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Résumé 

 
     Les sous-produits oléicoles sont des déchets produits lors de la trituration des olives. Ces 

effluents, regroupent 98% des composés phénoliques et seulement 2% rejoignent l’huile 

d’olive. Ils sont généralement rejetés dans la nature sans aucune prise en charge. Le traitement 

des margines par les micro-organismes semblent être non seulement une solution écologique 

pour la protection de l’environnement, mais également une voie de leur valorisation lorsqu’elles 

sont biotransformées en produits d’intérêt. Dans ce contexte, des souches fongiques ont été 

testées à savoir, une levure isolat et quatre souches de champignons filamenteux : Aspergillus 

niger, Aspergillus flavipes, Penicillium sp, Fusarium sp, en vue d’évaluer leurs capacités à 

croitre sur les margines dans des conditions aérobies, en tenant compte de deux facteurs 

importants, l’agitation et la dilution des margines.   

     Dans un premier temps, l’évaluation de quelques caractéristiques physico-chimiques des 

margines utilisés, démontre une teneur en eau, en matière sèche, en matière organique et en 

minéraux de 79,16%, 20,6%, 12,1% et de 8,5 respectivement. En effet, ce sont des effluents 

très riches en source de carbone et en minéraux nécessaires pour le développement des souches 

fongiques. Ces dernières ont été mises en culture sur une série agitée (M-AA) et sur une autre 

série non agitée (M-SA), les deux sur des margines brutes et diluées.  La biomasse fongique la 

plus importante résulte de la culture M-SA des margines brutes avec Fusarium sp. Le dosage 

des polyphénols totaux a permis d’estimer la quantité des polyphénols qui se retrouve dans les 

extraits obtenus de chaque culture fongique, la concentration en polyphénols sait avérer 

augmenté dû à la dégradation des CP plus complexes. La teneur la plus élevée est enregistrée 

pour la culture M-SA diluée conduite avec Fusarium sp, suivie de celle d’Aspergillus niger, 

Aspergillus flavipes, la levure isolat et de la culture mixte. Les résultats des tests DPPH et ABTS 

effectués sur les extraits obtenus par les cultures fermentées ont démontré pour la plupart 

d’entre eux des activités antioxydantes faibles par rapport aux témoins. L’analyse infrarouge a 

permis de noter des variations au niveau des pics spectraux après fermentation des margines. 

    La diminution ou l’augmentation notée pour l’activité antioxydante des extraits, par rapport 

au témoin, ainsi que la variabilité des pics obtenus avec l’analyse infrarouge, sont révélateurs 

de la biotransformation ou la dégradation des antioxydants.   

   Les résultats obtenus sont encourageants, à cet effet, la présente étude mérite d’être 

approfondie. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Mot clés : Polyphénols, margines, champignons, levure, biodégradation, DPPH, ABTS, 

oléicoles. 



 
 

Abstract 
 

     Olive by-products are wastes produced during the crushing of olives. These effluents, rich 

in organic compounds, contain 98% of the phenolic compounds and only 2% reach the olive 

oil. They are generally rejected in nature without any treatment. The treatment of olive mill 

wastewater by micro-organisms seems to be not only an ecological solution for the protection 

of the environment, but also a way of their valorisation when they are biotransformed into 

products of interest. In this context, fungal strains were tested, namely, a yeast isolate and four 

strains of filamentous fungi: Aspergillus niger, Aspergillus flavipes, Penicillium sp, Fusarium 

sp, in order to evaluate their capacity to grow on olive mill wastewater under aerobic conditions, 

taking into account two important factors, agitation and dilution of olive mill wastwater.   

    Firstly, the evaluation of some physico-chemical characteristics of the olive mill wastewater 

used, shows a water, dry matter, organic matter and mineral content of 79.16%, 20.6%, 12.1% 

and 8.5% respectively. Indeed, these effluents are very rich in carbon and minerals necessary 

for the development of fungal strains. The latter were cultured on a stirred series (M-AA) and 

on another unstirred series (M-SA), both on raw and diluted olive mill wastewater. The most 

important fungal biomass resulted from the M-SA culture of raw olive mill wastewater with 

Fusarium sp. The determination of total polyphenols made it possible to estimate the quantity 

of polyphenols found in the extracts obtained from each fungal culture, the concentration of 

polyphenols known to be increased due to the degradation of the more complex PCs. The 

highest content is recorded for the diluted M-SA culture conducted with Fusarium sp, followed 

by Aspergillus niger, Aspergillus flavipes, the yeast isolate and the mixed culture. The results 

of DPPH and ABTS tests performed on the extracts obtained by the fermented cultures showed 

for most of them low antioxidant activities compared to the controls. Infrared analysis showed 

variations in the spectral peaks after fermentation of the olive mill wastewater. 

    The decrease or increase in antioxidant activity of the extracts, compared to the control, as 

well as the variability of the peaks obtained with infrared analysis, are indicative of the 

biotransformation or degradation of antioxidants.   

   The results obtained are encouraging, and the present study deserves to be further 

investigated. 

 

 

 

 

 

 

    Key words: Polyphenols, olive mill wastewater, fungi, yeast, biodegradation, DPPH, ABTS, 

oleiculture. 
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Introduction générale 
 



                                                                                            Introduction générale 

 

1 
 

L’olivier Olea europaea L. possède une faculté à croitre et à produire ses fruits dans 

diverses conditions de culture grâce à son adaptation aux conditions climatiques les plus 

critiques. Sa culture est concentrée principalement dans les pays méditerranéens qui tiennent 

environ 95% de la production mondiale, dont environ 11,62 % au pays du Maghreb 

(RHRRABTI et EL YAMANI, 2018) et 1.7 % en Algérie (MAROUANE et al., 2014). Il existe 

plus de cent variétés d’oliviers cultivées aussi bien à des fins cosmétiques, thérapeutiques mais 

principalement à des fins alimentaires, notamment la production d’olive autant que fruit entier 

ou encore appelée "olive de table", ou pour la production d’huile d’olive. 

 Grâce à ces vertus sanitaires et nutritionnelles, la consommation de l’huile d’olive n’a 

cessé d’augmenter et a fait de l’industrie oléicole une activité économique importante. Les 

wilayas de Bejaia, Tizi-Ouzou et Bouira présentent 50% de la superficie totale de l’oléiculture 

en Algérie (LAMANI, 2016). L’olive et l’huile qui en dérivent, ne constituent qu’une part 

infirme de la biomasse produite tout au long de la période oléicole (YEKHLEF, 2019). 

Comme toutes les industries agro-alimentaires, l’opération d’extraction nécessite de 

grandes quantités d’eau. Par conséquent, cette industrie engendre, en plus de sa production 

principale qui est l’huile, la génération de grandes quantités de résidus. Ces derniers renferment 

un liquide appelé margines composées de la pulpe des olives et l'eau utilisée durant l'extraction 

de l'huile (GULLON et al., 2020), et un solide dits grignon comprenant de la coque du noyau 

d’olive avec des résidus de la pulpe issus de la première pression ou centrifugation (El-ABBASI 

et al., 2012b ; DERMECHE et al., 2013). Par ailleurs, les quantités de grignons d’olive et de 

margines dépendent étroitement du procédé de trituration appliqué. De plus, 25kg de feuilles et 

brindilles sont produits par ans et par arbre (AISSAOUI et al.,2021).  

Les margines, ou « eaux de végétation », sont des rejets liquides, considérées comme l’un 

des effluents les plus nocifs produits par les industries agro-alimentaires (Di MAURO et al., 

2019) en raison de leur charge polluante et de leur toxicité pour l’ensemble de l’écosystème 

due à leur PH acide, et leur richesse en matière organique (MO), en particulier en polyphénols 

(El-ABBASI et al., 2012b ; DERMECHE et al., 2013). Le grignon aussi est considéré comme 

un déchet mais moins polluant que les margines.  

     En Algérie, les effluents liquides (margines) ne subissent en général aucun traitement et sont 

souvent déversées dans la nature. Il en résulte un impact négatif sur l’environnement qui se 

traduit par le colmatage des sols, la pollution des eaux superficielles et souterraines et le 

dégagement de mauvaises odeurs. Les tendances actuelles doivent viser l’intégration de 

diverses technologies pour traiter les margines à faible coût. Ainsi, le traitement et/ou la 

valorisation des margines constitue un enjeu majeur des pays Méditerranéens. 

     Grace à la biotechnologie, il est possible d’utiliser de manière intelligente les effluents 

liquides composés de MO, ciblant aussi bien la biodépollution, que l’extraction de biomolécules 

actives et la bioconversion de ces sous-produits de l’oléiculture en produits d’intérêts. En effet, 

Ceci insinue la production d’une valeur ajoutée alimentaire ou médical susceptible de couvrir 

les charges du traitement tout en éliminant les composés nocifs à l’environnement (BARBERA 

et al., 2013 ; BELAQZIZ et al., 2016 ; MOHAWESH et al., 2019).  

https://link-springer-com.sndl1.arn.dz/article/10.1007/s13762-021-03145-0#ref-CR150
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    Les procédés biologiques innovants restent par excellence les moins coûteux. C’est ainsi que 

le présent travail de recherche s’est orienté vers l’usage de voies biologiques qui exploitent la 

flexibilité métabolique des souches fongiques à la dégradation des sous-produits oléicoles. 

    L’objectif de ce travail vise à tester l’aptitude de souches fongiques à croître sur les margines 

et étudier leur activité antioxydantes avant et après culture.  

    Ce travail est subdivisé en trois chapitres, le premier et le deuxième chapitre visent le 

traitement des données bibliographiques les plus récentes sur le secteur oléicole et la 

biodégradation des margines, Le chapitre qui suit est portée sur l’étude expérimentale qui 

englobe matériel et les méthodes adoptés ainsi que la discussion des résultats obtenus.  
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1. Origine  

    L’olivier est un arbre béni qui possède une très grande richesse symbolique, il a été considéré 

comme symbole de la sagesse, de la paix, de la fécondité et de la gloire (ALLOUM, 1987). On 

peut dire que l'olivier par son huile d'olive, est une source de produits alimentaires cosmétiques 

et pharmaceutique, et a fait de l’oléiculture l’un des principaux secteurs stratégiques de 

l’économie en général et de l’agriculture en particulier.  L’extraction d’huile d’olive engendre 

plusieurs sous-produits, par ses grignons une source alimentaire pour le bétail, mais aussi une 

source de carbone et d'énergie par ses résidus liquides et ses tailles, pouvant servir de substrat 

pour la croissance de microorganismes dans les procédés biotechnologiques. 

1.1 Historique de l’olivier  

    Selon les études archéologique et paléobotaniques, la domestication de l’olivier avait pris 

naissance au proche à l’orient au quatrième millénaire avant notre ère (BRETON et al., 2006), 

il était l’un des premiers et plus vieux arbres fruitiers cultivés utilises par l’homme dans le 

monde (LIPHSCHITZ et al., 1991). Son histoire se confond avec celle de la civilisation qui ont 

vu le jour autour du bassin méditerranéen (RAYAN et ROBARD, 1988), Où que des fossiles 

datant de la période tertiaire (il y a 1 million d’années) aient prouvé l’existence d’un ancêtre 

d’un olivier en Italie en Afrique du nord et en Espagne (BOUSKOU, 1988). Il paraît que 

certains oliviers existaient depuis 5000 ans dans la région qui correspond à l’ancienne Perse et 

Mésopotamie. L’olivier a poursuivi son expansion au-delà de la Méditerranée avec la 

découverte de l’Amérique en 1492.  

    Le premier pool génétique de l'olivier domestiqué était plus susceptible de s'être propagé 

avec l'agriculture, d'abord au nord-est du levant qui est le berceau de la domestication primaire 

de l'olivier, puis dans l’ensemble du levant et à Chypre, avant d'être progressivement disséminé 

en Méditerranée occidentale et au nord de l’Afrique (BESNARD et al., 2013). En Algérie, les 

Berbères avaient appris des Phéniciens à cultiver l'olivier, cependant, les romains ont permis 

l’extension des champs aux régions plus arides, considérées jusqu’alors comme peu propices à 

cette culture. De plus, une foule de mosaïque trouvée en Algérie témoigne de l’importance de 

l’olivier dans civilisation romaine (CAMPS-FABRER, 1953). 

1.2 Production d’huile d’olive 

    À la différence des autres huiles végétales, l’huile d’olive ne requiert aucune étape de 

raffinage ni aucune transformation chimique. Grâce à cette simplicité procédurale, l’huile 

d’olive a pu être fabriquée depuis l’antiquité (C.O.I., 2003 ; OLIVIER et al., 2004). 

1.2.1 Récolté d’olive 

    La cueillette se pratique à la main ou mécaniquement. L’objectif principal est d’avoir une 

huile de bonne qualité et un fruit sain et frais. Les olives sont ensuite transportés au moulin 

rapidement pour être triturées. 
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Figure 1. Récolte d’olive (Anonyme1). 

1.2.2 Olives  

    L’olive est le fruit de l’olivier, une drupe à peau lisse, à enveloppe charnue riche en graisse 

sa forme ovoïde est typique. Sa couleur, d’abord verte, vire au bleu violacé et au noir à maturité 

complète, vers octobre novembre dans l’hémisphère nord. Le fruit renferme un endocarpe très 

dur, osseuse qui contient une graine, quelques fois deux. (GIGON et LE JEUNE, 2010). Sa 

teneur en huile et la teneur de l’huile en différents constituants varient en fonction du terroir, 

des pratiques culturales locales, du cultivar et du stade de maturité à la récolte (GIGON et LE 

JEUNE, 2010). 

1.2.3 Huile d’olives  

    L’huile d’olive est une huile végétale à base de matière grasse obtenue par l’extraction du 

fruit de l’olivier, uniquement par des procédés physiques et dans des conditions, notamment 

thermiques, n’entrainant pas d’altération de l’huile. Grace à sa richesse en composés 

phénoliques (CP), ses vertus bénéfiques à la santé humaine représente un grand intérêt, et varie 

d’une huile à une autre (BENRACHOU, 2013).  

1.2.4 Processus d’extraction d’huile d’olives 

    Pour connaître les différents sous-produits oléicoles, on doit comprendre les différentes 

étapes d’extraction d’huile d’olives. La technique a subi de nombreuses évolutions au cours du 

temps qui peuvent être regroupées en quartes grandes catégories : les évolutions relatives aux 

opérations préliminaires (nettoyage et effeuillage), au broyage des olives et les évolutions 

relatives à la séparation des différentes phases. Entre ces deux dernières étapes la pâte d’olive 

est malaxée afin d’être homogénéisée et de permettre la coalescence des gouttelettes d’huile. 

1.2.4.1 Opérations préliminaires (nettoyage et effeuillage) 

    Une fois les olives cueillies ils arrivent chez un moulinier pour entamer la première étape de 

fabrication de l’huile d’olive. Les olives stockées dans des box qui sont pesées puis transférées 

généralement dans un système de laveuse-effeuilleuse. 

     L’effeuillage s’effectue grâce à une machine munie de ventilation et le lavage est réalisé par 

trempage des olives dans un bac à circulation d’eau forcée qui va les nettoyer et permettre d’en 

retirer les impuretés (terre, cailloux, feuilles…).  
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1.2.4.2 Broyage (ou Trituration) 

    Après nettoyage et effeuillage, l’olive n’est pas dénoyauté, il est important de conserver son 

noyau afin de recueillir un acide permettant une meilleure conservation de l’huile. Le broyage 

des olives a pour but de détruire les cellules des olives afin que celles-ci puissent ensuite libérer 

leur contenu. Le broyage se fait grâce à une meule en pierre ou un broyeur mécanique afin 

d’obtenir une pâte d’olive (GHEZLAOUI, 2011). 

 

 

Figure 2. Broyages des olives (Anonyme 2). 

1.2.4.3 Malaxage 

     L’homogénéisation de la pâte par le biais d’un malaxeur à pâles ou à hélices tournant à faible 

vitesse permet de réunir les gouttelettes d’huile en un film, facilitant ainsi la séparation future 

des phases. Les microgouttelettes d’huile qui viennent d’être libérées de leurs lipo-vacuoles 

cellulaires vont se regrouper afin de former des gouttes de plus grandes tailles qui seront plus 

faciles à extraire de la pâte.  Il est important, lors de cette étape de malaxage, de respecter une 

température inférieure à 27°C (APARICIO et HARWOOD, 2013) 

1.2.4.4 Séparation des phases  

    Elle se fait par différence de densité entre les fluides (l’huile étant plus légère) pour isoler 

l’huile des margines. Cette étape est assurée par la décantation naturelle, ou bien par 

centrifugation aboutissant à une séparation entre l’huile (20 % environ), l’eau et du grignon 

(MADRPM/DERD,2006). 

 Séparation des phases liquides-solides  

    Cette étape consiste à déverser la pâte obtenue suite au malaxage, dans un décanteur ou 

centrifugeuse horizontale grâce auxquels la séparation entre liquide et solide est effectuée. Le 

liquide sera récupéré pour la suite de l’extraction, tandis que la pâte sèche résiduelle, les 

grignons, constituent l’un des deux principaux sous- produits du procédé d’extraction de l’huile 

d’olive (LABDAOUI, 2017). 
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 Séparation des phases liquides-liquides  

    Lors de cette étape, l’huile est séparée de l’eau et des éléments solides résiduels soit par 

simple décantation gravitationnelle, soit par centrifugation.  Etant donné que l’huile et l’eau ne 

peuvent se mélanger, ces deux matières sont donc dissociées (LABDAOUI, 2017). 

1.2.5 Procédés d’extraction d’huile d’olives  

    A travers l’extraction d’une tonne d’huile d’olive, environ trois tonnes de sous-produits sont 

générées, ces derniers étant dépendant, aussi bien sur le plan quantitatif que qualitatif, de la 

technique de trituration des olives. Lorsque la technique d’extraction est dite triphasique 

(discontinu), les sous-produits obtenus sont solides : les grignons et liquides : les margines. 

Lorsque la technique d’extraction de l’huile est biphasique (continu), les résidus déchets 

obtenus se présentent sous la forme d’une pâte visqueuse : mélange de grignons et de margines 

(MORILLO et al., 2009). 

1.2.5.1 Système discontinu d’extraction par presse 

     Traditionnellement, et jusqu’à l’apparition des méthodes modernes d’extraction, l’extraction 

par presse était l’unique procédé existant. La pression exercée sur la pâte d’olive conduit à la 

séparation des phases liquides (huile et margines) et solides (grignons). La pâte issue du 

broyage est étendue en fines couches sur des disques de fibres entassés les uns sur les autres 

puis placés dans le pressoir. Le pressage, initialement réalisé de façon manuelle, est désormais 

effectué par des presses hydrauliques plus puissantes et automatisées. La pression est appliquée 

sur les disques pour sur lesquels sont appliquées des pressions progressives compacter la phase 

solide de la pâte d’olives et récupérer les phases liquides (huile et eaux de végétation). Une 

faible quantité d’eau est ajoutée pour faciliter la séparation de l’huile des autres phases. La sous-

étape d’extraction par presse produit une fraction solide appelée grignon d’olive. Ce sous-

produit, mélangé avec une émulsion qui contient l’huile d’olive, est séparé par décantation du 

reste de la margines (AOUKLI et CHETOUCHE, 2019).la durée totale de l’opération de 

pressage réalisée en une seule fois varie entre 45 et 60 minutes (LABDAOUI, 2017) 

1.2.5.2 Système continu d’extraction par centrifugation à trois phases  

    La pâte d'olive obtenue après broyage est acheminée vers une centrifugeuse horizontale 

séparant le grignon de la phase liquide. Ce dernier, huileux est marginal, est soumis à une 

centrifugation pour séparer l’huile végétale, divisé en trois étapes comme dans le cas de 

l'extraction par presse et c’est ainsi que sont obtenus : huile, les grignons et les margines. Ce 

procédé d'extraction utilise également une eau tiède pour une meilleure séparation des phases 

(huile et eau). L’intérêt de l’addition d’eau réside dans l’augmentation la fluidité du mélange et 

favorisant ainsi la séparation des phases liquide et solide par centrifugation (AOUKLI et 

CHETOUCHE, 2019). 

1.2.5.3 Système continu d’extraction par centrifugation à deux phases  

    Le procédé d’extraction biphasique a été développé durant les années 1990 en vue de réduire 

le volume des margines. Cela consiste à séparer la pâte d’olives en deux phases : l’huile et le 

grignon humide. Ce dernier est un sous-produit semi solide qui peut être soumis à centrifugation 

pour en extraire d’avantage d’huile et par conséquent, aboutir un rendement plus important. En 
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raison de la réduction de la consommation d’eau, ce système a été surnommé de décanteur 

économique comparativement aux autre procédés (NADOUR, 2015 ; AOUKLI et 

CHETOUCHE, 2019). 

Tableau I. Données bibliographiques sur les avantages et inconvénients des procédés 

d’extraction continu de l’huile d’olive. 

Technique d’extraction Avantages Inconvénients  

    Extraction par presse 

(AISSAM, 2003 ; CHIMI, 

2006). 

 Consommation énergétique 

moindre. 

 Simple méthode. 

 Faible coût de l’équipement.  
 

 Altération de l’huile. 

 Coûts élevés de la main 

d'œuvre. 

 Discontinuité du processus. 

 Margines toxiques. 

 

Extraction par 

centrifugation à trois 

phases 

(ALBURQUERQUE et al., 

2004 ; ROIG et al., 2006) 
 

 Réduction du coût de 

transformation. 

 Faible durée de stockage des 

olives. 

 Production oléicole de 

moindre acidité. 

 Automatisation complète et 

simplification mécanique. 

 

 Appauvrissement en 

composés aromatiques et 

phénoliques. 

 Génère une quantité 

importante de margines. 

 Une consommation élevée 

d’eau et d’énergie. 

  Coûts élevés d’équipements. 

 

Extraction par 

centrifugation à deux 

phases 

(MCNAMARA et al., 2008). 

(CHIMI, 2006) 

   Capacité de traitement élevée 

(jusqu’à 100 t d’olives / jour). 

  Huile plus riche en   

polyphénols totaux 

  Pas d’ajout d’eau pour la 

séparation des phases huileuse 

et solides. 

  Faibles volumes de margines 

  Faibles coûts d’exploitation  

  Charge polluante du grignon 

humide est plus concentrée. 

 

 

2. Généralités sur les margines 

    L’industrie oléicole produit en plus de l’huile d’olive une grande quantité de sous-produit, 

en moyenne 100 kg d’olives traitées engendrent 100 litres de margines, 35 kg de grignons 

d’olives et 25 kg de feuilles et brindilles /an/arbre (diamètre des brindilles inferieure a 4 cm) 

(NEFZAOUI,1986). 

2.1 Description  

    Les margines ou « eaux de végétation » se présentent sous forme d’un liquide visqueux 

d’une coloration brune noirâtre (figure 3), riche en MO et en polyphénols qui le rendent très 

toxiques, de pH acide compris entre 4,2 et 5,9 (EROGLU et al., 2008) et une conductivité de 

l’ordre de 10 ms/cm, due surtout aux ions potassium, chlorure, calcium et magnésium. 

    Elles sont issues de l’eau contenue dans les cellules de la drupe, les eaux de lavage, et celles 

liées au processus de traitement du procédé d’extraction. Elles contiennent un pourcentage 
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d’huile résiduelle et de matière solides provenant de la pâte qui varie selon la technologie 

d’extraction exercées (GULLON et al., 2020). Les margines présente aussi une quantité très 

appréciable en polyphénols totaux (PPT). En effet, 53% des composés originaires des olives 

sont transférés aux margines (NEFZAOUI, 1991 ; AISSAM, 2003 ; SAHLI, 2017).    

    La qualité des margines est influencée par les conditions climatiques, la situation 

géographique, la variété d’olives, la saison de récolte, le taux de maturation et le temps de 

stockage avant trituration des olives. La quantité des margines varie en fonction de la quantité 

d’eau utilisée lors de l’extraction (LABDAOUI, 2017 ; SAHLI, 2017 ; MEDOUNI-

HAROUNES et al., 2018 ; SENANI-OULARBI, 2018).  

 

Figure 3. Margines d’olives (Anonyme 3). 

2.2 Composition  

    Les margines se composent de deux fractions, l'une insoluble (matières organiques 64,6%) 

essentiellement constituée de pulpes d'olives, y compris des protéines facilement 

fermentescibles et des acides organiques (KAPELLAKIS et al., 2008). L'autre fraction est 

soluble et contient les sucres (12%), des lipides (4,2%), les sels minéraux (7,2%) et les 

composés phénoliques (2,2%) (ROUSSOS, 2009). Selon KAPELLAKIS et al (2008), on y 

trouve également de petites quantités d'huile d'olive émulsionnée, des substances cireuses et 

résineuses, de vitamines et de traces de pesticides. Leur toxicité est due à la fraction soluble 

contenant des CP de type anthocyanes et monomères aromatiques très toxiques mais 

biodégradables (YAKHLEF et ARHAB, 2019). Par contre, les CP responsables de la coloration 

noire sont peu toxiques et très difficilement biodégradables (CHIKHI et NAZEF, 2018). 

2.2.1 Minéraux  

    Les margines contiennent des quantités significatives de sels minéraux, dont 80% sont 

solubles et 20% insolubles (AHRONOV-NADBORNY et al., 2018). Ces précieuses ressources 

de nutriments minéraux, en particulier le potassium et le phosphore, pourraient être réutilisés 

comme engrais. Le tableau 2 résume la composition des margines en sels minéraux et leurs 

concentrations en (mg/L). 
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Tableau II. Composition minérale des margines (AHRONOV-NADBORNY et al., 2018). 

Minéraux (mg/l) Valeurs 

Chlorure 580 ± 90 

P- phosphate 100 ± 25 

N-nitrate 20 ± 5 

N-ammonium 10 ± 3 

K 4 200 ± 650 

NA 375 ± 60 

Ca 260 ± 40 

Mg 187 ± 30 

Fe 5 ± 1 

Mn 1,5 ± 0,1 

Cu 0,2 ± 0,1 

Zn 3 ± 1 

 

2.2.2 Composés phénoliques  

    Le terme phénolique est utilisé pour définir des substances qui possèdent au moins un 

groupement hydroxyle (OH) substitué sur un cycle aromatique. (BRUNETON, 1993 ; 

BALASUNDRAM et al., 2006). 

    Les composés phénoliques des margines sont très divers et leur structure est très variable. Ce 

sont des composés à tendance hydrophile, leur solubilisation dans l’huile est cependant bien 

inférieure à celle dans la phase aqueuse. En effet, 2% seulement des CP originaires des olives 

sont transférés à l’huile, 53% aux margines et 45% aux grignons d’olives (GALANAKIS et 

KOTSIOU, 2017). Les classes les plus importantes sont les acides phénoliques, les alcools 

phénoliques, les flavonoïdes et les sécoiridoïdes, lignanes, stilbénes, tannins et les lignines 

(OBIED et al., 2005 ; GALANAKIS et KOTSIOU, 2017). 

2.2.3 Composés organiques 
    La fraction organique des margines à une composition très complexe et hétérogène 

comprenant : 

 -les pectines qui jouent un rôle important dans la texture des olives et représentent 

respectivement environ 3 % et 0,6 % du poids de la pulpe fraîche et la cellulose et la pectine 

issues de la pulpe d’olives (ZBAKH et EL ABASSI, 2012) ;  

- plusieurs sucres simples sont présents : raffinose, mannose, saccharose, glucose, arabinose et 

xylose (CAPASSO et al., 2002) ; 

- la fraction azotée est principalement représentée par des protéines et les acides aminés dont 

les plus abondants sont les acides aspartique et glutamique, la proline et la glycine (RANNALI, 

1991) ; 
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-les acides organiques, dont les principaux rencontrés sont les acides fumarique, glycérique, 

lactique, malique et malonique (AISSAM, 2003).  

Tableau III. Composition en matières organiques des margines (ZBAKH et El ABBASSI, 

2012). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2.2.4 Composés vitaminiques 

 Les caroténoïdes 

    Les caroténoïdes sont des composés liposolubles associés aux fractions lipidiques des 

organismes ou des matrices. Ainsi, leur présence dans les margines serait liée aux particules 

végétales en suspension ainsi qu’à l’huile résiduelle après le procédé d’extraction. L’analyse de 

la composition des margines en caroténoïdes a permis d’identifier trois isomères et trois 

xanthophylles cis (formes tout-trans, 13-cis et 9 cryptoxanthine). La lutéine représentant 

environ la moitié des caroténoïdes totaux (RANNALI, 1991).  Leur teneur est en moyenne deux 

fois plus élevée pour les margines obtenues par centrifugation en trois phases que pour celles 

obtenues après pressage (RANNALI, 1991). 

 Vitamine E 

    Les tocophérols sont des composés liposolubles associés aux fractions lipidiques des 

organismes ou des matrices. Leur présence dans les margines serait liée aux acides gras. Les 

teneurs en vitamines E (dont - tocophérol) représente dans les margines 78% des vitamines qui 

s’y trouvent et qui varie selon les procédés et les variétés d’olives, plusieurs autres vitamines 

ont été identifiées dans les margines notamment les vitamines du groupe B et la vitamine B3 

(également appelée vitamine PP) avec une concentration de 124 mg/kg (SALVEMINI, 1995).  

Paramètres Gamme des valeurs 

PH 4,7 - 5,7 

Conductivité (ms/cm) 5 – 41 

DCO (g/l) 16,5 – 190 

DBO 5 (g/l) 41,3 – 46 

Résidus sec (g/l) 11,5 - 102,5 

Matière organiques (g/l) 16,7 - 81,6 

Lipides (g/l) 1,64 - 9,8 

Polyphénols (g/l) 0,002 - 11,5 

Sucres (g/l) 1,3 - 8,79 

Acides organiques (g/l) 0,78 – 1 

Azote total (g/l) 0,06 - 0,95 



 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Chapitre 2  

Biodégradation des margines 
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2.1 Généralités sur la biodégradation  

    La biodégradation fait partie du cycle de vie naturel centré sur le carbone sur terre. Les micro-

organismes sont capables de dégrader, la biomasse d’origine végétale ou animal, morte ou 

vivante grâce à leur métabolisme énergétique. Ce dernier est basé sur l’ensemble des réactions 

et échanges chimiques qui se produisent au niveau cellulaire permettant à la cellule de retirer et 

transformer l’énergie nécessaire à sa vie ainsi contribuer au cycle de la vie. (LEITAO AL, 

2009).  On parle de catabolisme pour les réactions de dégradation qui fournissent à la cellule 

énergie et matière, et d’anabolisme pour les réactions de biosynthèse (GOURDON et 

BAYARD, 1998). Ainsi, comprendre le processus de biodégradation nécessite l’exploration 

des micro-organismes impliqués dans ses mécanismes.  

2.1.1 Définition  

    Au sens microbiologique, la « biodégradation » signifie la décomposition de toutes les 

matières organiques présentes dans des matrices solides ou liquides réalisée grâce aux 

microorganismes. Ces derniers comprennent principalement des bactéries, des levures et des 

champignons, et éventuellement d'autres organismes. Ils utilisent la MO afin de produire du 

matériel cellulaire, de l’énergie, des composés organiques (généralement moins toxiques que 

les composés parents), du CO2 et de l’eau. (KRZANA et al., 2006). 

    Au sens biochimique, la biodégradation est définie comme la réduction catalysée 

biologiquement de la complexité des composés chimiques.  Les substances organiques sont 

décomposées en composés plus petits par des organismes microbiens vivants (MARINESCU 

et al., 2009). Lorsque la biodégradation est terminée, le processus est appelé "minéralisation". 

Cependant, dans la plupart des cas, le terme biodégradation est généralement utilisé pour décrire 

presque tout changement à médiation biologique dans un substrat (BENNET et al., 2002).  

    La biodégradation repose sur deux processus : la croissance et le co-métabolisme. Dans la 

croissance, un polluant organique est utilisé comme seule source de carbone et d'énergie.  Ce 

processus se traduit par une dégradation complète (minéralisation) des polluants organiques. Le 

cométabolisme est défini comme le métabolisme d'un composé organique en présence d'un 

substrat de croissance utilisé comme principale source de carbone et d’énergie (FRITSCHE et 

HOFRICHTER, 2008). 

    Le phénomène de biodégradation peut être effectué   dans des conditions aérobies avec la 

présence d’oxygène ou dans des conditions anaérobies en l’absence d’oxygène (MROZIK et 

al., 2008). Bien que le processus varie le produit final de la dégradation est généralement le 

dioxyde de carbone (PRAMILA et al., 2012).  

2.1.2  Bioremédiation  

    Le terme biodégradation est souvent utilisé en relation avec l'écologie, dans ce contexte il est 

appelé « bioremédiation ». La gestion des déchets est principalement associée à 

l'assainissement de l'environnement (bioremédiation) (MARINESCU et al., 2009). Le 

processus de bioremédiation peut être divisé en trois phases ou niveaux. 

- Premièrement, grâce à l'atténuation naturelle, les contaminants sont réduits par des 

micro-organismes indigènes sans aucune intervention humaine ; 
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- En second lieu, la biostimulation est l’introduction d’additifs (nutriments et de 

l'oxygène) qui sont appliqués aux systèmes de manière à stimuler les 

microorganismes indigènes et à accélérer la biodégradation de contaminants 

particuliers par exemple par l’oxydation ou l’ajout d’éléments nutritifs. (DIEZ, 

2010) ; 

- Enfin lors de la bioaugmentation, des microorganismes de culture dotés de capacités 

cataboliques particulières sont introduit aux systèmes. C’est une opération permettant 

ou accélérant la biodégradation de contaminants cibles.  Cette technologie est 

réalisable en respectant certains facteurs nécessaires pour le succès de la 

bioaugmentation.  Le choix des microorganismes doit être fait en tenant compte non 

seulement de la capacité de la souche à utiliser le polluant d’intérêt dans un délai 

raisonnable, mais aussi de sa capacité à s’adapter rapidement au nouveau milieu 

(p. ex. pH, salinité) (SEO et al., 2009). 

    La biodégradation se produit de façon relativement facile pour la plupart des hydrocarbures 

pétroliers, les HAP (notamment les HAP affichant un faible poids moléculaire), les BPC et un 

petit nombre d’HAC (dichloroéthane, chloroéthène) dans des conditions aérobies. Si l’oxygène 

ne se renouvelle pas facilement, comme c’est habituellement le cas dans les sédiments, la 

diminution rapide des concentrations d’oxygène dissous due à la respiration microbienne crée 

des conditions anaérobies. Dans de tels cas, des microorganismes anaérobies peuvent utiliser 

des accepteurs d’électrons autres que l’oxygène, comme les nitrates, les sulfates, le manganèse 

(Mn) (IV), le fer (Fe) (III) ou le CO2 pour continuer la minéralisation des contaminants. Les 

composés chlorés complexes sont plus faciles à biodégrader dans des conditions anaérobies 

(JOUTEY N et al., 2013). 

2.1.3 Biodégradabilité   

    La biodégradabilité est la capacité des substances et des matériaux à être dégradés par 

l'activité enzymatique des micro-organismes. Ces matières biodégradables sont généralement 

des matières organiques tels que des matières végétales et animales ou d’autres substances 

provenant d'organismes vivants, ou de matières artificielles suffisamment similaires à ceux 

utilisés par les micro-organismes (LEITAO, 2009). 

    Un composé ou matériau est biodégradable s’il présente une biodégradabilité ultime de 90% 

au bout de 6 mois dans différents milieux test (l’eau douce, l’eau salée et les sols). C’est-à-dire 

que les résidus ne doivent pas dépasser 10 % de la masse initiale de l’échantillon. De plus, les 

résidus de la biodégradation ne doivent pas présenter un effet écotoxique (DOMENEK S, 

2009). 

2.1.4 Compostabilité 

    La compostabilité est la capacité d’un matériau organique de subir le compostage pour 

donner un produit final appelé compost. Le compost est donc le résultat d’une biodégradation 

aérobique (c’est-à-dire qui a lieu en présence d’oxygène) d’un matériau (en général un déchet) 

organique sous l’action de micro-organismes, le compost mûr ressemble à un terreau fertile et 

sa richesse en substances organiques en fait un bon fertilisant pour les sols. Le compostage peut 

être pratiqué à un niveau domestique-amateur, à petite échelle ou industriel (Anonyme). 
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    Un objet compostable est celui capable de se biodégrader en conditions de compostage 

normalisées et répondant à des exigences spécifiques en termes de désintégration, composition 

et écotoxicité de ses produits de dégradation. Le matériau doit être dégradé à 90% de sa masse 

initiale au bout de 6 mois dans un milieu compost industriel. La taille des résidus doit être 

inférieure à 2 mm au bout de 3 mois de compostage ce qui équivaut à une perte totale de 

visibilité dans le compost. (Anonyme). 

    L’absence des effets écotoxiques doit être démontrée ainsi que la qualité agricole du compost 

obtenu. La méthode recommandée pour démontrer la biodégradabilité ultime est la 

quantification du CO2 libéré dans des conditions contrôlées de compostage (NF EN 14046 – 

ISO 14855) au bout de 6 mois. La biodégradation doit atteindre au moins 90 % de la masse de 

carbone contenu dans le matériau initial ou 90% du niveau atteint par un matériau de référence 

sous les mêmes conditions. Le matériau de référence doit montrer une biodégradation de 70% 

en 45 jours (DOMENEK S, 2009). 

2.1.5 Différents types de biodégradation 

2.1.5.1 Biodégradation aérobie 

    La digestion aérobie consiste à dégrader par voie biologique les polluants organiques grâce 

aux microorganismes qui consomment l’oxygène dissout dans l’eau polluée en modifiant 

l’équilibre naturel. Cela peut se faire par oxydation grâce à l’oxygène fourni par une source 

externe ou avec la présence d’oxygène dans l’air (DHAOUADI, 2008). 
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Figure 4. Mécanisme de l’oxydation biologique aérobie (DHAOUADI, 2008). 
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2.1.5.2 Biodégradation anaérobie  

    La dégradation de la matière organique dans des conditions anaérobies est un processus 

microbien complexe qui nécessite la coopération syntrophique de bactéries anaérobies et 

d’archées méthanogènes. Les biopolymères complexes seront hydrolysés et fermentés, et les 

produits formés sont utilisés par les méthanogènes. Le résultat final de cette décomposition est 

le CH4 et le CO2 (DAVE, 2010). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5. Schéma général du processus de digestion anaérobie (DAVE, 2010). 

- Biométhanisation  

    C’est un procédé biochimique de fermentation dans lequel les substances organiques telles 

que des protéines, des composés azotés non protéiques, des sels et matériaux non 

fermentescibles, les lipides ou les hydrates de carbone sont dégradées par fermentation. Ce 

traitement demande peu d’énergie et produit peu de rejets que le traitement biologique aérobie 

(AMRANI et BENDIDI, 2014). Il aboutit à la formation de gaz (C02, CH4, H2S, NH3), de corps 

microbiens, de déchets stabilisés et déshydratés et de l’eau (ANGELIDAKI et al., 2011).  
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   La fermentation méthanique est réalisée par un ensemble extrêmement complexe d'espèces 

bactériennes qui, dans des conditions d'environnement bien précises (potentiel redox inférieur 

à - 350 mV, pH voisin de la neutralité), forment des associations stables (GODON, 2008). 

 2.1.6 Facteurs affectant la dégradation microbienne 

    Les micro-organismes peuvent dégrader de nombreux polluants organiques grâce à leur 

machinerie métabolique et à leur capacité à s'adapter à des environnements inhospitaliers. 

Cependant, leur efficacité dépend de nombreux facteurs, comme le potentiel génétique et 

certains facteurs environnementaux tels que la température, le pH et les sources d'azote et de 

phosphore disponibles, la nature chimique et la concentration des polluants. Ainsi, les facteurs 

qui influencent la vitesse, le taux de la biodégradation des polluants par les micro-organismes 

sont soit liés aux micro-organismes et à leurs besoins nutritionnels (facteurs biologiques), soit 

associés à l'environnement (facteurs environnementaux) (El FANTROUSSI et AGATHOS, 

2005).  

2.2. Micro-organismes impliqués dans la biodégradation et/ou la purification de sites 

pollués 

2.2.1   Bactéries 

2.2.1.1 Biodégradation des hydrocarbures, pesticides et insecticides 

    Plusieurs bactéries sont connues pour se nourrir exclusivement d'hydrocarbures. Parmi 80 

souches bactériennes isolées par KAFILZADEH et al (2011), celles qui appartenaient à 10 

genres comme suit : Bacillus, Corynebacterium, Staphylococcus, Streptococcus, Shigella, 

Alcaligenes, Acinetobacter, Escherichia, Klebsiella et Enterobacter, aient les meilleures 

bactéries dégradant les hydrocarbures. 

     Des souches bactériennes capables de dégrader les hydrocarbures aromatiques ont été isolées 

par plusieurs chercheurs, principalement à partir du sol. Ce sont généralement des bactéries 

gram négatives, comme Pseudomonas, Mycobacterium, Corynebacterium, Aeromonas, 

Rhodococcus et Bacillus (MROZIK et al., 2003). 

    Les communautés microbiennes mixtes ont le potentiel de biodégradation le plus puissant, 

car l'information génétique de plus d'un organisme est nécessaire pour dégrader les mélanges 

complexes de composés organiques présents dans des zones contaminées (FRITSCHE et 

HOFRICHTER, 2005). En effet, les bactéries anaérobies et aérobies sont capables de 

biotransformer les BPC (ZUHLKE et al., 2020).  Les PCB fortement chlorés sont soumis à une 

déshalogénation réductrice par des micro-organismes anaérobies (PATUREAU et al.,2011). 

    L'élimination efficace des pesticides par l'ajout de bactéries avait déjà été signalée pour de 

nombreux composés, comme pour l'atrazine par Providence stuartii isolée à partir d’un sol 

agricole (STRUTHERS et al.,1998), le chlorpyrifos (SUREKHA et al., 2008) et des isolats tels 

que Bacillus, Staphylococcus et Stenotrophomonas provenant de sols cultivés et non cultivés 

capables de dégrader le dichlorodiphényl trichloroéthane (DDT) (NARASIMHA et 

VENKATESWARLU, 2008). 

    Il a été démontré que les bactéries associées aux plantes, telles que les bactéries endophytes 

et les bactéries rhizosphériques, contribuent à la biodégradation des composés organiques 
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toxiques dans les sols contaminés et pourrait avoir un potentiel d'ans l’amélioration de la 

phytoremédiation (DIVYA et al., 2011). De tels systèmes plantes/microbes, sont constitués 

d’une classe importante de bactéries tel que Pseudomonas spp.  En effet, plusieurs études ont 

pu démontrer que la rhizosphère de la végétation dans les champs contaminés contient des 

bactéries dégradant les HAP, parmi lesquelles deux souches de Bacillus Lysini ont été isolées 

par MA et al. (2010).  

     Les microorganismes responsables de la dégradation de PCB ont également été associés à 

la fois à ceux de la rhizosphère et de la zone racinaire des arbres matures poussant naturellement 

dans un site contaminé. Ils ont été identifiés comme membres du genre Rhodococcus, 

Luteibacter et Williamsie (LEIGH et al., 2006). En outre, le fixateur d'azote vivant libre, 

Azospirillum lipoférum, généralement trouvé dans le rhizoplan des plantes cultivées a été utilisé 

pour la dégradation du malathion qui est l'un des plus grands insecticides organophosphorés au 

monde (KANADE et al., 2012). 

2.2.1.2. Colorants  

    Des recherches sur des souches bactériennes capables de dégrader les colorants azoïques 

dans des conditions aérobies et anaérobies ont été largement rapportées (DOS SANTOS et al., 

2007).  CHAUBE et al (2010) ont utilisé un mélange de bactéries constitué de Proteus sp, 

Pseudomonas sp, et Enterococcus sp dans la biodégradation et la décoloration des colorant 

Cependant, plusieurs chercheurs ont identifié des souches bactériennes uniques qui ont une très 

grande efficacité pour l'élimination des colorants azoïques, c'est le cas de Decolorationis 

Shewanella (HONG et al., 2007). 

2.2.1.3 Métaux lourds 

      Les métaux lourds ne peuvent pas être détruits biologiquement (aucune « dégradation », 

modification de la structure nucléaire de l'élément, ne se produit) mais sont seulement 

transformés d'un état d'oxydation ou d'un complexe organique à un autre (GARBISU et 

AlKORTA, 2001). En outre, les micro-organismes ont développé la capacité de se protéger de 

la toxicité des métaux lourds par divers mécanismes, tels que l'adsorption, l'absorption, la 

méthylation, l'oxydation et la réduction. Par exemple, le mercure (Hg (II)) peut être biométhylé 

en méthyl-gazeux par un certain nombre d'espèces bactériennes différentes Alcaligenes 

faecalis, Bacillus pumilus, Bacillus sp., Pseudomonas aeruginosa et Brevibacterium iodinium 

(RAMAIAH et al., 2008). En plus des conversions redox et des réactions de méthylation, les 

bactéries acidophiles du fer comme Acidithiobacillus ferrooxidans (TAKEUCHI et SUGIO, 

2006) et les bactéries oxydant le soufre sont capables de lixivier de fortes concentrations de Cd, 

de Cu, de Co et de Zn dans les sols contaminés. 

2.2.2 Micro-organismes fongiques 

    Les microchampignons sont décrits comme un groupe d'organismes qui constituent un 

groupe extrêmement important et intéressant de microbes eucaryotes aérobies allant des levures 

unicellulaires aux moisissures. Ils possèdent d’importantes potentialités de dégradation 

intéressantes pour le recyclage des polymères (par exemple, la lignine) (FRITSCHE et 

HOFRICHTER, 2005). 
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    Les champignons sont les principaux organismes responsables de la décomposition du 

carbone dans la biosphère. Cependant, contrairement aux bactéries, ils peuvent se développer 

dans des zones à faible humidité et dans des solutions à faible pH, ce qui les aide à décomposer 

la MO (SPELLMAN, 2008). Equipés de complexes multienzymatiques extracellulaires, les 

champignons sont les plus efficaces, notamment pour décomposer les composés polymères 

naturels. Grâce à leurs systèmes d’hyphes, ils sont également capables de coloniser et de 

pénétrer rapidement les substrats et de les transporter et redistribuer les nutriments au sein de 

leur mycélium (MATAVULI et MOLITORIS, 2009). 

      2.2.2.1. Levures 

    Les levures sont des champignons qui ont perdu leur capacité à formés un mycélium. 

Plusieurs levures peuvent utiliser des composés aromatiques comme substrats de croissance, 

mais le plus important est leur capacité à convertir les substances aromatiques de manière 

cométabolique. Certaines espèces comme la levure de terre Trichosporon cutaneum possèdent 

des systèmes spécifiques d'absorption dépendant de l'énergie pour les substrats aromatiques 

(par exemple, pour le phénol) (YAGUCHI et al.,2020). 

    Les représentants typiques des levures utilisant des alcanes comprennent Candida lipolytica, 

Candida tropicalis, Rhodoturula rubra, et Aureobasidium (Trichosporon) pollulans, 

Rhdotorula aurantiaca et Candida. anobii lesquelles se sont avérés capables de dégrader le 

carburant diesel (De CASSIA IRANDA et al.,2007). Les levures sont également signalées pour 

la biodégradation de l’aniline, c’est l’exemple de Candida methanosorbosa BP-6 (MUCHA et 

al., 2010).  

    En plus des hydrocarbures aromatiques et aliphatiques, les microchampignons peuvent co-

métaboliser de nombreux autres polluants organiques aromatiques, notamment les 

hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAP) et les biphényles, les dibenzofuranes, les 

nitroaromatiques, divers insecticides et plastifiants. Le métabolisme des PCB a également été 

étudié par les levures candida lipolytica et Saccharomyces cerevisiae (FRITSCHE et 

HOFRICHTER, 2000). 

       2.2.2.2 Les champignons filamenteux 

    Les champignons filamenteux ont une croissance mycélienne qui leur donne un avantage 

concurrentiel sur les cellules individuelles telles que les bactéries et les levures, dans les 

substrats insolubles ils secrètent des enzymes de dégradation extracellulaire pour les aider à se 

ramifier en plus, la nature extracellulaire des enzymes de dégradation permet aux champignons 

de tolérer des concentrations plus élevées de produits chimiques et toxiques (BRAAKSMA et 

al., 2010).  

 Hydrocarbures, pesticides et plastiques 

    Parmi les champignons filamenteux participant à la biodégradation des hydrocarbures 

aliphatiques figurent Cladosporium et Aspergillus (STELIGA, 2012). 

    Les champignons filamenteux peuvent dégrader les PCB. Parmi eux, les ligninolytiques ont 

été spécifiquement étudiés en raison de leurs enzymes oxydo-réductrices aspécifiques 
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extracellulaires.  D’autres champignons tels que l’Aspegillus niger et les champignons 

ectomycorhyziens sont capables de dégrader des PCB (JOUTEY et al.,2013).  

    On signale également que les champignons dégradent le bois, les fibres et une large gamme 

de produits non cellulosiques tels que les plastiques, les carburants, les peintures, les colles, les 

médicaments et d’autres artefacts humains (JOUTEY et al.,2013). 

 Cellulose, lignine et autres fibres 

    La biomasse lignocellulosique est constituée de trois composants majeurs : La cellulose, 

l’hémicellulose et la lignine. Les arbres et les herbes représentent la grande majorité de la 

biomasse. En moyenne, la biomasse lignocellulosique contient 40-60 % de cellulose, 20- 40% 

d'hémicelluloses et 10-25 % de lignine (WERTZ, 2010).  

    La dégradation de la cellulose par les moisissures cellulolytiques, telles que Aspergillus sp, 

Penicillium sp, Trichoderma sp, est assurée par la production d’enzymes extracellulaires de 

trois types qui sont nécessaires à l’hydrolyse totale de la cellulose (MOULARAT et al., 2013). 

Les cellulases fongiques sont les plus étudiées notamment en raison de leurs utilisations 

potentielles en biotechnologie. Le domaine de fixation des cellulases fongiques comporte 36 

acides aminés et se fixe de façon réversible à la cellulose (LINKER et TEERIK, 1996), grâce à 

la tyrosine qui joue un rôle important dans la fixation du substrat par une interaction hydrophobe 

(REINIKAINEN, 1994). 

    La lignine, est extrêmement résistante à la dégradation. En formant des liaisons à la fois avec 

la cellulose et les hémicelluloses, elle crée une barrière à toutes les solutions ou enzymes, et 

empêche la pénétration des enzymes lignocellulosiques au sein de la structure 

lignocellulosique. Les champignons produisant des enzymes lignocellulolytiques sont 

répandus, et incluent des espèces des genres Ascomycètes (p.ex. Trichoderma reesei) et 

basidiomycètes comme la pourriture blanche (p.ex. Phanerochaete chrysosporium) et la 

pourriture brune (p.ex. Fomitopsis palustris) (WERTZ, 2010). De plus, quelques espèces 

anaérobiques peuvent dégrader la cellulose dans les voies gastro-intestinales des animaux 

ruminants. La dégradation de la biomasse par ces champignons est réalisée par des mélanges 

complexes de cellulases, hémicellulases et ligninases (WOICIECHOWSKI et al., 2013).  

 Métaux lourds 

     De nombreuses espèces fongiques peuvent également absorber le cadmium, le cuivre, le 

plomb, le mercure, et le zinc et plusieurs éléments toxiques en les séquestrant dans leur 

mycélium et leurs spores (AKHTAR, 2013).  

 Colorants 

    Les champignons ligninolytiques se sont avérés efficaces concernant la dégradation des 

colorants (BUMPUS, 2004). Neuf souches de champignons filamenteux ont été isolées par 

ABRUSCIA et al., (2007). Aspergillus ustus, Aspergillus nidulans, Aspergillus versicolore, 

Penicillium chrysogenum, Cladosporium cladosporioides, Alternaria alternata, mucor 

racemosus, phoma glomerata et Trichderma longbrachiatum ont pu biodégrader l’émulsion de 

gélatine avec différents taux de production métabolique de CO2. 
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2.2.3   Microalgues 

    Les microalgues sont capables d’utiliser le CO2 comme source carbonée et la lumière comme 

source d’énergie pour l’accumulation lipidique dans des conditions environnementales très 

spécifique (LI et al., 2008) sous la forme d’acide gras polyinsaturés (FEOFLOVA et al., 2010). 

Ces microorganismes (rassemblés par la suite sous l’appellation abusive « micro algues » dont 

la taille varie du micron à la centaine de microns se trouvent en abondance dans les milieux 

aquatiques (océans, rivières, lacs...). Comme chez les végétaux terrestres, certaines espèces 

peuvent accumuler, dans certaines circonstances, le carbone absorbé sous forme de lipides 

(principalement triglycérides), ce qui permet d’envisager d’utiliser ces microorganismes pour 

produire des biocarburants (CARDORET et al., 2008). 

   Les microalgues étant communément connues pour leur capacité à effectuer la 

photosynthèse,  sont importantes pour la vie sur terre; elles produisent environ la moitié de 

l'oxygène de l'air et utilisent simultanément le dioxyde de carbone CO2, un gaz à effet de 

serre pour améliorer sa croissance photoautotrophe. 

2.3   Biodégradation   des margines  

    Face aux impacts des margines sur l’environnement, certains chercheurs ont opté pour la 

biodégradation et la valorisation des margines.  Ces applications dépendent principalement des 

caractéristiques physico-chimiques et microbiologiques de ces effluents (ZENJARI et al., 

2006). 

    Les margines peuvent être utilisées par les microorganismes comme substrat pour leur 

croissance. Cette croissance n’est possible qu’en présence de conditions physico-chimiques 

favorables. Les microorganismes peuvent être utilisés à leurs tour comme moyen de fabrication 

de biomolécules comme les enzymes, les acides organiques, les métabolites secondaires et la 

biomasse. 

2.3.1   Biodégradation aérobie des margines par des champignons  

    Les margines sont susceptibles d’être dégradées par les microorganismes en minéralisant la 

MO par voie aérobie (BORJA et al., 1995 ; El HAJJOUJI et al., 2008). Selon GARRIDO 

HOYOS et al. (2002) une élimination de 65,77 % de la DCO est obtenue sur des margines 

traitées en aérobiose avec Aspergillus terreus. Par ailleurs, Funalia troggi a éliminé 70 % de la 

DCO et 93 % des phénols, alors que Coriolus versicolor permet une réduction de 63 % de la 

DCO et 90 % des phénols.  

    VINCIGUERRA et D’ANNIBALE (1995) ont obtenu par traitement aérobie avec Lentinus 

edodes une réduction de 75 % du carbone organique total, 66 % des phénols totaux et une 

décoloration de l’ordre de 45 % après 4 jours d’incubation. En isolant des souches capables de 

dégrader les tanins, IKEDA et al. (1972) ont montré qu'Aspergillus niger reste le 

microorganisme le plus efficace. Ces mêmes auteurs ont noté que les tanins peuvent être plus 

ou moins dégradés par des bactéries et des champignons comme Saccharomyces cerevisiae, 

Mycotorula japonica et Penicillium glaucum. Des souches de Phanerochaete chrysosporium 

ont diminué le taux des polyphénols de 83 % après 12 jours d’incubation (FADIL et al., 2003). 

https://www.aquaportail.com/definition-3882-oxygene.html
https://www.aquaportail.com/definition-4040-dioxyde.html
https://www.aquaportail.com/definition-981-carbone.html
https://www.aquaportail.com/definition-2411-effet-de-serre.html
https://www.aquaportail.com/definition-2411-effet-de-serre.html
https://www.aquaportail.com/definition-2061-photoautotrophe.html
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    Les tableaux ci-dessous récapitulent les résultats de recherches les plus récentes sur la 

biodégradation des margines par les levures, champignons filamenteux et les bactéries. 

    Les levures sont souvent présentées comme des champignons microscopiques mésophyle en 

mesure de croître ou de survivre autant sous des conditions aérobies   qu’anaérobies et dans des 

milieux composés de sources métabolisables de glucide, d’azote, de vitamines et de minéraux.  

    Par rapport aux bactéries, les levures présentent des éléments favorables quant à leur 

utilisation en biotechnologie environnementale. Un avantage majeur de leur utilisation est leur 

tolérance à l’acidité car elle se développent surtout en milieu acide : leur optimum de pH se 

situe entre 4,5 et 6,5 mais elles tolèrent des valeurs entre 2,5 et 8,0 (BARNETT et al., 1990). De 

nombreuses études ont été effectué sur la capacité des levures à dégradé les constituants des 

margines tel que Candida tropocalis qui est capable de réduire la DCO des effluents de 

margines de 40% à 71% et de réduire les polyphénols de 39% (DIAS et al., 2021). Les 

recherches de SALGADO et al., (2021) ont démontré que la levure Magnusiomyces capitalus 

était capable de réduire la DCO et les polyphénols de 55,2 et 21,99% respectivement. La β-

carotène est produite en grande quantité par Rhodotorula glutinis tout en réduisant 77,6 de la 

DCO et jusqu’à 91% des polyphénols des margines (LINDNER et al., 2022). D’autres produits 

d’intérêt sont produits par les levures en utilisant les margines comme substrat tel que les 

protéines unicellulaire, lipides, acide citrique, acide isocitrique, SCP, lipides intracellulaires, ou 

entre des enzymes telles que les protéases, lipases (SARRIS et al., 2019 ; HAMIMED et al., 

2020).  

Tableau IV. Données bibliographiques récentes sur la biodégradation des margines par 

les levures 

Souche Réduction de la 

DCO 

Réduction des 

polyphénols 

Produits 

d’intérêt 

Références  

Candida 

tropocalis 

40% et 71%  

 
35±0,6 (39%) Lipase, 

protéase, et 

lipides 

intracellulaires. 

(DIAS et al., 

2021) 

Yarrowia 

lipolytica 

 

20–80% 51% Protéines 

unicellulaires 

Lipides 

Acide citrique  

Acide 

isocitrique 

SCP, Lipases 

 

(SARRIS et al., 

2019 ; 

HAMIMED et 

al., 2020) 

Rhodotorula 

glutinis  

77,6% jusqu'à 91 % β-carotène (LINDNER et 

al., 2022)   
Trichosporon 
fermentans. 

94.7%  85% Biodiesel 

Lipase 

Polysaccharides 

YU et al., (2018) 

; 

BAZZARELLI 

et al., (2016) 

Magnusiomyces 

capitalus 

55,2% 21,99% lipase SALGADO et 

al., (2021) 

https://www-sciencedirect-com.sndl1.arn.dz/science/article/pii/S092422442100399X#bib127
https://www-sciencedirect-com.sndl1.arn.dz/science/article/pii/S092422442100399X#bib127
https://www-sciencedirect-com.sndl1.arn.dz/science/article/pii/S092422442100399X#bib127
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    Les moisissures sont définies comme des microorganismes eucaryotes, hétérotrophes 

filamenteux, organismes non photosynthétiques, elles sont dépourvues de chlorophylle. 

Certaines sont des parasites des végétaux et des animaux, d’autres vivent en symbiose avec les 

plantes, d’autres sont des saprophytes dont la croissance dépend d’un substrat inerte ou en 

décomposition. Ces micro-organismes sont utilisés dans différents domaines dont la production 

d’enzymes, produits laitiers, production du roquefort, production d’antibiotiques, production 

de biocarburants parmi eux on trouve Penicillium sp qui est capable de réduire la DCO des 

margines de 59% d’après (AYEDA et al., 2019).  

Tableau V. Données bibliographiques récentes sur la biodégradation des margines par 

les champignons filamenteux 

Souche Réduction de la 

DCO 

Réduction des 

polyphénols 

Produits 

d’intérêts 

Références  

Trametes. 

Versicolor 

58% 80% Production de 

laccase et 

péroxydase 

NTOUGIAS et 

al (2015) 

Pleurotus 

ostreatus 

47% 95 % Production de 

laccase et 

peroxydase  

NTOUGIAS et 

al (2015) 

Penicillium sp 59%   (AYEDA et 

al.,2019) 

Coriolopsis 

gallica 

83,61±1,33 75,52±0,8 Laccase DAASSI et al 

(2014) 

 

Bjerkanda adusa 67,5±1,42 70,32±1,54 Enzyme DAASSI et al 

(2014) 

 

Trichoderma 

citrinaviride 

36,47±0,84 21,34±1,12 Enzyme DAASSI et al 

(2014) 

 

Phanerocheate 

chrysosporium 

62,23±0,87 67,3±0,84 Enzyme DAASSI et al 

(2014) 

 

 

     Les microalgues sont exploitées dans le domaine de la biotechnologie industrielle en raison 

de leur taux de croissance rapide, de leur efficacité photosynthétique élevée, de leur adaptabilité 

acceptable et de leur nature respectueuse de l’environnement (MOHSENPOUR et al., 2021) et 

surtout en raison de leur biodiversité qui les place au premier plan des producteurs biologiques 

de molécule à haute valeur ajoutée notamment lipides de réserve (triglycérides) ou 

membranaires (phospholipides et glycolipides), protéines, et pigments (LINDER et al.,2022). 

De nombreuses recherches ont prouvé la capacité de ses microalgues à se développés sur les 

margines, parmi eux on sites : Lactobacillus sp, Chlorella vulgaris, Acutodesmus obliquus, 

Monoraphidium braunii avec une réduction de polyphénols qui varie entre 12,3 et 17,4% 

cependant MAAITAH et al (2022) révèle la capacité de Chlorella pyrenoidosa à réduire le taux 

de la DCO de 89% et 90,1% des polyphénols des margines.  
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Tableau VI. Données bibliographiques récentes sur la biodégradation des margines par 

les bactéries et microalgues 

Souche Réduction de la 

DCO 

Réduction des 

polyphénols 

Produits 

d’intérêt 

Références  

Lactobacillus sp 

Lactiplantibacillus 

plantarum 

12,62%  l'acide élénoïque 

et 

l'hydroxytyrosol 

(AYEDA et al., 

2019) 

Bacillus sp 28,28%   (AYEDA et 

al.,2019) 

Chlorella vulgaris   12,3±6,9 Protéines, 

lipide, pigment. 

LINDER et al 

(2022) 

Acutodesmus 

obliquus 

 21,1±0,6 Protéines, 

lipides, 

pigments. 

LINDER et al 

(2022) 

Monoraphidium 

braunii 

 16,7±2,5 Protéines, 

lipides, 

pigments. 

(LINDER et 

al.,2022) 

Chlorella 

pyrenoidosa 

89% 90,1% Gras 

polyinsaturés 

Biodiesel 

MAAITAH et 

al (2022) 

 

     2.3.2 Biodégradation anaérobie des margines par des bactéries méthanogènes  

    Lors du processus de digestion anaérobie, la MO est progressivement dégradée sous l’action 

d’un consortium microbien complexe fonctionnant en anaérobiose. Ces microbes, dont certains 

sont syntrophiques (GERARDI, 2003) et/ou symbiotiques (WILKIE, 2005), sont plus ou moins 

sensibles à leur environnement (POHLAND et GHOSH, 1971). Quatre principales phases de 

dégradation de la MO, faisant pour chacune intervenir différents microorganismes, peuvent être 

différenciées :  

 L’hydrolyse des polymères les bactéries convertis les polysaccharides et polyphénols 

en monosaccharides et phénols ; 

 la fermentation des monomères ou acidogénèse, les monomère sont transformés 

en acides organiques, en alcools et en l'hydrogène et du dioxyde de carbone ;  

 Troisième étape est l'acétogénèse, à partir de l’alcools et des acides organiques se fait la 

production d'acétate, un des précurseurs directs du méthane ; 

  Enfin la méthanogénèse. 

    Les margines contiennent d'une part des substrats très facilement fermentescibles comme les 

sucres et les acides carboxyliques qui provoquent l'acidification, et d'autre part des composés 

très difficilement biodégradables et très toxiques pour la flore bactérienne du digesteur et en 

particulier les bactéries méthanogènes. Ces composés toxiques comme l'acide 16 oléique et les 

composés aromatiques (ANDREONI et al., 1986), sont très abondants dans les margines et 

provoquent l'inhibition des bactéries méthanogènes et par conséquent l'accumulation des acides 

gras volatils, du gaz carbonique et de l’hydrogène (ANDREONI et al., 1986) en étudiant les 

différents groupes bactériens impliqués dans le processus de méthanisation en présence des 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_organique
https://fr.wikipedia.org/wiki/Hydrog%C3%A8ne
https://fr.wikipedia.org/wiki/Dioxyde_de_carbone
https://fr.wikipedia.org/wiki/Ac%C3%A9tate
https://fr.wikipedia.org/wiki/M%C3%A9thane
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acides phénoliques des margines, ont montré que pour faciliter le démarrage de la méthanisation 

des margines, le nombre de bactéries méthanogènes devrait être très supérieur à celui des 

bactéries acidogènes. Ces problèmes d'acidification et d'inhibition peuvent être surmontés en 

diluant les margines de façon à obtenir une activité lente des bactéries acidogènes et atténuer 

ainsi l’inhibition des bactéries méthanogènes.  

    Plusieurs auteurs ont démontré la capacité de certaines souches à biodégradés les margines 

dans des conditions anaérobies tout en produisant des produits d’intérêt industriels, 

AIKATERNI et al (2019) ont testé la croissance d’un genre d’algues vertes « Scenedesmus 

obliquus » en synergie avec la microflore endogène des margines pour la production du bio-

hydrogène. HODAIFA et al (2017) ont souligné la réduction de 89% des polyphénols et 88,8% 

de la DCO sur les margines par Scenedesmus sp en produisant des métabolites bioactifs et des 

lipides.  

Tableau VII. Données bibliographiques récentes sur la biodégradation anaérobie des 

margines. 

Souche Réduction de la 

DCO 

Réduction des 

polyphénols 

Produits 

d’intérêt 

Références  

Scenedesmus 

obliquus + 

microflore 

endogène  

 43%  Bio-hydrogène (AIKATERNI 

et al.,2019) 

Scenedesmus sp 88,8% 89%  

Métabolites 

bioactifs,  

Lipides  

 

(HODAIFA et 

al., 2017) 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

         Deuxième partie : étude expérimentale  
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1. Matériel et méthodes 

 

 Lieu de l’étude 

    Le présent travail a été réalisé au sein du laboratoire de recherche de Biochimie Analytique 

et Biotechnologie (LABAB) de l’université Mouloud Mammeri de Tizi-Ouzou, Faculté des 

Science Agronomiques et des Sciences Biologiques, durant la période comprise entre début mai 

et mis juillet de l’année universitaire 2022.  

 Objectif de l’étude 

  Dans cette étude, l’objectif principal est l’évaluation de la capacité de quelques souches 

fongiques à croitre sur les margines, puis l’étude de quelques activités biologiques des différents 

extraits issus de leur fermentation. 

1.1 Matériel  

1.1.1 Matériel biologique  

 

a) Margines 

    Lors de cette expérimentation un échantillon de margines, issus d'une huilerie moderne de 

trituration d'olives par centrifugation à trois phases, situé dans la région de Maâtkas (Tizi-

Ouzou) (figure 6) est collecté vers la fin de la compagne oléicole en avril 2022. Ces margines 

ont été transférées dans des bouteilles en plastique et conservées au congélateur à -20 C jusqu'au 

moment de leur utilisation. 

 

Figure 6. Carte géographique du lieu d’échantillonnage des margines (GOOGLE MAPS, 

2022). 

b) Souches fongiques utilisées 

    Des souches fongiques obtenues au sein du laboratoire de recherche LABAB, ont été utilisés 

pour la fermentation des margines. Le choix des souches utilisées (tableau VIII) est basé sur les 

recherches bibliographiques indiquant la capacité de ces souches à pouvoir dégrader les 

différents composés organiques contenus dans ces effluents. 
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              Tableau VIII. Souches fongiques utilisées  

Type de Souches Genre/Espèce  Température 

d’incubation 

 

 

 

 

Champignons  

 Aspergillus niger  28 ° C 

  
Aspergillus flavipes 

Penicillium sp 

Fusarium sp 

Levure   Isolat 

 

1.1.2 Matériel non biologique 

 

a) Appareils, verrerie, consommable et autres petits matériels  

    Plusieurs appareils, verreries, et petits matériels ont été nécessaires à l’accomplissement de 

l’étude expérimentale et sont représentés dans le tableau IX.  

Tableau IX. Différents matériaux utilisés. 

Appareillage Verreries Petits matériels 

- Etuve 28°C, 105°C 

- Hotte 

- Four à moufle 

- Bain marie 

- Autoclave 

- Réfrigérateur 

- Balance 

- Balance de précision 

- Spectrophotomètre UV-

Visible 

- Vortex 

- Agitateur magnétique 

- Rota-vapeur 

- Centrifugeuse réfrigéré 

- Papier PH 

-Spectroscopie infrarouge 

- Béchers 

- Entonnoir 

- Tubes à hémolyse 

- Fioles jaugées 

- Erlenmeyers 

- Tubes à essai 

- Tubes à centrifuger 

- Flacons de réactifs 

- Pissette 

- Eprouvette graduée 

-Creusets en céramique 

 

 

- Anse à boucle 

- Bec bunsen 

- Pinces, Écouvillon 

- Passoire, Spatule 

- Micropipette 1000µl et 

200µ10 µl. 

- Boites de pétri en verre 

Et en plastique 

- Portoirs pour tubes 

- Eppendorf 

- Cuves de 

spectrophotométrie 

- Filtre pour seringues 

- Barreaux magnétiques 

- Embouts jaunes et bleus 

- Tige barreaux 

 

b)  Milieux de culture et produits utilisés 

   Le milieu de culture et l’ensemble des produits utilisés au laboratoire durant l’étude 

expérimentale sont représentés ci-dessous (tableau X). 
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Tableau X. Milieu de culture et l’ensembles des produits utilisés. 

Milieu de 

culture 

- Gélose glucosée à l’extrait   de pomme de terre (PDA) 

Solvants 

organiques  

- Acétate d’éthyle 99,5% 

- Ethanol 96% 

Sels  - Carbonate de sodium (Na2CO3)  

- Persulfate de potassium (K2S2O8) 

Réactifs - Réactif de Folin-Ciocalteu 

- 2,2-Diphenyl-1-picrylhydrazyl (DPPH) 

- 2,2'-azino-bis(3-éthylbenzothiazoline-6-sulphonique) 

(ABTS) 

Produits 

chimiques 

- Acide ascorbique 

- Acide gallique 

 

1.2 Méthodes  

1.2.1 Analyses des margines 

1.2.1.1 Teneur en matière sèche, organique et minérales des margines. 

   Un volume de margines est d’abord séché dans une étuve à 105°C à l’intérieur de creusets 

préalablement tarés, cela pendant 5h jusqu’à une masse constante afin de déterminer la teneur 

en matière sèche (MS), celle-ci est ensuite incinérée, dans un four à moufle, à 550°C. Cette 

opération a été faite en triplicata.  

    La teneur en eau, en matière organique (MO) et en cendres (MM), exprimée en pourcentage, 

est donnée par les équations ci-dessous :  

 

- Matière sèche 

 

 

 

- Teneur en eau 

 

     La teneur en eau est déterminée en faisant la différence entre la MS obtenue par évaporation 

à 105°C et les résidus de cendres issues de la calcination à 550°C pendant 2 heures. Elle est 

exprimée en g/g de MS. 

 

 

TE : teneur en eau 

m   :  masse des creusets contenant les margines avant séchage  

m0 : masse des creusets vides.  

𝑚1 : masse des creusets et des margines après séchage.  

 

- Teneur en cendres 

 

 
Cendre (%) = 

𝑚1−𝑚2

𝑚−𝑚0
× 100 

 

𝑇𝐸 =
(𝑚 −𝑚1)

𝑚 −𝑚0
×100 

 

MS%=100-TE % 
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𝑚2: la masse du creuset et des cendres (g). 

- Teneur en matière organique 

 

 

  

 

1.2.1.2. Détermination du pH des margines brutes 

    Le pH des margines a été évalué grâce au papier pH, quelques gouttes de margines sont alors 

déposées sur ce dernier. Après séchage du papier, le changement de couleurs va indiquer la 

valeur du pH des margines. 

       1.2.2. Mise en culture des souches fongiques sur les margines 

1.2.2.1. Préparation des précultures 

     Les souches fongiques utilisées sont repiquées préalablement avant chaque essai afin 

d’obtenir des cultures jeunes qui vont servir pour inoculer les margines. Dans cette étape, les 

souches sont repiquées par la méthode des stries serrés à l’aide d’un écouvillon dans le milieu 

PDA puis incubées dans une étuve à 28°C durant 72 heures. 

 

Face supérieure à droite, revers à gauche. 

Figure 7. Photographies d’Aspergillus niger après repiquage sur PDA. 

 

Face supérieure à droite, revers à gauche. 

Figure 8. Photographies de Penicillium sp après repiquage sur milieu PDA. 

MO= MS%-MM% 
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Face supérieure à droite, revers à gauche. 

                 Figure 9. Photographies de Fusarium sp après repiquage sur le milieu PDA. 

 

Face supérieure à droite, revers à gauche. 

Figure 10. Photographies de Aspergillus flavipes après repiquage sur le milieu PDA. 

 

Face supérieure à droite, revers à gauche. 

Figure 11. Photographies de la levure isolat après repiquage sur le milieu PDA. 

1.2.2.2. Préparation des margines pour la fermentation. 

    La préparation des milieux de cultures consiste, en premier lieu, à décongeler les margines, 

diluer une partie avec de l’eau distillée (V/V) et laisser un autre volume à l’état brute. Après 

autoclavage, suivi d’une bonne agitation, les margines sont réparties équitablement dans 14 

erlenmeyers (7 pour les margines brutes et 7 pour les margines diluées). 
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1. Inoculation des margines 

    Dans chaque erlenmeyer sont incorporés 5 disques prélevés à partir de chaque jeune culture 

de champignon de 72h. Une culture mixte est réalisée avec la levure et deux disques de chaque 

champignon filamenteux. Les cultures ensemencées et le témoin sont ensuite incubés à 28 °C 

durant 10 jours.  

    Dans cette étude, deux séries de culture, (chacune en duplicata), ont été effectuées : la 

première série avec agitation manuelle discontinue et une deuxième sans agitation.  

 

 

Figure 12. Photographie montrant l’aspect des disques de mycélium des souches fongiques 

lors de l’inoculation des margines. 

2. Evaluation de la biomasse fongique humide 

    Après incubation des champignons, ceux-ci sont soumis à une filtration à l’aide d’une 

passoire afin de filtrer la biomasse humide. Quant aux margines, elles sont directement 

récupérées dans des flacons dédiés à chaque échantillon.  La filtration est suivie d’un lavage 

progressif de la biomasse fongique à l’aide d’eau distillée pour retirer toutes les margines 

résiduelles. La biomasse fongique est ensuite récupérée dans des tubes ou des boites de Pétri en 

verre   pour estimer son poids humide. Le poids sec est enregistré après séchage de la biomasse 

jusqu’à obtention d’un poids sec constant à 105°C. 

 

Fiole +Margines 

à inoculer  

Ance à boucle pour 

prélever les disques 

Disques de 

mycélium 
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 1 : Filtration des margines 

 2 : Lavage de la biomasse  

 

Figure 13. Photographie représentative des étapes de filtration.   

3. Détermination du pH  

    Le pH des cultures et du témoin a été mesuré grâce au papier pH, quelques gouttes de chaque 

échantillon sont alors déposées sur ce dernier. Après séchage du papier, le changement de 

couleurs va indiquer la valeur du pH des margines.  

4. Détermination de la densité optique des margines après incubation 

     Les échantillons de margines sont souvent trop chargés en particules, à cet effet, pour 

pouvoir mesurer leur DO à 395nm, un volume de chaque culture ou témoin est dilué avec l’eau 

distillée puis soumis à une microfiltration (0.22µm).  

1.2.3.   Préparation des extraits de margines avant et après fermentation  

    Les extraits de margines brutes et de margines traitées avec les souches fongiques, vont servir 

pour effectuer plusieurs tests afin de comparer les résultats obtenus entre les échantillons traités 

et le témoin.  

     1.2.3.1 Méthode d’extraction des composés phénoliques 

    L’extraction des composés bioactifs des margines a été effectuée avec de l’acétate d’éthyle 

car il est connu pour être extracteur efficace par rapport à d’autres solvants (BCHERRAWI, 

2002). Ayant un moment dipolaire assez important, miscible avec tout mais peu miscible avec 

l’eau. Il réagit vigoureusement avec les oxydants présents dans les margines (STYRÈNE, 

2006). Un soluté polaire aura plus d'affinité pour l’objet le plus polaire parmi le solvant et 

l’adsorbant (REFFAS, 2010). 

    Les margines sont d’abord mixées avec de l’acétate d’éthyle (V/V) dans des flacons fermés.  

Ces derniers sont soumis à une agitation magnétique pendant 1h à température ambiante afin 

d’homogénéiser le mélange margines-acétate d’éthyle et d’assurer un meilleur contact des 

1 2 
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polyphénols avec ce dernier. Le mélange est réparti dans des tubes puis centrifuger pendant 

10min dans des conditions réfrigérées (4°C). Après centrifugation, le surnageant (l’acétate riche 

en composés bioactifs) est complètement séparé du culot (margines) (figure 15). Ce dernier est 

alors récupéré puis évaporé grâce à un rotavapor rotatif à une température réglée à 55°C jusqu’à 

obtention d’un extrait concentré à 1 ml de volume.  Les extraits sont conservés dans des tube 

eppendorf à 4°C à l’abri de la lumière afin d’éviter leur oxydation.  Le diagramme de la figure 

14 récapitule les étapes d’extraction des margines utilisées dans cette expérimentation.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 14. Diagramme résumant les étapes d’extractions des margines. 

 

 

 

Margines mixées à l’acétate d’éthyle 

Agitation (1h)   

Centrifugation 

Separation des deux phases 

Evaporation du surnageant 
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Figure 15. Aspect d’un extrait de margines obtenu avec l’acétate d’éthyle. 

 1.2.4 Dosage des polyphénols totaux dans les différents extraits 

    Les teneurs en polyphénols contenus dans les différents extraits obtenus à partir des 

échantillons de margines diluées et brutes, cultures agitées et non agitées, témoins ou 

fermentées, ont été estimés par la méthode de Folin-Ciocalteu selon MACHEIX et al., 1990 

(figure 16). Le principe est la réduction des polyphénols par l’acide phosphomolybdique du 

réactif de Folin-Ciocalteu dans un milieu alcalin, ce qui se traduit par l’apparition d’une 

coloration bleu foncé. La concentration des polyphénols est déterminée après lecture de la DO 

à 750 nm, en se référant à une courbe étalon (figure 19) établie à partir d’une série de solutions 

standards d’acide gallique réduits par le réactif de Folin-Ciocalteu (annexe 1).  

 Mode opératoire 

    Un volume du réactif de Folin-Ciocalteu est ajouté à chaque extrait dilué, après 5 min à 

l’obscurité, une solution de carbonate de sodium Na2CO3 (20%) est additionné dans chaque 

échantillon. Après 20 minutes dans une étuve à 40°C, l’absorbation est mesurée à 750 nm au 

spectrophotomètre contre un blanc sans extrait.  

 

 

 

                                                                                                        Après 5 min dans l’obscurité 

 

                                                Après 20 min à 40°C 

 

Figure 16. Représentation du protocole de dosage des polyphénols (MACHIX et al., 1990). 
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1.2.5 Evaluation de l’activité antioxydante des extraits  

    Afin d’évaluer l’activité antioxydante des composées phénoliques des extraits de margines, 

nous avons opté pour deux méthodes les plus rapides et faciles à mettre en œuvre comparées à 

d’autres méthodes, car elles s’effectuent dans des températures ambiantes.   

 Test DPPH 

 Principe  

    Les antioxydants sont des composés chimiques qui empêchent le processus d’oxydation dans 

l’organisme, car ils ont la capacité de piéger les radicaux libres. Dans cette méthode, l’activité 

antiradicalaire est mesurée grâce au radical libre est stable le 2,2 Diphenyl -1- Pycryl-Hydrazyle 

(DPPH), qui procède un électron célibataire délocalisé, ce qui lui confère une coloration 

violette. La diminution de l’intensité de cette couleur, mesurée par densité optique à 517nm, 

indique la présence d’un antioxydant dans le milieu qui fixe un proton sur le DPPH, lorsqu’il 

est réduit, sa coloration devient jaune pâle (GULCIN et al., 2003). 

 

 Mode opératoire 

    L’effet anti-radicalaire des échantillons étudiés vis-à-vis du radical DPPH est réalisé selon la 

méthode de BRAND WILLIAMS et al., 1995). La solution du DPPH est préparée par 

solubilisation de DPPH dans l’éthanol suivie d’une agitation pendant 30 min à l’obscurité. Un 

volume de l’extrait est ajouté à 1ml de DPPH. Le mélange est bien homogénéisé au vortex et 

laissé à l’obscurité durant 30 min. L’absorbance est mesurée à 517 nm contre un blanc sans 

extrait.  

 Méthode d’évaluation des résultats 

    Le contrôle positif est représenté par une solution d’acide ascorbique synthétique (vitamine 

C) comme un antioxydant standard. 

    La diminution de l’absorbance est évaluée par le pourcentage d’inhibition (% I) qui permet 

d’évaluer l’IC50 (quantité équivalente en extrait qui neutralise 50% du DPPH·). Plus le 

pourcentage d’inhibition est élevé plus la valeur de l’IC50 est petite et plus la capacité 

antioxydante est élevée.  

    Le pourcentage de l’activité anti-radical DPPH est calculé selon l’équation suivante : 

 

Avec :  

A0 : absorbance du DPPH en absence de l’échantillon  

A1 : absorbance de la solution en présence de l’extrait 

I : pourcentages d’inhibition des radicaux libres 

 Test ABTS 

    Tout comme le DPPH, l’acide 2,2'-azino-bis(3-éthylbenzothiazoline-6-sulphonique) (ABTS) 

est un composé chimique qui a également été utilisé pour évaluer l’activité antioxydante des 

I (%) = [(A0 – A1)/A0] × 100 
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extraits de margines, en évaluant leur capacité à piéger le radical cationique ABTS+ et donc à 

ralentir ou inhiber son action.  

 Principe  

    Lors de la mise en œuvre de ce test, l’ABTS incolore est préalablement oxydé avec du 

persulfate de potassium (K2S2O8) pour former le radical cationique ABTS+ de coloration bleu-

vert. L’addition d’un composé antioxydant donneur de protons engendre la réduction du radical 

ABTS+ en ABTS. L’activité antioxydante est déterminée par la décoloration de la solution et 

s’exprime par le pourcentage d’inhibition (PI) de l’absorbance à 734 nm, longueur d’onde à 

laquelle le radical ABTS+ présente une bande d’absorption caractéristique (OSMAN al., 2006 

; MOON et SHIBAMOTO, 2009). Le contrôle positif est représenté par une solution d’un 

antioxydant standard d’acide ascorbique dont l’absorbance a été mesuré dans les mêmes 

conditions que les extrais de margines. 

 Mode opératoire  

    Une solution mère d'ABTS stable est préparée en mélangeant une solution aqueuse d'ABTS 

avec le persulfate de potassium préalablement préparé. Le mélange est laissé à l'obscurité et à 

température ambiante pendant 12 à 16 heures. Pour la réaction une quantité de cette solution 

est ensuite dilué avec l'éthanol afin d'obtenir une absorbance de 0,80 à 734 nm. Enfin, un 

volume de cette solution est ensuite ajoutée à chaque extrait, convenablement dilué ou un 

standard (acide ascorbique) à la même concentration, après 6 min l'absorbance est notée à 734 

nm, en se référant à un témoin sans extrait. 

 Méthode d’évaluation des résultats  

     Les résultats sont exprimés en pourcentage d'inhibition (PI) du radical ABTS+ donné par la 

formule suivante : 

Avec : 

 PI (ABTS+) : pourcentage (%) d'inhibition du radical ABTS+ 

 AE: absorbance de l'échantillon ou standard testés. 

 AC: absorbance du contrôle sans extrait. 

 

1.2.6 Infrarouge des extraits de margines avant et après fermentation 

   Tout composé organique possède une signature qui lui est unique. La spectroscopie infrarouge 

permet de mesurer l’absorption du rayonnement, dans la région allant de 4000 à 400 cm-1. Les 

bandes d’absorption IR sont dues principalement aux vibrations fondamentales des molécules. 

Lorsque la longueur d'onde (l'énergie) apportée par le faisceau lumineux est voisine de l'énergie 

de vibration de la molécule, cette dernière va absorber le rayonnement et une diminution de 

l'intensité réfléchie ou transmise sera enregistrée. Pour déterminer les diverses fonctions à la 

surface des extraits issus des margines par la spectroscopie IR par absorption, l’ensemble des 

échantillons (brutes et diluées) de la culture agitée et non agitée a été analysé à l’aide d’un 

spectrophotomètre IR de marque SHIMADZU. 

 

 

PI (ABTS+) = [(AC-AE) /AC] X 100 
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Figure 17. Diagramme récapitulant les analyses effectuées sur les extraits de margines. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Dosage des 
composés 

phénoliques

Test DPPH

Analyse IRTest ABTS



 

 

 

 

 

 

 

 

Résultats et discussion 



Résultats et discussion 

 

36 
 

2. Résultat et discussion 

2.1. Quelques caractéristiques physico-chimiques des margines étudiées 

    Le tableau ci-dessous montre quelques caractéristiques des margines étudiées, à savoir la 

teneur en matière sèche, en cendres, en eau et en matière organique.  

Tableau XI. Représentation des résultats obtenus pour la teneur en eau, en matière organique 

et en cendres des margines utilisées. 

 Paramètre Teneur en 

eau (TE) 

Teneur en 

matières 

sèche (MS) 

Teneur en 

cendres 

(MM) 

Teneur en 

matière 

organique 

(MO) 

pH 

Résultats 

(%) 

79,16  20,6 8,5 12,1 5,6  

 

 

 

 

                                    

Figure 18. Représentation de la matières sèche et de la matière minérale des margines. 

     Les résultats démontrent une teneur en eau des margines d’une moyenne de 79,16%.  Cette 

teneur montre la richesse en eau de ces effluents. Cette valeur est inférieure à celles retrouvées 

par plusieurs auteurs comme OUGIR SIHAM, (2016) qui a rapporté des teneurs   de l’ordre de 

84,9 g/l. Une teneur de 89% pour des margines rouges et 94% pour des margines noir ont été 

rapportées par MBOURMAD, (2011).   AIT AMEUR et BOUZIDI (2013) ont trouvé des 

teneurs de 88,73 % et 91,95%   pour les deux sortes de margines.  De même pour les résultats 

de OUABOU (2014), qui sont de 86, 87,6 et 87,3 % notés pour trois échantillons de margines 

différents. 

     Contrairement aux matières organiques, les minéraux ne se volatilisent pas sur des hautes 

températures. Le tableau XI permet de visualiser le pourcentage en cendres informant sur la 

teneur en minéraux. La teneur en cendres a été évaluée à 8,5%, ce résultat se rapproche avec 

les résultats trouvés par AMAROUCHE ET BOUMKHILA (2019) (9,11%) pour le système 

d’extraction moderne. La teneur en MO est de 12,1%, cette valeur se situe dans la gamme   

rencontrée dans la littérature qui varie entre 2 et 12,9 % (BELAID,2006). 

Creuset

s 
Cendres  MS 
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    D’après les résultats obtenus, on remarque que les margines étudiées sont   riches en matières 

minérales et organiques. Des différences avec les résultats de différents auteurs sont 

remarquées. Ces différences peuvent être expliquées par l’effet variétal, les engrais apportés, 

l’irrigation, la date de récolte, la nature de sol, quelle que soit l’origine de la margine. 

2.2. Analyse de quelque paramètres physico-chimiques des cultures (M-AA et M-SA) 

2.2.1. Evaluations du pH 

   D’après les tableaux XII et XIII, il est constaté que les échantillons, des témoins brutes et 

dilués ainsi que les fermentations, ont un pH relativement acide.  Selon AISSAM (2003), leur 

résultat pour le pH mesuré sur les margines, en plusieurs manipulations, montre un pH acide 

d’une valeur de l’ordre de 4,5. Cette acidité est due à la présence d’acides organiques comme 

les acides phénoliques et les acides gras (AMMARAL et al., 2008 ; ASFI et al., 2012). 

ESMAIL et al.  (2014) rajoutent que l’acidité des margines résulte des réactions d’auto-

oxydation et de polymérisation qui transforment les alcools phénoliques en acides phénoliques 

et ainsi qu’à la fermentation des sucres.  

 

Tableau XII. Valeurs du pH enregistrées pour les échantillons de margines de la série agitée 

(M-AA). 

      Souche 

 

Échantillon    

Temoin+ Penicillium 

sp  

A. 

niger 

A.Flavipes Fusarium 

Sp 

Levure 

isolat 

 Mixte 

Brut 4 4 4 4 4 4 4 

Dilué 5,5 5 5 5 5 5 4 

 

Tableau XIII. Valeurs du pH enregistrées pour les échantillons de margines de la série sans 

agitation (M-SA). 

      Souche 

 

Echantillon 

Temoin

+ 

Penicillium 

sp  

A. 

niger 

A.Flavipes Fusarium 

sp 

Levure 

isolat 

 Mixte 

Brute 4 4 4,5 4,5 4,5 4 4,5 

Dilué 5,5 5 5 5 5 5 5 

 

    Des résultats relativement proches, ont été trouvés par   BOURMAD, (2011) (4,92 des 

margines rouge et 4.63 des margines noir), KAPELLAKISET al. (2008) (4.5 et 4.9), SENANI, 

(2018) (4,88 pour les margines de Tizi-ouzou) et ESMAIL et al. (2014) (OUZZANE et FES 

BOULMAN 4,65 et 4,77). 

    Ces résultats montrent que les margines étudiées sont des effluents acides. Les valeurs du pH 

des témoin n’a pas eu de changement au vu de l’absence de microorganismes. 

    On remarque que le pH est plus bas sur les cultures des margines brutes que sur les cultures 

des margines diluées. Cela peut s’expliquer d’une part par la dilution des margines. D’autre 

part, la variation des pH entre les cultures des différentes souches peut s’expliquer par le 

métabolisme microbien qui se caractérise par deux phases, catabolisme où les souches 

fongiques dégradent les composés du milieu de culture tels que les acides phénoliques contenus 

dans les margines, ou de certains composés qui seront utilisées dans la phase d’anabolisme.                      
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    Dans cette dernière, les microorganismes synthétisent leurs propres cellules mais secrètent 

aussi des métabolites en relation avec leur croissance ou non comme les acides citrique et   

acétique qui peuvent dans cette phase acidifier le milieu.   

    Cette élévation du pH des margines traitées par rapport aux valeurs initiales a été observée 

par plusieurs auteurs (FOUNTOULAKIS et al., 2002 ; FADIL et al., 2003). De même, au cours 

du traitement aérobie des margines par les micro-organismes du sol où ZENJARI et al. (1999) 

ont observé que le pH passe de 7,1 à 8,4.  

     Par ailleurs, l’étude de GHORABE et BADAOUI (2021) sur la biodégradation des margines 

par   la levure Y. Lipolytica, a montré qu’au début le pH a légèrement augmenté mais après 72h 

le pH avait diminué jusqu’à 5,07, ce qui correspond aux résultats de notre étude. 

2.2.2. Evaluation de la densité optique des margines de chaque échantillon 

correspondant à chaque souche.  

  Les valeurs de la DO des différentes cultures fongiques sur les margines sont supérieures à 

la DO trouvée pour les témoins, ce qui indique une augmentation de l’intensité des pigments 

liée soit au phénomène de polymérisation ou bien à la sécrétion de pigments microbiens. Les 

valeurs de la DO des échantillons issues de MA brutes (MA-B) sont plus élevées que celles 

issues de MA diluées (MA-D), ceci est due au fait que la dilution rend l’échantillon moins 

opaque ou moins riche en tannins responsables de la coloration brune des margines. 

 

Tableau XIV. Densité optique notée pour les échantillons de margines avec agitation                                     

(M-AA). 

DO (nm) 

Souches fongiques utilisées MA-P MA-D 

Témoin 0,41 0,26 

Penicillium sp 0,63 0,49 

Aspergillus niger 0,50 0,43 

Aspergillus flavipes 0,80 0,59 

Fusarium sp 1,00 0,68 

Levure isolat 0,85 0,63 

Culture mixte 1,10 0,90 
 

Tableau XV. Densité optique notée pour les échantillons de margines sans agitation                                     

(M-SA). 

DO (nm) 

Souches fongiques utilisées MA-P MA-D 

Témoin 0,39 0,22 

Penicillium sp 0,64 0,52 

Aspergillus niger 0,58 0,52 

Aspergillus flavipes 0,84 0,68 

Fusarium sp 0,53 0,41 

Levure isolat 0,83 0,56 

Culture mixte 0,79 0,59 
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2.2.3 Détermination de la biomasse humide et de la biomasse sèche des souches 

fongiques.  

    Les données, présentées par les tableaux XVI et XVII, indiquent une différence nettement 

remarquable entre la biomasse fongique produite sur les cultures M-SA et M-AA.  

Globalement, la majorité des poids humides et secs mesurés sur M-SA sont supérieurs à ceux 

de la série M-AA, notamment pour les trois souches Fusarium sp, Aspergillus niger et 

Aspergillus flavipes. Les cultures stationnaires ont permis aux champignons de former un tissu 

de filaments bien visible grâce à la sécrétion de différents enzymes qui dégradent les différents 

composés du milieu de culture. Cependant, Penicillium sp a mieux poussé sur les margines 

agitées.  

Tableau XVI. Données résumant le poids humide et le poids sec de chaque biomasse 

produite par la culture fongique avec agitation. 

Souches fongiques utilisées Poids humide (g)     Poids sec (g) 

M-B M-D M-B M-D 

Témoin 0 0 0 0 

Penicillium sp 4,00 4,01 0,27 0,15 

Aspergillus niger 5,02 3,89 0,31 0,22 

Aspergillus flavipes 5,68 4,70 0,29 0,31 

Fusarium sp 6,99 3,89 0,28 0,20 

Levure isolat ND ND ND ND 

Culture mixte 1,03 1,97 0,55 1,38 

 

ND / Non déminée. 

Tableau XVII. Donnés résumant les poids humides et le poids sec de chaque biomasse 

produite par la culture fongique sans agitation. 

Souches fongiques utilisés  Poids humide (g)     Poids sec (g) 

M-B M-D M-B M-D 

Témoin 0 0 0 0 

Penicillium sp 4, 99 3,20 0,38 0,22 

Aspergillus niger 5,69 5,03 0,52 0,43 

Aspergillus flavipes 6,33 5,60 0,69 0,50 

Fusarium sp 5,67 3,28 0,51 0,16 

Levure isolat 0 0 0 0 

Culture mixte 5,80 4,99 0,76 0,60 

 

    La culture mixte a également donnée un meilleur poids sur des margines agitées. Le mélange 

d’espèces a aidé à diversifier le champ de production d’enzymes donc à mieux dégrader les 

nutriments et à mieux se développer.  

    La levure étant un champignon qui a perdu la capacité de formés un mycélium, pour ce 

dernier, il était impossible d’estimer sa biomasse, car les margines sont troubles et surestime la 

DO des cellules libres.  
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    On remarque aussi que les souches ont mieux poussé sur MA-B que sur MA-D, cela peut 

être due à la différence de charge en composés organiques, dans les margines brutes, nécessaires 

au développement des souches fongiques.  

2.2.4    Dosage des polyphénols totaux  

    La courbe d’étalonnage (figure 19) est établie en utilisant une solution d’acide gallique qui a 

permis d’estimer la concentration en CP qui se trouve dans chaque extrait produit dans cette 

étude dans de mêmes conditions. La concentration des polyphénols totaux est exprimée en 

milligramme d’équivalent d’acide gallique par gramme de matière sèche (mg d’EAG/g MS) 

(figure 20, 21). 

 

Figure 19. Courbe d’étalonnage d’acide gallique. 
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Figure 20. Concentration en polyphénols totaux des extraits de margines brutes et diluées   

(E-B),(E-D)  recupérés à partir des cultures non agités (M-SA) en mg/ml. 

 

 

Figure 21. Concentration en polyphénols des extraits de margines brutes et diluées (E-P),   

(E-D) recupérés à partir des cultures agités en mg/ml. 

    Selon ALMELA et al.  (2006) et OBEID et al., (2007), la quantification et l’identification 

des polyphénols des extraits végétaux sont considérées comme la première étape vers 

l’évaluation de la capacité antioxydante. 

0.00

10.00

20.00

30.00

40.00

50.00

60.00

70.00
Te

n
eu

r 
en

 p
o

ly
p

h
én

o
ls

 (
m

g/
m

l)

Extraits des cultures



Résultats et discussion 

 

42 
 

     D’après le dosage des polyphénols totaux  les cultures diluées sont beaucoup plus 

concentrées en CP tandis que la biomasse fongique a mieux poussé sur la culture des margines 

brutes, peut s’expliquer par le fait que la dilution a permis aux champignons de produire des 

enzymes qui peuvent dégrader les polyphénols complexes et à augmenter leur concentrations 

tandis que sur la culture des margines brutes, les champignons ont une préférence à produire 

les enzymes dégradants des molécules plus simples  favorisant ça croissance . 

 

 Champignons  

    On ce qui concerne les CP des extraits issus des cultures avec les champignons, une 

augmentation est notée pour leurs quantités comparées au témoin. Cette augmentation varie 

d’un champignon à un autre en fonction de leur capacité à dégrader les différents CP complexes 

qui donnent lieu à des phénols et des polyphénols moins complexes, de leur capacité à croitre 

dans un milieu acide, et du facteur d’agitation.   Parmi les extraits obtenus, l’extrait issus de la 

culture de Fusarium sp présente plus de CP, il est classé en première position avec des valeurs 

moyennes en polyphénols totaux en mg/ml de 63,51 (E-D) ; 27,03 (E-B) sur la culture non 

agitée et 39,19 (E-D)  25 (E-B)  sur la culture agitée, suivi  la souche Aspergillus niger avec 

40,54(E-D) et 18,92 (E-B),  31,08 (E-D) et 20,27 (E-B), respectivement.  Aspergillus flavipes 

en troisième position avec  33,78 (E-D) et 27,03 (E-B) sur la culture non agitée et 28,38 (E-D), 

18,92 (E-B) sur la culture agitée. La culture mixte vient seulement en quatrième position, avec 

18,92 (E-D), 32,43 (E-B) de la culture sans agitation et 15,54 (E-B) ; 25,00 (E-D) de la culture 

avec agitation. L’extrait cultivé avec la souche Penicillium sp  est en dernière position avec des 

valeurs de 16,22(E-B) ; 27,03 (E-D) sur la série non agitée et de 15,56 (E-B) ; 22,97 (E-D) sur 

la série agitée. 

 Levure  

    Les levures sont plus sélectives que les champignons, les études de DIAZ et al. (2021) ont 

démontré que la levure Candida tropicalis a des capacités extraordinaires à se développer sur 

les margines. Cependant, les tests des différentes souches de levures à se développer dans 

différents composés phénoliques, a démontré que la croissance des levures était plus élevée 

dans le tyrosol, suivi du catéchol et du phénol. On déduit donc que le type de composés 

phénoliques influencent sur le développement des levures, certains d’entre eux peuvent exercer 

un effet inhibiteur sur la souche.  

 Il a été rapporté, que Candida tropicalis a pu se développer dans toutes les concentrations de 

margines, et aucune amélioration supplémentaire a été obtenue pour un milieu à base de 

margines plus concentrés.  En outre le supplément on azote dans les margines a amélioré la 

dégradation des polyphénols et de la DCO. Il peut être alors conclu que l’azote a une importance 

dans la consommation des composés phénoliques par les levures, et que le manque d’azote 

pourrait être un facteur limite à la dégradation des margines. 

    Dans le présent travail, la valeur moyenne des concentrations en CP se trouvant sur les 

extraits issus de la culture de la levure isolat est de l’ordre de 31,08mg/ml (E-D) et de 24,32 

mg/ml (E-B) de la culture agitée tandis que des valeurs de 16,89 mg/ml et 16,22 mg/ml 

respectivement sont enregistrées sur la culture non agitée. Les concentrations en CP augmente 

sur la culture agitée lors de la dégradation des molécules complexes, ce qui peut signifier que 

la dégradation des CP a été influencée par le facteur de l’agitation. Indiquant que l’agitation est 
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un facteur important pour la dégradation des composés phénoliques complexes necessaires à sa 

croissance.  

2.2.5. Evaluation de l’activité antiradicalaire du radical DPPH et ABTS 

    Lorsque le radical libre instable DPPH de couleur violette est réduit par un antioxydant 

présent dans les margines, celui-ci vire vers le jaune pâle et indique une DO faible par rapport 

au DPPH. Mais lorsqu’il n’y a pas d’antioxydant dans le milieu, le DPPH ne change pas de 

couleur, est aura donc une DO élevée. L’activité antioxydante est estimée par l’inhibition (I%) 

obtenus par les tests DPPH et ABTS définie comme étant le pourcentage de la capacité des 

antioxydants à fixer le radical DPPH ou ABTS. Une valeur faible   indique une activité 

antioxydante faible. 

 

1. Evaluation du pourcentage d’inhibition du radical DPPH des extraits de margines 

après culture.  

 

 

Figure 22.  Pourcentages d’inhibition des extraits, (obtenus avec la dilution 10-1) de margines 

des cultures agitées du test DPPH. 
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Figure 23.  Pourcentages d’inhibition des extraits, (obtenus avec la dilution 10-1) de margines 

des cultures non agitées du test DPPH. 

    Les résultats de l’activité du piégeage des radicaux libres du DPPH par les extraits issus des 

cultures fongiques faites avec une première dilution démontrent à première vue des 

pourcentages d’inhibitions très élevés compris entre 98 et 75%. Ces résultats ne sont pas 

significatifs pour pourvoir comparer entre les cultures. Cependant on peut remarquer que tous 

les extraits issus de margines diluées donnent des valeurs moins élevées que les extraits issus 

de margines brutes.  

 

Figure 24.  Pourcentages d’inhibition des extraits, (obtenus avec la dilution 10−4 ) de 

margines des cultures agitées du test DPPH. 
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Figure 25.  Pourcentages d’inhibition des extraits, (obtenus avec la dilution 10−4 )  de 

margines des cultures non agitées du test DPPH. 

    La mise en évidence de l’activité du piégeage du radical DPPH par les extraits issus des 

cultures fongiques avec une dilution de 10−4 diminue significativement par rapport au témoin 

qui donne une valeur de 77% (E-B) ; 70% (E-D) sur la culture agitée et 82% (E-B) 75% (E-D) 

sur la culture non agitée.  

   Principalement, l’activité antioxydante de l’extrait de la culture non agitée de Fusarium sp a 

fortement    diminué jusqu’à une valeur de 3,75% (E-D). De même pour Aspergillus niger (E-

D), la culture mixte (E-D) et Aspergillus flavipes avec des pourcentages d’inhibition de   17.5, 

20, et 30%, respectivement.  

   Les extraits qui ont démontré l’activité antioxydante la plus élevée sont ceux des cultures de 

la levure isolat avec 48% (E-D) ; 44% (E-P) et de Penicillium sp avec 51% (E-D) ; 55% (E-B).  

Les extraits pour les mêmes souches ont démontré une diminution significative de l’activité 

antioxydante lorsqu’elles sont cultivées sous agitation avec 12% (E-D) et 23,7% (E-B) pour la 

levure isolat et 40% (E-D) et 45% (E-B) pour Penicillium sp.  
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2. Evaluation du pourcentage d’inhibition du radical ABTS des extraits de margines 

après culture.  

 

 

Figure 26. Pourcentages d’inhibition des extraits (obtenus avec la dilution 10-1) de margines 

des cultures agitées du test ABTS. 

 

Figure 27.  Pourcentages d’inhibition des extraits (obtenus avec la dilution 10-1) de margines 

des cultures non agitées du test ABTS. 
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d’inhibitions très élevés compris entre 99 et 90%. Ces résultats ne sont pas significatifs pour 

pourvoir comparer entre les deux cultures. Cependant on peut remarquer que tous les extraits 

issus de margines diluées donnent des valeurs moins élevées que les extraits issus de margines 

brutes.  

 

Figure 28. Pourcentages d’inhibition des extraits (obtenus avec la dilution 10-4) de margines 

des cultures agitées du test ABTS. 

 

Figure 29.  Pourcentages d’inhibition des extraits (obtenus avec la dilution 10-4) de margines 

des cultures non agitées du test ABTS. 
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    Le test ABTS a permis d’évaluer l’activité antioxydante des différents extraits issus des 

cultures fongiques avec une dilution de 10−4. En comparent leurs pourcentages d’inhibition on 

les trouve diminués par rapport aux témoins qui présentent des valeurs de 79% (E-B) et 80% 

(E-D) sur la culture agitée et 76% (E-B) 80% (E-D) sur la culture non agitée. Certains extraits 

démontrent moins d’effet inhibiteur vis-à-vis du radical ABTS sur les deux cultures (non agitée 

et agitée) comme ceux obtenus avec Fusarium sp 8,33% (E-D) ;15% (E-B) de la culture non 

agitée et 19% (E-D) ; (35%) de la culture agitée. Cela peut supposer que cette diminution vient 

de la dégradation des composés phénoliques complexes des margines et donc à la dégradation 

des antioxydants qui s’y trouve.   

   Parmi les extraits qui ont démontré l’activité antioxydante la plus élevée, ceux obtenus avec 

la levure isolat avec 47% (E-D) et 48% (E-P) sur la culture non agitée. Cependant, une légère 

diminution de l’activité antioxydante est notée pour les extraits de certaines cultures lorsque les 

souches sont cultivées avec agitation, c’est le cas de la levure et Penicillium. Ceci peut être 

expliquée par le fait que l’agitation de la culture a amélioré la dégradation des composés 

phénoliques, d’où la diminution de l’activité antioxydante.   

    La performance supérieure des cultures mixtes est basée sur le fait que dans la nature, la 

biodégradation de la biomasse est réalisée par la coopération synergique variété de micro-

organismes (HU et al., 2011 ; BADER et al., 2010).  

   Tous les extraits d ont révélé une diminution de l’activité antioxydante dû à la réduction des 

CP, ce qui est déjà signalé par SPYRIDON et al., (2015) dans leur étude sur la biodégradation 

des margines par des champignons réduisent efficacement les composés phénoliques avec une 

réduction de plus de 60 % des phénoliques totaux. 

 

2.3 Analyse IR des extraits 

 La série non agitée  

   D’après le tableau XVIII, des variations au niveau des pics et ainsi des liaisons et des 

groupements fonctionnels sont observés entre les témoins et les cultures et également entre ces 

dernières. Ces changements témoignent sur les phénomènes de biodégradation ou de 

biotransformation. 

   D’après les résultats décrits précédemment, les extraits obtenus par la mise en culture des 

souches fongiques sur des margines non agitées ont démontré des résultats significatifs qui 

méritent d’être approfondi par l’analyse infrarouge.  
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Tableau XVIII. Ensemble des liaisons détectées par l’infrarouge sur les extraits issus de 

margines. 

 

Souches Pics et liaisons correspondantes 

Témoin des margines 

brutes 

 1er pic 848.68           liaison C-H liaison hydrocarbure aromatique 

mononucléaire. 

 2ème pic à 1049.28     liaison C-H Hydrocarbure linéaires à chaines 

ramifiées. 

 3ème pic à 1250           liaison  C-O  Ester méthylique. 

 4ème pic à1373.32       liaison O=C-O Acide carboxylique. 

 5ème pic à 1481.33      liaison  N-H. 

 6 ème pic à 1743.65     liaison  C-O   carboxylique. 

 7ème pic à 2985.81      liaison O-H acide carboxylique. 

 

Témoin des margines 

diluées 

 1er pic à 725.23          liaison C-H. 

 2 ème pic à 1250          liaison ester C-O. 

 3ème pic à 1750           liaison C=O. 

 4 ème pic à 3000          liaison C=H Hydrocarbure éthylénique. 

 5ème pic à 3500           liaison N-H amide primaire. 

 

 

 

Culture de Fusarium sp 

sur margines diluées 

 1er pic à 725.23          liaison C=H. 

 2ème pic à 1100           liaison C=O Alcool tertiaire. 

 3ème pic à1250            liaison C=O Ester. 

 4ème pic à 1751.36      liaison C=O Ester. 

 5ème pic à 2853           liaison C=H Ester  

 6ème pic à 3000           liaison C=H Hydrocarbure éthylique. 

Culture de Aspergillus 

niger diluées 

 1er pic à1250              liaison C=O Ester. 

 2ème pic à1751            liaison C=O Ester. 

 3ème pic à2853            liaison C-H. 

 4ème pic à 2931.8        liaison O=H. 

 5ème pic à 3896.21      liaison C-H Hydrocarbure éthylénique. 

 

Culture de levure isolat 

sur margines diluées 

 1er pic à 1000-1165    liaison C=H Hydrocarbure. 

 2ème pic à 1250           liaison C=O 

 3ème pic à 1750           liaison C=O. 

 4ème pic à 2854.65      liaison C-H. 

 5ème pic à 3000           liaison N-H. 

 6ème pic à 3741.90      liaison C-H Hydrocarbure. 

Culture mixte sur 

margines diluées  

 1er pic à 1060              liaison C-O-C Ether aliphatique. 

 2ème pic 1250cm-1      liaison C=O Ester   

 3ème pic 1743.65         liaison C=O Cétone. 

 4ème pic à 2985.81      liaison O-H Acide carboxylique. 
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Souches Pics et liaisons correspondantes ( suite ) 

Culture de Penicillium 

sp sur margines diluées 

 1er pic 0 1049.51        liaison C-O 

 2ème pic à 1250           liaison C=O. 

 3ème pic à1373.32       liaison O-H. 

 4ème pic à 1751.32      liaison C=O. 

 5ème pic à 2993.52      liaison O=H 

  

Culture d’Aspergillus 

flavipes sur margines 

diluées 

 1er pic à 1049             liaison C-O. 

 2ème pic à 1250           liaison C=O. 

 3ème pic à 1373.32      liaison O-H. 

 4ème pic à 1751.36      liaison C=O. 

 

Culture de Fusarium sp 

sur margines brutes 

 1er pic à 1033.85        liaison sans intérêt. 

 2ème pic à 1226.73      liaison C-O phénol. 

 3ème pic à 1750           liaison C=O liaison ester. 

 4ème pic à 2931.8        liaison O-H acide carboxylique. 

 

Culture d’Aspergillus 

niger sur margines 

brutes 

 1er pic à 725.23           liaison O=H 

 2ème pic à1000             liaison C=O 

 3ème pic à 1165            liaison C-O  

 4ème pic à 1250            liaison C=O ester  

 5ème pic à 1750            liaison C=O ester 

 6ème pic à 2854.65       liaison O-H acide carboxylique  

 7ème pic à 3000            liaison N-H. 

Culture de Levure 

isolat sur margines 

brutes 

 1er pic à 1165              liaison C-H hydrocarbure aliphatique. 

 2ème pic à 1250            liaison C=O ester  

 3ème pic à 1750            liaison C=O ester. 

 4ème pic à 3000            liaison N-H. 

 

Culture mixte sur 

margines brutes  

 1er pic à 1165              liaison C-H hydrocarbure aliphatique. 

 2ème pic à 1250            liaison C=O ester. 

 3 ème pic à 1750 C=O  liaison ester. 

 4 ème pic à 2854           liaison O-H acide carboxylique. 

Culture de Penicillium 

sp sur margines brutes  

 1er pic à 1041.56         liaison sans intérêt. 

 2ème pic à 1250 C=O   liaison ester. 

 3ème pic à 1712.79       liaison C=O acide carboxylique. 

 4ème pic à 3000            liaison N-H. 
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En Algérie, les margines ne subissent en général aucun traitement et sont souvent 

déversées dans la nature. Il en résulte un impact négatif sur l’environnement qui se traduit par 

le colmatage des sols, la pollution des eaux superficielles et souterraines et le dégagement de 

mauvaises odeurs. Les tendances actuelles doivent viser l’intégration de diverses technologies 

pour traiter les margines à faible coût. Ainsi, le traitement et/ou la valorisation des margines 

constitue un enjeu majeur des pays Méditerranéens. 

     Grace à la biotechnologie, il est possible d’utiliser de manière intelligente les effluents 

liquides composés de MO, ciblant aussi bien la biodépollution, que l’extraction de biomolécules 

actives et la bioconversion de ces sous-produits de l’oléiculture en produits d’intérêts. En effet, 

Ceci insinue la production d’une valeur ajoutée alimentaire ou médical susceptible de couvrir 

les charges du traitement tout en éliminant les composés nocifs à l’environnement (BARBERA 

et al., 2013 ; BELAQZIZ et al., 2016 ; MOHAWESH et al., 2019).  

 Le traitement des margines par les micro-organismes semblent être non seulement une 

solution écologique pour la protection de l’environnement, mais également une voie de leurs 

valorisations lorsqu’elles sont biotransformées en produits d’intérêt. Dans ce contexte, des 

souches fongiques ont été testées à savoir, une levure isolat et quatre souches de champignons 

filamenteux : Aspergillus niger, Aspergillus flavipes, Penicillium sp, Fusarium sp, en vue 

d’évaluer leurs capacités à croitre sur les margines dans des conditions aérobies, en tenant 

compte de deux facteurs importants, l’agitation et la dilution des margines.   

    La majorité des souches fongiques cultivées sur les margines   ont pu croitre sur ces dernières, 

ce qui a donné lieu à une biotransformation de leurs constituants, celle-ci est manifestée par la 

variations observées, selon la culture en question, au niveau : 

-des teneurs en composés phénoliques ;  

-des DO des margines fermentées ; 

-des valeurs du pH ;  

-des activités antioxydantes ; 

-des profils (liaisons et pics) obtenues par l’analyse IR.  

 

    Les résultats obtenus sont prometteurs, ainsi la présente étude mérite d’être approfondie 

avec des optimisations au niveau des conditions de cultures et des analyses complémentaires 

plus performantes comme la chromatographie liquide 
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Annexes 
 



Annexe 1 

 Préparation de solution de carbonate de sodium Na2CO3, 20% 

Mélange de 20g sec de Na2CO3 avec 100ml d’ED 

 Préparation pour le dosage des polyphénols.  

Préparation de l’acide gallique utilisée dans la solution mère d’étalon 

    L'acide gallique (également connu sous le nom d'acide 3,4,5-trihydroxybenzoïque) est un 

type d'acide phénolique  qui se présente sous la forme d'une poudre cristalline blanche ou jaune 

pâle, inodore, soluble dans le méthanol, l'éthanol, l'eau et l'acétate d'éthyle. La préparation de 

la SM se fait par le Pesage de 100 mg d’AG sec et le dissoudre dans une fiole avec 100 ml 

d’AD, la solution sera agitée pour homogénéisation durant 10 min.  

- Dilution de la solution mère (AG) 

    Le volume de 0, 10, 20, 40, 60, 80, 100 (µl) de la SM est dilué dans 1000, 990,980, 

960,940,920,900 (µl) d’ED dans des mini tubes en verre numéroté de 1 à 7.  

Dilution de la solution mère (extrait)  

    L’extrait des margines est très chargés par différents composés, par conséquent une dilution 

de 10⁻⁴ est nécessaire pour chaque échantillon (brute et dilué) de la culture agitée et non agitée 

grâce à l’ED, puis 1000 µl d’ED sont ajoutés dans chaque tube contenant l’extrait dilué (SM), 

suivit d’une agitation au vortex. 

     Tableau. Protocole de dosage des composés phénoliques (MACHIX et al., 1990). 

Tube(µg/ml) 1 2 3 4 5 6 7 

V SM (µl) 0 10 20 40 60 80 100 

V ED (µl) 0 990 980 960 940 920 900 

V Total 1000 1000 1000 1000 1000 1000 1000 

Folin 40 40 40 40 40 40 40 

Na2Co3 200 200 200 200 200 200   200 

 

Annexe 2. Dosage des polyphénols par la méthode de Folin-Ciocalteu 
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