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Résumé

Les rejets provenant du processus de teinture sont devenus une cause majeure de pollution des
ressources d’eau en raison de leurs caractéristiques xénobiotiques et de leur nocivité pour
I’environnement et les étres humains. Pour remédier a ce probléme, nous avons opté pour une

approche de traitement biologique visant a éliminer les colorants indésirables et leur toxicité.

Dans un premier temps, nous avons réussi a isoler quatre souches distinctes de Streptomyces,
provenant de différents types de sols, et présentant un potentiel significatif de dégradation du
colorant azoique Blue d’Evans. Ces souches ont ¢été¢ identifié¢es comme appartenant a

Streptomyces maritimus, S. mutabilis et S. ardesiacus.

Dans un deuxieme temps, nous avons réalisé une serie d'expériences visant a étudier les
parametres qui influencent la dégradation du colorant Blue d’Evans. Ces parameétres
comprenant : le temps d'incubation, la température, le pH, la source de carbone, la

concentration en colorant, la concentration en sel et la présence de certains ions métalliques.

Enfin, nous avons examiné la biodégradation du Bleu d’Evans par HPLC et ¢galement étudié
la capacité des Streptomyces identifiés a dégrader d'autres colorants azoiques tels que le Noir
amido 10B, le Noir de chlorazol E, le Rouge Congo, le Rouge de méthyle, la Nigrosine et le
Sudan II.

Mots clé : Xeénobiotiques, Toxicité, Streptomyces, Colorants azoique, Biodégradation
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Aujourd’hui, nos milieux aquatiques sont pollués par de nombreux déchets et molécules
chimiques. Cette pollution de I’eau est due, essenticllement, aux rejets industriels non traités,
et, parmi ces rejets polluants, les colorants synthétiques (Shirazi et al., 2020). Ces derniers
sont largement utilisés dans divers domaines tels que les industries textiles, celles des
matieres plastiques, du caoutchouc, du papier, des cosmétiques et pharmaceutique (Shindhal
et al., 2021).

La libération incontr6lée de ces composés dans I’environnement, méme a trés faible
concentration, provoque de graves problemes de santé chez 1’homme (respiratoire, irritation
de la peau, cancer, etc.) et de nuisances pour notre environnement, en raison de leur toxicité,
leur persistance et leur structure complexe qui les rend plus stables (Al-Tohamy et al., 2020).
Dans beaucoup de pays, la pollution de I’eau par ces colorants a pris une grande part des
préoccupations environnementales, du fait que I’eau est une denrée de plus en plus rare et de
moins en moins renouvelable. La plupart de ces rejets de colorants proviennent de I'industrie
textile, qui est I'un des principaux consommateurs d'eau, avec environ 93 milliards de metres

cubes d'eau par an (Chen et al., 2021).

Une variété de colorants synthétiques est utilisee en industries textiles. Cependant, seule une
classe des colorants azoiques prédomine au plan de 1’application, celle-ci est estimée a
environ 500000 tonnes/an et représente 60-70% de la production mondiale de matieres
colorantes (Da Cruz Brambilla et al., 2019). Les colorants azoigues sont caracterisés par la
présence du groupe fonctionnel azo (—-N=N-), reliant deux groupements alkyles ou aryles
identiques ou non. Suivant le nombre des chromophores azo rencontrés dans la molécule, on
distingue les monoazoiques, diazoiques, polyazoiques (Louati et al., 2020). Cette catégorie
de colorants et surtout leurs dérivés aromatiques ont €té identifiées comme cancérogenes et
mutageénes et causent des effets néfastes a la vie aquatique (Roy et al., 2018 ; Al-Tohamy et
al., 2020).

Plusieurs procédés physiques, chimiques et biologiques sont utilisés en vue de I’élimination
des colorants tels que: l’adsorption, filtration membranaire, précipitation, coagulation,
floculation et décantation, résine échangeuse d’ions, oxydation par 1’oxygeéne, I’ozone (Al-
Tohamy et al., 2020). Cependant, chacune de ces techniques a ses avantages et ses

inconvénients.
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Le procédé de traitement par voie biologique a fait 1’objet de nombreux travaux. Il est
considéré comme I'une des techniques la plus utilisée en vue de la dégradation ou
I’élimination des colorants synthétiques sous 1’action des micro-organismes (bactéries,
actinobactéries, champignons, algues, levures). Ce procédé présente un grand nombre
d’avantages, il est moins colteux, moins polluant et plus efficaces car plus spécifique (Ali et

al., 2021).

Les actinobactéries se distinguent par leur capacité a dégrader les colorants, une
caractéristique qui les rend particulierement intéressantes pour la biorestauration. Ces
microorganismes procaryotes possedent un pourcentage élevé de guanine-cytosine, dépassant
souvent 55%, ce qui les différencie des autres bactéries. lls constituent une branche distincte
sur le plan phylogénétique et se distinguent par une grande variété de formes, allant des cocci
a la forme mycélienne parfaite (Goodfellow, 2012). Leur efficacité dans le traitement des
eaux usées découle de leurs voies métaboliques diversifiées, qui leur permettent de s'adapter a
une gamme étendue de conditions environnementales, y compris les environnements
extrémes. Des études ont egalement souligné leur capacité a survivre dans des conditions
difficiles (Lee et al., 2012 ; Mahajan et Balachandran, 2012).

Cette étude a été entreprise dans le but d’isoler des micro-organismes capables de décolorer et
/ ou de dégrader divers colorants azoiques synthétiques. L'utilisation de bactéries isolées de
différents échantillons de sols a été envisagée pour développer un procédé biologique efficace

de traitement des effluents contaminés par des colorants.

Notre thése est structurée en cing grands chapitres. Le premier chapitre propose une revue de
la littérature sur les colorants synthétiques, leurs classifications, les risques environnementaux
associés et les méthodes de traitement, en mettant I'accent sur les procédés biologiques et la
biodégradation des colorants azoiques par les actinobactéries. Le deuxieme chapitre détaille
les réactifs chimiques, le matériel biologique, les méthodes expérimentales de traitement et les
techniques d'analyse utilisées. Le troisieme chapitre aborde l'isolement des souches, leur
caractérisation morphologique et leur identification. Le quatrieme chapitre examine la
décoloration du Bleu d’Evans par les actinobactéries identifiées, avec une optimisation des
parametres influencant le processus de dégradation. Le cinquiéme chapitre se concentre sur
I'é¢tude de la biodégradation du Bleu d’Evans par HPLC et analyse le spectre de dégradation
des différents colorants azoiques par les Streptomyces isolées. Le mémoire se conclut par une

synthese générale et des perspectives pour la continuation de ce travail expérimental.
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I.1. Généralité sur les colorants

Depuis les débuts de I'humanité, les colorants ont été au centre de nombreuses recherches
liées a notre quotidien, notamment dans les domaines de la peinture et de la coloration du
papier, de la peau et des vétements, entre autres. Jusqu'a la moitié du XIXe siécle, les
colorants utilisés étaient principalement d'origine naturelle. On recourait alors a des pigments
inorganiques tels que l'oxyde de manganese, I'nématite et I'encre. En paralléle, des colorants
naturels organiques étaient employés, en particulier dans l'industrie textile. Ces colorants
étaient essentiellement des composés aromatiques extraits de plantes, comme l'alizarine et

I'indigo.

L'industrie des colorants synthétiques a vu le jour en 1856 lorsque le chimiste anglais W. H.
Perkin, dans sa tentative de synthétiser de la quinine artificielle pour traiter la malaria, réussit
a créer la premiere matiére colorante synthétique, qu'il nomma "mauve" (aniline, un colorant
basique). Perkin déposa un brevet pour son invention et établit une chaine de production,
inaugurant ainsi une série d'autres developpements similaires. De nouveaux colorants
synthétiqgues commencérent a apparaitre sur le marché. Ce processus fut accéléré par la
découverte de la structure moléculaire du benzéne en 1865 par Kékulé. En conséquence, au
début du XXe siecle, les colorants synthétiques avaient largement supplanté les colorants
naturels (Welham, 2000 ; Houas et al.,, 2001). La production globale de colorants
synthétiques organiques est évaluée a 0,92 million tonnes par an, dont 280 000 tonnes sont
libérées dans les eaux usées tout au long des différentes phases d'application et de fabrication
(Rapo et Tonk, 2021 ; Liu et al., 2022).

1.1.1. Définition

Un colorant est une substance qui possede une couleur intrinseque et qui, une fois introduite
dans un milieu, y diffuse sa couleur en se dissolvant ou en se dispersant. Cette capacité a
teindre est le résultat d'une affinité particuliére entre le colorant et le substrat, ce qui crée des
défis lors des processus de teinture. Les colorants synthétiques doivent satisfaire divers
criteres, selon leur application, pour assurer la longévité des couleurs sur les produits auxquels
ils sont appliqués. Ces criteres comprennent la résistance a l'abrasion, la stabilité face a la
lumiere, la résistance a l'oxydation chimique (notamment en présence de détergents) et la
protection contre les attaques microbiennes (Zawlotzki Guivarch, 2004). Les matiéres
colorantes sont classées en deux catégories principales selon la norme DIN 55944 (novembre

1973, Matieres colorantes ; classification) :
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Les colorants : ce sont des matiéres colorantes qui se dissolvent dans les solvants et les

substrats.
Les pigments : ce sont des matiéres colorantes insolubles dans les solvants et les substrats.

Les colorants et les pigments sont deux termes qui ne doivent pas é&tre confondus lorsqu'on
parle de substances colorantes, car ils présentent des différences importantes. Les colorants se
distinguent des pigments par leur capacité a se dissoudre dans le milieu d'application, tel que
I'eau, tandis que les pigments, étant insolubles, sont suspendus dans un liant organique tel que

I'huile ou la gomme, ce qui leur permet de colorer la surface.

Les substances colorantes se caractérisent par leur aptitude a absorber les rayonnements
lumineux dans la plage du spectre visible, qui s'étend de 365 a 750 nm. La transformation de
la lumiere blanche en lumiere colorée se produit par réflexion sur un objet, par transmission
ou par diffusion, et résulte de l'absorption sélective d'énergie par certains groupes d'atomes
appelés chromophores (Zawlotzki Guivarch, 2004). La molécule colorante, elle-méme, est
appelée le chromogéne. Plus le groupe chromophore a une grande affinité de donner un
électron, plus la couleur obtenue sera intense. Ces groupes chromophores sont classes par
intensité decroissante dans le tableau 1. Il est a noter que les chromophores sont généralement
des groupes aromatiques conjugués qui contiennent des liaisons non-liantes ou des complexes
de métaux de transition. En outre, d'autres groupes d'atomes présents dans le chromogeéne
peuvent intensifier ou modifier la couleur, ce que I'on appelle les "auxochromes” (Franco et
al., 2018 ; Mcyotto et al., 2021).

Tableau 1 : Principaux groupes chromophores et auxochromes

Groupements chromophores Groupements auxochromes

Azo (—N=N-) Amino (—NH>)

Nitroso (—NO ou —-N-OH) Méthylamino (—NHCH3)

Carbonyl (>C=0) Diméthylamino (—N(CHz)2)

Vinyl (-C=C-) Hydroxyl (—OH)

Nitro (-NO2ou =NO-OH) Alkoxyl (-OR)

Sulfure (>C=S) Groupements donneurs d’électrons

En général, les colorants sont, essentiellement, constitués d'un agencement de groupes
chromophores, auxochromes et de structures aromatiques conjuguées, telles que des cycles
benzéniques, anthracene, téryléne, etc. Lorsque le nombre de noyaux aromatiques augmente,
la conjugaison des doubles liaisons se renforce, et le systéme conjugué devient plus étendu.

Cela entraine une réduction de I'énergie des liaisons, une augmentation de l'activité des

5
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électrons, et, donc, un déplacement vers des longueurs d'onde plus grandes, ce que l'on
appelle I'effet autochrome.

De la méme maniere, lorsqu'un groupe auxochrome donneur d'électrons, tel que amino,
hydroxy, alkoxy, est ajouté a un systeme aromatique conjugué, ce groupe sajoute a la
conjugaison du systeme, ce qui provoque une absorption a des longueurs d'onde plus grandes
et donne lieu a des couleurs plus intenses (Zhenwang et al., 2000).

1.1.2. Classification des colorants

Les méthodes de classification les plus répandues dans les secteurs industriels se fondent sur
les structures chimiques des colorants synthétiques et sur les techniques d'application sur
divers supports (tels que textiles, papier, cuir, matieres plastiques, etc.). Le classement des
colorants en fonction de leur structure chimique est, essentiellement, basé sur la nature du

groupe chromophore (voir tableau 1).

1.1.2.1. Les colorants azoiques

Ils représentent la famille la plus importante de colorants de synthese en termes de production,
avec une estimation d'environ 500 000 tonnes par an. lls se distinguent par la présence du
groupe —N=N-— dans leur structure (Figure 1), et leur teinte est déterminée par les
chromophores liés a cette liaison. Selon le nombre de chromophores azo présents dans la
molécule, on peut les classer en monoazoiques, diazoiques et polyazoiques (Da Cruz
Brambilla et al., 2019).

Les colorants azoigues occupent une place prépondérante a la fois en termes d'application,
représentant plus de la moitié de la production mondiale de colorants, et de diversité de
structures étudiées (Benkhaya et al., 2020). lIs se divisent en plusieurs catégories, notamment
les colorants basiques, acides, directs et réactifs solubles dans I'eau, ainsi que les azoiques
dispersés et les mordants non ioniques insolubles dans l'eau. Environ 10 a 15 % des quantités
initiales de ces colorants sont perdues pendant les processus de teinture et sont déversées sans
traitement préalable dans les effluents (Bauer et al., 2001). Cependant, il est important de
noter que ces COmMpPOSEs organiques cancérogenes résistent généralement aux traitements

conventionnels et présentent une biodégradation trés limitée (Chung, 2016).
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Figure 1 : Structure du rouge para

1.1.2.2. Les colorants anthraquinoniques

Du point de vue commercial, les colorants anthraquinoniques (Figure 2) occupent une place
importante apres les colorants azoiques. Leur formule générale, basée sur I'anthracéne, révele
que le noyau quinonique constitue le chromophore auquel des groupes hydroxyles ou amino

peuvent se lier (Zollinger, 2003).

OO
e
Figure 2 : Structure d’anthraquinone

1.1.2.3. Les colorants triphénylméthanes et leurs dérives hétérocycliques

Les colorants triphénylméthanes (Figure 3) forment la classe de colorants synthétiques la plus
ancienne. Bien qu'actuellement moins importants que les colorants azoigues et
anthraquinoniques, ils conservent une certaine valeur commerciale en raison de leur capacité a
couvrir toute la gamme de nuances. La coloration vive des triphénylméthanes est due a un
grand systeme conjugué dans l'ion cationique. Le carbocation central est en liaison conjuguée
avec les trois noyaux benzéniques, ce qui permet une forte délocalisation de la charge positive
(Zollinger, 2003).

Figure 3 : Structure de triphénylméthane

1.1.2.4. Les colorants indigoides
Les colorants indigoides (Figure 4) tirent leur nom de leur origine, I'indigo. Les homologues
séléniés, soufrés et oxygénés de I'indigo induisent d'importants effets hypochromes, ce qui

signifie qu'ils réduisent l'intensité de la couleur par rapport a l'indigo original. Cela peut
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conduire a une variété de couleurs allant de I'orange au turquoise, en fonction de la nature et

de la disposition des substituants sur la molécule de base (Zollinger, 2003).

HO,S

Figure 4 : Structure du carmin d'indigo
1.1.2.5. Les colorants xanthénes
Les xanthenes (Figure5), notamment la fluorescéine, sont des colorants réputés pour leur forte
capacité a émettre une fluorescence vive. Bien qu'ils ne soient pas largement employés
comme agents de teinture, leur utilisation comme marqueurs en cas d'incidents maritimes ou

comme traceurs pour suivre le cours des rivieres souterraines est largement reconnue

(Zollinger, 2003).

Figure 5 : Structure du xanthéne

1.1.2.6. Les colorants phtalocyanines
Les colorants de type phtalocyanines (Figure 6) se caractérisent par leur structure élaborée qui
repose sur un noyau central de cuivre. Pour obtenir ces colorants, on les synthétise en faisant

réagir le dicyanobenzéne en présence d'un halogénure métallique tel que le cuivre, le nickel,

Figure 6 : Structure de la phtalocyanine

le cobalt, le platine, etc (Zollinger, 2003).

5]

1.1.2.7. Les colorants nitrés et nitrosés
Ils représentent une catégorie relativement restreinte et ancienne de colorants. Leur utilisation
persiste aujourd'hui en raison de leur codt trés abordable, attribuable a la simplicité de leur

structure moléculaire. Cette structure (Figure 7) se caractérise par la présence d'un

(0]
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groupenitro (-NO2) positionné en position ortho par rapport a un groupe électrodonneur
(Perrin et Scharff, 1999 ; Gordon et Gregory, 2012).

OH
NO,

Figure 7 : Structure du colorant Nitrose

1.1.3. Application industrielle des colorants
L'industrie des colorants représente un marché économique significatif en raison de la

possibilité de colorer un large éventail de produits industriels, en particulier :

1.1.3.1. L’industrie agro-alimentaire

Les colorants alimentaires, également désignés sous le nom d'additifs colorés, sont utilises
pour donner une couleur aux produits alimentaires, renforcer leur teinte ou compenser la perte
de couleur due a des facteurs tels que I'exposition a une lumiére intense, a une chaleur
excessive, ou a des variations de température. Introduits dans les aliments et les boissons, ils
contribuent a uniformiser la couleur et a prévenir la décoloration. En outre, les colorants sont
employés a des fins esthetiques afin de rendre les produits alimentaires attrayants

visuellement pour les consommateurs (Hunger et Schmidt, 2019).

1.1.3.2. L'industrie pharmaceutique

Dans le domaine pharmaceutique, l'incorporation des colorants dans la formulation des
médicaments vise a faciliter la reconnaissance et la distinction des médicaments prescrits, en
particulier pour les patients qui utilisent plusieurs médicaments, par exemple ceux ayant des
difficultés de lecture. De plus, ces colorants peuvent servir de codes marketing et
potentiellement accroitre I'efficacité du médicament grace a un effet placebo. Par exemple, les
couleurs jaune ou orange sont souvent associées aux médicaments fortifiants, les teintes pastel
aux sédatifs, le bleu a des propriétés relaxantes, et le rouge a des effets stimulants. Par
ailleurs, les colorants jouent un role dans I'évaluation de la stabilité des médicaments au fil du
temps, car tout changement de couleur pendant le stockage peut indiquer une possible

altération du principe actif (Hunger et Schmidt, 2019).

1.1.3.3. L'industrie textile
Pour l'industrie textile, la capacité d'un colorant a teindre est aussi cruciale que sa propre
couleur. Cette propriété découle de l'affinité particuliere entre le colorant et la fibre, ce qui

présente des défis majeurs lors des traitements textiles. En fonction de Il'application et de

9



Synthése bibliographique

I'utilisation prévues, les colorants synthétiques doivent répondre a divers criteres pour assurer
la durabilité des produits textiles auxquels ils sont appliqués, tels que la résistance a
l'abrasion, la stabilité des couleurs face a la lumiere, la résistance a I'oxydation chimique
(notamment aux détergents) et la résistance aux attaques microbiennes. Les colorants
organiques, en particulier ceux ayant des caractéristiques acides ou basiques prononcées,
présentent une affinité accrue pour les fibres, mais cela peut également les rendre moins
enclins a la biodégradation, ce qui souleve des préoccupations environnementales (Chung,
2016).

I.1.4. Toxicité des colorants

La toxicité des colorants azoiques par exposition aux colorants et a leurs métabolites n’est pas
un fait nouveau. Des 1895, une corrélation a été établie entre une augmentation des cas de
cancer de la vessie chez les travailleurs de I'industrie textile et leur exposition prolongée aux
colorants azoiques. Depuis lors, la recherche sur ces colorants a clairement démontré leurs
effets cancérogénes chez les humains et les animaux (Combes et Haveland-Smith, 1998 ;
Tsuda et al, 2000).

Parmi les colorants azoiques, I'azobenzéne est reconnu comme un composé genotoxique, tout
comme l'amarante, la tartrazine et le rouge cochenille, qui sont parmi les plus dangereux pour
la santé humaine (Rani et Shanker, 2018). Dans la plupart des pays, ces colorants ont été

retirés de la liste des additifs alimentaires en raison de leurs effets nocifs.

Les effets cancérogenes des composés azoiques sont attribués a leurs dérivés amines. La
partie la plus instable de ces molécules est la liaison azo, qui peut facilement se briser sous
I'action des enzymes présentes chez les mammiféres, y compris I'homme, se transformant
ainsi en composé amino cancérogene, comme : 1,4-phénylenediamine, 1-amino, 2-naphtol,
benzidine et benzidine substitués comme o-toluidine (Figure 8) (Rani et Shanker, 2018). La
toxicité des colorants azoiques est aggravée en présence de substituants sur le noyau
aromatique, en particulier des groupes nitro (—NOz) et des halogénes. Selon I'Agence de
Protection de I'Environnement, I’estimation des risques de cancer impose de fixer une

concentration limite de 3,1pug/L en colorant azoique dans I’eau potable (Bougueria, 2014).
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H2N—©—NH2 o

1.4 phenylenediamine

2-naphtol benzidine o-toluidine

Figure 8 : Structures chimiques de quelques amines aromatiques toxiques

1.1.5. Impacts environnementaux des colorants

1.1.5.1. Effets a court terme

i. Eutrophisation : Lorsque les colorants sont présents dans I'environnement, ils libérent des
nitrates et des phosphates sous l'action des micro-organismes. En cas d'exces, ces ions
minéraux deviennent nocifs pour les poissons et peuvent compromettre la qualité de I'eau
potable. De plus, leur absorption par les plantes aquatiques favorise leur croissance excessive,
entrainant une diminution de I'oxygéne en raison de l'inhibition de la photosynthése dans les
couches les plus profondes des cours d'eau et des étendues d'eau stagnante (Chequer et al.,
2013 ; Hassan et al., 2017).

ii. Sous-oxygénation : Lorsque des quantités importantes de matiere organique sont
déversées dans l'environnement par des décharges ponctuelles, les mécanismes naturels de
régulation ne peuvent plus compenser la consommation d'oxygéne par les bactéries. Selon
(Manahan, 1994), la décomposition de seulement 7 a 8 mg de matiére organique par les

micro-organismes peut épuiser I'oxygene contenu dans un litre d'eau.

iii. Altération de la couleur, de la turbidité et des odeurs : L'accumulation de matiéres
organiques dans les cours d'eau provoque des altérations telles que des godts désagréables,
une prolifération de bactéries, des odeurs nauséabondes et des colorations anormales. Selon
(Willmott et al., 1998), une teinte anormale peut étre détectée par 1'ceil humain a partir de 5 x
10 g/L. Outre leur aspect peu esthétique, les agents colorants ont la capacité d'entraver la

transmission de la lumiére dans I'eau, ce qui perturbe la photosynthése des plantes aquatiques.
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1.1.5.2. Effets a long terme
i. Persistance : Les colorants organiques synthétiques présentent une caractéristique de
persistance, ce qui signifie qu'ils ne peuvent pas étre naturellement dégradés par des processus
biologiques (Chung, 2016). Cette persistance est étroitement liée a leur réactivité chimique :

- Les composés insaturés sont moins résistants que les composés saturés ;

- Les alcanes sont moins durables que les composés aromatiques ;

- La persistance des composés aromatiques augmente avec le nombre de substituants ;

- Les substituants halogénés augmentent la persistance des colorants plus que les

groupes alkyles.

ii. Bioaccumulation : Si un organisme ne posséde pas de mécanismes spécifiques pour
empécher l'absorption ou pour éliminer une substance une fois qu'elle est absorbée, celle-ci
s'accumule. Les espéces situées en haut de la chaine alimentaire, y compris les étres humains,
peuvent ainsi étre exposées a des concentrations de substances toxiques jusqu'a mille fois

supérieures a celles présentes initialement dans I'eau.

iii. Risque de cancer : Bien que la plupart des colorants ne soient pas intrinsequement
toxiques, une part significative de leurs métabolites le sont. Les effets mutagenes, tératogénes
ou cancérogenes se manifestent apres la dégradation de la molécule initiale en sous-produits
d'oxydation, tels que les amines cancérogénes pour les colorants azoiques (Tsuda et al.,

2000) ou les leuco-dérivés pour les triphénylméthanes (Culp et al., 2002).

iv. Formation de sous-produits chlorés : Le chlore utilisé pour éliminer les micro-
organismes pathogenes réagit avec la matiere organique pour former des trihalométhanes
pouvant atteindre plusieurs centaines de mg/L (Culp et al., 2002). Ces composés sont
associés au développement de cancers du foie, des poumons, des reins et de la peau chez

I'homme.

I.1.6. Normes de rejet des colorants

La réglementation concernant le rejet des eaux usées devient de plus en plus rigoureuse. En
Algérie, il existe une législation régissant les rejets d'effluents liquides provenant des
industries (JORA, 2006). Les limites autorisées pour les rejets d'effluents de l'industrie textile

sont détaillées au tableau 2.

Ainsi, toutes les installations produisant des effluents liquides industriels doivent étre

planifiées, construites et exploitées de maniere a ce que les rejets liquides industriels a leur
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sortie ne dépassent pas les seuils de rejet prescrits. De plus, elles doivent étre équipées d'un

systeme de traitement approprié pour réduire la quantité de polluants rejetée.

Cependant, dans de nombreux pays africains, y compris en Algérie, les conventions visant a
établir les responsabilités en cas de rejets demeurent largement théoriques et peu appliquées

dans la réalité.

Tableau 2 : Normes algériennes de rejets de I'industrie textile (JORA, 2006)

Tolérances aux valeurs

Parameétres Unité Valeurs limites . . ) . .
limites anciennes installations

Température °C 30 35

pH - 6.5-8.5 6.0-9.0

DBO:s mg/L 150 200

DCO " 250 300

Matiéres décantables " 0.4 0.5

Matiéres non dissoutes " 30 40

Oxydabilité " 100 120
Permanganate " 20 25

I.2. Proceédés de traitement des eaux usées contenant des colorants

Lors du processus de teinture, diverses quantités de colorants sont généralement libérées dans
I'environnement en grande partie en raison de leur adhérence variable aux fibres de cellulose.
Le tableau 3 présente une synthése des niveaux d'adhérence des différents colorants aux fibres
textiles. Ces déchets organiques sont nuisibles et nécessitent une approche de dépollution
appropriée (Easton, 1995 ; Sarker et al., 2019).

Tableau 3 : Estimation des degrés de fixation des différents colorants aux fibres textiles

Classe de colorant Fixation (%0) Fibres utilisées
Acide 80-93 Laine, nylon
Azoique 90-95 Cellulose
Basique 97-98 Acrylique
De cuve 80-95 Cellulose
Direct 70-95 Cellulose
Dispersé 80-92 Synthétique
Reéactif 50-80 Cellulose
Soufré 60-70 Cellulose

En raison de la diversité de leur composition, le traitement des déchets textiles implique
systématiquement la création d'une séquence de traitements visant a éliminer progressivement

les divers polluants. La premiere étape implique I'élimination des impuretés insolubles a
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travers des prétraitements tels que le dégrillage, le dessablage, le déshuilage, etc., ainsi que
des traitements physiques ou physico-chimiques visant a séparer les phases solides et liquides.
Selon Barclay et Buckley. (2000) et Kurbus et al. (2002), les techniques de dépollution les
plus couramment utilisées dans les industries textiles se répartissent en trois catégories

distinctes :

1.2.1. Procédés physiques

1.2.1.1. Procédés membranaires

Une membrane est une barriere ayant une épaisseur allant de quelques centaines de
nanometres a quelques millimétres. Sous l'influence d'une force de transfert, telle qu'une
différence de pression de part et d'autre de la membrane, une différence de potentiel électrique
ou une différence de concentration, elle peut autoriser ou empécher le passage de certains
composants entre deux milieux qu'elle sépare. Quatre types de membranes sont distingués
dans le traitement des eaux usees : la microfiltration (MF), [l'ultrafiltration (UF), la
nanofiltration (NF) et I'osmose inverse (Ol). Leurs capacités varient en fonction de la taille
des pores de la membrane, qui se situe autour de 0,1 a 10 um pour la microfiltration, de 10 nm
a 1 um pour l'ultrafiltration, de quelques nanometres pour la nanofiltration, et elles présentent

une structure dense (Bouchard et al., 2000).

Ces techniques de filtration sont employées pour récupérer et réutiliser de I'eau. Le choix de la
membrane appropriée dépend de la composition et de la température des eaux usées textiles.
Dans lindustrie textile, l'utilisation de membranes offre un potentiel prometteur pour le
recyclage des colorants réactifs hydrolysés et des additifs utilises dans le processus de
teinture, permettant ainsi de réduire simultanément la demande biologique en oxygéne
(DBOs), la demande chimique en oxygéne (DCO) et la couleur des effluents textiles
(Chollom et al., 2015). Cependant, les membranes présentent également des inconvénients
majeurs tels que le colt initial élevé, le risque de colmatage de la membrane et la production
de déchets supplémentaires contenant des colorants insolubles dans I'eau, tels que I'indigo et

I'amidon, qui nécessitent un traitement supplémentaire (Koyuncu et Gliney, 2013).

1.2.1.2. Procédé physicochimique de coagulation-floculation

La coagulation-floculation est un procédé physico-chimique qui accélére la séparation des
particules en suspension dans l'eau par décantation gravitaire. On recourt a ce processus
lorsque la décantation naturelle des matiéres en suspension dans I'eau s'avére insuffisamment

rapide pour une efficacité optimale. Cette méthode repose sur I'ajout d'un coagulant qui forme
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des agrégats avec les polluants organiques. Ces agrégats, appelés flocs, sont ensuite éliminés
par décantation et filtration. Parmi les principaux coagulants utilisés pour déstabiliser les
particules en suspension et générer des flocs, on trouve : le sulfate d'aluminium
Al>(S04)3.18H.0, l'aluminate de sodium NaAlO., le chlorure ferrique FeCls.6H20, le sulfate
ferreux FeS0..7H20, le sulfate ferrique Fe2(SO4)3.9H0. Ces procédés se sont averés
efficaces pour décolorer les effluents textiles contenant des colorants de cuve, mais ils sont
totalement inefficaces pour les colorants réactifs, azoiques, acides et basiques (Vendevivere
et al., 1998 ; Hao et al., 2000 ; Robinson et al., 2001). De plus, la coagulation-floculation ne
peut pas étre utilisée pour les colorants hautement solubles dans l'eau. Enfin, cette méthode
génére d'importantes quantités de boues, dont la réutilisation est la seule option, mais cela

nécessite des investissements supplémentaires pour leur régénération.

1.2.1.3. Procéde d'adsorption

L'adsorption est un processus, tant physique que chimique, par lequel des molécules
(adsorbats) présentes dans un liquide ou un gaz sont retenues a la surface d'un solide
(adsorbant). Ce phénomene dépend a la fois de [linterface entre les deux et des
caractéristiques physico-chimiques de I'adsorbat (Raghavacharya, 1997 ; Hao et al., 2000 ;
Robinson et al., 2001). Cette méthode de separation est largement employée pour éliminer la
coloration des eaux usées contenant divers types de colorants. Les principales caractéristiques
a prendre en compte lors du choix d'un adsorbant pour I'élimination des colorants sont : son
affinité élevée, sa capacité d'adsorption des composés et sa capacité de régénération (Jadhav
et Srivastava, 2013). Le charbon actif s'avere étre un adsorbant efficace pour une vaste
gamme de colorants (Kannan et Sundaram, 2001 ; Wang et al., 2012). Cependant, son co(t
élevé et la complexité de sa régenération limitent son utilisation dans le traitement des
colorants (Gélan et al., 2013). De plus, le développement de nouveaux adsorbants naturels,
abondants, économiquement viables et efficaces pour le traitement des écosystémes,
représente un défi majeur. Les bioadsorbants, tels que les déchets agricoles (Sadaf et al.,
2014 ; Singh et al., 2017), les déchets forestiers (Bouguettoucha et al., 2015 ;
Khodabandehloo et al., 2017 ; Deniz et Kepekci, 2017), ou les algues (Mahalakshmi et al.,
2015 ; Nautiyal et al., 2016 ; Fazal et al., 2018), ont montré un potentiel prometteur en

termes d'élimination des colorants.

1.2.2. Procédés chimiques
Ces procédés sont destinés aux colorants présents en faibles concentrations et qui résistent aux

processus de biodégradation. Les méthodes chimiques les plus couramment utilisées sont
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l'oxydation et la réduction. Les réactifs les plus fréqguemment employés pour l'oxydation
incluent H202, Oz, Oz, Clz, NaOCI et KMnOys, tandis que la réduction utilise généralement le
Na2S204. L'oxydation chimique a pour résultat la destruction ou la décomposition de la

structure moléculaire du colorant.

Il convient de noter que l'oxydation chimique avec l'un de ces oxydants ne s'avéere pas
toujours efficace dans le traitement des polluants organiques persistants et des colorants

dispersés (Robinson et al., 2001 ; Anjaneyulu et al., 2005 ; Carmen et Daniela, 2012).

1.2.3. Procédés biologiques

Le traitement biologique repose sur la biodégradation, un processus principalement basé sur
l'utilisation de micro-organismes, en particulier les bactéries. La biodégradation englobe
I'ensemble des mécanismes de transformation d'une substance contaminante en divers sous-
produits grace a l'action des micro-organismes tels que les bactéries, les champignons et les
levures (Sudha et al., 2018). Ce phénomene peut sappliquer a divers milieux, qu'il s'agisse de
sols, d'eau ou des différentes phases d'un polluant, qu'il soit sous forme liquide, solide ou

gazeuse.

La biodégradation est un processus naturel résultant de la dégradation de molécules
organiques par les micro-organismes. Ces derniers utilisent lI'oxydation du carbone comme
source d'énergie, et cette réaction implique également l'azote et le phosphore, qui jouent un
réle dans la synthése protéique. Lorsque l'oxydant est lI'oxygene, on parle de conditions
aérobies. Dans le cas de I'anaérobiose, I'oxygene est remplacé par des composeés tels que les
nitrates, les sulfates ou le méthane. Plusieurs groupes de micro-organismes, y compris les
bactéries, les champignons, les levures et les actinobactéries, sont responsables de la

dégradation des colorants (Sudha et al., 2018).

1.2.4. Résumé comparatif des procédeés et analyse critique

Malgré leur rapidité, les méthodes physiques, chimiques et physico-chimiques se sont
révélées onéreuses et peu efficaces en termes de conformité aux normes requises. En effet,
plusieurs études ont montré que ces méthodes sont partiellement efficaces contre certaines
molécules colorantes, mais pas contre d'autres, et qu'elles peuvent méme introduire dans
I'environnement des polluants organiques parfois plus toxiques que les substances d'origine. 1l
est également important de noter que ces méthodes nécessitent un équipement sophistiqué et

entrainent des codts élevés (Al-Tohamy et al., 2020). Cette réalité a incité les chercheurs et
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les industriels a se tourner vers des méthodes alternatives, plus efficaces et économiques, a

savoir les procédes biologiques.

1.3. Les actinobactéries

1.3.1. Généralités

Le phylum Actinobacteria englobe I'un des plus vastes groupes de micro-organismes dans le
régne bactérien, et ils se retrouvent dans une variété d'écosystémes terrestres et aquatiques.
Ces bactéries sont caractérisées par leur structure a Gram positif, et leur ADN possede une
proportion élevée de guanine et de cytosine (G + C), dépassant généralement les 50 %. De
maniere générale, leur apparence est filamenteuse en raison de leur aptitude & former a la fois

du mycélium substrat et du mycélium aérien.

Jusqu'a l'année 2016, la taxonomie des actinobactéries comptait pas moins de 374 genres
différents (Subramani et Sipkema, 2019). Parmi eux, les Streptomyces qui se detachent
comme le genre prédominant, tandis que d'autres actinobactéries, non affilies aux
Streptomyces, tels que les Actinomyces, Kitasatospora, Micromonospora, Nocardia,
Micrococcus, Arthrobacter et Rhodococcus, représentent une diversité considérable. Par
exemple, les Streptomyces regroupent une multitude d'especes, chacune affichant une grande

variabilité en termes de conditions de culture.

Cependant, les actinobactéries non affilies aux Streptomyces se rencontrent moins
fréquemment dans des conditions de culture standards, et leur isolement, conservation et

culture nécessitent souvent des méthodes spécifiques (Subramani et Aalbersberg, 2013).

Le phylum Actinobacteria représente le groupe de micro-organismes le plus reconnu ayant la
capacité de produire des composés bioactifs. Ainsi, les actinobactéries ont suscité un grand
intérét pour diverses applications dans les domaines pharmaceutique, biotechnologique,
alimentaire, agricole et dans I’industriec des enzymes (Azman et al., 2019). De plus, il existe
également un intérét a utiliser les actinobactéries pour contribuer a la dégradation des
polluants. Les actinobactéries constituent une méthode biologique économique et slre pour
éliminer les contaminants, car elles peuvent métaboliser les contaminants pour leur croissance
(Chaturvedi et Khurana, 2019).

1.3.2. Morphologie et caractéristiques des actinobactéries

Les actinobactéries présentent des variations remarquables en termes de morphologie

cellulaire (Figure 9) allant des coques de Micrococcus, des batonnets de Mycobacterium, des
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hyphes ramifiés portant des spores telles que Micromonospora, et les mycéliums qui se
fragmentent en cellules coccides et en forme de batonnet chez Nocardia et en actinobactéries
produites a partir d'hyphes aériens ramifiés de 0,5 a 2 um de diamétre comme les

Streptomyces. (Hamedi et Poorinmohammad, 2017).

¢ d =

Figure 9 : Images au microscope électronique de : (a) coques de Micrococcus luteus , (b)
batonnets de Mycobacterium tuberculosis , (c) hyphes ramifiés de Micromonospora
schwarzwaldensis , (d) mycéliums fragmentés de Nocardia asteroides et (e) hyphes aériens
ramifiés de Streptomyces mangrovisoli (Hamedi et Poorinmohammad, 2017).

La croissance des actinobactéries sur differents types de milieux de culture, gu'ils soient
solides (culture en surface) ou liquides (culture immergée), présente des caractéristiques

distinctes qui méritent d'étre examinées de plus pres.

Dans des milieux liquides sous agitation, les cellules d'actinobactéries se développent en
formant des agrégats appelés "pellets”, sans formation du mycélium aérien ni de spores
(Tamura et al., 1997). Les Streptomyces forment d'abord des filaments libres, qui se
ramifient et s'agregent pour former des pellets (Figure 10). Cependant, il convient de noter
que certains actinobactéries, tels que Nocardia coralline, présentent un comportement
différent. Dans ce cas, ces actinobactéries adoptent une morphologie en forme de batonnet et
sont capables de se reproduire par fission binaire et fragmentation. Cette particularité est
intéressante car elle offre une dynamique de croissance différente de celle observée dans les

cultures en pellets.
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Figure 10 : Classes morphologiques de Streptomyces olindensis cultivées en cultures liquide
(Pamboukian et al., 2002)

Lorsque ces mémes actinobactéries sont cultivées a la surface de la gélose, en utilisant les
mémes composants que le milieu liquide, leur morphologie change encore. lls se développent
sous une forme filamenteuse avec un mycélium de substrat et un mycelium aérien (Figure 11).
Le diametre des colonies peut varier de 1 a 10 mm, et leur apparence peut étre compacte,
seche, lisse, rugueuse, poudreuse, ou méme avoir une forme ressemblant a un chou-fleur avec
des contours lisses ou en échancrure. De plus, ces colonies ont souvent des pigments colores,

pouvant étre blancs, cremes, jaunes, violets, roses, gris, etc. (Perry et Stanley., 2004).

La variation dans la morphologie des actinobactéries en fonction du milieu de culture et des
conditions environnementales souligne I'adaptabilité de ces micro-organismes et I'importance
de comprendre leurs caracteristiques de croissance pour des applications microbiologiques et
biotechnologiques. Cette information a été relevée dans une étude menée par (Thong-Oon ,
2008).

=~

Figure 11 : Une coupe transversale d’une colonie d’actinobactérie poussant sur milieu gélosé
(Lietal., 2016)
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1.3.2.1. Mycélium du substrat

Connu également sous le nom de mycélium primaire ou vegétatif, se développe dans le milieu
de culture et a pour principale fonction l'absorption des nutriments nécessaires a la croissance
des actinobactéries. Au microscope, il apparait mince, transparent, de phase sombre et plus
ramifié que les hyphes aériens. Ces hyphes simples ont une épaisseur d'environ 0,4 a 1,2 um

et ne présentent généralement pas de diaphragmes ni de fractures, mais peuvent se ramifier.

Les mycéliums de substrat peuvent présenter différentes couleurs telles que le blanc, le jaune,
l'orange, le rouge, le vert, le bleu, le violet, le brun, le noir, et d'autres encore. Certains hyphes
peuvent produire des pigments hydrosolubles ou liposolubles. Les pigments hydrosolubles
peuvent se diffuser dans le milieu de culture, ce qui lui donne une couleur correspondante,
tandis que les pigments liposolubles donnent a la colonie une couleur correspondante. La
couleur du mycélium de substrat et la présence ou non de pigments solubles sont des élements

importants pour identifier de nouvelles espéces (Li et al., 2016).

1.3.2.2. Mycélium aérien

Le mycélium aérien est une partie développée de I'nyphe du mycélium du substrat qui pousse
dans l'air. Parfois, il peut étre difficile de distinguer les hyphes aériens des hyphes de substrat.
Cependant, cette distinction est generalement possible en utilisant une préparation d'empreinte
sur une lamelle et en observant les hyphes sous un microscope optique sec. Les hyphes du
substrat sont minces, transparents et apparaissent sombres, tandis que les hyphes aériens sont
plus épais, réfléchissants et brillants. Les hyphes du mycélium aérien ont souvent une gaine
fibreuse, & l'exception des genres Pseudonocardia et Amycolata. A un niveau
ultramicroscopique, ils sont composés d'éléments fibrillaires et de petits batonnets qui forment
un motif distinctif. Cette gaine fibreuse se retrouve également sur les hyphes aériens
impliqués dans la sporulation, ce qui contribue aux différentes textures superficielles des
spores (Li et al., 2016). La formation de ces hyphes aériens varie en fonction de l'espéce, des
conditions nutritionnelles et des facteurs environnementaux. Dans certains genres, le
mycélium aérien se développe jusqu'a un certain stade dans la chaine de spores de forme

supérieure, qui produit des spores.

1.3.2.3. Chaine de spores

Les actinobactéries se développent, se différencient en formant des hyphes aériens et des
mycéliums porteurs de spores. La plupart des actinobactéries produisent des spores qui varient
en longueur et en nombre : certaines ont deux spores (di- ou bisporées), d'autres en ont

quelques-unes (oligosporeuses), et certaines en ont beaucoup (polysporeuses). La
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classification des actinobactéries repose sur des caractéristiques telles que la longueur, la

forme, la position et la couleur des chaines de spores (Li et al., 2016).

Le genre Streptomyces, par exemple, produit des polyspores classiques qui forment de
longues chaines de plus de 50 spores. Les longues chaines de spores de Streptomyces different
en termes d'organisation spatiale et sont classées en type rectiflexibile (Figure 12.a), type

retinaculiaperti (Figure 12.b), type spire (Figure 12.c) et type verticillati (Figure 12.d).

Figure 12 : Morphologie des longues chaines de spores des especes de Streptomyces (a)
Streptomyces plumbiresistens, (b) Streptomyces vinaceus, (c) Streptomyces hygroscopique, et
(d) Streptomyces verticillus (Wink et al., 2017)

1.3.3. Ecologie des actinobactéries et leur répartition dans la nature

Les actinobactéries sont des micro-organismes présents dans divers environnements naturels,
en particulier dans le sol (Tableau 4). La plupart d'entre elles sont d'origine tellurique, ce qui
signifie qu'elles proviennent du sol, représentant environ 10 a 20 % ou plus de la population

bactérienne.

La densité de population des actinobactéries varie en fonction de leur environnement et des
conditions climatiques prédominantes. Des facteurs tels que la température, le pH et
I'humidité du sol jouent également un réle dans leur croissance. La plupart des actinobactéries
préferent des températures modérées, avec une croissance optimale autour de 25 a 30 °C, bien
que certaines variétés thermophiles puissent se développer a des températures plus élevées, de
l'ordre de 50 a 60 °C. En ce qui concerne le pH, la plupart des actinobactéries prospérent dans
des environnements avec un pH neutre et montrent leur meilleure croissance lorsque le pH se

situe entre 6 et 9, avec une croissance optimale autour de la neutralité (Al-Shaibani et al.,
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2021). Cependant, pour quelques Streptomyces on peut observer une croissance a des valeurs
de pH inférieurs & 4 (Kim et al., 2003 ; McKinney, 2004).

Tableau 4 : Répartitions des actinobactéries dans la nature

Genre Habitats

Streptomyces Sol, eau, litiere

Frankia Nodule de racines des non-légumineuses
Micromonospora  Sol, eau

Nocardia Sol, eau

Rhodococcus Sol, eau, fumier, litiére
Sacharomonospora Matiere en décomposition

Actinoplanes Sol, eau, litiere

Thermomonospora Matiére en décomposition et fermentation

1.3.4. Cycle de vie des actinobactéries

Les actinobactéries ont un cycle de vie qui rappelle celui de certains champignons, mais leur
structure procaryotique sans noyau distinct, les a classer parmi les bactéries. De maniére
simplifiée, leur cycle de développement commence par la germination d'une spore sur un
milieu solide (Figure 13). Cette germination conduit a la formation d'un mycélium végétatif
composé d'hyphes ramifiés et multi-nucléoides, qui sont ancrés dans le milieu solide. Un
mycélium aérien se développe ensuite a partir du mycélium végétatif, en utilisant ce dernier
comme substrat. Le mycélium végétatif s'autolyse au fur et a mesure, et les produits de cette
autolyse sont utilisés par le mycélium aérien. La croissance des hyphes est apicale, c'est-a-dire
qu'elle se fait par le sommet, et elle est accompagnée de la formation de septa, qui divise les
cellules en unités mono-nucléaires. Ces cellules se différencient ensuite pour devenir des
spores. Si les spores sont localisées dans des sporonges, on les appelle des sporongiospores.
(Flardh et Bruttner, 2009).
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Mycélium
végétatif

Figure 13 : Representation schematique du cycle de développement des actinobactéries
(Barka et al., 2016)

1.3.5. Classification et taxonomie des actinobactéries

1.3.5.1. Organisation systématique des actinobacteéries

La classification des actinobactéries a subi d'importants changements au fil du temps a mesure
que de nouvelles connaissances ont été accumulées. Le phylum Actinobacteria est défini en
fonction de sa position dans les arbres phylogénétiques de 'ARNr 16S. Une revision récente
de la taxonomie du phylum Actinobacteria, basée sur les arbres phylogénétiques de I'ARNr
16S. Cette mise a jour a supprimé les rangs taxonomiques des sous-classes et des sous-ordres,
en élevant les anciennes sous-classes et sous-ordres au rang de classes et d'ordres (Gao et
Gupta, 2012). En conséquence, le phylum est maintenant divisé en six classes distinctes :
Actinobacteria,  Acidimicrobiia,  Coriobacteriia,  Nitriliruptoria, = Rubrobacteria et

Thermoleophilia (Figure 14).

23



Synthése bibliographique

Phylum
Actinobacteria

|
[ | | | | |

Classe Classe Classe Classe Classe Classe
Actinobacteria Acidimicrobiia Coriobacteriia Nitrilruptoria Rubrobacteria Thermoleophilia
Ordres Ordre Ordre Ordres Ordre Ordres
Acidothermales Acidimicrobiales | | Coriobacteriales Nitrilruptorales Rubrobacterales Thermoleophilales
Actinomycetales Euzbyales Solirubrobacterales

Actinopolysporales

Bifidobacteriales
Catenulisporales
Corynebacteriales
Frankiales
Geodermatophilales
Glycomycetales
Jiangellales
Kineosporiales
Micrococcales
Micromonosporales
Nakamurellales
Propionibacterales
Pseudonocardiales
Streptomycetales
Streptosporangiales

Figure 14 : Taxonomie des actinobactéries d’apres le Manuel de Bactériologie Systématique
de Bergey (Ludwig et al., 2012).

1.3.5.2. Criteres de classification des actinobactéries

L'identification des actinobactéries repose actuellement sur une combinaison de critéres
morphologiques, physiologiques, chimiques et genétiques (Tableau 5). Certains genres, tels
que  Micromonopora, Actinoplanes,  Planomonospora,  Dactylosporangium et
Streptosporangium, sont relativement faciles a identifier en raison de leurs caractéristiques
micromorphologiques particuliéres. Cependant, dans la plupart des autres cas, il est nécessaire
de recourir a d'autres criteres pour parvenir a leur identification. Pour une identification fiable
et précise au niveau des espéces et des sous-especes, les caractéristiques physiologiques et,

surtout, géenétiques, sont essentielles (Lawson, 2018).
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Tableau 5 : Principaux critéres taxonomiques des actinobactéries

Criteres taxonomiques

Références

Criteres
morphologiques

- Présence, abondance et disposition
des hyphes du mycélium végétatif
ou du mycélium aérien

- Présence d’un mycélium du
substrat

- Le type et la couleur du mycélium
aérien ainsi de substrat

- Formation de Spores (nombre,
mobilité, forme, taille et position
sur les hyphes)

- Présence ou non de sporanges et
leurs types

Badji et al., (2006) ;
Letek et al., (2008) ;
Flardh et Bruttner, (2009)

Critéres chimio-
taxonomiques

- Composition de la paroi cellulaire
(acides aminées, glucides et
lipides)

- Production d’antibiotiques

- Tests biochimiques : (réduction de
nitrates, hydrolyse de I’urée,
hydrolyse de I’acide hippurique)

Holt et al., (2000) ;
Vollmer et al., (2008)

Criteres
moléculaires

- Hybridation ADN-ADN
- Séquengage de ’ADNr 16s
- Coefficient de Chargaff (% GC)

Stackebrandt et al., (1997) ;
Ventura et al., (2007) ; Zhi
et al., (2009)

1.3.6. Applications des actinobactéries en biotechnologie

- Antibiotiques en médecine et en agriculture

Les actinobactéries ont la capacité a produire une vaste gamme de composés antibiotiques,

qui offrent d'énormes avantages dans les domaines de la médecine et de I'agriculture. Depuis

la premiére découverte de la Streptomycine a partir de l'isolat du sol, Streptomyces griseus.

Les Streptomyces spp sont les micro-organismes les plus prisés dans les programmes de

recherche industrielle pour le criblage de nouvelles substances actives. Environ 8000

antibiotiques ont été recensés chez les Streptomyces spp, un nombre bien supérieur a ce que

I'on trouve chez les autres actinobactéries (Berdy, 2005).
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- Potentiels antipathogénes des actinobactéries

Les métabolites produits par les actinobactéries, qu'ils proviennent du sol ou d'organismes
endophytes, présentent un potentiel antimicrobien significatif. En fait, environ 70 % de ces
nouveaux métabolites antimicrobiens sont genérés par les actinobactéries (Yadav, 2020).
Parmi toutes les actinobactéries, les Streptomyces spp ont joué un rdle exceptionnel dans la
création de médicaments salvateurs tels que de nouveaux antibiotiques, des inhibiteurs

enzymatiques, des antiviraux, des agents antitumoraux et des immunomodulateurs.

- Actinobactéries comme promoteurs de croissance des plantes

L’agriculture durable est importante pour stimuler la productivité alimentaire. La demande
croissante de production alimentaire avec I’utilisation de méthodes conventionnelles par
I’application de fongicides, d’herbicides, d’insecticides et d’engrais chimiques a des effets
néfastes sur la santé humaine (Verma et al., 2017). En réponse, une approche respectueuse de
I'environnement consiste a utiliser des micro-organismes bénéfiques pour améliorer les
plantes et augmenter les rendements, ce qui S'est avéré étre une stratégie efficace. Les
actinobactéries, présentes en concentrations plus élevées dans la rhizosphére (la zone du sol
autour des racines des plantes), jouent un réle essentiel dans la promotion de la croissance des

plantes en favorisant I'absorption de nutriments tels que l'azote, le phosphore et le fer.

- Production d’enzymes d’importance industrielle

Au cours des derniéres décennies, la dégradation enzymatique de polymeres ou de substrats
complexes par des micro-organismes a suscité un intérét considérable.

Les actinobactéries produisent une large gamme d'enzymes biologiquement actives. Elles ont
la capacité de sécréter des protéases, des cellulases, des lipases, des xylanases, des pectinases
et des amylases (Tableau 6). Ces enzymes revétent une importance cruciale dans divers
secteurs tels que [lindustrie textile, [l'industrie papetiére, I'industrie alimentaire, la
fermentation, ainsi que dans diverses applications biotechnologiques. En conséquence, les
actinobactéries se sont avérées étre une source prometteuse de L-asparaginase. De
nombreuses actinobactéries, en particulier celles provenant du sol, comme Nocardia sp,
Streptomyces albidoflavus, S. griseus et Streptomyces karnatakensis, ont été identifiées

comme produisant diverses enzymes (Lewin et al., 2016).
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Tableau 6 : Exemples d'enzymes provenant d'actinobactéries

Enzyme Souche

Xylanase Streptomyces spp

Actinomadura spp

Cellulase Streptomyces ruber
Thermomonospora spp

Pectinase Streptomyces lydicus

Amylase Nocardiopsis spp

Streptomyces erumpens

Chitinase Nocardiopsis prasina
Streptomyces thermoviolaceus

Microbispora spp

Protease Streptomyces pactum
Nocardiopsis spp

Thermoactinomyces spp

- Potentiels de biodégradation des actinobactéries

Les actinobactéries sont connues pour leur efficacité a dégrader les contaminants dans le sol
et dans I’eau. Le processus de dégradation des pesticides chimiques tels que le Carbofuran par
les actinobactéries du sol a été documenté (Jayabarath et al. 2010). Streptomyces
abnosinicus, Streptomyces atratus, Streptoverticillium album, Nocardia farcinia, Nocardia
vaccin, Nocardia amarae et Micromonospora chalcea ont montré leur capacité a résister au
Carbofuran dans des conditions de culture. Un Streptomyces sp a montré sa capacité a

dégrader le chlorpyrifos, l'insecticide, en une forme moins toxigque par hydrolyse.

Les hydrocarbures sont libérés dans I'environnement a la fois par des activités humaines et des
sources naturelles. Certains types de bactéries, notamment des souches de Rhodococcus telles
gue Rhodococcus jostii, Rhodococcus opacus et Rhodococcus ruber, ont la capacité d'oxyder
les n-alcanes grace a des enzymes comme lalcane 1-monooxygénase, des alcanes
hydroxylases et des cytochromes qui permettent I'oxydation de substances étrangeres. Ces
bactéries peuvent également dégrader des hydrocarbures aromatiques tels que le benzéne, le
toluéne, l'éthylbenzéne et le xyléne. Par exemple, Rhodococcus sp. DK17 est capable de
dégrader le toluene et l'o-xyléne, tandis que R. jostii RHAL peut assimiler efficacement
I'éthylbenzene, l'isopropylbenzéne et le biphényle (Nalini et Prakash, 2020).

27



Synthése bibliographique

I.4. Biodégradation des colorants par les actinobactéries

Les actinobactéries, qui étaient autrefois principalement utilisées pour produire des composés
bioactifs comme les antibiotiques, sont aujourd'hui reconnues pour leur potentiel dans la
dégradation de composés organiques, notamment les colorants azoiques (Tableau 7). Leur
polyvalence et leur systeme enzymatique requis pour la dégradation des colorants chimiques
ont suscité un intérét mondial. En général, la dégradation des colorants implique l'activité
d'enzymes telles que la lignine peroxydase, la laccase, la NADH-DCIP réductase ou
l'azoréductase (Sahasrabudhe et Pathade, 2013).

Les actinobactéries, notamment Nocardia corallina et Nocardia globerula, ont montré une
capacité variable a dégrader divers colorants synthétiques, y compris les colorants
triphénylmeéthanes. (Khalid et Mahmoud, 2014) ont signalé que le colorant Crystal Violet a
été complétement décoloré en 24 heures par Nocardia corallina. De plus, Nocardia corallina
a également montré une capacité de decoloration pour d'autres colorants triphenylméthanes
tels que le violet de méthyle, le violet d'éthyle, la fuchsine basique et le bleu Victoria, mais la
décoloration maximale a été observée avec le colorant Crystal Violet. lls ont suggéré que
l'activité de décoloration des actinobactéries est intracellulaire, car aucune activité n'a été

observée dans le filtrat de culture.

Tableau 7 : Biodégradation de quelques colorants synthétiques par les actinobactéries

Actinobactéries Colorant Résultats Références
- - 3
Streptomyces Rouge acide Decoloration (.8.2 %) El-Sersy et al.,
globosus rapide dan_s des conditions (2011)
statiques
Décoloration (> 98 %)
Bleu réactif | du colorant en présence Khobragade et
Streptomyces sp N Deshmukh,
160 du lactose et d’urée dans (2013)
les 48 h
Indigocarmin | Décoloration (83,7 %) en
Streptomyces sp.Cl | diamant noir | 2ha pH8et40°C Lu et al., (2013)
PV
Georgenia sp. CC- | Orange réactif | Décoloration (94,2 %) en | Sahasrabudhe et
NMPT-T3 16 8hapH 6-8et 28-45°C | Pathade, (2013)
Nocardiopsis Orange reéactif | Décoloration (85,6 %) en Chittal et al.,
dassonvillei 16 24ha pH8et35°C (2019)
Streptomycgs Malachite Plus de 99 % du colrant Vignesh et al.,
chrestomyceticus ot Ayee e s
$203 green ont été éliminés en 96 h (2020)
Les 92 % du colrant ont .
Strepf[omyces Congo red-21 | été éliminés en 48 h a pH Chakravarthi et
sviceus 6.5 et 30 °C al., (2021)
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1.4.1. Mécanismes de dégradation des colorants azoiques

Les micro-organismes ont plusieurs mécanismes potentiels pour éliminer les colorants
azoiques, notamment la biosorption, la bioaccumulation, la réduction et Il'oxydation.
Cependant, il est important de noter que la biorestauration par biosorption et bioaccumulation
est un processus lent et ne conduit souvent pas a une minéralisation compléte des colorants
(Gadd, 2009). Dans ce cas, le rble des actinobactéries dans la dégradation des colorants

azoiques ou des sous-produits toxiques par les processus d’oxydo-réduction est tres important.

1.4.1.1. Le processus biosorption/accumulation intracellulaire

Ce processus implique I'utilisation de solides d'origine naturelle pour la séquestration ou la
séparation des solides des flux d'effluents. L'interaction entre les ligands de la paroi cellulaire
et les adsorbats peut étre expliquée par des mécanismes tels que I'échange d'ions, la
complexation, la coordination et la microprécipitation, qui contribuent a I'¢limination des
couleurs. Plusieurs auteurs ont demontré que la biomasse, qu'elle soit vivante ou morte,
présente d'excellentes capacités d'adsorption en raison de ses caractéristiques
physicochimiques (Crini et al., 2019). L'adsorption des polluants par des cellules vivantes ou
mortes se produit selon deux modes différents : le premier, indépendant de lactivité
métabolique de la cellule, implique une liaison ionique a la surface de la membrane cellulaire
et du materiel extracellulaire, correspondant a une élimination passive, une biosorption. Le
deuxiéme mode, dépendant du métabolisme cellulaire, entraine I'élimination active du

polluant a travers la membrane cellulaire (Reyes-Ledezma et al., 2020).

1.4.1.2. Dégradation réductrice des colorants azoiques

Les colorants azoiques subissent generalement une décomposition en deux étapes par des
micro-organismes (Liu et al., 2011). Dans la premiere étape, ces microbes dégradent la
liaison azoique (—N = N-) des colorants azoigues en utilisant I'enzyme azoréductase dans des
conditions de faible teneur en oxygéne. Ce processus, connu sous le nom de décoloration,
aboutit a la formation d'amines aromatiques incolores, qui sont ensuite minéralisées lors du
processus d'oxydation. Malgré cela, il existe encore peu d'informations sur les voies de
dégradation des colorants azoiques par les actinobactéries. L'enzyme azoréductase a été
détectée chez quelques espéces d'actinobactéries, bien que son identification chez ces micro-
organismes puisse étre compliquée en raison de sa faible concentration. Pourtant, il est
possible d'améliorer la production de cette enzyme chez les micro-organismes en utilisant des
surfactants, comme le Tween-80 et le Tween-20, pour augmenter la production d'azoréductase

chez les Streptomyces. Une étude plus approfondie de différentes enzymes dans le méme hote
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a montré que le Tween-80 pouvait avoir un effet sélectif sur certaines enzymes, suggérant une
interaction complexe. L'utilisation de Tween-20 a permis d'identifier des souches capables de
décolorer les colorants, suggérant la libération de protéines plus abondantes dans les milieux
de culture (Chou et al., 2005). Chengalroyen (2011) a également identifié I'azoréductase
chez Streptomyces coelicolor par séquencage du génome. Cette étude fournit la preuve que
I'azoréductase est également répandue chez les actinobactéries.

1.4.1.3. Dégradation oxydative des colorants azoiques

Dans le cas des actinobactéries, le processus d'oxydation est le mécanisme le plus dominant
de dégradation des colorants azoiques (Priyaragini et al., 2013). Habituellement, la
peroxydase ou les enzymes dégradant la lignine sont impliquées dans le processus de
dégradation ; soit une seule enzyme est impliquée dans le processus, soit un groupe
d’enzymes agissent en synergie. Des ¢tudes ont montré que les peroxydases spécialisées dans
la dégradation des colorants peuvent également degrader les colorants anthraquinones non
hydroxylés. De plus, 'utilisation combinée de lignine peroxydases et d'alcool vératylique s'est
révélée bénéfique pour décolorer les colorants azoiques et anthraquinoniques. Le role des
enzymes degradant la lignine dans le traitement des effluents contamines est trés critique, car
il nécessite une compréhension approfondie des organismes dégradant la lignine et de leurs

systémes enzymatiques.

Les laccases produites par Streptomyces ont également démontré leur efficacité pour
décolorer les teintures textiles. Par exemple, une enzyme laccase produite par Streptomyces
cyaneus CECT 3335 a été utile pour la décoloration des colorants azoiques. Les laccases sont
des enzymes polyvalentes en raison de leur faible spécificité de substrat (Tableau 8), ce qui
leur permet d'oxyder divers composes, y compris les phénols et les amines aromatiques, en
présence de médiateurs rédox (Morozova et al., 2007). Les souches de Streptomyces
cultivées dans des conditions de fermentation a I'état solide sur de la paille de blé ont produit
de nombreux composés phénoliques, qui peuvent servir de mediateurs naturels.
Habituellement, ces composés sont générés par les micro-organismes pendant leur croissance
ou lors de la dépolymérisation de la lignine. Par exemple, l'isolement de la lignine peroxydase
de Streptomyces krainskii SUK-5 a permis de dégrader completement le colorant réactif bleu-

59 en moins de 24 heures.
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Tableau 8 : Différents types de laccases présentes chez les espéces du genre Streptomyces

Laccase Espéce pH optimal Temperature Références
optimale
Strentomvees Suzuki et al., (2003)
STSL Iavesldulge 4.5 50 °C ; Machezynski et al.,
(2004)
Streptomyces . Dubé et al., (2008) ;
SLAC coelicolor 94 60°C Skélova et al., (2009)
SCLAC | Streptomyces sp 8.0 40 °C Luetal., (2013)
) Streptomyces o Molina-Guijarro et
SilA ipomoea >0 60°C al., (2009)
EpoA | Sreptomyces 6.4 40°C | Endo etal., (2003)
griceus
Ssl1 Streptomyces 4.0 Haute Gunne et Urlacher,
> sviceus ' température | (2012)

1.4.2. Les facteurs affectant la biodégradation des colorants azoiques chez les
actinobactéries

La biodégradation des colorants azoiques par les actinobactéries est un processus complexe,
influencé par de nombreux facteurs, notamment la structure chimique du colorant, les
conditions environnementales, la disponibilité des nutriments et la capacité enzymatique des
bactéries. Une compréhension approfondie de ces facteurs est essentielle pour optimiser les
processus de biodégradation dans des applications telles que le traitement des eaux usees

contaminées par des colorants.

- Structure chimique du colorant : La structure chimique du colorant azoique joue un
réle essentiel dans sa biodégradation. Les actinobactéries possedent différentes enzymes
capables de cliver la liaison azo (—N=N-) des colorants azoiques. La facilité de cette
réaction dépend de la nature des groupes chimiques présents dans la molécule du colorant.
- pH du milieu : Le pH du milieu de culture peut influencer la biodégradation des
colorants azoiques par les actinobactéries. Certaines actinobactéries sont plus efficaces a
un pH spécifique, généralement proche de la neutralité. Des variations de pH en dehors de
cette plage optimale peuvent réduire leur activité enzymatique et donc leur capacité a
dégrader les colorants.

- Température : La température est un autre facteur important. Les actinobactéries ont

des températures optimales de croissance et d'activité enzymatique spécifiques. Des
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températures inadéquates peuvent ralentir ou inhiber la biodégradation des colorants
azoiques.
- Disponibilité de nutriments : Les actinobactéries peuvent montrer une meilleure
capacité de biodégradation lorsque des sources de carbone et d'azote appropriées sont
présentées (Moosvi et al., 2007 ; Yemendzhiev et al., 2009). Parmi les différentes
sources de carbone, citons le glucose, le lactose, la xylose, le maltose, le fructose et le
galactose (Khobragade et Deshmukh, 2013). Parallelement, ils ont procedé & une
évaluation minutieuse de diverses sources d'azote, notamment l'urée, la peptone, l'extrait
de levure, le nitrate d'ammonium, le chlorure d'ammonium et le nitrate de potassium, afin
de déterminer leur efficacité dans le processus de dégradation de ces colorants.

- Présence d'oxygeéne : Certaines actinobactéries sont aérobies, ce qui signifie qu'elles

ont besoin d'oxygene pour métaboliser les substrats. D'autres sont anaérobies, et elles

peuvent également étre impliquées dans la biodégradation des colorants dans des
environnements pauvres en oxygene, tels que les boues d'épuration. Auparavant, des
activités Azo-réductases ont été signalées dans des conditions statiques chez plusieurs
espéces d’actinobactéries, telles que Streptomyces coelicolor, Nocardia corallina et

Nocardia globerula (Bhaskar et al., 2003 ; Chengalroyen, 2011). Cependant, pour les

laccases et les enzymes dégradant la lignine, I'agitation (aérobiose) se révele plus efficace.

Il a été signalé que les souches Streptomyces cyaneus CECT3335 et Georgenia sp

montrent leur activité dans des conditions aérobies (Lu et al., 2013).

- Présence de co-substrats : Certains composés organiques peuvent servir de co-
substrats pour les réactions de biodégradation des colorants azoiques. La présence de
ces co-substrats peut stimuler I'activité des actinobactéries.

- Activité enzymatique spécifique : Les actinobactéries possédent des enzymes

spécifiques, telles que les azoréductases, qui sont responsables de la réduction des liaisons

azo dans les colorants. La quantité et l'efficacité de ces enzymes peuvent varier d'une
souche a l'autre, ce qui influence la capacité de dégradation des colorants.

- Présence de métaux : La présence de métaux dans le milieu peut influencer l'activité

enzymatique. Certains métaux a faibles concentrations peuvent stimuler l'activité des

enzymes, tandis que des concentrations élevées peuvent avoir un effet inhibiteur. Par
exemple, la présence de Cu?* dans le milieu augmente l'activité de la laccase de

Streptomyces sp. (Lu et al., 2013). Par exemple, l'ajout de Cu?* dans le milieu de culture

provogue une augmentation de l'activité de la laccase produite par Streptomyces sp (Lu et

al., 2013). De la méme maniére, la présence de certains ions mitalliques tels que Co?*,
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Ba?*, Mn?* et Fe*" & de faibles concentrations stimule également l'activité enzymatique
des espéces de Streptomyces (Baldrian et al., 2006). Cependant, des concentrations
élevées de ces ions peuvent diminuer les performances des systémes protéiques, ce qui
peut entrainer l'inhibition ou l'inactivation complete de I'enzyme (Jadhav et Kulkarni,
2014).
1.5. Conclusion
Dans ce chapitre, nous présentons une synthése bibliographique traitant les colorants azoiques
qui entrainent des problémes néfastes sur I’environnement, plus précisément, la pollution de
I’eau.
De nombreuses publications ont reconnu l'importance de I'élimination et de la dégradation des
colorants azoigues de I'environnement, en particulier de I'eau, en tant que source importante
pour tous les organismes vivants. Les solutions a ce gros probléme peuvent étre classées en
trois groupes, qui sont largement utilises pour éliminer les colorants azoiques de
I'environnement, ces technologies sont nommées chimiques, physiques et biologiques. En
raison des inconvénients des méthodes chimiques et physiques de traitement, qui
comprennent une faible efficacité, de grandes quantités de boues activées, une consommation
d'énergie élevée et des colts elevés. Par conséquent, la philosophie de la décoloration doit étre
améliorée, les méthodes biologiques semblent étre les méthodes idéales pour I'élimination de
la pollution par les colorants azoiques car elles sont respectueuses de I'environnement, ne
produisent presque pas d'autres déchets toxiques ou de boues dans I'environnement et enfin,
un faible-colt du traitement par rapport au traitement physique ou chimique. La méthode
biologique comprend l'utilisation de micro-organismes pour éliminer les polluants par leurs
voies métaboliques. Récemment, un grand nombre de chercheurs ont utiliseé des micro-
organismes dans le traitement des eaux usées pour éliminer les colorants azoiques, parmi ces
organismes les bactéries ; algues ; actinobactéries ; champignons ; levures.
La dégradation des colorants azoiques par les actinobactéries revét une importance
significative a la fois sur les plans environnemental et industriel. Sur le plan environnemental,
elle contribue a la réduction de la pollution de I'eau et du sol, en éliminant les colorants
toxiques provenant de diverses industries, notamment textiles, alimentaires et
pharmaceutiques. Cette biodégradation permet ainsi de prévenir la contamination
environnementale et de protéger la santé des écosystemes aquatiques et terrestres. Sur le plan
industriel, la capacité des actinobactéries a dégrader les colorants azoiques offre une méthode
durable et économique de traitement des effluents pollués, réduisant ainsi les codts liés a

I'élimination des déchets. En outre, cela ouvre la voie a de nouvelles possibilités de

33



Synthése bibliographique

production de biomatériaux et de produits chimiques a partir des colorants dégrades,
contribuant ainsi a une économie circulaire plus respectueuse de I'environnement. En somme,
la biodégradation des colorants azoiques par les actinobactéries joue un role essentiel dans la

protection de I'environnement et le développement durable de I'industrie.
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I1.1. Objectifs

Cette recherche a été menée au laboratoire de biologie des sols, de la faculté des sciences
biologiques de 'USTHB, Alger. Cette étape cruciale de notre étude visait, principalement, a
isoler des micro-organismes dotés de la capacité a décolorer et dégrader une gamme variée de
colorants azoiques. L'idée principale derriére cette approche était de tirer parti de bactéries
prélevées dans divers échantillons de sols en vue du développement d'un processus biologique
novateur et efficace pour le traitement des effluents contenant une multitude de colorants

synthétiques.

Dans ce chapitre spécifique de notre recherche, nous nous attardons sur les détails entourant
les colorants azoiques que nous avons utilisés, en exposant leur composition précise ainsi que
leur role essentiel dans notre methodologie expérimentale. Nous avons également mis en
lumiere le matériel biologique qui a ét€¢ au cceur de nos investigations, en soulignant son

origine et sa pertinence pour notre étude.

Nous abordons également les methodes analytiques qui ont été mises en ceuvre pour évaluer
les résultats de nos expérimentations. Ces méthodes incluent des techniques spécifiques de

mesure et de quantification, permettant ainsi une évaluation rigoureuse de nos données.

De plus, nous avons présenté en détail les appareils et les équipements que nous avons utilisés
tout au long de notre recherche, en précisant leur modele, leur fonction et leur importance

dans le cadre de nos expérimentations.

L'ensemble de ces informations détaillées contribue a une compréhension approfondie de la
méthodologie et des approches pratiques que nous avons employées au sein de notre
laboratoire pour mener a bien notre étude.

I1.2. Réactifs utiliseés

11.2.1. Réactifs chimiques

Au cours de cette recherche, des réactifs chimiques de qualité analytique, caractérisés par une
pureté élevée, ont été employeés. Le tableau 9 répertorie les formules chimiques, les taux de

pureté, ainsi que les fournisseurs des divers composés utilisés dans cette étude.
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Tableau 9 : Réactifs chimiques utilisés

Produit Formule Pureté Fournisseur
Dipotassium hydrogene |\ 1105, | >989% | Sigma-Aldrich
phosphate

Dihydrogenophosphate KHPO:s | 100% | Sigma-Aldrich
de potassium

Sulfate de calcium 0 : :
dihydraté CaS04.2H0 | 99 % Sigma-Aldrich
Sulfate de magnésium : :
dihydraté MgS04.2H0 | 99 % Sigma-Aldrich
Sulfate d’ammonium (NH4)2SO04 99 % Panreac
Sulfate de fer FeSO4 99,9 % Panreac
Acide chlorhydrique HCI 37 % Omega
Hydroxyde de sodium NaOH 98 % Omega
Chlorure de sodium NaCl >99 % Sigma-Aldrich
Méthanol CH3OH >99 % Sigma-Aldrich

11.2.2. Les colorants

11.2.2.1. Structures et caractéristiques physico-chimiques des colorants

Le Bleu d’Evans, Noir amido 10B, Noir de chlorazol E, Rouge Congo, Rouge de méthyle,
Nigrosine et Sudan Il ont été retenus dans cette étude. Tous ces colorants ont été fournis par
Sigma-Aldrich sous forme solide, avec une pureté supérieure a 99 %.

Les structures chimiques des colorants azoiques, examinés au cours de cette these, sont

présentées a la Figure 15.
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Figure 15 : Structures chimiques des colorants étudiés
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Les caractéristiques physico-chimiques des colorants azoiques sont répertoriées au tableau 10.

Tableau 10 : Caractéristiques physico-chimiques des molécules cibles

Nom Masse | Solubilité dans N
Colorant ) Formule brute | molaire | I’eau a 30 °C max
technique (g/mol) (g/L) (nm)
Bleu d’Evans D"egth'“e CaaH24NeNasO1S4 | 960.809 Soluble 609
Noir amido 108 | ~°!¢ 1'3'a°k C22H1aNsNa20sS, | 616.49 SO'”bZ'% ‘Eggl La | 620
Noir de chlorazol E | PECL | o H cNeNayOsS, | 760.8 Soluble 578
ol e cnlorazo Black 38 34M125N9INd2 U792 .
Rouge Congo Direct Red | o H,,Ns06S: | 696.66 | SoMble250/Lal 54,
28 20 °C
Rouge de méthyle | AcidRed 2 | CusisN:0, | 269.3 | SOOI | 419
Nigrosine AC'dZB'aCk C22H14NsNaz0eS; | 616.49 Soluble 576
Solvent
Sudan 11 Orange 7 C1sH1sN20 276.34 Insoluble 508

11.2.2.2. Préparation des solutions de colorants

Les colorants examinés dans cette étude ont été dissous dans de I'eau distillée pour atteindre
une concentration de 50 mg/L. Pour le Bleu d’Evans, des solutions filles ont été préparées en

diluant la solution meére.

Pour déterminer le spectre d'absorption du colorant (BE), un spectrophotometre UV-Visible a
été utilisé, en utilisant de I'eau distillée comme contrdle (blanc). Par la suite, I'absorbance des
solutions préparées a été mesurée a la longueur d'onde maximale (609 nm). Les résultats
obtenus serviront a établir une courbe d'étalonnage qui sera utilisée comme outil de

quantification du colorant étudié (voir ’annexe).

11.3. Matériel biologique

11.3.1. Isolement et sélection des souches d’intérét

11.3.1.1. Origine des souches

Des micro-organismes bactériens ont été isolés a partir d'‘échantillons de sol provenant de

diverses régions d'Algérie, comme indiqué au tableau 11. L'échantillonnage a été réalisé par
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nos collégues pendant I'année universitaire 2016/2017. Les préléevements ont été effectués en
prélevant la couche superficielle de terre aprés avoir retiré les cing premiers centimétres de la
surface du sol a l'aide d'une spatule ou d'une cuillere. Chaque échantillon a, ensuite, été
transféré dans un sac en polyéthyléne stérile, puis rapidement transporté au laboratoire dans
une glaciére. Les échantillons de sol ont été minutieusement étiquetés et conservés a 4 °C

jusqu'a leur utilisation.

Tableau 11 : Les différents sols utilisés dans 1’étude

Numéro Codes du laboratoire Wilaya
01 LAO001 ALGER
02 LA002 ALGER
03 LAOQO3 ALGER
04 LAO004 ALGER
05 LAOQ05 ALGER
06 LAO06 ALGER
07 LAO0Q7 ALGER
08 LAOO8 ALGER
09 LAO09 ALGER
10 LAO11 ALGER
11 LAO13 ALGER
12 LB018 BLIDA
13 LB061 BLIDA
14 LBAI1 BEJAIA
15 LBAI2 BEJAIA
16 LBAI3 BEJAIA
17 LEOO1 EL OUED
18 LE002 EL OUED
19 LEOO3 EL OUED
20 LEOO4 EL OUED
21 LS001 S.BELABES
22 LS002 S.BELABES
23 LT049 T1ZI OUZOU
24 LT050 T1ZI OUZOU
25 LT055 TAMENRASSET
26 LT056 TAMENRASSET
27 LTO057 TAMENRASSET
28 LT058 TAMENRASSET
29 LH001 H.MESSOUD
30 LH002 H.MESSOUD
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11.3.1.2. Préparation des suspensions meres

Pour chaque échantillon de sol, des suspensions méres ont été préparées. Un gramme du sol
est mis en suspension dans 9 mL d’eau physiologique stérile. Aprés agitation, une série de

dilution est réalisée.

11.3.1.3. Techniques d'ensemencement et d'isolement des souches

Une quantité de 100 uL. de suspensions diluées ont été ensemencées en surface sur des boites
de Pétri. Le milieu de culture est composé de la molécule cible (le colorant) et une
supplémentassion minérale (g/L) : EB 0,05, K2HPO4 0,08, KH2PO4 0,02, CaS042H20 0,005,
MgSO47H20 0,05, (NH4).SO4 0,1, FeSO4 0,001, cycloheximide 0,05, gélose 15 et 1 L d'eau
distillée. Le pH du milieu a été ajusté a 7,0. Les inoculums ont été étalés a l'aide de billes de
verre stériles de 3 mm de diametre (Sanders, 2012). Ensuite, les boites sont placées dans une
étuve a une température de 28 + 2 °C pour l'incubation. Les colonies bien distinctes ainsi
obtenues sont soumises a un processus d'isolement et de purification, en utilisant le méme

milieu de culture.

11.3.2. Repiquage, purification et conservation des souches

Apres 5 jours d’incubation, les colonies entourées de zones décolorées, caractérisées par
I'apparition d'un halo autour des colonies, ont été prélevées et ensemenceées sur le méme
milieu d'isolement. Ensuite, elles ont été ré-incubées dans les mémes conditions pour
confirmer leur capacité a décolorer le Bleu d'Evans (BE) conformément a I'étude de Chaieb
et al. (2016). Au total, nous avons isolé 15 souches bactériennes. Celles-ci ont été purifiées
par des passages successifs sur le méme milieu d'isolement, puis sur un milieu TSA, afin
d'obtenir des cultures pures. Parmi les 15 souches isolées, quatre isolats d'actinobactéries ont
présenté une décoloration significative. Nous allons ensuite procéder a leur identification et
évaluer leur potentiel de biodégradation vis-a-vis des différents colorants utilisés. Ces isolats
ont été conservés dans une solution de glycerol et d'eau a 50 % (v/v) a une température de -40
°C.

11.3.3. Identification et caractérisation des isolats

Les quatre isolats sélectionnés pour leur capacité a décolorer le Bleu d’Evans sur milieu
solide ont été nommés A011, A013, BO61 et S1T049. L'extraction et le séquencage de I'ADN
ont été réalisés par Macrogen Ltd. (Pays-Bas). Les séquences obtenues ont été comparées aux

séquences de géenes d'ARNr 16S de taxons validement décrits, disponibles sur le serveur
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EzBioCloud (Yoon et al., 2017). L'analyse phylogénétique a été réalisée a l'aide du logiciel
MEGA 11 (Tamura et al., 2021). L'histoire évolutive a été déduite sur la base des séquences
d’ADNr 16S en utilisant la méthode Neighbor Joining avec un test bootstrap de 1000
répliques (Felsenstein, 1985). Les distances évolutives ont été calculées en utilisant la
méthode du maximum de vraisemblance composite (Tamura et al., 2004). Toutes les

analyses évolutives ont été menées a l'aide du logiciel MEGA 11 (Tamura et al., 2021).

I1.4. Méthodes d’analyse

Les méthodes d'analyse utilisées dans cette étude comprennent la spectrophotométrie UV-
Visible et la chromatographie en phase liquide a haute performance (HPLC). La
spectrophotométrie UV-Visible a été employée pour suivre précisément la décoloration du
colorant azoique Bleu d’Evans par les actinobactéries isolées, en mesurant l'absorbance a une
longueur d'onde donnée. Quant a la chromatographie HPLC, elle a été utilisee pour évaluer la
biodégradation du colorant azoique et détecter d'éventuels produits intermédiaires formes
pendant le processus de dégradation, offrant ainsi une haute résolution pour separer et

identifier les composés présents dans les échantillons traites.

11.4.1. L’analyse par spectrophotométrie UV-Visible

Les quatre souches d’actinobactéries isolées ont été testées pour leur capacité a décolorer le

Bleu d’Evans (50 mg/L) en milieu liquide.

Dans des tubes de centrifugation (114,55 x 27,94 mm, volume total 50 mL), une quantité de 2
% (v/v) de culture d'actinobactéries a été ajoutée a 15 mL de milieu liquide contenant (g/L)
BE 0,05, KaHPO4 0,08, KH2PO4 0,02, CaS042H,0 0,005, MgS047H.0 0,05, (NH4)2SO04 0,1,
FeSO4 0,001, Glucose 2 et 1 L d'eau distillée. Le pH du milieu a été ajusté a 7,0. Les tubes
inoculés ont été maintenus dans un incubateur-agitateur a 140 tr/min pendant 7 jours a 30 °C
(Pokharia et Ahluwalia, 2013). Un tube témoin a, également, été préparé avec le méme

milieu liquide mais sans inoculum d'actinobactéries.

Des aliquotes de 1,5 mL ont été prélevées apres 24, 48, 72, 96, 120, 144 et 168 h d'incubation
pour contréler le processus de décoloration, puis centrifugées a 10000 tr/min pendant 15 min
et filtrées a 'aide d'un filtre seringue de 0,45 um. Toutes les expériences ont été réalisées en

triplicata.

La décoloration de (BE) a été déterminée a l'aide d'un spectrophotométre UV-Visible

(Shimadzu UV-1201, Japon), en mesurant le changement d'absorbance du surnageant de
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culture par rapport aux témoins a Amax = 609 nm a différents moments. Le pourcentage de

décoloration du colorant a, ensuite, été calculé a l'aide de la formule suivante :

(Ai-4f)

(%) de décoloration = l

100

Avec :
Ai : Correspond a I’absorbance initiale mesurée a la longueur d’onde maximale du colorant ;
Af : Correspond a 1’absorbance finale enregistrée aprés incubation a la longueur d’onde maximale du

colorant.

11.4.2. Etude des paramétres influencant la dégradation du Bleu d’Evans

11.4.2.1. Effet de la vitesse d’agitation

Dans le but d’étudier ’effet de la vitesse d’agitation du milieu sur la décoloration du Bleu
d’Evans, cinq milieux ont été préparés ; ces milieux sont des solutions de Bleu d’Evans, de
concentration C = 50 mg/L et un volume V = 15 mL, contenues dans des tubes de
centrifugation. Une quantité de 50 pL de solution de bactéries degradant BE a été ajoutée aux
six milieux contenant : (g/L) KoaHPO4 0,08, KH2PO4 0,02, CaS04.2H20 0,005, MgS0O4.7H.0
0,05, (NH4)2SO4 0,1, FeSO4 0,001, Glucose 2 et 1 L d'eau distillée. Le pH du milieu a été
ajuste a 7,0.

Les tubes inoculés ont été maintenues dans un incubateur-agitateur a des vitesses d’agitation
de 0, 80, 100, 120, 140 tr/min, pendant 7 jours a une tempeérature de 30 °C. Un tube témoin a,

également, été prépare avec le méme milieu liquide mais sans inoculum d'actinobactéries.

11.4.2.2. Effet de la température

Ce test a pour but de déterminer I’influence de la variation de température sur I’efficacité¢ de
la biodégradation. De ce fait, cing milieux ont été préparés. Ceux-ci sont des solutions de
Bleu d’Evans, de concentration C = 50 mg/L et un volume V = 15 mL, contenues dans des
tubes de centrifugation. Une quantité de 50 pL de solution de bactéries dégradant EB a été
ajoutée aux cing milieux contenant : (g/L) K:HPO4 0,08, KH2PO4 0,02, CaS0O42H.0 0,005,
MgS0.4.7H20 0,05, (NH4)2S04 0,1, FeSO4 0,001, Glucose 2 et 1 L d'eau distillée. Le pH du
milieu a été ajusté a 7,0.

Les températures des milieux 1, 2, 3, 4, 5 sont, respectivement, de 4 ; 20 ; 30 ; 40 et 50 °C.
Les tubes inoculés ont été maintenus dans un incubateur-agitateur a 140 tr/min pendant 7
jours. Un tube témoin a, également, été préparé avec le méme milieu liquide mais sans

inoculum d'actinobactéries.
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11.4.2.3. Effet du pH

L'objectif principal de cette étude sur I'effet du pH est d'analyser comment la variation du pH
du milieu impacte la capacité des bactéries a dégrader le Bleu d’Evans. Plus précisément,
cette recherche vise a déterminer si la biodégradation du colorant reste efficace ou non a

différents niveaux de pH.

Pour ce faire, six milieux ont été préparés. Chacun de ces milieux est constitué d'une solution
de Bleu d’Evans a une concentration de C = 50 mg/L, avec un volume V de 15 mL, contenu
dans des tubes de centrifugation. Dans ces six milieux, nous avons ajouté une quantité
uniforme de 50 pL d'une solution contenant des bactéries capables de dégrader le Bleu
d’Evans. Par ailleurs, ces milieux contenant : (g/L) KoHPO4 0,08, KH2PO4 0,02, CaS0O42H,0
0,005, MgSO47H20 0,05, (NH4)2S04 0,1, FeSO4 0,001, Glucose 2 et 1 L d'eau distillée.

Les valeurs de pH des six milieux, numeérotés de 1 a 6, étaient, respectivement, de 5, 6, 7, 8, 9
et 10. Les tubes inoculés ont, ensuite, été placés dans un incubateur-agitateur et maintenus a
une vitesse de 140 tr/min pendant une période de 7 jours, a une température de 30 °C. Un tube
témoin a, également, été préparé en utilisant le méme milieu liquide, mais sans ajout
d'inoculum d'actinobactéries. Cette expérience a pour but danalyser I'effet spécifique du pH

sur la dégradation du Bleu d’Evans.

11.4.2.4. Effet de la concentration initiale du colorant

Dans le but dexplorer comment la concentration initiale du colorant impacte l'efficacité du
traitement biologique, cing milieux ont été prépares. Ceux-ci sont des solutions de Bleu
d'Evans, de concentration (50, 60, 80. 100 et 120 mg/L) et un volume V = 15 mL contenus
dans des tubes de centrifugation. Une quantité de 50 uL de solution de bactéries dégradant le
BE a été ajoutée aux cing milieux contenant: (g/L) K:HPO, 0,08, KH.POs; 0,02,
CaS04.2H20 0,005, MgS0O47H20 0,05, (NH4)2SO4 0,1, FeSO4 0,001, Glucose 2 et 1 L d'eau
distillée. Le pH du milieu a été ajusté a 7,0.

Les tubes inoculés ont été placés dans un incubateur-agitateur, ou ils ont été maintenus a une
vitesse de 140 tr/min pendant une période de 7 jours, a une température constante de 30 °C.
En parallele, un tube témoin a été préparé en utilisant le méme milieu liquide. Cependant,

aucun inoculum d'actinobactéries n'y a été ajoute.

11.4.2.5. Effet des sources de carbone

L'objectif de ce test est de déterminer comment la présence de différentes sources de carbone

dans le milieu influence l'efficacité de la biodégradation. Dans notre étude, nous avons
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sélectionné quatre sources de carbone, a savoir : le glucose, le saccharose, le fructose et le
galactose. Pour cette évaluation, cinq milieux ont été préparés. Ceux-ci sont des solutions de
Bleu d’Evans, de concentration C = 50 mg/L et un volume V = 15 mL contenus dans des
tubes de centrifugation. Une quantité de 50 pL de solution de bactéries dégradant le BE a été
ajoutée aux cing milieux contenant : (g/L) K2HPO4 0,08, KH2PO4 0,02, CaS0O42H20 0,005,
MgSO47H20 0,05, (NH4)2S04 0,1, FeSO4 0,001 et 1 L d'eau distillée. Le pH du milieu a éte
ajusté a 7,0. Dans chacun des milieux, les nutriments mentionnés précédemment ont été
ajoutés individuellement a une concentration de 2 g/L. Un seul milieu a été préparé sans ajout

de source de carbone.

Les tubes inoculés ont été maintenus dans un incubateur-agitateur a 140 tr/min pendant 7
jours a 30 °C. Un tube témoin a, également, été préparé avec le méme milieu liquide mais

sans inoculum d'actinobactéries.

11.4.2.6. Effet de la salinité du milieu

Afin d'examiner comment la concentration de NaCl influence I'efficacité de la biodégradation,
six milieux ont été préparés. Ceux-ci sont des solutions de Bleu d’Evans, de concentration C
=50 mg/L et un volume V = 15 mL contenues dans des tubes de centrifugation. Une quantité
de 50 pL de solution de bactéries dégradant le BE a été ajoutée aux six milieux contenant :
(9/L) K2HPO4 0,08, KH2PO4 0,02, CaS04.2H20 0,005, MgS0O4.7H.0 0,05, (NH4)2SO4 0,1,
FeSO4 0,001, Glucose 2 et 1 L deau distillée. Le pH du milieu a été ajusté a 7,0. Les
différentes concentrations de NaCl ajoutées aux milieux 1, 2, 3, 4, 5, 6 sont, respectivement :
0;0,25;0,5;0,75; 1et 1,2 mol/L.

Les tubes inoculés ont été maintenus dans un incubateur-agitateur a 140 tr/min pendant 7
jours a 30 °C. Un tube témoin a, également, été préparé avec le méme milieu liquide mais

sans inoculum d'actinobactéries.

11.4.2.7. Effet des ions métalliques

Pour évaluer I’'importance de I’effet des ions métalliques sur la dégradation bactérienne des
colorants, cing ions métalliques ont été choisi (Zn?*, Mg?*, Li**, Cd?* et Hg?*). Pour faire ce
test, cinqg milieux ont été préparés. Ceux-ci sont des solutions de Bleu d’Evans, de
concentration C = 50 mg/L et un volume V = 15 mL contenues dans des tubes de
centrifugation. Une quantité de 50 pL de solution de bactéries dégradant le BE a été ajoutée
aux cing milieux contenant : (g/L) K:HPOs 0,08, KH2POs 0,02, CaS0O4.2H.O 0,005,
MgS0.4.7H20 0,05, (NH4)2S04 0,1, FeSO4 0,001, Glucose 2 et 1 L d'eau distillée. Le pH du
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milieu a été ajusté a 7,0, et, ensuite, les ions métalliques mentionnés précédemment ont éteé

introduits individuellement dans chaque milieu & une concentration de 2 mM.

Les tubes inoculés ont été maintenus dans un incubateur-agitateur a 140 tr/min pendant 7
jours a 30 °C. Un tube témoin a, également, été préparé avec le méme milieu liquide mais

sans inoculum d'actinobactéries.

11.4.3. Analyse du colorant par chromatographie liquide a haute performance (HPLC)

La dégradation du Bleu d’Evans par les souches d'actinobactéries a été évaluée par
chromatographie liquide a haute performance (HPLC YL 9100 - Young Lin Instrument, Co.,
Anyang, Corée). Apres I’incubation (durée 168 h, température 30 °C, pH 7,0 et 140 tr/min),
les milieux de culture ont été collectés et centrifugés a 10000 tr/min pendant 15 min. Ensuite,
1 mL de surnageant de chaque échantillon a été filtré a l'aide d'un filtre seringue de 0,45 pum ;
un échantillon témoin (colorant BE non traité) a, également, été prépare. Les échantillons
filtrés ont eté analyses individuellement en injectant 20 pL dans le chromatographe afin de
détecter les pics correspondants et de déterminer le temps de rétention de chaque échantillon.
La séparation analytique a été effectuée en utilisant une colonne Teknokroma OSDA120-C18
de dimensions 250 mm x 4,6 mm. La phase mobile était un gradient d'un mélange de
méthanol/eau (60 : 40, v/v), avec un debit de 0,5 mL/min. La détection s'est faite a l'aide d'un
détecteur UV/Vis-9120 a 240 et 609 nm. La degradation du colorant Bleu d'Evans a été
quantifiee en comparant la surface du pic des échantillons aprés décoloration avec
I'échantillon témoin (Xu et al., 2007).

11.4.4. Test de biodégradation des différents colorants azoiques

Dans le cadre de cette étude, nous avons entrepris des tests visant a évaluer la capacité des
isolats d'actinobactéries a dégrader plusieurs types de colorants azoiques. Parmi ceux-ci, nous
avons inclus le Noir amido 10B, le Noir de chlorazol E, le Rouge Congo, le Rouge de

méthyle, la Nigrosine et le Sudan 1.

Pour cette étude, nous avons préparé un milieu de culture identique a celui du Bleu d’Evans,
avec une concentration finale de 50 mg/L de chaque colorant. L'ajustement précis du pH a 7,0

était une étape importante pour assurer des conditions optimales pour la dégradation.

Par la suite, les tubes contenant ces cultures d'actinobactéries ont été placés dans un
incubateur-agitateur, ou ils ont été maintenus a une vitesse de 140 tr/min. Ce réglage

spécifique a été maintenu constant pendant une période de 7 jours, et la température a été
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maintenue a 30 °C (Pokharia et Ahluwalia, 2013). Pour établir une base de comparaison, un
tube témoin identique en composition au milieu liquide a été préparé, mais sans l'inoculation

d'actinobactéries.

Afin de surveiller I'évolution du processus de décoloration, nous avons prélevé des aliquotes
de 1,5 mL a la fin des 7 jours d'incubation. Ces échantillons ont, ensuite, été soumis a une
centrifugation de 10000 tr/min pendant une durée de 15 minutes, puis filtrés avec une grande
précision a l'aide d'un filtre seringue doté d'une porosité de 0,45 um. Toutes les étapes
expérimentales ont été, scrupuleusement, effectuées en triplicata pour garantir la fiabilité des
résultats.

La décoloration des différents colorants azoiques a été évaluée grace a l'utilisation d'un
spectrophotometre UV-Visible, en particulier le modéle Shimadzu UV-1201, Japon. Ce
dispositif nous a permis de mesurer avec précision le changement d'absorbance du surnageant
de culture par rapport aux témoins, en prenant en compte la longueur d'onde Amax de chaque
colorant, a divers moments de I'expérience. Cette méthodologie approfondie nous a fourni des
données détaillées et fiables sur le degré de dégradation des colorants azoiques par les isolats
d'actinobactéries, contribuant ainsi a une meilleure compréhension de leur capacité de

décomposition.

11.5. Conclusion
Dans ce chapitre, nous avons presenté les réactifs chimiques, les colorants azoiques et les
micro-organismes, ainsi que les méthodes expérimentales de traitement biologique et les

techniques d’analyse utilisées tout au long de ce travail.
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Isolement et identification des souches

I11.1. Introduction

Dans cette partie nous nous sommes intéressées, en premier lieu, a I’isolement des bactéries
qui sont présentes dans des échantillons de sol et qui sont capables de dégrader les colorants
azoiques. L’élimination des colorants déversés dans la nature nécessitent 1’intervention de
différents facteurs. Parmi ceux-ci, la biodégradation par les micro-organismes, notamment les

bactéries, est le processus naturel le plus important.

En second lieu, une caractérisation morphologique des souches isolées est faite. 1l ressort que
ces souches sont capables d’une décoloration significative des différents colorants pour

lesquels nous avons testé le potentiel de biodégradation.
I11.2. Isolement des souches

Apres 5 jours d’incubation (a 28 + 2 °C) sur un milieu solide contenant le Bleu d’Evans
comme seule source de carbone, nous avons pu observer une croissance bactérienne et une
décoloration du milieu a partir des isolats issus de 20 échantillons de sols sur les 30 examinés,
soit une proportion de 66%. Ces résultats indiquent que le pool microbien des sols explorés

(nord et sud du pays) s’est révélé capable d’induire une décoloration du milieu.

Cependant, parmi les isolats issus des 20 échantillons positifs, la grande proportion provenait
du nord du pays (70%). En effet dans le sud du pays les facteurs édaphiques défavorables
comme le déficit hydrique, la dessiccation, la salinité et les carences du sol peuvent affecter la

richesse microbienne du sol (Amrani, 2010).

Apreés une observation a la loupe de I’ensemble des résultats positifs, 15 isolats criblés
présentent des zones décolorées importantes ont été sélectionnés pour étres purifiés et

caractérisés.

111.3. Caractérisation des souches isolées

Pour la caractérisation des souches, nous avons procedé a une caractérisation morphologique
(macroscopique et microscopique). Les observations ont été effectuées aprés 72 h

d’incubation sur milieu de Bleu d’Evans et sur milieu TSA.

Les résultats des observations des souches bactériennes sur le milieu TSA sont regroupés au
tableau 12. Aprés 72 h d’incubation a 28 + 2 °C, I’ensemble des colonies des isolats
présentent I’aspect macroscopique caractéristique des actinobactéries, ce sont des colonies

d’aspect poudreux avec des formes filamenteuses (Figure 16). Pour les autres isolats, nous
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avons pu observer différentes formes et aspects (circulaire, ponctiforme, crémeuse et

muqueuse).

a b
Figure 16 : Aspect macroscopique des souches sur milieu de Bleu d’Evans (a) et sur milieu
TSA (b)
Tableau 12 : Caractéristiques culturales des souches bactériennes sur milieu TSA apres 72 h
d’incubation

Souche Forme Couleur | Consistance Bord Opacité
A001 Circulaire Beige Mugqueuse Régulier | Opaque
A002 Filamenteuse | Blanche Crémeuse Irrégulier | Opaque
A006 Filamenteuse | Transparente | Poudreuse Irrégulier | Translucide
A009 Filamenteuse | Gris-blanc poudreuse Irrégulier | Opaque
A011 Filamenteuse | Blanche Poudreuse Irrégulier | Opaque
A013 Filamenteuse | Blanche poudreuse Irrégulier | Opaque
B018 Filamenteuse | Blanche Crémeuse Irrégulier | Opaque
B061 Filamenteuse | Gris-blanc Poudreuse Irrégulier | Opaque
BAIl Ponctiforme | Blanche Crémeuse Régulier | Opaque
E002 Ponctiforme | Blanche Mugqueuse Régulier | Translucide
S001 Filamenteuse | Grise poudreuse Irrégulier | Opaque
S1T049 | Filamenteuse | Blanc-beige | Poudreuse Irrégulier | Opaque
S2T049 | Irréguliére Blanche Mugqueuse Irrégulier | Opaque
TO055 Circulaire Jaune Poudreuse Régulier | Opaque
H001 Filamenteuse | Blanche Crémeuse Irrégulier | Opaque

Apres les observations macroscopiques, les isolats ont été mis en observation microscopique
en état fixé (coloration de Gram). Les résultats indiquent que les isolats présentent des formes
cellulaires tres variables. On trouve des actinobactéries avec un aspect filamenteux (A011,
A002, A006, A009, B0O18, S001, A013, HOO1, B061, S1T049) aussi des formes de cocci
(A001 et S2T049) et les autres en formes bacillaires de taille moyenne (Figure 17).
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Figure 17 : Observation microscopique des souches apres coloration de Gram a Gx100

La coloration de Gram nous a révélé une prédominance des Gram®, avec un taux de 70 %.
D’apres les résultats obtenus par le test de décoloration du Bleu d’Evans sur un milieu liquide,
les souches a Gram® sont plus dégradantes que les souches a Gram™ avec un taux de
décoloration > 85 % pour les souches a Gram®, contrairement aux souches a Gram™ qui sont
moins dégradantes, soit un taux de decoloration < 75 % (Figure 18). Ainsi, quatre isolats
d’actinobactéries (A011, A013, B061 et S1T049) ont montré une décoloration significative
que nous allons par la suite identifier et tester leur potentiel de biodégradation des différents
colorants choisis.

Ces résultats peuvent étre comparés a ceux obtenus par (Oztiirk et Abdullah, 2006) qui a
trouvé que les bactéries Gram® ont une activité de dégradation importante sur les colorants
azoiques plutét que les bactéries Gram™. Donc, le taux de dégradation des colorants est
différent d’un groupe bactérien a un autre. La paroi cellulaire rigide des bactéries Gram®
contient de nombreux radicaux négatifs servant de sites actifs qui, selon certains chercheurs
(Mameri et al.,, 1999 ; Selatnia et al., 2004), présentent une forte affinité pour les

groupements amines.
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Figure 18 : Pourcentage de décoloration du Bleu d’Evans aprés 7 jours d’incubation

I11.4. Identification des actinobactéries

L'explosion nucléotidique et la reconstruction phylogénétique, basée sur la séquence du gene
de I'ARN 16S (Figure 19), indiquent que les quatre souches sélectionnées appartiennent toutes
au genre Streptomyces (Actinobacteria ; Actinomycetia ; Streptomycetales ;
Streptomycetaceae).

Les actinobactéries sont des bactéries filamenteuses aérobies a coloration Gram positive,
caractérisees par une structure de colonie complexe incluant des mycéliums ramifies
multinucléés, avec des différenciations entre les mycéliums aériens et du substrat ainsi que
des structures reproductrices. Leur paroi cellulaire, composée notamment de peptidoglycane
et d'acides mycoliques, peut influencer leur capacité a dégrader les colorants de plusieurs
maniéeres. Une paroi plus perméable favorise l'acceés des enzymes de dégradation des
colorants, facilitant ainsi leur dégradation (Rahlwes et al., 2019). De plus, les actinobactéries
peuvent développer une résistance accrue aux conditions environnementales difficiles grace a
certains composés de leur paroi, leur permettant ainsi de maintenir leur activité métabolique
de dégradation des colorants dans des environnements variés (Preethi and Pathy, 2020).

Sur la base de nos résultats, les souches A011, BO61 et S1T049 peuvent étre attribuées,
respectivement, aux espéces Streptomyces maritimus, Streptomyces mutabilis et Streptomyces
ardesiacus. La souche A013 qui est, phylogénétiquement, proche de I'espece Streptomyces
ardesiacus ne s'est regroupée avec aucune des espéces connues de Streptomyces et pourrait
constituer une nouvelle espece dans le genre Streptomyces.

Des recherches récentes indiquent que les actinobactéries; en particulier les especes de

Streptomyces, ont une grande capacité a décolorer les colorants azoigues. De plus, les
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enzymes présentes dans les actinobactéries peuvent survivre dans des conditions extrémes
telles que le pH et la température (Preethi and Pathy, 2020 ; Abdel-Monem et al., 2021 ;
Reda et al., 2019).

99 Strepfomycas maritimus MML17T10T (MHOB84718)
70 '@Strain AD11 (OM212066)
83 Streptomyces rochei NBRC 129087 (NR041091)
o

~Strepfomyces geysiriensis NRRL B12102T (NR043818)

[ Streptomyces mutabilis NBRC 128007 (AB184156)

5" @ Strain B061 (OM212068)

Streptomyces diastaticus NBRC 37147 (AB184785)

63 ﬁ&‘i‘rep!omyces coelicoftavus NBRC 153897 (AB184650)

&

@ Strain A013 (OM212067)
99 | Streptomyces ardesiacus NBRC 154027 (AB184653)
5o Strain $1T049 (OM212069)
Streptomyces fradiae NBRC 127737 (AB184134)

Streptomyces enissocaesiiis NBERC 1007637 (NRO41411)

001

Figure 19 : Arbre simplifié montrant la position phylogénétique des quatre souches isolées de
Streptomyces : A011, A013, BO61 et S1T049.

L'histoire évolutive a été déduite sur la base des séquences d’ADNr 16S, en utilisant la
méthode Neighbor-Joining avec un test bootstrap de 1000 répétitions. Les numeéros d'acces
pour les séquences d'’ADNr 16S sont indiqués entre parentheses. L'arbre optimal est affiché.
Le pourcentage d'arbres répliqués dans lesquels les taxons associés se sont regroupés dans le
test bootstrap (1000 réplicats) est indiqué a cote des branches (Felsenstein, 1985). L'arbre est
dessiné a I'échelle, avec des longueurs de branche dans les mémes unités que celles des
distances évolutives utilisées pour déduire l'arbre phylogénétique. Les distances évolutives
ont été calculées a l'aide de la méthode du maximum de vraisemblance composite (Tamura et
Kumar, 2004) et sont exprimées en nombre de substitutions de bases par site. Cette analyse a
porté sur 13 sequences nucléotidiques. Toutes les positions ambigués ont été supprimées pour
chaque paire de séquences (option de suppression par paire). Il y avait un total de 1512
positions dans I'ensemble de données finales. Des analyses évolutives ont été menées dans
MEGA11 (Tamura et al., 2021). L'arbre a été simplifié pour n'inclure que 9 souches de type
pour des raisons de clarté ; lI'analyse a porté sur un total de 756 souches, dont 752 souches

types des différentes especes du genre Streptomyces.
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111.5. Conclusion

Les résultats présentés dans ce chapitre, concernant 1’isolement et le screening des bactéries
dégradantes, lors de la dégradation du Bleu d’Evans dans un milieu solide, ont permis de
sélectionner 15 souches. Nous avons pu établir des différences claires entre ces isolats en
utilisant des caractéristiques morphologiques (macroscopique et microscopique).

La plupart des colonies qui se sont développées sur les boites de pétri appartenaient au genre
d’actinobactéries, puisque les colonies étaient a croissance lente, pliées et avec des mycéliums
aeriens et possédants une odeur terreuse.

En faisant un test de décoloration sur un milieu liquide du Bleu d’Evans, quatre isolats
d’actinobactéries (AO11, A013, B061 et SIT049) ont montré une décoloration significative du
milieu, avec, respectivement, des taux de (99,05, 97,4, 98,01, 98,62 %).

Enfin, une identification de confirmation du genre a été faite par I'exploitation nucléotidique
et la reconstruction phylogénétique, basée sur la séquence du géne de I'ARN 16S, indiquant
que les quatre souches sélectionnées appartiennent toutes au genre Streptomyces

(Streptomyces maritimus, Sreptomyces mutabilis et Streptomyces ardesiacus).
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Facteurs influencant la dégradation des colorants azoiques

IVV.1. Introduction

Ce chapitre a pour principal objectif d'analyser la décoloration du Bleu d’Evans par les
Streptomyces isolés. Cette analyse s'effectuera en utilisant la spectrophotométrie UV-Visible
pour quantifier le changement d'absorbance du milieu de culture par rapport aux échantillons
de contrble, a différentes étapes d'incubation, en se basant sur la longueur d'onde maximale
(Amax) du colorant. En outre, il vise a explorer limpact de divers paramétres
physicochimiques, notamment la température, le pH initial du milieu, la vitesse d'agitation, la
concentration initiale du colorant, la source de carbone, la teneur en sel et la présence d'ions
métalliques sur l'efficacité du processus de décoloration. Dans cette optique, une série

d'expériences ont été conduites en se concentrant sur le colorant azoique Bleu d’Evans.

VI.2. Etude de la décoloration du Bleu d’Evans par les actinobactéries identifiées

La décoloration du Bleu d’Evans par les quatre souches identifiées a été suivie durant sept
jours par spectrophotométrie. Les résultats obtenus (Figure 20) indiquent une augmentation
rapide du taux de décoloration avec la période d’incubation. Nous avons observé une
efficacité de décoloration quasi-identiqgue des souches au cours de la méme période
d'incubation, soit 7 jours, avec A011 (98,5 %), A013 (97,29 %), B061 (98,33 %) et S1T049

(97,75 %) et aucune decoloration ne s'est produite pour le témoin non inoculé.

Au bout de 24 h, on remarque une augmentation rapide du taux de décoloration, atteignant
respectivement 50,12 %, 29,83 %, 47,33 % et 40,16 % pour les souches A011, A013, B0O61 et
S1T049. Pendant cette période, la croissance bactérienne s’accélére rapidement, ce qui
entraine une augmentation exponentielle du nombre de cellules bactériennes. Cette phase est
caractérisée par une multiplication cellulaire rapide et une augmentation rapide de la

population bactérienne.

Aprés 6 jours d'incubation, les réserves nutritives commencent a s'épuiser, ce qui entraine

I'atteinte du taux de décoloration maximal, lequel reste constant par la suite.

Les différentes données expérimentales obtenues indiquant clairement que la période
d'incubation constitue un facteur essentiel dans le processus de décoloration. Suivant Yang et
al. (2009), il existe une grande variabilité dans la période d'incubation optimale a laquelle une
décoloration efficace a lieu selon les souches testées. De plus, Sideeg et al. (2020) ont
rapporté que la décoloration augmente avec l'incrément de temps de la période d'incubation,

ce qui contribue a augmenter la biomasse bactérienne.
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Figure 20 : Variation du taux de décoloration du BE en fonction du temps d’incubation, avec
[BE] =50 mg/L, T = 30 °C, pH =7 et une vitesse d’agitation = 140 tr/min

VIL.3. Optimisation des paramétres influencant la dégradation du Bleu d’Evans
VI1.3.1. Influence de la vitesse d’agitation sur I’efficacité de la décoloration

L'effet de la vitesse d’agitation du milieu sur la décoloration du Bleu d’Evans a été étudié a
différentes valeurs (0, 80, 100, 120, 140 tr/min) et en fonction du temps dans un incubateur-

agitateur.

D’apres les figures (21 - 24), les résultats de décoloration les plus élevés étaient supérieurs a
97 %, sous une vitesse de 140 tr/min et 7 jours d’incubation pour les souches AO11, AO13,
B061 et S1T049. Nous notons, toutefois, une faible décoloration aux vitesses de 80, 100, 120

tr/min pour toutes les souches de Streptomyces.

Dans les conditions statiques et apres 7 jours d’incubation, des pourcentages de 37, 34, 40,1 et
30 % ont été notés pour, respectivement, les souches A011l, A013, B061 et S1T049.
L’incubation statique du milieu a, donc, conduit a une trés faible décoloration,

comparativement aux conditions d’agitation.

Ainsi, nos résultats sont en accord avec ceux de Mane et al. (2008) ; Streptomyces krainskii
SUK-5 n'a pas décoloré le Bleu Marine Rx dans les conditions statiques, alors qu’une
décoloration de 95,33 % a été possible dans les conditions d’agitation, aprés 24 h

d’incubation.

Selon Varjani et Upasani (2017), le métabolisme microbien est influencé par 1’apport
d'oxygéne sous agitation. Différents micro-organismes nécessitent des conditions différentes
telles que les conditions aérobie, anaérobie et semi-anaérobie. L'agitation joue un rdle dans

I'aération/I'apport d'oxygéne. L'oxygénation peut étre améliorée par agitation.
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Figure 21 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces maritimus A011 en fonction
du temps et de la vitesse d’agitation, avec [BE] =50 mg/L, T =30 °C etun pH =7
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Figure 22 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces sp.A013 en fonction du
temps et de la vitesse d’agitation, avec [BE] =50 mg/L, T =30 °CetunpH =7
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Figure 23 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces mutabilis BO61 en fonction
du temps et de la vitesse d’agitation, avec [BE] =50 mg/L, T =30 °C etun pH =7
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Figure 24 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces ardesiacus S1T049 en
fonction du temps et de la vitesse d’agitation, avec [BE] =50 mg/L, T=30 °CetunpH =7

V1.3.2. Influence de la température sur ’efficacité de la décoloration

La température constitue un facteur primordial dans tout processus associé a la vitalité
bactérienne (Saratale et al., 2011). Les figures 25 - 28 montrent I'efficacité de decoloration
de 50 mg/L du Bleu d’Evans par les souches d'actinobactéries testées a différentes
températures d'incubation (4, 20, 30, 40 et 50 °C) en fonction du temps. Les résultats
indiquent un niveau elevé de décoloration (98,7, 97,6, 98,62 et 97,69 %) a 30 °C et (96, 98,45,
97,91 et 98,00 %) a 40 °C pendant 7 jours d’incubation pour, respectivement, les souches
A011, A013, B061 et S1T049.

L’augmentation de la température au-dela de 40 °C entraine une diminution des taux de
décoloration, soit 40,45, 76,08, 44,33 et 80,08 % a 50 °C pour, respectivement, les souches
A011, A013, B061 et S1T049. De méme que pour une température de 20 °C, nous avons
observé des taux de décoloration de 87,25, 82,75, 85,33 et 80,29 % pour, respectivement, les
souches A011, A013, B061 et S1T049. En effet, les taux de décoloration enregistrés pour les
températures de 30 et 40 °C sont plus importants que ceux trouvés pour 20 et 50 °C. Par

conséquent, nous déduisons que la température optimale est comprise entre 30 et 40 °C.

Selon Endo et al. (2003), il a été rapporté que la meilleure décoloration était obtenue par
Streptomyces sp a 40 °C. Alors que, pour le Reactive Orange 16, l'isolat de Nocardiopsis.
alba a montré une capacité de décoloration importante a 30 °C (Sugumar et Thangam,
2012).

L’¢tude de Mane et al. (2008) considére que I’isolat de Streptomyces krainskii SUK-5
dégrade totalement (100 %) le Bleu réactif 59 a 30 °C.
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De plus, il a été rapporté qu'a des températures plus élevées, une faible décoloration était

obtenue pour les especes microbiennes en raison de la désactivation thermique des enzymes

responsables de la décoloration, donc, inhibition de la croissance microbienne (Chang et
Kuo, 2000 ; Saratale et al., 2009 ; Abdel-Monem et al., 2021 ; Rajendran et al., 2021).
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Figure 25 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces maritimus A011 en fonction
du temps et de la température, avec [BE] =50 mg/L, pH = 7 et une vitesse d’agitation = 140
tr/min
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Figure 26 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces sp.A013 en fonction du
temps et de la température, avec [BE] = 50 mg/L, pH = 7 et une vitesse d’agitation = 140

tr/min
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Figure 27 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces mutabilis BO61 en fonction
du temps et de la température, avec [BE] =50 mg/L, pH = 7 et une vitesse d’agitation = 140
tr/min
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Figure 28 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces ardesiacus S1T049 en
fonction du temps et de la température, avec [BE] = 50 mg/L, pH = 7 et une vitesse
d’agitation = 140 tr/min

VI1.3.3. Influence du pH initial sur Pefficacité de la décoloration

L'effet du pH sur la décoloration du Bleu d’Evans a été étudié a différentes valeurs de pH
(5,0, 6,0, 7,0, 8,0, 9,0 et 10) en fonction du temps. Pendant toute la période d'incubation, et
comme le montre les figures (29 - 32), les résultats de décoloration les plus élevés sont
supérieurs a 92 %, observés a pH (7,0, 8,0 et 9,0) pour les souches A011, A013, B061 et
S1T049. Ces résultats indiquent que les souches peuvent étre utilisées pour traiter les
colorants contenus dans les eaux usées a des plages de pH variables, comme cela a été
suggeré par Li et al. (2021). Cependant, le potentiel de décoloration est faible aux pH (5,0,
6,0 et 10) pour toutes les souches de Streptomyces. En revanche, aucun processus de
décoloration significatif n'a été observé (3,12 et 1,16 %) a pH 10 pour, respectivement, les
souches A013 et S1T049.
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Il a été rapporté que le pH optimal de I’activité de dégradation des souches d'actinobactéries
se situe fréquemment a 7,0 ou & une valeur légerement alcaline. D'autre part, a des valeurs de
pH fortement acides ou fortement alcalines, le taux de décoloration diminue rapidement en
raison des changements de structure chimique du colorant azoique par protonation ou
déprotonation des liaisons azoiques (Hsueh et al., 2008 ; Rahman et al., 2019 ; Rajendran
et al., 2021). Chittal et al. (2019) ont découvert que la souche actinobactérienne VITVAMB1
était capable de maintenir un niveau élevé de décoloration du Reactive Orange-16 a des pH de
7,0 et 8,0. De méme, une décoloration maximale du Reactive Blue-59 a été observée a un pH
de 8,0 par Streptomyces krainskii SUK-5 (Mane et al., 2008).
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Figure 29 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces maritimus A011 en fonction
du temps et du pH, avec [BE] = 50 mg/L, T = 30°C et une vitesse d’agitation = 140 tr/min
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Figure 30 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces sp.A013 en fonction du
temps et du pH, avec [BE] =50 mg/L, T = 30 °C et une vitesse d’agitation = 140 tr/min
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Figure 31 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces mutabilis BO61 en fonction
du temps et du pH, avec [BE] =50 mg/L, T =30 °C et une vitesse d’agitation = 140 tr/min
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Figure 32 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces ardesiacus S1T049 en
fonction du temps et du pH, avec [BE] =50 mg/L, T = 30° et une vitesse d’agitation = 140
tr/min

V1.3.4. Influence de la concentration initiale du colorant sur P’efficacité de décoloration

La décoloration du Bleu d’Evans a été étudiée a différentes concentrations du colorant (50,
60, 80, 100, 120 mg/L) en fonction du temps. Les résultats obtenus (Figures 33 - 36) ont
démontré que le taux de décoloration le plus élevé (>97 %) a été observé a la plus faible
concentration (50 mg/L) pour les quatre souches isolées (A011, A013, B0O61 et S1T049). Une
diminution progressive du taux de décoloration a été observée aux concentrations de 60, 80 et
100 mg/L. Aucun processus de décoloration significatif n'a été observé a la concentration la
plus élevée de 120 mg/L pour toutes les souches. Il ressort clairement de I’observation que le

pourcentage de décoloration diminue avec I’augmentation de la concentration du colorant.
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Ainsi, il apparait que plus la concentration est faible, plus I’efficacité de la décoloration est

élevée et vice-versa.

Le méme effet a été observé pour Streptomyces DJP15, pour laquelle une décoloration
maximale de 76,66 % s'est produite a la plus faible concentration (50 mg/L) pour le colorant
Bleu réactif sous 48 h d’incubation (Pillai, 2017). De méme, pour la souche actinobactérienne
VITVAMBL, une décoloration maximale (95,07 %) du Reactive Orange-16 a été observée a

50 mg/L, et une faible décoloration a été notée a 300 mg/L avec 57 % (Chittal et al., 2019).

Ces résultats indiquent que le processus de décoloration est fortement influencé par la
concentration initiale du colorant, la vitesse de décoloration diminuant avec une augmentation
de la concentration du colorant. La raison peut étre due au fait que la forte concentration du
colorant est naturellement toxique pour la plupart des organismes, et cette toxicité peut
inhiber l'activité microbienne (Khehra et al., 2005 ; Kalme et al., 2007 ; Chittal et al.,
2019). En revanche, Kalyani et al. (2009) ont observé que les colorants azoiques contenant
des groupes d'acide sulfonique (SOszH) sur leurs cycles aromatiques inhibent fortement

I'activité des micro-organismes aux fortes concentrations du colorant.
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Figure 33 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces maritimus A011 en fonction
du temps et de la concentration initiale du BE pour T =30 °C et pH = 7 et une vitesse
d’agitation = 140 tr/min
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Figure 34 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces sp.A013 en fonction du
temps et de la concentration initiale du BE pour pH =7 et T = 30 °C et une vitesse d’agitation
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Figure 35 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces mutabilis BO61 en fonction
du temps et de la concentration initiale du BE pour pH =7 et T = 30 °C et une vitesse
d’agitation = 140 tr/min
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Figure 36 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces ardesiacus S1T049 en
fonction du temps et de la concentration initiale du BE pour pH =7 et T = 30 °C et une
vitesse d’agitation = 140 tr/min
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V1.3.5. Influence de la source du carbone sur I'efficacité de la décoloration

L'effet de la source du carbone sur la décoloration du Bleu d’Evans a été étudié en présence

du glucose, saccharose, fructose et galactose. Ces nutriments ont été ajoutés séparément a
raison de 2 g/L.

Les tests de décoloration effectués sans aucune source de carbone supplémentaire (Figures
37 - 40) ont révelé que 60,76, 46,60, 53,81 et 50,83 % d'élimination de la couleur du colorant
ont été obtenus pour, respectivement, les souches A011, A013, B061 et S1T049. Le
pourcentage de décoloration le plus éleve a été obtenu avec du glucose (2 g/L) comme source
de carbone apres 7 jours d’incubation. De plus, un bon potentiel de décoloration a été observé
avec l'ajout de la méme concentration de saccharose, fructose et galactose ; alors qu’avec la
souche B061, nous avons obtenu, respectivement, 7,45 et 23,53 % de décoloration pour le
saccharose et le galactose. Reda et al. (2019) ont revelé que l'activité enzymatique de la
laccase de Streptomyces mutabilis A17, la plus elevée, était obtenue avec l'ajout du glucose (1
% p/v). Plusieurs études ont rapporté que l'ajout d'une source de carbone dans le milieu était
essentiel au processus de décoloration et a la croissance des micro-organismes car les
colorants sont déficients en sources de nutriments (Saratale et al., 2009 ; Lade et al., 2012 ;
Lalnunhlimi et al., 2016 ; Guo et al., 2020). De plus, il est important de prendre en compte
la quantité de la source du carbone, car elle doit étre suffisante pour répondre aux exigences

de croissance microbienne et obtenir une décoloration (Solis et al., 2012).
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Figure 37 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces maritimus A011 en fonction
du temps et de la source du carbone, avec [BE] =50 mg/L, T =30 °C, pH = 7 et une vitesse
d’agitation = 140 tr/min
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Figure 38 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces sp.A013 en fonction du
temps et de la source du carbone, avec [BE] =50 mg/L, T = 30 °C, pH =7 et une vitesse

d’agitation = 140 tr/min
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Figure 39 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces mutabilis BO61 en fonction
du temps et de la source du carbone, avec [BE] =50 mg/L, T = 30 °C, pH =7 et une vitesse
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Figure 40 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces ardesiacus S1T049 en
fonction du temps et de la source du carbone, avec [BE] =50 mg/L, T =30 °C, pH =7 et une

vitesse d’agitation = 140 tr/min
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V1.3.6. Influence de la concentration en sel sur I'efficacité de la décoloration

Les figures (41 - 44) montrent l'influence de la concentration en NaCl variant de 0 & 1,25
mol/L sur I'efficacité de décoloration du Bleu d’Evans (50 mg/L) en fonction du temps.

Les résultats indiquent que dans le traitement en présence de Streptomyces sp, souches A011,
A013 et S1T049, plus de 90 % de décoloration ont été enregistrés a différentes concentrations
de sel (0, 0,25, 0,5, 0,75 et 1 mol/L), aprés 7 jours d’incubation. Le méme effet a été observé
avec Streptomyces sp. B061 a (0, 0,25 et 0,5 mol/L) de sel. Cependant, la concentration saline
la plus élevée de 1,25 mol/L a montré une diminution progressive du potentiel de décoloration
(65,32, 52,46, 40,05 et 58,68 %) par les souches AO01l, A013, B061 et S1T049,
respectivement. Il a été rapporté que les concentrations les plus élevées en NaCl inhibent
I'activité, la croissance et la survie microbiennes (Zhuang et al., 2020). Cependant, certaines
souches peuvent se développer et prospérer dans des environnements a haute teneur en sel et
pourraient, donc, étre utilisées pour le traitement des effluents contenant des colorants avec

des quantités substantielles de sels (Khalid et al., 2008 ; Chen et al., 2011 ; Ogugbue et al.,
2011).
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Figure 41 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces maritimus A011 en fonction
du temps et de la concentration en NaCl, avec [BE] =50 mg/L, T =30 °C, pH =7 et une
vitesse d’agitation = 140 tr/min
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Figure 42 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces sp.A013 en fonction du
temps et de la concentration en NaCl, avec [BE] =50 mg/L, T = 30 °C, pH = 7 et une vitesse
d’agitation = 140 tr/min
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Figure 43 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces mutabilis BO61 en fonction
du temps et de la concentration en NaCl, avec [BE] =50 mg/L, T =30 °C, pH =7 et une
vitesse d’agitation = 140 tr/min
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Figure 44 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces ardesiacus S1T049 en
fonction du temps et de la concentration en NaCl, avec [BE] =50 mg/L, T =30 °C, pH =7 et
une vitesse d’agitation = 140 tr/min
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V1.3.7. Influence des ions métalliques sur I'efficacité de la décoloration

Dans cette étude, nous avons également examiné le potentiel de décoloration aprés I'ajout de
divers ions métalliques (Mg?*, Li?*, Zn?*, Cd?* et Hg®") & une concentration de 2 mM. Comme
le montre les figures (45 - 48), plus de 94 % de décoloration ont été enregistrés avec l'ajout de
Mg?* et Li?* pour toutes les souches testées. Cependant, aucune décoloration significative n'a
été observée avec Zn®*, Cd?* et Hg?*. Par exemple, la décoloration de I'Acide Orange 7 par
Enterococcus faecalis ST5 a été fortement inhibée par le Cd?* (1 mM). En revanche, I'ajout de
Mg?* (1 mM) a augmenté le potentiel de décoloration (Zhuang et al., 2020). De plus, la
présence de Zn?* et de Hg?* & une concentration de 5 mM a inhibé la décoloration du Remazol
orange par P. aeruginosa BCH, mais Mg?* a montré I'effet bénéfique sur la décoloration a la
méme concentration (Jadhav et al., 2012). Ces résultats indiquent que le type d'ions
métalliques et leur concentration sont, également, des facteurs importants affectant la
décoloration des colorants, car des concentrations élevées de métaux peuvent completement
inactiver les enzymes microbiennes, ce qui diminue le taux de décoloration (Lin-Na et al.,
2011 ; Jadhav et al.,2012 ; Zhuang et al., 2020).
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Figure 45 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces maritimus A011 en fonction
du temps et des ions métalliques, avec [BE] =50 mg/L, T = 30 °C, pH = 7 et une vitesse
d’agitation = 140 tr/min
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Figure 46 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces sp.A013 en fonction du
temps et des ions métalliques, avec [BE] = 50 mg/L, T =30 °C, pH =7 et une vitesse
d’agitation = 140 tr/min
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Figure 47 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces mutabilis BO61 en fonction
du temps et des ions métalliques, avec [BE] =50 mg/L, T = 30 °C, pH = 7 et une vitesse
d’agitation = 140 tr/min
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Figure 48 : Pourcentage de décoloration du BE par Streptomyces ardesiacus S1T049 en
fonction du temps et des ions métalliques, avec [BE] =50 mg/L, T =30 °C, pH = 7 et une
vitesse d’agitation = 140 tr/min
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V1.4. Conclusion

Cette étude a démontré que plusieurs facteurs peuvent influencer le potentiel de dégradation
des Streptomyces isolées. Tout d’abord le temps d’incubation a un impact significatif sur la
dégradation du colorant, avec une amélioration de 1’élimination au fil du temps. De méme,

une augmentation de la vitesse d’agitation favorise également la dégradation du colorant.

La température est un autre parametre crucial, car elle peut influencer les processus
métaboliques des Streptomyces. Les isolats ont montré une capacité de décoloration
importante a des températures optimales (30 - 40 °C). De plus, des variations du pH peuvent,

également, influencer le potentiel de dégradation, avec une plage optimale autour de 7,0 & 8,0.

L’¢étude a, également, révélé que I’ajout de petites quantités de glucides dans le milieu de
culture stimule la dégradation du colorant par les Streptomyces. Cela peut étre di a

I’utilisation des glucides comme source de carbone et d’énergie pour les bactéries.

En ce qui concerne les conditions environnementales, les fortes concentrations de colorant, la
salinité et la présence de certains ions metalliqgues dans le milieu de culture non que peu
affecté le potentiel de dégradation des souches. Cela suggére que les Streptomyces isolées
dans cette étude ont une certaine résistance a ces facteurs et peuvent étre potentiellement

utilisées dans des applications d’¢limination des colorants.

En combinant tous ces facteurs, cette étude a réussi a atteindre une élimination de ’ordre de
97 % de la concentration initiale en Bleu d’Evans (50 mg/L), démontrant le fort potentiel des
souches isolées pour la dégradation de ce colorant. Ces résultats pourraient étre pertinents
pour le developpement de méthodes plus écologiques et durables pour le traitement des eaux

contenant des colorants industriels.
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Dégradation des colorants azoiques par Streptomyces

V.1. Introduction

Ce chapitre est divisé en deux volets distincts mais complémentaires. Tout d'abord, il se
consacre a I'étude de la biodégradation du Bleu d’Evans a I'aide de la chromatographie liquide
a haute performance (HPLC). Cette méthode analytique permettra de quantifier avec précision
la dégradation du colorant et de fournir des résultats exploitables. Les données ainsi obtenues
serviront de base pour élaborer une voie potenticlle de dégradation du Bleu d’Evans, offrant

ainsi une meilleure compréhension des mécanismes sous-jacents a ce processus.

Dans un second volet, l'accent sera mis sur I'exploration du spectre de dégradation de divers
colorants azoiques par les Streptomyces isolées. Cette étude permettra de déterminer comment
ces micro-organismes interagissent avec différents colorants azoiques et comment ces
interactions se traduisent en termes de dégradation. En examinant la dégradation de plusieurs
colorants azoiques, nous pourrons dégager des tendances et des similitudes, ce qui contribuera

a une comprehension plus globale des capacités de dégradation de ces micro-organismes.

Ce chapitre présente ainsi une approche compléte pour étudier la biodégradation des colorants
azoiques, en allant de I'analyse précise d'un colorant spécifique a une vision plus large de la

capacité de dégradation des Streptomyces isolées vis-a-vis de plusieurs colorants azoiques.

V.2. Etude de la biodégradation du Bleu d’Evans par HPLC

La dégradation du colorant BE a été suivie par HPLC. Les résultats présentés sur la Figure 49
ont montré la capacité des souches d'actinobactéries a dégrader le Bleu d’Evans en comparant
la surface du pic des échantillons apres décoloration avec celle de I'échantillon témoin
(colorant pur). Le profil délution du BE par HPLC sans aucun inoculum bactérien
(échantillon témoin) a montré la présence d'un pic important au temps de rétention de 3,83
min et un pic mineur au temps de rétention de 4,38 min. Cependant, les profils d'élution par
HPLC du BE traité avec les souches A011, A013 et S1T049 ont montré une disparition totale
des pics par rapport au chromatogramme de contrdle. Dans le traitement par la souche B061,
des pics mineurs sont apparus a 240 nm avec des temps de rétention, respectivement, de 3,05
et 4,42 min. La disparition du pic majeur du colorant pur aprés décoloration indique une
transformation compléte du colorant en dautres produits plus simples et confirme la
dégradation du colorant BE par les souches actinobactériennes testées : Streptomyces sp.
B061, A011, A013 et S1T049. Selon la littérature, plusieurs chercheurs ont utilisé I'analyse
HPLC pour identifier la dégradation du colorant par les micro-organismes (Kalyani et al.,
2009 ; Chittal et al., 2019 ; Thanavel et al., 2020). Les Streptomyces ont des systémes
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enzymatiques efficaces capables de compléter la dégradation des colorants azoiques dans une
large gamme de conditions optimales, mais peu d'informations sont disponibles sur les
mécanismes réactionnels impliqués dans la dégradation et sur l'identification des principaux
intermédiaires transitoires par Streptomyces. Nous avons proposé que les peroxydases
extracellulaires convertissent le colorant azoique en produits moins toxiques par des clivages

alternatifs asymétriques et symétriques du colorant azoique sulfoné (Preethi et Pathy, 2020).

La premiere étape de la biodégradation du Bleu d’Evans comprend le clivage asymétrique de
la liaison azoique conduisant a la formation du p-dihydroxybiphényle et de la diazine,
intermédiaire réactionnel. L'intermédiaire diazine était vraisemblablement instable en
présence d'oxygene moléculaire. De plus, il perd de l'azote moléculaire pour produire un
radical sulfonaphtaléne, qui a éte piegé par le nucléophile -OH pour donner l'intermédiaire
acide 4-amino-5,6-dihydroxy-1,3-naphtaléne disulfonique (Chivukula et Renganathan,
1995). Le 5,7-dihydroperoxyde-8-nitrosonaphthalene-2-diol a été formé par oxydation des
amines, suivie d'une activité de désulfonation de la laccase comme indiqué précédemment
(Amitaia et al., 1998), confirmant que le Bleu d’Evans était clivé en métabolites hydroxyle et

hydroperoxyde non toxiques plutdt qu'en amines aromatiques toxiques (Figure 50).
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Figure 49 : Chromatogrammes HPLC. (A) Colorant BE pur (échantillon témoin) ; (B)
Colorant traité avec Streptomyces mutabilis BO61 ; (C) Colorant traité avec Streptomyces
maritimus A011 ; (D) Colorant traité avec Streptomyces sp.A013 ; (E) Colorant traité avec

Streptomyces ardesiacus S1T049
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crochets sont les intermédiaires postulés
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V.3. Utilisation des Streptomyces pour la dégradation des différents colorants azoiques

Pour tester I’activité des Streptomyces identifiées sur d’autres colorants azoiques, six
colorants ont été choisis : Noir amido 10B, Noir de chlorazol E, Rouge Congo, Rouge de
methyle, Nigrosine et le Sudan Il. Ces colorants sont utilisés separément a la méme

concentration du Bleu d’Evans (50 mg/L).

Aprés 7 jours d’incubation a 30 °C, pH = 7 et 140 tr/min, les espéces de Streptomyces ont
montré un potentiel variable de dégradation de différents colorants azoiques. Comme le
montre la Figure 51, les souches A011, A013, B0O61 et S1T049 étaient capables de décolorer
divers colorants azoiques tels que le Noir amido 10B, Noir de chlorazol E, Rouge Congo,

Rouge méthyle et Nigrosine.

Les résultats de décoloration les plus élevés étaient supérieurs a 85 %, observés pour le Noir
de chlorazol E et le Nigrosine, alors qu'il y avait une faible décoloration du Rouge de méthyle.
Cependant, aucune décoloration significative n'a été observee pour le colorant Sudan Il. Pour
le Noir amido 10B, nous avons noté des pourcentages de 76,4, 72,02, 67,33 et 70,18 % pour
les souches A011, A013, B061 et S1T049, respectivement. Aussi, pour le Rouge Congo nous
avons relevé des taux de décoloration de 69, 61,2, 55,33 et 62,15 % pour les souches A011,
A013, B061 et S1T049, respectivement.

Les résultats révélés par la présente enquéte indiquent que les souches identifiées pourraient
décolorer les colorants structurellement complexes contenant deux ou trois liaisons azoiques
(=N = N-) avec des groupes sulfo- et des groupes polyaromatiques, tandis que des colorants
structurellement plus simples tels que le Sudan Il et le rouge de méthyle (avec une liaison
azoique et sans substituants sulfonates) étaient difficiles a décolorer. Khalid et Mahmood
(2015) ont, également, mentionné que les espéces de Streptomyces étaient capables de
décolorer le Rouge Congo avec deux liaisons azoiques et des groupes polyaromatiques et
sulfo-, tandis que 1’Orange II (avec une seule liaison azoique et un seul groupe sulfo-) n'était
pas décomposé. Il a été rapporté que les colorants azoiques avec un groupe fortement
attracteur d'électrons comme substituant (par exemple, un groupe sulfo-) étaient plus
facilement biodécolorés. De plus, la position (par exemple, ortho, méta, para) du substituant a
la liaison azoique pourrait, également, affecter I'efficacité de la décoloration. Par conséquent,
la position et la nature des substituants sur la molécule de colorant influencent la décoloration
(Hsueh et Chen, 2008).
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Figure 51 : Evolution du rendement de la décoloration. (A) Noir de chlorazol E ; (B)
Nigrosine ; (C) Noir amido 10B ; (D) Rouge Congo ; (E) Rouge de méthyle ; (F) Sudan Il en
fonction du temps, et en présence de Streptomyces maritimus A011, Streptomyces sp.A013,

Streptomyces mutabilis BO61, Streptomyces ardesiacus S1T049
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V.4. Conclusion

En somme, l'utilisation de la HPLC pour étudier la dégradation du Bleu d'Evans par les
Streptomyces permet de suivre de maniére précise et détaillée le processus de dégradation,
d'obtenir des informations sur les produits de dégradation, et de proposer des mécanismes de
dégradation potentiels, ce qui est essentiel pour la compréhension des processus de

biodégradation des colorants azoiques par ces micro-organismes.

L'étude du spectre de dégradation de divers colorants azoiques (Noir amido 10B, Noir de
chlorazol E, Rouge Congo, Rouge de méthyle, Nigrosine et le Sudan II) par les Streptomyces
isolées permet de comprendre comment ces micro-organismes interagissent avec une gamme
de colorants azoiques différents. Chaque colorant peut avoir une structure chimique unique,

ce qui peut influencer sa biodégradation.

L'analyse du spectre de dégradation permettra egalement de comparer la capacité des
Streptomyces isolées a dégrader différents colorants azoiques. Les résultats obtenus aideront a
déterminer quelles souches de Streptomyces sont les plus efficaces dans la dégradation de ces
colorants et comment la structure chimique des colorants influence ce processus. Ces
informations peuvent étre précieuses pour le traitement des eaux usées contenant des
colorants azoiques, ou la biodégradation peut étre une stratégie environnementalement

favorable pour éliminer ces composés toxiques.

90



Dégradation des colorants azoiques par Streptomyces

Références

Amitaia, G., Adania, R., Sod-Moriah, G., Rabinovitz, I., Vincze, A., Leader, H., Chefetz, B.,
Leibovitz-Persky, L., Friesem, D., Hear, Y., 1998. Oxidative biodegradation of
phosphoro-thiolates by fungal lacccase. FEBS  Lett. 438(3), 195-200.
doi:10.1016/S0014-5793(98)01300-3.

Chittal, V., Gracias, M., Anu, A., Saha, P., Bhaskara Rao, K.V., 2019. Biodecolorization and
biodegradation of Azo dye reactive orange-16 by marine Nocardiopsis sp. Iran. J.
Biotechnol. 17(3), 18-26.

Chivukula, M., Renganathan, V., 1995. Phenolic azo dye oxi-dation by laccase
From Pyricularia oryzae. Appl. Environ. Microbiol. 61(12), 4374-4377.

Felsenstein, J., 1985. Confidence limits on phylogenies: an approach using the bootstrap.
Evolution. 39(4), 783-791.

Hsueh, C.C., Chen, B.Y., 2008. Exploring effects of chemical structure on azo dye
decolorization characteristics by Pseudomonas luteola. J. Hazard. Mater. 154(1-3), 703-
710.

Kalyani, D.C., Telke, A.A., Dhanve, R.S., Jadhav, J.P., 2009. Ecofriendly biodegradation and
detoxification of Reactive Red 2 textile dye by newly isolated Pseudomonas sp. SUK1.
J. Hazard. Mater. 163(2-3), 735-742.

Khalid, A., Mahmood, S., 2015. The biodegradation of azo dyes by actinobacteria. In:
Singh, S. (Ed.), Microbial Degradation of Synthetic Dyes in Wastewaters. Environ. Sci.
Eng. Springer, Cham. pp, 297-314.

Preethi, S., Pathy, R., 2020. Exploring prospective forested wetland—actinomycetes for
biodeterioration of genotoxic textile azo dyes. Indian J. Exp. Biol. 58(5), 344-354.

Thanavel, M., Bankole, P.O., Selvam, R., Govindwar, S.P., Sadasivam, S.K., 2020.
Synergistic effect of biological and advanced oxidation process treatment in the
biodegradation of Remazol yellow RR dye. Sci. Rep. 10(1), 20234.

91



Conclusion générale




Conclusion générale

Conclusion générale

Dans cette etude, nous avons exploré le potentiel des actinobactéries, en particulier des
Streptomyces isolées de différentes régions d'Algérie, comme une solution prometteuse pour
le traitement des eaux usees contenant une varieté de colorants synthétiques. Notre principal
objectif était de déterminer la capacité de ces micro-organismes a dégrader le colorant Bleu

d’Evans (BE) dans des conditions d'agitation spécifiques.

De plus, nous avons étudié I'impact de divers paramétres physicochimiques, notamment la
vitesse d’agitation, la température, le pH, la concentration du colorant, la concentration en sel,
la source du carbone et la présence d'ions métalliques, sur l'efficacité de dégradation du Bleu
d’Evans. Ces facteurs ont été révélés comme ayant une influence significative sur le processus
de dégradation, ce qui souligne l'importance de contrbler ces paramétres pour optimiser le

traitement des eaux usées contenant des colorants.

Nos recherches ont clairement démontré que les souches de Streptomyces que nous avons
identifiees possédaient une capacité de dégradation du Bleu d’Evans dépassant les 97 %. Ces
performances ont été réalisées dans des conditions optimales comprenant une concentration
initiale de colorant de 50 mg/L, une température maintenue a 30 °C, un pH éequilibré a 7, une
agitation a 140 tr/min, un temps d'incubation de 7 jours, et une salinité n'excédant pas 1
mol/L. Ces résultats suggerent fortement le potentiel de ces souches dans le traitement des
eaux usées, non seulement pour le Bleu d’Evans, mais également pour d'autres colorants
azoiques tels que le Noir de chlorazol E, la Nigrosine, le Noir amido 10B, le Rouge Congo et

le Rouge de méthyle.

Une caracteéristique essentielle des Streptomyces est leur distribution ubiquitaire dans divers
écosystémes, ainsi que leur capacité a sadapter a une large gamme de conditions
environnementales. lls ont évolué avec des mécanismes d'adaptation variés, ce qui leur
confere une meilleure survie dans des environnements changeants. De plus, ces
actinobactéries possedent des systemes enzymatiques hautement efficaces qui sont capables

de dégrader complétement les colorants textiles dans des conditions optimales diverses.

Dans le contexte industriel, les souches microbiennes que nous avons identifiées, notamment
Streptomyces maritimus AO11, Streptomyces sp.A013, Streptomyces mutabilis B061 et
Streptomyces ardesiacus S1T049, présentent un potentiel extrémement prometteur pour étre
exploitées dans le traitement des effluents industriels issus de l'industrie textile,

particulierement contaminés par des colorants azoiques. Cela ouvre des perspectives
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passionnantes pour la mise en ceuvre de ces micro-organismes dans le domaine de la gestion

des déchets industriels et de la réduction de la pollution environnementale.

Il convient de souligner l'importance de mener des recherches supplémentaires pour
caractériser plus en profondeur les produits de dégradation générés par ces souches de
Streptomyces. Cette étape de recherche plus approfondie sera essentielle pour acquérir une
compréhension plus compléte du processus de dégradation des colorants textiles par ces
micro-organismes. Elle permettra également d'optimiser en permanence ces souches
microbiennes en vue de leur application pratique dans le traitement des effluents industriels,
favorisant ainsi une gestion plus efficace des déchets et une réduction substantielle de I'impact

environnemental de l'industrie textile.
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ANNEXE

1. Les courbes d’étalonnage des colorants azoiques

08 y = 0,016x

Absorbance

C (mg/L)

Courbe d’étalonnage du Bleu d’Evans (Amax= 609 nm)

0.8 r y =0.0173x
R2=0.9864

Absorbance

0 10 20 30 40
C (mg/L)

Courbe d’étalonnage du Noir de chlorazol (Amax= 578 nm)

y =0.0247x
R2 =0.9855

Absorbance

0 10 20 30 40
C (mg/L)

Courbe d’étalonnage du Nigrosine (Amax= 576 nm)
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Absorbance
=
= %
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Courbe d’étalonnage du Noir amido 10B (Amax= 622 nm)
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Courbe d’étalonnage du Rouge Congo (Amax= 500 nm)
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Courbe d’étalonnage du Rouge de méthyle (Amax= 410 nm)
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1.8
1.6

Absorbance

y =0.0382x
R? = 0.9862

10

20 30 40
C (mg/L)

Courbe d’étalonnage du Sudan II (Amax= 508 nm)

2. Composition des milieux de culture

* Milieu minimum

Pour 1 litre d’eau distillée :

e Agar

0,058 ciiiiiiiiiiiii, Bleu d’Evans

Base mineérale :
0,08 g . cuvieiiiiiiiiinnn, K2HPO4
0,029 . ccviiiiiiiin, KH2PO4
0,005 g .iiiiiiiiiiinn CaS042H-.0
0,058 cceeiniiiiiiiiinn, MgSO47H20
0,1 g v, (NH4)2SO4
0,001 g .vovvenieiiieenn, FeSO4

Stériliser le milieu par autoclavage a 120 °C pendant 20 minutes

* Milieu TSA

Pour 1 litre d’eau distillée :

Stériliser le milieu par autoclavage a 120 °C pendant 20 minutes
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* Milieu TSB

158 i Tryptone

5 g Peptone papainique de Soja
5 g Chlorure de sodium

15 @ i Agar
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Abstract

Discharges of the dyeing process have become a main source of pollution for water resources,
due to their xenobiotic and toxic properties to both wildlife and humans. To remedy this
problem, we have opted for a biological treatment approach aimed at eliminating unwanted
dyes and their toxicity.

In a first step, we successfully isolated four distinct strains of Streptomyces, from different
types of soil which present a significant potential to degrade Evans Blue azo dye. These
strains were identified as belonging to Streptomyces maritimus, Streptomyces mutabilis, and
Streptomyces ardesiacus.

Secondly, we carried out a series of experiments aimed at studying the parameters which
influence the degradation of the Evans Blue dye. These parameters included incubation time,
temperature, pH, carbon source, dye concentration, salt concentration and the presence of
certain metal ions.

Finally, we examined the biodegradation of Evans Blue by HPLC, and also, we studied the
capacity of the identified Streptomyces to degrade other azo dyes such as Amido black 10B,
Chlorazol black E, Congo Red, Red of methyl, Nigrosine and Sudan II.

Key Words : Xenobiotic, Toxicity, Streptomyces, Azo dyes, Biodegradation.
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