plus récents ont été aussi effectués sur les mécanismes et les paramètres qui 

influent sur la biodégradation des AHs dans différents milieux [8]. Par contre, peu 

d’études ont été publiées sur l’emploi des souches bactériennes et 

d’actinomycètes dans le domaine de la dégradation des AHs [9] [10]. 

Au fait, les thématiques de recherche sur les AHs se résument sur deux points 

essentiels, l'étude de la structure, d'une part et, de comprendre les processus de 

leur biodégradation, d'autre part. Ainsi, du point de vu application 

environnementale, les efforts des laboratoires spécialisés s’appuient sur les 

possibilités d’éliminer ces macromolécules présentes dans les eaux destinées à la 

production de l’eau potable et qui sont à l’origine de sérieux problèmes liés à la 

santé du consommateur (formation des substances cancérigènes de typeTHM, au 

cours des étapes de désinfection par chloration et l’apparition d’une maladie 

chronique touchant les os longs suite à la consommation directe des eaux de 

surface riches en AHs) [11].   
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Dans ce contexte, les peroxydases représentent le groupe d’enzymes le plus 

commercialisé et utilisé en biotechnologie environnementale et qui peuvent 

répondre aux besoins spécifiques liés à un procédé de traitement de finition 

appliqué aux eaux potables. Par ailleurs, la purification de nouvelles peroxydases 

à partir des streptomycètes pourrait, donc, ouvrir de nouvelles perspectives pour 

mieux les adapter en vue d’un usage industriel moins onéreux et exploré. 

En Algérie, les travaux sur la biodégradation des AHs ont été entrepris depuis les 

années 1992 [12] [12] et poursuivis par [14] et [15] [16]. En addition, le peu de 

données disponibles sur la caractérisation et la purification des peroxydases à 

partir de streptomycètes, actives dans la biodégradation des AHs, nous a incité à 

entreprendre ce sujet de recherche. 

A cet effet, les principaux objectifs de ce présent travail de recherche sont :  

 Criblage et sélection des souches de streptomycètes à fort potentiel 

dégradatif des AHs. 

 Purification et caractérisation biochimique et moléculaire des peroxydases 

responsables de la dégradation de ces macromolécules. 

 Etude des propriétés physicochimiques et cinétiques des peroxydases et 

leurs rôles individuels et synergiques dans la biodégradation des acides 

humiques naturels. 

Ce présent manuscrit s’articule autour de trois parties : 

La première partie est une approche bibliographique permettant de replacer les 

connaissances de bases et le contexte de l’étude. A cet effet, de nombreux points 

de la thématique sur les substances humiques et leur biodégradabilité ont été 

abordés aussi bien sur leur aspect fondamental qu’appliqué. Une recherche 

bibliographique succincte a été faite sur les streptomycètes, leur taxonomie et leur 

importance. Egalement, nous traitons ici les peroxydases en tant que 

biomolécules d’intérêt et, surtout leurs applications en technologie industrielle et 

environnementale. Nous présentons dans la deuxième partie de la thèse le 

matériel et les méthodes utilisés pour concrétiser l'expérimentation. Une 

description détaillée de différents protocoles expérimentaux a été effectuée ainsi 
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que des annexes ont été mis à la fin de la thèse pour mieux préciser les 

techniques et les méthodes employées.  

La troisième partie présentera les résultats obtenus ainsi que les interprétations et 

discussions qu’ils peuvent susciter. Cette partie renferme les résultats relatifs à 

l’extraction et à la caractérisation des acides humiques et aussi pour l’isolement et 

l’identification de la souche à fort potentiel dégradatif des AHs. Puis nous 

présentons les résultats de la cinétique de dégradation des AHs avec la mise en 

évidence des produits générés lors de cette biodégradation. Nous clôturons cette 

partie par les résultats sur les peroxydases : Purification et caractérisation 

physico-chimique et biochimique. 

Enfin, en guise de conclusion générale nous synthétisons les résultats acquis et 

dégagerons les perspectives de la poursuite de ce travail de recherche.  
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CHAPITRE 1 : ACIDES HUMIQUES : Formation, structure, rôle et 
biodégradabilité 

 

1.1. Formation des AHs dans les milieux naturels  

1.1.1. Introduction 

La matière organique fraîche (MOF), formée de déchets végétaux, animaux et 

microbiens des sols, constitue la matière première de l’humus. Ces biomolécules 

de types polyphénols, carbohydrates, protéines et lipides se décomposent tout 

d’abord sous l’action de microorganismes pour former la matière organique (MO) 

du sol. Cette MO s’incorpore lentement dans les sols par le processus 

d’humification qui conduit à la formation d’une MO stable appelée "humus" [17] . 

Les matières humiques proviennent de la décomposition et de la réorganisation 

des MO contenues dans les sols [18]. Les agents microbiens présents dans le sol 

jouent un rôle crucial dans l’humification des matières organiques [19] .  

1.1.2. Humification 

Les substances humiques (SHs) sont le résultat de l’humification qui est simplifiée 

par le schéma représenté dans la figure 1. Celle-ci résulte soit de la néoformation 

de composés humiques à partir des composés organiques du sol, soit de 

l’héritage et de la transformation des biomolécules du sol. 

Pour les pédologues, l'humification est la transformation de l’humus libre en 

humus lié. Pour les biochimistes, l’humification est un phénomène de 

polycondensation oxydative conduisant à des substances brunes, présentes aussi 

bien dans l’humus libre que dans l’humus lié [20] [21] [22].  
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Figure 1 : Schéma simplifiant les voies de formation des substances humiques [23]. 

  

Actuellement, trois théories ont été mises pour expliquer la formation des 

substances humiques : 

1.1.2. 1 Théorie de la lignine (voie 1) 

La lignine, difficilement biodégradable, est formée d’un assemblage de trois unités 

phénylpropanoïdes reliées entre elles par différents liaisons de type carbone et 

éther oxydes (Figure 2, a et b). 

 

Figure 2 a : Structure de la lignine selon [24]. 
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Figure 2 b : Trois unités phénylpropanoïdes de la lignine. 

Pendant plusieurs années, la formation des SHs a été attribuée principalement à 

une modification de la lignine. Selon cette théorie, le résidu de la lignine, issu par 

dégradation microbiènne incomplète, constitue le squelette de l'humus [25].  

La modification de la lignine consiste en la perte des groupements méthoxyles 

(OCH3), en la production d’orthohydroxyphénols et en l'oxydation des chaînes 

aliphatiques périphériques pour former les groupements carboxyliques libres 

(COOH). Ce matériel modifié, est soumis à d’autres changements inconnus pour 

former d'abord les AHs et ensuite les acides fulviques (AF) [26].  

Cette voie de la théorie lignoprotéique de Waksman [27] est justifiée par des 

similitudes existantes entre la lignine et les AHs telles que : Une biodégradabilité 

faible par la majorité des champignons et des bactéries, une solubilité dans les 

alcalins et différents solvants et  une présence de groupements méthoxyles [19] 

[28]. 

1.1.2. 2.Théorie des polyphénols (voies 2 et 3) 

Dans la voie 2 (figure 3), les acides et les aldéhydes phénoliques issus de la 

lignine pendant l'attaque microbienne sont convertis en quinones par des enzymes 

spécifiques [19] [29]. Ceux-ci sont ensuite autopolymérisés ou recombinés avec 

des composés azotés pour former l’humus [24] [30]. 

La voie 3 est semblable à la voie 2, sauf que dans cette dernière, les polyphénols 

sont synthétisés par les microorganismes à partir des composés organiques non 

ligneux principalement cellulosiques.  
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Dans le concept de Flaig [31], c’est la synthèse des quinones quel que soit leur 

voie, qui est l’étape primordiale dans la formation des SHs. La lignine libérée de 

son lien avec la cellulose pendant la décomposition des résidus végétaux est 

soumise à une oxydation intramoléculaire conduisant à une formation d'unités 

primaires structurelles (dérivés du phénylpropane). Les chaînes latérales des 

unités de la lignine sont oxydées, une démethylation se produit et les polyphénols 

résultants sont convertis en quinones par des polyphénoloxydases. Kononova [18] 

a démontré le rôle des myxobacteries dans la synthèse des AHs en décomposant 

préférentiellement la cellulose avant la lignine pour libérer les polyphénols [22] 

[23]. 

 

Figure 3 : Schéma simplifiant la théorie de polyphénols de formation des 

substances humiques (voies 2 et 3) [33]. 

 

1.1.2. 3.Théorie de la condensation amino-saccharidique (voie 4) 

Selon ce concept, les sucres réduits et les amines, sous-produits du métabolisme 

microbien, subissent une polymérisation non enzymatique pour former les 

polymères bruns et azotés [19] [24] [32]. La réaction initiale de la condensation 

sucre-amine implique l’addition de l’amine au groupement aldéhydique du sucre 

pour former une N-glycosylamine. Cette glycosylamine se fragmente en N-1-
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amino-deoxy-2-cetose conduisant à la formation d'aldéhydes et de cétones à trois 

carbones (l’acétol, le diacétyl, etc.) ou par déshydratation, conduit à la formation 

des réductones et d’hydroxyméthyl furfurals. Tous ces composés sont fortement 

réactifs et se polymérisent spontanément en présence de composés aminés pour 

former des SHs de couleur brune (Figure 4) [19]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4: Schéma simplifiant la voie de condensation amino-saccharidique  

(Voie 4) [23]. 

1.1.3. Agents d'humification 

La biomasse joue un rôle essentiel dans l'humification à la fois direct (par 

transformation de la biomasse morte) et indirect (par l'action enzymatique qu'elle 

exerce au cours des différentes étapes de l'humification). A ce titre, la biomasse 

microbienne représente en moyenne 2 à 5% de la matière organique totale du sol. 

Elle augmente considérablement, mais de façon éphémère, après l'introduction de 

la MOF très fermentescible et riche en azote.  

Sucres + composés aminés 

N-Glycosylamine  
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Déshydratation Fragmentation 
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Les microorganismes agissent sur les constituants de la MOF par la sécrétion de 

diverses enzymes dont trois classes ont été définies [34] [35]. 

 Enzymes de dépolymérisation, qui simplifient les molécules en libérant les 

"précurseurs". 

 Enzymes de minéralisation, libérant l’azote et le phosphore sous ses 

formes minérales. 

 Enzymes d’humification agissant par oxydation des composés phénoliques 

pour libérer les quinones. 

 

Les bactéries prolifèrent dans les milieux les plus riches en composés azotés et 

légèrement acides, elles sont surtout abondantes autour des racines de certaines 

plantes (graminées, légumineuses). La plupart d'entre elles sont hétérotrophes et 

saprophytes, elles décomposent les celluloses, les sucres, qui constituent des 

sources d'énergie, et sont pour la plus grande part minéralisés sous forme de 

CO2. Les bactéries protéolytiques hydrolysent les protéines des protoplasmes en 

libérant des acides aminés, qui subissent à leur tour l'ammonification. Toutes ces 

activités microbiennes contribuent par la suite à la formation de l’humus dont le 

role essentiel est aribué aux bactéries et aux champignons [36] [37] . 

1.1.4. Résistances des substances humiques à la biodégradation  

Les composés humiques sont divisés en trois fractions : labile, stabilité moyenne 

et très stable [38] [39] 

1.1.4. 1. Fraction labile 

Il s’agit évidemment des formes « jeunes », celles qui résultent d’une 

polymérisation faible et incomplète des molécules solubles et qui ont contracté 

très rapidement des liaisons chimiques avec les argiles : comme les AHs jeunes 

résultant de l’évolution de produits solubles sont constitués surtout de chaînes de 

glucides. La décomposition de ces fractions est accélérée par les alternances 

saisonnières très contrastées [39] [40]. 
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1.1.4. 2.  Fraction de stabilité moyenne  

Il s’agit de la fraction de l’humine, provenant d’une oxydation rapide de la lignine, 

dans les litières dites « améliorantes », c’est-à-dire les plus riches en azote [39] 

[40]. 

Ceci montre la stabilité moyenne de cette forme d’humine qui, bien que jeune, est 

relativement insensible à l’action des saisons. Les caractéristiques de l’humine, 

mesurées dans les milieux les plus actifs (50 à 60 % du carbone total), attestent la 

stabilité relative de cette fraction à l’égard de la biodégradation [40].  

1.1.4. 3. Fraction très stable 

Il s’agit des fractions les plus évoluées : AHs gris très polymérisés (abondants 

dans les sols à climats dont les saisons sont très contrastées) et l'humine résultant 

de la « surévolution » des AHs gris. Les expériences de [38] ont montré 

l’opposition entre les deux formes d’AHs :  

 Ceux instables et très sensibles aux alternances saisonnières de type « 

climat atlantique », c’est-à-dire, sans contraste de température et 

d’humidité trop marqués. Par contre, ils sont biodégradés à nouveau en 

été. 

 Ceux des climats tropicaux (vertisols) sont parfaitement stables, et 

absolument insensibles aux contrastes saisonniers. Il est possible de 

transformer par polymérisation provoquée, les AHs instables en AHs 

stables de type tropical [39]. 

 

Les recherches ont, au contraire, montré qu’il était nécessaire de diviser les 

composés humiques en deux grands groupes, fondamentalement différents selon 

la stabilité [39].  

 Les composés humiques jeunes, encore faiblement polymérisés, 

comprennant la presque totalité des AF, une partie des AHs et de l’humine, 

subissent une dégradation microbienne [39]. 

 Les composés humiques stables à grosses molécules sont constitués 

d’AHs gris et d’humine très évolués et liés de façon intime aux argiles [39]. 
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1. 2. Caractéristiques structurelles et chimiques des acides humiques 

Les acides humiques sont structurellement des macromolécules complexes ayant 

une apparence brune-noire en solution de pH supérieur à 2. Ils sont généralement 

hétérogènes et sont principalement constitués de carbone, d’oxygène, 

d’hydrogène, d’azote et occasionnellement de soufre et de phosphore. 

Malgré plusieurs décennies de recherche, la structure des AHs reste jusqu’à 

présent mal définie. Les connaissances actuelles se limitent à des études 

comportementales, à des hypothèses de structure (modélisation et mise en 

évidence de fragments), mais la biochimie de formation de ces composés reste 

l’un des aspects les moins connus [39] [41] [42] [43]. 

Le concept général des AHs est que ce sont des macromolécules complexes dans 

les quelles sont liés des acides aminés, des aminoglycoses, des peptides, des 

cycles aromatiques et des composés aliphatiques. Les ponts entre les différentes 

entités sont des groupes OH phénoliques libres ou fixés, des structures 

quinoniques, des atomes d’azote et d’oxygène, et des groupes carboxyliques liés 

à des noyaux aromatiques [39] [41][42] [43]. 

Cependant, malgré cette difficulté de définir une structure spécifique des AHs, il 

est indispensable de reconnaître les principaux groupements fonctionnels 

présents dans les AHs et qui sont responsables de leur réactivités. Ce sont 

essentiellement des groupements carboxyliques, phénoliques et alcooliques, 

carbonyles, des quinones, des cétones et des groupements amines. 

Sposito [44] souligne que quatre propriétés dominent les caractéristiques les AHs :  

o Polyfonctionalité : l’existence d’une variété de groupements fonctionnels et 

leur large réactivité typique aux mélanges de polymères hétérogènes; 

o Charge négative : le développement d’une charge négative sur le squelette 

macromoléculaire qu'affecte la réactivité des groupements fonctionnels et la 

conformation de la macromolécule; 

o Hydrophile : la tendance à former de fortes liaisons hydrogènes avec des 

molécules d’eau solvatant les groupes polaires comme COOH et OH, etc.; 
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o Labilité structurale : la capacité à former des associations intermoléculaires 

et à changer de conformation moléculaire en réponse aux changements 

des conditions de pH, d’oxydoréduction, de concentration d’électrolyte et de 

complexation des groupements fonctionnels. 

Les résultats de ces recherches ont montré l’existence de deux groupes d’AH à 

propriétés entièrement différentes : 

- Les AHs « jeunes », encore peu polymérisés, donc encore proches des AF qui 

sont peu résistants à la biodégradation microbienne (AH bruns). Ces AHs jeunes 

peuvent provenir des milieux biologiquement actifs, ils résultent de la 

polymérisation rapide de composés hydrosolubles par oxydation enzymatique [45] 

. Egalement, ils peuvent provenir des milieux acides et peu actifs (d’une 

fragmentation progressive des molécules de lignine) [39]. 

- Les AHs « évolués », à grosse molécule, à des noyaux phénoliques très 

importants par rapport aux chaînes aliphatiques (AH gris). Leur liaison avec les 

argiles est très intime et ils sont résistants à la dégradation microbienne [46] [39].  

1.2.1. Modèles structuraux des acides humiques  

La structure tridimensionnelle des AHs est le résultat de polymérisations et 

d’assemblages aléatoires complexes des unités structurales, consolidées par des 

liaisons hydrogènes, de forces de Van der Waal, et des interactions entre les 

électrons π de noyaux aromatiques voisins. Ces modèles privilégient les réactions 

d’estérification entre des acides gras et les groupements OH phénoliques. Sur ces 

constatations a été basée l’hypothèse des briques constitutives dont les cycles 

aromatiques sont plus nombreux dans les AHs [19] [30].  

Parmi ces modèles, celui de Stevenson (Figure 5), qui représente les AHs comme 

des macromolécules aromatiques complexes [23]. 
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Figure 5 : Modèle structural des acides humiques selon [23].  

Grinhut et al. [47] (Figure 6) ont proposé le dernier modèle des AHs qui est basé 

sur l’ensemble d’informations acquises suite à de nombreuses analyses par les 

outils modernes comme suit : MM : 6386 Da ; Analyses élémentaires : C : 53,9 ; 

N : 5,0 ; H : 5,8 ; O : 35,1 ; C/N : 10,7 ; Groupements fonctionnels (cmol/g) : 

carboxyl : 376 ; phenols : 188 ; acidité totale : 564 ; Distribution du % de C basée 

sur l’RMN : aliphatique : 18,1; aromatique : 20,9 ; carbohydrates : 8,4; cétone : 

4,5; phénolique : 4,2 ; Autres groupements 15,3. La structure a été construite en 

utilisant le programme ACD/ChemSketch.  

 

Figure 6: Dernier modèle de la structure des AHs proposé par Grinhut et al. 
[47] basé sur le modèle de Stevenson [23]. 
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1.2.2. Extraction et purification des acides humiques à partir du sol  

Les propriétés de la matière organique du sol et plus particulièrement celle des 

SHs ne peuvent être bien étudiées qu’à l’état libre, donc débarrassées de ses 

composants inorganiques (sable, argile et autres constituants inorganiques). De 

ce fait, l’isolation de la matière humique de sa matrice inorganique constitue une 

première étape dans l’étude de ses propriétés acide-base et de complexations de 

celle ci [41]. 

L’extraction des matières humiques des sols a fait l’objet de nombreux travaux. On 

ne pourra pas passer en revue dans le cadre de la présente étude les différentes 

techniques qui ont été proposées, mais nous pouvons citer les travaux de [23] 

et[48] qui ont réalisé des études comparatives sur les extractions des AHs et AF 

avec différents solvants dont les principaux sont : 

- Solution aqueuse de soude 1%, utilisée à chaud ou à froid, précédée d’un 

traitement à l’acide chlorhydrique de concentration 2 à 5% chaud ou froid ; 

- Solution aqueuse de pyrophosphate de sodium 0.1M utilisé à chaud ou à froid ; 

- Solution aqueuse d’un mélange de pyrophosphate et de soude. 

Flaig [48] préconise donc l’emploi de la méthode de Kononova [18]  qui utilise un 

mélange Na4P2O7 0,1M + NaOH 0,1M avec un rapport sol/liquide de 5/100. 

Duchaufour [39] a présenté une méthode basée sur plusieurs extractions 

successives dont les principales étapes sont : 

- élimination des matières végétales légères par des liqueurs organiques lourdes 

(mélange alcool/bromoforme) ; 

- extraction des matériaux humiques solubles par des solutions à pH croissant 

qu’on utilise successivement sur le même échantillon. Il s’agit des solutions de 

pyrophosphate tamponné à pH 7 par H2SO4, de pyrophosphate 0,1 M à pH 9,8 et 

de soude 0,1M à pH 12. 

Cette méthode permet une extraction assez complète et reproductible de la 

matière humique du sol mais elle est un peu longue d’où le bromoforme est un 

produit toxique. 

La méthode idéale d’extraction de la matière humique est celle qui remplit les 

conditions suivantes :  
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o la méthode doit donner un matériel humique non altéré; 

o la matière humique obtenue ne doit pas contenir des impuretés 

inorganiques comme les cations polyvalents; 

o la méthode doit être universelle, c’est-à-dire, applicable à tous les types 

d’échantillons de sol. 

Suite à un grand nombre de techniques d’extraction, la Société Internationale des 

Substances Humiques (IHSS) a proposé un protocole qui s’avère être un des plus 

efficaces. Ce protocole a été mis en place afin d’uniformiser et d’apporter une 

base commune aux chercheurs amenés à travailler dans ce domaine. Le 

protocole détaillé de IHSS sera présenté dans le chapitre matériel et méthodes. 

Depuis longtemps la plupart des laboratoires utilisent les solutions alcalines 

(pyrophosphates de sodium 0,1M) pour l'extraction des composés humiques, on 

obtient ainsi une solution foncée, qui après acidification, donne un précipité 

floconneux brun (AH), alors que les AF restent insolubles. Les AHs peuvent être 

eux-mêmes subdivisés en fractions : plus ou moins "condensées" ou acides 

hymatomélaniques et AHs bruns, peu condensés et très stables [37] [41]. 

1.2.3. Nature des acides humiques extraits à partir de l’eau de surface 

Les substances humiques peuvent être également présentes dans l’eau 

souterraine en raison de la proximité de charbon, de la dissolution de paillis 

d’écorce, des débris organiques enterrés, des eaux usées provenant de l’industrie 

du cuir et du bois (tannins et lignines) et des effluents des usines de pâtes et 

papier (lignines).  

Les matières humiques sont généralement définies par rapport à la technique 

d’extraction utilisée. Parmi les différents procédés retenus, l’utilisation de résines 

macroporeuses adsorbantes de types XAD qui semble le procédé le plus 

intéressant [48]. Les substances sont alors définies comme la fraction organique 

qui s'adsorbe sur la résine XAD à pH acide et les acides organiques non retenus 

sont appelés acides hydrophiles selon [49]. La méthode établie par [50] qui 

s'appuie sur cette technique est aujourd'hui proposée aussi par l'IHSS [51].  
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La composition élémentaire moyenne des SHs est de 40 à 60% carbone, 4 à 6% 

d'hydrogène, 0,5 à 2% d'azote, 30 à 50% d'oxygène, moins de 1% de soufre et de 

phosphore et jusqu'à 10% de résidu [52]. Elle est en fonction du milieu aquatique 

mais aussi des saisons [53].  

Les SHs incluent dans leur structure des sites aliphatiques et aromatiques. La 

partie aliphatique, majoritaire, reste très mal caractérisée. Elle engloberait 

vraisemblablement des composés comme des protéines, des acides aminés et 

des sucres [48] [54]. 

Les sites aromatiques peuvent représenter jusqu'à 30% du carbone [55]. Ils sont 

représentés par des noyaux aromatiques simples (substitués par des chaînes 

alkyles et des groupements carboxyles, cétones et hydroxyles) et des structures 

polycycliques (polyaromatiques et composés de type furane et pyridine) [56] [57]. 

Les principaux modèles de structure proposés pour les SHs extraits de l’eau ne 

représentent que leur partie aromatique. C'est le cas du modèle établi par 

Christman [58], qui s'inspire des résultats de Liao et al [56].  

Le caractère aromatique des matières humiques est reconnu par de nombreux 

auteurs comme responsable de la forte réactivité de ces composés avec les 

oxydants tels que le chlore [48] [52].  

Cette réactivité des SHs avec le chlore se traduit par une forte demande en 

oxydant, une diminution de la couleur et la formation de nombreux produits 

chlorés, exprimés globalement sous le terme de composés organohalogénés 

totaux et des produits non chlorés. Le chloroforme et les acides dichloro et 

trichloroacétiques sont les principaux sous-produits de chloration analysables 

formés par chloration de SHs aquatiques [59] [60] [61] [62] [63] [64].  

Certains des composés organo-chlorés formés présentent des propriétés 

mutagènes [62] [65] [66] [67] [68] et en particulier le chloro-3 (dichloromethyl)-4 

hydroxy-5 (5H) furanone -2 ou « MX » et son isomère «E-MX », récemment 

identifiés lors de la chloration des eaux et des solutions de substances humiques 

[48] [69].  
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1.3. Biodégradation des acides humiques 

La MO tient un rôle primordial dans l’activité microbiologique d’un milieu. Quelles 

que soient les origines (indigène, allochtone ou anthropogène) les composés 

organiques dissous et/ou particulaires servent de source d’énergie aux 

microorganismes et constituent également la matière première nécessaire à la 

multiplication des populations microbiennes [18]. 

Les microorganismes ont besoin de trouver dans leur environnement les éléments 

constitutifs de leur cellule (C, H, O, N, P, S, etc.). Ces éléments se trouvent dans 

la MO sous forme de molécules simples ou moins complexes :oses, amidon, 

cellulose, protéines, etc.  

Les perméases, enzymes contrôlant l'entrée des substances organiques et des 

ions par transport actif à l'intérieur des cellules, permettent le passage des 

molécules organiques solubles de faible poids moléculaire (monomères et 

oligomères <1000 Da). Hisano et al. [70] remarquaient que la MO ne peut plus 

être directement incorporée par les bactéries lorsque le diamètre des molécules 

est supérieur à 0,1μm. Ainsi, les polymères organiques de PM élévé doivent 

préalablement subir une hydrolyse enzymatique. 

Celle-ci conduit à des processus de dégradation et dépolymérisation, qui 

permettent aux molécules formées d'être métabolisées par les microorganismes. 

Ces hydrolyses sont possibles grâce à la présence d'enzymes extracellulaires 

[19]. 

Enfin, une réactivité microbiologique ou « bioréactivité », traduisant les possibilités 

d’utilisation de la MO par une population microbienne, peut être alors définie par 

deux principaux termes : 

La biodisponibilité : exprime le potentiel d’interaction entre la MO et le 

microorganisme. Cette notion considère que l’utilisation de composés organiques 

ne doit pas nécessairement résulter de leur fragmentation en plus petites entités 

ou même jusqu'à minéralisation mais intègre aussi la dégradation extracellulaire 

des composés par les exoenzymes microbiens [71].  

La biodégradabilité : représente l’utilisation effective de la MO par les 

microorganismes et traduit l’expression mesurable du potentiel d’interaction. Au 
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sens strict, la biodégradabilité englobe deux processus, d’une part l’utilisation 

directe par le microorganisme ou après décomposition pour la biosynthèse de 

nouveau matériel cellulaire et d’autre part la minéralisation pour obtenir de 

l’énergie et des nutriments inorganiques [71].  

Les AHs ne sont pas biodégradables qu’après une éventuelle adaptation 

progressive de certains microorganismes possédant les enzymes capables 

d’attaquer cette macromolécule. Le principe de « l’infaillibilité microbienne » cité 

par Alexander et Rogers dit que : « pour toute molécule il existe quelque part un 

microorganisme capable de la dégrader dans certaines conditions du milieu [71] 

[72]. 

La biodégradation des AHs a été démontrée en condition aérobie avec formation 

de métabolites facilement biodégradables. Il existe actuellement un certain 

nombre de travaux qui s’intéressent à la prédiction informatisée de la 

biodégradabilité à partir des réactions connues de biodégradation. 

Différents microorganismes peuvent dégrader les AHs, et cette dégradation est 

limitée selon l'effet de la nature des AHs et de leurs tailles moléculaires [40]. La 

dégradation des AHs a lieu après des réactions chimiques ou enzymatiques. Cette 

dégradation peut être suivie en utilisant plusieurs méthodes d'analyses par 

exemple les techniques spectroscopiques qui aportent des informations précises 

concernant la structure des AHs. Actuellement l'utilisation des AHs du commerce 

est l'une des meilleures méthodes disponibles pour expliquer leurs biodégradation 

[73]. Certaines bactéries peuvent dégrader ou décolorer les AHs, y compris les 

actinomycètes tels que les espèces du genre e Streptomyces, ou d'autres 

bactéries à savoir les Pseudomonas [74]. La dégradation est assurée par des 

enzymes extracellulaires après une fixation des SHs sur les surfaces de ces 

bactéries filamenteuses [75]. 

Dans la plupart des cas, la biodégradation est assurée par une attaque 

enzymatiques des carbohydrates afin d'assurer la source du carbone [40] [76] [77] 

[78] [79] [80]. Une stimulation de la biodégradation peut y avoir en présence de 

Mn2+ [81]. 

Le schéma des figures 7 et 8 résument les différentes voies d'attaque 

microbiennes et leurs mécanismes sur les AHs. 
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Figure 7 : Mécanismes de biodégradation des AHs et de la lignine par les 

champignons [40].   

Figure 8 : Mécanismes de biodégradation et transformation des AHs. Etapes de 

dégradation de la macromolécule : Etape 1 (dégradation des AHs à PM élévé) ; 

Etape 2 (dégradation des AHs à PM faible ; Etape 3 (minéralisation totale) [8]. 
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On peut notamment citer les travaux de [47] sur l’étude de la dégradation des AHs 

par les champignons, qui montre que les couches supérficielles du sol sont 

composées d’une plus grande proportion de champignons capables de dégrader 

les substances réfractaires dont font partie entre autre, les AHs des horizons de 

surface. 

1.4. Rôle des acides humiques  

Le rôle et l’importance des AHs dans les sols sont prouvés depuis longtemps. Par 

leur présence dans tous les milieux, leurs multiples propriétés, réductrices, 

tensioactives et surtout leur pouvoir « séquestrant » (adsorbant, complexant, 

chélatant) vis-à-vis de composés organiques et minéraux (métaux et pesticides 

entre autres) leur confèrent un rôle essentiel dans la solubilisation, l’accumulation, 

la biodisponibilité, la dégradation, le transport et les échanges de ces composés 

dans les eaux, les sols et les sédiments [82]. 

La nature acide des groupements fonctionnels confère aux AHs un caractère de 

polyélectrolytes de type anionique dont résultent leurs propriétés complexantes 

vis-à-vis des ions métalliques Eyeraguibel, B.(2004), « Caractérisation des 

substances humiques biomimetiques-effets sur les végétaux », Thèse, Toulouse. 
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Le tableau 1 résume les différentes propriétés des AHs. 

Tableau 1: Propriétés générales des AHs et leurs effets dans le sol. 

Propriétés Remarques Effets dans le sol 

Rétention de 
l'eau 

Retiennent jusqu'à 20 fois 
leurs poids en eau 

Aident à prévenir le 
desséchement et améliorent la 
rétention de l'eau dans les sols 
sableux. 

Liaison avec 
les argiles. 

Cimentent les particules des 
sols en formant des agrégats. 

Permettent l'échange gazeux, 
la perméabilité et stabilisent la 
structure du sol. 

Chélation 
Forment des complexes 
stables avec Cu2+, Mn2+, Zn2+, 

et autres cations polyvalents. 

Favorisent la biodisponibilité 
des micronutriments pour les 
plantes. 

Effet tampon 
Possèdent un grand pouvoir 
tampon. 

Permettent de maintenir une 
réaction uniforme dans le sol. 

Echange de 
cation 

L'acidité totale varie de 300 à 
1400 cmol/Kg. 

Augmentent la capacité et les 
échanges cationiques. 

Minéralisation 
La décomposition donne : 
CO2, NH4

+, NO3
-, PO4

3-, SO4
2-

. 

Source nutritive pour les 
plantes de N, P et S. 

Combinaison 
avec les 
molécules 
organiques 

Modifie la bioactivité et 
biodégradation des 
pesticides. 

Modifie le taux d'application 
des pesticides 

1.5. Effet néfaste des acides humiques  

Les THM sont des composés de formule générale CHX3 où X est un halogène. Ils 

sont des sous-produits de la chloration de l’eau formés principalement par réaction 

du chlore avec des substances organiques comme les AHs et AF présents dans 

l’eau.  

Le chloroforme est généralement le principal THM mesuré dans l’eau potable 

(jusqu’à 90% en poids de tous les THM), mais sa proportion par rapport à 
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l’ensemble des THM peut varier de façon significative selon la teneur de l’eau 

brute en bromure (qui peut entraîner alors une formation de sous-produits bromés) 

et selon le pH de l'eau [83] [84]. 

Les THM ne représentent toutefois qu’une fraction des produits qui peuvent se 

former lors de la chloration de l’eau. Parmi les autres sous-produits susceptibles 

d’être formés, on retrouve des acides acétiques halogénés, des acétonitriles 

halogénés, des cétones halogénées, des aldéhydes chlorées, des chlorophénols, 

du trichloronitrométhane (chloropicrine) [85], du 3-chloro-4- (dichlorométhyle)-5-

hydroxy-2(5H)-furanone (MX) [86], etc.  

1.5.1. Concentrations des THM dans l’eau potable  

Les concentrations de THM (et autres sous-produits de la chloration) peuvent être 

très variables d’un réseau à l’autre. En général, les concentrations les plus 

élevées se retrouvent dans l’eau traitée provenant de sources à fortes teneurs en 

matières organiques, comme les lacs et les rivières, et les concentrations les plus 

faibles, dans les sources souterraines [87] [88]  [89]. Les teneurs en THM peuvent 

donc varier de façon importante en fonction de la MO, de la qualité de l’eau et les 

paramètres de traitement de l’eau [90] [91] [92].  

1.5.2. Exposition de la population aux THM 

Selon les informations disponibles, pour la population générale, la principale 

source d’exposition aux THM est l’eau utilisée à des fins de consommation et à 

d'autres fins domestiques [93]. 

1.5.2.1. Effets cancérigènes des THM 

Dans l’ensemble, les principaux types de tumeurs observés chez les rongeurs (rat 

et souris) exposés à des THM ou à des acides acétiques sont le cancer du foie, 

des reins et du colon [83] [94] [95]. 

De nombreuses études épidémiologiques ont été réalisées afin d’évaluer le risque 

de cancer chez les populations exposées à ces produits. Jusqu’à maintenant un 

seul cas de cancer de la vessie a été observé de façon assez constante chez les 

consommateurs d’eau chlorée [95] [96]. 
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I.6. Conclusion 

Les acides humiques sont des composés à poids moléculaire le plus élevé de la 

MO et sont considérés comme des supramacromolécules. Ils sont formés dans le 

sol, l’eau et les sédiments et constituent le réservoir le plus stable de la MO. Ils 

sont difficilement biodégradables par la microflore tellurique et les champignons et 

les actinomycètes sont aptes à transformer et dégrader ces macromolécules 

grâce à des enzymes hydrolytiques extracellulaires dont on peut citer les laccases 

et les peroxydases.  

La présence des AHs dans les milieux naturels est très bénéfique car ils jouent un 

rôle très important dans l’amélioration de la texture, la structure et surtout dans la 

fertilisation de sol mais aussi dans la dépollution des sols contaminés par les 

métaux lourds, pesticides, insecticides, pétrole, HAP, etc. Cependant, la présence 

des AHs dans les eaux de surface peut influencer la qualité de l’eau potable après 

subir un traitement par chloration d’où la formation des THM, connus par ses 

caractères carcinogènes. La nécessité d’utiliser les bioprocédés est fortement 

recommandée dans les étapes de traitement de finition pour éliminer les AHs 

présents dans les eaux potables.  
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CHAPITRE 2 : STREPTOMYCETES : Microorganismes d’intérêt 

2.1. Introduction 

Le genre Streptomyces désigne des bactéries filamenteuses appartenant à l'ordre 

des Actinomycetales (figure 9). Ce genre a été caractérisé par Selman Waksman 

(1888-1973) et Arthur Trautwein Henrici (1889-1943). Les espèces appartiennent 

à ce genre sont principalement retrouvées dans les couches superficielles du sol 

(même en profondeur) où leur développement et leur dispersion sont facilités par 

leur croissance mycélienne et leur capacité de sporulation. Ce sont des bactéries 

saprophytes, assurant leur croissance à partir de la dégradation des MO du sol 

grâce à de nombreuses enzymes hydrolytiques extracellulaires, participant ainsi 

activement à la formation de l'humus. 

 

Figure 9 : Streptomycètes : Bactéries filamenteuses abondantes dans les 
couches superficielles du sol. Le mycélien aérien (MA) est fortement 
dispersé assurant leur croissance rapide. 

2.2. Différenciation morphologique des streptomycètes 

On peut isoler les streptomycètes à partir du sol en utilisant des milieux sélectifs 

(milieu chitine ou d’acides humiques + ATB). On peut facilement connaitre les 

streptomycètes sur une boite de Pétri en observant la formation du mycélium 

(hyphes) (figure 10). Les streptomycètes ressemblent aux champignons mais avec 

des contours typiques (ce qu’on appelait avant les champignons rayonnants). Sur 

un milieu de culture solide, la germination d'une spore produit des filaments 

mycéliens à croissance apicale (par les extrémités) et capables de se ramifier. 
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Figure 10 : Isolement des streptomycètes à partir du sol en utilisant des milieux 

sélectifs. Colonies représentant les différentes séries de couleurs de MA. 

2.3. Cycle de développement des streptomycètes  

Le cycle de développement de streptomycètes débute par la germination d’une 

spore donnant naissance à un mycélium primaire, formé d’hyphes non séptées, 

ramifiés et ancrés dans le milieu solide. Sur ce mycélium primaire, se développera 

ensuite un mycélium aérien. Les extrémités des hyphes aériens se cloisonnent et 

se différencient pour former des chaînes de spores uninucléées comme le montre 

la figure 11 [97]. 

 

Figure 11 : Cycle de différenciation culturale chez les streptomycètes [97]. 
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2. 4. Identification des streptomycètes 

La taxonomie des streptomycètes est basée sur plusieurs critères : 

morphologiques, chimiques, physiologiques et moléculaires. L’identification des 

genres est facilitée par les études morphologiques tandis que les critères 

physiologiques et moléculaires (ex. hybridation ADN/ADN) séparent les espèces. 

La taxonomie des streptomycètes fut marquée par quatre périodes essentielles 

dont chacune a apporté de nouveaux critères de classification. 

Durant la première période, seuls les critères macro et micro morphologiques 

(mycélium fragmenté ou non, présence ou non de mycélium aérien, couleur des 

mycélia, production de spores, etc.) permettaient de différencier les genres entre 

eux. Ceci a donné lieu à la création de nombreux genres dont les limites entre eux 

n’étaient pas toujours nettes, ce qui a engendré beaucoup de confusion [98]. 

La seconde période voit l’utilisation de la chimiotaxonomie basée sur la 

composition cellulaire en acides aminés, en sucres, en acides mycoliques (lipides 

pariétaux complexes et insaturés), et en phospholipides membranaires.  

La troisième période qui a débuté dans les années 1970 et a trouvé son apogée 

entre 1980 et 1990, combine l’outil informatique à de nombreux tests 

physiologiques pour différencier les espèces de chaque genre entre elles. Ainsi, 

est née la taxonomie numérique avec l’obtention de dendrogrammes qui ont 

permis d’apporter beaucoup de clarté au niveau de la composition en espèces 

[99]. 

La quatrième période a débuté durant les années 1980 et s’étend jusqu’à l’heure 

actuelle. Elle consiste en l’application des méthodes d’analyses génétiques et 

moléculaires, notamment l’hybridation ADN-ADN et le séquençage de l’ADN 

correspondant à l’ARN ribosomique 16S, qui ont permis de tracer toute la 

phylogénie des streptomycètes [100] [101] [102]. 

Grâce au séquençage de l’ARN 16S, certains genres bactériens non mycéliens 

furent inclus dans l’ordre des Actimycetales, tandis que d’autres en furent exclus 

[100]. 
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Il est à noter que chez les streptomycètes, les deux moyens largement utilisés 

pour l’identification de ce genre bactérien, sont d’une part le suivi des aspects 

macroscopiques et des caractères culturaux sur milieux de cultures spécifiques, et 

d’autre part, l’analyse de la séquence nucléotidique du gène ARNr 16S. Ces deux 

moyens ont permis l’identification de plusieurs souches appartenant à ce genre 

[103] [103] [104] [105] [106] [107]. 

2.5. Métabolisme des streptomycètes 

Deux propriétés les plus significatives des streptomycètes sont leur capacité à se 

développer sur les substrats les plus divers et leur aptitude à synthétiser de très 

nombreux métabolites bioactifs parmi lesquels on compte les deux tiers des 

antibiotiques produits par des microorganismes. Ces propriétés traduisent la 

richesse tout à fait remarquable du métabolisme cellulaire de ce groupe microbien 

[108]. 

Ces bactéries sont aérobies, mésophiles, leur température optimale est de 25-30 

°C, leur pH optimal est de 6,5-8 [109]. 

Les streptomycètes sont généralement hétérotrophes, certains étant 

chimioautotrophes, ils peuvent utiliser une grande variété de substances comme 

sources de carbone et d’azote tels la chitine, la kératine, la cellulose, le xylane, le 

nitrate, les polluants pétroliers comme le benzène, polychloro-bisphényl, la 

gélatine, le xylénol, la caséine, l’urée, les pesticides comme l’atrazine [110] [111] 

[112] [113] [114] [115] [116] [117] [118] [119]. 

Les streptomycètes produisent un grand nombre de métabolites secondaires tels 

que : l’acide indolacétique [120], les toxines, les pigments et les antibiotiques [121] 

[122]. 

2.6. Substances bioactives produites par les streptomycètes 

Les streptomycètes représentent une grande proportion de la biomasse 

microbienne du sol. Ils ont la capacité de produire une large variété de molécules 

bioactives entre autres des antibiotiques et d’enzymes extracellulaires. 
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2.6.1. Streptomycètes producteurs d’antibiotiques 

Depuis 1940, la fabrication des antibiotiques a pris une part dominante dans 

l’industrie pharmaceutique, représentant près de 25% de son chiffre d’affaire. 

Le tableau 2 illustre quelques exemples d’antibiotiques produits par les 

streptomycètes. En ce qui concerne l’activité antifongique des streptomycètes, elle 

ne se limite pas seulement aux champignons filamenteux mais s’étend aux 

levures et aux dermatophytes. A titre d’exemple, la souche Streptomyces mutabilis 

présente une activité anticandidale envers Candida albicans [123] et la souche 

Streptomyces rochei présente une activité anti dermatophytique vis-à-vis le 

dermatophyte Trichophytum rubrum [124]. 

Tableau 2 : Quelques exemples d’antibiotiques produits par les streptomycètes 

Espèce productrice Antibiotiques Références 

1/ Les agents antibactériens 

Streptomyces griseus Candicidine [125] 

Streptomyces lydicus Streptolydigine [126] 

Streptomyces lindensis Rétamycine [127] 

2/Les agents antifongiques 

Streptomyces 
griseochromogenes 

Blasticidine [128] 

Streptomyces humidus Phenylacétate [129] 

Streptomyces nodosus Amphotéricine B [130] 

Streptomyces ambofaciens Spiramycine [122] 

3/Les bioherbicides et bioinsecticides produits par les streptomycètes 

Streptomyces hygroscopicus Herbimycine [131] 

 

Le nombre le plus élevé des molécules bioactives est produit par les 

actinomycètes (61%) dont 66% sont des antibiotiques (ATB), et parmi ces ATB 

80% sont produits par les streptomycètes (Tableau 3). 
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Tableau 3 : molécules bioactives produites par les microorganismes 

 

 

 

 

 

 

 

*environ 80% sont isolés de Streptomyces dans chaque catégorie 

Ces bactéries ont, en effet, la capacité de produire, dans certaines conditions, des 

métabolites secondaires particulièrement intéressants pour le monde 

pharmaceutique.  

Ceux-ci sont notamment à l’origine de deux tiers des antibiotiques et des agents 

anti-tumoraux, ainsi que certains herbicides, des substances antifongiques, et des 

immunosuppresseurs. A titre d’exemple, l’Augmentin, un antibiotique prescrit en 

cas d’otite, de sinusite, de bronchites ou encore de cystite, est élaboré à partir 

d’un mélange d’amoxicilline et d’acide clavulanique. Ce dernier est une «molécule 

streptomycienne» qui inhibe les bêta-lactamases, enzymes jouant un rôle 

important dans la résistance aux antibiotiques chez certaines bactéries. 

2.6.2.  Streptomycètes : Producteurs d’enzymes de dégradation 

2.6.2.1. Enzymes de dégradation des composés organiques naturels 

Les streptomycètes jouent un rôle dans la dégradation de la MO et donc un rôle 

dans le recyclage des biopolymères complexes comme la cellulose, la 

lignocellulose, la pectine et le xylane par la production d’enzymes extracellulaires 

qui sont d’une importance majeure dans l’industrie. 

La dégradation de ces biopolymères par les enzymes peut être le résultat d’une 

hydrolyse biologique puis d’une oxydation biologique.  

Quant à l’hydrolyse biologique, les protéases catalysent l’hydrolyse des protéines 

en acides aminés. Les polysaccharides, par exemple l’amidon, est dégradé 

enzymatiquement pour libérer des oses [132] [133].  

 

 Antibiotiques Autres Total 

Actinomycètes* 
7900* 

66% 

1220* 

40% 

9120* 

61% 

Autres bactéries 1400 (12%) 240 (9%) 1640 (11%) 

Champignons 2600 (22%)     1540 (51%)  4140 (28%) 

Total 
11900 
(100%) 

3000 (100%) 14900 (100%) 

http://reflexions.ulg.ac.be/cms/c_18170/cms/c_18173/metabolite
http://reflexions.ulg.ac.be/cms/c_18170/cms/c_12953/antibiotiques
http://reflexions.ulg.ac.be/cms/c_18170/cms/c_9280/enzyme
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Dans le cas de l’oxydation biologique, les enzymes réagissent directement avec 

l’O2 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) [134].  

2.6.2.2. Enzymes de dégradation des composés organiques de synthèse 

Les capacités de biodégradation des streptomycètes ne se limitent pas seulement 

aux composés organiques naturels mais concernent également des substrats 

organiques plus difficiles à dégrader car peu solubles dans l’eau. Il s’agit des 

hydrocarbures (chaînes hydrocarbonées), de phénols et d’autres composés 

récalcitrants [135] [136]. 

Le principal mécanisme enzymatique pour l’assimilation et/ou la détoxification des 

substrats organiques peu dégradables est l’oxydation enzymatique par les 

monoxygénases ou 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 ou hydrocarbures aromatiques polycycliques) 

et de faciliter ainsi leur assimilation [137] [138]  [139].  

C’est également, le mécanisme de biodégradation des composés 

nitroaromatiques [140] et des substrats organochlorés tels que les chlorobiphényls 

[141]. Pour ces derniers, la déchlorination bactérienne a été démontrée en 

condition anaérobie avec formation de métabolites facilement biodégradables en 

aérobiose [141]. 

2.7. Matériel génétique des streptomycètes  

Le matériel génétique des streptomycètes est constitué par l’ADN chromosomique 

ainsi que chez certaines souches par l’ADN plasmidique ou de l’ADN phagique. 

Les chromosomes de streptomycètes ont la particularité d'être linéaires et de 

présenter une proportion en bases G et C très élevée, comprise entre 70 et 74%. 

 

 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Chromosomes
http://fr.wikipedia.org/wiki/Taux_de_GC
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Comparés aux chromosomes d' E. coli K-12 (la taille = 4,6 Mb) et de Bacillus 

subtilis (taille = 4,2 Mb), les chromosomes de Streptomyces sont de très grandes 

tailles (environ 9 Mb), et présentent une densité en gènes très élevée (89% pour 

S. coelicolor). Le chromosome de S. coelicolor a d'ailleurs été le premier génome 

bactérien identifié comme porteur d'un plus grand nombre de gènes que 

l'eucaryote Saccharomyces cerevisiae  [108].   

Après le séquençage du génome de quelques souches de ce genre bactérien, il a 

été constaté que le nombre de voies de biosynthèse de métabolites secondaires 

était beaucoup plus grand que prévu. C’est le cas de S. coelicolor [142], le 

meilleur représentant du genre bactérien génétiquement bien étudié, qui est 

capable de produire quatre différents antibiotiques.  

2.8. Conclusion 

Les streptomycètes produisent un grand nombre de métabolites secondaires 

possédant des structures chimiques et des activités biologiques très variées qui 

n’existent chez aucun autre genre bactérien. Environs 70 espèces de 

Streptomyces sont d'intérêt majeur, tant sur le plan industriel que sur celui de la 

recherche fondamentale puisqu'elles présentent, d'une part, un cycle de 

développement unique chez les procaryotes et, d'autre part, elles sont à l'origine 

de la production de très nombreuses molécules bioactives, notamment 

d'antibiotiques et d’enzymes hydrolytiques extracellulaires. En effet plus de la 

moitié des antibiotiques connus est produite par les streptomycètes et l’espéce la 

plus étudiée est S. coelicolor et d’un degré moindre S. avermitilis.  

 

 

 

 

 

 

 

http://fr.wikipedia.org/wiki/M%C3%A9gabase
http://fr.wikipedia.org/wiki/Bacillus_subtilis
http://fr.wikipedia.org/wiki/Bacillus_subtilis
http://fr.wikipedia.org/wiki/Bacillus_subtilis
http://fr.wikipedia.org/wiki/M%C3%A9gabase
http://fr.wikipedia.org/wiki/M%C3%A9gabase
http://fr.wikipedia.org/wiki/G%C3%A8nes
http://fr.wikipedia.org/wiki/Saccharomyces_cerevisiae
http://fr.wikipedia.org/wiki/Saccharomyces_cerevisiae
http://www.facebook.com/pages/w/106097526095330
http://www.facebook.com/pages/w/106101006088832
http://www.facebook.com/pages/w/106398909391878
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CHAPITRE : 3 : PEROXYDASES : Rôles dans la biotechnologie industrielle et 

environnementale 

3.1. Introduction 

Parmi les milliers d'enzymes identifiées et souvent connues dans les moindres 

détails, nous allons nous intéresser à l'une des plus répandues qui soient, les 

peroxydases.  

Avant même que la notion d'enzyme eût été formulée, Louis-Antoine Planche 

constatait en 1810 que des extraits de racine de diverses plantes avaient la 

propriété d'oxyder et donc de recolorer la teinture de gaïac (incolore à l'état réduit) 

en présence de peroxyde d'hydrogène (ou eau oxygénée), ce qui valut le nom aux 

enzymes responsables, les peroxydases. 

Aujourd'hui, la source la plus commune de peroxydase à usage biotechnologique 

ou autres est la racine de radis ou de raifort (radis noir). C'est pourquoi les 

chercheurs la connaissent plutôt sous l'acronyme anglais HRP (Horse Radish 

Peroxidase). 

3.2. Importance des peroxydases 

Les peroxydases possèdent de sérieux avantages sur les catalyseurs chimiques 

traditionnels car elles sont efficaces à température modérée et entièrement 

biodégradables. Seulement leur intérêt industriel dépend aussi de leur capacité de 

réagir dans les conditions adéquates qui ne correspondent pas forcément à celles 

de leur environnement naturel.  

Récemment, des chercheurs ont mis au point une peroxydase à hème, extraite du 

champignon Coprinus cinereus, plus résistante à la chaleur et au stress oxydatif. 

Ces chercheurs ont montré que cette peroxydase est susceptible de blanchir des 

colorants libres. Malheureusement, le champignon producteur de peroxydase ne 

pousse ni à haute température ni en présence de fortes concentrations de H2O2 et 

l’enzyme devient rapidement inactive dans un tel milieu.  

Rivard [143] a enlevé les résidus oxydables autour de l’hème de cette peroxydase, 

dans le site actif, l’enzymz résultante s’est révélée stable thermiquement et plus 

résistante au peroxyde d’hydrogène. Dans un second temps, la recombinaison 

génétique des gènes mutés dans des levures et l’analyse de la réponse de ces 

hybrides, soumis à un stress identique à celui qu’ils subiraient dans une machine 

http://fr.wikipedia.org/w/index.php?title=Louis-Antoine_Planche&action=edit&redlink=1
http://www.recherche.fr/encyclopedie/1810
http://www.recherche.fr/encyclopedie/R%C3%A9action_d%27oxydo-r%C3%A9duction
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Ga%C3%AFac
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Peroxyde_d%27hydrog%C3%A8ne
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Radis
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Raifort
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Acronyme
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à laver, a permis d’identifier une «super peroxydase», elle s’est avérée 60 fois 

plus résistante à l’oxydation. 

Les secteurs du bois et du papier s'intéressent de près à ces enzymes qui 

pourraient permettre de remplaçer certains traitements chimiques du bois.  

3.3. Nomenclature et classification des peroxydases 

Les recommandations pour la nomenclature des enzymes ont été regroupées 

dans une liste EC (« Enzyme Commission »), publiée la première fois en 1954 

puis en 1992 par l’union internationale de biochimie et de biologie moléculaire 

[144]. Depuis, cette liste est régulièrement actualisée dans les revues scientifiques 

de biochimie et sur le site internet  

http://www.chem.qmul.ac.uk/iubmb/enzyme/index.html. 

Les peroxydases (E.C. 1.11.1.x) utilisent notamment le peroxyde d’hydrogène 

(H2O2) comme substrat ou d'autres peroxydes, tels que les lipides 

hydroperoxydes. Les peroxydases à hème (E.C. 1.11.1.7) ont un rôle fondamental 

dans les différents processus physiologiques tels que la détoxification de l’excès 

des espèces actives de l’oxygène et la défense contre les pathogènes [145] [146]. 

Ces enzymes sont généralement regroupées dans deux grandes familles 

majeures : peroxydases les plantes et les peroxydases des animaux [147]. Les 

peroxydases des plantes sont des peroxydases à hème très rependues également 

chez les champignons et les bactéries et ont été récemment subdivisées en trois 

classes basées sur leur fonction et leur localisation cellulaire [148]. 

- La classe I strictement intracellulaire, y compris les cytochromes c peroxydases, 

les ascorbate peroxydases (APX) des plantes ainsi que les catalase-peroxydases 

des bactéries [149].  

- La classe II produite par les champignons, comme la lignine peroxydase de 

Phanerochaete chrysosporium, la peroxydase à manganèse (MnP) du même 

champignon et la peroxydase produit par Arthromyces ramosus (ARP) [150]. 

- La classe III constituée par les peroxydases végétales, comme celles du raifort 

(HRP), de l'orge (BP) et du soja (SBP) [151]. 

 

 

http://www.chem.qmul.ac.uk/iubmb/enzyme/index.html
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3.4. Activité biologique des peroxydases 

Ce type d'enzyme, unique dans les cellules vivantes, a notamment pour fonction 

de décomposer les peroxydes, les dérivés toxiques de l'oxygène (comme par 

exemple le peroxyde d'hydrogène).  

En réalité, il n'y a pas une peroxydase mais des peroxydases car ce type 

d'enzyme existe chez presque tous les êtres vivants : chez les microorganismes, 

chez les plantes et chez les animaux. Ce pourrait donc être une molécule très 

ancienne.  

Elle partage avec bien d'autres protéines une structure chimique appelée hème 

contenant du fer ionisé et capable de se lier à l'oxygène. Le fonctionnement de 

ces protéines hèminiques est le plus souvent lié à la chimie de l'oxygène et de ses 

dérivés. C'est par exemple le cas des cytochromes (transporteurs respiratoires), 

de la catalase (une autre enzyme qui décompose l'eau oxygénée) et de divers 

pigments respiratoires des animaux comme la myoglobine et l'hémoglobine 

(http://www.didier-pol.net/1peroxidase.html). 

Les peroxydases assurent d'autres fonctions que la décomposition des peroxydes. 

Certaines interviennent dans le métabolisme de l'iode et sont nécessaires à 

l'élaboration des hormones thyroïdiennes. D'autres participent au transfert du 

chlore dans certaines cellules du système immunitaire, permettant ainsi la 

production d'hypochlorite (la vulgaire eau de Javel) servant à la destruction des 

microorganismes ingérés [152]. Les plantes en ont besoin pour fabriquer la 

lignine. A l'inverse, la lignine est exclusivement dégradée par certaines 

moisissures car elles seules disposent des peroxydases appropriées (champignon 

de la pourriture blanche du bois) [153]. D'autres microorganismes utilisent des 

peroxydases pour synthétiser des antibiotiques . Ces enzymes sont donc parmi 

les plus universelles du monde vivant.  

Par ailleurs, elles constituent des outils extrêmement utiles pour le biologiste. On 

les utilise dans divers protocoles de laboratoire ; pour transférer de l'iode radioactif 

sur des protéines afin de les marquer [154]  ; pour repérer la cible d'anticorps 

(anticorps conjugués avec la peroxydase dont les réactions colorées permettent la 

localisation dans les tissus) [155]  ; pour établir les trajets extrêmement complexes 

des neurones dans le système nerveux (après injection de peroxydase au niveau 

http://www.didier-pol.net/1CATALA.html
http://www.didier-pol.net/1CATALA.html
http://www.didier-pol.net/1MODLMOL.html
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de terminaisons nerveuses, l'enzyme est transportée par les neurones jusqu'aux 

corps cellulaires situés dans les centres nerveux où une réaction colorée permet 

la détection) [156]. 

3.5.  Activité chimique des peroxydases 

Un hème est un cofacteur Les peroxydases contiennent parfois un hème, une 

cystéine ou séléno-cystéine qui font une réaction d'oxydo-réduction. Elles utilisent 

notamment le peroxyde d'hydrogène comme substrat, mais d'autres composés 

tels les lipides hydropéroxydes. Les donneurs d'électrons sont plus ou moins 

variés selon les peroxydases (liés au site actif). Une peroxydase est une enzyme 

de type oxydase qui catalyse typiquement une réaction de la forme : 

AH2 + H2O2 → A + 2H2O 

Sachant qu’une oxydase est une enzyme catalysant une réaction d'oxydo-

réduction  impliquant une molécule de dioxygène (O2) comme accepteur 

d'électron.  

3.6. Peroxydases hèminiques 

Un hème est un cofacteur contenant un atome de fer servant à accueillir un gaz 

diatomique (souvent O2) au centre d’un large anneau organique appelé 

porphyrine. Toutes les porphyrines ne contiennent pas nécessairement un atome 

de fer mais la majorité des métalloprotéines qui contiennent des porphyrines ont 

en fait l’hème comme sous-unité prosthétique (figure 12). 

 

Figure 12 : Modèle d'une peroxydase de raifort [157] . 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Cofacteur_(biochimie)
http://www.recherche.fr/encyclopedie/H%C3%A8me
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Cyst%C3%A9ine
http://www.recherche.fr/encyclopedie/R%C3%A9action_d%27oxydo-r%C3%A9duction
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Peroxyde_d%27hydrog%C3%A8ne
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Substrat#Chimie.2C_Biochimie.2C_et_Enzymologie
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Acide
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Acide
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Peroxyde_d%27hydrog%C3%A8ne
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Eau
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Enzyme
http://www.recherche.fr/encyclopedie/R%C3%A9action_d%27oxydo-r%C3%A9duction
http://www.recherche.fr/encyclopedie/R%C3%A9action_d%27oxydo-r%C3%A9duction
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Dioxyg%C3%A8ne
http://fr.wikipedia.org/wiki/Fer
http://fr.wikipedia.org/wiki/Porphyrine
http://fr.wikipedia.org/wiki/M%C3%A9talloprot%C3%A9ine
http://fr.wiktionary.org/wiki/prosth%C3%A9tique
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Il y a trois types d'hèmes biologiquement importantes. Le type le plus commun est 

appelé hème b. L'hémoglobine et la myoglobine sont des exemples de protéines 

qui contiennent l’hème b qui n’a pas de lien covalent avec l’apoprotéine dans 

laquelle il est trouvé. 

L’hème a diffère de l’hème b parce qu’il a une chaîne latérale méthyle qui est 

oxydée en un groupe formyl et une chaîne latérale vinyle remplacée par une 

chaîne isoprénoïde. Comme l’hème b, l’hème a n’a pas de lien covalent à 

l’apoprotéine où il est trouvé. Un exemple de protéine contenant un hème a est la 

cytochrome-c-oxydase. L’hème c diffère de l’hème b par les deux chaînes 

latérales vinyle ayant un lien covalent avec la protéine elle-même. 

3.6.1. Interactions entre l'hémine (Hème) et son environnement protéique 

Ceci concerne surtout l'environnement hydrophobe de l'hémine. Ce dernier se 

trouve dans une poche limitée par des résidus d'acides aminés hydrophobes, les 

seuls groupements polaires à proximité appartiennent à His 42, Arg 38 et His 170. 

La peroxydase présente deux zones [157] :  

- une zone proximale par rapport à l'hème, c'est à ce niveau que l'hème est 

rattaché à l'apoprotéine.  

- une zone distale qui peut recevoir le peroxyde et d'autres petites molécules 

comme l'eau, le monoxyde de carbone (CO), le cyanide, le fluoride et 

l'azide. C'est à ce niveau que la sixième liaison de coordination avec le fer 

est établie. 

- Le Fe (III) tend à établir avec son environnement immédiat 6 liaisons de 

coordination avec des atomes donneurs d'électrons. Si les atomes donneurs sont 

à champ fort (ex: N), ils imposent une répartition des électrons périphériques du 

fer qui le rend stable : c'est le fer 'bas-spin' peu réactif. Si les donneurs sont à 

champ plus faible (ex: O de l'eau), la répartition des électrons périphériques 

échappe à toute contrainte de leur part, le fer est dans un état électronique 

instable qui le rend très réactif : c'est le fer haut-spin. Le fer peut également être 

pentacoordiné. Des techniques physiques permettent de repérer les "états" du fer. 

Dans la peroxydase, le fer est dans un état haut-spin. 

http://fr.wikipedia.org/wiki/H%C3%A9moglobine
http://fr.wikipedia.org/wiki/Myoglobine
http://fr.wikipedia.org/wiki/Apoprot%C3%A9ine
http://fr.wikipedia.org/wiki/Isopr%C3%A8ne
http://fr.wikipedia.org/w/index.php?title=Cytochrome-c-oxydase&action=edit&redlink=1
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- Les six liaisons de coordination établiés avec Fe (III) sont : 4 atomes d'azote (N) 

de la porphyrine et (01) un azote de His 170 (His proximal) situé à proximité et 

l'acide aminé His 42 (His distal) situé à l’extrémité opposée est trop éloigné pour 

établir la sixième coordinence. Une molécule d'eau (eau distale) se trouve dans la 

zone polaire de la sixième coordinence.  

La peroxydase présente deux atomes de calciums situés dans les zones distale et 

proximale par rapport à l'hémine. Chaque atome de calcium est heptacoordonné 

(7 liaisons) avec des donneurs d'oxygène correspondant aux radicaux des acides 

aminés comme le COOH de Asp, le OH de Ser et Thr et à H2O (eau distale).  

Les figures 13-15 montrent bien la structure des peroxydases. 

 

Figure 13 : Structure de la peroxydase à héme du navet. L’hème est représentée en 
rouge, l’atome Fe est en bleu, His 42 et His 170 sont en orange. [158]. 

 

 

 

Figure 14 : Structure du complexe : acide benzhydroxamique, en violet, l’héme en rouge, 
le calcium en vert, His 42 et His 170 en orange, et Arginine 38 en bleue 
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clair[158].

  
 
Figure 15 : Structure de la peroxydase du navet. L’hème est en rouge, l’atome Fe en 
bleu, le calcium, en vert, His 42 et His 170 en orange, l’acide benzhydroxamique, en 
violet, l’arginine 38 en bleue clair, et l’eau en noir [158]. 

 

3.7. Peroxydases de lignine (LiP) 

Les peroxydases de lignine (aussi appelées dirarylpropaneperoxydases, 

EC1.11.1.14) sont des glycoprotéines contenant un hème et jouent un rôle crucial 

dans la biodégradation de la lignine [153]. 

Ces enzymes catalysent la réaction générale : 

1,2-bis (3,4-dimethoxyphenyl) propane-1,3-diol + H2O2↔3,4-dimethoxybenzaldehyde +1-

(3,4- dimethoxyphenyl)ethane-1,2-diol + H2O   Equation 1 

Les peroxydases de lignine catalysent la dépolymérisation oxydante, dépendante 

de H2O2, de composés de lignine non phénoliques (diarylpropane), de composés 

modèles de lignine non phénoliques β-O-4 et de nombreux composés phénoliques 

avec un potentiel redox allant jusqu’à 1,4V. 

Les peroxydases de lignine oxydent les substrats en plusieurs transferts 

d’électrons et forment des radicaux intermédiaires, tels que les radicaux phénoxy 

et les cations radicalaires de l’alcool veratrylique (alcool 3,4- 

dimethoxybenzylique).  
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Ces radicaux intermédiaires connaissent des réactions non enzymatiques, telles 

que le couplage et la polymérisation radicalaires. Contrairement aux autres 

peroxydases, la peroxydase de lignine est capable d’oxyder des substrats 

aromatiques non phénoliques et ne requiert pas la participation de médiateurs vu 

son haut potentiel redox. 

La peroxydase de lignine fut d’abord découverte dans le champignon 

Phanerochaete chrysosporium et différentes isoformes existent dans ce 

microorganisme et d’autres champignons de la pourriture blanche [153]. 

Les isozymes de peroxydase de lignine sont des glycoprotéines de 38 à 46 kDa. 

La peroxydase de lignine a une propriété distinctive d’un optimum de pH proche 

de 3. L’enzyme contient une modèle protoporphyrine IX de fer par mole de 

protéine. 

La structure cristalline de la peroxydase de lignine de P. chrysosporium a été 

décrite par [159]. Dans la figure 16 l’enzyme est globulaire avec une dimension de 

50 x 40 x 40Å composée d’un domaine proximal (C-terminal) et d’un domaine 

distal (N-terminal).  

 

Figure 16 : Structure en ruban d’une peroxydase de lignine fongique [160] [161]. 
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La structure cristalline de la peroxidase de lignine a montré que le groupe hème 

est enterré à l’intérieur de la protéine et a accès au milieu extérieur via un canal 

[162]. Quoique la taille du canal ne soit pas suffisante pour permettre aux grandes 

molécules de lignine d’avoir accès à l’hème, de petites molécules peuvent trouver 

un site de liaison convenable. L’enzyme contient huit hélices α majeures et huit hélices 

α mineures et une structure limitée β dans le domaine proximal [162].  

Plusieurs sites de glycosylation N et O peuvent être identifiés dans la structure 

cristalline. La peroxydase de lignine possède huit résidus cystéine formant tous 

des ponts disulfure. Sont aussi présents deux sites de liaison du calcium, un dans 

chaque domaine. L’atome de fer de l’hème est principalement penta coordonné 

avec l’histidine du côté proximal comme cinquième ligand axial, et est stabilisé par 

liaison hydrogène avec l’histidine distale. 

La peroxydase de lignine a un cycle catalytique typique des peroxydases. Le 

mécanisme de la réaction catalysée comprend deux étapes (Equations 2 à 4) 

[153].  

- Une oxydation à 2e- de l’enzyme ferrique native [Fe(III), LiP] pour produire 

le composé intermédiaire I qui existe sous la forme d’un cation radical de 

porphyrine de Fe(IV)[Fe(IV)=O·+, LiP-I], le peroxyde d’hydrogène étant 

scindé à la liaison O-O : 

LiP[Fe(III)] +H2O2   →   LiP-I[Fe(IV)=O·+] + H2O  Equation 2 

- Une double réduction consécutive à 1e- de LiP-I par des substrats 

donneurs d’électrons pour conduire à l’enzyme native. La première 

réduction par un substrat réducteur, tel que l’alcool vératrylique, conduit au 

composé II ([Fe(IV)=O,LiP-II]) et un cation radical. Une seconde réduction 

ramène l’enzyme au stade d’oxydation ferrique. 

-  

LiP-I + AH   →   LiP-II[Fe(IV)=O] + A·+  Equation 3 

LiP-II + AH   →   LiP +  A·+  Equation 4 
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3.8. Peroxydases à manganèses (MnP) 

Les peroxydases à Mn(II): peroxyde d’hydrogène oxydoréductases, EC 

(1.11.1.13) sont des glycoprotéines extracellulaires et sont secrétées en de 

multiples isoformes qui contiennent une molécule d’hème sous forme de 

protoporphyrine IX de fer [163]. Les enzymes catalysent la réaction dépendante 

du manganèse suivante : 

2Mn(II) + 2H+ + H2O2   ↔   2 Mn(III) + 2H2O Equation 5 

Le fer de l’hème dans la protéine native est dans l’état ferrique, penta coordonné, 

avec un résidu histidine coordonné comme cinquième ligand [153].  

La structure générale des peroxydases à Mn est similaire à celle des peroxydases 

de lignine, comprenant deux domaines avec l’hème en sandwich entre eux (Figure 

17). 

 

Figure 17 : Structure en ruban des peroxydases à Mn de Phanerochaete 
chrysosporium [161]. Les sphères rouges représentent les ions Ca2+ et l'emplacement 
de Mn(II) est indiqué près de l'hème. 

 

La protéine contient dix hélices majeures et une hélice mineure comme dans la 

peroxydase de lignine. Le Mn(II) est situé dans un site de liaison cationique à la 

surface de la protéine. 
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Les peroxydases à Mn sont uniques dans la mesure où elles utilisent le Mn(II) 

comme substrat réducteur [153]. L’enzyme oxyde Mn(II) en Mn(III), qui est ensuite 

libéré de l’enzyme en complexe avec l’oxalate ou avec d’autres agents de 

chélation [163]. Le complexe de Mn(III) chélaté agit comme un médiateur redox 

réactif dans l’oxydation de substrats phénoliques tels que les simples phénols, les 

amines, les colorants, les sous-structures phénoliques de lignine et les dimères. 

Le potentiel d’oxydation du complexe Mn(III) est seulement limité aux structures 

phénoliques de lignine. Cependant, pour l’oxydation de substrats non phénoliques 

par Mn(III), des radicaux réactifs doivent être formés en présence d’un second 

médiateur.  

Des acides organiques, tels que l’oxalate et le malonate, sont les composés 

primaires qui agissent comme médiateurs secondaires dans la production de 

radicaux réactifs. En absence de peroxyde d’hydrogène, ces radicaux peuvent 

être employés par les peroxydases de manganèse comme source de peroxydes 

et augmenter l’efficacité de dégradation de la lignine par les champignons. Le 

cycle catalytique comprend ainsi l’oxydation de Mn(II) par le composé manganèse 

peroxydase I (MnP-I) et le composé manganèse peroxydase II (MnP-II) pour 

générer Mn(III) (Equations 6 à 8) :  

MnP +H2O2   →   MnP-I+H2 Equation 6 

MnP-I+ Mn2+   →   MnP-II+ M Equation 7 

MnP-II + Mn2+   →   MnP + Mn3+ + H2  Equation 8 

Mn(III), à son tour, assure la médiation de l’oxydation de substrats organiques 

(Equation 9) : 

Mn3+ + RH   →   Mn2+ + R·+- H+  Equation 9 

Les caractéristiques du cycle sont très similaires à celles des peroxydases de 

lignine. Les peroxydases à Mn sont sans doute capables de rivaliser avec les 

potentielles applications des laccases en biotechnologie [163].  

Ainsi, la présence de la peroxydase manganèse peut augmenter le taux de 

décoloration des colorants. De plus, les peroxydases à Mn de la pourriture 

blanche sont considérées comme les principales enzymes responsables du 

bioblanchiment des pâtes kraft. 
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3.9. Peroxydases versatiles 

Certaines peroxydases à Mn montrent des activités sur les substrats aromatiques 

similaires aux peroxydases de lignine [153]. Ce groupe d’enzymes, connu comme 

peroxydases versatiles (EC1.11.1.16), est non seulement capable d’oxyder Mn(II) 

en Mn(III) comme avec les peroxydases à Mn, mais aussi des substrats 

phénoliques et non phénoliques qui sont typiques des peroxydases de lignine.  

La caractérisation moléculaire des peroxydases versatiles révèle des structures 

qui sont plus proches des peroxydases de lignine que des isozymes des 

peroxydases à Mn. Un site de liaison du Mn(II) existe à proximité du propionate 

interne de l’hème. De plus, des résidus impliqués dans l’interaction des 

peroxydases de lignine avec les substrats aromatiques existent aussi dans la 

structure de la protéine.  

Le modèle moléculaire de la peroxydase versatile de Pleurotus eryngii  révèle 12 

hélices, 4 liaisons disulfures, une poche pour l’hème contenant les histidines 

caractéristiques proximale et distale, 2 sites Ca2+et un site de liaison du Mn(II) 

(Figure 18). 

 

 

Figure 18 : Structure en ruban de la peroxydase versatile  

[161] [164]. 

 

 

http://www.uniprot.org/taxonomy/662516
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Les peroxydases versatiles forment un groupe d’enzymes ligninolytiques 

intéressant en raison de leur versatilité catalytique. Ceci rend les peroxydases 

versatiles plus efficaces à la fois que les peroxydases de lignine, qui ne peuvent 

oxyder efficacement les composés phénoliques en absence d’alcool veratrylique, 

et les peroxydases à Mn, qui ne peuvent oxyder les phénols en absence de Mn(II). 

De manière similaire au mécanisme avec les peroxydases à Mn, Mn(III) est libéré 

des peroxydases versatiles et agit comme un oxydant de la lignine phénolique et 

des substrats phénoliques libres.  

Comme d’autres membres des peroxydases à hème, l’hème est enterré à 

l’intérieur de la protéine et a accès au milieu extérieur via deux canaux. La fonction 

du premier canal est similaire à celle décrite pour les peroxydases de lignine et est 

conservée pour toutes les peroxydases à hème. Au contraire, le second canal est 

spécifique aux peroxydases versatiles et aux peroxydases à Mn, et se situe là où 

l’oxydation de Mn(II) en Mn(III) a lieu. 

3.10. Conclusion  

Les peroxydases sont parmi les enzymes les plus universelles du monde vivant. 

Ce type d'enzyme existe chez presque tous les êtres vivants : les 

microorganismes, les plantes et les animaux. 

La peroxydase de lignine joue un rôle crucial dans la biodégradation de la lignine, 

elle fut d’abord découverte dans le champignon P. chrysosporium et également a 

été isolée, purifiée et caractérisée chez Streptomyces viridosporus appartient aux 

actinomycètes qui dégradent la lignine.  

La peroxydase de lignine a un cycle catalytique typique des peroxydases et la 

structure générale des peroxydases à Mn est similaire à celle des peroxydases de 

lignine, ainsi leurs présence peut augmenter le taux de décoloration des colorants.  

Les peroxydases versatiles sont plus efficaces à la fois que les peroxydases de 

lignine, qui ne peuvent oxyder efficacement les composés phénoliques en 

absence d’alcool veratrylique, et les peroxydases à manganèses, qui ne peuvent 

oxyder les phénols en absence de Mn(II). 
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Aujourd’hui, certaines peroxydases représentent le groupe d’enzymes le plus 

commercialisé et utilisé en biotechnologie industrielle et d’autres sont de 

merveilleux outils dans la recherche biomédicale. On commence également à 

fabriquer des enzymes artificielles plus stables dans des environnements physico-

chimiques extrêmes. Il s’agit donc d’un thème à la fois très intéressant et 

prometteur au point de vue économique et essentiel pour la compréhension du 

fonctionnement des êtres vivants.  

Notre travail a pour but le criblage d’une nouvelle activité peroxydase qui serait la 

plus performante possible afin de répondre aux exigences des applications 

industrielles, notamment en détergence et en traitement des eaux. La 

caractérisation biochimique et moléculaire de cette activité ainsi que l’analyse 

structurale de cette nouvelle peroxydase est l’un des objectifs de ce travail.  
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CHAPITRE 4 : MATERIEL ET METHODES 

4.1. SITES D’ETUDE ET ECHANTILLONNAGE 

Le sol de surface de la plaine de la Mitidja (région de Meftah) est utilisé au cours 

de cette présente étude pour isoler les streptomycètes dégradants les acides 

humiques. Le site d’étude est représenté par un sol très fertile et riche en MO 

[165].  

Les caractéristiques géoclimatiques de la station du sol de Meftah sont :  

 Position : 30 km au sud-est d'Alger et à environ 40 km au nord-est de Blida. 

 Altitude : 45 m, long 03 °. 12 '0.54'' E. Lat 36 °.38’.9’’N. 

 Climat : Méditerranéen. 

Les critères pédologiques du sol de surface de Meftah sont présentés comme 

suit : [166] [167] : 

- Profondeur de l’échantillonnage : 0 - 20 cm. 

- Humidité au moment de l’échantillonnage : 22%. 

- Matière organique : 6%. 

- Taux du calcaire : 3% 

- Texture : limoneux. 

- Classification du sol : Vertisols. 

L’isolement des streptomycètes est réalisé à partir d’un (01) échantillon de sol 

provenant de la région de Meftah. Le prélèvement a été effectué aseptiquement 

en surface après avoir enlevé les trois premiers centimètres de sol. Le sol est 

placé dans un sac stérile et bien fermé et est conservé à +4 °C jusqu’à l’analyse. 

4.2. Extraction et caractérisation des acides humiques 

4.2.1. Extraction des acides humiques  

Le sol a été prélevé durant le mois de Mars 2007 à une profondeur de 0 - 20 cm à 

partir d’un sol cultivé. Le sol a été séché à l'air et tamisé pour éliminer les gros 

débris végétaux.  

L'extraction et le fractionnement des SHs ont été effectués selon Fukushima [168] 

et Lopez [169] dont les étapes 1 à 4 ont été appliquées successivement comme 

suit : 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Alger-Centre
http://fr.wikipedia.org/wiki/Blida
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- Un (01) gramme du sol frais a été traité avec 20 mL d’une solution de 

pyrophosphate de sodium (0,1 mol.L
-1 Na4P2O7.10 H2O + 0,1 mol.L-1 

NaOH). Le pH est égal à 13, mesuré par un pH mètre (type Cyber Scan pH 

510).  

 

- Le mélange (sol + pyrophosphate de sodium) est mis dans un flacon scellé 

et agité (200 rpm / 30 min), puis l’échantillon a été conservé pendant 12 h à 

+4 °C. 

- Le mélange obtenu de l’étape précédente est acidifié à pH 2 avec une 

solution de H2SO4 (6 N). La fraction insoluble qui précipite contenant les 

AHs est ensuite séparée par centrifugation (4000 rp / 30 min).  

- La fraction de l’étape 3 est re-dissoute dans 0,1 N de NaOH (solution 

contenant les AHs) est incubée à 60 °C jusqu'au séchage.  

4.2.2. Préparation et purification des acides humiques  

Les acides humiques commercialisés (AHC) (Aldrich) et les acides humiques 

extraits du sol (AHS) ont été employés durant toutes les étapes de l’étude.  

Un (01) g de AHS ou AHC est dissous dans 62,5 mL de NaOH 2 N, puis complété 

à un litre avec de l'eau distillée et ensuite agitée sous atmosphère d'azote pendant 

20 min. Le pH de la solution est ajusté à 1,0 ± 0,2 par HCl (1 N). Les agrégats ainsi 

obtenus après acidification sont dissous à nouveau dans NaOH 0,1 et la solution 

obtenue est agitée pendant 48 h et conservée à +4 °C dans l'obscurité. 

4.2.3. Caractérisation des acides humiques  

4.2.3.1. Par spectroscopie UV-visible et détermination du rapport E465/ E665 

La spectroscopie UV-visible est utilisée par de nombreux auteurs pour caractériser 

les AHs [170] [171]. 

Le spectrophotomètre UV-visible à mono faisceau de marque Technicomp 8500 

avec une cellule en quartz de 1 cm est utilisé dans notre cas pour la détermination 

des spectres caractéristiques des AHs étudiés. Les spectres sont tracés de 800 à 

200 nm après réalisation d’une ligne de base sur toute la longueur d'onde du 

spectre à tracer avec la cuve remplie d’eau distillée. 
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Une préparation d’une solution de 0,3 mg d'AHs dissout dans 10 mL de NaHCO3 

(0,05M) à un pH 8,3 servira pour la mesure de l'absorbance à 465 et 665 nm 

[172].  

La caractérisation comparative des AHs est basée sur le rapport E465/E665 des 

absorbances spectrales spécifiques à 465 et à 665 nm avec le balayage sur la 

gamme UV-visible [173]. 

4.2.3.2. Par spectroscopie infrarouge 

Le spectrophotomètre infrarouge à transformer de Fourier (FTIR) est largement 

utilisé pour l’étude des AHs du sol. Elle permet de caractériser les fonctions 

chimiques de produits organiques [172]. L’échantillon d'AH est préparé par 

micropastillage de 1 ou 2 mm dans du bromure de potassium (KBr) à une 

concentration d'environ 0,004% (1 mg AH/250 mg KBr) en masse et soumis à une 

pression de 20 bar/cm2. La pastille ainsi formée est analysée à l'aide d'un appareil 

de type SHIMADZU de type FTIR 9800. Les spectres d’absorption IR sont 

mesurés entre 400 et 4000 cm-1 et enregistrés par un logiciel Huper tous les 8 cm-

1. Le spectre obtenu représente Abs = f (τ) avec : Abs = Absorbance, nombre 

d'onde = 1/λ exprimé en cm-1. Logiciel Bio-Red IR Search MasrchMaster est utilisé 

pour le traitement des spectres obtenus.  

4.2.3.3. Par microscope électronique à balayage  

L'examen microscopique a été réalisé à l'aide d’un microscope électronique à 

balayage (MEB) de marque ESEM XC30FEG, piloté par un ordinateur, ce qui 

donne une information sur le pourcentage atomique des éléments majeurs 

présents à la surface de l’échantillon d’AH [174]. 

4.3. Isolement des souches de streptomycètes 

4.3.1. Milieu d’isolement 

Les streptomycètes ont été isolés sur milieu HA-Agar [175]  (Annexe 1). La 

croissance des champignons est empêchée par addition d’actidione à raison de 

50 mg/L du milieu d’isolement.  
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4.3.2. Technique d’isolement et d’incubation 

La méthode d’ensemencement utilisée est celle des suspensions-dilutions [176] et 

l’étalement est réalisé sur le milieu HA-Agar coulé en boites de Pétri stériles.  

La suspension-mère est préparée par addition de 1g de sol (prélevé d’une façon 

homogène à partir de l’échantillon du sol) dans 9 mL d’eau distillée stérile (dilution 

10-1). Cinq autres dilutions (10-2 jusqu’à 10-6) sont préparées par dilution 10 en 10 

après homogénéisation de la dilution de départ par un mélange vigoureux à l’aide 

du vortex. Un volume de 0,1 mL est étalé sur le milieu d’isolement et trois 

répétitions sont effectuées pour chacune des dilutions.  

Les boites ensemencées sont mises en incubation dans l’étuve à 30 °C pendant 2 

à 6 semaines. 

4.3.3. Choix des isolats de streptomycètes 

Après incubation, les boites de Pétri ensemencées sont examinées chaque 

semaine à l’œil nu et au microscope optique (G x10 et x 40) pour observer les 

colonies de streptomycètes qui apparaissent à la surface du milieu d’isolement. 

Les colonies qui présentent les caractéristiques morphologiques des 

streptomycètes et entourées par un halo claire de dégradation des AHs sont 

prélevées délicatement à l’aide d’une pointe stérile, puis déposées sur milieu ISP2 

pour être purifiées.  

4.3.4. Purification et conservation des streptomycètes 

Les colonies sélectionnées sont purifiées par stries sur milieu ISP2. Les isolats 

purs, codés, sont ensemencés sur le même milieu coulé en pente dans des tubes 

à vis. Ces derniers sont incubés pendant une à trois semaines puis conservés à 

+4 °C. 

Les isolats sont aussi conservés à longue terme dans du glycérol à 20% après 

une bonne sporulation dont les spores sont grattées et transférées dans des 

cryotubes contenant le glycérol puis conservées à -20 °C. 
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4.4. Sélection des souches de streptomycètes à fort potentiel dégradatif des AHs 

Les isolats obtenus ont été examinés pour leur potentiel dégradatif des AHs en 

utilisant les AHC. La décoloration a été surveillée sur un milieu liquide pauvre 

(MLP) contenant des quantités à l’état de traces de sources de carbone et d'azote 

tel que rapporté par Dari et al. (1995).  

Le milieu contenant : (1) les sels minéraux (en L-1: KH2PO4: 2,38 g; K2HPO43H2O: 

5,65 g; MgSO4.7H2O: 1 g ; (2) 1 ml de solution contenant des éléments en état de 

traces en L-1 (CuSO4 5H2O : 0,64 g; FeSO4.7H2O: 0,11 g; MnCl2.4H2O: 0,79 g; 

ZnSO4.7H2O: 0,15 g) ; (3) du glucose (0,1 g L-1), (4) (NH 4)2SO4 (0,084 g L
-1

) et (5) 

AHC (0,5 g L
-1

). 

Le milieu de croissance et la solution d’AHC ont été ajustés à un pH de 7,2 ± 0,01 

et stérilisés séparément par filtration membranaire (0,22 µm), puis mélangés pour 

obtenir le milieu MLP.  

Dix (10) mL du MLP ont été réparties dans des tubes à vis (16 cm de haut et de 2 

cm de diamètre). La culture des spores incubées pendant 2 à 4 semaines en 

milieu solide ISP2 a été utilisée en tant que culture d'inoculation à raison d’un 

disque (0,5 cm de diamètre).  

Les tubes contenant les cultures ont été incubés à 30 °C pendant 21 jours dans 

l'obscurité sous agitation (150 rpm). 

4.5. Quantification des AHs dans le milieu de culture 

La dégradation (ou la décoloration des AHs) a été mesurée en tenant compte la 

diminution de l'absorbance par rapport aux cultures non-inoculées. Après la 

période d’incubation, les cultures ont été centrifugées (5000 rpm pendant 15 min) 

et les surnageants ont été filtrés à l'aide d’un système du seringue micro filtre 

(Thomapor ®-Mem- branfilter, 5FP 025/1).  

Deux mL du surnageant ont été diluées 5 fois avec NaOH 0,5M et puis 

l'absorbance est mesurée à 350 nm à un pH de 4,5 ± 0,01. Les courbes standards 

ont été établies en mesurant l'absorbance des concentrations connues d’AH. 

Toutes les expériences ont été réalisées trois fois et le taux de la décoloration a 

été calculé tel que rapporté par Wong et al. [153] en utilisant l'équation suivante : 
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Pourcentage de décoloration = [(OD1 -ODt) / OD1] x 100  

OD1 : absorbance initiale ; ODt : absorbance après incubation à l'instant t (jours). 

4.6. Identification phénotypique de la souche sélectionnée  

4.6.1. Etude morphologique 

Les caractères morphologiques et culturaux de la souche sélectionnée sont 

effectués comme décrit par Shirling et Gottlieb [176] et Nonomura [177].  

Ils ont été déterminés par l’examen macromorphologique des cultures anciennes 

de 7 jours cultivées sur différents milieux ISP : ISP2, ISP3, ISP4, et ISP5 

recommandés par Shirling et Gottlieb [176] (Annexe 1).  

Cette étude consiste à noter et à estimer chaque semaine (pendant trois 

semaines) la croissance sur les milieux précités. La couleur des mycélia aérien et 

du substrat, ainsi que celle des pigments diffusibles dans les milieux de culture est 

déterminée à l’aide d’une charte de couleur (Color Name Chart Illustred with 

Centroid Color, ISCC-NBS). 

L’étude micromorphologique est essentielle pour la reconnaissance des genres. 

Elle est réalisée à l’aide d’un microscope optique (G x 10 et G x 40). Ces 

observations sont réalisées directement sur la boite de Pétri (in situ) pour ne pas 

altérer les structures en place (mycélia et fructifications). Elle consiste à observer 

la sporulation du mycélium aérien et la fragmentation ou non du mycélium du 

substrat. 

4.6.2. Etude chimique des constituants cellulaires 

Elle consiste à déterminer la composition des cellules en acides aminés et en 

sucres. Les diférentes étapes de cette étude sont : 

- Obtention de la biomasse  

Une bonne croissance a été obtenue après incubation à 30° C pendant 72 h dans 

le milieu liquide ISP2. Le mycélium est récolté après avoir être lavé (cinq fois avec 

de l’eau distillée plus une fois avec l’éthanol 96°) et puis séché à 40 °C. La 

biomasse sèche ainsi obtenue est conservée à -20 °C pour les analyses 

ultérieurs. Elle sera utilisée pour les analyses des acides aminés et sucres. 
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- Analyses des acides aminés 

Cette analyse consiste à déterminer la forme isomérique de l’acide 

diaminopimélique (DAP) qui peut être sous forme LL ou DL et mise en évidence 

de la glycine de la paroi. 

La méthode utilisée est celle de Becker et al. [178]. Dix mg (10) de mycélium sec 

sont hydrolysés pendant 18 h à 100 °C, dans un four Pasteur, par 1 mL de HCl 6N 

dans des tubes à vis hermétiquement fermés. Les débris mycéliens sont éliminés 

par filtration des hydrolysats sur papier en verre préalablement saturés par du HCl 

6N (pour éviter des pertes). Les filtrats sont évaporés à sec dans un bain de sable 

chaud. Des lavages à l’eau distillée sont effectués jusqu’à l’obtention d’un pH 

compris entre 5,5 et 7. 

Le résidu sec obtenu est repris dans 0,3 mL d’eau distillée. Quinze (15) µL 

d’hydrolysat sont chromatographiés sur papier Whatman n°1, ainsi que 10 µL des 

standards (solutions aqueuses à 0,01 M de DAP contenant les deux isomères LL 

et DL, et la glycine à 0,2%).  

Les chromatogrammes sont développés pendant 18 h en chromatographie 

descendante à front perdu dans un solvant composé de méthanol, eau distillée, 

HCl et de pyridine (8/17,5/2,5/10 en volumes) puis séchés sous hotte à 

température ambiante. 

Les chromatogrammes sont révélés par une solution à 0,2% (p/v) de ninhydrine 

dissoute dans l’acétone, puis chauffés pendant 5 min à l’étuve à 100 °C. 

Les taches de DAP sont de couleur olive-brunâtre virant par la suite au jaune vif. 

La forme LL migre plus rapidement que la forme DL. La glycine apparait de 

couleur violette et migre plus rapidement que les deux isomères de DAP. 

- Analyse des sucres  

Cette analyse consiste à déterminer la composition cytoplasmique en sucres 

taxonomiquement importants. 
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La méthode utilisée est l’hydrolyse acide préconisée par Lechevalier et 

Lechevalier [179]. Cinquante (50) mg de biomasse sèche sont hydrolysés par 2 

mL de H2SO4 1N dans des tubes scellés, pendant 2 h à 100 °C dans un four 

Pasteur. Après refroidissement, l’acide est neutralisé avec une solution saturée 

d’hydroxyde de baryum jusqu’à l’obtention d’un pH compris entre 6 et 7. Le 

précipité blanc obtenu est éliminé par centrifugation (4000 rpm durant 20 min). Le 

surnageant est recueilli et évaporé à sec à 40 °C au Rotavapeur. Le résidu sec 

obtenu est dissout dans 0,3 mL d’eau distillée. Vingt (20) µL d’hydrolysat sont 

déposés sur papier Whatman n° 1, de même que 15 µL des solutions standards 

aqueuses à 0,1% des sucres suivants : arabinose, galactose, glucose, mannose, 

ribose, rhamnose et xylose sont aussi déposées.  

Les chromatogrammes sont développés durant 36 h par chromatographie 

descendante à front perdu. Le système de solvant utilisé est la partie supérieure 

d’un mélange de n-butanol, eau distillée, pyridine et toluène (5/3/3/4 en volumes).  

La révélation des chromatogrammes (séchés sous hotte à température ambiante) 

est réalisée par une solution acide de phtalate par la solubilisation de 3,25 g 

d’acide phtalique dans 100 mL de n-butanol saturé avec de l’eau distillée, plus 2 

mL d’aniline. Après chauffage à 100 °C pendant 5 min, les taches apparaissent de 

couleur rose pour les pentoses et brune pour les hexoses selon l’ordre de 

migration suivant (de haut en bas) : rhamnose, ribose, xylose, arabinose, 

mannose, glucose et galactose. 

4.6.3. Etude physiologique et biochimique 

Cette étude repose sur les tests de différentiation (Gram, catalase et oxydase) et 

les tests biochimiques.  

Les tests de différentiation sont faits selon les protocoles standards couramment 

employés en microbiologie alors que les tests biochimiques destinés pour 

l’identification des streptomycètes ont été effectués par le système galerie API en 

utilisant les galeries API 50CH (Performance of carbohydrate metabolism tests : 

Ref. 50300) et API ZYM (Semiquantitation of enzymatic activities : Ref. 25200) 

(bio Merieux, Marcy l’étoile, France). (Annexe 2). 
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4.7. Identification génotypique par la technique ARN 16S 

La plupart de ces techniques sont décrites dans le livre de « Molecular Cloning » 

[180].  

L’étude moléculaire a été achevée suite à l’amplification par PCR du gène d’ARNr 

16S en utilisant l’ADNg de la souche sélectionnée et des amorces nucléotidiques ; 

Oligo D-73 et Oligo R-74 dont les séquences appartiennent aux régions 

conservées flanquant ce gène, respectivement de 8 à 27 et de 1541 à 1525 de 

l’opéron d’ARNr chez E. coli (Annexe 5). Les fragments PCR de tailles attendues 

sont purifiés puis clonés et leurs séquences nucléotidiques sont déterminées ( 

tableau 4). 

Tableau 4 : Les séquences des différents oligonucléotides utilisés dans cette 
étude pour les amplifications du gène de l’ARNr 16S de la souche 
sélectionnée. 

OLIGO-NU 
CLEOTIDES 

SEQUENCES DES OLIGONUCLEOTIDES 
TAILLE 

(PB) 
TEM 
( °C) 

Oligo D-S73 5'AGAGTTTGATCCTGGCTCAG3' 20 48 

Oligo R-S74 5'AAGGAGGTGATCCAAGCC3' 18 51 

Oligo D-S156 5'ATTCCACGTGTAGCGGTG3' 18 52 

Oligo R-S157 5'ATCTCACGACACGAGCTG3' 18 52 

 

4.7.1. Extraction de l’ADN génomique (ADNg) à partir de la souche sélectionnée  

Un clone isolé sur boîte de Pétri est mis en culture pendant une nuit dans 400 mL 

de milieu approprié. Après 24 h d’incubation, nous centrifugeons dans un tube 

NALGENE pendant 10 min à 8000 rpm. Le culot cellulaire est lavé avec 10 mL de 

tampon I (50 mM glucose anhydre ; 25 mM Tris-base et 10 mM EDTA à pH 8,0). 

Les cellules sont alors lysées dans 20 mL de tampon I contenant 5 mg/mL de 

lysozyme et sont incubées une heure à 37 °C.  

La solution est alors centrifugée à 8000 rpm pendant 15 min à 4 °C et le culot 

cellulaire est resuspendu dans 30 mL de tampon II (10 mM Tris-base ; 100 mM 

NaCl ; 5 mM EDTA et 1% du dodécyl sulfate de sodium (SDS) à pH 8,0).  
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Au surnageant on ajoute 30 mL de phénol/chloroforme (v/v) et après centrifugation 

pendant 20 min à 8000 rpm on ajoute 2,5 volume d’éthanol absolu et 1/10 de 

volume d’acétate de sodium 3 M à pH 5,2.  

On récupère à l’aide d’une pipette Pasteur effilée les filaments d’ADN apparus 

puis on remet en solution les filaments dans 2 mL de TE 1× [100 mM Tris-base et 

10 mM EDTA à pH 8,0]. On centrifuge ensuite la solution restante pendant 15 min 

à 10000 rpm, le précipité est resuspendu dans 6 mL de TE 1× contenant 10 

mg/mL de RNase A et incubé à 37 °C pendant 1 à 2 h. Puis on ajoute de la 

protéinase K à une concentration finale de 5 mg/mL et on incube la solution à 50 

°C pendant 2 à 3 h. Après une extraction avec 1 volume de phénol suivie d’une 

autre extraction par 1 volume égal de phénol/chloroforme puis une dernière 

extraction avec 1 volume de chloroforme, la solution est précipitée avec 2 volumes 

d’éthanol 100% et 10% de chlorure de sodium 5 M ou d’acétate de sodium 3 M à 

pH 5,2 et laissée au moins 2 h à 20 °C ou gardée 15 min à -80 °C. La solution est 

alors centrifugée à 12000 rpm pendant 15 min et le précipité est lavé avec une 

solution d’éthanol 70% et séché à température ambiante pendant environ 15 min. 

Enfin, le précipité est resuspendu dans 50 L d’eau MilliQ ou de TE 1× et 

conservé à -20 °C.  

4.7.2. Électrophorèse sur gel d’agarose 

Cette technique permet de séparer les fragments d'ADN selon leurs tailles. 

L’électrophorèse d’ADN est réalisée sur gels d’agarose à des concentrations 

variables. Nous avons le plus souvent utilisé des gels à 1% d’agarose. L’agarose 

est fondu dans un tampon à pH 8,0 [TAE 1× (40 mM Tris-acétate et 5 mM EDTA) 

ou TBE 1× (90 mM Tris-borate et 20 mM EDTA)], auquel on ajoute du bromure 

d’éthidium (BET) à une concentration finale de 0,5 μg/mL.  

La migration se fait dans un champ électrique à voltage constant. Le BET est un 

agent intercalant de l’ADN qui fluoresce quand il est excité par des rayons U-V à 

254 ou à 365  nm. Il permet donc de détecter au moyen d’un transilluminateur la 

présence d’ADN. Afin de déterminer la taille de l’ADN, il est nécessaire de faire 

migrer en même temps que les échantillons un marqueur de taille 

(exemples : λ/HindIII et λ/HincII).  
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4.7.3. Dosage de l’ADN 

Selon la pureté de l’échantillon, la quantité d’ADN peut être déterminée soit par 

spectrophotométrie, soit par estimation de la concentration après électrophorèse 

sur gel d’agarose. 

4.7.3.1. Méthode spectrophotométrique 

La lecture des densités optiques est effectuée à 280 nm et à 260 nm. Une unité 

d’absorbance correspond à une concentration de 50 µg/mL d’ADN double brin. La 

pureté de l’ADN est estimée par le rapport DO260/DO280. Ce rapport doit être 

compris entre 1,8 et 2. Quand la valeur est < 1,8, les solutions sont considérées 

comme étant contaminées par des protéines. 

4.7.3.2. Méthode utilisant la fluorescence émise par le BET (méthode empirique) 

L’intensité de la fluorescence émise par les molécules de BET intercalées au sein 

de l’ADN est proportionnelle à la masse totale de ce dernier. Ainsi, la quantité 

d’ADN présente dans l’échantillon est estimée par comparaison de la fluorescence 

de l’échantillon et celle d’une gamme de concentration connue après 

électrophorèse sur gel d’agarose. 

4.7.4. Purification de fragments d’ADN par la méthode d’élution 

Pour purifier des fragments d’ADN, nous avons aussi utilisé une autre technique 

dite d’élution à partir de gel d’agarose. Cette technique utilise un agarose spécial 

ayant un point de fusion bas vers 65 °C (NuSieve® GTG® Agarose). Après 

séparation des fragments par électrophorèse sur gel d’agarose, on visualise la 

bande à purifier et on découpe la partie du gel qui le contient. On ajoute un 

volume suffisant de TE 1× de façon à recouvrir l’agarose et on incube à 65 °C 

pendant 10 min jusqu’à liquéfaction complète de l’agarose. Après extraction au 

phénol/chloroforme, on précipite l’ADN en présence du glycogène (200 µg/mL). En 

fin on centrifuge et le culot d’ADN est resuspendu dans du TE 1×. 
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4.7.5. Amplification génique de l’ADN ou technique PCR 

La PCR (« Polymerase Chain Reaction ») est une technique qui permet 

l’amplification spécifique d’une séquence d’ADN grâce à deux amorces 

nucléotidiques synthétiques en s’hybridant avec des séquences complémentaires 

bordant la séquence à amplifier.  

Le volume du milieu réactionnel de la PCR est généralement de 50 µL contenant 

0,5 à 2 unités de l’ADN polymérase, 100 à 500 ng de l’ADN matrice, 10 picomol 

de chacun des deux amorces, 5 à 10 mM de chacune des bases dNTP sans 

mettre les sels adéquats à l’enzyme selon les instructions du fabricant.  

Au cours de ce travail nous avons adopté les conditions ci-dessous en utilisant 

l’appareil PCR ( Applied Biosystems 2720 Thermal Cycler) 

1 µL   ADNg ( 300 ng) 

5 µL   Tampon d’ADN polymérase Taq ou Pfu 

2 µL   dNTP (10 mM) 

5 µL   Amorce directe (10 pmol)  

5 µL   Amorce reverse (10 pmol) 

1 µL   ADN polymérase Taq ou Pfu (2 U) 

1 µL   MgCl2 25 mM (facultatif) 

5 µL   DMSO 50% (facultatif) 

q.s.p. 50 µL H2O ultrapure 

Dans nos conditions, une étape de dénaturation de la matrice pendant 45 

secondes à 94 °C est suivie de 35 cycles de polymérisation dont chacun 

comprend : 

- Une étape d’hybridation des nucléotides amorces à la matrice (1 minute à la 

température d’hybridation convenable comprise entre 45 et 65 °C). 

- Une étape de polymérisation par une ADN polymérase (1 à 2 minutes à 72 °C). 
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Une étape de polymérisation supplémentaire de 10 min à 72 °C est généralement 

réalisée afin que la Taq polymérase puisse additionner un dATP à l’extrémité 3′ du 

fragment amplifié ce qui permet le clonage dans des vecteurs adéquats (pCR2.1 

et pGEM-T Easy). Lorsque l’amplification est réalisée par la Pfu polymérase, 

incapable d’ajouter des dATP à l’extrémité 3′, cette étape supplémentaire est 

réalisée après purification de l’ADN moyennant la Taq polymérase en présence de 

d’ATP.  

4.7.6. Séquençage de l’ADNr 16S et analyse phylogénétique 

Pour déterminer la séquence du gène de l’ADN ribosomal 16S, nous avons utilisé 

le séquenceur automatique « Automated 3100 Genetic Analyser » (Applied 

Biosystems) du Centre de Biotechnologie de Sfax (CBS, Tunisie). 

Les résultats de la séquence ont été importés dans BioEdit v5.0.9 (Hall, 1999) et 

la séquence complète ou partielle du fragment a été reconstituée. Une recherche 

sur BLAST (blastn, non redondant) [181]  avec la séquence complète, par 

l’intermédiaire de GenBank [182], a permis d’identifier la souche étudiée en 

comparant avec les souches les plus proches. 

4.8. Cinétique d'élimination et de biodégradation des AHS durant l'incubation 

La cinétique d'élimination des AHS a été réalisée en utilisant la souche 

performante d’où l'objectif principal de cette expérience était de tester l'utilisation 

de ces macromolécules en tant que sources de carbone et d'azote pour la 

croissance de cette souche. Les conditions de culture ont été préparées comme 

déjà décrit précédemment au niveau de la section I.4.  

La cinétique d’élimination des AHS a été effectuée à des intervalles de 7 jours à 

partir de zéro heure au 28éme jour. L'erreur moyenne a été calculée à l'aide de  

l’Excel (Microsoft Office Excel 2003, Etats-Unis). 

Le changement dans la structure (dégradation) des molécules d’AHS pendant 

l'incubation a été suivi par FTIR en comparant avec un milieu témoin sans souche. 

Après décoloration complète (28 jours d'incubation à 30 °C) le bouillon de culture 

a été centrifugé (5000 rpm pendant 15 min). Les spectres FTIR ont été enregistrés 

à partir de pastilles de KBr avec un spectrophotomètre SHIMADZU FTIR 9800 

dont la mesure est entre 4000 à 400 cm-1 à une vitesse de 16 nm s-1. 
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Les produits générés après dégradation ont été détectés par HPLC. Les cultures 

contenant les AHS ont été préparés comme auparavant dans des conditions 

d’agitation (28 jours d'incubation à 30 °C). L’appareil HPLC est équipée d'un 

détecteur UV-Visible à 254 nm (type Shimadzu UV-VIS DETECTEUR). Les 

analyses chromatographiques ont été effectuées en utilisant une colonne C18 125 

× 4,6 mm  RP avec une phase mobile isocratique d'acétonitrile: eau déminéralisée 

0.3:0.7 (v / v) à un débit de 0,6 ml min-1. Le spectre obtenu représente Abs = f (τ) 

avec : Abs = Absorbance, nombre d'onde = 1/λ exprimé en cm-1. Le logiciel Bio-

Red IR Search MasrchMaster a été utilisé pour le traitement des spectres 

obtenus. 

4.9. Procédure de purification des peroxydases produites par la souche 

sélectionnée  

4.9.1. Extraction de peroxydase  

Les biomasse issue du milieu de culture LB (en L-1 : peptone :10g ; extrait de 

levure : 5g ; Nacl : 5g ; pH=7,4) de la souche sélectionnée après 5 jours 

d’incubation est éliminée par centrifugation (11000 rpm pendant 30 min et à 4 °C). 

Le surnageant récupéré, contenant l’activité peroxydase est clarifié par filtration à 

travers une membrane de 0,45 µm et gardé en vue de la purification selon la 

procédure convenable.  

4.9.1.2. Précipitation par le sulfate d’ammonium 

La précipitation fractionnée des protéines de l’extrait brut a été réalisée de la 

manière suivante : On ajoute au surnageant contenant l’activité peroxydase en 

faible quantité sous une agitation douce et à froid, du sulfate d’ammonium solide 

jusqu’à 40% de saturation (242 g/L). On laisse sous agitation pendant 2 h puis on 

centrifuge (14000 rpm pendant 25 min), le surnageant recueilli est additionné de 

sulfate d’ammonium solide jusqu’à 60% de saturation (136 g/L). Après 2 h 

d’agitation, on centrifuge (14000 rpm pendant 25 min), le culot est repris 

immédiatement dans 15 mL du tampon Triton X-100 (tampon A) contenant 50 Mm 

de NaCl (tampon B) puis on centrifuge (14000 rpm pendant 25 min). Le 

surnageant obtenu est dialysé à + 4 °C contre les mêmes tampons pendant une 

nuit.  
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4.9.1.3. Filtration sur gel Sephacryl S-200 

Nous avons utilisé une colonne «Sephacryl S-200» (Showa Denko K.K., Tokyo, 

Japon), ayant un diamètre de 2,5 cm et une longueur de 150 cm, préparée selon 

les indications du fabriquant (colonne analytique, commercialisée par Bio-Rad, 

France), montées sur un système de chromatographie HPLC (Knauer, Allemagne, 

piloté par le logiciel propriétaire : Eurochrom® for Windows Basic Edition V3.05). 

Le gel utilisé dans notre cas est le Sephacryl S-200 superfine prégonflé dans l’eau 

distillée. La colonne est équilibrée par le tampon B (NaCl 50 Mm). L’échantillon 

concentré au sulfate d'ammonium (40–60% v/v) est déposé sur cette colonne par 

la suite les protéines sont éluées avec le même tampon à un débit de 30 mL/h par 

fractions de 5 mL. L’absorbance à 280 nm est mesurée et l’activité peroxydase est 

estimée dans les fractions collectées.  

4.9.1.4. Chromatographie échangeuse d'anions Q-Sepharose  

La purification sur Sephacryl S-200 a donné deux pics d’activité peroxydase 

désignés par pic 1 pour HaP1 et pic 2 pour HaP2.  

Les deux échantillons de la colonne Sephacryl S-200 sont appliqués séparément 

à la colonne Q-Sepharose équilibrée par le tampon A (Triton X-100) pour les 

fractions actives du pic 1, et par 50 mM du phosphate de potassium à pH 6 

(tampon C) pour les fractions actives du pic 2. La colonne est lavée intensivement 

avec les mêmes tampons jusqu’à ce que la densité optique de l'effluent (à 280 

nm) devienne nulle. Les protéines fixées sont éluées avec un gradient NaCl (0-0,5 

M) dans le tampon d'équilibre. Les protéines sont éluées avec un débit de 72 mL/h 

par fractions de 5 mL. L’absorbance à 280 nm et l’activité peroxydase sont 

mesurées dans les fractions récupérées.  

Les activités peroxydase du pic 1 sont détectées dans les fractions adsorbées par 

la colonne Q-Sépharose. Les fractions contenant l’activité peroxydase du pic 1 

sont combinées et ensuite appliquées à une agitation par le modèle cellulaire 

Amicon ultrafiltration 8400 en utilisant une membrane de 10 KD (AmiconM10). 

Cependant, l'activité peroxydase du pic 2 est représentée par un seul pic 

correspondant à des fractions non adsorbées. 
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L'éluat non adsorbé contenant l'activité peroxydase est concentré par ultrafiltration 

où le concentré est ensuite appliqué à une seconde Sephacryl S-200. Les 

fractions contenant les activités peroxydase du pic 2 sont regroupées et analysées 

pour la détermination de l'activité peroxydase ainsi que la concentration des 

protéines. 

4.9.2. Dosage de l’activité peroxydase 

L’activité peroxydase est mesurée au spectrophotomètre en milieu tamponné. Le 

dosage de l’activité peroxydase d’une quantité appropriée de solution 

enzymatique contenue dans l’extrait enzymatique (surnageant de culture) ou dans 

l’enzyme pure, se fait dans des cuves de 1 mL, par la mesure de l’augmentation 

de la densité optique (DO) du milieu réactionnel (volume final 1 mL), à une 

longueur d’onde de 510 nm à température appropriée à l’aide d’un 

spectrophotomètre (Shimadzu). L’activité peroxydase est déterminée par le suivi 

de l’oxydation d’une solution de 2,4-dichlorophenol (2,4-DCP) selon le protocole 

suivant [183] : 

 Mélanger 200 µL d’une solution de 2,4-DCP (25 mM) dans un tampon 

désiré (exemple le tampon phosphate de potassium 50 mM, pH 7,2) en 

présence de 200 µL d’une solution 4-aminoantipyrine (20 mM) et de 200 µL 

d’une solution d’eau oxygéné (H2O2) fraîchement préparé (0,5 mM) avec 200 

µL de la solution enzymatique préalablement diluée ; 

 Compléter le milieu réactionnel par ajout de 200 µL de H2O ; 

 Le temps de mesure de la réaction enzymatique est généralement égal à 

une minute, et le déroulement de la réaction est enregistré en continu, à 

température appropriée (exemple : température ambiante 25 °C). 

L’activité enzymatique est exprimée en unité internationale (UI). Une unité (1 U) 

d’activité peroxydase est définie comme étant la quantité d’enzyme qui fait varier 

la densité optique d’une unité par minute et l'activité spécifique est définie comme 

étant l'unité d'activité enzymatique par mg de protéine (U / mg). 
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Pendant la procédure de purification des protéines, l'activité peroxydase est 

confirmée avec le substrat ABTS (2,2'-azino-di-[3-ethyl-benzthiazoline-(6)-

sulphonic acid] en utilisant la procédure de dosage décrite par Putter et Becker 

[184]. 

- L'activité LiP : (Lignine peroxydase) est déterminée en mesurant l'oxydation de 

3,4-diméthoxy alcool (vératryl alcool 96%) en veratryl aldehyde selon la méthode 

de Tien et Kirk [185]. 500 µL de la solution enzymatique diluée est mélangé avec 

400 µL de la solution tampon d’acide citrique de tartrate de sodium (100 mM) à pH 

2,5 et 50 µL d'alcool vératryl (40 mM). La réaction enzymatique est initiée par 

l'addition de 50 µL de H2O2 et quantifiée à 310 nm dans un spectrophotomètre UV-

vis pendant 1 min à 25 °C en utilisant une cuvette en quartz. 

- L'activité MnP : La peroxydase à Mn possède la capacité d'oxyder la 

vanillylacétone en présence de H2O2 selon la méthode de Paszczynski et al. [186] 

[186]. Cette réaction sert de base à la définition de l'activité enzymatique de la 

MnP puisque, par définition, 1 unité d'activité (U) peut oxyder 1 µmol de 

vanillylacétone par minute à une température de 30 °C. Lors d'un dosage 

enzymatique de la MnP, le substrat (vanillylacétone) est mis en présence de 

l'échantillon à analyser et de MnSO4. La réaction enzymatique est déclenchée par 

l'ajout de H2O2. Le taux initial de disparition du substrat est mesuré à l'aide d'un 

spectrophotomètre à une longueur d'onde  de 334 nm.  

4.9.3. Méthodes analytiques des peroxydases 

4.9.3.1. Dosage des protéines peroxydasiques par la méthode de Bradford 

Les protéines peroxydasiques ont été dosées par la méthode de Bradford [187]. 

Nous avons utilisé le kit « Bio-Rad Protein Assay » (Bio-Rad, France), en 

mélangeant à chaque fois 200 µL de bleu de Coomassie G250 à 800 µL d’une 

solution diluée de la protéine. La densité optique est mesurée à 595 nm contre un 

blanc sans extrait enzymatique.  

Afin d’obtenir des résultats fiables, la densité optique des échantillons étudiés doit 

être comprise entre 0,2 et 0,7. Cette méthode nécessite aussi une courbe de 

référence (étalon) établie en utilisant le Sérum Albumine Bovine comme protéine 

standard, ce  qui nous permet d’estimer la quantité des protéines en µg/mL.  
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4.9.3.2. Séparation des peroxydases sur gel d’acrylamide  

La pureté de l’enzyme est estimée par électrophorèse sur gel de polyacrylamide 

SDS-PAGE (10 à 15%). Cette analyse des préparations enzymatiques par 

électrophorèse dans des conditions dénaturantes est  réalisée selon la technique 

de Laemmli [188] . 

- Coloration au bleu de Coomassie : Cette méthode colore les protéines de façon 

à peu près indépendante de la séquence. Après migration électrophorétique, le 

gel est plongé dans une solution de coloration (3 g de bleu de Coomassie dans 

100 mL d’acide acétique, 400 mL d’éthanol et H2O q.s.p. 1 litre), le gel est ensuite 

transféré dans une solution de décoloration (acide acétique 100 mL, éthanol 350 

mL et H2O q.s.p. 1 litre). Le gel est stocké dans de l’eau avec 20% d’éthanol, ce 

qui achève la décoloration et évite la contamination microbienne, puis séché ou 

photographié (scanné).  

- Détection de l’activité peroxydase sur zymogramme : Après migration sur gel de 

polyacrylamide, incorporant un substrat de peroxydase, dans des conditions 

dénaturantes. Le gel lavé dans l’eau distillée pendant 1 h en présence de 2,5% 

Triton X-100 afin de remplacer le SDS puis incubé pendant 3 h à 40 °C en 

présence du tampon A.  

Une zone claire est visualisée, sur le gel traité, après fixation pendant 1 h du TCA 

20% (p/v), coloration au bleu de Comassie G-250 et décoloration par l’eau 

distillée/méthanol/ acide acétique.  

4.9.3.3. Détermination des acides aminés des extrémités N-terminales par la 

méthode automatisée d’Edman  

Les séquences N-terminales des différentes protéines purifiées ont été 

déterminées par la méthode automatisée d’Edman sur microséquenseur de 

protéines [189] [190]. Elle comporte les trois étapes classiques de séquençage, à 

savoir : le couplage, le clivage et la conversion (Annexe 6). Pour la comparaison, les 

séquences des acides aminés ont été obtenues par l’utilisation de la base de 

données du programme BLASTP (NCBI, NIH, USA).  
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4.9.3.4. Spectrométrie de masse MALDI-TOF 

La spectrométrie de masse permet de détecter et d’identifier des molécules 

d’intérêt par mesure de leur masse mono-isotopique et de caractériser leur 

structure chimique, en les fragmentant. Son principe réside dans la séparation en 

phase gazeuse de molécules chargées en fonction de leur rapport masse/charge 

(m/z).  

Elle comporte une source d’ionisation suivie d’un ou plusieurs analyseurs qui 

séparent les ions produits selon leur rapport m/z et les comptent.  

La spectrométrie de masse permet non seulement de déterminer la masse des 

produits étudiés, en mélange ou purifiés, mais également de contrôler les 

modifications post-traductionnelles des molécules et de donner leur élément de 

structure extrêmement sensible. Dans le cas particulier des peptides, cette 

méthodologie permet dans certaines conditions d’obtenir des éléments de la 

séquence en acide aminés.  

Il existe deux méthodologies complémentaires en spectrométrie de masse pour 

l’étude des molécules biologiques : l’ionisation par désorption laser assistée par 

matrice (MALDI) couplée à un analyseur de masse de type temps de vol (TOF), 

très efficace pour l’étude directe d’un mélange de produits, et l’ionisation par 

électronébulisation (ESI) couplée à des analyseurs de masse de type 

quadripolaire et  temps de vol (Qq-TOF). Cette technique permet l’interfaçage 

entre la séparation chromatographique en phase liquide et le spectromètre de 

masse. 

La faible taille des protéines considérées dans cette étude nous permet de fournir 

nos échantillons sous 2 formes : 

1. en solution, ce qui permet de mesurer la masse totale de nos protéines, 

2. sur gel d’acrylamide, après migration, ce qui permet de fournir une protéine 

pure avec moins de molécules parasitant le signal de spectrométrie (Tris 

notamment). Cette forme nécessite une digestion préalable à la trypsine, 

permettant de traiter des fragments de plus petite taille.    
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Cette technique nécessite d’avoir un tampon pauvre en ion Cl et des 

concentrations de l’ordre de 5 pmol/µL. En solution ou emprisonnée dans un gel 

d’électrophorèse, la protéine est diluée dans un tampon acétate d’ammonium et 

clivée enzymatiquement (par la trypsine) puis l’hydrolysat final est déposé sur la 

plaque du MALDI-TOF et mélangé à une solution d’acide α-cyano-4-

hydroxycinnamique. Les différentes étapes peuvent être énumérer comme suit : 

1. Après coloration au bleu de commassie G-250, les bandes protéiques 

d’intérêt sont découpées du gel. 

2. Laver les bandes avec un mélange d’acétonitrile/hydrogenocarbonate 

d’ammonium (50 mM) (v/v). 

3. Digérer avec la trypsine pendant 16 h à 37 °C. 

4. Arrêter la digestion par addition de 2 µL acide trifluoro-acétique (TFA). 

5. Le produit de la digestion est par la suite analysé grâce à une matrice 

d’acide cyano-4-hydroxycinnamique (5 mg/mL) préparée dans 50% 

acétonitrile contenant 0,1% TFA. 

La taille des fragments protéiques sera ainsi déterminée par rapport à un étalon 

interne en utilisant le spectromètre de masse (Voyager DE STR MALDI-TOF/Mass 

spectrometer, Applied Biosystems). Les valeurs expérimentales seront par la suite 

comparées avec celles contenues dans les banques de données pour identifier la 

protéine. 

4.10. Caractérisation physicochimique des peroxydases 

4.10.1. Effet du pH sur l'activité et la stabilité des peroxydases  

L’effet du pH est déterminé en utilisant le 2,4-DCP comme substrat. Les activités 

peroxydase sont testées sur une gamme de pH de 3 à 13 à 40 °C. Les enzymes 

sont pré-incubées dans des tampons à différentes valeurs de pH variant de 2 à 11 

pendant 24 h à 40 °C. Les aliquotes sont retirées et ensuite les activités 

enzymatiques résiduelles sont déterminées dans des conditions d'essai standards. 

Tous les tampons sont utilisés à des concentrations de 50 mM et en présence de 

5 mM MnSO4 [191]. 
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- Le tampon: glycine-HCl pour les pH 2 à 3 ; le tampon citrate pour les pH 3 à 5 ; 

le tampon MES ou Tris-HCl pour les pH 5 à 6 ; le tampon phosphate de potassium 

pour les pH 6 à 8 ; le tampon  glycine-NaOH pour les pH 9 à10, et le tampon 

bicarbonate de NaOH pour les pH 10 à 11. 

4.10.2. Température optimale et stabilité thermique des peroxydases  

Les effets de la température sur les activités des peroxydases ont été étudiés 

dans un domaine de température allant de 20 à 70 °C en utilisant le 2,4-DCP 

comme substrat durant 15min dans le tampon A ( Triton X-100). 

La thermostabilité des peroxydases purifiées est examinée en incubant les 

enzymes pendant 10 h à différentes températures, en l'absence ou en présence 

de 5 mM MnSO4. Des aliquotes sont prélevés à des intervalles de temps désirés 

pour tester l'activité restante dans les conditions standards. Les enzymes non 

chauffées sont considérées comme témoin (100%) [191]. 

4.10.3. Effet des inhibiteurs et des ions de métaux lourds 

L’effet des inhibiteurs des protéines à hème est étudié en utilisant le cyanure de 

potassium et l’azide de sodium. Les activités peroxydases résiduelles sont 

mesurées après une préincubation des enzymes purifiées avec chaque inhibiteur 

à 25 °C durant 30 min en présence de différents ions métalliques (5 mM) pendant 

1 h a 40 °C. Les effets des différents ions métalliques à des concentrations allant 

de 5 à 50 mM sur les activités enzymatiques ont été également étudiées en 

ajoutant au mélange réactionnel les divalents (Mn2+, Ca2+ , Zn2+, Co2+, Cu2+, Ba2+, 

Mg2+ et Hg2+) et les monovalents (Li+ et K+) des ions métalliques [191]. 

L’activité est exprimée comme étant le pourcentage du niveau d’activité en 

absence des inhibiteurs ou d’ions métalliques. Les activités peroxydases 

mesurées en absence d’un inhibiteur ou des ions métalliques (en présence de 1 

mM d’EGTA) sont prises comme témoin (100%). Les activités résiduelles sont 

mesurées en utilisant le substrat 2,4 - DCP. 

4.10.4. Spécificité du substrat  

Les différents substrats utilisés sont : AHC, guiacol, 2,4-DCP, L-3,4-

dihydroxyphénylalanine (L-DOPA), 4-chlorophénol, 2,6-dichlorophénol, 2,4,5-

trichlorophénol, 2,4,6-trichlorophénol et le pentachlorophénol.  
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Concernant le L-DOPA, le mélange réactionnel (1 mL) se compose de 0,25 mL de 

chacun des éléments suivants : 20 mM de L-DOPA, 100 mM du tampon 

phosphate de potassium (pH 7,2), 0,5 mM de H2O2 et le surnageant de culture. La 

réaction est initiée par l'ajout de H2O2 et la formation du pigment dopachrome à 

partir de la L-DOPA est surveillée pendant une minute à 470 nm à 53 °C. 

L’activité des peroxydases purifiées est déterminée en utilisant de différents 

substrats qui sont testés dans les mêmes conditions décrites pour le dosage du 

2,4-DCP, et à différentes concentrations comme suit : 25 mM pour 2,4-DCP et 2,6-

dichlorophénol, 15 mM pour 4-chlorophénol, 2,4,5-trichlorophénol et 2,4,6-

trichlorophénol et 10 mM pour le pentachlorophénol.  

4.10.5. Effets de [H2O2] et des paramètres cinétiques sur la stabilité des 

peroxydases  

L'effet de [H2O2] sur l’activité catalytique de l’enzyme purifiée est étudié en faisant 

varier la [H2O2] dans le mélange d’essais de l'activité. Le taux de génération de 

couleur est contrôlé sur une longueur d'onde de 510 nm et converti en une activité 

apparente. Ce fut ensuite exprimé comme une activité relative, par rapport à celle 

mesurée dans les conditions de dosage standard décrite ci-dessus. Tous les tests 

ont été effectués au moins deux fois. L'estimation de plusieurs paramètres 

cinétiques est réalisée en utilisant un modèle développé par Nicell et Wright [192] 

à différentes concentrations de H2O2 (10 µM à 2 mM) et de chaque enzyme (de 

0,015 à 0,15 U/mL).  

L'outil solveur de Microsoft Excel et les fonctions de régression de Sigma Plot 

2000 (SPSS Inc, Chicago, IL) sont utilisés pour ajuster les données et la méthode 

des moindres carrés qui est utilisée pour estimer les coefficients d'une régression 

non linéaire. La signification des résultats de la régression et les coefficients 

estimés sont déterminés en utilisant l'analyse de variance et des statistiques (P 

<0,05). 
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4.10.6. Analyse par les méthodes spectrales 

Les spectres d'absorption des enzymes purifiées sont enregistrés sur un appareil 

Perkin-Elmer 3100 spectrophotomètre à température ambiante. Dans les 

expériences de réduction, les solutions sont faites par voie anaérobie par rinçage 

de la cuvette avec de l'argon.  

La réduction de l'enzyme est réalisée par le dithionite de sodium ou par le H2O2. 

Le contenu proto-hème est déterminé par le procédé pyridine ferro-hemochrome 

tel qu’il est décrit par Yumoto et al., [193], et le contenu hème est calculé sur la 

base du coefficient d'extinction (34,5 mM-1 × cm-1) de pyridine hemochrome b 

[194]. 

4.10.7. Sulfoxydation catalytique de peroxydases 

L'énantiosélectivité de peroxydases dans la sulfoxidation est déterminée comme 

suit : Les réactions ont été effectuées dans des tubes en pyrex, à un volume total 

de 1 mL. Le mélange réactionnel généralement contient 50 mM de tampon citrate 

à pH 3, 0,5 mM de H2O2, 2,5 mM du substrat et 15 μM de chaque enzyme. Les 

réactions sont incubées pendant 30 h à 30 °C sous agitation à 200 rpm.  

Afin de déterminer si nos enzymes sont également capables de catalyser ce type 

de réactions énantiosélectives, la sulfoxydation de sulfures aromatiques a été 

testée suivant l’analyse des produits sur une colonne chirale GC. Tous les sulfures 

ont été testés énantiosélectivement convertis en R-sulfoxydes correspondants 

[191] [195] [196]. 
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CHAPITRE : 5 : RESULTATS ET DISCUSSION 

5.1. ISOLEMENT ET IDENTIFICATION DES SOUCHES A FORT POTENTIEL 

DEGRADATIF DES ACIDES HUMIQUES 

La première étape de cette partie de l’étude est réservée à l’extraction et à la 

caractérisation des AHs utilisés comme source unique de carbone et d’azote pour 

la croissance microbienne. La caractérisation des AHs nous permet d’assurer 

l’exactitude de la technique employée lors de l’extraction de ces macromolécules 

à partir d’un échantillon d’un sol de surface de la plaine de la Mitidja. La deuxième 

étape est totalement consacrée à l’isolement et l’identification de La souche 

sélectionnée. 

5.1.1. Caractérisations des acides humiques  

5.1.1.1 Par spectroscopie UV-visible et Rapport E465/ E665 

Les deux spectres UV-visibles obtenus correspondent à l’échantillon d’AH extrait 

du sol de Meftah (AHS) et l’AH commercial (AHC). Ils sont respectivement 

représentés dans les figures 19 et 20. Les rapports E465/ E665 sont aussi calculés 

et donnés dans le tableau 5. 

 

Figure 19 : Spectre UV-Visible de l'AHs 

 

 

 



85 

 

Figure 20 : Spectre UV-visible de l'AHC. 

Tableau 5 : Rapports E465/ E665 calculés pour les deux AHs analysés : AHS et 

AHC. 

 

Les spectres représentés sur les figures 22 et 23 sont en accord avec la 

description de Swift [194]. L’allure de ces spectres est expliquée par le fait que 

ceux-ci correspondent à la somme de nombreux chromophores. D’autres auteurs 

ont basé sur le rapport E465/ E665, comme étant un indice d’humification inférieur à 

5, qu’il était assigné aux AHs [18] [23] [197].  

La gamme d'absorbance des spectres représentée ci-dessus est entre 200 et 800 

nm. Cette analyse montre une diminution monotone d'absorption avec des 

longueurs d'onde croissantes, ce qui a été prouvé par [199] [200]. En effet, des 

constatations ont été faites :  

- Entre 200 et 400 nm, la formation d'un palier, ce qui explique la présence des 

chromophores aromatiques, et de doubles liaisons conjuguées de C=C [194]  

[200]. 

- Entre 400 et 800 nm correspond à la région du visible due à la couleur des AHs 

[201]. 

Les valeurs (E465/E665) calculées, inférieur à 5 signifient un PM élevé correspond 

aux AHS extraits à partir du sol de Meftah. Ce rapport est largement employé pour 

caractériser les SHs [41] [202]. 
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Cependant, de nombreux paramètres agissent sur la valeur de ce rapport et 

rendent son interprétation difficile :  

Le rapport E465/ E665 varie selon le type d’extrait humique mais il est indépendant 

de la concentration en matières humiques [194]. Notons cependant que la mesure 

de l’absorbance à 465 et 665 nm est impossible pour des concentrations trop 

élevées d’AHs.   

Le rapport E465/ E665 varie inversement au PM des particules. Or les particules de 

PM élevé (AHs) présentent un rapport faible (<5), celles de PM faible (AF) 

présentent un rapport élevé (5<E465/ E665 <10) [41]. 

o Les teneurs en carbone et en oxygène sont aussi corrélées avec le rapport 

E465/E665. Ainsi, un faible rapport est associé à une forte teneur en carbone 

et une faible teneur en oxygène ce qui caractérise notre échantillon d’AH. 

Nos résultats sont en accord avec ceux signalés dans plusieurs travaux [41] 

[43] [194].   

5.1.1.2. Par spectroscopie infrarouge 

Les spectres IR enregistrés pour les AHS et AHC sont respectivement 

représentés dans les figures 21 et 22. Ainsi que les bandes d'absorption (en cm-1) 

et vibrateurs associés de l’acide humique étudié sont regroupés dans leTableau 6. 

 

            Figure 21 : Spectre infrarouge de l'AHS extrait du sol de Meftah. 
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Figure 22 : Spectre infrarouge de l'AHC. 

Ces spectres montrent les différentes bandes d’absorption et vibrateurs associés 

de notre échantillon. L’attribution des bandes a été effectuée en fonction du 

caractère aromatique, carboxylique, phénolique, etc. Ces groupements 

fonctionnels caractérisent les AHs selon plusieurs travaux [41] [43] [45] [203]. 

Entre 3460 et 3300 cm-1, on peut observer une bande large de OH phénolique, 

groupes alcools et acide organique avec des NH, NH2 et OH en se basant sur les 

comparaisons faites par rapport à la bibliographie [203] [204]. 

Entre 2950 et 2850 cm-1, le spectre des AHs montrent des bandes de vibration 

caractéristiques des CH, CH2 et CH3 [41] [194] [203] [205]. 

La bande d'intensité observée entre 2360 et 2300 cm-1 sur le spectre d’AHS est 

probablement due aux dérivés azotés dans cette région.  

Entre 2273 cm-1 et 2000 cm-1, les spectres montrent la présence des bandes de 

vibration caractéristique de C≡N, C=N, -N=C=O et N=C=S [206] [207].   

Entre 1650 à 1600 cm-1, on peut observer la présence d'une bande aromatique de 

C=C avec une vibration de valence C=O quinonique et cétone dans les deux 

spectres d’AHS et AHC [41] [203] [205]. 

A 1519,8 cm-1, cette vibration montre la présence d'une C=C du noyau aromatique 

[208] et la déformation des CH des groupements méthoxyles, et celui des COO- et 

C-O-C-R [206] [207].  La gamme de 1456 à 1380 cm-1est caractérisée par la 

présence des groupements importants de CH, CH2, CH3 dans l'AH commercial 

[207]. 
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Dans le domaine de 1300 à 1000 cm-1, on peut observer des C-O et/ou 

déformation OH de COOH, des bandes de déformation dans le plan de H 

aromatique. Sur nos spectres, ces bandes sont fortes pour l’AHC que l'AHS. 

La bande de vibration 879,5 cm-1 inclue dans la gamme 900 à 860 cm-1 

correspond à la vibration de déformation C-H aromatique hors du plan pour l’AHS 

[207] [209]. 

Les bandes de déformation de OH phénolique en dehors du plans (de la 

molécule), sont  observées dans la région 685 ± 115 cm-1, mais les phénols 

renfermant également des groupements carbonyle, qui laissent apparaître des 

bandes d'absorption vers 750 ± 50 cm-1; [41] [194]  [207]. 

Tableau 6: Bandes d'absorption (en cm-1) et vibrateurs associés des acides 

humiques étudiés. (AV : Absence de Vibrateur). 

AHC AHS Groupements fonctionnels 

3452,3 3452,3 OH phénol et NH des amines et amides. 

2923,9 - 2854,5 AV CH aliphatiques. 

2364,5 - 2349,1 2372.3 C≡N, C=N, -N=C=O et N=C=S. 

AV AV 
CH alcène avec noyau aromatique et C=O de 

carboxyle, cétone et aldéhyde. 

1635,5 1643,5 C=O de cétone et C=C aromatique. 

1454,2 
1388,7 

AV 
AV 

Etirements C=C et C=O du noyau aromatique. 
Déformation OH des groupements méthoxyles, 

COO- et C-O-R. 

1037,6 
1207,4 
1056,9 

Etirements C-O et/ou déformation OH de COOH 
avec H aromatique. 

AV 879,5 C-H aromatique. 

698,2 
678,9 
528,5 

590,2 
497,6 

AV 
OH phénolique. 
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5.1.1.3. Par microscope Electronique à Balayage  

L'observation des AHS et des AHC par MEB a permis d'avoir une idée sur leur 

structure tridimensionnelle (3D) (figure 23). 

 

Figure 23 : Morphologie des AHS extraits du sol de Meftah  

(a) (G X 1000) et des AHC (b) (G X 2000). 

La figure 23(a) présente une structure très condensée de nature globulaire. En 

effet, l'existence de liens spécifiques inter et intra moléculaires dans l’AHS peut 

expliquer la formation d'agrégats telles que les liaisons S-S entre deux résidus 

cysteine. Inversement, l'absence de ces constituants dans l’AHC conduit à une 

structure plus fragmentée de nature fibreuse (figure 23 b).  

Cependant la microscopie est une technique d'observation qui ne conclut pas 

exactement sur la structure de ces agrégations. Ces morphologies indiquent que 

les macromolécules extraites du sol sont caractérisées par la prédominance de la 

structure globulaire (aromatique) plutôt que la structure fibreuse (aliphatique) tel 

que expliqué par [210]. 

Une analyse globale, couplée à l’observation de l’échantillon par MEB, a permis 

d’obtenir le spectre des éléments majeurs présents à la surface de l’échantillon 

d’AH extrait du sol de Meftah et celui des AHC (figures 24 et 25). La technique 

employée a permis de calculer le % atomique approximatif de ces éléments 

majeurs (Tableau 7).   

b

' 

a 



90 

 

Figure 24 : Spectres d’éléments majeurs présents dans l’échantillon d’AHS. 

 

 

Figure 25 : Spectres d’éléments majeurs présents dans l’échantillon d’AHC. 

Tableau 7 : Pourcentage atomique approximatif des éléments majeurs détéctés à 

la surface des AHs analysés. 

Elément AHS AHC 

Carbone(C) 30,40 65,64 

Azote (N) 5,73 24,18 

Oxygéné (O) 43,99 2,13 

Sodium (Na) 5,81 1,2 

Aluminium (Al) 0,56 0,63 

Silicium (Si) 0,73 5,7 
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Une nette différence en pourcentage atomique est enregistrée chez les deux types 

d’échantillons analysés (AHS et AHC) qui concerne les éléments majeurs détectés 

à la surface (C, N, O, Al, Si et Na). Cependant, nous remarquons la présence du 

phosphore et du soufre chez l’AHS, ceci est probablement dû au mode 

d’extraction appliqué en utilisant le pyrophosphate de sodium et l’acide sulfurique. 

5.1.2. Isolement des souches de streptomycètes à fort potentiel dégradatif des 

AHs  

Cinq souches, isolées sur le milieu sélectif solide (HA-Agar), ont été examinées 

sur milieu liquide contenant les AHs comme seules sources de carbone et d’azote 

afin de suivre la décoloration du milieu (à partir d’une couleur noire foncée jusqu’à 

un blanchissement total).  

Les % de décoloration (mesurés à 350 nm) obtenus pour les cinq souches de 

streptomycètes incubées durant 21 jours en présence des AHS sont : la souche 

AM1 (31.50 ± 0.89), AM2 (41,20 ± 1,45), AM3 (8,37 ± 0,73),  AM4 (2,34±0,22) et 

la souche AM5 (4,69 ± 0,43). En effet, la souche AM2 a été sélectionnée pour son 

potentiel de dégradation meilleure par rapport aux autres souches.  

5.1.3.  Identification phénotypique de la souche sélectionnée  

5.1.3.1. Etude morphologique  

La souche AM2 a été cultivée sur divers milieux ISP à 30 °C pendant une semaine 

jusqu’à la formation des colonies de 10 mm de diamètre. Une bonne croissance a 

été observée sur ISP2 et modérée sur les milieux ISP3 et ISP4. Elle développe un 

mycélium aérien (AM) de couleur grise et un mycélium du substrat (SM) brun et 

non fragmenté (figures 26 et 27). 



92 

L’observation microscopique du mycélium aérien a permis de distinguer les 

chaînes de spores exogènes (flexibles ou en crochets) chez cette souche (figure 

28). 

 

Figure 28 : Observation par microscope optique des spores exogènes sur le MA de 
la souche AM2 (G X 40). 

5.1.3.2. Etude chimiotaxonomique 

Les chromatogrammes CCM ont mis en évidence l’existance de l’isomère LL DAP 

et l’absence des sucres caractéristiques chez la souche AM2. 

5.1.3.3. Etude physiologique et biochimique de la souche AM2 

Les tests physiologiques et biochimiques en se basant sur les galeries API 50 CH 

et API ZYM ont permis de regrouper les caractéristiques suivantes :  
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Résultats de la galerie API 50 CH : Oxydase positive, aérobie, utilise le galactose, 

le saccharose, le maltose, le cellobiose, le fucose, le raffinose, le D-xylose, le L-

arabinose, D-ribose et n’utilise pas le lactose, l’amidon, le L-rhamnose, l’érythritol, 

adonitol et l’inositol.  

Résultats de la galerie API ZYM : activité positive pour la phosphatase alcaline, 

l’estérase lipase (C8), la leucine arylamidase et la valine arylamidase. Activité 

négative pour la lipase (C14), la trypsine, chymotrypsine, N-acetyl-glucosamidase, 

-mannosidase et fucosidase. 

L’ensemble des résultats morphologiques, chimiques, biochimiques et 

physiologiques ont permis de rattacher cette souche au genre Streptomyces. 

5.1.4. Identification génotypique par séquençage du gène codant pour l’ARNr 16S 

La taille  du fragment d’ADN amplifié a été estimée à environ 1,5 kb (figure 29). 

 

Figure 29 : Analyse du produit PCR (taille attendue) de l’amplification du gène 
codant pour l’ARN 16S de la souche AM2  

 
Ce fragment PCR a été purifié puis cloné dans un vecteur approprié, en 

l’occurrence le pGEM-T, pour générer le plasmide PAM2-16S de taille 4527 pb 

(Figure 30).  
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Figure 30 : Carte de restriction du plasmide pAM2-16S. 

Par la suite, la séquence nucléotidique totale de ce fragment a été déterminée 

moyennant les techniques de séquençage automatique. La séquence du gène de 

l’ARNr 16S de la souche AM2 a été déposée dans la banque de données 

(« GenBank BLAST ») sous le numéro d’accession GU434673. 

L’alignement de cette séquence est réalisé avec la banque de données GenBank 

BLAST. Cette analyse montre que la souche AM2 présente une identité très 

importante (98%) avec les gènes d’ARNr 16S des souches Streptomyces à savoir 

: La souche NBRC 13193 (numéro d’accession : AB184326), la souche MARS-17 

(numéro d’accession CG451836) et la souche SU22 (numéro d’accession : 

AB218615). Ces séquences ont été importées et alignées dans une version du 

logiciel MEGA 4.1. L’arbre phylogénétique a été ensuite construit (figure 31) et les 

résultats en outre ont confirmé que la souche AM2 (GU434673) est étroitement 

liée aux autres souches de Streptomyces parvulus.  
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Figure 31 : Arbre phylogénétique obtenu après alignement du gène de l’ARNr 16S 
de la souche AM2 avec la banque de données GenBank BLAST. 

5.1.5. Conclusion 

Les techniques analytiques utilisées dans ce présent travail ont confirmé 

l’obtention des substances humiques de nature "AHs" en se basant sur 

l’observation par MEB, le rapport de WELT et la présence de différents 

groupements fonctionnels de AHS locaux. 

L’identification phénotypique de la souche AM2 a permis son rattachement initial 

au genre Streptomyces et l’identification génotypique par la technique ARNr 16S a 

confirmé son affiliation à l’espèce Streptomyces parvulus (98%).  

Cette souche apte à décolorer un milieu contenant les AHs comme seules sources 

de carbone et d’azote sera bien étudiée dans les deux parties qui suivent à savoir, 

la biodégradation des AHs, la purification et la caractérisation des enzymes 

respensables à cette dégradation.  

5.2. BIODEGRADATION DES AHs PAR LA SOUCHE AM2 

5.2.1. Cinétique de biodégradation des acides humiques extraits du sol 

La décoloration du milieu de couleur sombre (concentration élevée des AHs) 

(figure 32) est considérée comme un indicateur de dégradation comme rapporté 

par Grinhut et al. (2007).   
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Figure 32 : Décoloration du milieu contenant les AHS par la souche AM2. T : 
témoin, MC : milieu complet contenant suffisamment de C et N, MPC : milieu pauvre 
en C, MPN : milieu pauvre en N et MPCN : milieu pauvre en C et N. 

La décoloration maximale a été observée après 28 jours d’incubation et atteint un 

pourcentage de 66% (figure 33). 

 

 Figure 33 : Cinétique de décoloration des AHS par la souche AM2 

En effet, la décoloration a commencé après une période de latence qui a duré 

approximativement 4 jours. L’élimination des AHS a commencé juste après l’ajout 

de traces de carbone et d'azote. Dans la culture agitée, la décoloration des AHS 

par AM2 était plus efficace que celle dans la culture statique. Enfin, dans des 

conditions d’agitation l’activité de décoloration a été particulièrement importante 

entre 7 et 28 jours d'incubation. 
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Le décalage observé en décoloration (aux quatre premies jours) est lié au 

ralentissement de la croissance microbienne qui n’a débuté que après l’ajout des 

quantités de carbone et d’azote à l’état de trace ce qui est en accord avec les 

résultats rapportés par Panikov et al [211]. 

L’agitation du milieu de culture est favorable pour la croissance de cette souche 

aérobie stricte. Des résultats sémilaires ont été signalés par Dari et al. [212] qui 

ont travaillé sur la dégradation des AHs par une souche de streptomycètes. 

Toutefois, en l'absence de glucose, la souche AM2 était incapable de croître dans 

un milieu supplémenté en AHs comme source unique de carbone. Par contre, 

certains auteurs ont rapporté l'utilisation possible des AHs comme source unique 

de carbone par les streptomycètes tels que rapportés par Dari et al. [212] et 

Hayakawa et Nonomura [213]  car le carbone utilisé par ces bactéries auraient pu 

être des fractions organiques non entièrement humifiées et ne sont pas totalement 

résistantes à la biodégradation. Cependant, la présence d'une source de carbone 

assimilable supplémentaire était essentielle pour l'expression de l'activité 

décoloratrice sur les mélanoïdines des isolats de Streptomyces [214]. 

Deux phénomènes accompagnant l’élimination des AHs ont été observées dans 

notre cas :  

o adsorption des AHS sur le mycélium de la souche AM2 comme aussi signalé 

par Vukovic et al. [215].  

o le pourcentage de décoloration mesuré en valeur négative se réfère à une 

augmentation de l'absorbance par rapport au témoin, ceci pourrait être le 

résultat d'une sécrétion de pigments mélanoïdines connus pour ces 

microorganismes [216]. Ces pigments secrétés dans le milieu de culture, 

portant une couleur marron similaire à celle des AHs, peuvent couvrir le 

pourcentage d’élimination d’AH comme signalé par Blondeau [175]. 

Nos résultats ont prouvé l’élimination des AHs par cette souche de 

Streptomycètes et ont également appuyé la conclusion antérieure selon laquelle la 

décoloration par ces bactéries est due beaucoup plus à la biodégradation qu’à 

l'adsorption [217] [218] [219] [220]. 
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5.2.2. Changements de structure d’acides humiques incubés avec la souche AM2  

En comparaison avec les structures initiales et finales des AHS après incubation 

de 28 jours à 30 °C en présence de la souche AM2, le spectre FTIR (figure 34) 

montre les deux modifications substantielles comme suit :  

(1) De nouveaux pics d'absorption apparus dans les régions de 600-700 cm-1, de 

1300 - 1450 cm-1 et de 1600 à 2100 cm-1. 

(2) Des pics d'absorption ont été totalement disparus dans les régions de 700 - 

800 cm-1, de 900 - 1000 cm-1 et de 1500 - 1600 cm-1.  

 

Figure 34 : Spectres IR desAHS incubés avec la souche AM2 pendant 28 jours à 30 

°C. Noir: structure initiale et rouge: structure après incubation. 

La diminution de l'absorbance dans les deux régions 1500 - 3000 cm-1 et de 3200 

à 3800 cm-1 indique souvent le niveau de dégradation. Toutefois, dans les AHS 

residuels, la teneur en carbone a diminué, indiquant que les unités aliphatiques 

ont été préférentiellement utilisées, tandis que les structures aromatiques 

condensés ont été plus résistantes à la biodégradation, cette suggestion a été 

confirmée par l'apparition de fortes bandes IR à 1599 cm-1, attribuées à des 

quinones; des résultats similaires ont été rapportés par Filip et Tesarova [221]. 
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En effet, les changements de structures pendant l'incubation ont prouvé 

clairement la dégradation des AHS testés dans notre étude, ceci a été également 

démontré par Liang et al. [222] sur la décomposition et la minéralisation des SHs 

aquatiques par un traitement biologique en utilisant FTIR comme moyen 

d’analyse. 

5.2.3. Génération des sous-produits de dégradation 

L'analyse par HPLC (Figure 35) montre les différents métabolites produits à la fin 

de l'incubation par rapport au pic initial des AHS (tR = 1,141 min). En comparant 

les spectres d'un échantillon d'AHS issu d'une culture témoin (non ensemencé) 

avec celle d'un AHS soumis à une activité microbienne. Nous avons pu obtenir 

une diminution importante de la concentration d'AHS et formation de sous-produits 

(tR1 = 1,441; tR2 = 2,148; tR3 = 3,563; tR4 = 4,354). 

 

Figure 35 : Les sous-produits de dégradation des AHS détectés par HPLC. Le 
temps de rétention correspond aux métabolites comme suit : a. Concentration 
initiale des AHC comme témoin, b. Les métabolites obtenus après incubation des 
AHS avec la souche AM2. 

5.2.4. Conclusion 

Selon leurs morphologies, les acides humiques extraits du sol de Meftah ont une 

structure globulaire dominante indiquant ainsi le taux aromatique élevé, ce qui 

rend leur biodégradation difficile par des souches de Streptomyces isolées à partir 

des sols locaux. De même, Yanagi et al [223] ont signalé que les AHs ayant une 

structure abondante des noyaux aromatiques ont montré une résistance à la 

dégradation par le champignon Coriolus consors. Cependant, il y a peu 

d’informations en ce qui concerne les changements de la structure au cours de la 

biodégradation. 
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Dans cette présente étude, la souche de streptomycètes décoloratrice a été 

étudiée. Cette souche pourrait utiliser des AHs en tant que sources de carbone et 

d'azote. Nos résultats indiquent que des souches de Streptomyces ayant la 

capacité de dégrader les AHS peuvent jouer un rôle dans la dégradation de la 

lignine et dans le turnover de l’humus dans les sols locaux. En outre, le taux de 

décoloration élevé et les conditions faciles de culture de cette souche la propose 

en tant que meilleure candidate pour les différentes applications dans les 

processus biologiques de la production de l'énergie fossile à partir des AHs et 

surtout pour éliminer ces macromolécules présentes dans l'eau potable. 

5.3.Caractérisation biochimique et moléculaire des perxydases produites par la 

souche AM2              

D’après l’étude de deux parties précédentes, la souche AM2 s’avère être la plus 

intéressante en tant que dégradatrice des AHs. Elle secrète deux nouvelles 

seraient intéressantes sur le plan recherche fondamentale et sur le plan 

application industrielle. Ceci nous a incité dans cette troisiéme à purifier et à mieux 

approfondir la caractérisation moléculaire de ces deuxenzymes.  

5.3.1. Purification des peroxydases HaP1 et HaP2  

Le profil chromatographique d’exclusion moléculaire sur Sephacryl S-200 du 

précipité et du concentré (1005 mg) révèle deux pics d’élution désignés par pic 1 

pour HaP1 et pic 2 pour HaP2 (figure 36).  

La précipitation de l’extrait enzymatique brut au sulfate d’ammonium saturé à 40-

60 % a permis d’obtenir une activité de 77% par rapport à l’activité initiale et un 

facteur de purification de 1,80 (Tableau 8).  

Par ailleurs, une augmentation de l’activité spécifique et du facteur de purification 

a été constatée avec un rendement de 22% pour HaP1 et 29% pour HaP2. 
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Au cours de l’étape de la chromatographique d’échange d’anions sur Q- 

Sepharose, nous avons enregistré une augmentation du facteur de purification de 

l’ordre de 64,34 pour HaP1 et 88,02 pour HaP2 cependant, leurs rendement en 

activité chute à 20% et à 23% respectivement. 

L’ultrafiltration a permis d’obtenir des facteurs de purification élevés : 107,68 pour 

HaP1et 97,97 pour HaP2 cependant, leurs rendements ont chuté à 11% et à 18% 

respectivement. 

Une deuxième purification de HaP2 par une seconde Sephacryl S-200 a permis 

d’obtenir un rendement de 15% et un facteur de purification de 188,20. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 36 : Profils de purification des peroxydases HaP1 HaP2 de La souche AM2 
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Tableau 8 : Etapes de purification des peroxydases HaP1 et HAP2 de la souche 

AM2. 

 
a: Toutes les opérations réalisées à 4 ° C, b : Les expériences sont  menées à trois reprises et ± 

d’erreurs standard, c: Les quantités de protéine  sont  estimées en utilisant la méthode de 

Bradford, * 1U de l'activité peroxydase est  définie comme étant la quantité d'enzyme nécessaire 

pour une augmentation de l'absorbance d’une unité par minute en utilisant le 2,4-DCP comme 

substrat, NP = pas de pic au environ de  400 nm. 

 

5.3.2.  SDS/PAGE et zymogramme 

Afin d’évaluer le degré de pureté de HaP1 et HaP2 et de déterminer leurs tailles, 

nous avons analysé des aliquotes qui sont conservés après chaque étape de 

purification et ont servi pour l’analyse par électrophorèse des protéines sur gel de 

polyacrylamide (15%) dans les conditions natives (PAGE) et dénaturantes (SDS-

PAGE).  

Une seule bande protéique est obtenue pour chaque enzyme purifiée. L'enzyme 

purifiée HaP1 avait un PM d'environ 25 kDa (figure 37), qui est similaire à ceux 

des peroxydases de Streptomyces [224]. Le PM de HaP2 est estimé à 40 kDa par 

SDS-PAGE (figure 37), ce qui correspond au poids déterminé par filtration sur gel 

et qui est aussi semblable à celui d'une peroxydase purifiée à partir d’une souche 

de Streptomyces [225]. 

Purification
a
 

Activité 

totale 

(units)
b, *

 

Protéine 

totale 

(mg)
b, c

 

Activité 

spécifique 

(U/mg)
b
 

Activité 

récupérée 

(%) 

Facteur de 

purification 
RZ 

Extrait brut 103.74 2364 0.044 100 1 NP 

(NH4)2SO4 

(40-60%) 
79.85 1005 0.079 77 1.80 NP 

Première Sephacryl S-200 

HaP1 23.16 10.02 2.311 22 52.52 0.97 

HaP2 30.13 11.21 2.687 29 61.06 0.65 

Q-Sepharose 

HaP1 13.45 4.75 2.831 20 64.34 1.53 

HaP2 23.86 6.16 3.873 23 88.02 1.06 

Ultrafiltration 

HaP1 11.61 2.45 4.738 11 107.68 2.90 

HaP2 18.67 4.33 4.311 18 97.97 1.30 

Seconde Sephacryl S-200 

HaP2 15.57 1.88 8.281 15 188.20 1.84 
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Figure 37 : Analyse par SDS/PAGE de HaP1 et HaP2. Piste 1 : HaP1 ; Piste2 : HaP2 

5.3.3. Détermination de la taille des peroxydases par MALDI-TOF 

L’analyse par spectrométrie de masse (MALDI-TOF) montre que la masse 

moléculaire exacte de HaP1 et HaP2 sont respectivement, 25,17519 et 40,35111 

kDa. Ces résultats confirment fortement que les peroxydases HaP1 et HaP2 sont 

des protéines monomériques comparables à celles précédemment rapportées 

pour d'autres peroxydases [224] [225] [226]. 

5.3.4. Séquençage de l’extrémité NH2-terminale de HaP1 et HaP2 

Les premiers acides aminés de l’extrémité NH2-terminale de HaP1 et HaP2 sont 

identifiés respectivement, AQCANATTVSDEACCVLLP et 

ATCADGTTVANDACCVLFPILDNQ. Les deux séquences ont montré une 

uniformité, ce qui indique qu'ils ont été isolés à partir d’une forme pure. Ces 

séquences N-terminales montrent que HaP1 et HaP2 ont sept différences en 

termes de résidus d'acides aminés, à savoir respectivement : Q2T, N5D, A6G, 

S10A, D11N, E12D, et L18F.  
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Comme l'illustre le tableau 9, les séquences N-terminales de HaP1 et HaP2 sont 

comparées à d'autres séquences d'enzymes étroitement liés ce qui confirme 

qu’elles partagent une grande homologie avec les MnP, en particulier celles de 

Agaricus bisporus (84% d'identité avec HaP1) et Pleurotus ostreatus (82 % 

d'identité avec HaP1). 

Tableau 9 : Les séquences N-terminales des 19 et 24 acides aminés respectifs de 

HaP1 et HaP2 et leur comparaison avec d’autres séquences des différents MnP.  

 

5.3.5. Effet des inhibiteurs et des ions métalliques sur l'activité de HaP1 et HaP2 

Afin de mieux identifier la nature des deux enzymes, nous avons suggéré 

d’examiner un certain nombre d'inhibiteurs en fonction de leur effet sur l'activité 

enzymatique de HaP1 et HaP2.  

 

 

Peroxidases N-terminal des acides aminés 

HaP1 (Streptomyces sp. AM2,  GU434673) AQCANATTVSDEACCVLLP 

HaP2 (Streptomyces sp. AM2,  GU434673) ATCADGTTVANDACCVLFPILDNQ 

MnP1 (Agaricus bisporus, CAG27835) AQCADGTTVSNEACCVLLPIIADIQ 

MnP3 (Pleurotus ostreatus, BAA33009) ATCADGR-TTANAACCVLF-PILDDIQ 

MnPL1 (Pleurotus eryngii, AAD01401) ATCADGR-TTANAACCVLF-PILDDIQ 

MnPL2 (Pleurotus ostreatus,AAD01402) ATCDDGR-TTANAACCILF-PILDDIQ 

MnP2 (Pleurotus ostreatus, CAB51617) VTCATGQ-TTANEACCALF-PILEDIQ 

MnP3 (Phanerochaete chrysosporium, 

AAB39652) 
ATCPDGT-KVNNAACCAFI-PLAQDLQ 

MnP (Tylospora fibrillosa, AAF13031) ATCPDGT-KVNNAACCAFI-P 

MnP2 (Trametes versicolor, CAA83148) VACPDGVNTATNAACCQLF-AVRDDIQ 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/protein/4512252
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Les résultats ont révélé que les activités sont inhibées par deux inhibiteurs connus 

des peroxydases (tableau 10) à savoir le cyanure de potassium (54% pour HaP1 

et 47% pour HaP2) et l’azide de sodium (62% pour HaP1 et 55% pour HaP2). 

Cela suggère qu'une composante à hème est impliquée dans l'activité catalytique 

de ces deux enzymes. 

Divers métaux, comprenant Mn2+, Ca2+, Co2+, Mg2+, Cu2+, Zn2+, Hg2+, Al2+, Li+, et 

K+, ont été également testés pour déterminer leur effet sur l’activité des deux 

peroxydases purifiées (tableau 9). Les résultats obtenus révèlent que les activités 

de HaP1 et HaP2 sont inhibées respectivement par : Hg2+ (15 et 11%) et Zn2+ (65 

et 60%) à des concentrations respectives de 5 à 50 mM. Les activités de ces deux 

peroxydases sont, toutefois, observées pour être induites à la fois par les deux 

concentrations de Mn2+ (150 et 144%), et Ca2+ (138 et 106%). Lorsqu’on les 

compare à celles des contrôles, les activités peroxydase ont été notées pour être 

induite par de faibles concentrations (5 mM) concernant Mg2+ (128%), Cu2+ 

(120%), Co2+ (115%), Al2+ (110%), et Li+ (108%), mais elles sont inhibées par des 

concentrations plus élevées (100 mM) de ces mêmes ions métalliques à des 

pourcentages respectifs de 84, 74, 62, 58 et 47%. 

Cependant à de plus fortes concentrations de K+, l'activité peroxydase est induite 

jusqu’à 133%, mais à faibles concentrations aucun effet n’est observé sur l'activité 

enzymatique. Il est à noter dans ce contexte qu’en termes d’applications 

industrielles, l’activité peroxydase en présence des ions métalliques est 

considérée comme une propriété importante.  

En fait, la peroxydase préalablement purifiée à partir de Lentinula edodes est 

signalée à être fortement inhibée en présence de faibles concentrations d'ions 

métalliques tandis que celle purifiée à partir de Bacillus sp. est  décrite  comme 

étant active à des concentrations plus élevées de ces ions métalliques [227]. 
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Tableau 10 : Effet des inhibiteurs et des ions métalliques sur l'activité des 

peroxydases HaP1 et HaP2. 

 

Inhibiteur/ ions metalliques 

Activité résiduelle (%)* 

HaP1 HaP2 

Aucun 100 ± 2.5 100 ± 2.5 

Potassium cyanide  54 ± 1.1 47 ± 1.0 

Sodium azide 62 ± 1.6 55 ± 1.3 

Mn2+ (MnSO4) 150 ± 4.7 144 ± 7.0 

Ca2+ (CaCl2) 138 ± 3.1 106 ± 3.1 

Co2+ (CoSO4) 115 ± 1.6 120 ± 1.6 

Mg2+ (MgSO4) 128 ± 4.5 141 ± 4.5 

Cu2+ (CuSO4) 120 ± 2.5 133 ± 2.5 

Zn2+ (ZnSO4) 65 ± 2.5 47 ± 2.5 

Hg2+ (HgCl2) 15 ± 0.5 25 ± 0.5 

Al2+ (AlSO4) 110 ± 1.6 119 ± 1.6 

Fe2+ (FeSO4) 117 ± 1.6 124 ± 1.6 

Li+ (LiSO4) 108 ± 1.6 114 ± 1.6 

K+ (KCl) 100 ± 1.6 110 ± 1.6 

Aucun 100 ± 2.5 100 ± 2.5 

Potassium cyanide  54 ± 1.1 47 ± 1.0 

 

* Les valeurs représentant la moyenne de quatre répétitions et les erreurs standards sont 

signalées.  
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5.3.6. Effet du pH sur l'activité et la stabilité de HaP1 et HaP2 

L'effet du pH sur l'activité enzymatique de HaP1 et HaP2 incubées avec 2,4-DCP 

est suivi sur une gamme de pH de 3 à 11 à 40 ° C.  

Comme le montre la (Figure 38 a), HaP1 présente une activité sur une large 

gamme de pH (3-8), avec un pH optimum égale à 6. L'activité maximale de HaP2 

est observée à pH 7,5. La forte activité manifestée par les deux enzymes à des 

solutions de pH élevé est en fait, un attribut très important qui donne un soutien 

supplémentaire pour leur candidature pour une future application 

environnementale (par exemple décoloration des colorants) [227]. 

En ce qui concerne la stabilité du pH, les enzymes purifiées ont été incubées dans 

des tampons à des pH différents. Les profils de stabilité du pH montrent que HaP1 

est très stable sur une large gamme de pH, le maintien de son activité initiale à 

100% était à des pH compris entre 4 et 6 après 24 h à 40 ° C (figure 38 b). HaP2 a 

également maintenu son activité initiale de 100%  à un pH compris  entre 4 - 8.  

A titre comparatif, le pH optimal de la peroxydase HRP est dans l'ordre de 6 à 6,5, 

son activité maximale à pH 7,5 est de 84%. Cette enzyme est plus stable dans la 

gamme de pH de 5 à 9 [229]. 

 

Figure 38 a : Effet du pH sur l’activité des peroxydases HAP1 et HAP2 à 40 °C 
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Figure 38 b : Effet du pH sur la stabilité des peroxydases HaP1 et HaP2. 

5.3.7. Effet de la température sur l’activité et la stabilité de HaP1 et HaP2  

La température optimale pour les deux enzymes est de 55 °C (figure 39a). Les 

profils de stabilité thermique ont révélé que si les deux enzymes sont très stables 

à des températures inférieures à 40 °C, elles deviennent inactives à des valeurs 

de température plus élevées (figure 39b et 39c). HaP1 et HaP2 ont également 

conservé plus de 55% de leur activité initiale après 10 h d'incubation à 40 °C, et 

elles ont maintenu respectivement 11,76 et 19% de leur activité maximale après 2 

h d'incubation à 45 °C. 

Comme le montre les figures (39b et 39c) la thermo stabilité maximale est atteinte 

avec seulement 5 mm Mn2+, donc l'ajout de MnSO4 a amélioré la thermostabilité 

des enzymes. Les deux enzymes ont pu conserver plus de 60% de leurs activités 

initiales après 4 h d'incubation à 50 °C en présence de 5 mM MnSO4 et plus de 

85% de leurs activités initiales après 1 h d'incubation à 55 °C.  

 

Figure 39a : Effet de la température sur  l’activité des peroxydases HaP1 et HaP2. 
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Figure 39b : Effet de la température sur la stabilité de HaP1. 

 

Figure 39c : Effet de la température sur la stabilité de HaP2. 

 En fait, la plupart des peroxydases sont signalées à être significativement 

stabilisées par l'ajout de Mn2+ à des températures élevées. L'ajout de Mn2+ a 

augmenté le temps de demi-vie de certaines peroxydases [230] [231]. 

L'amélioration de la thermostabilité des peroxydases contre l'inactivation 

thermique en présence de MnSO4 pourrait être attribuée au renforcement des 

interactions à l'intérieur des molécules protéiques et à la liaison de Mn2+ sur le site 

actif. Ces propriétés fournissent également un appui supplémentaire pour la 

candidature de ces enzymes pour des futures applications industrielles [232]. 
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5.3.8. Spécificité du substrat pour HaP1 et HaP2 

Le suivi de l'activité de HaP1 et HaP2 selon plusieurs substrats a révélé que ces 

deux enzymes sont réactives avec les substrats suivants : 2,4-DCP, guiacol, L-

DOPA, 4-chlorophénol, 2,6-dichlorophénol, 2,4,5-trichlorophénol et 2,4,6-

trichlorophénol et  aucune activité n'a été détectée avec le pentachlorophénol.  

Les plus hauts niveaux de l'activité enzymatique ont été obtenus en présence de 

L-DOPA, le 2,4-dichlorophénol et le 2,4,5-trichlorophénol, tandis que les niveaux 

les plus bas ont été obtenus en utilisant le 4-chlorophénol. 

L'évaluation de l'activité de l'enzyme en présence des substrats chlorophénols a 

montré que l'enzyme est capable d’oxyder tous les chlorophénols sauf le 

pentachlorophénol et le 2,4-dichlorophénol et le 2,4,5-trichlorophénol représentent 

les substrats les plus réactifs.  

La catalyse pour toutes les réactions chlorophénols est procédée avec formation 

d'une couleur rose-rouge qui est due au couplage avec le réactif 4-

aminoantipyrine. Cette observation est en conformité avec les remarques 

rapportées par Spiker et al [233] que l'oxydation des phénols contenant le carbone 

dans la position para, en combinaison avec la 4-aminoantipyrine, donne la 

formation d'une couleur rose-rouge. Ce résultat est également confirmé avec le 

substrat L-DOPA par Spiker et al [233]. 

5.3.9. Activité de HaP1 et HaP2 en fonction de la concentration de H2O2 

L'effet de la concentration initiale de H2O2 sur l'activité des peroxydases purifiées 

HaP1 et HaP2 est étudiée à pH 7,4 et à une température de 25 °C à différentes 

concentrations de l’enzyme.  

La figure 40 montre les activités relatives des peroxydases en fonction de la 

concentration initiales de H2O2 dans le dosage du mélange. En outre, l’allure des 

courbes de HaP1 et HaP2 est presque identique en comparaison avec les autres 

peroxydases [234]. Les activités peroxydases de HaP1 et HaP2 sont révélées 

maximales à une concentration initiale de H2O2 d'environ 0,5 mM. 

En observant l’allure des courbes de la figure 40, on constate clairement que les 

propriétés catalytiques des deux peroxydases sont presque identiques, et que la 

purification n’a aucun effet sur leurs propriétés. Les paramètres cinétiques des 
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activités peroxydases sont estimés à HaP1 et HaP2 en utilisant le modèle 

développé par Nicell et Wright [192]. 

En comparaison avec d'autres peroxydases [192] [234], H2O2 présente un effet 

inhibiteur sur l’activité des deux peroxydases HaP1 et HaP2 (figure 40).  

 

 

Figure 40 : Effet de la concentration de H2O2 sur l’activité des peroxydases HaP1 et HaP2. 

A une concentration de H2O2 inférieure à 0,5 mM le cycle catalytique de la 

peroxydase est supposé être limité à la formation du composé I (figure 41).  
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Figure 41 : cycle catalytique de la peroxydase 

Tout d’abord, l’oxydant H2O2 se lie à l’enzyme et oxyde l’ion fer de l’hème en fer V. 

Puis un premier substrat se lie au site catalytique. Il est oxydé en AH tandis qu’un 

proton et un électron sont transférés à l’hème, qui est réduit à l’état IV. Enfin, un 

deuxième substrat AH2 se lie au site catalytique et est oxydé de la même 

manière, ce qui ramène le fer à l’état initial ferrique.  

Cependant, l'excès de H2O2 semble réagir avec le composé II pour former le 

composé III relativement inactif, ce qui revient au cycle catalytique central.  

5.3.10. Caractérisation spectrale du cofacteur à hème 

Les propriétés spectrales de HaP1 et HaP2 ont été analysées à l’aide du spectre 

UV-VIS de 200 à 700 nm afin de déterminer si ces enzymes contiennent un 

cofacteur à hème. 

Notamment, lors de la purification des deux peroxydases, une couleur marron-

rouge des fractions solubles a été observée, ce qui a été plus prononcée dans les 

solutions diluées, indiquant qu’un cofacteur chromogène est associé à chaque 

enzyme.  
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La Figure 42 a révélé les caractéristiques spectrales des peroxydases purifiées 

HaP1 et HaP2 en montrant un pic d’acide aminé à 280 nm et un autre pic à 406 

nm.  

 

Figure 42 : Spectres UV/Vis des peroxydases HaP1(a) et HaP2 (b). 

Les valeurs déduites de RZ sont respectivement 2,90 et 1,84 (Tableau 8) 

calculées pour HaP1 et HaP2, qui sont déjà similaires à celles signalées pour 

d’autres peroxydases [235] [236] [237]. Ces données ont fortement suggéré que 

HaP1 et HaP2 contiennent un cofacteur à hème. Une analyse plus détaillée est 

réalisée par la détermination des propriétés spectrales de chaque enzyme après 

traitement par le mélange pyridine-NaOH. Ceci a révélé un spectre hemochrome 

pyridine, ce qui est identique à celui du protohème IX (de façon non covalente à 

hème b) [195]. Le contenu proto-hème a été déterminé par la méthode pyridine 

ferro-hemochrome [193], et le contenu hème a été calculé sur la base du 

coefficient d'extinction (34,5 mM-1 cm-1 ) de pyridine hemochrome b. A partir de 

ces spectres, on constate que HaP1 et HaP2 contiennent respectivement 0,7 et 

0,5 hème par mole indiquant que les deux enzymes contiennent un unique 

cofacteur à hème. Ainsi, comme les autres peroxydases, HaP1 et HaP2 
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possèdent une hème non covalente (protohème IX) comme cofacteur qui a 

disparu partiellement lors de la purification [235] [237].  

5.3.11. Énantiosélectivité de HaP1 et HaP2 

La sulfoxydation énantiosélective des sulfures par DYP-type (TfuDyP) et par les 

peroxydases végétales (HRP et PIL) est bien établie [237] [238] [239]. 

Pour étudier si HaP1 et HaP2 sont capables de catalyser ce type de réaction 

énantiosélective, la sulfoxydation de plusieurs sulfures aromatiques est testée et 

suivie par l’analyse des produits sur une colonne GC chirale. Tous les sulfures 

testés ont été énantiosélectivement converti par HaP1 et HaP2 en sulfoxydes 

correspondants (tableau 11).  

La meilleure énantiosélectivité par HaP1 et HaP2 est obtenue avec le sulfure 

phenyl ethyl et le sulfure methyl benzyl, qui a donné respectivement le (R)-

sulfoxyde avec 72 et 63%. Néanmoins, l'énantiosélectivité de HaP1 ou HaP2 

confirme également que les oxydations observées sont vraiment des catalyses 

enzymatiques par la liaison énantiosélective du substrat le plus proche du 

cofacteur à hème oxydant de chaque enzyme. 

Tableau 11 : Pourcentage de l’énantiosélectivité  obtenue par oxydation 
enantioselective des sulfures aromatiques par HaP1 et HaP2. 

Sulfures HaP1 HaP2 

Sulfure Phenyl Ethyl 72 60 

Sulfure Phenyl Methyl  34 50 

Sulfure Methyl Benzyl 55 63 

Sulfure p-tolyl Methyl  47 44 

Sulfure Methyl Allyl 50 58 

 

5.3.12. Conclusion 

Cette troisième partie a visé la purification et la caractérisation des deux 

peroxydases. Par ailleurs, les techniques de purification utilisées dans ce travail, 

ont permis d’aboutir à une solution enzymatique homogène. Par rapport au 

surnagent de culture, les enzymes HaP1 et HaP2 ont été purifiées à des facteurs 
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de purification de 107,68 pour HaP1 et 188,20 pour HaP2 avec des rendements 

de 11 et 15%, respectivement. L’étude des deux enzymes pures a montré que 

leurs activités spécifiques sont de 4,738 et 8,281 U/mg, respectivement. La 

purification de HaP1 et HaP2 a conduit à l’obtention de deux bandes sur SDS-

PAGE qui correspondent à deux masses moléculaires de l’ordre respectif de 25 

kDa et 40 kDa, ce qui confirme bien les résultats d’estimation obtenus avec le gel 

de filtration. Il s’agit donc de deux enzymes monomériques.  

Les premiers acides aminés de l’extrémité NH2-terminale de HaP1 et HaP2 de la 

souche AM2 ont été identifiés respectivement, AQCANATTVSDEACCVLLP et 

ATCADGTTVANDACCVLFPILDNQ. Les deux séquences ont montré une 

uniformité, ce qui indique qu’ils ont été isolées à partir d’une forme pure. Ces 

séquences montrent que HaP1 et HaP2 ont sept différences en termes de résidus 

d’acides aminés, à savoir respectivement : Q2T, N5D, A6Q, S10A, D11N, E12D, 

et L18F. 

La caractérisation des peroydases purifiées a montré que : 

 Les pH optimums sont 6 pour HaP1 et 7,5 pour HaP2.  

 HaP1 et HaP2 ont également conservé plus de 55% de leur activité initiale 

après 10 h d'incubation à 40 °C, et elles ont maintenu respectivement 11,76 et 

19% de leur activité maximale après 2 h d'incubation à 45 °C. 

 Les deux enzymes ont pu conserver plus de 85% de leurs activités initiales, 

après 4 h d'incubation à 50 ° C en présence de 5 mM MnSO4 et plus de 60% 

de leurs activités initiales après 1 h d'incubation à 55 ° C. 

 Les activités peroxydase de HaP1 et HaP2 ont été révélées maximales à une 

concentration initiale de H2O2 d'environ 0,5 mM. 

 Les spectres UV-vis des peroxydases indiquent que HaP1 et HaP2 possèdent 

un pic d’acide aminé à 280 nm et un autre à 406 nm.  

 Les valeurs déduites de RZ sont respectivement 2,90 et 1,84 pour HaP1 et 

HaP2, qui sont déjà similaires à celles signalées pour d’autres peroxydases. 

 HaP1 et HaP2 contiennent respectivement 0,7 et 0,5 d’hème par mole 

indiquant que ces deux enzymes contiennent un unique cofacteur à hème.  
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 Les activités peroxydase ont été notées pour être induites par de faibles 

concentrations (5 mM) concernant Mg2+ (128%), Cu2+ (120%), Co2+ (115%), 

Al2+ (110%), et Li+ (108%), mais elles sont inhibée par des concentrations plus 

élevées (100 mM) de ces même ions métalliques à des pourcentages 

respectifs suivants : 84, 74, 62, 58 et 47%. 

DISCUSSION GENERALE 

Les substances humiques ont fait l’objet de nombreuses études qui sont 

développées autour de la nature chimique et de la structure de ces 

macromolécules afin de comprendre leurs propriétés physico-chimiques et leurs 

rôles.  

L’étude des SHs est complexe en raison de la variabilité de leur structure qui est 

liée à leur origine, à la nature du matériel humique, aux conditions 

environnementales de formation et aux méthodes d’extraction.  

C’est dans le même contexte s’inscrit notre première phase de l’étude sur 

l’extraction et la caractérisation des AHS en se basant sur les différentes 

techniques analytiques (microscopiques et spectroscopiques). Elles s’avèrent que 

ces AHS sont caractérisés par :  

o Un rapport (E465/ E665) faible associé à une forte teneur en carbone et une 

faible teneur en oxygène qui est en accord avec celles signalées dans plusieurs 

travaux [199] [194] [41] [43]. Une forte présence des chaînes alkyles latérales 

polyalcools ou polyacides.  

o Une prédominance de la structure aromatique plutôt qu’une structure 

aliphatique tel que interprété par [174].   

Ceci confirme l’obtention des substances humiques de nature "Acides 

Humiques" en employant le protocole d’extraction préconisé par IHSS. 

Quant à la biodégradation des AHS par les streptomycètes, nous signalons que 

ces microorganismes sont considérés comme étant la force motrice derrière le 

"turnover" (formation, transformation, dégradation et minéralisation) des SHs. La 

décoloration ou le blanchissement du milieu d’une couleur foncée, représentant 

une plus forte concentration d’AH, est considéré comme un indicateur de 

dégradation [239]. D’où nos résultats ont confirmé l’isolement d’une souche de 

streptomycètes, à partir d’un biotope Algérien, capable de décolorer un milieu de 
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culture contenant 0,5% d’AHs avec un taux de décoloration de 66%, atteint après 

28 jours d’incubation sous agitation.  

Cette souche, codée AM2, a été identifiée en se basant sur des méthodes 

morphologiques, chimiques, physiologiques et biochimiques d’une part et sur les 

méthodes moléculaires par la détermination de la séquence nucléotidique du gène 

codant pour l’ARN 16S, d’autre part. Elle est identifiée en tant que Streptomyces 

parvulus. Parmi les microorganismes les plus impliqués dans la dégradation des 

AHs sous l'influence de différentes conditions sont souvent des champignons de la 

classe ascomycètes : Epicoromnigrum, Eurotium echinulatum, Hendersonula 

torulidea et Aspergillus sydowi. Néanmoins, peu de travaux ont été publiés sur la 

dégradation des AHs par les actinomycètes.  

Les travaux antérieurs ont suggéré l’association de deux phénomènes au cours de 

l’élimination des AHs, l’adsorption sur les surfaces des cellules microbiennes et la 

dégradation par des enzymes extracellulaires [75] [239] [242].  

Les modifications de la structure des AHs extraits des sols locaux ont été mises 

en évidence par FTIR. En effet, les changements de structures pendant 

l’incubation ont prouvé clairement la dégradation des AHs testés dans notre cas 

d’étude, ceci a été aussi signalé par d’autres auteurs [205] [222] En outre, 

l’analyse par HPLC a montré les différents métabolites produits à la fin de 

l’incubation.  

En effet, la complexité de la structure des AHs rend la détection analytique de 

leurs changements extrêmement difficile. Ainsi, la sécrétion d’enzymes et d’autres 

composés en plus de l’adsorption des AHs sont à l’origine des difficultés de 

l’interprétation. D’autre part, différentes méthodes chromatographiques sont 

couramment utilisées pour montrer que le la décoloration ou le blanchissement 

des milieux contenant les AHs est associée à la dégradation [175] [243] [244]. 

Néanmoins, la précision du PM des AHs et la détermination de leurs taille ont été 

critiquées en raison des changements qui se produisent à différentes conditions et 

méthodes selon[245]. Alors que la minéralisation des AHs a été démontrée en 

utilisant les AHs marqués par 14C [246]. Malheureusement, cela est loin d'être 

valable pour tous les AHs.  
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La troisième phase de l’étude a été totalement consacrée à la purification et la 

caractérisation des enzymes impliquées dans la dégradation des AHs. Pour ce 

faire, nous avons utilisé diverses techniques pour séparer les enzymes 

recherchées de type peroxydase parmi toutes les fractions protéiques présentes.  

Les outils analytiques les plus poussés, utilisés dans notre étude, ont permis 

d’obtenir des informations originales concernant les deux peroxydases purifiées à 

partir d’une même souche de streptomycètes isolée localement.  

La comparaison des séquences N-terminales d’acides aminés des deux 

peroxydases avec celles de la littérature disponibles sur la banque de données 

internationale a confirmé que ces deux enzymes sont nouvelles d’où nous avons 

proposé la nouvelle appellation « HaP1 et HaP2 » (Humic acide Peroxidase). 

Récemment, une nouvelle famille des peroxydases à hème a été identifiée : c’est 

la DyP-type qui est très répandues chez les bactéries et les champignons [247]. 

Les peroxydases DyP-type comprennent aussi une nouvelle famille des 

peroxydases à hème à savoir : d'Escherichia coli [235], BtDyP de Bacteroides 

thetaiotaomicron, TyrA de Shewanella oneidensis [236] [248] et TfuDyP d’une 

souche d’actinomycètes Thermobifida fusca [237]. Jusqu’à nos jours on ne connait 

pas encore entièrement la fonction physiologique de toutes les peroxydases DyP-

type déjapubliées. 

Malgré ce grand flux de données sur les peroxydases mais, on a peu d’iformations 

sur les peroxydases isolées à partir de streptomycètes [237] [249]. En fait, les 

peroxydases des streptomycètes ont été détectées comme intracellulaires [250] 

ou extracellulaires [251] [252] et elles ont été décrites autant que peroxydases à 

hème ou sans hème [253]. Par exemple une peroxydase extracellulaire a été 

isolée, purifiée et caractérisée à partir de Streptomyces viridosporus qui dégradent 

la lignine [224]. Cette enzyme purifiée a catalysé le clivage de la liaison CO-C13 

de l’éther arylglycerol β-aryl phénolique et non-phénolique de la lignine modéle 

[254] [255].  
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Les peroxydases purifiées dans notre cas sont douées des caractéristiques 

fortement recherchées dans les applications liées à plusieurs domaines, 

notamment, ceux de la biotechnologie environnementale. A titre complémentaire, 

l’utisation d’un procédé d’élimination des AHs (restants après les étatpes de 

traitement des eaux de surface desitinées à la production de l’eau potable) 

pourrait s’implanter en se basant sur l’acitivité dégradatrice de ces peroxydases 

qui seront employées en mode immobilisé en bioréacteurs. 

Conclusion générale 

La premiere étape de ce travail a porté sur la caractérisation des acides humiques 

(AHs) extraits à partir du sol de surface de la plaine de la Mitija. L’extraction, la 

caractérisation et la biodégradation des AHs ont été étudiées en utilisant, à titre 

comparatif, des AHs commerçiaux. L'ensemble des recherches entreprises nous a 

permis de conclure sur les deux points suivants :  

1- Les AHs isolés à partir des sols locaux, en appuyant sur la procédure 

d’extraction recommandée par l’IHSS, sont similaires à ceux de produits 

commerciaux (synthétiques). Néanmoins, une étape de purification est 

avérée primordiale. 

2- D’une manière générale, les structures macromoléculaires et les formes 

observées par MEB, les spectres UV-visible et les spectres FTIR des AHs 

sont typiquement proches de ceux des sols publiés dans plusieurs travaux. 

La deuxième étape de l’étude a été consacrée à la mise en évidence de la 

biodégradabilité, à la sélection des souches performantes et à la détermination 

des conditions de biodégradation des AHs. Les résultats obtenus indiquent que : 

- Les actinomycètes ont fortement manifesté en tant que bons dégradeurs 

d’AHs. 

- L’identification de la souche sélectionnée AM2 a été accomplie par des 

études morphologiques et physiologiques basées sur des observations 

microscopiques et des tests biochimiques (galeries API) et par l’analyse 

moléculaire du gène de l’ARNr 16S. La lecture des galeries API 50 CH et 

API ZYM confirment qu’il s’agit d’une souche du genre Streptomyces et 
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qu’elle métabolise plusieurs sucres carbohydratés et possède des activités 

enzymatiques caractéristiques des autres souches de Streptomyces et que 

la détermination de l’espèce nécessite d’autres tests supplémentaires. 

Ainsi la séquence du gène de l’ARN 16S de la souche AM2 a été déposée 

dans la banque de données (« GenBank BLAST ») sous le numéro 

d’accession GU434673 et cette souche a été identifiée comme 

Streptomyces parvulus. 

La troisième étape de ce travail a été focalisée sur l’étude biochimique et 

moléculaire détaillée des peroxydases produites par la souche AM2. En effet, les 

deux peroxydases HaP1 et HaP2 s’avèrent être très intéressantes pour une 

éventuelle application industrielle. Les principaux résultats obtenus sont : 

 

o HaP1 et HaP2 sont purifiées avec un facteur de purification de 38 fois et un 

rendement d’environ 11% et 15% respectivement et montrent des activités 

spécifiques respectives de 4,738 U/mg et 8,281 U/mg.  

o L’analyse de chaque enzyme pure, montre qu’elles sont sous forme d’un seul 

monomère ayant deux tailles estimée à 25 kDa pour HaP1 et 40 kDa pour 

HaP2 par filtration sur gel, et SDS-PAGE, puis précisée respectivement à 

25175.19 et 40351,11 Da par MALDI-TOF.  

o Les premiers acides aminés de l’extrémité NH2-terminales de HaP1 et HaP2 

sont respectivement, AQCANATTVSDEACCVLLP et 

ATCADGTTVANDACCVLFPILDNQ.  

o Les deux séquences ont montré une uniformité, ce qui indique qu'ils ont été 

isolés dans une forme pure. Ces séquences N-terminales montrent que HaP1 

HaP2 ont sept différences en termes de résidus d'acides aminés, à savoir 

respectivement: Q2T, N5D, A6Q, S10A, D11N, E12D, et L18F. 

La caractérisation physico-chimique des deux peroxydases purifiées a montré que  

 Les pH optimums sont 6 pour HaP1 et 7,5 pour HaP2.  

 HaP1 et HaP2 ont également conservé plus de 55% de leur activité initiale 

après 10 h d'incubation à 40 °C, et elles ont maintenu respectivement 11,76 et 

19% de leur activité maximale après 2 h d'incubation à 45 °C. 

 

 Les deux enzymes ont pu conserver plus de 85% de leurs activités initiales, 
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après 4 h d'incubation à 50 ° C en présence de 5 mM MnSO4 et plus de 60% 

de leurs activités initiales après 1 h d'incubation à 55 ° C. 

 Les activités peroxydase de HaP1 et HaP2 ont été révélées maximales à une 

concentration initiale de H2O2 d'environ 0,5 mM. 

 Les spectres UV-vis des peroxydases indiquent que HaP1 et HaP2 possèdent 

un pic d’acide aminé à 280 nm et un autre à 406 nm.  

 Les valeurs déduites de RZ sont respectivement 2,90 et 1,84 pour HaP1 et 

HaP2, qui sont déjà similaires à celles signalées pour d’autres peroxydases. 

 HaP1 et HaP2 contiennent respectivement 0,7 et 0,5 d’hème par mole 

indiquant que ces deux enzymes contiennent un unique cofacteur à hème.  

 Les activités peroxydase ont été notées pour être induites par de faibles 

concentrations (5 mM) concernant Mg2+ (128%), Cu2+ (120%), Co2+ (115%), 

Al2+ (110%), et Li+ (108%), mais elles sont inhibée par des concentrations plus 

élevées (100 mM) de ces même ions métalliques à des pourcentages 

respectifs suivants : 84, 74, 62, 58 et 47%. 

En perspective nous proposons la poursuite de la recherche sur les aspects 

suivants : 

 Le criblage et l’étude de nouvelles peroxydases d’origine microbienne avec des 

améliorations dans la stabilité et l’activité et qui seraient les plus performantes 

possibles afin de répondre aux exigences des applications industrielles et 

environnementales. 

 L’utilisation des peroxydases dans le traitement des eaux usées afin d’éliminer 

les phénols (polluants toxiques) en catalysant leur polymérisation (composés 

moins toxiques) et aussi l’exploitation des peroxydases dans le domaine de 

traitement des eaux potables pour éliminer les AHs.  

 Utilisation des peroxydases dans le blanchissement des effluents industriels du 

papier, du textile et de détergence. 

 Dégradation des pesticides et des hydrocarbures aromatiques policycliques.
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Annexe 1 
 

Milieux de culture 

 

ISP 2  ISP 3 

Extrait de levure 4 g  Solution d’avoine 1000ml  

Extrait de malt 10 g  Solution d’oligo-éléments 1ml  

Glucose 4 g  Agar 20g 

Eau distillée 1000 ml  pH = 7,2 

Agar 20 g  Solution d’avoine 1000ml  

pH = 7,3  Solution d’oligo-éléments 1ml  

Extrait de levure 4 g  Agar 20g 

 

ISP 4  ISP 5 

Amidon soluble 10 g  Glycérol 10 g 

K2HPO4 1 g  L-Asparagine 1 g 

MgSO4 7H2O 1 g  Solution d’oligo-éléments 1 ml  

NaCl 1 g  Eau distillée 1000 ml 

(NH4)2SO4 2 g  Agar 20 g 

CaCO3 2 g  pH = 7,0-7,4 

Solution d’oligo-éléments 1 ml    

Eau distillée 1000 ml   

Agar 20 g   

pH = 7,0-7,4   

 

Milieu HA-Agar : (g/L) 

AH : 2.5 
 

MgSO47H2O: 0.5 
 

FeSO47H2O: 0.01 
 

ZnSO47H2O: 0.01 
 

H2O: 1000 mL 
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Annexe 2 

 
Principe de fonctionnement 
Cette galerie de 20 microcuves permet d’étudier 19 activités enzymatiques de 

manière semi-quantitative. 

Figure : Galerie API ZYM® (d’après http://www.didier-pol.net) 

 

Toutes les étapes de l’identification sont manuelles. Un inoculum de densité 

optique de cinq à six de l’échelle de McFarland est requis, ce qui peut être difficile 

à obtenir pour les bactéries de croissance difficile. 

 

La lecture nécessite l’addition préalable de réactifs. L’utilisateur attribue une note 

à chaque réaction selon l’intensité. La galerie doit être incubée pendant quatre 

heures à 37°C. 

 

La lecture nécessite l’addition préalable de réactifs. L’utilisateur attribue une note 

à chaque réaction selon l’intensité de la couleur observée dans les microcuves, à 

l’aide d’une échelle de lecture (figure 29). Les colorations restent stables plusieurs 

heures mais moins de 24 heures. 

La lecture présente donc l’avantage de pouvoir être différée. Les réactions sont 

faciles à interpréter et le système est reproductible. 

 

Le système API ZYM ne possède pas de base de données ; les résultats sont 

interprétés enfonction des données de la littérature.  



147 

 

Figure : Echelle de lecture aidant à l’interprétation de la galerie API ZYM® 

(d’après http://www.didier-pol.net) 

II.6.4.4. Galerie API 50CH 

API 50 CH est un système standardisé associant 50 tests biochimiques 

permettant l'étude du métabolisme des hydrates de carbone des 

microorganismes. 

La galerie API 50 CH est constituée de 50 microtubes permettant l’étude de la 

fermentation de substrat, appartenant à la famille des hydrates de carbone et 

dérivés (hétérosides, polyalcools, acides uroniques). 

Durant la période d’incubation, la fermentation se traduit par un changement de 

couleur dans le tube, dû à une production d'acide en anaérobiose révélée par 

l'indicateur de pH du milieu choisi. Le premier tube, sans principe actif, sert de 

témoin négatif. 
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Annexe 3 
 

II.7.1. Principe d’utilisation de l’ARN 16S 

En 1983, Kimura a émis le concept d'horloge "évolutionnaire" : la vitesse de 

l'évolution est constante, les mutations qui surviennent dans le génome n'ont pas 

nécessairement de conséquences phénotypiques, mais elles sont étroitement 

corrélées avec le temps. Dans ces conditions, il est possible de construire un 

arbre généalogique (phylogénique) en utilisant des méthodes mathématiques et 

en respectant quelques règles.  

Le principe de base consiste à comparer des gènes homologues c'est à dire 

descendant d'un ancêtre commun et ayant conservé une fonction identique au 

cours du temps. Le choix des séquences à comparer a posé un problème car il 

était difficile de trouver une molécule qui soit présente et homologue chez tous les 

organismes et qui présente des niveaux successifs d'information. En effet, pour 

comparer des organismes très éloignés il faut utiliser des séquences qui restent 

sensiblement conservées durant des centaines de millions d'années, tandis que la 

comparaison d'organismes proches requiert l'étude de séquences où des 

mutations se seront accumulées en quelques millions d'années. 

Le séquençage des ARN 16S peut-être automatisé et les données concernant ces 

molécules s'accumulent en permanence. L'utilité du séquençage des ARN 16S est 

reconnue par tous les taxonomistes mais, comme cette technique n'analyse 

qu'une faible partie du génome, elle ne permet pas de différencier les espèces 

proches les unes des autres. En revanche le séquençage des ARN 16S est très 

utile pour classer les bactéries dans un rang hiérarchique supérieur à l'espèce. 
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Annexe 4 

2. Souches d’ Escherichia coli utilisées dans l’étude Biotechnologique de la 

souche AM2 

Nous avons utilisé pour cette étude trois souches de Escherichia coli (DH5α, Top 

10 et ER2566), dont les génotypes sont les suivants: 

 : F− supE44 Φ80 δlacZΔM15 Δ (lacZYA-argF) U169 endA1 recA1 

hsdR17 (rkˉ, mk
+) deoR thi-1 λ− gyrA96 relA1. 

 Top 10 : Fˉ mcrA ∆ (mrr- hsdRMS- 

araD139 ∆ (araleu) 7697 galU galK rpsL (StrR) endA1 nupG. 

Ces deux souches portent le gène lacZΔM15 qui permet l’α-complémentation, 

permettant ainsi la sélection des colonies recombinante par criblage phénotypique 

bleu/blanc, sur milieu contenant du 5 bromo-4-chloro-3- -D-galactoside (X-

gal) et d’isopropyl--D-thiogalactopyranoside (IPTG). 

 ER2566 : F− λ− fhuA2 [lon] ompT lacZ::T7 gene1 gal sulA11 Δ (mcrC-mrr) 

114 :IS10 R(mcr-73::miniTn10)2 R(zgb-210:Tn10) (TetS) endA1[dcm]. 

Cette souche porte une copie chromosomique du gène d’une ARN polymérase 

bactérienne (l’ARN polymérase du phage T7) et a été utilisée comme hôte pour la 

surexpression de l’activité peroxydase sous le contrôle du PT7. En présence 

d’IPTG, cette enzyme va être également exprimée et augmenter 

considérablement la quantité d’ARN messager produit. 

 

3. Vecteurs de clonage 

 pCR-Blunt (3512 pb) : Ce plasmide porte -

galactosidase, permettant l’α-complémentation et donc la sélection des clones par 

criblage bleu/blanc. Il est également porteur des gènes de résistance à la 

kanamycine et à la zéocine, deux marqueurs de sélection, permettant ainsi une 

sélection positive des plasmides recombinants. Le gène létal ccdB (« control of 

cell death ») est incorporé dans le site multiple de clonage ou (« polylinker ») du 

vecteur et est fusionné au fragment lacZα. Comme l’expression de la protéine 

CcdB est toxique, le vecteur pCR-Blunt empêche la croissance des bactéries à 



150 

 
    

 

 

 

moins que l’expression de la protéine de fusion LacZα-CcdB ne soit interrompue 

du fait de l’insertion d’une séquence d’ADN en son sein.  

 

 pCR2.1 (3900 pb) : Ce vecteur porte, également, un gène lacZ et deux 

gènes de résistance à l’ampicilline et à la kanamycine. Il contient une désoxy-

Thymidine (dTTP) à chaque extrémité 3′ et permet ainsi le clonage des fragments 

amplifiés par l’ADN polymérase de Thermus aquaticus (Taq®) qui génère des 

produits PCR portant une seule désoxy-Adénine (dATP) à chaque extrémité 3′. 

Les fragments générés par l’ADN polymérase de Pyrococcus furiosus (Pfu, 

Applligene) peuvent également être clonés dans ce vecteur après ajout par PCR 

de dATP. Enfin, il permet l’utilisation des amorces universelles et inverses M13 

ainsi que les amorces T3 et T7 s’hybridant de part et d’autre du site de clonage, 

permettant le séquençage de la séquence insérée.  

Les cartes de restriction de ces deux vecteurs sont représentées ci-dessous 

 

 

 

  

  

 

 

 

 

 

 

 

Figure : Cartes de restriction des vecteurs de clonages pCR-Blunt et pCR2.1. Ces 

vecteurs possèdent un site de clonage multiple contenant les site EcoRI. 
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 pGEM-T Easy (3015 pb) : Ce vecteur porte aussi le gène lacZ et un gène 

de résistance à l’ampicilline. A l’instar du vecteur pCR2.1, le vecteur pGEM-T 

Easy possède une dTTP à chaque extrémité 3′ permettant le clonage des 

fragments PCR ayant un dATP à l’extrémité 3′. Enfin, il permet l’utilisation des 

amorces universelles et inverses M13 ainsi que les amorces SP6 et T7 s’hybridant 

de part et d’autre du site de clonage, permettant le séquençage de la séquence 

insérée. 

 

 

 

 

 

 

                                                                                                                                        
 

 

 

 

 

Figure : Carte de restriction du vecteur de séquence pGEM-T Easy. Ce vecteur 

possède un site de clonage multiple contenant le site EcoRI. 
 

4. Vecteurs d’expression 

Nous avons utilisé deux vecteurs commerciaux ; pUT57, fourni grassement par le 

Professeur Gérad TIRABY de l’Université de Paul Sabatier, (Toulouse-France, 

figure 4 A) et pTrc99A (Amersham Pharmacia Biotech, Uppsala, Suède, figure 4 

B). 

 pUT57 (2900 pb) : C’est un vecteur ayant un nombre de copie élevé, 

portent le gène de résistance à l’ampicilline, seul marqueur de sélection et un site 

multiple de clonage. C’est un plasmide dérivé du plasmide pUC19 il contient une 

partie du plasmide pBR322 et du bactériophage M13mp 19, il est à nombre de 
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copies élevé et il porte aussi le gène lacZ. L’expression dans ce vecteur est sous 

le contrôle d’un promoteur assez fort (promoteur Lac) et elle est inductible par 

l’IPTG grâce à la présence du gène lacZ. 

 pTrc99A (4176 pb) : C’est un vecteur de surexpression renfermant une 

résistance à l’ampicilline. L’expression dans ce vecteur est sous le contrôle d’un 

promoteur fort (promoteur Taq ou Trc) et elle est inductible par l’IPTG grâce à la 

présence du gène lac I (Amann et al., 1988; Nishihara et al., 1994; Thomas et al., 

1985).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure : Cartes de restriction des vecteurs d’expression chez E. coli ; pUT57(A) et 

ptrc99A (B). Ces deux vecteurs possèdent un site de clonage multiple contenant les 

sites EcoRI et HindIII. 

 

5. Plasmides pBJ 

Les plasmides générés au cours de ce travail sont présentés dans le tableau ci-

dessous. 

Tableau 1 : Plasmides (nommés pBJ) générés au cours de ce travail. 

 
  

1

pUT57

2900 pb

Plac
Amp

Ori pUC

lacZ

R

NruI (610)

AatI/StuI (615)

XhoI (617)

BglII (621)

ApaI (631)

SfiI (635)

XmaIII/NotI (636)

SacII (642)

ClaI (646)

SphI/NspI (655)

StyI/NcoI (656)

KpnI (664)

SmaI (666)

SacI/SstI (673)

EcoRI (675)

XbaI (679)

HindIII (684)

PstI (694)

MluI (696)

SalI (700)

AccI (701)

HincII (702)

AatI (707)

NdeI (709)

BamHI (713)

EcoRV (721)

NaeI (727)

AvaII (2320)

BglI/AvaII (2100)

PvuI (2330)

XmnI (2560)

ApaU (2620) SspI (2760)

1

pTrc99A

4176 pb

Ptrc

lacIq

Amp

T1

T2

Ori pBR322

R

PvuI (1264)

NcoI (265)

EcoRI (270)

BglI (1515)

NsiI (2968)

HindIII (321)

SacI (280)

NdeI (2700)

NarI (4045)

MluI (3405)

KpnI (286)

EcoRV (3855)
SmaI (288)

BamHI (291)

XbaI (297)

SalI (303)

PstI (313)

  

A B 
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INSERT 
VECTEUR DE CLONAGE 

VECTEUR 

D’EXPRESSION 

pCR 

Blunt 
pCR2.1 

pGME-T 

Easy 
pUT-57 pTrc99A 

Gène de l’ARNr 16S      

Gène sapB (WT) pBJ2   pBJ3 pBJ4 

Gène sapB-F159T   pBJ5  pBJ7 

Gène sapB-G182S   pBJ8  pBJ10 

Gène sapB-

F159T/G182S 
  pBJ11  pBJ13 

Gène sapB-F159S   pBJ14  pBJ16 

Gène sapB-

F159S/G182S 
  pBJ17  pBJ19 

Gène sapB-L31I pBJ20    pBJ22 

Gène sapB-T33S pBJ23    pBJ25 

Gène sapB-N99Y pBJ26    pBJ28 

Gène sapB-L31I/T33S pBJ29    pBJ31 

Gène sapB-L31I/N99Y pBJ32    pBJ34 

Gène sapB-

T33S/N99Y 
pBJ35    pBJ37 

Gène sapB-

L31I/T33S/N99Y 
pBJ38    pBJ40 

Gène sapB-N56Q  pBJ41   pBJ43 

Gène sapB-N123Q  pBJ44   pBJ46 

Gène sapB-N130Q  pBJ47   pBJ49 

Gène sapB-N187Q  pBJ50   pBJ52 

Gène sapB-N240Q  pBJ53   pBJ55 

Gène sapB-

N56Q/N187Q 
 pBJ56   pBJ58 
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6. Enzymes de restriction 

Elles sont fournies essentiellement par Amersham, Biogène, Promega, Fermentas 

et Invitrogen et sont utilisées selon les instructions du fournisseur. 

7. Marqueurs de taille et de masse moléculaire  

Les marqueurs de taille pour ADN utilisés sont préparés par une simple digestion 

HindIII ou HincII. 

Pour les protéines, nous avons utilisé les marqueurs de masses moléculaires 

fournis par Invitrogen (SeeBleu® Plus2 Pre-Stained Standard, #LC5925), 

Fermentas (Unstained Protein Molecular Weight Marker #SM0431) et Amersham 

(LMW-SDS Marker Kit, #17-0446-01). 

8.  Oligonucléotides  

Les oligonucléotides utilisés dans cette étude (tableau V.2) sont fournis 

essentiellement par Proligo, Sigma et Eurogentec. Ces amorces sont utilisées 

pour l’identification de la souche retenue, les amplifications d’ADN génomique 

(ADNg) et d’ADN plasmidique (ADNp), les manipulations de mutagenèse dirigée 

ainsi que pour le séquençage d’ADN. 

Tableau : Les séquences des différents oligonucléotides utilisés dans cette étude. 

Pour les amplifications du gène de l’ARNr 16S (Oligo D-S73 et Oligo R-S74), du 

gène sapB sauvage (Oligos JB1, JB2, JB3, JB4, JB5 et JB6) et pour les 

manipulations de la mutagenèse dirigée. Les oligonucléotides : Oligos JB11’ et JB12 

correspond aux séquences des deux oligonucléotides externes utilisés pour les 

manipulations de la mutagenèse dirigée. Les sites de restriction EcoRI et HindIII 

sont soulignés. 
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POSITI

ON DE 

LA 

MUTATI

ON 

OLIGO- 

NUCLEOTI

DE 

 

SEQUENCES D’OLIGONUCLEOTIDE TAIL

LE  

(PB) 

TM  

(°C) 

 Oligo D-S73 5'AGAGTTTGATCCTGGCTCAG3' 20 48 

 Oligo R-S74 5'AAGGAGGTGATCCAAGCC3' 18 51 

 Oligo JB1 
5'GCCTATCTCTATTAAACTG3'  19 52 

 Oligo JB2 
5'CGAAAAAATGGAAAAGGCAG3'  20 56 

 Oligo JB3 
5'GAAAAAGGGATGTGGAATG3'  19 54 

 Oligo JB4 
5'GTCACACTTATTTTAGTTAG3' 20 52 

 Oligo JB5 
5'CATGACCCTAGCATTGCTTA3' 20 58 

 Oligo JB6 
5'TAGAATGAGTCACCAAGCGGT3' 21 56 

 Oligo JB11’ 
5'CCGG*AATTCAGGGAAAAAGGGATGTGGAATG
3' 

28 58 

 Oligo JB12 
5'GGGA*AGCTTCGAAAAAATGGAAAAGGCAG3' 29 55 

F159T Oligo JB7 
5'GAAATTCAGGTTCAACTGGCTCTACTAGC3' 29 59 

Oligo JB8 
5'GCTAGTAGAGCCAGTTGAACCTGAATTTC3' 29 59 

G182S Oligo JB9 
5'GCCAATGTAAACAGTAACAATGTCAGAAAC3' 30 59 

Oligo JB10 
5'GTTTCTGACATTGTTACTGTTTACATTGGC3' 30 59 

F159S Oligo JB16 
5'GAAATTCAGGTTCATCTGGCTCTACTAGC3' 29 62 

Oligo JB17 
5'GCTAGTAGAGCCAGATGAACCTGAATTTC3' 29 62 

     

L31I Oligo JB18 
5'CAAAGTAGCTGTCATTGATACTGGAATCCACG

C3' 

33 58 

Oligo JB19 
5'GCGTGGATTCCAGTATCAATGACAGCTACTTT

G3' 

33 58 

T33S Oligo JB20 
5'GTAGCTGTCCTTGATTCTGGAATCCACGCTGC

ACACCC3' 

38 65 

Oligo JB21 
5'GGGTGTGCAGCGTGGATTCCAGAATCAAGGA

CAGCTAC3' 

38 65 
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9. Culture et conservation d’Escherichia coli 

En milieu solide, les bactéries de E. coli sont cultivées sur des boites de pétri sur 

milieu LB (« Luria-Bertani ») [10 g peptone ; 10 g NaCl ; 5 g extrait de levure et 0,3 

ml NaOH 10 N dans un litre d’eau distillée et ajuster le pH à 7,4] solide (contenant 

16 g/l d’agar) additionné si nécessaire d’antibiotique, de X-gal 160 µg/ml et d’IPTG 

360 µg/ml. Les boites sont incubées à 37 °C pendant une nuit. Alors qu’en milieu 

liquide, les cellules sont cultivées sur milieu LB additionné si nécessaire 

d’antibiotique. La mise en culture est toujours effectuée à partir d’une colonie ou 

d’une préculture de cette colonie. La culture est incubée à 37 °C sous une 

agitation constante de 250 rpm pendant une nuit. 

N99Y Oligo JB22 
5'GTATTAGACCGTTATGGCGACGGACAATACA

GC3' 

33 59 

Oligo JB23 
5'GCTGTATTGTCCGTCGCCATAACGGTCTAATA

C3' 

33 59 

N56Q Oligo JB24 
5'CCCTTCAGAGCCACAGGCCACCCAAGACTTT

C3' 

32 63 

Oligo JB25 
5'GAAAGTCTTGGGTGGCCTGTGGCTCTGAAGG

G3' 

32 63 

N123Q Oligo JB26 
5'CATGGATGTCATCCAGATGAGCTTAGGCGGA

CC3' 

33 62 

Oligo JB27 
5'GGTCCGCCTAAGTCTATCTGGATGACATCCAT

G3' 

33 62 

N130Q Oligo JB28 
5'GCTTAGGCGGACCACAGGGCTCCACAGCGC3' 30 66 

Oligo JB29 
5'GCGCTGTGGAGCCCTGTGGTCCGCCTAAGC3' 30 66 

N187Q Oligo JB30 
5'CGGTAACAATGTCAGACAGTCATCTTCTAGCG

C3' 

33 59 

Oligo JB31 
5'GCGCTAGAAGATGACTGTCTGACATTGTTACC

G3' 

33 59 

N240Q Oligo JB32 
5'CCTTTCTAAGTATCCGCAGCTATCAACTTCTC

AGGTTCG3' 

39 62 

Oligo JB33 
5'CGAACCTGAGAAGTTGATAGCTGCGGATACTT

AGAAAG3' 

39 62 
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Annexe 5 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure : Dégradation chimique d’EDMAN automatisée sur microséquenceur de 
protéines. D’après (Hewick, et al.1981; Hunkapiller et Hood, 1978)
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