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Résumé 
 

Dans le cadre de cette étude, treize souches d’actinobactéries ont été sélectionnées 

afin d’évaluer leur potentiel de dégradation des colorants textiles. Les résultats 

issus du criblage initial, réalisé sur des milieux minéraux gélosés, en présence ou en 

l’absence de glucose, avec l’ajout séparé des colorants rouge Congo (RC), bleu de 

méthylène (BM) et safranine (SO), ont permis d’identifier deux souches présentant 

une activité significative de dégradation. Plus particulièrement, la souche Actino2 a 

montré une capacité à dégrader le BM à des concentrations allant de 50 mg/l à150 

mg/l, tandis que la souche Actino 6 s’est avérée efficace pour dégrader le RCà des 

concentrations allant de 50 mg/l à 250 mg/ltandis qu’aucune souche n’a présenté 

une activité dégradante significative pour la safranine. Ces souches se révèlent ainsi 

prometteuses pour leur exploitation en bioremédiation dans des environnements 

contaminés par ce type de colorants. 

Par ailleurs, notre démarche s’est également orientée vers l’étude de la biodiversité 

métabolique des actinobactéries, en mettant l’accent sur les enzymes, lesquelles 

constituent des biomolécules de grande importance en biotechnologie. Nous avons 

donc exploré la diversité des activités enzymatiques exprimées par ces micro-

organismes, soulignant leur potentiel en tant que sources de nouvelles enzymes aux 

applications variées dans ce domaine. 

Mots clés : dégradation, colorants textiles, RC, BM, SO, bioremédiation, 

actinobactéries, activités enzymatiques. 

 

 

 

  

 



   
 

Abstract 

As part of this study, thirteen strains of Actinobacteria were selected to assess their 

potential for degrading textile dyes. The results of the initial screening carried out 

on mineral agar media, with or without glucose, with the separate addition of Congo 

red (CR), methylene blue (MB) and safranin (SO)dyes identified two strains with 

significant degradation activity. More specifically, the Actino 2 strain showed an 

ability to degrade MB at concentrations ranging from 50 mg/l to 150 mg/l, while the 

Actino 6 strain proved effectivity in degrading CRat concentrations ranging from 

50 ml/l to 250 mg/l range, with no strain showing significant degradation activity 

for safranin. These strains therefore show promise for use in bioremediation in 

environments contaminated with this type of dye. 

In addition, our approach also focused on studying the metabolic biodiversity of 

Actinobacteria, with an emphasis on enzymes, which are biomoleculs of great 

importance in biotechnology. We therefore explored the diversity of enzymatic 

activities expressed by these microorganisms, highlighting their potential as sources 

of new enzymes with various applications in this field. 

Keywords: degrading, textile dyes, RC, BM, SO, bioremediation, Actinobacteria, 

enzymatic activities. 
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L'industrie textile se distingue clairement comme l'une des principales sources de pollution 

aquatique, étant responsable d'environ 20 % de la pollution mondiale de cette ressource 

essentielle. En effet, les effluents colorés issus des processus de teinture textile représentent 

une proportion considérable de cette contamination, avec environ 200 milliards de litres 

d'eaux usées teintées générées chaque année à l'échelle mondiale. Le rejet direct de ces 

effluents dans l'environnement pose un danger majeur, en raison de leur stabilité et de leur 

faible biodégradabilité. Ces eaux usées peuvent engendrer des phénomènes d'eutrophisation, 

perturber les écosystèmes aquatiques, et favoriser l'accumulation de substances toxiques 

dérivant des transformations chimiques ou biochimiques des colorants (Sarkar et al., 2021). 

Dans un souci de préservation de l'environnement, des méthodes biologiques, connues sous le 

nom de bioremédiation, ont été proposées comme alternatives prometteuses. Ces techniques, 

qui font appel à l'utilisation de microorganismes, représentent une avenue innovante pour 

lutter contre cette pollution (Kishor et al., 2018 ; Ceretta et al., 2020). La bioremédiation et 

la biodégradation reposent sur l'action de divers microorganismes qui se révèlent 

particulièrement efficaces dans le traitement des eaux usées, grâce à leur croissance rapide, 

leur grande adaptabilité environnementale et leur polyvalence biochimique (Chen et al., 

2018 ; Bilińska et al., 2019 ; Garg et al., 2020). Ces organismes ont la capacité de dégrader, 

décolorer, détoxifier et minéraliser une multitude de polluants à travers différentes voies 

métaboliques. De nombreuses études ont d'ailleurs démontré l'efficacité de diverses souches 

bactériennes pour la décoloration des eaux usées contenant des colorants. 

Dans le cadre de notre recherche, nous aspirons à approfondir cette thématique en nous 

focalisant sur la capacité des isolats d'actinobactéries à dégrader les colorants. Les 

actinobactéries, qui appartiennent au phylum Actinobacteria, se caractérisent par leur nature 

Gram-positive et présentent souvent une morphologie filamenteuse évoquant celle des 

champignons, avec la capacité de former des spores. Cette particularité morphologique leur 

confère un avantage indéniable en termes de colonisation efficace des divers environnements. 

De surcroît, ce groupe bactérien est largement reconnu pour sa richesse en diversité et son 

rôle crucial dans une multitude d'écosystèmes. Les actinobactéries participent activement aux 

processus de décomposition, contribuant ainsi au recyclage des éléments nutritifs dans le sol 

et la préservation de l'équilibre écologique. 
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Notre objectif principal vise ainsi à évaluer l'efficacité de quelques souches d'actinobactéries 

non seulement pour leur aptitude à dégrader les colorants, mais aussi pour mieux comprendre 

leurs mécanismes métaboliques et leurs interactions avec les polluants, dans le but de 

développer des solutions durables pour le traitement des eaux usées. Cette recherche pourrait 

ainsi éclairer de nouvelles voies pour atténuer l'impact environnemental des effluents issus de 

l'industrie textile, tout en mettant en exergue le potentiel biotechnologique de ces 

microorganismes. 
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1. Définition et généralités sur les actinobactéries 

  Les actinomycètes constituent un groupe de bactéries à Gram positif, caractérisées 

par un coefficient de contenu en bases guanine-cytosine (G+C) élevé, et adoptent un 

mode de vie saprophyte (Goodfellow et O'Donnell, 1989). Bien qu'ils soient des 

microorganismes procaryotes, leur morphologie présente une analogie frappante 

avec celle des microorganismes eucaryotes, tels que les champignons filamenteux 

(Osada, 1998). La majorité des actinomycètes se trouvent dans des milieux 

terrestres, bien que certaines espèces soient également marines (Mincer et al., 

2002). 

Ces bactéries sont omniprésentes dans l'environnement, la plupart d'entre elles étant 

chimioorganotrophes, aérobies et mésophiles. Elles prospèrent de manière optimale 

dans une plage de pH allant de 5,0 à 9,0, avec une proximité idéale à la neutralité 

(Williams et Wellington, 1982a ; Goodfellow et Williams, 1983). Divers facteurs 

influent sur l'abondance et l'activité des actinomycètes dans les sols, notamment la 

disponibilité des nutriments, la nature et la quantité de matière organique, la salinité, 

l'humidité relative, la température, le pH et la couverture végétale (Goodfellow et 

Williams, 1983). 

La classification des actinobactéries a suscité des controverses, essentiellement du 

fait qu'elle reposait sur des critères morphologiques. Des études moléculaires ont 

mis en lumière l'insuffisance de cette approche, indiquant que des critères tels que la 

présence ou l'absence d'hyphes, ainsi que l'incapacité à produire des filaments 

ramifiés, ne sauraient être des bases adéquates pour leur classification (Osada, 1998 

; Goodfellow, 1983). 

Selon le « Bergey’s Manual of DeterminativeBacteriology » (volume 5), les 

actinobactéries se répartissent en sept classes taxonomiques majeures. Ces classes 

englobent une vaste diversité morphologique, incluant des coccus, des bacilles, des 

formes hyphales fragmentées et des mycéliums ramifiés (Goodfellow, 1983).  
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2. Historique 

Cohn a été le premier à isoler des actinobactéries à partir d'échantillons humains en 

1875 (Williams et al., 1984). En 1943Waksman a réussi à isoler un type 

d'actinobactéries provenant du sol, de matières organiques en décomposition, des 

eaux et pratiquement de tous les environnements où la vie peut exister (Theilleux, 

1993). Selon ce même auteur, l'histoire des actinobactéries se divise en quatre 

catégories majeures : 

La première s'étend de 1874 aux années 1890 durant laquelle a eu lieu la découverte 

de leur rôle en pathologie. 

La seconde période, de 1900 à 1919, est dédiée à l'identification et à l'étude des 

actinobactéries du sol, grâce aux travaux de Kraisky, Cohn, Waksman et Curtis. 

 La troisième période s'étend de 1919 à 1940, durant laquelle une meilleure 

compréhension du microbe a été acquise grâce aux travaux de recherche de 

Waksman, Lieske et d'autres. 

La période la plus récente est celle qui a marqué l'avènement de la production 

d'antibiotiques par les actinobactéries. Cela remonte à 1940 et l'on associe ce fait au 

nom de Salman Waksman (Boudemagh, 2007). 

3. Caractères d’identification et de classification des actinobactéries  

Les actinobactéries se distinguent par une grande diversité morphologique, étant 

parmi les bactéries à Gram positif les plus variées en termes de forme et de 

structure. Bien que leur organisation cellulaire soit typique des procaryotes, elle est 

fondamentalement différente de celle des champignons, tant sur le plan structural 

qu'en termes de fonction. 

La cellule hyphe des actinobactéries, par exemple, présente une organisation qui 

reflète leur nature bactérienne. À l'intérieur du cytoplasme, on y trouve des zones 

contenant de l'ADN génomique, des ribosomes pour la synthèse des protéines, ainsi 

que diverses inclusions. Ces inclusions sont souvent des substances de réserve, 

telles que des poly phosphates, des lipides ou des polysaccharides, qui jouent un 

rôle essentiel dans la survie et la croissance des actinobactéries en fournissant des 

nutriments lorsque ceux-ci sont limités. (Qinyuan et al., 2016) 
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3 Caractères morphologiques 

Les actinobactéries classiques possèdent également un mycélium radial, qui est bien 

développé et structurellement important pour leur mode de vie. Ce mycélium peut 

être subdivisé en deux catégories : le mycélium de substrat, qui se fixe au sol ou à 

la substance nutritive, et le mycélium aérien, qui se projette au-dessus de la 

surface. Cette distinction est cruciale, car elle permet aux actinobactéries de 

s'adapter à différents environnements et d'optimiser leur accès aux ressources. 

De plus, certaines actinobactéries ont la capacité de former des structures complexes 

telles que des spores, des chaînes de spores, des sporanges et des 

sporangiospores(Qinyuan et al., 2016). Ces structures permettent non seulement la 

reproduction, mais elles offrent aussi une protection lors des conditions 

défavorables. 

Les caractéristiques morphologiques des actinobactéries sont variées et influencent 

leur classification. Des facteurs tels que les modes de croissance et de rupture du 

mycélium de substrat, la position et le nombre de spores, ainsi que leur mobilité, 

sont d'une importance capitale. De plus, les structures de surface des spores, leur 

emplacement sur les hyphes et leur forme, ainsi que la morphologie des sporanges, 

sont tous des critères essentiels à prendre en compte. La présence ou l'absence de 

flagelles sur les sporangiospores est également un facteur différentiateur significatif 

dans leur classification (Bousnina et Ghedeir, 2020). 

 

Figure 1. Croissance d’un isolat d’actinobactérie sur le milieu ISP 2. a. mycélium aérien 

b. mycélium de substrat. 
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4 Cycle de développement des actinobactéries 

Le cycle de développement des actinomycètes estsimilaire à celui des champignons. 

Ellespossèdent un cycle de vie de troisphasesmajeures,débutant par une croissance 

végétative, suivi d’une différenciation et une sénescence cellulaire s’achevant par la 

mort (Danielnkoet al., 2005). 

Le cycle de vie de nombreuses actinobactéries débute par la germination des spores. 

Cette étape donne naissance à un mycélium primaire ramifié, appelé mycélium de 

substrat(Flrdh et Buttner, 2009), qui se développe à la surface du milieu de 

culture. Par la suite, un mycélium aérien émerge et s'élève au-dessus du mycélium 

de substrat, marquant une nouvelle phase du développement. 

 

Figure 2 : Cycle de développement du genre Streptomyces sur milieu solide (Barka et 

al., 2016) 

5 Enzymes synthétisées par les actinobactéries 

Les actinobactéries sont reconnues pour leur la capacité de produire une diversité 

d’enzymes extracellulairestelles que : les protéases, les chitinases, les amylases, les 

cellulases, et les lipases(Park et al., 2002). 

 

5.1 Cellulases 

Les cellulases sont des enzymes fréquemment utilisées dans l'industrie notamment 

dans le domaine textile et alimentaire (Mukhtar, 2017). Elles sont synthétisées par 

Streptomyces, Thermobifidaet Micromonospora(Prakshet al., 2013). 
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5.2 Protéases 

Les protéases sont des enzymes importantesen biotechnologie. Elles sont 

synthétisées par   les Streptomyces, les Nocardiaet et les Nocardiapsis (Mukhtar et 

al., 2017). Elles sont appliquées dans les domaines : pharmaceutique, alimentaire et 

traitement de déchets.(Vonthiniet al., 2008). 

5.3 Chitinases 

Les chitinases sont des enzymes connues pour leur haute performance dans des 

condition extrêmes (Prakash et al., 2013), sont utilisées contre les champignons 

pathogènes et pour le traitement des déchets de crustacés (Tsujiboet al., 2003). 

Elles sont produites par plusieurs actinobactéries comme Streptomyces et 

Microbispora (Mukhtar et al., 2017). 

5.4 Amylases 

Les amylasessont des enzymes qui jouent un rôle important dans la dépollution, 

notamment dans le traitement des eaux usées industrielles riches en amidon. Elles 

sont produites notammentpar Streptomyces erumpens et Thermobifida fusca. 

(Mobini-Dehkorde et Javan, 2012). 

5.5 Lipases 

Les lipases sont des enzymes produites par Streptomyces exfoliateset Nocardiopsis 

alba (Mukhtar et al., 2017).Elles sontutilisées dans l’élimination des effluents 

graisseux et la dépollution d’eau sous terraines.(Mukhtar et al., 2017). 
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1. Définition 

Les colorants synthétiques sont des composés chimiques, organiques, colorés et 

solubles dans l'eau (hydrosolubles) ou dans des solvants organiques (liposolubles), 

ce qui les rend adaptés à diverses applications. Ils sont conçus pour se lier 

fermement aux molécules de polymère des fibres textiles et doivent résister à une 

variété d’effets externes (Chequer et al., 2013 ; Benkhaya et al., 2020 ; Kiron, 

2021). Cette résistance découle de l'interaction entre la molécule du colorant et le 

substrat à teindre, qui se forme par la création d’une liaison sélective entre la partie 

réactive de la molécule colorante et la molécule à teindre. Le substrat utilisé pour la 

teinture doit être stable à la lumière et résistant au lavage (Chatwal, 2009). Ces 

caractéristiques des colorants organiques augmentent leur persistance dans 

l'environnement et limitent leur biodégradabilité (PAGGA et BROWN, 1986).  

2. Classification des colorants  

 

Figure 3:Classification des colorants (Pandeyetal., 2020). 
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3. Propriétés des colorants étudiés 

3.1 La safranine O  

Tableau 1 : Principales caractéristiques physico-chimiques de la SO. 

Nom Safranine O 

Famille Phénazines 

Formule brute C20H19ClN4 

Nomenclature [diméthyl(phényl)ammonio]phénazin-5-

yl]diméthylammonium dichlorure 

Masse molaire (g/mol) 350.85 

Solubilité dans l’eau à 20°C (g/l) 50 

Structure 

 

 

 

 Les groupements fonctionnels de la SO  

 Groupement amine (-NH2) : il y a généralement deux groupements amine 

secondaires sur les cycles aromatiques. Ceux-ci sont impliqués dans la base 

de la structure phénazinique. 

 Cycle aromatique : la SO comporte des noyaux benzéniques, ce qui lui 

confère une stabilité et permet la délocalisation des électrons. 

 Cation ammonium (chargé positivement), -N+(CH3)2. 

 

3.2 Le Rouge Congo 

Tableau 2: Principales caractéristiques physico-chimiques du RC. 

Nom Rouge Congo 

Famille Azoïque 

Formule brute C32H22N6O6S2Na2 

Nomenclature Sel de sodium de l'acide 3,3'-([1,1'-biphényl] 

-4,4'-diyl) bis (4-aminonaphtalène-1-

sulfonique) 
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Masse molaire (g/mol) 696.7 

Solubilité dans l’eau à 20°C (g/l) 2.3 

Structure  

 

 Les groupements fonctionnels du RC  

 Groupement Azo (-N=N-) : le RC contient deux liaisons Azo qui relient les 

cycles aromatiques. Ce sont les groupements chromophores principaux ils 

confèrent la couleur à la molécule. 

 Groupes sulfonate (-SO3-) : deux groupements sulfonate sont présents sur les 

extrémités de la molécule. Ils sont fortement polaires et chargés 

négativement, ce qui rend le rouge Congo hydrosoluble et lui permet 

d’interagir avec des structures chargées positivement telles que les protéines. 

 Cycles aromatiques (benzéniques). 

 Groupes amine aromatique (-NH2) : présents sur les cycles aromatiques 

centraux. Ces amines sont électron-donneurs, ce qui renforce la 

délocalisation électrique à travers les liaisons Azo. 

 

3.3 Le bleu de méthylène 

Tableau 3 : Principales caractéristiques physico-chimiques du BM. 

Nom Bleu de méthylène 

Famille Xanthènes 

Formule brute C16H18N3SCl 

Nomenclature Chlorure de 3,7-bis (diméthylamino)phénothiazin-

5-ium 

 

Masse molaire (g/mol) 320 

Solubilité dans l’eau à 20°C (g/l) 40 

Structure  
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 Les groupements fonctionnels du BM  

 Groupe amine secondaire (-NH-) : il se trouve dans le cycle central. Il 

participe à la conjugaison des électrons sur l’ensemble de la molécule, il est 

essentiel pour la couleur. 

 Groupement diméthylamino (-N (CH3 )2) : c’est un groupement amine 

tertiaire attaché à un cycle aromatique. Il est fortement électron-donneur par 

effet mésomère, ce qui influence la délocalisation électronique et donc 

l’adsorption de la lumière. 

 Cycle aromatique. 

 Ion thiazinium : le cœur de la molécule est un hétérocycle thiazine à six 

atomes, dont un azote quaternaire (chargé positivement,N+).Cette charge rend 

la molécule cationique, ce qui lui permet d’interagir avec les molécules 

chargées négativement ( comme l’ADN ou les membranes cellulaires. 

 

4. Toxicité des colorants étudiés 

 Nausées, vomissements, douleurs abdominales. 

 Céphalées, vertiges, confusion. 

 Une irritation cutanée et respiratoire. 

 Des brûlures oculaires endommageant la cornée.  

 Des réactions allergiques et attaque microbienne (Hongmiao et al., 2012). 

 

5. Impact des effluents textiles sur les ecosystemes aquatique 

L'industrie des colorants est l'un des principaux contributeurs à la pollution de 

l'environnement.(Cristovao et al. 2008). 
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Figure 4: Les risques associés aux effluents de l'industrie textile(Babuponnusami et 
Muthukumar, 2014). 

6. Définition des colorants textiles 

Les colorants textiles sont composés de produits organiques ils peuvent être classés selon leur 

composition chimique (azoïques, anthraquinoniques, au soufre, à base de triphénylméthane, 

indigoïdes, à base de phtalocyanines, etc.) ou selon leur domaine d’application.  

Dans le domaine textile, ces colorants doivent répondre à plusieurs critères techniques afin de 

garantir la durabilité des produits finis : résistance à l’abrasion, stabilité des couleurs à la 

lumière, résistance aux agents oxydants comme les détergents, ainsi qu’aux agressions 

microbienne. (Guivarch,2004). 

Un colorant doit non seulement avoir sa propre couleur, mais également la capacité de 

teindre. Cette propriété découle d'une affinité particulière entre le colorant et la fibre, ce qui 

constitue l'une des principales difficultés rencontrées durant les traitements. L'affinité du 

colorant pour la fibre est particulièrement élevée pour les colorants présentant des caractères 

acides ou basiques marqués. lescaractéristiques propres aux colorants organiques accroissent 

leur persistance dans l‘environnement et les rendent peu disposés à la biodégradation. 

(PAGGA et BROWN, 1986). 

7. Procédés d’élimination des colorants 

Les techniques de dépollution intervenant le plus couramment dans les industries textiles se 

divisent en trois types : 
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7.1 Traitement Physique 

Les techniques physiques de dégradation des colorants s’appuient sur des actions 

d’adsorption, floculation, osmose et filtration.Malgréleurs efficacités elles nécessitent 

souvent des couts élevés et des processus de prétraitement. 

7.2 Traitement Chimique 

Les techniques chimiques d’élimination des colorants consistent en l’utilisation d’oxydants, 

d’agents réducteurs et de chlore.Bien que ces méthodes soient prouvées efficaces, elles 

peuventgénérer des sous-produits toxiques et des volumes importants de boues. 

7.3 Traitement Biologique 

Ces méthodes consistent à faire intervenir une variété de micro-organismes pour la 

dégradation des colorants tels que les microalgues, les champignons, les bactéries. Les 

actinobactéries représentent un potentiel prometteur dans la bioremédiation. 
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Les actinobactéries disposent de plusieurs propriétés industrielles, ce sont les 

meilleurs candidats pour une application dans la bioremédiation. De nombreuses 

actinobactéries ont été identifiées pour leuraptitude à dégrader ces colorants(Lu et 

al., 2013), telles que : 

 RhodococcusspetKocuriarosea excellent dans la dégradation du rouge de 

méthyle (Maniyam et al., 2020). 

 Streptomyces globosus est capable d'éliminer le colorant rouge acido-

alcoolique (Ting, 2020). 

 Même des souches issues de milieux extrêmes, comme Thermobifidafusca 

BCRC 19214, peuvent dégrader des colorants complexes, y compris ceux 

utilisés dans les produits capillaires (Chen et al., 2013). 

1. Enzymes microbiennes intervenantdans  la biodégradation des colorants 

1.1 Les oxydoréductases 

1.1.1 L’azoréductase  

Les colorants azoïques, résistants et persistants nécessitent une dégradation efficace pour 

réduire leur toxicité. Les azoréductase, jouent un rôle clé dans ce processus en catalysant la 

réduction de la liaison azoïque, ce qui permet de décomposer ces colorants en composés 

simples et non toxiques (Reda et al., 2018 ; Jadhav et al., 2007 ; Jeevitha et al., 2018). 

Ces enzymes appartenant à la classe des oxydoréductases, utilisent des cofacteurs comme le 

NADH ou le NADPH pour transférer des électrons, et leurs mécanisme implique souvent la 

rupture de la liaison -N=N- en amines aromatiques, résultant la formation de produits non 

toxiques tels que le dioxyde de carbone, l’eau ou des sels inorganiques (SenthilRathi et 

Senthil Kumar, 2022). 

1.2 Les oxydases 

1.2.1 La laccase  

Les laccases sont des enzymes de la classe des oxydases qui catalysent l’oxydation dedivers 

composés aromatiques, tout en réduisant l’oxygène pour former de l’eau (Janusz et al., 

2020). Elles peuvent décomposer des composés phénoliques et non phénoliques liés à la 

lignine, ainsi que divers polluants environnementaux très résistants, ce qui en fait des outils 
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précieux pour la bioremédiation, la détoxification des effluents industriels et le traitement des 

eaux usées. Les laccases, qui contiennent du cuivre, peuvent dégrader les colorants azoïques 

sans médiateurs Red/Ox, bien que leur spectre d’action puisse s’élargir par l’ajout de 

médiateurs. Elles clivent ces colorants en produisant des molécules d’azote non toxiques, 

facilitant ainsi leur élimination. La combinaison de laccase brute et de nanoparticules d'iodure 

de cuivre permet une dégradation rapide des colorants azoïques, surpassant les autres 

méthodes de dégradation (Sridharan et al., 2021) 

1.2.2 Tyrosinase  

Les tyrosinases sont des poly phénol oxydases à base de cuivre qui catalysent l’hydroxylation 

de certains mono phénols, ainsi que l’oxydation des o-diphénols en o-quinones, utilisant 

l’oxygène moléculaire pour ces réactions (Chen et Flurkey, 2002). Ces enzymes ont été 

largement étudiées pour leur rôle potentiel dans la dégradation microbienne des colorants. De 

manière générale, cette enzyme ne requiert que l’oxygène moléculaire comme cofacteur pour 

effectuer la détoxification. Lors de son action, la tyrosinase induit la polymérisation et la 

précipitation des phénols, facilitant leur élimination lors du traitement des eaux usées. 

 

2. Dernières avancées en matière de dégradation bactérienne des colorants 

La recherche sur la biodégradation des colorants connaît des avancées importantes 

et continues, essentielles pour répondre aux défis environnementaux liés à la 

pollution colorée. Ces progrès offrent des solutions prometteuses pour réduire 

l’impact nocif de ces substances sur les écosystèmes et la santé humaine, soulignant 

l’importance de poursuivre les efforts dans ce domaine. 

2.1 Consortium microbien  

Les consortiums microbiens, composés de microorganismes en synergie, dégradent 

efficacement les colorants dans les eaux usées grâce à leurs enzymes variées et leur 

capacité d’adaptation, offrant une solution performante pour la dépollution. (Das et 

al., 2023). 
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2.2 Utilisation des bactéries immobilisées  

L’immobilisation des bactéries renforce leur stabilité et leur efficacité pour dégrader 

les colorants dans les eaux usées, grâce à des supports stables et économiques. 

(Moyo et al., 2022). 

 

2.3 Génie génétique  

La bioremédiation a été révolutionnée par la génie génétique, permettant de créer 

des organismes modifiés pour améliorer la dégradation des colorants. Ces OGM 

sont conçus pour être plus efficaces dans des environnements spécifiques. Par 

exemple : une souche d’E. coli capable de décomposer le remazol rouge a été créée 

en transférant un gène spécifique de Bacillus.(Varjani et al., 2020). 
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Cette section est consacrée à la présentation du matériel et des méthodes employées 

pour l’étude de la biodégradation des colorants synthétiques par les actinobactéries. 

L’expérimentation a été conduite au sein du laboratoire de Biochimie Analytique et 

Biotechnologie (LABAB) de la faculté des sciences biologiques et des sciences 

agronomiques de l’Université Mouloud Mammeri de Tizi-Ouzou. 

1. Produits 

 Colorants  

 Bleu de méthylène  

 Rouge de Congo  

 Safranine O  

 Fuchsine basique 

 Violet de gentiane  

 Réactifs  

 Acétate de cuivre à 7.5% 

 Rouge de phénol 

 Phénol 

 Ethanol  

 Iodure de potassium 

 Iode  

 Composants des milieux de culture 

 Tryptone 

 Extrait de levure 

 Extrait de malt 

 Glucose 

 Peptone 

 NaCl 

 Amidon 

 Tween 20 et Tween 80 

 Gélatine 

 Pectine 

 Tyrosine 
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 Urée 

 Chitine 

 Agar 

 Eau distillée 

 

2. Matériel biologique  

Le matériel biologique de cette étude qui comporte des isolats de 13 souches 

d’actinobactéries a été procuré par MmeMouzaoui. Le choix des deux souches 

étudiées s’est établipar une sélection se basant sur leur performance dans la 

production de divers métabolites secondaires. 

3. Revivification des souches  

La revivification des souches conservées a une température de 4°Ca été réalisé par 

un repiquage sur le milieu ISP2 et incubation à 28°C pendant 7-15 jours. 

4. Etude biochimique  

4.1. La recherche de la catalase  

La catalase est une enzyme d'une importance capitale dans le métabolisme aérobie. 

Cette molécule enzymatique facilite la décomposition du peroxyde d'hydrogène 

(H₂ O₂ ), en eau (H₂ O) et en dioxygène (O₂ ) (Dunod, 1999). Cette réaction est 

représentée par l'équation chimique suivante : 

2 H2O2→2 H2O+O2  

Pour mettre en évidence la présence de la catalase, on procède comme suit: sur une 

lame déposer une goutte d'eau oxygénée, puis ajouter une colonie de la souche à 

tester. En présence de catalase, on observera un dégagement gazeux de dioxygène 

indiquant que le test catalase est positif (Li et al., 2016) 

4.2. La recherche de la nitrate réductase  

La nitrate réductase est une enzyme qui catalyse la réaction de réduction des nitrates 

en nitrites. La détection de ces nitrites s’effectue à l’aide des réactifs NR1 et NR2. 

Certaines bactéries poursuivent cette réduction jusqu’à atteindre le processus de 

dénitrification selon :  
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                 Nitrate réductase                                       Dénitrification 

 NO3ˉ                                                NO2ˉ                                                     N2 

 Nitrate                                            Nitrite                                                 

Diazote 

Pour rechercher les nitrate-réductases, des souches bactériennes sont cultivées dans 

des tubes de bouillon nitraté incubés pendant 6 jours à 28 °C.  

4.3. La recherche de l’oxydase  

L’oxydase est une enzyme qui oxyde le réactif N-diméthyle-paraphénylène-diamine 

en présence d’oxygène et de cytochrome C, formant un composé violet.  

Pour la recherche de l’oxydase, nous avons déposé une colonie pure 

d’actinobactérie sur un disque d’oxydase, placé sur une lame. Un résultat positif se 

manifeste par l’apparition d’une coloration violette sur le disque. 

5. Etude microscopique  

Nous avons effectué la coloration de gram pour l’ensemble des souches afin de 

vérifier leurs puretés et confirmer leurs appartenances au actinobactéries. 

 Réalisation d’un frottis. 

 Coloration par le violet de gentiane pendant 2minutes. 

 Fixation avec du Lugol deux fois pendant 45 secondes.  

 Décoloration avec de l’alcool pendant 30 secondes puis rinçage. 

 Recoloration avec de la fuchsine pendant 2 minutes puis rinçage. 

 Observation à l’immersion (objectif100). 

 

6. Culture sur lamelle 

La culture des actinobactéries sur lamelle est une technique permettant d'étudier leur 

morphologie et leur croissance. Cette méthode est utile pour l'identification et la 

caractérisation des actinobactéries, notamment pour observer la structure de leurs 

mycéliums. Elle se réalise sur une lamelle stérile insérée dans un milieu de culture 

(ISP2) formant un angle de 45° avec la surface du milieu. Une goutte d’inoculum 

est ensuite déposée sur la lamelle, en contact avec le milieu de culture. Les lamelles 
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sont ensuite incubées à 28°C pendant 10 jours. Après incubation elles sont retirées 

du milieu, déposées sur une lame puis observées au microscope optique Gr × 40. 

7. Criblage primaire de la biodégradation des colorants  

Préparation des solutions mères des colorants 

Nous avons préparé des solutions mères à 5g/l pour chaque colorant (RC, BM et 

SO) dans 100 ml d’eau distillée. Agiter soigneusement jusqu’à obtentiond’une 

solution parfaitement homogène. Filtrer ensuite cette solution à l’aide d’un filtre à 

seringue stérile (0,22 µm). 

Préparation des milieux avec différentes concentrations de colorants 

Après avoir préparé le milieu minéral, avec ou sans glucose comme indiqué dans 

l’annexe, réaliser une série de dilutions contenant des concentrations croissantes de 

colorant, allant de 50 à 250 mg/l. 

Inoculum général 

Les souches étudiées sont cultivées dans un milieu ISP2 pendant une période de 07 

à 15 jours à 28°C. Ensuite, des suspensions denses sont préparées à partir de ces 

cultures : à l’aide d’une boucle, on racle les colonies et on les met en suspension 

dans de l’eau physiologique stérile. 

Test d’activité sur milieu solide  

Pour l’étude de la biodégradation des colorants, nous avons sélectionné : le bleu de 

méthylène, le rouge Congo et la safranine O. Cette étude a été menée en utilisant 

deux milieux minéraux distincts : l’un contenant du glucose, et l’autre en l’absence 

de celui-ci. Les souches microbiennes ont été ensuite inoculées parspots et par 

touche, puis incubées à une température de 28°C pendant une durée de 28 jours. La 

dégradation des colorants a été caractérisée par l’apparition dezones de 

décoloration, entourant les colonies microbiennes.  

Les souches les plus performantes ont été sélectionnés pour la suite de l’étude. 
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MM : milieu minéral  

SO : Safranine O 

RC : Rouge Congo 

BM : bleu de méthylène  

Figure 5: schéma représentatif du criblage primaire des colorants. 
 

8. Etude macroscopique  

Les caractères morphologiques représentent une grande importance en taxonomie 

bactérienne. Ils consistent à étudier l’aspect des colonies, la production des 

pigments et la forme du mycélium aérien et du mycélium du substrat. Ils sont 

déterminés sur différents milieux tels que : ISP2, ISP1, ISP3, ISP6, ISP7, milieu 

BENNET et Williams. L’ensemencement est réalisé par la technique d’épuisement 
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afin d’obtenir des colonies isolées. Les souches ensemencées sont ensuite incubées 

à 28°C pendant sept jours. 

9. Etude physiologique  

9.1. Croissance à différentes températures  

Chaque bactérie possède une température spécifique à laquelle sa croissance atteint 

son degré optimal, ainsi que des seuils extrêmes au-delà desquels son 

développement cesse. La croissance des actinobactéries a été étudiée sur milieu 

ISP2, à différentes températures (5°C, 20°C, 28°C, 30°C, 35°C, 37°C, 40°C, 45°Cet 

50°C) sur une période de 21 jours, conformément à la méthodologie décrite par 

Meklat (2012). 

9.2. Tolérance au pH  

L’évaluation de la tolérance au pH a été effectuée en utilisant le milieu ISP2, dont le 

pH a été ajusté allant de 3 à 13, afin d’étudier la capacité de nos souchesà survivre 

et à se développer dans des conditions physico-chimiques extrêmes. Pour ce faire, 

les souches ont été inoculées sur des boîtes de Pétri par technique de stries, puis 

incubées à une température constante de 28°C durant 14 jours.  

9.3. Tolérance au Na Cl   

L’analyse de la tolérance aux diverses concentrations de chlorure de sodium (NaCl) 

a été réalisée sur un milieu de culture ISP2, en faisant varier la teneur en NaCl selon 

plusieurs niveaux, notamment : 3%, 5%, 7% et 10%. Les souches sont ensuite 

incubées à 28°C pendant 7 jours.  Cette étude vise à déterminer leur seuil de 

tolérance et leur adaptation à des environnements salins. 

10. Mise en évidence de l’activité enzymatique  

10.1. Hydrolyse de l’amidon  

Le test d'hydrolyse de l'amidon peut être effectué sur plusieurs milieux de culture, 

tels que le milieu BENNET, l'ISP 9, la gélose de GAUSSE, ainsi que le milieu MA, 

qui contient de l'amidon à des concentrations de 1 % ou 2 %. L'inoculation des 

souches à tester peut se réaliser soit par dépose de spots, soit par l'application d'une 

strie centrale. Les cultures doivent ensuite être incubées à une température de 28 °C 
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pendant une période variant de sept à dix jours (dos Santos et al., 2012 ; Khwaja et 

al., 2011). 

L’évaluation de l’hydrolyse de l’amidon s’effectue par l'inondation des boîtes de 

culture avec une solution de Lugol. Après une minute d'exposition, il est possible 

d'observer une coloration bleuâtre sur la gélose, signalant ainsi la présence 

d'amidon. Par ailleurs, une zone claire entourant les spots d'inoculation indique la 

dégradation de l'amidon, et par conséquent, l'hydrolyse effectuée par les souches 

testés (Tatsinkou et al., 2005 ; Boudemagh, 2007 ; Haritha et al., 2010). 

10.2. Hydrolyse de la cellulose  

L'activité cellulolytique est réalisée sur un milieu gélosé enrichi d'un pourcentage de 

1 % de carboxyméthyl cellulose (CMC) dont la composition est détaillée en annexe. 

Pour étudier l’hydrolyse de la cellulose, les cultures microbiennes sont 

soigneusement inoculées et incubées à une température constante de 28 °C pendant 

une durée de sept jours, selon les protocoles établis par Saini et al. (2016) et 

Jeffrey (2008). 

Afin de mettre en évidence la formation de zones claires sur le milieu gélosé, on 

emploie des techniques de coloration. Deux colorants sont souvent utilisés pour 

cette visualisation : le rouge Congo et l'iode de Gram. Pour utiliser le rouge Congo, 

une solution à 0,1 % est appliquée sur les cultures pendant 15 minutes. Ensuite, 

pour retirer l'excès de colorant, une décoloration est réalisée avec une solution de 

NaCl à 1M, qui est appliquée pendant 15 à 20 minutes, comme le précisent Rathore 

et al. (2012) ainsi que Das et al. (2012). Ceci permettra de visualiser une zone 

d’hydrolyse autour des stries ou spots inoculées sur la gélose.  

10.3. Hydrolyse de la caséine  

Pour évaluer l'activité protéolytique, on utilise des milieux de culture solides gélosés 

enrichis en sources de protéines, tels que des milieux contenant 5 % de lait écrémé 

ou l'ISP9 additionné de 20 % de lait écrémé (voir annexe) (Viswanathan et al., 

2015 ; Habbeche et al., 2013 ; Jani et al., 2012). 

L'inoculation des souches à tester se réalise par l'application de stries sur la surface 

gélosée, suivie d'une incubation à une température constante de 28 °C pendant une 
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durée de sept jours. L'évaluation de l'activité protéolytique est effectuée en 

observant l'apparition d'une auréole claire autour des colonies microbiennes(Raval 

et al., 2012 ; Roy et al., 2014). Ce halo clair résulte de l'hydrolyse des protéines par 

les enzymes protéolytiques sécrétées par les actinobactéries, confirmant ainsi leur 

capacité à décomposer les protéines. 

10.4. Hydrolyse de la pectine  

Afin de déterminer l'activitépectinolytique, onutilise différents milieux  contenant de la 

pectine, comme le milieu Pectine-Agar, ISP9 additionné de pectine. (Annexe) 

Les souches étudiées sont ensemencées en stries ou en spots puis incubées 

à28°C pendant sept jours (Priyanka, 2019 ; Salehghamari et al, 2010). 

La production de pectinase est observée en ajoutant l’acétate de cuivre pendant 1 heure, 

ce dernier fait apparaitre des halos clairs autour des colonies indiquant ainsi la 

dégradation de la pectine. (Saoudie al, 2015 ; Daseal., 2012). 

10.5. Hydrolyse du Tween 20 et Tween 80  

Pour étudier la capacité de nos souches à dégrader la Tween 20 et Tween 80, celles-

ci ont été mises en culture dans le milieu Sierra additionné de Tween20 ou Tween80 

dont la composition est détaillée en annexe. (Jeffri et Halizah, 2014 ; Kishore, 

2011). 

L’ensemencement est réalisé en spots et en strie centrale. L’incubation se fait à 

28°C pendant 7 à 15jours. L’apparition d’un halo opaque autour des spots et des 

stries indique la dégradation de la Tween 20 ou la Tween 80. (Korayem et al., 2015 

; Mansour et al., 2015). 

10.6. Hydrolyse de la gélatine  

Pour évaluer la capacité des souches étudiées à dégrader la gélatine on réalise une 

culture dans de l’ISP 2 additionné de gélatine répartie dans des tube afin de bien 

visualiser la dégradation ou non de la gélatine. 

L’incubation est réalisée à 28°C pendant 7 jours. 
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Après l’incubation, la liquéfaction de la gélatine indique la présence des gélatinases 

chez nos souches. 

10.7. Hydrolyse de la L-aspargine 

La recherche de la L-asparginase est réalisée sur le milieu de culture M9 (voir 

annexe), ensemencée par l’application de stries et des spotset incubée à une 

température de 28°C. L’observation a été effectuée après une période de 7 jours, 

puis prolongée jusqu’au dixième jour d’incubation. La dégradation de la L-

aspargine se traduit par une coloration rose apparaissant autour des colonies 

bactériennes, conformément aux observations de Ravi Varma et al. (2016). 

10.8. Hydrolyse de la L-glutamine   

La détection de l’activité de la glutaminase a été réalisée sur la gélose MGA (voir 

annexe), conformément à la méthodologie décrite par Reda (2015). Le milieu a été 

ensemencé par la méthode de stries et des spots, puis incubé à une température de 

28°C. Les observations ont été effectuées au bout de 7 à 10 jours. La dégradation de 

la L-glutamine se manifeste par l’apparition d’une coloration rose, qui s’étend 

autour des colonies bactériennes. 

10.9. Hydrolyse de la tyrosine  

Ce test consiste à évaluer la capacité des isolats à produire la tyrosinase, sur une 

gélose enrichie en tyrosine. Le milieu est ensemencé par application de spots, puis 

incubé à une température de 28°C. L’observation initiale est effectuée après 5 jours 

d’incubation, et le suivi se poursuit jusqu’à un délai maximal de 21 jours. La 

dégradation de la tyrosine par l’action de la tyrosinase se manifeste par l’apparition 

d’une auréole décolorée entourant les colonies. Au fil du temps, cette auréole peut 

évoluer vers une coloration noire (Raval et al., 2012 ; Roy et al., 2014). 

10.10. Hydrolyse de la chitine colloïdale  

La capacité de nos isolats à dégrader la chitine colloïdale a été évaluée surune 

gélose enrichie en chitine dont la composition est détaillée en annexe. Le milieu est 

ensuite ensemencé en spots et en stries puis incubé à une température de28 °C 

pendant une période de 15 jours. Lamanifestationd’une zone claire ou halo autour 
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des colonies, visible à l'œil nu, constitue un indicateur positif de production de 

chitinase par les isolats, Roberts et Selitrennikoff (1988).  

10.11. Hydrolyse de l’urée  

L’évaluation de la capacité de nos isolats à produire l’enzyme uréase a été réalisée 

sur le milieu de Christensen, selon les travaux de Hammad et al. (2013). Ce milieu 

est ensemencé par stries et spots, puis incubé à une température de 28 °C, durant 

une période comprise entre 10 et 14 jours. La présence d’une activité uréase est 

indiquée par une augmentation du pH local. Cette augmentation est exprimée par le 

changement de couleur, passant d’un jaune initial à une teinte rose. 
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1 Résultats de l’étude biochimique  

1.1. Recherche de la catalase  

L’ajout d’une goutte d’eau oxygénée à des colonies, a montré une activité catalase positive 

pour toutes les souches indiquées par la formation de bulles de dioxygène. 

La Figure 09 présente le résultat de la dégradation de La catalase : 

   

Figure 6: Résultats de la catalase des souches étudiés. 

1.2. Recherche du nitrate réductase  

Après l’incubation, on ajoute le réactif de GRIESS aux tubes. L’absence de 

changement observé à cette étape est ensuite suivie de l’ajout de poudre de zinc. 

L’ajout de zinc n’effectuant aucun changement, indique que toutes les souches ont 

réduit les nitrates (NO₃ ⁻ ) en azote gazeux, ce qui constitue un résultat positif. 

(Delarras, 2014). 

1.3 Recherche de l’oxydase  

Après avoir imbibé les disques d’oxydase avec les suspensions d’actinobactéries ,une 

coloration violette a été observée, témoignant ainsi la présence de l’enzymatique oxydase 

chez ces souches. 

La Figure 10 présente le résultat de la dégradation de l’oxydase : 

Dégagement de bulles de 

dioxygène 
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Figure 7: Résultats de la catalase des souches étudiés. 

2 Résultats de l’étude microscopique  

2.1 La coloration GRAM 

L’observation microscopique de nos isolats, après coloration de Gram a démontré 

que les 13 souches étudiées sont des bactéries à Gram positif ayant une structure 

filamenteuse. 

En effet, ces résultats concordent parfaitement avec ceux obtenus par Zerizer et al. 

(2006), ainsi que par Djaballah (2010) et Boudjella (2007). Ces chercheurs ont mis 

en évidence que l’observation microscopique des actinomycètes, et plus 

particulièrement des genres Streptomyces, révèle un aspect filamenteux marqué par 

la présence de spores, que ce soit isolées ou regroupées en amas. Ces spores peuvent 

se présenter sous forme de chaînes courtes ou longues, ou encore apparaître sous 

forme d’enchevêtrements non fragmentés, renforçant ainsi leur affiliation à la 

famille des bactéries à coloration de Gram positive. 

En somme, ces observations microscopiques confirment la nature structurale et 

biologique de nos isolats, leur conférant une identité cohérente avec la morphologie 

typique des actinomycètes, en particulier des streptomycètes, et leur appartenance à 

la classe des bactéries à Gram positif, conforme aux données scientifiques 

existantes. 

Les résultats de la coloration GRAM et la culture sur lamelle apparaissent dans le 

tableau suivant : 
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Tableau 4: Résultats des colorations GRAM et les cultures sur lamelle des isolats 

étudiés. 

 

Souches Coloration GRAM Culture sur lamelle 

Souche 1  

 

Souche 2 

  

Souche 3 
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Souche 4  

 

Souche 5  

 

Souche 6  

 

Souche 7 

 

 

 

 

 

MS 

 

MA 

Chaine de spores 

MS 
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Souche 8  

 

Souche 9  

 

Souche 

10 

 

 

 

 

 

Souche 

11 
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Souche 

12 

  

Souche 

13 

  

 

3 Résultats du criblage primaire de la biodégradation des colorants  

3.1 Biodégradation du rouge Congo   

Les souches 2 et 6 ont dégradé le rouge Congo dans toutes les concentrations de 50 

mg/là 250 mg/l et elles étaient plus performantes en présence du glucose.   

Les résultats sont présentés dans le tableau suivant 

Tableau 5: Résultats de la biodégradation du rouge Congo. 

                      Milieu 

 

Souche 

                 MM 

 

        S                     T 

                MM+G 

 

         S                     T 

Souche 6 + + +                    + + + + + + +                  + + + + 

Souche 2 + +                       + + + + +                     + + + 

++++ : très abondant ; +++ : abondant ; ++ : modéré ; S : spot ; T : strie 
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MM : milieu minéral.                         

MM+G : milieu minéral + glucose. 

 

\ 

 

 

 

 

 

Figure 8:  Résultats de la biodégradation du RC. 

 

3.2 Biodégradation du bleu de méthylène  

La souche 2 a dégradé le bleu de méthylène uniquement dans les concentrations 50 

mg/l, 100 mg/l et 150 mg/l et avec une meilleure performance en présence du 

glucose, quant à la souche 6, elle n’a même pas pu pousser sur le milieu contenant 

le bleu de méthylène. Cela indique que le bleu de méthylène est toxique pour cette 

souche. Le tableau suivant présente les résultats de la dégradation du bleu de 

méthylène : 

Tableau 6: Résultats de la biodégradation du bleu de méthylène. 

+++ : abondant ; - : pas de croissance  

                     Milieu 

 

Souche 

                  MM 

 

 S                        T 

                MM+G 

 

          S                     T 

Souche 2 + + +                    + + + + + + +                  + + + + 

Souche 6 _                        _ _                             _ 

 

T : ensemencement par touche. 

S : ensemencement par spots 

Témoin 
Décoloration 
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Figure 9: Résultats de la biodégradation du BM. 

4  Résultats de l’étude macroscopique  

 

 

 

 

 

 

                            Souche 6                                                          Souche 2 

Figure 10: Caractères culturaux des souches étudiés. 

 Les caractères morphologiques de la souche 2 sont présentés par le 

tableau suivant : 

Tableau 7: Caractères morphologiques de la souche 2 sur différents milieux. 

 

 

 

Témoin Décoloration 
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Caractère 

Milieu 

MA MS Pigment Spores 

ISP 1 Blanc perlé Blanc perlé Absence - 

ISP 2 Marron pale Marron pale Absence +++ 

ISP 3 Vert sapin Vert sapin Absence +++ 

Bennet Brun pale Brun pale Absence +++ 

ISP 6 Ivoire clair Ivoire clair Absence - 

ISP 7 Noir Noir Absence +++ 

Williams Beige nacré Beige nacré Absence - 

          +++ : abondant ; - : pas de croissance 

 Les caractères morphologiques de la souche 6 sont présentés par le tableau 

suivant : 

Tableau 8: Caractères morphologiques de la souche 6 sur différents milieux. 

   

     +++ : abondant ; ++ : modéré ; + : faible ; - : pas de croissance 

  Caractère 

Milieu 

MA MS Pigment Spores 

ISP 1 Ivoire clair Jaune sablé Beige - 

ISP 2 Rose nacré Orange Marron clair +++ 

ISP 3 Marron Marron Beige clair - 

Bennet Marron Brun olive Absence ++ 

ISP 6 Ivoire clair Brun olive Brun olive - 

ISP 7 Marron Marron Brun olive - 

Williams Rouge beige Rouge beige Beige + 



Résultats et discussions  

36 
 

5. Résultats de l’étude physiologique 

L’évaluation de la tolérance de nos isolats aux variations de température, aux différentes 

concentrations en Na Cl ainsi qu’aux diverses valeurs de pH a permis d’obtenir les 

résultatssuivants : 

5.1 Tolérance à la température 

Tableau 9: Résultats des cultures à différentes températures. 

+++ : abondant ; ++ : modéré ; + : faible ; - : pas de dégradation 

 

 La souche 6 a marqué une croissance remarquable pour les températures allant de 5°C 

à 37°C, et aucune croissance pour 40°C, 45°C et 50°C, quant à la souche Actino 2, 

elle a légèrement poussé pour les températures 5°C, 30°C, 35°C et37°C, et a 

parfaitement poussé pour 20°C et 28°C, et n’a marqué aucune croissance de 40°C à 

50°C. 

 D’après les résultats obtenus on déduit que la température optimale des souches 2 et 6 

est de 28°C.  

5.2 Tolérance au pH  

Tableau 10: Résultats des cultures à différents pH. 

 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 

Souche 

6 

- - + +++ +++ +++ + + + + - 

Souche 

2 

+++ ++ ++ ++ ++ + + + + + - 

 5°C 20°C 28°C 30°C 35°C 37°C 40°C 45°C 50°C 

Souche 

6 

+++ +++ +++ ++ ++ ++ - - - 

Souche 

2 

+ +++ +++ + + + - - - 
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 +++ : abondant ; + : faible ;- : pas de croissance 

 La souche 6 présente une croissance remarquable sur une large gamme de 

pH, allant de 5 à 12, avec une performance optimale entre pH 6 et 7. En 

revanche elle ne tolère pas les conditions extrêmes d’acidité et d’alcalinité 

(ph 3 et ph 13). 

 La souche2 possède une meilleure adaptabilité aux différentes conditions de 

pH elle survit à tous les milieux avec une croissance optimale au pH 3. 

5.3 Tolérance au Na Cl  

Tableau 11: Résultats des cultures à différentes concentrations en NaCl. 

++ : croissance modérée ; - : pas de croissance 

 La souche 6 tolère des concentrations de salinité de 3% et 5% avec une 

meilleure croissance à 3%.  

 En revanche la souche 2 ne survit à aucune de ces concentrations indiquant 

ainsi qu’elle est sensible aux conditions de salinité élevée. 

6. Résultats des activités enzymatiques 

6.1 Résultats de l’hydrolyse de l’amidon  

Après une incubation de sept jours des souches 2 et 6, les boîtes ont été aspergées 

de Lugol pendant une minute. L’apparition de zones claires autour des spots et des 

stries,indique que ces souches ont la capacité de dégrader l’amidon grâce aux 

amylases (voir figure 11). Les résultats des études menées pour rechercher l’activité 

amylase de Khwaja et al. (2011) et Janaki (2017) montrent que plusieurs espèces 

d’actinomycètes comme les Streptomyces limosuset Thermomonosporacurvataet 

Thermomonospora viridis sont une source puissante d’enzyme d’amylase.  

 

 

 3% 5% 7% 10% 

Souche 6 ++ ++ - - 

Souche 2 - - - - 
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Figure 11: Résultats de la dégradation de l’amidon 

 

6.2 Résultats de l’hydrolyse de la cellulose 

La dégradation de la cellulose est mise en évidence par une coloration au rouge 

Congo pendant 15 min suivie d’une décoloration au Na Cl permettant de visualiser 

des halos jaune orangé entourant les colonies. (El- Sersy et al., 2010) 

Les souches 2 et 6 ont présenté une activité cellulolytique (voir la figure 12), 

conformément aux études réalisées par Jang et Chenks qui ont prouvé la production 

de cellulase par différents actinomycètes appartenant aux genres Cellulomonas, 

Streptomyces, Micromonospora, Actinopolyspora, Actinoplanes, Microbiospora, 

Thermomonospora, Rhodococcus, Nocardia et Thermoactinomyces (Jang et 

Chenks, 2003 ; De Menezes et al., 2008, 2012;Saratale et al., 2010). 

 

Figure 12: Résultats de la dégradation de la cellulose. 

 

Zones d’hydrolyse 

Halos jaune orangé 
Témoin négatif     

 

Témoin négatif 
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6.3 Résultats de l’hydrolyse de la caséine  

L’apparition d’une zone claire autour des colonies des souches  2 et 6 implique la dégradation 

de la caséineet la présence d’une activité protéolytique (Ara et al, 2012)(Voir Figure 13). 

Les résultats de l’étude des activités enzymatiques des actinomycètes réalisée parOkpukpara 

et George-okaforont montré que les genres Streptomyces, Micromonospora, Nocardia et 

Streptosporangiums possèdent une activité protéolytique importante (Okpukpara et George-

okafor, 2016).  

 

 

 

Figure 13: Résultats de l’hydrolyse de la caséine. 

6.4 Résultat de l’hydrolyse de la pectine  

L’ajout de l’acétate de cuivre aux souches après incubation révèle des halos clairs autour des 

colonies prouvant la dégradation de la pectine autour de ces dernières. (Saoudi et al., 2015 ; 

Das et al., 2012). 

Les souches  2 et 6 se sont présentées capables de dégrader la pectine grâce aux pectinases 

qu’elles produisent( voir figure 14 ). 

 Dans des travaux précédents de Parveen kumar et Suneeth (2015), la production d’enzymes 

pectinolytiques a été mise en évidence chez quelques genres d’actinomycètes tel que : 

Micromonospora, Microbispora, Actinoplanes, Streptosporangiumet Streptomyces. 

Zone claire 

 

Témoin négatif 
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Figure 14: Résultats de l’hydrolyse de la pectine. 

6.5 Résultat de l’hydrolyse de Tween 20 et 80  

L’apparition d’un halo opaque autour des colonies sans l’ajout d’aucun réactif indique la 

dégradation du Tween 20 et Tween 80. (Korayem et al., 2015 ; Mansour et al., 2015)(voir 

figure 15 ). 

La souche  2 n’a pas dégradé le Tween 20 et 80 impliquant ainsi l’absence d’estérases chez 

cette souche contrairement à la souche  6 qui présente une réaction positive pour ces tests. 

 

Figure 15: Résultats de l’hydrolyse du Tween. (1) : Tween 80 

6.6 Résultat de l’hydrolyse de la gélatine 

La détection de production de gélatinase s’observe par la liquéfaction de la gélatine dans les 

milieux ensemencés. (Marchal et Bourdon, 1973, modifié) 

La souche  6 s’est avérée capable de dégrader la gélatine contrairement à la souche 2  

Halo opaque 

Zone 

d’hydrolyse 

Témoin négatif 
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(voir figure 16). 

 

 

Figure 16: Résultats de l’hydrolyse de la gélatine 

6.7 Résultat d’hydrolyse de l’asparagine 

La dégradation de L-aspargine s’observe par l’apparition d’une coloration rose de la gélose, 

ce virage de couleur est dû à l’augmentation du pH du milieu M9( voir figure 17 ). 

 

Figure 17: Résultats de l’hydrolyse de l’asparagine. 

6.8 Résultat d’hydrolyse de la glutamine  

La dégradation de L-glutamine s’observe par l’apparition d’une coloration rouge sur le 

milieu, ce virage de couleur est dû à l’augmentation du pH du milieu MGA (voir figure 18). 

Témoin négatif Virage de couleur 

 

Halo opaque 

Témoin négatif                                      

Témoin négatif 
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Figure 18: Résultats de l’hydrolyse de la glutamine. 

6.9 Résultat de l’hydrolyse de la tyrosine 

La dégradation de la tyrosine, s’observe par l’apparition d’une auréole décolorée autour 

des colonies, celle-ci peut évoluer vers une coloration noire avec le temps. 

Les souches 2 et  6 n’ont pas dégrader la tyrosine. 

6.10 Résultat de dégradation de la chitine colloïdale  

Les résultats ont démontré que les souches 2 et 6 sont capables de dégrader la chitine 

colloïdaleLa production de Chitinase se traduit par l’apparition de zone d’hydrolyse autour 

des stries et des spots. 

6.11 Résultat de dégradation de l’urée 

La dégradation de l’urée est observée par un virage de couleur du milieu vers le rose (voir 

figure 19).  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 19: Résultats de l’hydrolyse de l’urée. 

Témoin négatif 

Virage de couleur 

Témoin négatif Virage de couleur 
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La pollution engendrée par les colorants textiles représente une menace 

environnementale majeure, exerçant des effets délétères tant sur les écosystèmes 

aquatiques que terrestres. Il devient indispensable de concevoir des solutions 

durables et écologiquement responsables afin de neutraliser ces substances nocives 

présentes dans les eaux usées issues de l’industrie textile. Parmi les approches 

innovantes, les traitements biologiques, notamment l’emploi de souches 

microbiennes spécifiquement capables de dégrader ces colorants, se révèlent 

particulièrement auspicieuses. En particulier, les actinobactéries ont été reconnues 

comme des agents potentiels dans la décomposition des colorants textiles. 

L'objectif principal de cette étude était la mise en évidence des souches 

d’actinobactéries capables de dégrader des colorants textiles. 

En réalisant un criblage primaire de la dégradation des colorants, nous avons 

sélectionné deux souches d’actinobactérie, Actino 2 capables de dégrader le bleu de 

méthylène, Actino 6 capable de dégrader le rouge Congo. 

La capacité de ces souches à dégrader le bleu de méthylène et le rouge Congo a été 

évaluée sur un milieu minimum solide, avec et sans addition du glucose. Actino 2a 

montré une capacité de dégradation du bleu de méthylène aux concentrationsallant 

de 50 mg/l à 150 mg/l en présence ou en absence de glucose, après 28 jours 

d’incubation à 28°C °. Actino 6a démontré une capacité à dégrader le rougeCongoà 

des concentrations allant de 50 mg/l à 250 mg/l dans des conditions similaires. 

Ces résultats suggèrent que cessouches pourraient être utilisées comme agents 

potentiels pour la bioremédiation des environnements contaminés par les colorants 

testés. 

Une étude paramétrique de la dégradation des colorants par ces souches sur milieu 

liquide doit être réalisée afin de rechercher les enzymes responsables de cette 

dégradation et les purifier. 
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I. Milieux de culture  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Milieu ISP1 (Meklat,2012)  

 

Tryptone 

Extrait de levure  

 

 

5g 

3g  

Agar  20g  

Eau distillés  1000ml  

pH=7,2  

 

Milieu ISP2  

Extrait de malt  

 

10g  

Extrait de levure  4g  

Glucose  4g  

Agar  20g  

Eau distillée  

pH =7,2  

1000ml  

Milieu ISP9 (milieu de base) 

 

(NH4)2SO4  

 

 

2,64g  

KH2PO4  2,38g  

K2HPO4  5,65g  

MgSO4, 7H2O  1g  

Solution saline 1 ml  

Agar 20g  

Eau distillée 

pH = 7,2  

 

1000 ml 



 

 
 

 

Milieu MA 

Peptone                                      10g 

Extrait de viande                                 5g 

Chlorure de sodium                           5g 

Amidon                                        10g 

Agar                                                   15g 

Eau distillée                                        1000ml 

PH=7 

 

 

 

 

 

 

 

Milieu Bennet  

Extrait de levure  1g  

Extrait de viande  1g  

Peptone  2g  

Glucose  10g  

Agar  20g  

Eau distillée  1000ml  

Ph=7.2  

 

Milieu de Sierra additionné de tween 80 et tween 20  

Peptone  10 g  

NaCl  05 g  

CaCl2-1H2O  0.1 g  

Eau distillée  1000 ml  

Agar  18 g  

Tween 80  10 ml  

pH=7,2 



 

 
 

 

Gélose à la gélatine  

Peptone                                                        05 g  

Extrait de viande                                         03 g 

 Gélatine                                                       04 g  

Agar                                                              15g  

Eau distillée                                                  1000 ml 

pH=7 

 

Gélose au lait écrémé  

Peptone  

 

10 g  

NaCl  05 g  

Extrait de levure  03 g  

Agar  20g  

Eau distillée  1000 ml  

Lait écrémé  100 g  

 

Gélose à la tyrosine 

Peptone                                                05 g 

Extrait de viande                                  03 g 

 L-tyrosine                                             05 g 

 Agar                                                     20 g  

Eau distillée                                           1000 ml  

pH=7 

 

Milieu ISP9 (1% pectine) 

 

(NH4)2SO4  

 

 

2,64g  

KH2PO4  2,38g  

K2HPO4  5,65g  

MgSO4, 7H2O  1g  

Solution saline 1 ml  

Agar 20g 



 

 
 

 

 

Milieu de l’urée 

Peptone  1g 

Glucose 1g 

NaCl 5g 

Na2HPO4 1,2g 

KH2PO4 0,8g 

Rouge phénol 0,012g 

Agar 15g 

Eau distillée 950ml 

Solution de l’urée  50ml 

PH= 6,8 

  

Solution de l’urée 

Urée   40g 

Eau distillée 100ml 

 

Bouillon nitraté 

Peptone 1g 

Extrait de viande 1g 

Extrait de levure 2g 

KNO3 1g 

Eau distillée    1000ml 

PH= 7,2 

 

Milieu M9 

Na2HPO4 6g 

KH2PO4 3g 

MgSO4 2g 

KCl 0,1g 

Pectine                                                      10g 

Eau distillée  

pH=7,2 

1000 ml  

 



 

 
 

Glucose 3g 

L-asparginase 10g 

Rouge phénol 0,009% 

Agar 20g 

Eau distillée    1000ml 

PH= 6,5 

 

Milieu minéral (MM) 

 

Na2HPO4                                                       2.7 g 

KH2PO4                                                         1.40 g 

MgSO4                                                            0.4 g 

(NH4)2SO4                                                     1 g 

Solution d'oligoéléments10 ml 

Agar                                                                 15g 

Eau distillé                                                       1000ml 

PH=7 

 

 

II. Colorants 

 

La solution de Lugol 

Iodure de potassium                                       2g 

Iode                                                                1g 

Eau distillée                                                   100ml 

 

La solution de fuchsine 

Fuchsine basique                                           10g 

Phénol                                                            50g 

Ethanol                                                          100 ml 

Eau distillé                                                     1000ml 

 

Violet de Gentiane 

Violet de Gentiane                                          1g 

Ethanol                                                            10ml 

Phénol                                                              2g 

Eau distillée                                                     100 ml 



 

 
 

III. Les indicateurs colorés 

Rouge Congo à 0.1% 

Rouge Congo                                  0.1g  

 Eau distillé    100ml 

 

Acétate de cuivre à 7.5%  

Acétate de cuivre                             7.5g 

Eau distillée   100ml 

 

 

 

 

 


