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Résumé 

 Dans la nature la biodégradation de la cellulose est essentiellement réalisée par des 

microorganismes. Le but de ce travail est la mise en évidence de l’activité cellulolytique de 

deux  souches fongiques : Aspergillus Niger et Penecillium sp après fermentation à l’état 

solide sur des sous-produits agricoles : le grignon d’olive, les cladodes et la sciure de bois 

avec 10g de chaque substrat humidifié à 75% par le milieu liquide mendel et weber’s, afin de  

leur valorisation et leur bioconversion.  Des prétraitements alcalins par NaOH 2N ont été 

réalisés  pour chaque sous produit afin d’optimiser la production de cellulases. Les contrôles 

éléctrophorétiques de quelques extraits obtenus après six jours de fermentation a révélé la 

présence de bandes : une de 45,6KDa et des bandes de  48KDa, 45,5KDa, 33KDa, 31.6KDa, 

21,7KDa, 19.5KDa, 18,8KDa pour les deux extraits issus de la culture d’Aspergillus Niger sur 

grignon  d’olive et sur grignon d’olive alcalinisé respectivement, et des bandes de 48,4KDa, 

48KDa, 33,5KDa, 30,3KDa pour le témoin Aspergillus Niger cultivé sur milieu liquide 

mendel et weber’s contenant 0.5g de cellulose pure dans 250ml du milieu liquide. Les 

protéines de 21,7KDa, 30,3KDa, 33,5KDa, de 48KDa et de 48,4KDa pourraient être des 

cellulases, tandis que la protéine de 31.6KDa peut correspondre à une xylanase. Le dosage de 

l’activité enzymatique à des différentes températures 30°C ,40°C, 50°C, 60 °C, 70°C, 80°C a 

montré que la température optimale de l’activité est à 50°C  et 60°C, avec une activité 

maximale de 0,202 U.ml‾¹  donnée par Aspergillus Niger à 50°C, et une valeur maximal de 

0,198 U.ml‾¹  donnée par Penicillium sp à 60°C. L’étude de l’activité anti-oxydante des poly 

phénols par le test au DPPH des extraits du grignon et des cladodes avant et après 

fermentation  avec la souche Aspergillus Niger a donné des concentrations inhibitrices (CI50) 

de 70± 1,96µg/ml pour le grignon fermenté, 168±4,71µg/ml  pour les cladodes et 170±6,21 ; 

µg/ml pour les cladodes fermentés. 

Mots clés : Cellulose, cellulases, Aspergillus Niger, Penicillium sp, sous produits agricoles. 
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Summary 
 

During the biodegradation process of cellulose it is essentially completed by 

microorganisms. The objective of this study is to demonstrate the cellulolytic activity of two 

fungal strains: Aspergillus Niger and Penicillium sp after solid state fermentation on agricultural 

by-products: olive pomace, cladodes and sawdust, with 10g of each substrate, 75% humidified 

by the Mendel and Weber's liquid medium, in order to reach valorization and bioconversion. 

Alkaline pretreatment with 2N NaOH were carried out for each by-product in order to optimize 

the production of cellulase. The electrophoretic methods on some extracts obtained after six days 

of fermentation revealed the presence of the profiles: one of 45.6KDa and 48KDa, 45.5KDa , 

33KDa, 31.6KDa, 21.7KDa, 19.5KDa, 18.8KDa for the two extracts from the Aspergillus Niger 

culture on olive-pomace and on alkaline olive-pomace respectively, also 48.4KDa profiles , 

48KDa, 33.5KDa, 30.3KDa for the Aspergillus Niger control grown on Mendel and Weber's 

liquid medium containing 0.5g of pure cellulose in 250ml of the liquid medium. The proteins of 

21.7KDa, 30.3KDa, 33.5KDa, 48KDa and 48.4KDa could be cellulases, whereas the protein of 

31.6KDa may resemble to a xylanase. The determination of the dosage of the enzymatic activity 

at different temperatures 30 ° C., 40 ° C., 50 ° C., 60 ° C. 70 ° C., 80 ° C. showed that the 

optimum temperature of the activity is at 50 ° C. and 60 ° C. with a maximum activity of 0.202 

U.ml‾¹  given by the Aspergillus Niger strain at 50 ° C. and a given maximum value by the 

fungus Penicillium sp of 0.198 U.ml‾¹  at 60 ° c. The study of the antioxidant activity of the 

polyphenols by the DPPH test of the extracts of the olive pomace and the cladodes before and 

after fermentation with the Aspergillus Niger strain gave inhibitory concentrations (IC 50) of 

70±1.96 µg / ml for the fermented olive pomace, 168±4.71µg / ml for cladodes and 170±6.21µg / 

ml for fermented cladodes. 

Keywords:  Cellulose, cellulases, Aspergillus Niger, Penicillium Sp, agricultural by-products. 

 



3 

 

 

 

Introduction 

 



Introduction 
 

4 

 

Introduction 

La disponibilité d’énormes quantités de matériaux cellulosiques dans le monde 

souligne la nécessité d'explorer les potentiels des décomposeurs naturels des polymères de la 

paroi cellulaire végétale. L’objectif est  la transformation de ces sous-produits en produits de 

valeurs tels les biocarburants, produits chimiques, et  même des produits pour l’amélioration 

des aliments pour  les animaux. Les sous-produits de matières cellulosiques peuvent être 

classés comme sous produits agricoles, industriels et municipaux. Ces sous-produits solides 

sont habituellement rejetés indifféremment ou déversés dans différents sites où certains sont 

brûlés, enterrés ou laissés se décomposer, ce qui provoque  parfois une pollution 

environnementale.  

L'hydrolyse des matériaux cellulosiques implique l’action synergique du complexe 

enzymatique des cellulases. Ces enzymes sont produites par plusieurs bactéries, champignons 

et actinomycètes, mais les  champignons sont les plus connus pour la sécrétion de cellulases  à 

des quantités  abondantes. Parmi ces champignons on peut citer Aspergillus  et  Penicillium 

qui sont largement exploités pour la production commerciale de cellulases.   

Les enzymes de l'industrie sont produites en fermentation sur milieu solide pour  la 

facilité de sa manipulation et du bon contrôle des facteurs environnementaux tels la 

température,  l'aération, l'agitation et le pH.  Cependant, la fermentation à l'état solide (SSF) 

est la mieux adaptée pour l’amélioration du rendement, ce qui réduit le coût de production 

d'enzymes en raison de la capacité de ces champignons filamenteux de  bien se développer et 

de coloniser divers  substrats. 

Dans ce contexte de valorisation par fermentation, la présente étude est menée sur  le 

grignon d’olive, les cladodes du figuier de barbarie et la sciure de bois lesquels  sont des  sous 

produits agricoles qui peuvent être utilisés en biotechnologie comme substrats cellulosiques 

pour la production d’enzymes cellulolytiques par la culture des deux champignons 

filamenteux : Aspergillus Niger et Penicillium Sp producteurs de cellulases en  fermentation à 

l’état solide.   En outre,  un grand nombre de polyphénols sont reconnus pour leurs propriétés 

antioxydante, anti-inflammatoire, antifongique et antimicrobienne. Ces  composés 

phénoliques étant  des métabolites secondaires des végétaux peuvent être extraits à partir du 

grignon d’olive, des cladodes et de la sciure du bois. 

 Le présent  travail sera alors réparti en deux parties : 
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 - Une partie relative à l’étude bibliographique : dans une première partie sur deux 

polysaccharides présents en abondance sur terre : la cellulose et  le xylane, suivie d’une partie 

parlant sur deux types d’enzymes : les enzymes cellulolytiques et les enzymes xylanolytiques, 

et une dernière partie récapitulant des généralités  sur les sous produits agricoles et les 

champignons utilisés dans la présente étude et les  composés phénoliques. 

- Une autre partie sera réservée à l’étude expérimentale subdivisée en deux chapitres : l’un 

présente les méthodes et les techniques utilisées pour la réalisation de ce travail et l’autre 

consacrée à la présentation et la discussion des résultats obtenus. 
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I-Synthèse bibliographique 

I-1-La cellulose 

 La cellulose est l’un des polymères les plus abondants sur terre .Elle existe dans le 

bois, le chanvre le coton et dans d’autres plantes, elle renforce la structure des plantes, cette 

molécule est aussi synthétisée par les algues et quelques bactéries (SIRO et PLACKETT, 

2010). La cellulose représente le polysaccharide le plus important de la biomasse, elle est 

présente dans les parois cellulaires végétales et les parties ligneuses (VALENTINI, 2008). Le 

tableau suivant montre la teneur en cellulose de quelques composés végétaux. 

 

Tableau I : Teneur en cellulose de quelques composés végétaux (KLEMM et al, 2005). 

Source Cellulose (%) 

Bois dur 43-47 

Bois tendre 40-44 

Coton 95 

Chanvre 70 

Epis de mais 47 

Tige de mais 35 

Paille de blé 30 

 

I-1-2-Structure de la cellulose  

I-1-2-1-Structure moléculaire 

 La cellulose est un polymère linéaire qui contient jusqu’à 15000 résidus de D-glucose 

reliés par des liaisons β (1-4) (VOET.D et VOET.J.G, 2005). Les unités du glucose sont 

reliées par des liaisons glycosidiques entre les carbones C1 et C4 des unités glucopyranose 

par des liaisons β (1-4). Chaque unité de glucose est tournée 180° par rapport aux molécules 

voisines formant ainsi une molécule dissacharidique de cellobiose. Cette rotation de 180 ° fait 

que la cellulose soit très symétrique puisque la chaine a un nombre égal de groupements 

hydroxyles de chaque coté. (ZHANG et LYND, 2004), ces derniers sont positionnés sur les 

carbones C2, C3 et C6 (KLEMM et al, 2005 ; JOSHUA et al, 2015).  

 Comme illustré par la Figure 01, le polymère de la cellulose contient une extrémité 

réductrice (R) qui correspond à l'unité glucopyranose dont le carbone anomérique n'est pas 
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engagé dans une liaison avec une autre unité glucidique. L'unité glucose située au coté opposé 

de  la chaîne est appelée extrémité non-réductrice (NR) car son carbone anomérique est 

engagé dans une liaison glycosidique  (MAZZA, 2009).  

 

Figure 01 : Structure chimique du polymère de la cellulose. DP : degré de 

polymérisation.  

La cellobiose est l’unité de répétition de la cellulose, elle est constituée de deux motifs 

de glucose orientés à 180° l‘un par rapport à l‘autre autour de la liaison glycosidique C1-O-

C4 (BENHAMOU, 2016). 

 I-1-2-2-Structure supramoléculaire 

 Le polymère de cellulose se caractérise par la formation de liaisons hydrogènes intra et 

intermoléculaires, cela est permis par les trois groupements hydroxyles présents dans sa  

structure chimique donnant une structure très organisée (BENHAMOU, 2016), cette dernière 

est illustrée par la figure 02 : 

                                 

Figure 02 :Liaisons intra et intermoléculaires de la cellulose. 

Ces liaisons hydrogènes sont responsables de la structure naturelle de la cellulose qui 

consiste en des microfibrilles dont les agrégations forment des fibrilles puis des fibres rigides 
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et résistantes qui confère la résistance aux végétaux et  les rend insolubles dans l’eau malgré 

leur caractère hydrophile (VOET.D et VOET.J-G , 2005) (Figure 03). 

 

Figure 03 : Structure fibrillaire de la cellulose (KRASSIG et SCHURZ, 2002). 

I-1-2-3-La cellulose cristalline 

La cellulose est formée naturellement de régions cristallines et de régions amorphes 

avec des proportions variables, Les liaisons hydrogènes sont plus nombreuses dans la 

première. Le taux de cristallinité de la cellulose est de 40 à 70% (JOHSNY et SABAPATHI, 

2015). 

I-1-3-Les dérivés de la cellulose 

 La substitution des groupes hydroxyles de la cellulose conduit à la formation de 

plusieurs dérivés (NIRMALE et al, 2017). 

I-1-3-1-La carboxyméthylcellulose 

 La carboxyméthylcellulose est un dérivé de la cellulose contenant des groupements 

carboxyméthyles liés à certains groupes hydroxyles, c’est un polymère anionique soluble dans 

l’eau avec de nombreuses applications dans divers industries, la substitution est généralement 

effectuée par le sel de sodium  (NIRMALE et al, 2017). (Figure 04). 

 

Figure 04 : Structure chimique de la carboxyméthylcellulose. 



Synthèse bibliographique 

 

10 

 

I-1-3-2-L’acétate de cellulose 

L’acétate de cellulose est un dérivé de la cellulose obtenu par une acétylation , les 

fibres de cellulose natives sont converties progressivement en acétate de cellulose sous 

l’action d’un mélange d’acide acétique glacial et d’anhydride acétique en présence d’un 

catalyseur tel que l’acide sulfurique ou l’acide perchlorique, utilisé dans  la fabrication de 

fibres, de matières plastiques et de films (membranes de filtration) (TAYEB, 2014). 

I-1-3-3-La cellulose microcristalline (l’avicel) 

  La cellulose microcristalline est un dérivé de la cellulose, il est obtenu suite à une 

hydrolyse acide  par un minéral acide de la cellulose naturelle de forme native, les régions non 

cristallines sont donc hydrolysées, les régions cristallines sont ainsi libérées (VANHATALO 

et al, 2016). 

I-2-Les cellulases 

I-2-1-Définition  

Les cellulases sont un groupe d'enzymes hydrolytiques capables de dégrader les 

matières lignocellulosiques. (ACHARYA, 2008), ce sont des enzymes synergiques utilisées 

pour dégrader la cellulose en glucose ou en d’autres composés oligosaccharides par 

l’hydrolyse de sa liaison glycosidique β (1-4). Elles sont produites par divers champignons, 

bactéries, protozoaires, plantes et animaux (XU, 2002). 

Il existe trois principaux types d'enzyme cellulolytiques qui peuvent dégrader la 

cellulose: l’endo-1,4-β-D-glucanases (EC 3.2.1.4), la cellobiohydrolases (EC 3.2.1.91) et la β-

glucosidase (EC 3.2.1.21)  (Xu, 2002). 

I-2-2-Structure 

 Les cellulases sont classées en 115 familles en se basant sur les similitudes de leurs 

séquences d’acides aminés et leurs structures cristallines (SCHULEIN, 2000), toutes les 

cellulases clivent la liaison glycosidique β (1-4) mais elles présentent des variétés 

topologiques  (ZHANG.X  et ZHANG.P, 2013). 

 Les cellulases fongiques ont une architecture simple contenant deux domaines : un 

domaine catalytique et un domaine de liaison à la cellulose, ces deux domaines sont reliés 
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avec une liaison peptidique. L’ancrage du domaine de liaison permet au domaine catalytique 

d’effectuer sa fonction catalytique, le domaine de liaison n’est pas impliqué dans la réaction 

mais son élimination réduit considérablement l’activité enzymatique vis-à-vis du substrat 

(JUTURU et al, 2014). La structure de l’exoglucanase présente un site actif qui comporte une 

boucle étendue formant un tunnel (ZHANG.X et ZHANG.P, 2013). (Figures 05 et 06). 

 

Figure 05 : Structure cristallines d’une endoglucanase (A) et une exoglucanase (B). 

 

Figure 06 : Structure cristalline de la β-glucosidase de Bacillus polymyxa. 

I-2-3-Caractéristiques des cellulases 

I-2-3-1-Le pH 

 Les cellulases commerciales ont un pH d’activité compris entre 4.2 et 5 avec un pH 

optimum d’activité de 4.8, c’est la valeur la plus communément utilisée. Le pH des β-

glucosidases varie selon son origine donc selon le microorganisme producteur, celle issue 

d’Aspergillus Niger  est généralement utilisée à un pH allant de 3 à 6 avec un pH optimum se 

rapprochant de 4 (SHANMUGAPRIYA et al, 2012). 

 



Synthèse bibliographique 

 

12 

 

I-2-3-2-La température 

 La température optimale des cellulases la plus utilisée est de 50°C 

(SHAHSAVARANI et al, 2012). La température varie selon l’origine de la cellulase, les 

cellulases produites par Aspergillus Niger ont des températures d’activité allant de 35 à 70 °C, 

présentant une activité maximale à 60 °C, elle est considérée comme une température 

optimale d’activité pour les cellulases issues de cette souche (JENG et al, 2011). 

I-2-3-3-Le poids moléculaire 

  Le poids moléculaire des cellulases diffère selon le microorganisme producteur, il en 

est de 32.5KDa pour celles issues des souches bactériennes selon les résultats des PAGE-SDS 

et les zymogrammes (SHANMUGAPRIYA et al, 2012). 

 Les cellulases produites par le genre Penicillium ont des poids moléculaires de 

35KDa, 37KDa, 48KDa et de 71KDa (PICART et al, 2007). Deux cellulases extraites du 

termite Macrotermes subhyalinus ont des poids moléculaires de 27KDa et 63KDa (SEA et al, 

2006). Dans une étude, des cellulases de 26KDa, 46KDa, et de 56KDa ont été révélées par 

une PAGE-SDS (HURST et al, 1977). 

I-2-4-Mode d’action  

Le complexe cellulasique est composé de trois types d’enzymes qui peuvent présenter 

différents modes d’action.  

 L’endo-cellulase (EC 3.2.1.4) coupe les liaisons internes de la chaîne cellulosique 

aléatoirement au niveau des zones amorphes pour perturber la structure cristalline de la 

cellulose, puis exposer les chaines  polysaccharidiques  en diminuant  le degré de 

polymérisation du substrat cellulosique, ce qui entraîne la libération de cellodextrines, du 

cellobiose et du glucose. L’attaque de l’endocellulase a pour effet de créer de nouvelles 

extrémités non réductrices qui sont des sites réactifs pour la cellobiohydrolase (HASPER et 

al, 2002).  

La cellobiohydrolase (EC 3.2.1.91) dite aussi exoglucanase, attaque les liaisons 

glycosidiques β(1-4) des chaînes de cellulose par les extrémités non réductrices et libère des 

résidus de cellobiose. L’enzyme seule n’est pas active, ni sur la cellulose cristalline, ni sur les 

celluloses solubles, par contre, elle attaque les celluloses partiellement dégradées (SCRIBAN, 

1993), les exoglucanases libérent le cellobiose (TEERI, 1997; Xu, 2002). 



 

 

La cellobiase (EC 3.2.1.21) ou

(1-4) du cellobiose pour donner deux molécules de glucose (ONSORI 

07). 

Figure 07 : Mode d’action des  trois principaux types d’enzymes constituant le complexe 

cellulasique (JUTURU et al, 

I-2-5-Mécanisme d’action des cellulases

Les cellulases clivent les liaisons glucosidiques en utilisant u

base/acide. L'hydrolyse est effectuée par deux résidus catalytiques de l'enzyme: un donneur de 

proton qui est le premier  acide aminé de la cellulase,  et une base  nucléophile qui attaque  le 

centre anomérique du substrat et libère le 

HENNIISAT,1995)  puis l’autre fragment

chargé négativement qui arrache un hydrogène à une molécule d’eau et forme 

groupement hydroxyle  qui va agir comme nucléophile sur un carbone d’une 

glucose , c’est ainsi que  se rompt

sera libéré (MUNOZ et al, 2001). (Figure
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La cellobiase (EC 3.2.1.21) ou β-glucosidase, hydrolyse les liaisons glycosidiques 

pour donner deux molécules de glucose (ONSORI et al, 

: Mode d’action des  trois principaux types d’enzymes constituant le complexe 

, 2014). 

Mécanisme d’action des cellulases  

clivent les liaisons glucosidiques en utilisant une c

L'hydrolyse est effectuée par deux résidus catalytiques de l'enzyme: un donneur de 

proton qui est le premier  acide aminé de la cellulase,  et une base  nucléophile qui attaque  le 

centre anomérique du substrat et libère le premier fragment du substrat  (

puis l’autre fragment fixé à l’enzyme sera stabilisé par un acide aminé 

chargé négativement qui arrache un hydrogène à une molécule d’eau et forme 

qui va agir comme nucléophile sur un carbone d’une 

se rompt la liaison glycosidique, puis l’autre fragment du substrat 

, 2001). (Figure 08). 
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hydrolyse les liaisons glycosidiques β 

et al, 2005) (Figure 

 

: Mode d’action des  trois principaux types d’enzymes constituant le complexe 

ne catalyse de type 

L'hydrolyse est effectuée par deux résidus catalytiques de l'enzyme: un donneur de 

proton qui est le premier  acide aminé de la cellulase,  et une base  nucléophile qui attaque  le 

premier fragment du substrat  (DAVIES et 

par un acide aminé 

chargé négativement qui arrache un hydrogène à une molécule d’eau et forme alors un 

qui va agir comme nucléophile sur un carbone d’une molécule de 

l’autre fragment du substrat 
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Figure 08 : Mécanisme d’hydrolyse de la cellulose par la cellulase (BEGUIN et 

AUBERT, 1994). 

I-2-6-Microorganismes cellulolytiques 

  Les cellulases sont produites par de nombreux microorganismes : par les bactéries, les 

actinomycètes et les champignons (KUHAD et al, 2011). Le tableau suivant résume quelques 

microorganismes cellulolytiques. 

Tableau II : Quelques micoorganismes cellulolytiques (KUHAD et al, 2011). 

Champignons  Aspergillus Niger; A. Nidulans; A. terreus; Fusarium solani ; 

Penicillium brasilianum; P. occitanis; P. decumbans; Trichoderma 

reesei ; C. thermophilum; Neurospora crassa; P. fumigosum; 

Trichoderma atroviride 

Phanerochaete chrysosporium; Sporotrichum thermophile. 

 

Bactéries  Acinetobacter junii;; Bacillus subtilis; B. pumilus; B. 

amyloliquefaciens; B. licheniformis; B. circulan; B. flexus; Pseudomonas 

cellulosa ; Clostridium thermocellum; C.cellulolyticum; C. acetobutylium; 

C. papyrosolvens; Fibrobacter succinogenes. 

Actinomycètes  Cellulomonas fimi; Streptomyces drozdowiczii; Thermomonospora fusca. 
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I-2-7- Applications industrielles des cellulases  

Les cellulases ont un large spectre d’applications dans diverses industries, elles sont 

appliquées dans l’industrie alimentaire et brasserie (JUTURU et al, 2014), mais aussi 

production et transformation des aliments pour animaux, production de détergents, la 

blanchisserie, le textile et la fabrication de la pâte à papier (ZHANG.X et ZHANG.P, 2013). 

Leur biotechnologie a débuté vers les années 1980 dans l’industrie animale, puis dans 

l’industrie du textile et celle des détergents et papetière (CHESSON, 1987).Actuellement, 

elles occupent environ 20 %  du marché mondial des enzymes  (BHAT, 2000 ; LEKCHIRI et 

al, 2006). 

I-2-7-1-Application dans l’industrie agroalimentaire  

Les cellulases sont utilisées pour faciliter la filtration des différentes suspensions 

riches en fibres cellulosiques manipulées par l’industrie agroalimentaire (SCRIBAN, 1993). 

Les cellulases sont employées avec d'autres enzymes pour dégrader les parois végétales dans 

le traitement des fruits et de légumes et aussi  dans l’industrie des boissons (LEGHLIMI, 

2013). 

I-2-7-2-Dans l’industrie du textile et des détergents 

Les cellulases sont habituellement utilisées dans le traitement et la finition du textile, 

les nœuds des fils de cellulose,  développant un aspect lisse et brillant du tissu et lui assurant 

une luminosité de couleur (JUTURU et al, 2014).  

I-2-7-3-Dans l’industrie du papier ou papetière 

L’ajout de cellulases aux suspensions de pâtes ou aux pâtes de papiers de recyclage 

durant le lavage, améliore significativement leur filtrabilité, cela conduit à des économies 

importantes en matière de consommation d’eau (SCRIBAN, 1999). 

I-2-7-4-Dans la nutrition animale 

Les enzymes cellulosiques sont utilisées comme additifs pour l’alimentation de bétails 

et de  volailles. L’addition de cellulases aux aliments pour volailles ou porcins améliore la 

digestibilité des fractions cellulosiques, et permet alors de réduire à la fois les consommations 

de sources d’énergie comme l’amidon  et l’excrétion de cellulose non digérée. (GUSAKOV et 

al, 2000). 

I-2-7-5-Production de biocarburants  

Le pétrole et le charbon  sont les sources principales d’énergie, mais  ces derniers ont 

de nombreux effets néfastes sur l’environnement tels que la pollution atmosphérique, le 

réchauffement de la planète et l’émission de gaz à effet de serre. Dans le but de  réduire ces 
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effets néfastes sur l’environnement, des sources énergétiques alternatives sont mises en 

évidence. Le rendement énergétique de l’éthanol obtenu à partir de la biomasse végétale est 

presque égal à  celui de l’essence, il est obtenu à partir de substrats fermentescibles  tels la 

canne à sucre, la betterave sucrière, le maïs, l’orge, le blé, …, ce biocarburant est appelé 

carburant de première génération, et  le carburant de deuxième génération est obtenu à partir 

de la  cellulose des résidus agricoles tel que la paille ou les cannes de maïs ou résidus 

forestiers (PIMENTEL et PATZEK, 2005). 

I-2-7-6-Dans l’industrie agricole 

 Diverses préparations enzymatiques qui consistent à des combinaisons  de cellulases, 

d’hémicellulases et de pectinases présentent des applications dans l’agriculture pour améliorer 

le développement  des cultures et le contrôle des maladies des plantes. Les enzymes 

cellulosiques comme les β-glucanases de certains champignons sont utilisées contre les 

maladies végétales, car elles sont capables de dégrader les parois cellulaires des agents 

pathogènes des plantes (KUHAD et al, 2011). 

I-3- Le xylane  

Le xylane est le deuxième polysaccharide le plus abondant dans la nature, représentant 

environ un tiers du carbone organique renouvelable sur terre, il constitue le principal 

composant de l'hémicellulose.Il  est principalement présent dans les parois des cellules 

végétales avec la cellulose et la lignine, ces trois constituants interagissent via des liaisons 

covalentes et non covalentes Le  xylane est  trouvé à l'interface, entre la lignine et la cellulose, 

il assure  la cohésion des fibres et l'intégrité de la paroi cellulaire des plantes (VERMA et al, 

2012). 

I-3-1- Structure du xylane  

  Le xylane est un hétéropolysaccharide complexe hautement ramifié dont la  structure 

varie entre les  différentes  espèces végétales (BEG et al, 2001). Il est composé de résidus de 

β-xylopyranose (HALTRICH et al, 1996). 

Les xylanes sont formés d’une chaîne principale d’unités D-xylopyranosyl  liées par 

des liaisons  β(1→4).  Cette liaison confère à la chaîne une conformation relativement 

étendue. La chaîne décrit une hélice gauche à 3 résidus xylose par tour (ATKINS, 1992). 

Cette  conformation en hélice est plus flexible que celle de la cellulose ; car cette structure 

n’est stabilisée que par une seule liaison hydrogène entre l’hydrogène du groupement 



 

 

hydroxyle en position 3 d’un résidu xylose et l’oxygène en position 5 du cycle suivant.

(MARCHESSAULT et LIANG

 I-3-2-Les branchements 

 La plupart des xylanes sont des h

sucres substitués sur la chaîne principale de xylose,

composition, en taille, en lieu de fixation sur la chaîne principale, selon

végétale (MOINE, 2005). 

 Le degré de substitution de la chaîne principale des x

physico-chimiques, telles que sa solubilité et sa capacité 

2005). Des exemples des structures du xylane sont donnés dans la figure 09.
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hydroxyle en position 3 d’un résidu xylose et l’oxygène en position 5 du cycle suivant.

IANG, 1962). 

La plupart des xylanes sont des hétéropolysaccharides, contenant un ou plusieurs 

la chaîne principale de xylose, ces ramifications diffèrent en 

composition, en taille, en lieu de fixation sur la chaîne principale, selon l’espèce et l’origine 

Le degré de substitution de la chaîne principale des xylanes détermine ses propriétés 

chimiques, telles que sa solubilité et sa capacité de se lier à la cellulose

Des exemples des structures du xylane sont donnés dans la figure 09.

: Exemples de structures de xylanes d’origine végétale.

abinoxylane fortement substitué ; b) arabinoxylane faiblement substitué

d) arabino-4-O-méthylglucuronoxylan (MOINE, 2005).
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 I-4-Les enzymes xylanolytiques  

1-4-1- Structure des xylanases  

Les xylanases sont classées en six familles glycosyl hydrolases : 5, 7, 8, 10,11 et 43, 

les plus étudiées appartiennent aux familles 10 et 11 (NINAWE et al, 2008). 

1-4-1-2- Famille 10 

 Les xylanases de cette famille possèdent généralement un haut poids moléculaire et 

un faible point isoélectrique. Ce domaine constitue un repliement en (β/α), et un site actif qui 

se trouve au centre d’une crevasse longue, délimitée par des boucles à la surface du domaine 

(BOONMAK et al, 2010). La figure 10 représente la structure des xylanases de cette famille. 

 

    Figure 10 : Structure  des xylanases de la famille 10 (LESKINEN et al, 2005). 

1-4-1-3-La famille 11 
Ce sont les endo-xylanases, elles ont une faible masse moléculaire, et peuvent avoir un 

point isoélectrique soit alcalin, soit acide (COLLINS et al, 2005). 

Le domaine catalytique de ces enzymes a une structure ouverte de type feuillet β formant 

deux couches qui entourent le site catalytique (SOMOGYI et al, 2011). La structure de ce 

domaine catalytique a été assimilée à une main droite avec sa paume et ses 4 doigts où la 

boucle représente le pouce comme l’illustre la figure 11 (NANMORI et al, 1990). 
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    Figure 11 : Structure des xylanases de la famille 11 (Thermobacillus xylanilyticus). 
(NANMORI et al, 1990). 
 
1-4-2-Mode d’action des enzymes xylanolytiques 

L’hydrolyse complète du xylane nécessite l'action d'un complexe de plusieurs enzymes 

hydrolytiques avec divers modes d’action (BEG et al 2001). Le système enzymatique 

xylanolytique est composé d'un répertoire d'enzymes hydrolytiques, y compris l'endoxylanase 

(endo-1,4-β-xylanase : E.C.3.2.1.8),  la β-xylosidase (xylan-1,4-β-xylosidase : E.C.3.2.1.37), 

l’ α-glucuronidase (α-glucosiduronase : E.C.3.2.1.139), la larabinofuranosidase (α-

Larabinofuranosidase : E.C.3.2.1.55) et l'acétylxylanestérase (E.C.3.1.1.72)  (JUTURU et al, 

2011). Toutes ces enzymes agissent de manière coopérative pour convertir le xylane en ses 

sucres constitutifs. Les xylanases et  les endoxylanases sont les plus importantes en raison de 

leur implication directe dans le clivage des liaisons glycosidiques et dans la libération des 

xylooligosaccharides courts (VERMA et al, 2012). L'hydrolyse complète des xylanes requiert 

l'action combinée d'endo- et d'exoenzymes, elles hydrolysent les liaisons au sein de la chaine 

principale et  libèrent aussi les constituants des chaînes latérales (KO et al, 1992). 

Les enzymes qui attaquent les liaisons intérieures de type β(1,4)-xylosidiques appelées 

les endo-β-1,4-xylanases (EC 3.2.1.8) libèrent des oligomères de petites tailles, les exo-

xylanases et les β-xylosidases (EC 3.2.1.37) hydrolysent les petits oligomères libérées par les 

endoxylanases en xylose (BIELY  et al, 1985). 
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Figure 12 : Mode d’action des enzymes xylanolytiques sur la chaîne principale et 

sur les ramifications du xylane (BEG et al, 2001).  

I-4-3-Applications biotechnologiques des xylanases  

Les  applications des xylanases sont multiples, elles sont représentées dans le tableau 

suivant : 

 

 

 

 

Feroryl et p-coumaroylesterases 

 

ɑ-
arabinofuranosidase 

Acétylxylaesteras
e 

ɑ-glucuronidase 

Endoxylanase 



Synthèse bibliographique 

 

21 

 

 Tableau III : Applications actuelles des xylanases dans les industries alimentaires et non 

alimentaire (GABERIEL, 2005). 

Industrie  Application  Fonction 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
Alimentation 
humaine 
 

 

-nectar, purée, huiles 
 
 
 
-panification 
 
 
 
 
 
-jus de fruit 
 
 
 
 
-amidon 
 
 
 
-la bière 
 

 
- Amélioration de la macération et de la 
clarification des jus, réduction de la 
viscosité 
 
- Les xylanases sont utilisées comme 
additifs pour améliorer la qualité 
boulangère (l’élasticité et la résistance des 
farines)  
 
 
 
 
- Dans la clarification des jus. 
 
 
- Séparation facilitée de l’amidon et du 
gluten par réduction de la viscosité 
 
- Fermentation alcoolique des sucres, 
essentiellement le maltose. Ces enzymes 
assurent donc une filtration et une bonne 
clarification des bières. 

 

 

 

Alimentation 
animale 

 

-Nourriture pour animaux 
monogastriques et 
ruminants 

 

- Baisse de la viscosité et une meilleure 
disponibilité des protéines et de l’amidon 
qui accroît la digestibilité et la valeur 
nutritionnelles des aliments 

 

 

 
 
Industrie non 
alimentaire 

 
 
- Pâtes et papiers 
 
 
 
 
 
 
 
 
-Textiles 
 
 
-Bioconversions 
 

- Blanchiment des pats krafts, séparation 
des encres, donc réduction de l’utilisation 
chlorés et alcalins. 
 -Amélioration des procédés mécaniques 
de pulping qui aboutit a une baisse de 
consommation en énergie 
 
 
- Préparation des fibres par trempage et 
macération remplaçants les procédés 
chimiques. 
- Traitement des déchets, Production des 
composés fermentescibles, carburants 
renouvelables (bioéthanol), chimie fine 
(tensio-actifs). 
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-Synthèse des alkyl-
xylosides 

 
- Les alkyl-xylosides sont des dérivés du 
xylose, ils sont des agents tensioactifs. 

 

I-5-La biomasse lignocellulosique 

 La biomasse est l’ensemble des matières organiques renouvelables issues de 

différentes sources : forestières, agricoles ou industrielles (SAUVAGEON, 2012), La 

biomasse lignocellulosique est composée essentiellement de trois composants : les 

polysaccharides dont la cellulose, la lignine et les extractibles (SUN et CHENG, 2002). 

La cellulose, l’hémicellulose et la lignine représentent environ 90% de la matière 

sèche des matières lignocellulosiques, les  10% restants représentent les minéraux 

inorganiques et les extractibles (cires, composés phénoliques,..) (MOHAN et al, 2006). Le 

tableau ci-dessous montre la composition de certains matériaux lignocellulosiques. 

Tableau IV : Composition chimique de la biomasse lignocellulosique (SUN et CHENG, 

2002). 

Matériau 

lignocellulosique 

Cellulose (%) Hémicellulose (%) Lignine (%) 

Bois dur 40-55 24-40 18-25 

Bois tendre 45-50 25-35 25-35 

Herbes  25-40 35-50 10-30 

 

I-5-1-Valorisation de la biomasse lignocellulosique 

Les sous produits agricoles sont une cause principale de la pollution 

environnementale, leur bioconversion peut éliminer les dommages causés (MILALA et al, 

2005), ils sont utilisés en fermentation à l’état solide avec plusieurs champignons 

cellulolytiques tel que Trichoderma et Aspergillus, ils sont valorisés par bio-raffinerie ou 

raffinerie végétale  qui valorise l’ensemble de la plante pour concevoir des produits de haute 

valeur (BRIENS et al, 2008). 
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I-5-1-1-Pour la production du bioéthanol 

La biomasse lignocellulosique est une source de sucres fermentescibles qui servent 

pour la production des essences liquides comme le bioéthanol, ces sucres polymérisés qui sont 

la cellulose et l’hémicellulose permettent de fournir le bioéthanol par la fermentation du 

glucose après plusieurs étapes de traitements d’hydrolyse physique, chimique et biologiques 

dites bio-raffinerie. Le bio-raffinage est un processus de transformation de la biomasse en 

produits bio-basés utilisés en alimentation, en produits chimiques et matériaux. Le bioéthanol 

a été utilisé pour substituer les essences dans de nombreux pays (MOOD et al, 2013). 

La production du bioéthanol à partir de ces matières comprend quatre étapes :  

1-le prétraitement : pour décomposer la structure des matériaux lignocellulosiques ; 

2-l’hydrolyse enzymatique : pour dépolymériser la cellulose en glucose ; 

3-la fermentation : pour métaboliser le glucose en éthanol ; 

4-distillation-rectification-déshydratation : afin de séparer et  purifier l’éthanol pour répondre 

aux spécifications du carburant (MARGEOT et al, 2009). 

I-5-1-2-Pour la production de cellulases fongiques 

 Les cellulases sont des enzymes qui hydrolysent la cellulose des sous produits 

agricoles pour produire des unités de glucose, ces sous produits peuvent servir de substrats 

pour produire les cellulases ainsi réduire leur coût de leur importation (MILALA et al, 2005).  

Les sous produits agricoles sont riches en carbohydrates, en lipides et en protéines, ils 

sont donc utilisés comme le composant majeur du milieu de la fermentation pour la 

production des enzymes comme les cellulases (LAU et al, 2012). La fermentation à l’état 

solide est généralement utilisée, car elle s’avère la plus efficace en cas de substrats insolubles 

dans l’eau et la plus économique car des faibles volumes sont utilisés, haute température et 

une stérilisation avec un équipement basé sur la pression (BONNIN et al, 2002). 

I-5-1-3-Autres utilisations 

 Les matières cellulosiques sont utilisées pour : la production des solvants, acides 

organiques, protéines et lipides ; la production d’aliments riches en énergie pour les animaux 

et pour la conservation des fourrages (KUHAD et al, 2011). 

 

I-6-Présentation des sous produits agricoles utilisés 

I-6-1-Le grignon d’olive 

 Le grignon d’olive est le résidu sec issu lors de l’extraction de l’huile d’olive, il est 

composé de la pulpe, du noyau et du tégument de l’olive, avec un taux d’humidité  entre 24 et 

40%, une teneur en gras entre 3 et 7% selon le procédé d’extraction utilisé. (TOUATI, 2012).  
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I-6-1-1-Composition 

 Le grignon est composé d’une fraction riche en lignine et une autre en glucides comme 

la cellulose et l’hémicellulose. Le tableau suivant résume la composition chimique du grignon 

d’olive (CHOUCHENE, 2010).  

Tableau V : Composition chimique du grignon d’olive (CHOUCHENE, 2010). 

Matière sèche Matières 

minérales 

Matières 

azotées totales 

Cellulose brute Matières grasse 

75-80% 3-5% 5-10% 35-50% 8-15% 

I-6-1-2-Valorisation 

Les grignons d’olives sont une biomasse qui présente des problèmes 

environnementaux  dans les pays méditerranéens d’où l’importance de leur valorisation afin 

d’éliminer ces déchets  (CHOUCHENE, 2010).  

Les grignons d’olive peuvent être valorisés et utilisés dans plusieurs domaines :  

-en alimentation : par la séparation du noyau de la pulpe, la pulpe étant utilisée en 

alimentation et le noyau en biocombustible ; 

-en biotechnologie : comme substrat pour la culture des champignons filamenteux producteurs 

d’enzymes ; 

-en compostage : généralement pour la fertilisation des sols. (ROUSSAS et al, 2009). 

I-6-2-La sciure du bois 

La sciure de bois (Figure 05)  est un sous produit généré par la transformation 

industrielle du bois, il est composé de fibres de structure complexe (BENYOUCEF et 

HARRACHE, 2014), essentiellement de la cellulose, l’hémicellulose, la lignine et d’autres 

extractives (RAMAGEA et al, 2017), il contient en faibles proportions des composés 

organiques tels que les sels minéraux et les résines. Les sciures de bois peuvent être valorisées 

pour plusieurs usages tels que la valorisation énergétique comme combustible. 

(BENYOUCEF et HARRACHE, 2014). Le  tableau VI  donne la teneur du bois en certains 

composés. 
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Figure 13 : Morphologie superficielle de la sciure de bois « Pinus sylvestris »  

(BENYOUCEF et HARRACHE, 2014). 

 

Tableau VI : Teneur du bois sans traitements en cellulose, hémicellulose, lignine et 

extractives. (ELOUMI et al, 2016). 

Composé  Cellulose  (%) Hémicellulose (%) Lignine (%) Extractives (%) 

Bois sans 

traitement 

40 28 25 5 

 

I-6-3-Les cladodes du figuier de barbarie (Opuntia ficus-indica) 

Les cladodes sont des articles du figuier de barbarie, aplatis en forme de raquettes, 

ayant une couleur verte, de longueur de 30 à 50cm, et de largeur de 15 à 30 cm (HABIBI, 

2004). (Figure06). La plante du figuier de barbarie «  Opuntia ficus-indica » est originaire des 

régions arides et semi-arides du Mexique puis elle a été introduite en Afrique du nord, c’est 

une plante robuste avec un tronc épais, il mesure jusqu’à 5 mètres de hauteur  (HABIBI, 

2004). 

 

Figure14 : Opuntia ficus-indica : fruits et cladodes (ULISES et al, 2014). 
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I-6-3-1-Composition  

Les cladodes sont composés principalement de l’eau de 80 à 95%,  de faible quantité 

de carbohydrates (3 à 7%), de fibre (1 à 2%) et de 0.5 à  1% de protéines. (ULISES et al, 

2014). Ils contiennent une quantité importante en matière minérale, de graisse et de cires, de 

lignine, polysaccharides et de cellulose (MELAININE et al, 2001). Les cladodes mexicains 

ont une teneur de 8 à 9 mg /100g en composés phénoliques (BOUTAKIOUT, 2015). Le 

tableau suivant résume la composition chimique des cladodes. 

Tableau VII : Composition chimique des cladodes (MELAININE et al, 2001). 

Composant (% en poids sec) 

Cendres  19.6 

Graisses et cires 7.2 

Cellulose  17.5 

Autres polysaccharides 28.6 

 

I-4-3-2-Valorisation 

Les cladodes sont utilisés dans divers domaines : 

-en agroalimentaire : par la transformation des cladodes en cladodes au vinaigre, confiture de 

vinaigre (BOUTAKIOUT, 2015)… ; 

-en cosmétique et pharmaceutique comme les crèmes dermiques et les champoings 

(BOUTAKIOUT, 2015) ; 

-en production d’alicaments : sous forme de gélules ou de capsules pour le traitement des 

maladies comme l’obésité et le cholestérol (BOUTAKIOUT, 2015). 

I-7- Présentation des champignons utilisés  

I-7-1-Aspergillus Niger 

 Le genre Aspergillus est le groupe des champignons filamenteux avec un grand 

nombre d’espèces comme Aspergillus Niger. Aspergillus Niger est un champignon qui pousse 

sur la matière organique que l’on  retrouve dans le sol, la litière et sur la matière végétale en 

décomposition. Aspergillus Niger se développe à des températures entre 6 °C et 47 °C  avec 

une température optimale entre 35 °C et 37 °C. Il est capable de pousser à des pH allant de 1,8 

jusqu’à 9,8 (SCHUSTER et al, 2002). 

Aspergillus Niger est un microorganisme très important en biotechnologie utilisé pour 

produire les enzymes extracellulaires et l’acide citrique,  et  il est également utilisé dans la 

biotransformation et le traitement  des déchets  (SCHUSTER et al, 2002). 
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I-7-2-Penicillium 

Le genre Penicillium comprend environ 225 espèces, c’est un champignon très proche 

des Aspergillus. C’est un champignon filamenteux qui a été utilisé en alimentation et en 

pharmaceutiques vu l’intérêt des métabolites qu’il produit (HOCQUETTE et al, 2005). 

C’est un genre diversifié dans le monde entier et ses espèces jouent un rôle important 

en tant que décomposeurs des matières organiques, il se retrouve dans une large gamme 

d’habitat tel que le sol, la végétation et divers produits alimentaires où il provoque des 

pourritures destructrices en produisant des mycotoxines (VISAGIE et al, 2014). 

 

 I-8- Les oxydations et les antioxydants 

I-8-1-Généralités 

 L’oxydation est une réaction chimique qui fait parie d’une réaction d’oxydoréduction, 

elle transfère un électron   vers un agent oxydant, ce qui peut générer des radicaux libres 

entrainant des réactions destructrices. Les antioxydants sont un moyen de défense contre les 

radicaux libres, un antioxydant est une substance capable de retarder ou d’empêcher 

l’oxydation des substrats à faible concentration (RAHAL et al, 2014).  

I-8-3-Les radicaux libres 

Un radical libre est une espèce chimique possédant un électron célibataire sur sa 

couche externe, dans le phénomène d’oxydation, les radicaux libres ont un électron célibataire 

sur un atome d’oxygène (BOUTALIOUT, 2015). L’oxygène moléculaire est indispensable 

pour la vie mais il peut entrainer des dommages dans le corps et cela par la formation de 

radicaux libres ou les espèces oxygénées actives qui sont soit l’anion peroxyde  (O2•-) ou le 

radical hydroxyle (OH•) ou bien des molécules tel que le peroxyde d’hydrogène (H2O2) 

(HALENG et al, 2007). 

I-8-4-Le stress oxydatif 

 Le stress oxydatif est un déséquilibre entre la formation des espèces oxygénées actives 

et la capacité du corps à leur neutralisation, ce déséquilibre conduit à des dommages oxydatifs  

et des dégâts irréversibles pour les cellules. Le mode de vie  et les habitudes alimentaires 

favorisent l’apparition des espèces réactives de l’oxygène qui ont pour conséquence 

l’apparition des pathologies comme le vieillissement et les cancers (HALENG et al, 2007). 

 

I-9-Les  composés phénoliques 

I-9-1-Généralités 
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            Les composés phénoliques sont des métabolites secondaires des végétaux, ce sont des 

produits phytochimiques c'est-à-dire des produits chimiques synthétisés par les plantes qui 

peuvent avoir un effet sur la santé mais ne sont pas des nutriments essentiels. (EL GHARAS, 

2009). Les polyphénols sont caractérisés par leur pouvoir antioxydant et leur capacité 

d’interagir avec les protéines ainsi la prévention de l’oxydation des lipoprotéines 

(CHEYNIER, 2005), ils sont aussi considérés comme des chélateurs de métaux, des 

antimutagènes, des anticarcinogènes et des agents antimicrobiens (EL GHARAS, 2009).   

I-9-2-Classification 

Les composés phénoliques sont divisés en plusieurs classes (EL GHARAS, 2009). Le 

tableau ci-dessous représente les classes et les structures des poly phénols. 

Tableau VIII : Structure des squelettes des poly phénols (CROZIER et al, 2006). 

Nombre de 
Carbones 

Squelette Classification Structure de base 

7 C6-C1 Acides phénols 
 

8 C6-C2 acétophénones  
 

8 C6-C2 Acide phénylacétique 
  

9 C6-C3 Acides 

hydroxycinamiques  

9 C6-C3 Coumarines 
 

10 C6-C4 Naphthoquinones 

 

13 C6-C1-C6 Xanthones 

 

14 C6-C2-C6 Stilbènes 

 

15 C6-C3-C6 Flavonoïdes 

 

 

I-9-3-Applications 

Les polyphénols sont utilisés dans divers domaines industriels : 
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-en agroalimentaire : dans le développement de certains conservateurs alimentaires et cela 

grâce à l’effet antimicrobien de certains polyphénols, utilisés aussi dans la stabilisation des 

denrées alimentaires pour la lutte contre la peroxydation lipidique grâce aux propriétés 

antioxydantes des composés phénoliques (BOUTAKIOUT, 2015). 

-dans l’industrie pharmaceutique : les poyphénols rentrent dans la composition de certains 

produits pharmaceutiques anti-infectieux (MOURE et al, 2001). 

-en cosmétiques : pour des applications locales (MOURE et al, 2001). 
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II-Matériel et méthodes 

 La partie expérimentale de notre travail a été réalisée au niveau du laboratoire de 

recherche de Biochimie Analytique et de Biotechnologies (LABAB) et du laboratoire de 

recherche de microbiologie de l’université MOULOUD MAMMERI de TIZI OUZOU. 

 Au cours de notre travail la mise en évidence des activités enzymatiques à partir des 

sous produits agricoles a été effectuée par des méthodes microbiologiques, biochimiques et 

biotechnologiques. 

II-1-Matériel, appareillage et verrerie 

 Le tableau suivant représente le matériel, l’appareillage et la verrerie utilisés dans ce 
présent travail 

Tableau IX: Le matériel, l’appareillage, et la verrerie utilisés. 

Appareillage  Verrerie et autre matériel 

� Bain marrie (MEMMERT) ; 

� Autoclave (PBINTERNATIONAL) ; 

� Centrifugeuse réfrigérée (SIGMA 3-

18 K, SIGMA 4-16K) ; 

� Etuve (28-30 °C, BINDER) ; 

� Réfrigérateur ; 

� Congélateur ; 

� Balance analytique à affichage digital 

(0.01g) (DENVER INSTRUMENT) ; 

� Balance de précision à 0.01mg 

(SARTORIUS) ; 

� Spectrophotomètre UV-visible 

(SCHIMADZU) ; 

� pH mètre (HANNA instrument) ; 

� Agitateurs : à barreaux magnétiques, 

chauffants ou non chauffants et 

vortex ; 

� Hotte ; 

� Broyeur électrique ; 

� Erlenmeyers de 250 ml et 500 ml ; 

� Eprouvettes ; 

� Fioles jaugées ; 

� Béchers : 

� Flacons de 180ml, 250 ml et 500ml ; 

� Cristallisoirs ; 

� Boites de Pétri en plastiques de  90 

mm de diamètre ; 

� Pipettes graduées ; 

� Disques de filtration ; 

� Pipettes pasteurs ; 

� Micropipettes ; 

� Tubes à essai ; 

� Tubes de  centrifugation ; 

� Spatules ; 

� Papier aluminium ; 

� Papier film ; 

� Mortier. 
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� Enceinte de filtration ; 

� Lyophilisateur. 

 

 

 

II-1-2-Sous produits agricoles utilisés 

  Le grignon d’olive, la sciure de bois et les cladodes du figuier de barbarie sont les 

trois sous produits agricoles utilisés au cours de notre travail, le grignon d’olive est récupéré 

dans une huilerie au système tri-phasique. 

II-1-3-Souches fongiques utilisées  

 Deux souches fongiques utilisées qui sont : Aspergillus Niger et Penicillium Sp, ces 

deux souches ont été collectées au laboratoire de Biochimie Analytique et Biotechnologies 

(LABAB). L’aspect de la souche Aspergillus Niger  sur milieu PDA (Potato Dextrose Agar) 

après 6 jours d’incubation à 28°C est montré dans la figure suivante : 

 

Figure 15 : Aspect de la préculture d’Aspergillus Niger sur milieu PDA. 

II-1-4-Substrats et milieux de cultures  

 La production des enzymes cellulolytiques par les deux souches fongiques Aspergillus 

Niger et Penicillium Sp a été réalisée comme suit : 

-Sur milieu liquide Mendel et Weber (MW)  (annexe I): utilisant le substrat pur, la cellulose 

avicel qui est soumise à la biodégradation fongique ; 

-en fermentation à l’état solide (SSF) utilisant trois substrats solides sui sont des sous produits 

agricoles : la sciure de bois, le grignon d’olive et les cladodes du figuier de barbarie 

humidifiés à 75 % par le milieu liquide Mendel et Weber (MW). 
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 La mise en évidence de la production des cellulases et des activités enzymatiques sont 

menées comme suit : 

-Sur milieu solide Cellulose-MW-Agar (annexe I) : c’est un milieu de culture sur boite de 

Pétri contenant la cellulose avicel, le milieu Mendel et Weber et l’agar en utilisant le rouge 

Congo comme indicateur coloré de la dégradation ; 

-sur milieu liquide Mendel et Weber et en fermentation à l’état solide (SSF). 

- PAGE SDS : pour la révélation de la présence de  bandes qui correspondent aux cellulases. 

II-2-Prétraitements des sous produits agricoles utilisés en fermentation à l’état solide 

 Le grignon d’olive et la sciure de bois étant des produits solides ont été soumis à un 

broyage à l’aide d’un broyeur électrique, tandis que les cladodes ont été coupés en morceaux 

très fins à l’aide d’un couteau puis écrasés à l’aide d’un mortier. 

  Des prétraitements alcalins par la soude (NaOH, 2N) (annexe II) sont effectués pour 

10 g de chaque sous produit avant l’inoculation avec 100 ml de la solution NaOH, 2N suivie  

d’une agitation pendant une heure puis lavés avec 100ml d’eau distillée. Les substrats sont 

soumis à une stérilisation à l’autoclave à 120 °C pendant 20 minutes avant l’inoculation. 

II-3-Inoculation des cultures 

II-3-1-Milieu solide 

  A partir des pré-cultures des deux champignons sur milieu PDA (annexe I) après 6 

jours d’incubation à 28 °C, des disques sont prélevés soigneusement dans des conditions 

stériles à l’aide des pipettes Pasteur stériles. Un disque de chaque souche est déposé au centre 

de la boite contenant le milieu Mendel et Weber additionné de la cellulose avicel et l’agar 

puis incubés à 28 °C. Après 6 jours d’incubation, les boites sont colorées avec 10ml de la 

solution du rouge Congo (2 ,5 g/l) pendant 15 min puis décolorées par 15 ml d’une solution 

d’NaCl (1N) (Annexe II), d’autre part un disque de chaque souche est déposé au centre des 

boites Pétri contenant le milieu Mendel et Weber additionné de la cellulose avicel, l’agar et le 

rouge Congo (2,5 g/l) (annexe II). 
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II-3-2-Milieu liquide 

 Vingt quatre disques (d’environ 5 mm) de biomasse fongique des deux souches sont 

prélevés des pré-cultures par des pipettes Pasteur stériles puis plongés dans des erlenmeyers 

de 250 ml contenant le milieu liquide Mendel et Weber (MW) et la cellulose avicel.  

Les erlenmeyers sont ensuite bouchés par du coton, stérilisés à l’autoclave (120°C pendant 20 

min) puis incubés à 28°C. 

Après 6 jour d’incubation les cultures sont soumises à une centrifugation à 4000 G 

pendant 15 min à 4°C afin d’extraire et récupérer les enzymes produites dans le surnageant. 

II-3-3-Fermentation des sous produits agricoles à l’état solide (SSF) 

 Dix grammes de chaque sous produits sont mis dans des erlenmeyers de 500ml puis 

stérilisés à l’autoclave. Les substrats sont ainsi humidifiés à 75% par le milieu liquide Mendel 

et Weber (MW) stérile. Vingt quatre disques de biomasse fongique de chaque souche ont été 

ajoutés dans les erlenmeyers sur les substrats humidifiés, puis incubés à 28 °C. 

 Après 6 jours d’incubation, les enzymes sont extraites par une solution tampon : le 

tampon citrate-phosphate à pH 5 (annexe III), 50 ml du tampon sont ajoutés pour chaque 

erlenmeyer, ces derniers sont agités pendant une heure et ensuite centrifugés à 4000G pendant 

15 min à 4°C. Les extraits sont filtrés afin d’éliminer les spores et les bactéries et conservés 

au réfrigérateur à 4°C, puis lyophilisés. 

II-4-Caractérisation des sous produits agricoles utilisés  

II-4-1-Mesure de la matière sèche totale du grignon d’olive et des cladodes du figuier de 

barbarie avant et après culture par Aspergillus Niger  

La matière sèche totale correspond au résidu sec ou l’extrait sec, ce sont les matières 

restantes après séchage à 100 °C jusqu’à l’obtention d’un résidu sec à un poids constant. Dix 

grammes de chaque produit est soumis à une évaporation à 100°C. La teneur en matière sèche 

est exprimée ensuite en g/g (matière sèche/matière initiale ou  exprimés en pourcentage par la 

formule suivante : 

MS =
(m� −m�)

(m
 −	m�)
X	100	(%) 
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MS : matière sèche totale (%) ; 

m2 :   masse de la coupelle et de ma matière sèche (g) ; 

m1 : masse de la  coupelle et l’échantillon (g) ; 

m0 : masse de la coupelle (g). 

II-4-2-Teneur en cendres (matière minérale) du grignon d’olive, des cladodes et la sciure 

de bois 

 Un poids de cinq gramme de chaque sous produit est calciné dans un four à 180 °C  

pendant 24 heures. La teneur en cendres est exprimée en g/g ou en pourcentage par la formule 

suivante 

TC =
m�

M
	X	100% 

TC : taux de cendres (%) ; 

mc : la masse des cendres (g) ; 

M : le poids initial du substrat (g). 

II-5-Détermination de la teneur en protéines  

 La détermination de la teneur en protéines a été réalisée suivant la méthode de Lowry 

et al (1951). 

II-5-1-Principe de la méthode  

Les extraits conservés au réfrigérateur à 4°C sont soumis à un dosage de protéines par 

la  méthode de Lowry et al (1951), qui est une méthode  de dosage colorimétrique, le réactif 

Folin-Ciocalteu additionné d’une solution protéique diluée est plus au moins réduit par les 

protéines ( par les groupements oxydés des acides aminés), les groupements phénoliques du 

tryptophane, de la tyrosine, de la cystéine et l’histidine. Cette réaction donne naissance à un 

complexe coloré : le bleu de molybdène dont l’intensité peut être mesurée à 750nm au 

spectrophotomètre. 

 La densité optique (DO) est lue au spectrophotomètre à 750nm ce qui permet de 

déterminer la concentration des protéines des extraits dosés en se référant à une courbe 
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d’étalonnage DO= f(C) établie avec des solutions à des concentrations protéiques connues. 

L’albumine sérique bovine est utilisée comme protéine de référence. Le mode opératoire est 

donné dans l’annexe IV. 

 

Figure 16: Courbe étalon pour le dosage des protéines par la méthode de Lowry et al 

(1951) ; R² : coefficient de corrélation 

II-6-Mesure de l’activité enzymatique à 30°C, 40°C, 50°C, 60°C, 70°C, 80°C 

II-6-1-Principe  

 La mesure de l’activité enzymatique est réalisée en utilisant l’acide 3,5 dinitrosalicique 

(DNS) qui est jaune en milieu chaud et alcalin, en présence des sucres réducteurs il est réduit 

en acide 3-amino 5-nitrosalicylique de couleur rouge orangé. Dans le dosage de l’activité 

cellulasique, on utilise les propriétés réductrices du glucose libéré de la cellulose. Le composé 

obtenu peut être dosé par spectrophotomètre à 540nm. 

Les activités enzymatiques sont calculées en unité internationale à partir des 

concentrations du glucose obtenu après dosage comme suit : 

U.ml-1 = nombre de µmoles de glucose/ temps d’incubation (minutes). 

 

Des courbes étalons ont été réalisées pour chaque température DO= f(C). Le mode 

opératoire est donné dans l’annexe V. 
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Figure 17 : Courbe d’étalonnage pour le dosage du glucose à 30°C. 

 

Figure 18: Courbe d’étalonnage pour le dosage du glucose à 40°C. 

 

Figure 19: Courbe d’étalonnage pour le dosage du glucose à 50°C. 
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Figure 20 : Courbe d’étalonnage pour le dosage du glucose à 60 °C. 

 

Figure 21 : Courbe d’étalonnage pour le dosage du glucose à 70°C. 

 

Figure 22 : Courbe d’étalonnage pour le dosage du glucose à 80°C. 

 

y = 0,183x

R² = 0,975

0

0,05

0,1

0,15

0,2

0,25

0,3

0 0,5 1 1,5 2

DO à 60 ° C

Concentration en glucose (mg/ml)

y = 0,186x

R² = 0,98

0

0,05

0,1

0,15

0,2

0,25

0,3

0 0,5 1 1,5 2

DO à 70 °C

Concentration en glucose (mg/ml)

y = 0,166x

R² = 0,983

0

0,05

0,1

0,15

0,2

0,25

0,3

0 0,5 1 1,5 2

DO à 80 °C

Concentration en glucose (mg/ml)



Matériels et méthodes 

 

39 

 

II-7-Extraction des polyphénols totaux du grignon d’olive et des cladodes à l’acétate 

d’éthyle avant et après culture par Aspergillus Niger 

 Un poids de chaque substrat (20g) avant et après culture par Aspergillus Niger  en 

fermentation à l’état solide est additionné de 100 ml de solvant « acétate d’éthyle », 

l’ensemble est homogénéisé, puis une centrifugation 4000G pendant cinq minutes est 

effectuée, on obtient ainsi deux phases : le surnageant qui est riche en polyphénols et les 

substrats en culot. Le surnageant subit une évaporation dans une hotte pendant 24 heures, 

l’extrait sec est ainsi récupéré dans un volume minimum d’éthanol. 

II-8-Dosage des composés phénoliques par colorimétrie 

 Les polyphénols obtenus à partir des substrats avant et après culture sont dosés par la 

méthode du Folin-Ciocalteu selon SINGLETON et ROSSI (1965). 

II-8-1-Principe de la méthode 

 La méthode est basée sur la réduction du Folin-Ciocalteu par les groupements 

réducteurs des composés phénoliques conduisant à la formation de produits de réduction de 

couleur bleue. Ces derniers absorbent à 760nm. L’intensité est proportionnelle à la quantité de 

polyphénols  présents dans les échantillons. Le mode opératoire est donné dans l’annexe VII. 

Une gamme étalon DO= f(C) a été réalisée par l’acide gallique : 

 

Figure 23 : Courbe d’étalonnage par l’acide gallique. 
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II-9-Test de l’activité anti-oxydante du grignon d’olive et des cladodes avant et après 

fermentation 

 Cette méthode utilise le 2,2-diphenyl-1-picryhydrazyl (DPPH), c’est un  radical libre 

de couleur violette qui est réduit en un composé de couleur jaune en présence des composés 

anti-radicalaires, il est capable d’arracher les atomes d’hydrogènes labiles des groupements 

OH les plus réactifs, il possède un atome non apparié, il se caractérise par sa capacité à 

produire des radicaux libres stables de couleur violette qui absorbe à 517nm. (MOLYNEUX, 

2004). Les résultats sont exprimés en pourcentage (%) en utilisant la formule suivante : 

I % = [1 – (Abs Échantillon – Abs Contrôle négatif)] x 100  

Où: I %: Pourcentage de l’activité anti-radicalaire (AAR%);  

Abs Échantillon : Absorbance de l'échantillon ;  

Abs Contrôle négatif : Absorbance du contrôle négatif 

Une courbe de référence a été réalisée par une solution d’acide ascorbique à des 

concentrations connues. Le mode opératoire est donné dans l’annexe IX.  

 

Figure 24 : Courbe de référence par l’acide ascorbique à des concentrations connues 

II-10-Méthodes électrophorétiques 

II-10-1-Principe  

L’électrophorèse est une méthode d’analyse et de fractionnement d’un mélange 

protéique sous l’action d’un champ électrique, basé sur la migration différentielle des 

protéines due à la présence des radicaux amines et carboxyliques dans la molécule selon le 

poids moléculaire. 
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II-10-2-La séparation sur gel de polyacrylamide  

L’électrophorèse sur gel  de polyacrylamide (PAGE) est considérée comme l’une des 

méthodes de séparation les plus précises, reproductibles et sensibles, réalisée sur des supports 

solides, parmi ces supports le gel de polyacrylamide, qui correspond à un mélange  

d’acrylamide et d’un agent pontant le bisacrylamide  (N, N’ méthyléne-bis –acrylamide) 

l’ensemble est additionné à des agents initiateurs (persulfate d’ammonium et TEMED (N, N, 

N’, N’-tétraméthyl –éthyléne  diamine). 

II-10-3-Conduite de l’électrophorèse  

Le gel de polyacrylamide est coulé entre une plaque en verre et une plaque en alumine, 

séparées par un espaceur et enfin un peigne est introduit,  permettant la formation des puits 

après polymérisation du gel. 

Les échantillons sont déposés dans des puits à l’aide d’une micro seringue, à raison de 

20 a 25 µl, ils sont préalablement dissous dans un tampon approprié et additionnés du bleu de 

bromophénol qui est un indicateur coloré qui détermine le front de migration des protéines et 

permet de repérer la fin de l’électrophorèse , l’unité d’électrophorèse est mise sous tension, 

courant et voltage  constant : 20mA 200V . 

II-10-4-Révélation des bandes de migration électrophorétiques 

A la fin de la migration, les gels de l’électrophorèse sont révélés au bleu de coomassie 

en trois étapes comme suit : 

1-La fixation : elle se fait par immersion du gel dans une solution d’acide trichloracétique 

(TCA), pendant 30 min ; 

2-la coloration : le gel est immergé deux à quatre heures dans une solution de coloration 

contenant du bleu de coomassie 0,2%(p/v) dissous dans une solution constituée du mélange 

eau distillée, méthanol et TCA 2% (p/v) ; 

3-la décoloration : se réalise par immersion du gel coloré dans le mélange eau /méthanol/acide 

acétique.  

II-11-5-Electrophorèse en conditions dissociantes et dénaturantes en présence du SDS et 

du 2-β-mercaptoéthanol (2-ΒME) (PAGE- SDS) 
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II-11-5-1-Principe 

Des échantillons protéiques sont préparés dans le tampon du gel de concentration, 

d’eau distillée, d’un détergent anionique le SDS (10%)  et d’un agent réducteur qui est chargé 

de rompre les liaisons disulfures : le 2-β Mercaptoéthanol, dans ce cas la plupart des 

polypeptides se dissocient, cela permet la fixation du SDS sur leurs zones hydrophobes, les 

polypeptides acquièrent une forte charge négative et ne seront séparés que selon leurs poids 

moléculaires,  puis chauffés à 100 °c pendant 5min et à la fin  rajouter du glycérol . 

Suivant le protocole de LAEMMLI et FAVRE (1973), un gel de concentration a été 

réalisé dont l’objectif est la concentration des protéines, pour une migration homogène dans le 

gel de séparation. 

La détermination du poids moléculaire des protéines d’intérêt est effectuée en faisant 

migrer en parallèle des protéines étalons de poids moléculaires connus, qui est le kit de 

protéines étalons, préparé au laboratoire de LABAB. Le kit comprend les protéines suivantes : 

L’albumine sérique bovine (67000 Da), l’ovalbumine (45000 Da), la chymotrypsinogène 

(23000Da), la  β –lactalbumine (18000Da) et l’α –lactalbumine (14000Da). Ce dernier est 

utilisé pour la réalisation d’une  courbe de calibration : Log PM = f (distance parcourue) 

Mode opératoire dans l’annexe VI. 

 

Figure 25 : Courbe de calibration du gel de séparation en PAGE-SDS. 
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II-11-Zymogramme des enzymes cellulolytiques 

II-11-1-Principe 

C’est une technique électrophorétique, qui permet de mettre en évidence l’activité 

cellulolytique sur le gel d’électrophorèse contenant de la cellulose pure. C’est alors la 

dégradation de la cellulose qui révèle la présence d’activité ou pas, après incubation du gel à 

une température de 45 °C, le gel est coloré au rouge Congo puis lavé avec une solution NaCl 

(1N)  , l’apparition des zones claires indique une activité cellulolytique. Le mode opératoire 

est donné dans l’annexe VII. 

III-12-Analyses statistiques 

 Une analyse statistique a été effectuée par le logiciel « statistica » en utilisant : 

1- « Le test de student pour deux échantillons appariés » qui permet de savoir si deux 

échantillons appariés peuvent bien provenir de la même population, il s’agit du même 

échantillon sur lequel on mesure deux fois la variable quantitative dans des conditions 

différentes; 

2- « Le test de student pour deux échantillons indépendants » qui permet de savoir si 

deux échantillons indépendants peuvent bien provenir de la même population, il s’agit 

de comparer les moyennes de la variable quantitative étudiée sur les deux populations 

selon un certain facteur. 

Les tableaux obtenus sont donnés dans l’annexe X.  

Les deux diagrammes ci-dessous récapitulent la méthodologie et les différentes étapes 

suivies  dans la partie expérimentale.  
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Figure 26 : Diagramme récapitulatif de la mise en évidence des enzymes recherchées. 
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Figure 27 : Diagramme récapitulatif de la caractérisation des sous produits agricoles 
utilisés. 
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III-Résultats et discussion 

III-1-Caractérisation des sous produits agricoles utilisés : le grignon d’olive, la sciure de 
bois et les cladodes 

Les résultats obtenus sont exprimés dans le tableau suivant : 

Tableau X : Caractéristiques du grignon d’olive, de la sciure de bois et des cladodes. 

       Caractéristiques 
 

Sous produit agricole 

 
 
 

Matière 
sèche(%) 

Taux 
d’humidité 

(%) 

 
 

Matière  
volatile(%)  

Matière 
minérale 

(%) 
Grignon d’olive  83.2 16.8  81 2.2 
Sciure de bois  89.7 10.3  87.4 2.3 

Cladodes  11.5 88.5  9.48 2.02 
D’après les résultats, la sciure de bois est la plus riche en matière sèche et en matière 

volatile, les cladodes présentent le plus grand taux d’humidité et le taux  le plus faible  en 

matière sèche et en matière volatile. 

Les trois sous produits agricoles contiennent des valeurs proches en matière minérale, 

ces valeurs sont proches de celles trouvées dans des études réalisées par BENYOUCEF et 

HARRACHE (2014) et TOUATI (2013)  ayant trouvé une teneur de 1.5% en matière 

minérale pour la sciure de bois et  valeur de 1.5 à 2% pour le grignon d’olive. 

III-2-Mise en évidence de l’activité enzymatique sur milieu solide 

La première étape de la mise en évidence des activités cellulolytiques des deux 

champignons filamenteux Penicillium sp et Aspergillus Niger consiste à observer l’apparition 

des zones claires sur boites de Pétri contenant le milieu solide MW additionné d’agar avec la 

cellulose avicel comme source de carbone en utilisant deux méthodes de révélation. Dans la 

première méthode le rouge Congo est additionné au milieu solide comme indicateur coloré de 

la dégradation avant la culture. Ces zones claires apparaissent normalement comme un halot 

clair autour du disque de la biomasse fongique après six jours d’incubation à 28°C, ces zones 

correspondent aux zones d’hydrolyse.  

Les résultats obtenus par la première méthode  indiquent la présence  de zones claires 

plus au moins apparentes  autour des colonies d’Aspergillus Niger et une zone claire très fine  

pour Penicillium sp comme le montre les deux figures ci-dessous : 
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Figure 28 : Photographie de la culture du disque d’Aspergillus Niger sur milieu solide 

MW contenant le rouge Congo.  

 

Figure 29 : Photographie de la culture du disque de Penicillium sp sur milieu solide MW 

contenant le rouge Congo. 

 La deuxième méthode est celle utilisant le milieu solide MW sans l’ajout de 

l’indicateur coloré, la coloration du milieu avec un volume du rouge Congo (2,5g/l) est donc 

réalisée après culture pendant 15 minutes puis décoloré avec une solution d’NaCl (1N) 

jusqu’à l’apparition des zones claires et cela pour les deux champignons. Les résultats de cette  
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deuxième méthode montrent  l’apparition de zones claires plus importantes que celles 

obtenues par la première méthode  comme le montre les deux figures suivantes : 

 

Figure 30 : Photographie de la culture du disque d’Aspergillus Niger sur milieu solide 

MW après coloration et décoloration. 

 

Figure 31 : Photographie de la culture du disque de Penicillium Sp sur milieu solide MW 

contenant le rouge Congo. 

Cette méthode optant pour une coloration après culture  est  rapide et simple pour la 

sélection des souches fongiques productrices des cellulases, elle s’avère donner de meilleurs 

résultats en la comparant à la première méthode, cette méthode est rapporté par LEITE et al 
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(2016),  qui ont obtenu des activités cellulases et xylanases chez Aspergillus Niger  lors de sa 

culture en fermentation à l’état solide en utilisant le grignon d’olive comme substrat. 

D’après les résultats obtenus les deux champignons se développent différemment sur 

ce milieu solide. La souche Aspergillus Niger présente un développement plus important que 

la souche Penicillium sp et le diamètre (estimé visuellement) de la zone d’hydrolyse obtenu 

par Aspergillus Niger est plus important que celui obtenu par Penicillium Sp. Ces résultats 

coïncident avec l’ étude menée par SALIU et SANI (2012) sur l’hydrolyse des engrais du 

maïs par les cellulases produite par Aspergillus Niger et Penicillium sp qui ont obtenu une 

zone d’hydrolyse de 30 mm par Aspergillus Niger et de 16mm par Penicillium Decumbens. 

III-3-Développement des souches sur milieu liquide MW  et hydrolyse de la cellulose en 

milieu liquide 

  La croissance des deux souches fongiques Aspergillus Niger et Penicillium sp est 

visualisée sur milieu liquide MW en utilisant comme source de carbone la cellulose avicel, 

par formation d’un mycélium et de spores à la surface du milieu où le voile mycélien 

d’Aspergillus Niger apparait plus dense  que celui de Penicillium sp. Les deux figures 

suivantes montrent l’aspect des cultures après six jours d’incubation à 28°C pour les deux 

champignons. : 

    A-          B-  

Figure 32 : Photographie de la culture des deux champignons, A : Aspergillus Niger et 

B : Penicillium sp en milieu liquide MW-cellulose.  

Aspergillus Niger /  Milieu MW -
cellulose 

Penicillium sp / Milieu MW -
cellulose 

Mycélium 
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Cette croissance confirme que le dérivé de cellulose (l’avicel) est  bien dégradé par les 

deux souches. La production de protéines,  contenus dans le surnageant après centrifugation 

des deux cultures et l’activité de la biodégradation de ce substrat par ces deux souches ont été 

mesurées par dosage de protéines et des sucres réducteurs libérés lors de la culture. Les 

résultats obtenus montrent que la souche fongique Aspergillus Niger donne une quantité plus 

importante en protéines avec une valeur de 115µg/ml comparée à celle obtenue par 

Penicillium sp qui correspond à 25 µg/ml comme le montre la figure ci-dessous : 

 

Figure 33 : Histogramme présentant la teneur en protéines des surnageant issus de la 

culture par les deux souches Aspergillus Niger et Penicillium sp sur milieu liquide MW   

 Les deux souches fongiques cultivées en milieu liquide MW ont donné des activités 

enzymatiques vis-à-vis de la cellulose en libérant du glucose, cette activité est montrée par le 

dosage des activités à différentes températures, les activités ont été beaucoup plus élevées en 

les comparant aux valeurs retrouvées dans les témoins négatifs comme le montrent les deux 

figures ci-dessous. La souche Aspergillus Niger présentant une température optimale 

d’activité à 50°C trouvée après l’étude des variations de la température a donné une activité 

de 0.168 U.ml‾¹,  supérieure à celle de Penicillium sp qui est de 0.96  U.ml‾¹,  à cette 

température. Par contre, la souche Penicillium sp a donné une activité maximale à 60°C avec 

une valeur de 0.128 U.ml‾¹,  qui est légèrement supérieure à celle donnée par Aspergillus 

Niger à cette température qui est de 0.106 U.ml‾¹, cela est montré par les deux figures ci-

dessous.  
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Figure 34 : Histogramme présentant l’activité 

Penicillium sp à 50 °C. 

Figure 35 : Histogramme présentant l’activité cellulolytique 

Penicillium sp à 60 °C 
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Histogramme présentant l’activité cellulolytique d’Aspergillus Niger 

: Histogramme présentant l’activité cellulolytique d’Aspergillus Niger 
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Après six jours d’incubation à 28°C, les deux souches Aspergillus Niger et Penicillium 

sp se sont développées différemment  sur les trois sous produits agricoles utilisés comme 

substrats.  

La souche Aspergillus Niger s’est bien développée sur le grignon d’olive par 

apparition d’une quantité importante de spores où le grignon prend une couleur sombre 

(Figure 37). Par contre, ce champignon se développe moins sur le grignon d’olive traité à la 

soude (NaOH, 2N)  où la quantité  des spores est réduite, cela est peut être dû à l’alcalinité du 

milieu après le prétraitement, sachant que le pH optimum du champignon Aspergillus Niger 

est de 4,8. 

La souche Penicillium sp a une faible croissance sur le grignon d’olive traité et non 

traité à la soude comme l’illustre la figure 38. 

 

Figure 36 : Photographie de la culture d’Aspergillus Niger en fermentation à 

l’état solide sur grignon d’olive traité et non traité à la soude NaOH 2N. 
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Figure 37 : Photographie de la culture de Penicillium sp en fermentation à l’état 

solide sur grignon d’olive traité et non traité à  la soude (NaOH, 2N). 

La  photographie présentée dans la figure ci-dessous, montre  le développement de la 

souche Aspergillus Niger sur la sciure de bois non traitée à la soude par apparition de spores 

qui donnent une couleur grisâtre au milieu, la croissance est moindre sur la sciure de bois 

traitée. Par contre, le développement de Penicillium sp sur la sciure de bois traitée et non 

traitée est faible (Figure 40). 

 

Figure 38 : Photographie de la culture d’Aspergillus Niger en fermentation à 

l’état solide sur la sciure de bois traitée et non traitée à la soude ((NaOH, 2N) 
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Figure 39 : Photographie de la culture de Penicillium sp en fermentation à l’état solide 

sur la sciure de bois traitée et non traitée à la soude (NaOH, 2N) 

Les deux figures ci-dessous montrent que les deux souches Aspergillus Niger et 

Penicillium sp se développent bien sur les cladodes du figuier de barbarie par l’apparition 

d’un mycélium blanchâtre pour la souche Penicillium sp et une quantité importante de spores 

pour la souche Aspergillus Niger qui donnent une couleur noir, mais la croissance est moindre 

sur les cladodes traités à la soude. 

 

Figure 40 : Photographie de la culture d’Aspergillus Niger en fermentation à 

l’état solide sur les cladodes traités et non traités à  la soude (NaOH, 2N). 
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Figure 41: Photographie de la culture de Penicillium sp en fermentation à l’état 

solide sur les cladodes traités et non traités à  la soude (NaOH, 2N). 

III-4-1-Production d’enzymes cellulolytiques 

L’activité enzymatique des deux souches et la quantité de protéines présente dans les 

extraits des cultures récupérés après centrifugation, ont été mesurées par dosage.  La teneur en 

protéines diffère d’un extrait à un autre, elle varie  selon la souche cultivée et la composition 

du milieu. 

Le traitement à la soude influence sur la production de protéines. Après l’analyse 

statistique par le test de student pour deux échantillons appariés qui donne une p-value 

supérieure au risque d’erreur et la comparaison des moyennes, on déduit que le prétraitement 

influence négativement sur la production des protéines par Aspergillus Niger, contrairement à 

celle de Penicillium sp qui est influencée positivement sur tous les substrats avec une valeur 

maximale de 5250 µg/ml notée pour  les protéines  produites sur le grignon d’olive alcalinisé 

avec NaOH (2N).  Les résultats du dosage des protéines sont exprimés dans la figure suivante. 
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Figure 42 : Histogramme présentant la teneur en protéines des extraits obtenus à 

partir de la culture sur tous les substrats avant et après traitement.  

D’après les résultats la fermentation à l’état solide sur le grignon d’olive donne le taux 

le plus élevé en protéines qui sont 2250 µg/ml, 2400 µg/ml et  5250µg/ml avec les deux 

souches fongiques, suivi par les cladodes du figuier de barbarie avec des valeurs de  540µg/ml 

1850µg/ml, et en dernier la sciure de bois qui donne des taux très faibles en protéines qui sont 

de 100 µg/ml, 95 µg/ml et 90µg/ml. Il en ressort que les deux sous produits agricoles, 

cladodes et grignon,  sont deux sources intéressantes pour la production des enzymes en 

fermentation à l’état solide avec les deux champignons Aspergillus Niger et Penicillium sp. 

Comparativement aux témoins,  le prétraitement alcalin améliore l’activité 

enzymatique produite sur  tous les extraits issus des deux souches.  Cette amélioration 

souligne  que, le prétraitement à la soude NaOH  initie le processus de transformation de la 

cellulose I (native)  en cellulose II ( la cellulose cristalline la plus importante) qui est la mieux 

dégradée par les champignons selon KLEMM et al (2005). Ces résultats sont conclus à partir 

de l’analyse statistique par le test de student pour deux échantillons appariés ayant donné une 

p-value supérieure au risque d’erreur sélectionné. 

D’après les résultats obtenus suite  au dosage des activités enzymatiques et l’analyse 

statistique, le maximum d’activité est noté à 50°C avec la souche Penicillium sp cultivée sur 

les cladodes du figuier de barbarie prétraité à la soude avec une valeur de 0.246 U.ml‾¹, suivi 

par une valeur de 0.202 U.ml‾¹ avec  Aspergillus Niger cultivée sur le grignon d’olive non 
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 Le prétraitement alcalin à la soude (NaOH

concorde avec l’étude réalisée par ACHARYA 

l’optimisation de la production des cellulases par 

produits agricoles. Ces auteurs ont

meilleurs résultats. 

III-4-2-L’étude des variations de la température

 Les dosages des activités enzymatiques ont été réalisés pour tous les extraits 

différentes températures 30°C, 40°C, 50°C, 60°C, 70°C, et 80°C

température optimale des deux souches fongiques où l’activité 

maximum, les résultats du dosage de l’activité enzymatique sont présentés dans

dessous. 

Figure 45: Graphe en aire 3D représentant les activités enzymatiques en fonction

variations de température.  

Les résultats montrent bien que les 

Niger et Penicillium sp sont plus activ

enzymatique atteint son maximum à ces deux 

al (2007) approuve ces résultats

Sp est optimale à 65°C. Une température optimal

souche Aspergillus Niger est aussi signalée par

0

0,1

0,2

0,3

G
ri

g
n

o
n

 A
S

P

G
ri

g
n

o
n

 A
S

P
 N

a
O

H

G
ri

g
n

o
n

 P
E

N

G
ri

g
n

o
n

 P
E

N
 N

a
O

H

Activité
cellulolytique 
(U.ml‾¹)

Résultats et discussion

59 

Le prétraitement alcalin à la soude (NaOH, 2N) améliore l’activité enzymatique

étude réalisée par ACHARYA et al, (2008) qui ont travaillé sur 

l’optimisation de la production des cellulases par Aspergillus Niger en utilisant des sous 

. Ces auteurs ont trouvé que le prétraitement par  NaOH

variations de la température 

Les dosages des activités enzymatiques ont été réalisés pour tous les extraits 

différentes températures 30°C, 40°C, 50°C, 60°C, 70°C, et 80°C, dans le but de trouver la 

des deux souches fongiques où l’activité enzymatique

maximum, les résultats du dosage de l’activité enzymatique sont présentés dans

raphe en aire 3D représentant les activités enzymatiques en fonction

 

Les résultats montrent bien que les enzymes issues des deux souches

sont plus actives à 50°C et 60°C respectivement

enzymatique atteint son maximum à ces deux températures. L’étude réalisée par 

es résultats car ils ont trouvé que l’activité cellulolytique 

température optimale à 50 °C pour l’activité 

aussi signalée par  SALIU et SANI (2012). 
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Les deux champignons Aspergillus Niger et Penicillium sp présentent des 

températures optimales d’activité à 50°C et 60 °C trouvées après l’étude des variations de la 

température. Les deux  tests statistiques de student pour deux échantillons indépendants et 

deux échantillons appariés pour les deux souches à 50°C et à 60°C a donné des p-value 

supérieures au risque d’erreur et montrent qu’Aspergillus Niger présente un maximum 

d’activité à 50°C, alors que Penicillium sp à 60°C. 

III-5-Influence de la culture d’ Aspergillus Niger sur la matière sèche totale des deux sous 

produits agricoles : le grignon d’olive et les cladodes du figuier de barbarie  

  Les résultats de la mesure de la matière sèche du grignon d’olive et des cladodes du 

figuier de barbarie avant et après culture sont montrés dans le tableau ci-dessous. 

Tableau XI : Matière sèche totale du grignon d’olive et des cladodes avant et après 

culture 

Matière sèche Avant culture Après culture 

Grignon d’olive 83,2% 79% 

Cladodes 11,5% 5,44% 

 

 Le test statistique de student pour deux échantillons appariés a donné une p-value 

inférieure au risque d’erreur sélectionné, donc la culture d’Aspergillus Niger sur ces deux 

sous-produits agricoles possède un effet de dégradation du substrat, le grignon d’olive étant 

dégradé après culture à 5,5%  et les cladodes à 52,7%. 

 

III-6-Electrophorèse sur gel de polyacrylamide en PAGE-SDS des différents extraits de 

culture des deux souches  

  Dans le but de confirmer la présence  et  de déterminer le PM de cellulases dans les 

extraits de cultures fongiques, on a procédé à une analyse par électrophorèse PAGE-SDS de 

quelques  lyophilisats des extraits ayant donné une concentration élevée en protéines. 

Le contrôle électrophorétique a donné le profil suivant qui révèle la présence d’une 

bande de 45.5KDa et des bandes de 48KDa ; 45,5KDa ; 33KDa ; 31,6KDa ; 21,7KDa ; 

19,5KDa, 18,8KDa  pour les deux extraits issus de la culture d’Aspergillus Niger sur grignon  

d’olive et sur grignon d’olive alcalinisé  respectivement et des bandes de 48,4KDa ; 48KDa ; 

33.5KDa; 30,3KDa et 19KDa pour le témoin Aspergillus Niger cultivé sur milieu liquide 

MW. 
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Figure 46 : Profil électrophorétique de quelques extraits. (Légende présentée dans le 

tableau ci-dessous) 

                                           Tableau XII : légende de la figure 46 

I II III 

Grignon 
ASP NaOH 

Grignon 
ASP 

Cellulose 
ASP 

1'-48kDa A'-45,6kDa A-48,4kDa 
2'-45,5kDa   B-48kDa 
3'-33kDa   C-33,5kDa 
4'-31,6kDa   D-30,3kDa 
5'-21,7kDa   E-19kDa 
6'-19,5kDa     
7'-18,8kDa     

 

Les bandes de 21,7KDa ; 30,3KDa ; 33KDa et de 45,5KDa peuvent bien correspondre 

à  des cellulases selon le travail de NCUBE et al (2012) où ils ont réalisé un zymogramme 

pour mettre en évidence la présence d’enzymes à activité cellulolytique ,  ont trouvé six 

bandes actives  de 20KDa à 43KDa qui sont des cellulases , et sur notre profil on voit la 

présence d’une bande de 31,6KDa qui selon les même auteurs peut correspondre à une 

xylanase, cela peut être confirmé aussi par le profil éléctrophorétique  et du zymogramme  

préalablement réalisé dans le travail de ATTEK et BENOUALI (2016) sur la  mise en 

évidence des activités cellulolytiques, xylanolytiques  avec la même souche. Leurs résultats 

sont présentés par les profils ci-dessous.  
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Figure 47 : Profil éléctrophorétique en SDS-PAGE avec β-ME des protéines du 

surnageant obtenu après culture sur du xylane (ATTEK et BENOUALI, 2016).  

 

Figure 48 : Zymogramme de xylanase en conditions dénaturantes (SDS) (ATTEK et 

BANOUALI ,2016). 

La bande A qui représente une zone de dégradation de xylane correspond à un  poids 

moléculaire de 31,6KDa (ATTEK et BENOUALI, 2016), qui est égal à celui de la bande 

trouvée sur le profil éléctrophorétique du présent travail. 

 Les bandes de 33KDa et 48KDa peuvent aussi correspondre à des cellulases suivant 

les résultats du travail de SHANMUGAPRIYA et al (2012)  et celui de SUN et al (2008) qui 

ont trouvé une cellulase de 45KDa. Selon le travail réalisé par ATTEK et 

BANOUALI (2016), des bandes de  39,8 kDa et 36,5 kDa sont obtenues pour l’extrait de la 

culture d’Aspergillus Niger en milieu liquide MW contenant la cellulose avicel, les résultats 

Bandes de 
faible 
intensité 
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sont présentés dans le profil éléctrophorétique ci-dessous, ces bandes sont proches de celles 

obtenues par notre analyse éléctrophorétique. 

 

    Figure 49 : Profil éléctrophorétique en SDS-PAGE avec β-ME des protéines du 

surnageant obtenu après culture sur l’avicel. (Alpha 2 macroglobuline frome equine 

serum : 180 kDa ; β-galactosidase from E.Coli : 116 kDa ; Lactofferin from humain 

milk : 90 kDa ; Pyruvate kinase (rabbit muscle) : 58 kDa ; Fumarase (porcine heart) 

(ATTEK et BANOUALI, 2016). 

III-7-Recherche d’activités cellulolytiques  

Un zymogramme a été réalisé durant notre travail afin de  mettre en évidence la 

présence d’enzymes à activité cellulolytique et une PAGE-SDS est réalisée en parallèle pour 

trouver le poids moléculaire des enzymes actives. Les deux profils ci-dessous montrent les 

résultats obtenus : 

 

Figure 50: Profil d’une PAGE-SDS de l’extrait  lyophilisé de cellulose avicel 

(légende présentée dans le tableau ci-dessous).  
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Tableau XIII : Légende de la figure 50 

Marqueurs de poids Cellulose+Asp.N 

 1-14KDa  I-20,98KDa 

 2-18KDa  II-28,09KDa 

 3-23KDa  III-30,54KDa 

 4-45KDa  IV-40,88KDa 

 5-67KDa  V-54,73KDa 
 

Le profil de cette PAGE présente des bandes bien visibles pour le lyophilisat issu de la 

culture d’Aspergillus Niger en milieu liquide MW/cellulose avec des poids moléculaires de 

20,98KDa, 28,09KDa, 30,54KDa et de 40,88KDa, ces derniers peuvent bien correspondre à 

des cellulases, donc la souche Aspergillus Niger est une souche productrice d’enzymes 

cellulolytiques. 

Le zymogramme réalisé ne montre pas de zones claires qui présentent une activité 

cellulolytique. 

 

Figure 51 : Profil du zymogramme réalisé. 

 



Résultats et discussion 

 

65 

 

III-8-Dosage des polyphénols du grignon d’olive et des cladodes avant et après 

fermentation par Aspergillus Niger 

Les résultats des dosages sont représentés dans la  figure suivante : 

 

Figure 52 : Histogramme montrant les concentrations des polyphénols des 

grignons et des cladodes  avant et après culture.  

Ces résultats montrent que le grignon d’olive et les cladodes sont riches en composés 

phénoliques, comme le montre les résultats de deux études réalisées par ZAIDI et al (2009) et 

BOUTAKIOUT (2015), sur le grignon d’olive et les cladodes du figuier de barbarie 

respectivement. 

Après une analyse statistique des résultats des dosages par le test de student pour deux 

échantillons appariés, on a obtenu une p-value supérieure au risque d’erreur proposé (5%).  Il 

a été constaté que la fermentation par Aspergillus Niger a un effet sur la teneur en 

polyphénols, cette fermentation augmente les concentrations des polyphénols qui sont de 394 

µg/ml et 208.8 µg/ml pour le grignon et les cladodes respectivement avant fermentation qui 

augmentent jusqu’a 471 µg/ml et 334 µg/ml.  

D’après ZAIDI et al (2009), une fraction importante de composés phénoliques 

solubilisés par les solvants sont fortement liés à la cellulose soit 2/3 des composés 

phénoliques totaux, donc cette augmentation des concentrations après culture peut être due à 

la libération des polyphénols liés à la cellulose ou autre types de polysaccharide ou encore de 

lipides suite à leur dégradation par des cellulases, lipases, estérases ou autres glucanases 

produites par le champignon Aspergillus Niger. 

0

100

200

300

400

500

600

grignon grignon ASP Cladode Cladode ASP 

Série1

Concentration en polyphénols (µg/ml)

Sous 
produits 
agricoles
avant et 

aprés 
culture



Résultats et discussion 

 

66 

 

III-9-Activité anti-oxydante de composés phénoliques extraits à partir du grignon 

d’olive et des cladodes avant et après fermentation par Aspergillus Niger 

 Les tests de l’activité anti-oxydante ont été effectués par le DPPH sur les extraits des 

polyphénols obtenus à partir du grignon d’olive et des cladodes du figuier de barbarie, avant 

et après fermentation par le champignon Aspergillus Niger. Une courbe de référence avec 

l’acide ascorbique a été réalisée. Ce dernier donne une concentration inhibitrice de 80µg/ ml 

(CI 50= 80±1,38 µg/ml. Les résultats obtenus à partir des extraits des sous produits ont donné 

des activités antioxydantes et des concentrations inhibitrices exprimées dans les figures 

suivantes.  

 

Figure 53 : Courbes représentant l’activité anti-oxydante des polyphénols extraits à 

partir du grignon d’olive et de l’acide ascorbique comme courbe de référence. 

(%)  
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Figure 54 : Courbes représentant l’activité anti-oxydante des polyphénols extraits à 

partir du grignon d’olive fermenté par Aspergillus Niger  et de l’acide ascorbique. 

Figure 55 : Courbes représentant l’activité anti-oxydante des polyphénols extraits à 

partir des cladodes et de l’acide ascorbique comme courbe de référence. 
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Figure 56 : Courbes représentant l’activité anti-oxydante des polyphénols extrait à 

partir des cladodes fermentés par Aspergillus Niger et de l’acide ascorbique comme 

courbe de référence. 

L’activité anti-oxydante et les concentrations inhibitrices diffèrent d’un extrait à un 

autre, l’extrait issu du grignon non fermenté donne de faibles activités anti-oxydantes, car la 

réaction antioxydante est très lente, elle n’atteint pas les 50% d’inhibition nécessaires pour le 

piégeage des radicaux libres du DPPH, contrairement à celui du grignon fermenté par 

Aspergillus Niger qui donne une meilleure concentration inhibitrice avec une valeur de 

CI50=70±1,96µg/ml , qui est proche de celle de l’acide ascorbique ce qui est peu être dû selon 

ZAIDI et al (2009) à la libération des polyphénols liés à la cellulose après production de 

cellulases par Aspergillus Niger. La valeur CI50 de l’extrait des cladodes non fermentés est 

presque égale (la différence n’est pas significative statistiquement) à celle de l’extrait des 

cladodes fermentés par Aspergillus Niger avec des concentrations inhibitrices de 

CI50=168±4,71µg/ml et CI50=170±6,21µg/ml respectivement, ces deux extraits  donnent des 

pouvoirs antioxydants  relativement faibles que celui de l’acide ascorbique, ces valeurs sont 

en accord avec celles obtenues par HALMI (2015) (CI50=292 µg/ml) sur une études menée 

sur l’approche biologique et pharmacologique d’Opuntia ficus indica.  
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Ce travail avait pour objectif de valoriser  quelques sous produits agricoles qui se 

présentent en abondance dans notre région : le grignon d’olive, les cladodes du figuier de 

barbarie et la sciure de bois, en particulier  le grignon d’olive qui représente une grande 

quantité de déchets néfastes pour l’environnement  d’où la nécessité de sa valorisation. 

Au cours de cette étude ces sous produits agricoles ont été utilisés comme substrats 

pour la culture de deux champignons filamenteux : Aspergillus Niger et Penicillium sp, dans 

le but de produire des enzymes à activité cellulolytique qui sont des enzymes recherchées 

dans diverses industries. Ces deux champignons filamenteux montrent qu’ils dégradent la 

cellulose après leur culture sur milieu solide Mendel et Weber contenant  la cellulose avicel, 

en utilisant le rouge Congo comme indicateur de la dégradation. 

Les résultats obtenus après dosage des protéines et d’activités enzymatiques des 

extraits brutes issus des différentes fermentations, montrent que des sous produits prétraités à 

la soude (NaOH) donnent de meilleurs résultats pour la plupart des cultures  en les 

comparants  à ceux  non traités. En effet, le NaOH exerce son effet sur la cellulose en  initiant 

le processus de sa transformation de l’état  natif à l’état  cristallin où la cellulose est la mieux 

dégradée par les champignons. 

Après l ‘étude des variations de la température lors du dosage de l’activité 

enzymatique, les deux souches fongiques Aspergillus Niger et Pénicillium sp présentent des 

activités cellulolytiques maximales de 0,202 UI.ml‾¹ et 0,198 UI.ml‾¹  respectivement  à des 

températures différentes, qui sont : 50°C  pour la souche Aspergillus Niger 60°C pour la 

souche Pénicillium sp. 

Pour la mise en évidence de la présence de cellulases dans les extraits obtenus, ces 

derniers sont soumis à un contrôle éléctrophorétique dans des conditions dissociantes et 

dénaturantes. Le profil obtenu a révélé la présence de plusieurs bandes pour l’extrait grignon 

d’olive prétraité à la soude et fermenté par le champignon filamenteux  Aspergillus Niger, et 

pour l’extrait du témoin Aspergillus Niger sur milieu liquide Mendel et Weber (MW). Les 

bandes au poids moléculaires de  21,7KDa ; 30,3KDa ; 33,5KDa et de 48,4KDa peuvent 

correspondre à des cellulases en se référant à des travaux réalisés sur cette enzyme. On peut 

conclure que le grignon d’olive peut être utilisé comme un bon substrat pour la  production de 

cellulases et de xylanases. 
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La caractérisation des sous produits agricoles utilisés  est réalisée par la mesure de leur 

teneur en matière sèche et en cendres, puis à une extraction des composés phénoliques à partir 

du grignon d’olive et les cladodes du figuier de barbarie avant et après fermentation par la 

souche Aspergillus Niger, les résultats du dosage montrent que  ces deux sous produits sont 

riches en composés phénolique. L’activité anti-oxydante de ces derniers effectuée par le test 

au DPPH révèle des résultats satisfaisants notamment pour les polyphénols extraits du 

grignon d’olive après fermentation par le champignon Aspergillus Niger  qui a donné une 

concentration inhibitrice de 70±1,96 µg/ml, et ceux des cladodes non fermentés et fermentés 

par Aspergillus Niger avec des valeurs presque similaires qui sont de 168±4,71 µg/ml et de 

170±6,21 µg/ml respectivement. 

Les résultats obtenus par ce travail ouvrent d’autres perspectives qui consistent à 

l’augmentation de la quantité du substrat, la taille de l’inoculum et le temps de fermentation 

pour l’optimisation de la production de cellulases.  Il serait aussi intéressant de procéder à la 

purification  des enzymes ainsi qu’à l’analyse des polyphénols  par des  méthodes 

biochimiques performantes. 
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Annexe I : Préparation des milieux de culture. 

1-Le milieu PDA (Potato Dextrose Agar) 

-Nettoyer 200g de pomme de terre, les faire cuire dans l’eau distillée ; 

-récupérer le jus après cuisson ; 

-ajouter 20g de glucose et 15g d’agar dans un bécher et ajouter 300ml d’eau distillée, agiter le 

contenu à l’aide d’un agitateur ; 

- ajuster avec de l’eau distillée jusqu'à un litre ; 

-mettre le milieu au bain marrie à 100°c pendant 20 min pour faire fondre l’agar jusqu’à 

l’obtention d’un milieu translucide ; 

-répartir le milieu dans des petits flacons de 180ml ; 

-stériliser à 120°c pendant 20min avec une pression d’1,5 bars afin de stériliser le milieu ; 

-couler le milieu PDA dans plusieurs boites de pétri. 

2-Le milieu  Mendel et Weber (MW) 

La composition chimique est la suivante : 

-(NH4)2SO4 : 0,3g/l ; KH2PO4 :1,4 g/l  ; MgSO47H2O : 0,4 g/l  ; Peptone : 0,3 g/l  ; extrait 

de levure : 0,75 g/l  ; Fe2SO4 7H2O : 0,25 g/l ; MnSO4 7H2O : 0,005 g/l  ; ZnSo4 7H2O: 

0,001 g/l ; CoCl2 : 0,001 g/l; Tween80: 2ml. 

3-Le milieu solide Mendel et Weber 

-Peser les composés du milieu Mendel et Weber 

-ajouter une petite quantité  d’eau distillée pour les produits déjà pesés dans un bécher puis 

agiter la solution pour  les solubiliser; 

-ajouter à la solution 10g de cellulose avicel et 10g d’agar, ajuster jusqu’à un litre avec de 

l’eau distillée ; 

-répartir le milieu dans des petits flacons de 180ml ; 

-stériliser le milieu. 
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4-Le Milieu liquide MW contenant la cellulose avicel 

Un volume de 250 ml du milieu est additionné de 0,5g de la cellulose avicel. 

Annexe II : Préparation des solutions 

1-Eau physiologique 

- 09 grammes de chlorure de sodium (NaCl) ; 

- 1000ml d’eau distillée. 

2-solution de NaCl (1N) 

- 58.8 grammes d’ Nacl ; 

- 1000ml d’eau distillée. 

3-solution du rouge congo  

- 2,5 grammes de la poudre du rouge Congo ; 

- 1000 ml d’eau distillée. 

4- Solution de NaOH (4N) 

- 16 grammes de NaOH ; 

- 100 ml d’eau distillée. 

5-Solution de NaOH (2N) 

- 80 grammes de NaOH ; 

- 1000ml d’eau distillée. 

Annexe III : Extraction des enzymes à partir des cultures en fermentation à l’état solide 

1-Solution tampon citrate-phosphate pH=5 

-Solution acide citrique C6 H8 O7 (0,1 M) (A) 

21,01g…………………….1000ml d’eau distillée 

-Solution phosphate dissodique (0,2M) (B)  

5,25g……………………..1000ml d’eau distillée 
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-Composition du tampon : 49ml (A) + 51ml (B). 

2-Méthode  

-Ajouter 50ml de la solution tampon pour chaque culture après 6 jours d’incubation à 28°C ; 

-soumettre à une agitation pendant une heure ; 

-centrifugation à 4000G pendant 15 minutes à 4°C ; 

-filtration de l’extrait obtenu. 

Annexe IV : Détermination de la teneur en protéines 

1-Solutions 

Solution alcaline A : 

- NaOH (0,1N) : 4g……………………………………………1000ml 

-Na2CO3 (2%) :2g……………………………………………100ml d’ NaOH (0,1N)  

Solution cuivrique B : 

-CuSO4, 5H2O (0,5%)………………………………………..2ml 

-Tartrate double de sodium et de potassium (1%)……………..2ml 

Solution C : 

-Solution A……………………………………………………50ml 

-Solution B……………………………………………………1ml 

Solution mère de BSA : 

-BSA…………………………………………………………..10mg 

-Eau distillée…………………………………………………...100ml 

2-Gamme étalon : 

A partir de la solution mère de la BSA, des dilutions sont préparées suivant le tableau ci-

dessous : 
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Tube 1 2 3 4 5 6 

Concentration 
(µg/ml) 0 30 50 70 90 100 

Volume à prélever 
de la solution mère 
(µl) 0 150 250 350 450 500 

Volume d'eau 
distillée (µl) 500 350 250 150 50 0 

Volume à prélever 
de la solution c (ml)  2,5 2,5  2,5  2,5  2,5  2,5  

Incuber 5 à 10 minutes à température ambiante 

Volume à prélever 
du réactif Folin- 
ciocalteu(µl) 250 250 250 250 250 250 

Incuber 30 minutes à l'obscurité 

Densité optique à 750 nm 
 

Annexe V : Dosage de l’activité enzymatique. 

1-Solutions 

1-1-Tampon citrate de sodium 50Mm à pH=4,8 

-Solution A :  

Acide citrique……………………………………………….21,01g/l. 

-Solution B : 

Citrate de sodium (C6H5O7, 2H2O)………………………..29,41g/l. 

-composition du tampon : 23ml A+ 27ml B. 

1-2-Réactif DNS  

1-Solution A : 
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NaOH 2N……………………………………………………..80g/l 

Pour 20 ml de la solution NaOH 2N ajouter 1g du DNS en poudre, bien homogénéiser. 

2-Solution B : 

Dissoudre 3g de tartrate double de sodium et de potassium dans 50 ml d’eau distillée, bien 

homogénéiser. 

Mélanger les deux solutions et ajuster jusqu’à 100ml avec de l’eau distillée. 

1-3-Solution mère de glucose 

Glucose…………………………………………………..100mg 

Tampon citrate de sodium……………………………….10ml 

1-4-Solution d’avicel 2% 

Avicel……………………………………………………2g 

Tampon citrate de sodium……………………………….100ml 

2-Gamme étalon  

La méthode de  préparation de la gamme étalon est montée dans le tableau suivant : 

Tube 1(blanc) 2 3 4 5 6 7 

Volume à 

prélever du 

tampon 

citrate de 

sodium (µl) 

2000 1975 1950 1925 1900 1870 1850 

Incubation 30 minutes au bain marie aux températures 30°c, 40°c, 50°c, 60°c, 70°c, 80°c 

DNS (ml) 3 3 3 3 3 3 3 

Incubation 05 minutes au bain marie 0 100°c 

Prélever 0,5 ml de chaque tube 

Eau distillée 

(ml) 4,5 4,5 4,5 4,5 4,5 4,5 4,5 

lire les DO à 540 nm 
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Annexe VI : Electrophorèse en conditions dénaturantes et dissociantes en présence du 

SDS et du beta-mercaptoéthanol 

1-Solutions 

Solution d’acrylamide (A) 

- Acrylamide………………………………………….37,5 g 

- Bis-acrylamide………………………………………01g 

- Eau distilée………………………………………….100ml 

Tampon du gel de séparation (S) 

- Tris………………………………………………….18,15 g 

- Eau distillée…………………………………………100ml 

- Ajuster à pH 8.8 avec de l’Hcl 4N 

 

Tampon du gel de concentration (C) 

- Tris ………………………………………………….6g 

- Eau distillée………………………………………....100ml 

Ajuster à pH 6,8 avec de l’Hcl 4N 

Tampon d’électrode (pH 8,4) 

- Tris………………………………………………1,2g 

- Glycine………………………………………….5,76g 

- SDS……………………………………………..0,2g 

- Eau distillée……………………………………...200ml 

Tampon d’échantillon 

- Solution (C)……………………………………..500µl 

- Eau distillée……………………………………..250µl 

- SDS 10%..............................................................250µl 

- β-2-mercaptoéthanol……………………………..50µl 
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Dissoudre 1 mg de protéines lyophilisées dans 800µl du tampon d’échantillon, soumettre à un 

chauffage à 95 °c pendant 4 à 5 min puis refroidir dans un bain d’eau froide, puis ajouter 

200µl d’une solution de glycérol 50% (v/v) et quelques grains de bleu de bromophénol 

1-2- Coloration au bleu de coomassie R250 

-Solution de fixation  

-  TCA ………………………………………….12g 

- Eau distillée…………………………………..100ml 

-Solution de coloration  

 -Bleu de coomassie R250……………………..0,5g 

 -TCA…………………………………………...4g 

 -Méthanol………………………………………100ml 

 -Eau distillée…………………………………....100ml 

-Solution de décoloration 

 - Acide acétique…………………………………37,5ml 

 -Eau distillée…………………………………….312,5ml 

 -Méthanol……………………………………….150ml 

-Solution de persulfate d’ammonium 

 - Persulfate d’ammonium………………………0,1g 

 -Eau distillée…………………………………..1ml 

2-Conduite de l’électrophorèse  

-Préparation du gel de séparation T=15% 

Solution (A)………………………………………………2,85ml 

Solution (S)……………………………………………….1,87ml 
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Eau distillée………………………………………………2,65 ml 

SDS 10%..............................................................................75µl 

Persulfate d’ammonium…………………………………….80µl 

TEMED…………………………………………………….11µl 

Couler le gel de séparation 1.5cm du sommet de la plaque. 

-Préparation du gel de concentration T=4% 

Solution (A)………………………………………………500µl 

Solution (S)……………………………………………….1,25 ml 

Eau distillée………………………………………………3,2 ml 

SDS 10%..............................................................................50µl 

Persulfate d’ammonium…………………………………….80µl 

TEMED…………………………………………………….11µl 

Couler immédiatement sur le gel de séparation polymérisé puis introduire le peigne. 

Annexe VII : Zymogramme des enzymes  cellulolytiques 

1-Solutions 

-Tampon acétate de sodium 0.1N, pH 5,2 

Solution A : Acide acétique (0,1N) : 5,776ml…………………………1000ml d’eau distillée 

Solution B : Acétate de sodium : 8,2g…………………………………..1000ml d’eau distillée 

Composition du tampon : 10,5ml (A) + 39,5ml (B) 

-Rouge congo 2%  

 2g du rouge congo dans 100ml d’eau distillée. 

-Nacl (2N) 

117,6g Nacl………………………………………………1000ml d’eau distillée 



Annexes 
 

-Rouge congo 0,2% 

0.2g du rouge congo……………………………………….100ml d’eau distillée 

-Cellulose avicel 0,1% 

0,1g…………………………………………………………100ml d’eau distillée 

2-Méthode  

             Les échantillons de protéines ont été mélangés avec le tampon d'échantillon sans β-2-

mercaptoéthanol ou tout agent réducteur et sans chauffage, puis chargés sur gel de 

concentration 5%. La cellulose  avicel 0,1% (p / v)  a été incorporé dans  le gel de séparation 

12% pendant sa préparation. Après électrophorèse, le gel avec le SDS a été trempé dans 0,1 M 

tampon d'acétate de sodium, pH 5,2 contenant 0,1%Triton X-100 pendant 30 min pour 

éliminer le SDS dans le gel. Pour permettre aux protéines de renaturer, le gel a été incubé  

dans le même tampon sans Triton X-100 pendant 1 h. Le gel a été ensuite coloré à 0,2%rouge 

Congo pendant 1 h et décoloré avec NaCl (2N),  jusqu'à ce que la zone claire apparait.  

Annexe VIII : Dosage des poly phénols 

1-Solutions 

-Solution de carbonate de sodium (7%) 

- 7 grammes de la poudre de NaCO3 ; 

- 100 ml d’eau distillée. 

-Solution mère de l’acide gallique 

-  200 µg de l’acide gallique…………………………………………………1ml d’eau distillée 

2-Gamme étalon  

          Une gamme étalon est réalisée par l’acide gallique après la réalisation des dilutions à 

partir de la solution mère comme le montre la figure suivante : 

Concentration 
(µg/ml) 0 20 40 60 80 100 120 140 160 180 200 
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volume à 
prélever de la 
solution mère 
(µl)  0 100 200 300 400 500 600 700 800 900 1000 

Volume d'eau 
distillée (µl)  1000 900 800 700 600 500 400 300 200 100 0 

prélever 125 µl de la solution mère 

ajouter 500 µl d'eau distillée  

ajouter 125µl du réactif  Folin-Ciocaleu  

      incuber 6minutes à température ambiante 

ajouter 1,25 ml de la solution carbonate de soduim (7%)  

ajuster à 3ml avec de l'eau distillée  

incuber 60minutes à l'obscurité 

Densité optique à 760nm 
 

Annexe IX : Test de l’activité anti-oxydante au DPPH 

1-Solutions 

Solution mère de l’acide ascorbique  

- 0,04 grammes : d’acide ascorbique ; 

- 100ml d’éthanol. 

Solution du DPPH 

     - 2mg de la poudre de DPPH ; 

     -  50 ml d’éthanol. 

2-Courbe de référence  

Concentration (µg/ml) 0 50 100 150 200 250 300 350 400 

Volume à prélever de la 

solution mère ( µl) 0 125 250 375 500 625 750 875 1000 

Volume à prélever de 

l'éthanol    (µl) 1000 875 750 625 500 375 250 125 0 
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Prélever 50 µl de chaque tube 

Volume à prélever de la 

solution de DPPH (ml) 1 1 1 1  1 1  1  1  1  

Incubation 30 minutes à l'obscurité puis lire la DO à 517 nm 

 

Annexe X : Analyse  statistique 

             Une analyse statistique a été réalisé par le logiciel « statistica » en effectuant le test de 

student pour deux échantillons appariés pour la mesure de la matière sèche et pour le dosage 

des polyphénols. Les donnés insérées sont représentés dans les figures suivantes 

 

 

 

Figure 01 : Données du dosage des 

polyphénols sous logiciel statistica. 

 

 

 

Figure 02: Données De la mesure des 

polyphénols sous logiciel statistica. 
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Figure 03 : Données des activités 

enzymatiques à 50°C. 

 

Figure 04 : Données des activités 

enzymatiques à 50°C. 

 

Figure 05 : Données des activités 

enzymatiques à 50°C et 60°C pour 

Aspergillus Niger. 

 

Figure 06 : Données des activités 

enzymatiques à 50°C et 60°C pour 

Penicillium sp. 

 

Figure 07 : Données des activités 

enzymatiques avant et après traitement  

pour Aspergillus Niger. 

 

Figure 08: Données des activités 

enzymatiques avant et après traitement  

pour Peniciluim sp. 


