
ةـــبيـــراطية الشعـــــة  الديمقــــريـــة الجزائــــــمهوريـــالج  

ميـــث العلـــي والبحــالــم العــــــوزارة التعلي  

République Algérienne Démocratique et Populaire 

Ministère de l’Enseignement Supérieur et de la Recherche Scientifique 

- جيجل -الصديق بن يحية محمد ــامعــج  

    Université Mohammed Seddik Benyahia- Jijel - 

. 

 

          

Thèse de Doctorat en Sciences 

Spécialité: Sciences Alimentaires 

  Thème 

 

  

 

                        

                       Présentée par 

                                                           AYAD Rima 

Devant le jury composé de : 

Année universitaire : 2021/2022 

Président : Pr. LEGHOUCHI Essaid Univ. Mohammed Seddik Benyahia, Jijel 

Rapporteur : Pr. IDOUI Tayeb Univ. Mohammed Seddik Benyahia, Jijel 

Co-rapporteur : Pr. OULED HADDAR Houria Univ. Mohammed Seddik Benyahia, Jijel 

Examinateurs : Pr. OUCHEMOUKH Salim Univ. Abderrahmane Mira, Béjaïa 

 Dr. BOUBENDIR Abdelhafid  C. Univ. Abdelhafid Boussouf, Mila  

 Dr. BOUREKOUA Hayat INATAA, Univ. Frères Mentouri, Constantine 1 

 ياةـــبيعة و الحـــلوم الطــــة عـــكلي

 ةــقيـــبيـــوجيا التطـولـــيـروبـــكـم الميــســـــق

 ةــذائيـــلوم الغــــو الع 

Faculté des Sciences de la Nature et de la Vie 

Département de Microbiologie Appliquée  

et Sciences Alimentaires 

Les anchois traditionnels : Qualité, isolement des bactéries 

halophiles et caractérisation de leurs hydrolases 



Remerciements 

Avant tout je remercie ALLAH, le miséricordieux, le tout puissant et le plus clément 

qui nous aide et nous donne le courage de tout faire.   

Je suis particulièrement reconnaissante à Pr LEGHOUCHI Essaid, Université 

Mohammed Seddik Benyahia-Jijel pour m’avoir fait l’honneur d’accepter de présider le jury 

de soutenance. J’adresse également mes sincères remerciements aux membres du jury: Pr 

OUCHEMOUKH Salim, Université Abderrahmane Mira-Béjaïa ; Dr BOUBENDIR 

Abdelhafid, Centre Universitaire Abdelhafid Boussouf-Mila et Dr BOUREKOUA Hayat 

INATAA, Université Frères Mentouri-Constantine 1; pour l’honneur qu’ils m’ont fait pour 

leur participation à mon jury de thèse en qualité d’examinateurs et pour leur temps consacré à 

la lecture de ce travail. 

Je tiens à remercier plus particulièrement Pr IDOUI Tayeb,  Université Mohammed 

Seddik Benyahia, Jijel et Pr OULED HADDAR Houria, Université Mohammed Seddik 

Benyahia, Jijel pour la confiance qu’ils m’ont témoigné en acceptant la charge de direction de 

thèse et de m’avoir permis de mener à bien ce travail grâce à leur soutien de chaque instant, 

leur générosité et leurs conseils toujours très pertinents.  

Mes sincères remerciements vont également à Pr BOUHALI Omar, Vice-recteur 

chargé des relations extérieures, de la coopération, de l’animation et de la communication et 

des manifestations scientifiques et Pr BENZAID Riad Vice-recteur de la formation supérieure 

du premier et deuxième cycles, la formation continue et les diplômes, et la formation 

supérieure de graduation. 

J’adresse ici ma profonde amitié à Mme BELHOULA Nora pour son immense aide, sa 

gentillesse et sa générosité. Un grand merci Nora, tous les mots de remerciements ne suffisent 

jamais pour te montrer à quel point je te suis très reconnaissante.  

Je tiens à remercier chaleureusement Pr. Juan PARRADO-RUBIO, Université de 

Séville, Espagne, pour m’avoir accueilli dans son laboratoire et me donné la chance de 

bénéficier de ses compétences et qualités scientifiques. Je tiens également à exprimer ma 

profonde gratitude à Pablo CABALLERO-JIMÉNEZ, Sandra MACÍAS-BENÍTEZ et Bruno 

RODRÍGUEZ-MORGADO, pour leurs conseils et remarques intéressants et surtout pour 

leurs qualités humaines. 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Parrado%20Rubio%20J%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=32547578
https://www.infona.pl/contributor/1@bwmeta1.element.springer-doi-10_1007-S00374-017-1187-Z/tab/publications
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Macias-Benitez%20S%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=32547578
https://www.infona.pl/contributor/0@bwmeta1.element.springer-doi-10_1007-S00374-017-1187-Z/tab/publications
https://www.infona.pl/contributor/0@bwmeta1.element.springer-doi-10_1007-S00374-017-1187-Z/tab/publications


Je tiens également à exprimer mes vifs remerciements à Pr. Josefina MARTÍNEZ 

MARTÍNEZ, Université de Barcelone, Espagne, pour m’avoir donné l’opportunité de réaliser 

une partie de ce travail dans son laboratoire. Je tiens également à remercier Dr. Susana V. 

VALENZUELA,  Carolina BURUAGA RAMIRO et Verónica L. CABANÃS pour leur 

contribution à ce travail. 

Mes remerciements seront incomplets si je n’adresse pas mes profonds sentiments de 

gratitude et de reconnaissance à mes parents, mon oncle Seddik, mes sœurs et mes frères pour 

leur soutien ininterrompu et leurs encouragements durant toute cette période de travail. 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

RIMA AYAD 



i 

 

Avant-propos 

Le présent travail a fait l’objet de publication et des communications nationales suivantes: 

Ayad, R., Idoui, T., Ouled Haddar, H., Valenzuela, S. (2021). Depth effect on quality 

characteristics of traditional salted-ripened anchovy (Engraulis encrasicolus) taken from 

different parts of the same barrel. Carpathian Journal of Food Science & Technology, 13(4), 

62-76. DOI: 10.34302/crpjfst/2021.13.4.6. 

Ayad, R., Idoui,  T. Criblage d’hydrolases extracellulaires chez des bactéries halotolérantes 

isolées d’anchois salés. 3èmes Journées des Sciences de la Nature et de la Vie, Béjaia, Algérie, 

11 et 12 Novembre 2014. Poster. 

Ayad, R., Idoui, T., Ouled Haddar, H. Screening d’amylases extracellulaires chez des 

microorganismes halophiles isolés d’anchois salés. 20èmes Journées Nationales de 

Microbiologie, Jijel, Algérie, 12 et 13 Novembre 2014. Poster. 

 

 



Avant-propos 

Liste des abréviations 

Liste des figures 

Liste des tableaux 

i 

ii 

iii 

v 

Introduction ……………………………………………………………………………….. 1 

I. Revue bibliographique…………………………………………………………………. 

Chapitre I. Technologie de salage de l’anchois Européen……………………………… 

I.1. Notion de petits pélagiques……………………………………………………………. 

I.2. Anchois Européen Engraulis encrasicolus…………………………………………….. 

I.3. Composition nutritionnelle de l’anchois Européen……………………………………..  

I.4. Technologie de salage………………………………………………………………….. 

I.4.1. Qualité de la matière première……………………………………………………….. 

I.4.2. Qualité du sel…………………………………………………………………………. 

I.4.3. Méthodes de salage…………………………………………………………………… 

I.4.3.1. Salage à sec……………………………………………………………………….... 

I.4.3.2. Salage humide (ou salage en saumure)…………………………………………....... 

I.4.3.3. Salage mixte………………………………………………………………………... 

I.4.4. Procédé de production des anchois salés…………………………………………….. 

I.4.4.1. Dynamique et physicochimie du salage……………………………………………. 

I.4.4.2. Microbiologie du salage……………………………………………………………. 

I.4.4.3. Aspect sensoriel du salage…………………………………………………………. 

I.4.4.4. Rôle des enzymes dans le processus de maturation………………………………... 

Chapitre II. Potentiel biotechnologique des bactéries halophiles……………………… 

II.1. Habitats salins et hypersalins………………………………………………………….. 

II.2. Classification des halophiles…………………………………………………………... 

II.3. Diversités phylogénétique et métabolique…………………………………………….. 

II.3.1. Archaea halophiles…………………………………………………………………... 

II.3.2. Bactéries halophiles…………………………………………………………………. 

II.3.3. Eucaryotes halophiles……………………………………………………………….. 

II.4. Stratégies d’adaptation………………………………………………………………… 

II.4.1. Stratégie Salt-in…………………………………………………………………….... 

II.4.2. Stratégie Salt-out…………………………………………………………………….. 

II.5. Potentiel biotechnologique des bactéries halophiles et haloalcaliphiles………………. 

II.5.1. Enzymes halophiles et haloalcaliphiles……………………………………………… 

II.5.1.1. Adaptation au sel………………………………………………………………….. 

II.5.1.2. Propriétés générales……………………………………………………………….. 

II.5.1.3. Composition en acides aminés…………………………………………………….. 

Chapitre III. α-amylases des bactéries halophiles………………………………………. 

III.1. Amidon………………………………………………………………………………. 

III.2. Classification des amylases…………………………………………………………... 

III.2.1. α-amylase………………………………………………………………………….... 

4 

4 

4 

5 

6 

6 

7 

7 

7 

7 

8 

8 

9 

10 

11 

12 

14 

14 

14 

15 

16 

17 

17 

18 

18 

18 

19 

19 

20 

20 

21 

23 

23 

24 

24 

24 

Table des matières 



III.2.2. β-amylase………………………………………………………………………….... 

III.2.3. Glucoamylase………………………………………………………………………. 

III.4. Production des amylases par les halophiles…………………………………………... 

III.4.1. Méthodes de production…………………………………………………………… 

III.4.2. Facteurs influençant la production de l’α-amylase…………………………………. 

III.4.2.1. Effet du pH, de la température et de l’agitation…………………………………. 

III.4.2.2. Effet de la taille de l’inoculum…………………………………………………... 

III.4.2.3. Effet des sources de carbone…………………………………………………….. 

III.4.2.4. Effet des sources alternatives de carbone………………………………………... 

III.4.2.5. Effet des sources d’azote……………………………………………………….. ... 

III.4.2.6. Effet du sel et des ions métalliques………………………………………………. 

III.5. Dosage des α-amylases ………………………………………………………………. 

III.6. Purification des α-amylases…………………………………………………………... 

III.7. Caractérisation et propriétés spécifiques……………………………………………... 

III.7.1. Effet du pH et de la température…………………………………………………… 

III.7.2. Effet du sel et des ions métalliques……………………………………………….... 

III.7.3. Spécificité au substrat………………………………………………………………. 

III.7.4. Stabilité en présence de solvants organiques……………………………………...... 

III.7.5. Stabilité en présence d’agents tensioactifs………………………………………….. 

III.8. Applications des α-amylases halophiles…………………………………………….... 

III.8.1. Liquéfaction et saccharification de l’amidon……………………………………….. 

III.8.2. Formulations des détergents………………………………………………………... 

III.8.3. Clarification des jus de fruits……………………………………………………….. 

24 

24 

28 

28 

29 

29 

30 

30 

30 

31 

31 

32 

33 

34 

34 

34 

34 

35 

35 

35 

36 

36 

37 

II. Partie expérimentale………………………………………………………………….... 

II.1. Préparation de l’anchois salé-mûr……………………………………………………... 

II.2. Echantillonnage………………………………………………………………………... 

II.3. Détermination des paramètres physiques des anchois frais…………………………… 

II.4. Évaluation sensorielle des anchois salés-mûrs………………………………………… 

II.5. Composition proximale et analyse physicochimique des anchois salés-mûrs……….... 

II.5.1. Détermination du pH………………………………………………………………... 

II.5.2. Détermination de l’acidité titrable totale (ATT)…………………………………….. 

II.5.3. Détermination de la teneur en sel……………………………………………………. 

II.5.4. Détermination de la teneur en eau……………………………………………............ 

II.5.5. Détermination de la teneur en matière sèche (MS)………………………………….. 

II.5.6. Détermination de la teneur en cendres………………………………………………. 

II.5.7. Détermination de la teneur en matière grasse (MG)……………………………….... 

II.5.8. Détermination de la teneur en protéines brutes (N)…………………………………. 

II.5.9. Détermination de l’indice de peroxyde (Ip)…………………………………………. 

II.5.10. Détermination de l’indice de saponification (Is)…………………………………… 

II.5.11. Détermination de l’indice d’acide (Ia)……………………………………………..  

II.5.12. Détermination de la composition en acides gras………………………………….... 

II.5.13. Détermination de la teneur en matière minérale et éléments traces métalliques…... 

II.6. Analyse microbiologique…………………………………………………………….... 

II.6.1. Préparation de la solution mère et des dilutions décimales…………………………. 

38 

38 

38 

38 

38 

39 

40 

40 

40 

41 

41 

42 

42 

43 

43 

44 

44 

45 

45 

45 

45 



II.6.2. Dénombrement de la flore totale aérobie mésophile (FTAM)……………………....  

II.6.3. Dénombrement des coliformes totaux et des coliformes thermo-tolérants……….....  

II.6.4. Dénombrement des bactéries lactiques……………………………………………...  

II.6.5. Recherche et dénombrement des Clostridium-sulfito-réducteurs…………………...  

II.6.6. Recherche et dénombrement de Staphylococcus aureus…………………………....  

II.6.7. Dénombrement des levures et moisissures………………………………………….  

II.6.8. Dénombrement de la flore halophile……………………………………………….... 

II.7. Caractérisation des isolats halophiles………………………………………………….. 

II.7.1. Screening des activités hydrolytiques extracellulaires……………………………..... 

II.7.1.1. Mise en évidence de l’activité amylolytique……………………………………..... 

II.7.1.2. Mise en évidence de l’activité cellulolytique (CMCase)………………………….. 

II.7.1.3. Mise en évidence de l’activité pectinolytique……………………………………... 

II.7.1.4. Mise en évidence de l’activité xylanolytique…………………………………….... 

II.7.1.5. Mise en évidence de l’activité protéolytique…………………………………….... 

II.7.1.6. Mise en évidence de l’activité lipolytique………………………………………… 

II.7.2. Caractérisation morphologique des isolats et de leurs colonies…………………….. 

II.7.2.1. Caractérisation macroscopique……………………………………………………. 

II.7.2.2. Caractérisation microscopique…………………………………………………….. 

II.7.3. Caractérisation physiologique des isolats…………………………………………… 

II.7.4. Caractérisation biochimique des isolats halophiles………………………………….. 

II.7.4.1. Mise en évidence des enzymes respiratoires………………………………………. 

II.7.4.2. Recherche de la β-galactosidase…………………………………………………... 

II.7.4.3. Recherche de la lysine décarboxylase (LDC), l’ornithine décarboxylase (ODC) et 

l’arginine dihydrolase (ADH)………………………………………………………………. 

II.7.4.4. Recherche de l’uréase……………………………………………………………... 

II.7.4.5. Recherche du nitrate réductase……………………………………………………. 

II.7.4.6. Production d’indole……………………………………………………………….. 

II.7.4.7. Croissance sur le milieu Triple Sugar Iron (TSI)…………………………………. 

II.7.4.8. Croissance sur le milieu mannitol-mobilité……………………………………….. 

II.7.4.9. Utilisation du citrate sur le milieu au citrate de Simmons………………………… 

II.7.4.10. Réactions de Voges Proskauer (VP) et au Rouge de Méthyle (RM)……………. 

II.7.4.11. Tests sur Galerie API®20E™……………………………………………………. 

II.7.5. Caractérisation moléculaire des isolats performants………………………………… 

II.7.5.1. Extraction de l’ADN génomique………………………………………………….. 

II.7.5.2. Contrôle de la pureté et détermination de la concentration de l’ADN……………. 

II.7.5.3. Réaction de polymérisation en chaine (PCR)……………………………………... 

II.7.5.4. Electrophorèse sur gel d’agarose………………………………………………….. 

II.7.5.5. Séquençage des produits d’amplification…………………………………………. 

II.8. Sélection de la souche la plus performante……………………………………………. 

II.9. Production d’amylase par Bacillus flexus AC12………………………………………. 

II.9.1. Mesure de l’activité amylasique……………………………………………………... 

II.9.2. Estimation du taux des protéines……………………………………………………. 

II.9.3. Cinétiques de croissance et de production d’amylase……………………………….. 

II.9.4. Optimisation des conditions de culture pour la production d’amylase extracellulaire  

46 

46 

46 

47 

47 

47 

47 

48 

48 

48 

48 

48 

48 

49 

49 

49 

49 

50 

50 

51 

51 

51 

 

52 

52 

52 

52 

53 

53 

53 

53 

53 

54 

54 

55 

55 

55 

56 

56 

56 

56 

57 

58 

58 



II.9.4.1. Effet de la température et la période d’incubation sur la production d’amylase….. 

II.9.4.2. Effet du pH………………………………………………………………………… 

II.9.4.3. Effet de la concentration en sel……………………………………………………. 

II.9.4.4. Effet de la vitesse d’agitation……………………………………………………… 

II.9.4.5. Effet de la concentration (volume) de l’inoculum………………………………… 

II.9.4.6. Effet des sources de carbone………………………………………………………. 

II.9.4.7. Effet des sources d’azote………………………………………………………….. 

II.9.4.8. Effet des acides aminés et des ions métalliques…………………………………… 

II.10. Purification partielle de l’enzyme brute extracellulaire……………………………… 

II.10.1. Détermination du poids moléculaire par SDS-PAGE et zymographie de l’enzyme. 

II.10.1.1. Électrophorèse SDS-PAGE………………………………………………………. 

II.10.1.2. Zymographie de l’enzyme………………………………………………………... 

II.10.2. Caractérisation de l’enzyme partiellement purifiée………………………………... 

II.10.2.1. Effet de la température sur l’activité et la stabilité………………………………. 

II.10.2.2. Effet du pH sur l’activité et la stabilité…………………………………………... 

II.10.2.3. Effet de la concentration en sel sur l’activité et la stabilité………………………. 

II.10.2.4. Effet du temps de la réaction…………………………………………………….. 

II.10.2.5. Effet des ions métalliques sur l’activité et la stabilité……………………………. 

II.10.2.6. Effet des détergents et des surfactants sur l’activité de l’amylase……………….. 

II.10.2.7. Effet des solvants organiques…………………………………………………….. 

II.10.2.8. Détermination de la spécificité au substrat………………………………………. 

II.10.2.9. Détermination de la stabilité au stockage………………………………………… 

II.11. Production de l’amylase par deux types de fermentation en présence des substrats 

d’amidon brut……………………………………………………………………………….. 

II.11.1. Fermentation submergée (SmF)……………………………………………………. 

II.11.2. Fermentation en milieu solide (SSF)……………………………………………….. 

II.12. Applications industrielles possibles de l’amylase produite par Bacillus flexus AC12. 

II.12.1. Clarification du jus de pomme……………………………………………………... 

II.12.2. Compatibilité de l’amylase avec les détergents de commerce……………………... 

II.13. Analyse statistique…………………………………………………………………… 

59 

59 

59 

59 

59 

60 

60 

61 

61 

61 

61 

62 

63 

63 

63 

63 

63 

64 

64 

64 

64 

65 

 

65 

65 

65 

66 

66 

66 

67 

III. Résultats et Discussion………………………………………………………………... 

III. 1. Détermination des paramètres physiques des anchois frais…………………………. 

III. 2. Evaluation sensorielle………………………………………………………………... 

III. 3. Composition proximale et analyse physicochimique des anchois………………….... 

III. 3.1. Détermination du pH et de l’acidité titrable totale (ATT)…………………………. 

III.3.2. Détermination des teneurs en sel, en eau et en matière sèche………………………. 

III. 3.3. Détermination de la teneur en cendres……………………………………………... 

III. 3.4. Détermination de la teneur en matière grasse……………………………………… 

III. 3.5. Détermination de la teneur en protéines brutes……………………………………. 

III. 3.6. Détermination des indices de peroxyde, de saponification et d’acide…………….. 

III. 3.7. Détermination de la composition en acides gras…………………………………... 

III. 3.8. Détermination de la teneur en matière minérale et éléments traces métalliques…... 

III.4. Analyse microbiologique……………………………………………………………... 

III. 5. Caractérisation des isolats halophiles………………………………………………... 

68 

68 

68 

69 

69 

70 

71 

71 

71 

72 

72 

74 

76 

78 



III. 5.1. Screening des activités hydrolytiques extracellulaires…………………………….. 

III. 5.2. Caractérisation morphologique des isolats………………………………………… 

III. 5.3. Caractérisation physiologique des isolats………………………………………….. 

III. 5.4. Caractérisation biochimique des isolats halophiles………………………………... 

III. 5.5. Caractérisation moléculaire des isolats performants………………………………. 

III.6. Sélection de la souche la plus performante…………………………………………… 

III.7. Production d’amylase par Bacillus flexus AC12……………………………………... 

III.7.1. Cinétiques de croissance et de production de l’amylase par Bacillus flexus AC12... 

III.7.2. Optimisation des conditions de culture pour la production de l’amylase 

extracellulaire……………………………………………………………………………….. 

III.7.2.1. Effet de la durée d’incubation……………………………………………………. 

III.7.2.2. Effet de la température……………………………………………………………. 

III.7.2.3. Effet du pH……………………………………………………………………….. 

III.7.2.6. Effet de la concentration en sel…………………………………………………… 

III.7.2.4. Effet du volume de l’inoculum…………………………………………………… 

III.7.2.5. Effet de la vitesse d’agitation…………………………………………………….. 

III.7.2.7. Effet des ions métalliques………………………………………………………… 

III.7.2.8. Effet des sources de carbone……………………………………………………… 

III.7.2.9. Effet des sources d’azote…………………………………………………………. 

III.8.  Cinétiques de croissance et de production d’amylase par Bacillus flexus AC12 après 

optimisation …………………………………………………………………….................... 

III.9. Purification partielle de l’enzyme brute extracellulaire……………………………..... 

III.10. Détermination du poids moléculaire par SDS-PAGE et zymographie de l’enzyme... 

III.11. Caractérisation de l’enzyme partiellement purifiée…………………………………. 

III.11.1. Effet de la température sur l’activité et la stabilité……………………………….. 

III.11.2. Effet du pH sur l’activité et la stabilité…………………………………………… 

III.11.3. Effet de la concentration en sel sur l’activité et la stabilité………………………. 

III.11.4. Effet du temps de réaction……………………………………………………….. 

III.11.5. Effet des ions métalliques sur l’activité et la stabilité…………………………….. 

III.11.6. Effet des détergents et des surfactants sur l’activité et la stabilité……………….. 

III.11.7. Effet des solvants organiques sur l’activité et la stabilité…………………………. 

III.11.8. Détermination de la spécificité au substrat………………………………………... 

III.11.9. Détermination de la stabilité au stockage…………………………………………. 

III.12. Production de l’amylase par deux types de fermentation en présence des substrats 

d’amidon brut………………………………………………………………………………. 

III.13. Applications industrielles possibles de l’amylase produite par Bacillus flexus 

AC12……………………………………………………………………………………….. 

III.13.1. Clarification du jus de pomme……………………………………………………. 

III.13.2. Compatibilité de l’amylase avec les détergents de commerce……………………. 

78 

80 

81 

81 

86 

87 

87 

88 

89 

 

89 

90 

91 

92 

94 

95 

96 

97 

101 

 

103 

104 

105 

106 

106 

107 

108 

110 

110 

111 

112 

113 

114 

115 

115 

 

116 

116 

117 

Conclusion………..……………………………………………………................................ 

Références bibliographiques…………………………………………………………........ 

Annexes……………………………………………………………………………………..  

Résumés 

119 

122 

I-XIV 



ii 
 

Liste des abréviations 

AC : Anchois. 

ADN: Acide désoxyribonucléotidique. 

AOAC: Association of Official Analytical Chemists.  

AOCS: American Oil Chemists’ Society. 

API: Appareillage et Procédé d’Identification. 

ARN: Acide ribonucléotidique. 

ARNr 16S: Acide ribonucléique codant pour la petite sous-unité 16S de l’ARN ribosomal. 

aw: water activity. 

Blast: Basic Local Alignment Search Tool. 

CE: Commission Européenne. 

CMC: CarboxyMéthylCellulose. 

DMSO: DiMéthylSulfOxyde. 

DNS: 3,5-Dinitrosalicylic acid.  

DO: Densité Optique. 

EC: Enzyme Commission. 

EDTA: Ethylène Diamine Tétra-Acétique.  

ICMSF: International Commission on Microbiological Specifications for Foods. 

kDa: kiloDalton. 

MOS: Malto-oligosaccharides. 

NCBI: National Center for Biotechnology Information.  

NF: Norme Française. 

OVAT: One Variable At a Time. 

pb: paire de bases. 

PEG: PolyEthylene Glycol 

pH: potentiel Hydrogène. 

PMSF: PhenylMethylSulfonyl Fluoride ou Fluorure de PhénylMéthylSulfonyle. 

rpm: revolution per minute. 

SDS-PAGE: Sodium Dodecyl Sulfate-Poly Acrylamide Gel Electrophoresis. 

SmF: Submerged Fermentation. 

SSF: Solide State Fermentation. 

UI: Unité Internationale. 

USD: United States Dollar. 



iii 
 

Liste des figures  

Figure 1. Caractéristiques morphologiques de l’anchois Européen Engraulis encrasicolus: 

a)position de la bouche et forme du museau; b) forme du corps (Whitehead, 1985)…………………………. 

 

5 

Figure 2. Phylogénie à base moléculaire des trois domaines, mettant en évidence (rectangles 

rouges) les groupes microbiens halophiles. (A)Arbre bactérien modifié d’après Castelle et Banfield 

(2018).(B)Phylogénie archéenne modifiée à partir de Baker et al. (2020) ; les points rouges indiquent les groupes 

pour lesquels il n’existe pas de représentants cultivés.(C)Arbre eucaryote modifié d’après Burki et al. (2020)……….. 

 

 

 

16 

Figure 3. Les régions hydrophobes sont mises en évidence en orange, les régions hydrophiles en 

bleu. Les substitutions conservées sur la surface accessible aux solvants sont indiquées par des 

flèches. L’encart montre la localisation de la surface accessible par solvant dans l’hexamère. (A) 

Surface accessible au solvant de GsNiRet 
(B) 

TvNiR avec les potentiels électrostatiques relatifs de surface. La 

surface de TvNiR est chargée négativement (Popinako et al., 2017)……………………………………... 

 

 

 

 

22 

Figure 4. Courbe d’étalonnage de glucose par la méthode de DNS (Annexe II)  

Figure 5. Courbe d’étalonnage de BSA par la méthode de Bradford (Annexe II)  

Figure 6. Exemples de mise en évidence d’activités hydrolytiques extracellulaires……………..... 79 

Figure 7.  Effectif des activités hydrolytiques extracellulaires (Annexe III)  

Figure 8. Morphologie cellulaire et caractéristiques de la paroi cellulaire de deux isolats 

halophiles après coloration de Gram (grossissement × 100). A) AC12; B) AC3……………………..... 

 

81 

Figure 9. Produits d’amplification PCR du gène d’ARNr 16S des isolats d’intérêt sur gel 

d’agarose 0.8 % (p/v). M) Marqueur moléculaire Gene Ruler 1 kb………………………………………………… 

 

87 

Figure 10. Cinétiques de croissance bactérienne et de production d’amylase avant optimisation 

dans un milieu LB additionné de 1% d’amidon à 37°C sous agitation 150 rpm…………………… 

 

88 

Figure 11. Effet de la durée d’incubation sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 

dans un milieu LB additionné de 1% d’amidon à 37°C sous agitation 150 rpm…………………… 

 

89 

Figure 12. Effet de la température sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 dans un 

milieu LB additionné de 1% d’amidon pendant 72 h sous agitation 150 rpm……………………… 

 

91 

Figure 13. Effet du pH sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 dans un milieu LB 

additionné de 1% d’amidon à 37°C durant 72 h sous agitation 150 rpm…………………………... 

 

92 

Figure 14. Effet de la concentration saline sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 

dans un milieu LB aux différentes concentrations de NaCl, additionné de 1% d’amidon à 37°C 

durant 72 h sous agitation 150 rpm…………………………………………………………………. 

 

 

94 

 



iv 
 

Figure 15. Effet du volume de l’inoculum sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 

dans un milieu LB à 5% de NaCl, additionné de 1% d’amidon à 37°C durant 72 h sous agitation 

150 rpm……………………………………………………………………………………………... 

 

 

95 

Figure 16. Effet de la vitesse d’agitation sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 

dans un milieu LB à 5% de NaCl, additionné de 1% d’amidon à 37°C durant 72 h……………….. 

 

96 

Figure 17. Effet des ions métalliques sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 dans 

un milieu de production (6)à 37°C durant 72 h sous agitation 100 rpm……………………………. 

 

97 

Figure 18. Effet des sources de carbone sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 

dans un milieu de production (2) à 37°C durant 72 h sous agitation 100 rpm……………………... 

 

98 

Figure 19. Effet de la concentration de substrat sur la production d’amylase par Bacillus flexus 

AC12 dans un milieu de production (2) à différentes concentrations d’amidon à 37°C durant 72 h 

sous agitation 100 rpm…………………………………………………………………………........ 

 

 

99 

Figure 20. Effet des sources alternatives de carbone sur la production d’amylase par Bacillus 

flexus AC12 dans un milieu de production (3) à base de déchets de cuisine (2%) à 37°C durant 72 

h sous agitation 100 rpm……………………………………………………………………………. 

 

 

100 

Figure 21. Effet des sources d’azote organique sur la production d’amylase par Bacillus flexus 

AC12 dans un milieu de production (4) à 37°C durant 72 h sous agitation 100 rpm……………..... 

 

101 

Figure 22. Effet des sources d’azote inorganique sur la production d’amylase par Bacillus flexus 

AC12 dans un milieu de production (4) à 37°C durant 72 h sous agitation 100 rpm……………..... 

 

102 

Figure 23. Effet des acides aminés sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 dans un 

milieu de production (5) à 37°C durant 72 h sous agitation 100 rpm………………………………. 

 

103 

Figure 24. Cinétiques de croissance bactérienne et de production d’amylase après optimisation 

dans un milieu de production (7) à 37°C sous agitation 100 rpm………………………………….. 

 

104 

Figure 25. Résultats de la SDS-PAGE et du zymogramme de l’amylase produite par B. flexus 

AC12. M) Marqueurs protéiques ; 1) Enzyme partiellement purifiée ; 2) Hydrolyse du substrat dans le gel………….  

 

106 

Figure 26. Effet du temps de réaction sur l’activité amylasique…………………………………… 110 

Figure 27. Spécificité de l’amylase aux différents substrats……………………………………...... 114 

Figure 28. Stabilité de l’amylase au stockage……………………………………………………… 115 

Figure 29. Production fermentaire d’amylase sous fermentations SmF et SSF……………………. 116 

Figure 30. Effet de l’enzyme sur la clarification et le taux des sucres réducteurs du jus de 

pomme………………………………………………………………………………………………. 

 

117 

Figure 31. Compatibilité de l’amylase avec les détergents de commerce………………………..... 118 

 



v 
 

Liste des tableaux 

Tableau 1. Composition nutritionnelle de l’anchois Européen E. encrasicolus (g/100g) (Aakre 

et al., 2020)………………………………………………………………………………………... 

 

6 

Tableau 2. Classification des halophiles basée sur la tolérance au sel (Kushner et Kamekura, 

1988)………………………………………………………………………………………………. 

 

15 

Tableau 3.  Enzymes amylasiques (α-amylase, β-amylase et glucoamylase) provenant de 

microorganismes halophiles (Amoozegar et al., 2019)…………………………………………... 

 

25 

Tableau 4. Évaluation organoleptique de l’anchois salé-mûr (Filsingeret al., 1982)…………... 39 

Tableau 5.Composition du tampon acide acétique (20 mM) / acétate de potassium (20 mM) 

(Annexe I)…………………………………………………………………………………………. 

 

Tableau 6. Composition du tampon phosphate (20mM) (Annexe I)  

Tableau 7. Composition du tampon glycine (20mM)/ NaOH (20mM)*(Annexe I)  

Tableau 8. Milieux de culture utilisés pour la caractérisation physiologique et biochimique 

(Harley et Prescott, 2002) (Annexe I) 

 

Tableau 9. Lecture de la galerie miniaturisée API 20E  (Annexe III)  

Tableau 10. Composition des milieux de culture utilisés pour l’optimisation de la production 

d’amylase………………………………………………………………………………………….. 

 

58 

Tableau 11. Paramètres étudiés lors de l’optimisation du milieu de production de l’amylase…... 59 

Tableau 12. Composition des gels utilisés pour l’électrophorèse SDS-PAGE…………………... 62 

Tableau 13. Caractéristiques physiques, sensorielles et physicochimiques des différents 

échantillons d’anchois salés-mûrs………………………………………………………………… 

 

69 

Tableau 14. Composition en acides gras des échantillons d’anchois salés-mûrs………………… 74 

Tableau 15. Teneurs en éléments minéraux et traces métalliques des échantillons d’anchois 

salés-mûrs…………………………………………………………………………………………. 

 

75 

Tableau 16. Caractéristiques microbiologiques des échantillons d’anchois salés-mûrs…………. 78 

Tableau 17. Screening des activités hydrolytiques extracellulaires (Annexe III)  

Tableau 18. Caractéristiques morphologique et biochimique des isolats bactériens sélectionnés.. 83 

Tableau 19. Contrôle de la pureté et détermination de la concentration de l’ADN (Annexe III)  

Tableau 20. Espèces présentant les meilleures correspondances de similitude (100%) dans le  

Blast de l’ADNr 16S (Annexe III) 

 

Tableau 21. Caractéristiques biochimiques de la souche AC1 et de ses espèces les plus proches 

(Annexe III) 

 

  



vi 
 

Tableau 22. Caractéristiques biochimiques de la souche AC3 et de ses espèces les plus proches 

(Annexe III) 

Tableau 23.Caractéristiques biochimiques de la souche AC22 et de ses espèces les plus proches 

(Annexe III) 

 

Tableau 24. Indice enzymatique des isolats d’intérêt sur gélose à base d’amidon (Annexe III)  

Tableau 25. Résultats des étapes de la purification partielle de l’enzyme……………………….. 105 

Tableau 26.Effet des conditions du mélange réactionnel, température, pH et concentration 

saline, sur l’activité et la stabilité de l’amylase…………………………………………………… 

 

109 

Tableau 27.Valeurs moyennes de l’activité amylasique relative et résiduelle en présence de 

différents agents chimiques……………………………………………………………………….. 

 

112 

Tableau 28. Valeurs moyennes de l’activité amylasique relative et résiduelle en présence de 

différents solvants organiques…………………………………………………………………….. 

 

113 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

         Introduction 

 



Introduction 

 

1 

 

Le processus de salage-maturation du poisson est une pratique traditionnelle répandue dans 

les pays européens pour prolonger la durée de conservation de différentes espèces de poissons, 

comme le hareng de l’Atlantique (Clupea harengus), le sprat (Sprattus sprattus), la sardine 

(Sardina pilchardus) et l’anchois Européen (Engraulis encrasicolus). Parmi ces variétés de 

produits, l’anchois salé-mûr occupe une importance majeure dans le marché mondial avec un 

total de 16.408 tonnes équivalent poids vif (Czerner et Yeannes, 2013 ; EUMOFA, 2018).  

Ce processus est le plus souvent réalisé en tenant compte des paramètres de sécurité et de 

qualité du produit. Comme d’autres aliments fermentés naturellement, le processus implique 

différents microorganismes avec des mécanismes métaboliques dissemblables afin de 

modifier la saveur et d’autres caractéristiques sensorielles qui nécessitent la participation d’un 

éventail diversifié d’activités enzymatiques (Besteiro et al., 2000 ; Zgomba Maksimovic et 

al., 2018). L’anchois salé-mûr est préservé en raison d’une teneur élevée en NaCl et d’une 

faible activité de l’eau. Ces conditions empêchent la croissance des bactéries pathogènes et 

d’altération typiques (Yeannes, 1996 ; Czerner et Yeannes, 2014) et conduisent à la 

croissance d’une grande diversité de microbiotes halophile ou halotolérant capables de 

survivre et de se développer dans des environnements salins et hypersalins (Perez et al., 

2018 ; Fuka et al., 2020). Récemment, un intérêt particulier est porté à l’étude de la 

microflore halophile des écosystèmes alimentaires salés en particulier ceux à base de poissons 

(Gassem, 2019 ; Perez et al., 2020, 2021). Ces microorganismes exceptionnels sont dotés 

d’activités métaboliques et physiologiques adaptées pour fonctionner à fortes salinités. Leurs 

enzymes ont des propriétés uniques qui leur permettent de présenter une activité et une 

stabilité élevées en présence de sel, ce qui ouvre de nouvelles possibilités et opportunités de 

prospection biotechnologique (Karan et al., 2012 ; Nercessian et al., 2015 ; Fongaro et al., 

2020).  

L’industrie des enzymes est l’une des industries les plus importantes au monde. Sur le marché 

mondial, il existe toujours un besoin de découvrir des enzymes dotées d’activités nouvelles, 

exceptionnelles et d’une stabilité élevée (Thapa et al., 2019). Ce besoin est alimenté par les 

exigences industrielles et la nécessité d’interventions enzymatiques dans des bioprocédés 

nouveaux et difficiles. Les applications industrielles des enzymes nécessitent qu’elles soient 

stables dans des conditions opérationnelles difficiles. Récemment, les bactéries halophiles ont 

suscité un intérêt en raison de leur capacité à s’adapter à des concentrations de sel très élevées 

(Torregrosa-Crespo et al., 2017). Les hydrolases d’origine halophile ont des traits très 

différents de ceux des mésophiles. Ces enzymes sont tolérantes aux plusieurs conditions 
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extrêmes telles que le pH alcalin, la température élevée et les fortes concentrations de sel. Ces 

attributs à multiples facettes sont attrayants et permettent leur utilisation dans l’industrie, 

principalement dans l’alimentation, la production de charcuterie, de saumures, la 

transformation des produits de la mer et le traitement des déchets générés par ces processus. 

De cette façon, il est possible de satisfaire le besoin de disposer de processus propres, de 

rentabilité industrielle et des améliorations biotechnologiques (Flores-Gallegos et al., 2019). 

La plupart des hydrolases halophiles telles que les amylases, les cellulases, les lipases, les 

xylanases et les protéases ont été signalées chez les bactéries halophiles (De Lourdes 

Moreno et al., 2013 ; Ali et al., 2014). Beaucoup d’entre elles ont été étudiées en détail et 

caractérisées comme de nouveaux biocatalyseurs (Kumar et al., 2016). 

Les amylases sont parmi les enzymes les plus importantes et ont un impact significatif sur la 

biotechnologie en constituant une classe d’enzymes industrielles qui représente environ 25-

30% du marché mondial des enzymes (Azad et al., 2009). Le marché mondial des amylases a 

augmenté chaque année et est estimé à 320.1 millions USD en 2024 (Ashraf et al., 2018). 

Malgré leur grand potentiel pour les applications industrielles, les études sur les α-amylases 

halophiles sont très limitées. À ce jour, pas plus de 34 amylases halophiles ont été purifiées et 

caractérisées à partir d’Archaea, de bactéries et de champignons halophiles (Amoozegar et 

al., 2019 ; Deutch et Yang, 2020 ; Gómez-Villegas et al., 2021 ; Siroosi et al., 2021). Très 

peu de genres de bactéries halophiles ou halotolérantes, dont Micrococcus, Halomonas, 

Nesterenkonia, Chromohalabacter, Marinobacter, Halobacillus, Thalassobacillus et Bacillus, 

ont été signalés comme producteurs d’amylase (Delgado-García et al., 2012 ; Suganthi et 

al., 2015 ; Amoozegar et al., 2019). Une attention plus considérable a été accordée aux 

espèces Bacillus spp. en raison de leurs besoins en nutriments bon marché et de leur taux de 

croissance rapide. Les espèces de Bacillus sont connues pour produire des enzymes qui 

résistent à la salinité, au pH alcalin et aux températures élevées, ce qui leur confère un grand 

intérêt industriel. Ces bactéries sont responsables d’environ 50% du marché total des enzymes 

(Schallmey et al., 2004 ; Vaikundamoorthy et al., 2018 ; Obi et al., 2019).  

La recherche d’amylase microbienne avec de nouvelles activités et une stabilité améliorée est 

un travail difficile qui peut soutenir commercialement plusieurs industries connexes (Sahoo et 

al., 2016), dans ce contexte, l’isolement et le criblage des organismes halophiles pour des 

amylases de traits désirés est un domaine de recherche contemporain (Kumar et Khare, 

2015).  
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Sur cette base, la présente étude a été principalement entreprise pour caractériser et évaluer le 

potentiel biotechnologique d’une amylase extracellulaire produite par une bactérie halo-

alcalitolérante Bacillus flexus AC12 isolée d’un écosystème alimentaire salé : les anchois 

traditionnels salés-mûrs. Pour atteindre cet objectif, quatre aspects ont été étudiés : 

 Le premier aspect était l’évaluation et la comparaison des attributs de qualité de trois 

échantillons prélevés de profondeurs différentes d’un même baril d’anchois salés 

(Engraulis encrasicolus) produits selon une méthode traditionnelle, en évaluant leur 

composition proximale, leurs caractéristiques physicochimiques, microbiennes et 

sensorielles. Le concept de l’effet de profondeur sur l’ensemble des caractéristiques de 

qualité de l’anchois Européen salé-mûr traditionnel est étudié pour la première fois 

dans ce travail.  

 Le deuxième portait sur le criblage et l’identification de bactéries halotolérantes 

productrices d’enzymes extracellulaires d’importance industrielle, avec un intérêt 

particulier pour les activités polysaccharidiques. 

 Le troisième était l’optimisation des conditions de culture et le développement d’un 

milieu approprié pour obtenir un maximum de production de l’enzyme d’intérêt; par la 

suite l’amylase a été partiellement purifiée et caractérisée. 

 Enfin, le dernier aspect de cette recherche était l’application de cette enzyme et 

l’utilisation potentielle des déchets de cuisine et agricoles comme milieu à faible coût 

pour la produire sous deux méthodes de fermentations, en milieu solide et submergée.  

Ce manuscrit est structuré en trois parties dont la première est une revue bibliographique 

traitant tout ce qui concerne la technologie de salage de l’anchois Européen (Engraulis 

encrasicolus), les microorganismes halophiles, leurs diversités métabolique et phylogénétique, 

leurs stratégies d’adaptation aux fortes salinités, les propriétés de leurs enzymes en détaillant 

plus particulièrement les amylases et leur potentiel biotechnologique. La seconde partie 

rapporte la méthodologie détaillée du travail et la troisième expose tous les résultats obtenus 

comparés et discutés. 
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I.1. Notion de petits pélagiques  

Par définition, les poissons pélagiques vivent dans le domaine pélagique, c’est-à-dire qu’ils se 

déplacent librement dans la colonne d’eau où ils passent la plupart de leur temps (Fréon et al., 

2005). Les petits poissons pélagiques jouent un rôle écologique extrêmement important dans 

les écosystèmes marins, constituent certaines des ressources halieutiques les plus précieuses 

sur le plan économique et jouent un rôle vital dans la sécurité alimentaire mondiale. En raison 

de leur court temps de génération et de leur couplage étroit avec les niveaux trophiques 

inférieurs, leurs populations présentent une dynamique d’expansion et de ralentissement qui 

est étroitement liée à la variabilité climatique (Richardson et al., 2014; Peck et al., 2021).  

Les anchois et les sardines ont été identifiés parmi les organismes les plus importants dans les 

réseaux trophiques marins, comme, dans certains écosystèmes tels que les régions de 

remontée d’eau, où ils occupent un niveau trophique intermédiaire fondamental. Leurs 

captures ne sont pas seulement importantes pour la consommation humaine directe mais aussi 

essentielles pour la fabrication de la farine et l’huile de poisson utilisées dans les industries 

agroalimentaire et aquacole (FAO, 2016 ; Lindegren et al., 2018). En mer Méditerranée, les 

espèces telles que la sardine Européenne (Sardina pilchardus, Walbaum, 1792), et l’anchois 

Européen (Engraulis encrasicolus, Linnaeus, 1758) se sont révélés être des éléments clés dans 

le transfert d’énergie des organismes à niveau trophique inférieur aux organismes à niveau 

trophique supérieur. Ces deux espèces sont les plus importantes en termes de biomasse et 

d’intérêt commercial le long de la côte Algérienne (Bacha et Amara, 2012; Albo-Puigserver 

et al., 2017). 

I.2. Anchois Européen (Engraulis encrasicolus) 

L’anchois Européen (Engraulis encrasicolus, Linnaeus 1758) est une espèce pélagique côtière 

de courte durée qui est répartie dans l’Atlantique Est, de la Norvège à l’Afrique du Sud, et 

dans la mer Méditerranée, la mer Noire et la mer d’Azov. En raison de son abondance dans 

les milieux pélagiques, l’anchois Européen est l’une des espèces de petits poissons pélagiques 

les plus importantes sur le plan commercial dans toute la Méditerranée, atteignant 270000 

tonnes débarquées par an en moyenne dans l’ensemble du bassin (Morello et Arneri, 2009; 

FAO, 2018). 

L’anchois Européen appartient à la famille des Engraulidae de l’ordre des Clupeiformes. Il a 

un corps très mince et fusiforme avec la coloration typique des poissons pélagiques : un dos 

foncé pour éviter la détection par les oiseaux, et un ventre argenté, qui est confondu avec 
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l’apparence de la surface de l’eau lorsqu’il est observé par le dessous. Il est couvert d’écailles 

minces et faciles à enlever (Pons-Sánchez-Cascado et al., 2006). 

La taille habituelle des anchois est généralement de 12 à 15 cm. La position de la bouche est 

ventrale et elle est grande selon la taille du corps. La mâchoire supérieure est plus longue que 

la mâchoire inférieure et le bord avant de la mâchoire inférieure est à peu près au même 

niveau que la narine. Le museau est pointu. Il y a un maxillaire court arrondi qui s’allonge 

presque jusqu’à la face avant du pré-opercule (Figure 1). Sa nageoire anale est courte et reste 

derrière la base de la dernière raie dorsale. Le museau translucide et proéminent des anchois 

leur confère une silhouette caractéristique, et leur bouche infère s’ouvre beaucoup plus 

longuement que celle de la sardine (Whitehead, 1985; Léopold, 2004). 

 

Figure 1. Caractéristiques morphologiques de l’anchois Européen Engraulis encrasicolus: 

a) position de la bouche et forme du museau; b) forme du corps (Whitehead, 1985). 

I.3. Composition nutritionnelle de l’anchois Européen  

Les anchois sont généralement classés parmi les poissons gras (Prato et Biandolino, 2012). 

Ces poissons sont riches en acides gras essentiels tels que les acides gras polyinsaturés n-3 à 

longue chaîne (AGPI n-3), dont l’acide eicosapentaénoïque (EPA, 20:5n-3) et l’acide 

docosahexaénoïque (DHA, 22:6n-3) (Tableau 1), ces derniers sont considérés comme 

bénéfiques pour la santé humaine (Calder, 2018). De plus, l’anchois possède un bon 

complément en acides aminés essentiels, en particulier la lysine, et en micronutriments en 

quantité non-négligeable, notamment, l’iode, le sélénium, le calcium, le potassium, et les 

vitamines B3, B6, B9 B12, A1 et E (Aakre et al., 2020). La composition nutritionnelle du 

poisson peut varier considérablement au sein d’une même espèce et entre les espèces, selon le 

type de tissu, l’habitat, la région et la saison (Tilami et Sampels, 2017). Ce sont les teneurs 

en lipides et en eau qui présentent les variations les plus marquées; les teneurs en protéines et 



I. Revue bibliographique                             Chapitre I. Technologie de salage de l’anchois Européen                              

 

6 

 

en cendres sont pour la plupart insignifiantes (Kaya et Turan, 2010; Šimat et Bogdanović, 

2012).  

Tableau 1. Composition nutritionnelle de l’anchois Européen E. encrasicolus (g/100g) 

(Aakre et al., 2020). 

Éléments nutritifs E. encrasicolus 

(Poisson entier) 

E. encrasicolus 

(Filet avec peau) 

Eau 73.6 ± 1.50 75.4 ± 1.80 

Cendres 3.0 ± 0.31 1.9 ± 0.19 

Protéines 18.7 ± 0.90 19.2 ± 0.70 

Lipides 4.3 ± 0.40 4.2 ± 1.10 

∑n-3 1.8 ± 0.03 1.5 ± 0.34 

∑n-6 0.14 ± 0.004 0.13 ± 0.05 

Acide Eicosapentaénoïque (EPA) 0.54 ± 0.01 0.41 ± 0.01 

Acide Docosahexaénoïque (DHA) 1.0 ± 0.02 0.84 ± 0.21 

I.4. Technologie de salage 

Le salage de différentes espèces pélagiques est une pratique traditionnelle et courante dans le 

monde entier (Skåra et al., 2015). Il est également utilisé dans le prétraitement du poisson 

avant l’emploi de technologies de transformation telles que le fumage, le séchage et la mise 

en conserve (Turan et Erkoyuncu, 2012). Les anchois salés sont préparés dans la région 

méditerranéenne à partir de poissons de l’espèce Engraulis encrasicolus. En Argentine, au 

Chili et au Pérou, les espèces utilisées sont Engraulis anchoita et Engraulis rigens (Perez-

Villarreal et Pozo, 1992 ; Triqui et Reinneccius, 1995).  

I.4.1. Qualité de la matière première 

La qualité des produits finaux est considérablement influencée par la qualité et surtout la 

fraîcheur du produit brut (Sampels, 2015). À la réception, le poisson fait l’objet d’un contrôle 

en vue de déceler les signes éventuels d’une altération organoleptique ou chimique tels que la 

présence de tâche jaune sur l’opercule, de la perte de l’intégrité du péritoine, de l’affaissement 

de l’œil et de la perte de l’adhérence de la colonne vertébrale au muscle. La première 

condition de réussite est un poisson très frais. Sinon, les parties internes du poisson 

commencent à se détériorer avant que le sel ne les pénètre. Rappelons l’extrême fragilité de 

l’abdomen qui se traduit par son éclatement même sur des individus frais (Chaouqy et El 

Marrakchi, 2005).  
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I.4.2. Qualité du sel 

Les producteurs proposent un sel de qualité, conforme aux normes en vigueur dans 

l’alimentation, avec des granulométries et des préparations sur mesure selon les besoins 

spécifiques des utilisateurs. Le chlorure de sodium est un ingrédient essentiel du processus de 

maturation de l’anchois, contribuant non seulement à la saveur et à la texture de ce type de 

produit, mais aussi à la stabilité microbiologique (Phelps et al., 2006). Le sel à utiliser pour le 

salage doit contenir des niveaux tolérables de MgCl2, de CaCl2, de MgSO4 ou de CaSO4, de 

Fe2+ et de Cu2+ afin d’éviter la décoloration du poisson. Il doit également être approprié au 

type de salage utilisé et à la matière première à traiter. La chair du poisson est fragile, elle 

peut être brûlée par le sel, d’où l’importance du choix de la granulométrie (gros sel pour un 

poisson gras, sel fin pour un poisson maigre) qui influe sur la vitesse de pénétration (Tuara, 

1997 ; Berkel et al., 2005). 

I.4.3. Méthodes de salage 

Trois méthodes de salage du poisson sont décrites ici: le salage à sec, le salage humide  et le 

salage mixte : 

I.4.3.1. Salage à sec  

C’est la technique la plus traditionnelle, elle consiste à déposer du sel sur le poisson et à 

l’empiler de telle manière que la saumure qui en résulte s’égoutte. La pénétration du sel peut 

prendre plusieurs heures. Le gros sel convient mieux au salage à sec. Le sel fin attire trop 

rapidement l’eau de l’extérieur du poisson, ce qui rend l’extérieur dur. Par conséquent, l’eau à 

l’intérieur du poisson ne peut pas s’échapper et le sel ne peut pas pénétrer profondément dans 

le poisson. Le poisson se gâte donc malgré le salage. C’est ce qu’on appelle la « brûlure 

saline ». Le gros sel n’a pas cet effet (Berkel et al., 2005).  

I.4.3.2. Salage humide (ou salage en saumure)  

Dans ce procédé, le poisson est mélangé à du sel et entreposé dans des récipients étanches 

dans sa propre saumure (liquide qui se forme par dissolution du sel dans l’eau extraite des 

tissus du poisson). Les saumures peuvent être classées en saumures légères, saumures 

moyennes et saumures lourdes en fonction de leur concentration. L’une des classes 

susmentionnées peut être utilisée en fonction de la qualité du poisson à saler ou de la forme de 

salage souhaitée. La saumure contient 9 à 11% de sel dans le cas d’un salage léger, 14 à 16% 

de sel dans le cas d’un salage moyen et 24% de sel dans le cas d’un salage lourd (Turan et 

Erkoyuncu, 2012). Si la saumure est saturée à moins de 12%, le poisson absorbe la saumure, 
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tandis que si elle est saturée à plus de 12%, le poisson perd de l’eau et des substances solubles 

(Berkel et al., 2005).  

I.4.3.3. Salage mixte 

Il est possible d’obtenir un produit de meilleure qualité en employant les méthodes de salage à 

sec et de salage en saumure. Le produit salé peut être conservé plus longtemps. Dans cette 

méthode, le poisson est tout d’abord salé à sec. L’eau évacuée par le poisson forme une 

solution salée concentrée avec le sel disponible. L’eau évacuée par les poissons par osmose 

n’est pas éliminée. Dans le cas où ladite eau ne recouvre pas la surface du poisson, une 

certaine quantité de solution saline saturée est ajoutée 1 ou 2 jours plus tard (Regenstein et 

Regenstein, 1991; Horner, 1992). Dans ce cas, le sel sec à la surface du poisson empêche la 

saumure de se diluer progressivement. Comme le sel se dissout dans l’eau rejetée par le 

poisson, de l’eau salée supplémentaire se forme et la saumure reste saturée. De cette façon, les 

aspects négatifs des deux méthodes précédentes sont éliminés (Curtis, 1993). 

I.4.4. Procédé de production des anchois salés 

Afin d’obtenir un produit de qualité supérieure, les viscères sont retirés ou partiellement 

retirés et, si nécessaire, la tête est enlevée immédiatement après le débarquement. Le 

nettoyage doit être effectué très rapidement, sinon les bactéries qui ont été transmises au 

poisson par l’eau de mer attaquent les tissus après la mort du poisson et entraînent leur 

altération. Le nettoyage permet également de faciliter et d’accélérer la pénétration de l’eau 

salée dans la cavité ventrale et les parties internes du poisson (Tunalı, 1984). Au cours du 

pré-salage, le poisson entier frais est immergé dans une saumure saturée pendant une période 

minimale de 24 h jusqu’à ce que l’équilibre osmotique soit atteint dans le muscle. Durant 

cette étape, l’activité de l’eau (aw) est réduite de 0.99, correspondant au poisson cru, à 0.80-

0.84 (Filsinger, 1987; Czerner et Yeannes, 2010). Ces anchois sont ensuite placés dans des 

barils en alternant des couches de poisson et de sel en commençant et en terminant par une 

couche de sel et disposés selon le procédé traditionnel appelé « head-tail » ou « queue-tête ».  

Des poids sont appliqués sur le couvercle du baril en plaçant un tapis ou des morceaux de bois 

sur le dessus. Il n’est pas nécessaire d’appliquer un poids le premier jour. Cependant, il est 

recommandé d’appliquer un poids égal à 20% du poids du poisson le deuxième jour et un 

poids égal à 40% du poids du poisson après 4 ou 5 jours. Les poids empêchent les poissons 

d’entrer en contact avec l’air (Gülyavuz et Ünlüsayın, 1999). Le sel sec doit être ajouté à la 

saumure et la solution doit être bien mélangée de temps en temps car l’eau déversée par le 
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poisson dilue la solution. Comme les poissons salés par la méthode de saumurage n’entrent 

pas en contact avec l’air, l’oxydation des graisses est plus faible. Le goût et l’aspect du 

produit sont meilleurs. Il faut également vérifier régulièrement le récipient. Si de la mousse 

apparaît sur le dessus de la saumure (résultat de la fermentation), il faut remplacer la vieille 

saumure par une saumure fraîche (Berkel et al., 2005). 

I.4.4.1. Dynamique et physicochimie du salage  

Ce procédé se déroule en deux étapes: le salage et la maturation.  La première comprend  la 

diffusion du sel dans le poisson et l’élimination de l’eau suite à une pression osmotique 

dissemblable entre le poisson et la solution environnante. Ce processus se termine lorsque 

l’équilibre est atteint (Barat et al., 2003; Gallart-Jornet et al., 2007). L’absorption du sel 

dépend de nombreux facteurs, dont la qualité et la composition chimique de la matière 

première, l’espèce, le type de muscle, la taille et le poids du poisson, l’épaisseur du filet, l’état 

physiologique, la méthode de salage, la concentration de saumure, la durée du processus de 

salage, le rapport poisson/sel et la température (Jittinandana et al., 2002; Barat et al., 2006; 

Bellagha et al., 2007; Gallart-Jornet et al., 2007). 

La seconde est plus lente et implique une série de processus biochimiques complexes qui 

provoquent des changements chimiques et physicochimiques, et dure de 3 à 12 mois selon 

l’espèce de poisson et la technologie de fabrication utilisée (Roldán et al., 1985; Hernández-

Herrero, 1999a, b).  

Après le processus de salage-maturation de l’anchois, la teneur en humidité diminue de 75.5% 

dans le poisson frais à 54% dans le poisson salé et la perte de la teneur en humidité 

s’accompagne d’une augmentation des teneurs en sel et en cendres. L’augmentation de la 

teneur en sel et en cendres des anchois salés n’est significative que pendant la première 

semaine de maturation. L’augmentation de la teneur en sel favorise les interactions protéine-

protéine et diminue les interactions protéine-eau (Hernández-Herrero et al., 1999a). Les 

changements chimiques qui se produisent dans les protéines musculaires de l’anchois pendant 

le processus de maturation sont liés à la dégradation de la structure myofibrillaire du muscle. 

En dépit d’une dégradation considérable des protéines, l’anchois salé mûr conserve sa 

structure et est facilement découpé en filets. L’hydrolyse des protéines musculaires est 

importante pendant les 6 premières semaines (Hernández-Herrero et al., 2000).  

El-Sebaiy et Metwalli (1989) ont rapporté que la teneur en lipides totaux du poisson 

diminuait suite au processus de salage-maturation, tandis que Hernández-Herrero et al. 
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(1999a) ont observé que la teneur en graisse de l’anchois restait constante pendant le 

processus de maturation, bien qu’une légère variabilité soit apparue.  

Selon Hernández-Herrero et al. (1999a), le pH du muscle des anchois a sensiblement 

diminué de 6.13 à 5.72 au cours de la première semaine de maturation et est resté constant 

jusqu’à la 8ème semaine. Alors qu’Ababouch et El Marrakchi (2009) ont rapporté une chute 

de 6.0 au début à 5.4 après 3 à 4 mois de maturation. Le pH du milieu et le type de sels 

utilisés pour le salage peuvent influencer le degré de dénaturation des protéines affectant ainsi 

plus ou moins la fonctionnalité des protéines (Morrissey et al., 1987). 

I.4.4.2. Microbiologie du salage 

L’anchois salé se caractérise par une teneur élevée en NaCl (14-20 g/100 g) et une activité de 

l’eau proche de 0.75 (Filsinger, 1987; Yeannes, 1996), ce qui empêche la croissance de 

bactéries pathogènes telles que Clostridium botulinum, et des bactéries d’altération typiques 

du poisson frais (Gram et Huss, 1996). En tenant compte de l’aspect microbiologique, 

différentes études ont indiqué que l’écosystème de ce type de produit est dominé par des 

microorganismes halotolérants et halophiles modérés et extrêmes (Hernández-Herrero et al., 

1999a, 2002; Karaçam et al., 2002; Felix et al., 2004, 2007, 2016; Pons-Sánchez-Cascado 

et al., 2005; Moschetti et al., 2006; Rajan et al., 2010; Czerner et Yeannes, 2014; Perez et 

al., 2016). Les études centrées sur le rôle de ces microorganismes dans le processus de 

maturation sont limitées. Dans ce sens, certains auteurs avaient suggéré une participation 

microbienne dans le processus de maturation de l’anchois salé (Villar et al., 1985; 

Hernández-Herrero et al., 1999a). Czerner et Yeannes (2014) ont rapporté que le 

processus de maturation est dominé par des bactéries halophiles modérées, dont beaucoup ont 

des activités protéolytiques, lipolytiques et triméthylamine oxyde réductase. Ces activités 

pourraient contribuer à l’augmentation des teneurs en azote non protéique, en acides gras 

libres et en azote basique volatil total, trois indices qui présentent une bonne corrélation avec 

le temps de maturation et l’évaluation sensorielle (Hernández-Herrero et al., 1999a; Pons-

Sánchez-Cascado et al., 2005).  

Un autre aspect qui a été souvent étudié est la production bactérienne d’histamine et d’autres 

amines biogènes, qui, à forte concentration, nuit à la qualité et à la sécurité du produit final 

(EFSA, 2011). Les études microbiologiques sur les anchois salés ont principalement été 

menées sur la production d’histamine (Yeannes, 1995, 2003; Karaçam et al., 2002; Pons-

Sánchez-Cascado et al., 2005; Felix et al., 2007, 2016 ; Aponte et al., 2010). La 

Commission européenne a publié deux règlements de la Commission (CE n° 1441/2007; CE 
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n° 1019/2013) établissant la limite d’histamine pour les produits de la pêche saumurés/salés 

mûrs à 400 mg/kg de poisson. Pons-Sánchez-Cascado et al. (2003) et Ben Mohamed et al. 

(2016) ont signalé que la formation des amines biogènes pendant la maturation était modérée. 

Parallèlement, plusieurs études sur les écosystèmes alimentaires, en particulier celles menées 

sur la conservation des produits de la pêche, ont testé l’utilisation des archées comme starter 

pendant la maturation des anchois salés. Aponte et al. (2010) et Tapingkae et al. (2010) ont 

clairement montré que l’utilisation de souches d’archées halophiles, ayant la capacité à 

dégrader l’histamine, en tant que starter pourrait améliorer de manière significative la sécurité 

et la qualité sensorielle des anchois salés (Engraulis encrasicolus). D’autre coté, Lee et al. 

(2015) ont isolé huit bactéries dégradant l’histamine à partir des échantillons d’anchois salés, 

appartenant au genre Bacillus et dont la plus prometteuse était une bactérie halotolérante. 

Gassem (2019) a également rapporté que Bacillus spp. et Staphylococcus spp. étaient les 

genres prédominants associés au poisson fermenté salé (Hout-Kasef). Récemment, Perez et al. 

(2021) ont montré que les membres de la famille des Halobacteriaceae et des genres 

bactériens Halomonas et Chomohalobacter étaient associés à la dégradation de l’histamine et 

leur potentiel en tant que cultures starter simples ou mixtes pour améliorer l’innocuité des 

aliments salés est prometteur. Différentes études ont rapporté l’isolement de nombreuses 

nouvelles bactéries et archées à partir de fruits de mer salés et fermentés : Lentibacillus 

salicampi SF-20T (Yoon et al., 2002), Lentibacillus halophilus sp. nov. (Tanasupawat et al., 

2006), Halobacterium piscisalsi HPC1-2T (Yachai et al., 2008), Natrinema gari HIS40-3T 

(Tapingkae et al., 2008), Haloterrigena jeotgali A29T (Roh et al., 2009), Lentibacillus 

jeotgali GrbiT (Jung et al., 2010), Haloarcula salaria HST01-2RT et Haloarcula 

tradensisHST03T (Namwong et al., 2011), Halomonas shantousis SWA25T (Jiang et al., 

2014), Lentibacillus lipolyticus SSKP1-9T (Booncharoen et al., 2019), et Haloargentinum 

marplatensis gen. nov., sp. nov. (Perez et al., 2020). 

I.4.4.3. Aspect sensoriel du salage 

Le salage et la maturation sont des pratiques courantes et traditionnelles utilisées pour 

conserver différentes espèces de petits poissons pélagiques comme le hareng, le sprat et 

l’anchois (Madureira et al., 2009). Ce type de produits a une consistance ferme, une couleur 

rougeâtre, une texture juteuse, ainsi qu’une odeur et une saveur caractéristiques, résultat des 

changements physicochimiques et enzymatiques qui ont lieu pendant la maturation. Les 

mécanismes impliqués dans le développement des caractéristiques sensorielles ne sont pas 

entièrement compris. Les réactions impliquées dans la protéolyse et la lipolyse génèrent un 
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grand nombre de composés non volatils et volatils, respectivement, qui peuvent contribuer 

directement au goût et à l’arôme ou qui sont des précurseurs pour une oxydation ultérieure et 

une génération de composés aromatiques volatils (Toldrá et Flores, 1998 ; Toldrá, 2006a, b). 

L’arôme final sera plus ou moins agréable selon le type, la quantité et l’équilibre des 

composés volatils. Triqui et Zouine (1999) ont mis en évidence une forte contribution 

d’aldéhydes puissants à faible point d’ébullition aux notes aromatiques typiques de l’anchois 

salé mûr. Ces aldéhydes sont probablement générés par voie enzymatique à partir d’acides 

aminés libres pendant la maturation.  

I.4.4.4. Rôle des enzymes dans le processus de maturation 

Dans le poisson salé, la maturation est décrite par trois hypothèses. Ce sont, la théorie 

microbiologique, la théorie autolytique et la théorie des enzymes. Dans la théorie 

microbiologique, les microorganismes produisent les enzymes actives essentielles, et ces 

enzymes pénètrent dans la chair et contribuent au processus de maturation. La théorie 

autolytique décrit que la maturation est le résultat de l’activité des enzymes des muscles ou 

d’autres tissus, ou du tractus gastro-intestinal. Enfin, la théorie enzymatique explique la 

maturation du poisson salé comme ayant lieu sous l’influence de certaines enzymes, à savoir 

celles contenues dans le tissu musculaire, celles des organes du corps intestinal du poisson, 

ainsi que celles produites par les microorganismes (Giyatmi et Irianto, 2017).  

Le terme de maturation ou de saumurage décrit le processus des changements protéolytiques 

et lipolytiques souhaitables qui repose à la fois sur des enzymes naturelles qui peuvent 

provenir du muscle du poisson ou du tractus intestinal (enzymes endogènes) et sur des 

microbes (enzymes exogènes) (Besteiro et al., 2000; Skåra et al., 2015). Dans ces conditions 

salines, la sélection d’une communauté microbienne se produit et leurs activités enzymatiques 

affectent la composante lipidique et protéique des tissus des poissons (Hernández-Herrero, 

et al., 1999a ; Czerner et al., 2011) pendant le processus de maturation. Ce processus 

détermine les changements de couleur, de jutosité, de texture, d’odeur et de saveur (Coppes et 

al., 2002). 

Pendant le processus, la protéolyse est caractérisée principalement par la dégradation des 

protéines musculaires par des enzymes endogènes avec augmentation des peptides et des 

acides aminés libres. L’activité des enzymes du tube digestif est généralement la plus 

importante, bien que les protéases musculaires jouent également un rôle non négligeable 

(Bjørkevoll et al., 2008). En effet, la protéolyse a un impact majeur sur l’adoucissement de la 
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texture et, ainsi, la tendance au ramollissement des poissons post-mortem (Purslow, 2014). 

En outre, les enzymes obtenues à partir de sources microbiennes ou tissulaires sont également 

utilisées pour améliorer la texture. 

La lipolyse constitue aussi un groupe important de réactions pendant la transformation du 

poisson. Les triacylglycérols et les phospholipides sont hydrolysés par voie enzymatique pour 

générer des acides gras libres. Les acides gras libres générés avec des doubles liaisons sont 

sujets à d’autres réactions oxydatives et au développement du rancissement.  Le résultat est la 

génération de composés aromatiques volatils qui peuvent soit améliorer l’arôme, soit 

contribuer à des arômes rances désagréables (Skibsted et al., 1998). Une teneur élevée en 

matières grasses est un indicateur de qualité essentiel pour tous les produits de salaison du 

poisson car elle est en corrélation avec des propriétés sensorielles souhaitables. Il a été 

démontré que l’oxydation chimique et enzymatique des acides gras insaturés et les 

interactions ultérieures avec les protéines, les peptides et les acides aminés libres créent la 

saveur typique des produits salés (Triqui et Reineccius, 1995).  
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II.1. Habitats salins et hypersalins  

Sur le plan écologique, les microorganismes halophiles habitent différents écosystèmes 

caractérisés par une salinité supérieure à celle de l’eau de mer, c’est-à-dire 3.5% de NaCl, ces 

niches vont des sols hypersalins, des sources, des lacs salés, des sebkhas et d’autres habitats 

salins côtiers naturels, des marais, des sédiments abyssaux marins aux endophytes (Ventosa 

et al., 2011). D’autres habitats connus sont le résultat de l’intervention humaine comme les 

aliments salés, les saumures, les champs pétrolifères, les étangs salés et les tanneries (Akpolat 

et al., 2015).  

Sur la base des paramètres physiques et des compositions chimiques, les environnements 

hypersalins sont principalement classés en deux catégories : les thalassohalins (provenant de 

l’eau de mer et contenant du chlorure de sodium comme sel prédominant) et les 

athalassohalins (largement dérivés de la solution de dépôts évaporatifs et contenant différents 

rapports d’ions (Madern et Zaccai, 2004). Les habitats naturels prédominants les mieux 

étudiés sont les lacs hypersalins et les salines solaires (Ventosa et al., 2015 ; Saccò et al., 

2021). L’Algérie compte plusieurs zones humides et lacs hypersalins, avec une typologie et 

une écologie spécifiques, dont 50 sont classés comme sites d’importance internationale en tant 

que sites Ramsar (Aliat et al., 2016). Ils sont caractérisés par des systèmes endoréiques 

typiques qui consistent en des écosystèmes lacustres salins « Sebkhas et Chotts », à savoir 

Sebkha Ezzemoul, Sebkha El Malah, Chott Melghir, Chott El Hodna, Chott Tinsilt  

(Ammara-Addou et al., 2015 ; Ariech et Guechi, 2015 ; Kharroub et al., 2015 ; 

Akmoussi-Toumi et al., 2020 ; Benmebarek et al., 2020).  

II.2. Classification des halophiles 

Bien que la vie ait également été détectée à des concentrations élevées de sels autres que le 

NaCl, la classification fonctionnelle du biote hypersalin est principalement basée sur les 

exigences et la tolérance au NaCl des différents organismes (De la Haba et al., 2011). Le mot 

halophile est dérivé du grec, signifiant « aimant le sel ». Ce sont des organismes qui aiment le 

sel et qui tolèrent jusqu’à 35% de NaCl (Castillo-Carvajal et al., 2014). Ils ont besoin d’ions 

sodium pour leur croissance et leur métabolisme. Selon Kushner et Kamekura (1988), ces 

microorganismes sont classés en cinq classes majeures en fonction de leur comportement vis-

à-vis du sel (Tableau 2). Les microorganismes halotolérants sont ceux qui peuvent se 

développer en présence et en l’absence de concentrations élevées de sel (Singh et al., 2019). 
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Les microorganismes halophiles sont également capables de survivre et de se développer de 

manière optimale dans un large spectre de facteurs environnementaux extrêmes et par 

conséquent, peuvent être considérés comme des « polyextrêmophiles » (Papke, 2015). En fait, 

un microorganisme halophile peut également être alcaliphile, désigné comme haloalcaliphile, 

se développant de manière optimale à des valeurs de pH supérieures à 9, mais ne peut pas se 

développer à la valeur de pH presque neutre de 6.5 (Mesbah et Wiegel, 2012).  

Tableau 2. Classification des halophiles basée sur la tolérance au sel (Kushner et Kamekura, 

1988).  

Classe Tolérance au NaCl (%, p/v) 

Non halophiles  ˂ 0.2 M (~ 1%) 

Halophiles légers 0.2-0.5 M (~ 1-3%) 

Halophiles modérés 0.5-2.5 M (~ 3-15%) 

Halophiles extrêmes limites 1.5-4.0 M (~ 9-23%) 

Halophiles extrême 2.5-5.2 M (~ 15-32%) 

II.3. Diversités phylogénétique et métabolique 

Les microorganismes halotolérants et modérément halophiles sont présents dans les trois 

domaines de la vie : Archaea, Bacteria et Eucarya (Figure 2). La distribution phylogénétique 

des halophiles extrêmes est plus limitée, ils appartiennent principalement aux Archaea 

(Fig.2B), avec seulement de rares exemples parmi les bactéries (Fig.2A) et parmi les 

champignons et les protistes (Fig. 2C).  
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Figure 2. Phylogénie à base moléculaire des trois domaines, mettant en évidence (rectangles 

rouges) les groupes microbiens halophiles. (A) Arbre bactérien modifié d’après Castelle et Banfield 

(2018). (B) Phylogénie archéenne modifiée à partir de Baker et al. (2020) ; les points rouges indiquent les 

groupes pour lesquels il n’existe pas de représentants cultivés. (C) Arbre eucaryote modifié d’après Burki et al. 

(2020). 

II.3.1. Archaea halophiles 

Les archées de la classe des Halobacteria au sein du phylum Euryarchaeota forment un 

groupe phylogénétiquement cohérent qui ne comprend que des halophiles. La classe est 

actuellement divisée en trois ordres (Halobacteriales, Haloferacales et Natrialbales) et six 

familles (Halobacteriaceae, Haloarculaceae, Halococcaceae, Haloferacaceae, 
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Halorubraceae et Natrialbaceae) (Oren et al., 2017). La plupart des membres du groupe sont 

pigmentés en rouge rosâtre en raison de la présence de pigments caroténoïdes (α-

bactériorubérine et dérivés). Beaucoup possèdent également des pigments rétiniens roses tels 

que la bactériorhodopsine (Oren, 2020).   

Les halobactéries sont généralement considérées comme des hétérotrophes aérobies qui 

utilisent des sources de carbone organique simples. Certains peuvent se développer par 

respiration anaérobie ou par fermentation, et la présence de la bactériorhodopsine, peut 

favoriser un mode de vie photohétérotrophe (Andrei et al., 2012). Récemment, il a été 

suggéré que les membres des halobactéries peuvent également utiliser des composés 

arsenicaux pour des processus bioénergétiques (Ordoñez et al., 2018). Des archées 

méthanogènes anaérobies qui vivent dans des concentrations élevées de sel ont également été 

signalées (Oren, 1999).  

II.3.2. Bactéries halophiles 

Les bactéries halophiles ont été documentées dans les phyla Proteobacteria, Cyanobacteria, 

Rhodothermaeota, Firmicutes, Actinobacteria, Bacteroidetes et Spirochaetes. La plupart 

appartiennent au phylum des Firmicutes (Bacillus, Oceanobacillus, Alkalibacillus, 

Virgibacillus, Halobacillus), Actinobacteria (Leucobacter, Arthrobacter et Nesterenkonia) ou 

Proteobacteria (Halomonas, Chromohalobacter et Halovibrio) (Oren, 2008 ; Gonzalez-

Domenech et al., 2009 ; Luo et al., 2009 ; Tang et al., 2011 ; El Hidri et al., 2013 ; 

Govender et al., 2013 ; Oren, 2013a).  

Un groupe spécialisé d’hétérotrophes aérobies modérément halophiles est la famille des 

Halomonadaceae (classe des Gammaproteobacteria). Ses membres peuvent s’adapter à une 

large gamme de salinités (Ventosa et al., 1998). Un autre groupe phylogénétiquement distinct 

est celui des anaérobies obligatoires de l’ordre des Halanaerobiales (classe Clostridia, 

phylum Firmicutes). La plupart obtiennent de l’énergie par la fermentation des sucres et 

d’autres composés carbonés simples, mais certains utilisent la respiration anaérobie. D’autres 

groupes physiologiques existent également tels que les photoautotrophes et les 

chimioautotrophes (Oren, 2013b). 

II.3.3. Eucaryotes halophiles 

Les algues vertes unicellulaires Dunaliella salina et D. parva sont généralement les espèces 

planctoniques hypersalines les plus fréquemment observées, présentes sur une large gamme 

de sel allant de 9 à 250 g/L (Esmaeili Dahesht et al., 2010 ; Oren, 2020). La communauté 
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fongique isolée est représentée par des espèces comme Debaryomyces hansenii, Hortaea 

werneckii, et Wallemia ichthyophaga (Gunde-Cimerman et al., 2009) alors que les 

protozoaires les plus intensivement caractérisés appartiennent aux genres Heterolobosea, 

Bicosoecida et Ciliophora (Park et Simpson, 2015 ; Harding et Simpson, 2018).  

II.4. Stratégies d’adaptation 

Au cours des dernières décennies, l’adaptation des microorganismes halophiles à leur 

environnement a fait l’objet d’un intérêt croissant. Les halophiles ont développé deux 

principales stratégies adaptatives pour supporter la pression osmotique induite par les 

concentrations élevées de NaCl dans les environnements qu’ils habitent (Madigan et Oren, 

1999 ; Oren, 2002).  

II.4.1. Stratégie Salt-in 

L’une des stratégies utilisées par les microorganismes pour atteindre l’équilibre osmotique au 

sein de milieux très salés consiste à accumuler de fortes concentrations intracellulaires de sels 

(Gunde-Cimerman et al., 2018). Quelques groupes de procaryotes accumulent du potassium 

et du chlorure en concentrations molaires dans un processus nécessitant de l’énergie ; les 

concentrations intracellulaires de sodium sont toujours maintenues relativement faibles 

(McGenity et Oren, 2012). Seuls quelques groupes d’halophiles utilisent cette stratégie 

« high-salt-in », les plus importants étant les membres aérobies des Halobacteriaceae 

(Archaea), Salinibacter (Bacteria), et les Halanaerobiales anaérobies (Bacteria) (Weinisch et 

al., 2018). Les archées accumulent le potassium intracellulaire et excluent le sodium, tandis 

que les bactéries accumulent le sodium plutôt que le potassium (Delgado-Garcia et al., 2012).  

II.4.2. Stratégie Salt-out 

C’est la stratégie de réponse au stress hyper-osmotique la plus répandue. Ce mécanisme 

adaptatif fonctionne en accumulant dans la cellule des solutés organiques de faible poids 

moléculaire, tout en excluant autant que possible les sels du cytoplasme, afin d’équilibrer la 

pression osmotique. Ces petites molécules organiques et osmotiquement actives sont appelées 

« solutés compatibles » (Oren, 1999). Ils peuvent être synthétisés de novo ou importés du 

milieu environnant (DasSarma et DasSarma, 2012). Ces solutés peuvent agir comme 

stabilisateurs des structures biologiques et permettent aux cellules de s’adapter non seulement 

aux sels mais aussi aux conditions de chaleur, de dessiccation, de froid ou même de 

congélation (Delgado-Garcia et al., 2012 ; Jiang et al., 2015). Ils forment principalement 
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une couche d’eau générant une hydratation cellulaire en présence d’une forte teneur en sel 

dans le milieu (Ramírez et al., 2004).  

La plupart des bactéries halotolérantes et modérément halophiles utilisent largement la 

stratégie « salt-out », elles accumulent l’ectoïne ou l’hydroxyectoïne comme solutés 

compatibles prédominants. D’autres types d’osmolytes comprennent la glycine, la bétaïne et 

d’autres glycérols neutres (Siglioccolo et al., 2011). Chez certains halophiles, une 

combinaison de mécanismes adaptatifs peut fonctionner (DasSarma et DasSarma, 2015). 

II.5. Potentiel biotechnologique des bactéries halophiles et haloalcaliphiles 

Les études sur les halophiles/haloalcaliphiles découlent de leur importance dans l’écologie des 

habitats salins et de leur pertinence dans diverses applications industrielles (Rothschild et 

Mancinelli 2001; Karan et al., 2012). Les halophiles/haloalcaliphiles peuvent servir de 

source de nombreuses biomolécules uniques, telles que des enzymes stables, des 

biopolymères, des solutés compatibles, des exo-polysaccharides et des lipides spéciaux, des 

pigments caroténoïdes et des protéines rétiniennes. Ils peuvent également être utiles pour les 

processus de bioremédiation, de biofermentation et de biodégradation des polluants toxiques 

(Peyton et al., 2004 ; Dawson et al., 2012), la désalinisation des eaux usées et d’autres 

nouvelles applications en agriculture et en médecine (DasSarma et al., 2010).  

II.5.1. Enzymes halophiles et haloalcaliphiles 

Les enzymes halophiles ou haloenzymes constituent l’application biotechnologique la plus 

importante. Les hydrolases constituent la principale classe d’enzymes produites par les 

microorganismes halophiles (Karan et al. 2012). L’intérêt pour les enzymes industrielles 

capables de résister à des conditions difficiles a fortement augmenté au cours de la dernière 

décennie. Des efforts considérables ont été déployés pour étudier les enzymes extracellulaires 

tolérantes au sel des bactéries halotolérantes, modérément halophiles et haloalcaliphiles, en 

vue de développer une nouvelle ère dans les processus biotechnologiques. Il est fascinant de 

constater que plusieurs enzymes provenant de microorganismes halophiles présentent 

également une « nature polyextrêmophile » et restent actives/stables en présence d’un pH 

alcalin, d’une température élevée et d’un milieu non aqueux, en plus de leur activité en 

présence de sel, leur stabilité étant modulée par le sel (Enache et Kamekura 2010 ; Kumar 

et al., 2012 ; Munawar et Engel, 2013 ; Sinha et Khare, 2014). 

Les haloalcaliphiles possèdent une gamme de biocatalyseurs qui leur permettent de survivre 

dans des conditions extrêmes de salinité et de pH alcalin (Debashish et al., 2005). Parmi les 
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enzymes, les protéases, les carbohydrases et les peroxydases sont les plus explorées 

(Essghaier et al., 2012 ; Pandey et al., 2012). Les caractéristiques uniques des enzymes se 

reflètent dans leur stabilité à fonctionner dans des conditions physico-chimiques élevées, 

telles que le pH et le sel (Purohit et Singh, 2011). 

Ces enzymes ont également un potentiel industriel pour la fermentation alimentaire, les 

compléments pour l’industrie alimentaire, textile et pharmaceutique, l’alimentation animale 

(Sekar et al., 2016), les détergents pour le linge (pour détacher le sang, l’encre et le café 

(Sekar et al., 2016), l’industrie du cuir (Setati, 2010), la bioremédiation (traitement des eaux 

usées salines et hypersalines) (Mainka et al., 2021), le traitement des champs pétrolifères et 

des déchets alimentaires (De Lourdes Moreno et al., 2013 ; An et al., 2018), la 

biodégradation (Adetitun et al., 2020 ; Farag et al., 2021), la production de biocarburants 

(Amoozegar et al., 2019), les stabilisateurs de biomolécules et les agents de protection contre 

le stress (Waditee-Sirisattha et al., 2016). Il a même été mentionné que ces enzymes ont 

différentes propriétés immunologiques, et peuvent être utilisées pour le traitement de la 

leucémie lymphoblastique aiguë et des cellules tumorales (Shirazian et al., 2016). 

II.5.1.1. Adaptation au sel  

Les protéines halophiles se distinguent de leurs homologues non halophiles en présentant une 

instabilité remarquable dans des solutions à faible concentration en sel et en maintenant des 

conformations solubles et actives dans des concentrations élevées en sel, par exemple jusqu'à 

5 M de NaCl (Madern et al., 2000). L’exigence d’une concentration élevée en sel pour la 

stabilisation des enzymes halophiles est due à une liaison de faible affinité du sel à des sites 

spécifiques sur la surface du polypeptide plié, stabilisant la conformation active de la protéine 

(Mevarech et al., 2000).  D’une part, il a été observé que le chlorure de sodium joue un rôle 

dans la stimulation de processus biologiques importants tels que la transcription, la traduction 

et l’activité de transport des enzymes halophiles (Averhoff et Mueller, 2010), et d’autre part, 

il a été proposé que les sels exercent un criblage de charge, réduisant la répulsion 

électrostatique et renforçant l’interaction hydrophobe, favorisant ainsi une structure repliée 

compacte des protéines halophiles (Karan et al., 2011).  

II.5.1.2. Propriétés générales  

En général, les enzymes halophiles signalées sont sécrétées dans l’environnement 

extracellulaire tout au long du cycle de croissance des bactéries halophiles en présence de 

substrats appropriés qui agissent comme des inducteurs directs du gène respectif selon 
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l’enzyme produite (Setati, 2010). L’étude des enzymes halophiles se concentre, d’une part, 

sur leurs caractéristiques structurelles particulières, car jusqu’à présent, certains mécanismes 

et propriétés n’ont pas été entièrement compris, et d’autre part, sur les applications possibles 

dans différents domaines industriels (Liszka et al., 2012). La clé de la stabilité des enzymes 

halophiles dans des conditions extrêmes est fournie par deux caractéristiques structurelles 

importantes : (a) une augmentation des acides aminés acides situés à la surface de la protéine, 

et (b) des interactions entre le sel et les molécules qui permettent un « modèle de stabilisation 

par solvatation » par rapport au milieu hypersalin (Sinha et Khare, 2014 ; DasSarma et 

DasSarma, 2015).  

II.5.1.3. Composition en acides aminés  

La négativité frappante du protéome halophile a été révélée pour la première fois par le 

séquençage du génome d’Halobacterium sp. NRC-1 (Ng et al., 1998 ; Kennedy et al., 2001). 

Sa charge négative est particulièrement due à une faible composition en résidus d’acides 

aminés hydrophobes à chaîne latérale (phénylalanine, isoleucine et leucine), une faible 

proportion d’autres petits résidus hydrophobes (glycine, alanine, sérine et thréonine), un 

déficit en acides aminés basiques (lysine et arginine), un noyau hydrophobe et un excès 

d’acides aminés acides (acide glutamique et aspartique) en surface qui augmentent les hélices 

dans la structure de la protéine (Graziano et Merlino, 2014 ; DasSarma et DasSarma, 

2015).  

En utilisant la structure modèle de la malate déshydrogénase de l’archée halophile 

(Halobacterium salinarum ; hsMDH) et la structure aux rayons X de la bactérie mésophile (E. 

coli ; ecMDH), Bandyopadhyay et al. (2019), ont rapporté que la surface de la première a 

non seulement une plus grande abondance d’acides aminés acides mais a également des 

résidus basiques, qui sont entièrement utilisés dans la formation de ponts salins dans la 

hsMDH, en montrant leur abondance dans le noyau de la protéine. Globalement, ces ponts 

salins dans la hsMDH semblent jouer un rôle important dans l’haloadaptation de la protéine 

en structure tertiaire dans des conditions hautement salines.  

Les mécanismes d’adaptation des protéines haloalcaliphiles n’ont pas été étudiés de manière 

approfondie. Il est possible que les organismes haloalcaliphiles emploient des stratégies 

communes aux halo- et alcaliphiles, mais de nouveaux mécanismes d’adaptation sont 

également possibles. Popinako et al. (2017) ont réalisé une analyse comparative des 

séquences d’acides aminés et des structures des octaheme nitrite réductases ONRs des 
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bactéries haloalcaliphiles et de leurs homologues des bactéries neutrophiles non halophiles 

(Figure 3). Ils ont constaté que les stratégies d’adaptation suivantes ont été observées : (1) 

stratégies spécifiques aux protéines halophiles et alcaliphiles (augmentation du nombre de 

résidus aspartate et glutamate et diminution du nombre de résidus lysine à la surface de la 

protéine), (2) stratégies spécifiques aux protéines halophiles (augmentation de la teneur en 

arginine et diminution du nombre de résidus hydrophobes à la surface de la protéine 

accessible au solvant), (3) stratégies spécifiques aux protéines alcaliphiles (augmentation de la 

surface des contacts hydrophobes inter-sous-unités). Ils ont également révélé un mécanisme 

d’adaptation unique inhérent aux ONR des bactéries du genre Thioalkalivibrio, une 

augmentation dans le noyau, d’une part du nombre de résidus de tryptophane et de 

phénylalanine et d’autre part, du nombre de résidus de petites chaînes latérales, comme 

l’alanine et la valine. 

 

Figure 3. Les régions hydrophobes sont mises en évidence en orange, les régions hydrophiles 

en bleu. Les substitutions conservées sur la surface accessible aux solvants sont indiquées par 

des flèches. L’encart montre la localisation de la surface accessible par solvant dans 

l’hexamère. (A) Surface accessible au solvant de GsNiR et (B) TvNiR avec les potentiels électrostatiques 

relatifs de surface. La surface de TvNiR est chargée négativement (Popinako et al., 2017)  

GsNiR : octaheme nitrite réductase de Geobacter sulfurreducens; TvNiR : octaheme nitrite réductase de 

Thioalkalivibrio nitratireducens ; A-Alanine (Ala) ; V-Valine (Val) ; Y-Tyrosine (Tyr) ; K-Lysine (Lys) ; R-

Arginine (Arg) ; E-Glutamate (Glu) ; D-Aspartate (Asp). 
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La recherche sur des amylases microbiennes possédant des activités stabilités améliorées est 

un travail difficile qui peut soutenir commercialement différentes industries (Sahoo et al., 

2016). Dans ce contexte, l’isolement et le criblage d’organismes halophiles producteurs 

d’amylase de trait désiré est un domaine de recherche contemporain. L’utilisation de ces 

enzymes dans les bioprocédés présente l’avantage d’obtenir des activités optimales à des 

concentrations élevées de sel. Les amylases halophiles pourraient également être 

particulièrement résistantes aux solvants organiques car elles fonctionnent dans des conditions 

où l’activité de l’eau est faible (Kumar et Khare, 2015).  

III.1. Amidon 

L’amidon est la principale réserve alimentaire polysaccharidique dans la nature après la 

cellulose. Il sert de source importante de nutrition pour les autres organismes vivants 

(Sharma et Satyanarayana, 2013). Il est composé d’un grand nombre d’unités de glucose 

reliées par des liaisons glycosidiques. Il se compose de deux types de molécules : l’amylose et 

l’amylopectine. L’amylose est un polymère linéaire, insoluble dans l’eau, de glucose relié par 

des liaisons α-1,4, tandis que l’amylopectine est un polysaccharide ramifié, soluble dans l’eau, 

avec de courtes chaînes linéaires liées à l’α-1,4 de 10 à 60 unités de glucose et des chaînes 

latérales liées à l’α-1,6 de 15 à 45 unités de glucose. En général, l’amidon est composé 

d’amylose et d’amylopectine dans une proportion de 25 à 28% et de 72 à 75%, 

respectivement (Sindhu et al., 2017).  

Les amylases sont les enzymes qui décomposent l’amidon, ou le glycogène. Bien que les 

amylases puissent être dérivées de plusieurs sources, notamment des plantes, des animaux et 

des microorganismes, les enzymes microbiennes répondent généralement aux demandes 

industrielles (Alariya et al., 2013 ; Panneerselvam et Elavarasi, 2015). Ces enzymes ont été 

isolées à partir de nombreuses sources microbiennes, notamment des bactéries, des 

champignons et certains actinomycètes, qui sont résistantes à une concentration élevée de sel 

et aux hautes valeurs de température et de pH (Abdu Al-Zazaee et al., 2011). Les principaux 

avantages de l’utilisation de microorganismes pour la production d’amylases sont d’une part 

la capacité économique de production en vrac et, d’autre part, le fait que les microbes sont 

faciles à manipuler pour obtenir des enzymes aux caractéristiques souhaitées (Abdel-Fattah 

et al., 2013 ; Panneerselvam et Elavarasi, 2015).  
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III.2. Classification des amylases 

Trois types d’amylase ont été divisés par Ekunsaumi (2002) en fonction de leur capacité à 

décomposer l’amylose. Il s’agit de l’α-amylase, de la β-amylase et de la glucoamylase ou de 

l’amyloglucosidase.  

III.2.1. α-amylase 

L’α-amylase (α-1,4 D-glucan-glucanohydrolase, EC 3.2.1.1) est une enzyme extracellulaire 

ayant la capacité de catalyser l’hydrolyse des liaisons α-1,4 glycosidiques des molécules 

d’amidon, produisant des molécules simples contenant des unités de glucose (Zhang et al., 

2017). Elles appartiennent à la famille 13 (GH-13) du groupe d’enzymes des glycosides 

hydrolases (Sivaramakrishnan et al., 2006). La présence de cette endoenzyme 

extracellulaire a été trouvée dans divers groupes de microorganismes halophiles, dont 

principalement les bactéries, les champignons, les bactéries marines et les actinobactéries 

(Tableau 3).  

III.2.2. β-amylase 

La β-amylase (EC 3.2.1.2) produit du maltose à partir de l’amidon en hydrolysant les liaisons 

α-1,4-glucanes. Jusqu’à présent, la présence de la β-amylase n’a été signalée que chez deux 

bactéries halophiles (Tableau 3). Ces deux β-amylases sont issues de deux bactéries 

modérément halophiles, Halobacillus sp. souche LY9 (Li et Yu, 2011) et Salimicrobium 

halophilum souche LY20 (Li et Yu, 2012a).  

III.2.3. Glucoamylase 

La glucoamylase (EC 3.2.1.3) est une autre enzyme hydrolysant l’amidon qui catalyse le 

clivage séquentiel des liaisons glycosidiques α-1,4 et α-1,6 des extrémités non réductrices de 

l’amidon et des oligosaccharides apparentés et produit du glucose comme seul produit final 

(Xu et al., 2016). Les glucoamylases à des fins industrielles sont principalement produites à 

partir de champignons filamenteux, tels que les membres des genres Aspergillus et Rhizopus 

(Amoozegar et al., 2019).  
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Tableau 3.  Enzymes amylasiques (α-amylase, β-amylase et glucoamylase) provenant de microorganismes halophiles (Amoozegar et al., 2019). 

Type 

d’amylase 

Nom de microorganisme Type Souche Poids de 

l’enzyme 

(kDa) 

Stabilité et activité de l’enzyme Références 

Intervalle de 

Température 

(optimum) (°C) 

Intervalle de 

pH (optimum) 

Intervalle de NaCl 

(optimum) (M) 

 

 

 

 

 

 

 

α-

amylase 

Haloferax mediterranei AH  58 50-60 (60) 7-8 2-4 (3) Perez-Pomares et al. 

(2003) 

Haloarcula sp. AH S-1 70 50 7 4.3 Fukushima et al. 

(2005) 

Haloarcula hispanica AH  43.3 37-60 (50) 3-9 (6.5) 0-5 (4-5) Hutcheon et al. (2005) 

Halorubrum xinjiangense AH  60 (70) 7-9 (8.5) (4) Moshfegh et al. (2013) 

Natronococcus sp. AH Ah-36 74 +50 (55) 6-8 (8.5) 2.5 Kobayashi et al. (1992) 

Chromohalobacter sp. BH TVSP 101 72 et 62 30-85 (65) (9) 0-3.4 Prakash et al. (2009) 

Salimicrobium halophilum BH LY20 81 30-80 (70) 6-12 (10) 0.4-3.4 (1.7) Li et Yu (2012a) 

Thalassobacillus sp. BH LY18 31 30-90 (70) 6-12 (9) 0-3.4 (1.7) Li et Yu (2012b) 

Halothermothrix orenii BHM  52 et 72.3 (65) (7.5) Jusqu’à  4.5 (0.9) Mijts et Patel (2002) 

Kocuria varians BHM  77 NR NR 1-2 Yamaguchi et al. 

(2011) 

Halomonas meridiana BHM  NR (37) 7-10 (7) Jusqu’à 5.4 (1.7) Coronado et al. (2000) 

Marinobacter sp. BHM EMB8 72 (45) 6-11 (7) 0.1-3.4 (0.1) Kumar et Khare 

(2012) 

Acinetobacter sp. BHM  55 et 65 (50-55) (7) (0.2-0.6) Onishi et Hidaka 

(1978)  

AH, Archée Halophile; BH, Bactérie Halophile; BHM, Bactérie Halophile Modérée; NR, Non Rapporté. 
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Tableau 3. Enzymes amylasiques (α-amylase, β-amylase et glucoamylase) provenant de microorganismes halophiles (suite) (Amoozegar et al., 

2019). 

Type 

d’amylase 

Nom de microorganisme Type Souche Poids de 

l’enzyme 

(kDa) 

Stabilité et activité de l’enzyme Références 

Intervalle de 

Température 

(optimum) (°C) 

Intervalle de 

pH 

(optimum) 

Intervalle de 

NaCl (optimum) 

(M) 

α-amylase 

 

Micrococcus halobius BHM  89 (50-55) (6-7) (0.25) Onishi et Sonoda 

(1979)  

Halomonas sp. BHM AAD21 NR 35-60 (50) 4-7 (6.5) 0.4 Uzyol et al. (2012) 

Bacillus dipsosauri BHM DD1 30 (< 60) (6.5) NR Deutch (2002) 

Halobacillus sp. BHM MA-2 NR 50 (10-70) 7.5-8.5 (7.8) (0.9) Amoozegar et al. 

(2003) 

Bacillus sp. BHM TSCVKK NR 40-70 (55) 6.5-9.5 (7.5) 1.7-3.4 (1.7) Kiran et Chandra 

(2008) 

Bacillus sp. BHM AB68 NR 20-90 (50) 5-10.5 (10.5) 0-3.4 (0.9) Aygan et al. (2008) 

Nesterenkonia sp. BHM F 100-106 (45) 6-7.5 (7.5) 0-4 (0.5) Shafiei et al. (2010, 

2011, 2012) 

Zunongwangia profunda BM  66 0-35 (35) (7) (1.5) Qin et al. (2014) 

Saccharopolyspora sp. AM A9 66 (55) 8-12 (11) 1.8-2.6 (1.8) Chakraborty et al. 

(2011) 

Streptomyces sp. AM D1 66 37-85 (45) 7-12 (9) 1.2-2 (1.2) Chakraborty et al. 

(2009) 

Aspergillus penicillioides CH TISTR 3639 42 < 90 (80) 9-11 (9) 1.7-6.8 (5.1) Ali et al. (2015) 

Engyodontium album CH TISTR 3645 50 40-60 (60) 5-9 (9) 0-5.1 (5.1) Ali et al. (2014)  

BHM, Bactérie Halophile Modérée; BM, Bactérie Marine; AM, Actinomycète Marine; CH, Champignon Halophile; NR, Non Rapporté. 
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Tableau 3. Enzymes amylasiques (α-amylase, β-amylase et glucoamylase) provenant de microorganismes halophiles (suite) (Amoozegar et al., 

2019) . 

BHM, Bactérie Halophile Modérée; AH, Archée Halophile; BH, Bactérie Halophile; NR, Non Rapporté. 

 

 

 

 

Type 

d’amylase 

Nom de 

microorganisme 

Type Souche Poids de 

l’enzyme 

(kDa) 

Stabilité et activité de l’enzyme Références 

Intervalle de 

Température 

(optimum) (°C) 

Intervalle de 

pH (optimum) 

Intervalle de 

NaCl (optimum) 

(M) 

β-amylase Halobacillus sp. BHM LY9 NR 50-70 (60) 4-12 (8) 0.9-3.4 (1.7-2.1) Li et Yu (2011) 

Salimicrobium 

halophilum 

BHM LY20 81 (70) 6-12 (10) 0.4-3.4 (1.7) Li et Yu (2012a) 

Gluco-

amylase 

Halorubrum sp. AH Ha25 140 (50) (7-7.5) 0-4.5 Siroosi et al. 

(2014)  

Halolactibacillus sp. BH SK71 78.5 0-100 (70) 7-12 (8) 0-3.4 (1.3) Yu et Li (2014) 

Alkalilimnicola sp. BH NM-DCM-1 80 47-57 (55) 8.5-10.5 (9.5) 1.7-2.6 (2) Mesbah et 

Wiegel (2018) 
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III.4. Production des amylases par les halophiles  

Les producteurs d’amylase étaient principalement des bâtonnets à Gram positif, suivis de 

bâtonnets à Gram négatif et de cocci à Gram positif. Parmi les bactéries, ils appartenaient aux 

genres Salinivibrio, Bacillus, Halomonas, Halobacillus, Gracilibacillus, Thalassobacillus, 

Oceanobacillus, Chromohalobacter et Marinobacter (Sanchez-Porro et al., 2003 ; Kiran et 

Chandra, 2008 ; Prakash et al., 2009 ; Rohban et al., 2009 ; Kumar et al., 2012 ; Kumar 

et Khare, 2015). Des études de production et de caractérisation plus poussée de très peu 

d’amylases halophiles ont été réalisées (Kiran et Chandra, 2008 ; Prakash et al., 2009 ; 

Kumar et al., 2012 ; Kumar et Khare, 2015). Chez les halophiles, la production d’amylase 

est généralement dépendante de la croissance, commençant en phase exponentielle et 

atteignant son maximum en phase stationnaire (Kumar et Khare, 2015). Une exception à 

cette règle a été observée dans le cas de la production d’amylase d’Halorubrum xinjiangense, 

qui était indépendante de la croissance, commençant au début de la phase exponentielle et 

atteignant son maximum au milieu de cette phase (Moshfegh et al., 2013).  

III.4.1. Méthodes de production 

Deux méthodes de fermentation, telles que la fermentation en milieu solide (SSF) et la 

fermentation submergée (SmF), sont utilisées pour la production d’α-amylase (Balakrishnan 

et al., 2021). La SSF est une nouvelle méthode, tandis que SmF est une méthode 

traditionnelle de production d’enzymes à partir de microorganismes, utilisée depuis plus 

longtemps. Dans la SmF, les produits finaux de la fermentation sont libérés dans le bouillon 

de fermentation et l’utilisation du substrat est très rapide d’où la nécessité de fournir du 

substrat en continu (Dheeman et al., 2011). Généralement, la SmF est réalisée en utilisant des 

milieux synthétiques, incorporant des constituants du milieu tels que le bouillon nutritif et 

l’amidon soluble, ainsi que d’autres composants, qui sont très coûteux. Le remplacement de 

ces constituants par des sources de carbone et d’azote ainsi que par des nutriments moins 

coûteux permettrait de réduire les coûts du processus. Les sous-produits agricoles offrent des 

avantages potentiels à cet égard (Sivaramakrishnan et al., 2006). 

La fermentation en milieu solide (SSF) est définie comme le processus dans lequel la 

croissance des microorganismes est effectuée sur des substrats solides avec une quantité 

négligeable d’eau libre ou d’eau à écoulement libre (Pandey et al., 2001).  La SSF est 

préférée à la SmF, compte tenu de la quantité d’eau nécessaire, du rendement enzymatique et 

de l’utilisation de l’énergie (Balakrishnan et al., 2021). Dans la SSF, les déchets riches en 

nutriments sont considérés comme les meilleurs substrats et ils sont consommés très 
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lentement et constamment. Plusieurs agro-résidus tels que le son de blé, le son de riz, les 

pelures de légumes, les pelures de fruits, la bagasse de manioc et les résidus extraits des huiles 

végétales sont utilisés comme substrats pour la production d’α-amylase (Yimer et Tilahun, 

2018). Les principaux avantages de la SSF sont la facilité de manipulation, la récupération 

d’une concentration plus élevée de produits et la génération d’un effluent moins important 

(Couto et Sanromán, 2006). Par conséquent, la SSF est considérée comme une méthode 

prometteuse pour la production commerciale d’enzymes en raison de son processus de 

production rentable (Kunamneni et al., 2005). 

Les niveaux de production d’α-amylase chez les halophiles sont généralement faibles et très 

peu d'études ont été réalisées. Maximiser le rendement enzymatique sans augmenter le coût de 

production est de première importance en enzymologie industrielle. Une production élevée 

d’enzymes peut être atteinte soit par la manipulation génétique des microbes, soit par 

l’optimisation des procédés. L’optimisation des paramètres de fermentation a été 

traditionnellement utilisée dans le développement de bioprocédés économiquement viables 

pour répondre aux demandes industrielles (Kar et al., 2008). La sélection des composants de 

milieu appropriés et de paramètres de culture adéquats peut améliorer considérablement le 

rendement enzymatique (Trabelsi et al., 2019). Les facteurs importants qui déterminent le 

bioprocédé sont la période d’incubation, la température, le pH, l’agitation, la taille de 

l’inoculum, les sels et les ions métalliques, les sources de carbone et d’azote (Elmansy et al., 

2018).  

III.4.2. Facteurs influençant la production de l’α-amylase 

III.4.2.1. Effet du pH, de la température et de l’agitation 

La température affecte la croissance de l’organisme qui, à son tour, influence la production 

d’enzymes (Gupta et al., 2003). La température optimale dépend donc de la nature de la 

culture, qu’elle soit thermophile ou mésophile. De même, le pH du milieu de fermentation 

joue également un rôle important. Un changement de pH affecte la croissance ainsi que la 

stabilité du produit (Sindhu et al., 2017). En fonction du pH optimal d’activité, les α-

amylases sont classées comme acides, neutres et alcalines (Sharma et Satyanarayana, 2013). 

Dans la plupart des fermentations, l’agitation ainsi que le taux de transfert d’oxygène dans le 

milieu sont des facteurs importants qui influencent la morphologie cellulaire et la formation 

de produits (Amanullah et al., 1999). On pense généralement qu’une agitation plus 

importante est préjudiciable à la croissance cellulaire, ce qui pourrait diminuer la production 
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d’enzymes. Des intensités d’agitation allant jusqu’à 300 rpm sont normalement employées 

pour la production d’α-amylase à partir de divers microorganismes (Ellaiah et al., 2002).  

L’effet des facteurs ci-dessus n’a pas été beaucoup étudié pour la production d’amylase chez 

les halophiles. Halobacillus sp. a produit un maximum d’amylase à un pH de 7.8, une 

température de 30°C et une vitesse d’agitation de 200 rpm (Amoozegar et al., 2003). En 

général, un pH légèrement alcalin et une température d’environ 30-37°C favorisent la 

production d’amylase (Kumar et Khare, 2015). 

III.4.2.2. Effet de la taille de l’inoculum  

La taille de l’inoculum a un effet significatif sur la croissance ainsi que sur la production 

d’enzymes (Sivakumar et al., 2012). L’augmentation ou la diminution de la taille des inocula 

au-delà du niveau optimal affecte la production d’enzymes. Comme il n’y a pas de taille 

d’inoculum bien définie pour la production optimale d’amylase, des résultats différents ont été 

obtenus entre les différents organismes. 1% s’est avéré être le meilleur volume d’inoculum 

pour la production d’amylase par Marinobacter sp. EMB8 (Kumar et Khare, 2015). 

III.4.2.3. Effet des sources de carbone  

La production d’α-amylase pourrait être constitutive ou inductible (Sindhu et al., 2017). Les 

amylases des halophiles sont principalement inductibles. Elles s’expriment en présence des 

sources de carbone appropriées telles que l’amidon, la dextrine et le maltose (Kumar et al., 

2016). Contrairement à cela, l’amylase d’Halobacillus sp. souche MA-2 était exprimée de 

manière constitutive (Amoozegar et al., 2003). Le glucose a agi comme un répresseur de la 

production dans le cas de Natronococcus sp. souche Ah-36 (Kobayashi et al., 1992), et 

Halomonas meridiana (Coronado et al., 2000). Parmi les inducteurs, l’amidon est le meilleur, 

il favorise la production d’amylase dans le cas d’Halomonas meridiana (Coronado et al., 

2000) et de Marinobacter sp. EMB8 (Kumar et Khare, 2015), tandis que pour Halobacillus 

sp. souche MA-2 (Amoozegar et al., 2003) et Bacillus sp. souche TSCVKK (Kiran et 

Chandra, 2008), la dextrine a donné le meilleur résultat.  

III.4.2.4. Effet des sources alternatives de carbone 

La valorisation de substrats à faible coût pour la production de produits à valeur ajoutée prend 

de l’ampleur, car les produits de source bio atteignent un poids sur le marché, avec l’avantage 

supplémentaire de la réduction simultanée des déchets générés (Jujjavarapu et Dhagat, 

2019). De grandes quantités de déchets de cuisine sont produites dans la société moderne et 

leur élimination pose de graves problèmes environnementaux et sociaux (Zhao et al., 2017). 
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Les déchets de cuisine sont le type le plus courant de déchets organiques anthropiques et 

comprennent de nombreux types de résidus alimentaires jetés. Une grande quantité de déchets 

d’épluchures de fruits et légumes est générée par la cuisine des ménages. Ses principaux 

composants chimiques sont l’amidon, les protéines, les graisses, la cellulose et autres (Kwon 

et al., 2014). De nombreuses recherches ont été menées sur le traitement des déchets 

alimentaires à l’aide de divers microorganismes, comme la fermentation aérobie et anaérobie 

(Kiran et al., 2014 ; Tashyrev et al., 2022). Parmi les différents microorganismes, les 

espèces du genre Bacillus sont largement considérées pour le traitement des déchets 

alimentaires (An et al., 2018). L’utilisation de ces déchets peu coûteux pour produire des 

produits à valeur ajoutée est une nouvelle étape dans leur utilisation durable (Kumar et al., 

2020). 

III.4.2.5. Effet des sources d’azote   

L’effet des sources d’azote sur la production d’amylase chez les halophiles n’a pas été 

beaucoup étudié (Kumar et al., 2016). Les sources d’azote couramment utilisées 

comprennent la bactopeptone, le sulfate d’ammonium, le nitrate d’ammonium, la caséine, 

l’extrait de viande, l’extrait de bœuf, l’extrait de levure et la farine de soja. Aucune source 

d’azote ne peut donc être qualifiée d’universellement bonne.  Les sources d’azote organiques 

aussi bien qu’inorganiques sont utilisées pour la production d’α-amylases, bien que les 

sources organiques aient été préférées aux sources d’azote inorganiques (Sindhu et al., 2017). 

À titre d’exemple, la production d’amylase par Chromohalobacter sp. TVSP101 était 

meilleure en présence de tryptone tandis que le chlorure d’ammonium et l’urée n’ont pas 

soutenu la production (Prakash et al., 2009).  

III.4.2.6. Effet du sel et des ions métalliques  

Le sel est vital pour la croissance des halophiles, donc dans la plupart des cas, la croissance 

ainsi que la production d’amylase diminuent en l’absence de sel. Le chlorure de sodium est le 

sel préféré pour la croissance et la production d’amylase. La concentration optimale de sel 

varie de 5-25% (p/v) pour une production maximale (Kumar et al., 2016). Les concentrations 

salines optimales pour la production d’amylases étaient de 10% (p/v) de NaCl et 20% (p/v) de 

NaCl ou 15% (p/v) de KCl pour Bacillus sp. souche TSCVKK (Kiran et Chandra, 2008) et 

Chromohalobacter sp.TVSP101 (Prakash et al., 2009), respectivement. Le sulfate de sodium 

et le chlorure de potassium sont suggérés comme substituts et meilleurs pour la production 

d’amylase par Halobacillus sp. souche MA-2 (Amoozegar et al., 2003) et Bacillus dipsosauri 

(Deutch, 2002), respectivement.  
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La supplémentation en ions métalliques dans le milieu de fermentation favorise la croissance 

microbienne, ce qui accélère la production d’enzymes. La plupart des α-amylases sont 

connues pour être dépendantes des métaux pour les ions divalents, par exemple Ca2+, Mg2+, 

Mn2+ et Zn2+ (Pandey et al., 2000). Une supplémentation en Ca2+ est généralement requise 

pour une augmentation de la production d’α-amylase par plusieurs bactéries (Sindhu et al., 

2017). La présence de 50 mM de chlorure de calcium (CaCl2) a augmenté la production de 

29% dans le cas de Chromohalobacter sp. TVSP101 (Prakash et al., 2009). Certains ions 

métalliques pourraient avoir un impact négatif sur la production d’α-amylase, à savoir le 

sulfate de cuivre (CuSO4) dans le cas d’Halobacillus sp. souche MA-2 (Amoozegar et al., 

2003). 

III.5. Dosage des α-amylases  

L’activité des α-amylases est quantifiée en mesurant soit les produits finaux, comme le 

glucose ou le maltose, soit la quantité de substrat qui reste après l’hydrolyse enzymatique. Les 

α-amylases sont dosées en utilisant l’amidon soluble ou l’amidon modifié comme substrat. La 

réaction est suivie par une augmentation des taux de sucres réducteurs ou une diminution de la 

couleur iodée du substrat traité. Différentes méthodes sont disponibles pour la détermination 

de l’activité d’α-amylase (Sindhu et al., 2017). Elles sont basées sur une diminution de 

l’intensité de la couleur iodée, une augmentation des sucres réducteurs, une dégradation du 

substrat complexé par la couleur et une diminution de la viscosité de la suspension d’amidon 

(Gupta et al., 2003). Les méthodes couramment employées pour la détermination de 

l’activité d’α-amylase sont: la méthode de l’acide dinitrosalicylique (DNS) (Miller, 1959) ; la 

méthode de l’iode (Hollo et Szeitli, 1968); l’activité dextrinisante (Fuwa, 1954); la méthode 

de Sandstedt, Kneen et Blish (Sandstedt et al., 1939) ; et la dégradation du substrat complexé 

par la couleur (Dhawale et al., 1982). 

La méthode de l’acide dinitrosalicylique (DNS) est l’une des méthodes les plus couramment 

utilisées pour estimer les sucres réducteurs. Le DNS réagit avec le sucre réducteur sous 

ébullition et passe du jaune au rouge. Après refroidissement à température ambiante, 

l’absorbance est mesurée à 540 nm. L’activité est calculée en soustrayant les valeurs A540 

des blancs de substrat et d’enzyme de la valeur A540 de l’échantillon analysé (Gusakov et al., 

2011). 
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III.6. Purification des α-amylases 

Les α-amylases produites par fermentation sont des préparations relativement brutes. La 

plupart des utilisations commerciales de l’α-amylase ne nécessitent pas une purification à 

100% de l’enzyme (Sindhu et al., 2017). Les amylases de haute pureté n’ont été utilisées que 

dans les secteurs pharmaceutique et clinique ainsi que pour l’étude des relations structure-

fonction et des propriétés biochimiques des enzymes (Gupta et al., 2003). Il y a eu très peu 

d’études sur la purification et la caractérisation des amylases halophiles en raison de faibles 

quantités produites par les souches halophiles (Kumar et al., 2016). 

Les premières étapes de la purification impliquent l’isolement de l’enzyme brute après la 

fermentation. Dans le cas de la fermentation submergée (SmF), cela se fait généralement en 

centrifugeant le milieu fermenté et en prenant le surnageant comme source d’enzyme brute ; 

dans le cas de la fermentation en milieu solide (SSF), la matière fermentée est généralement 

mélangée avec de l’eau ou des tampons, et après un mélange approprié, le contenu est filtré, le 

filtrat contenant l’enzyme brute est ensuite concentrée par ultrafiltration (Sindhu et al., 2017). 

La combinaison de la filtration et de la centrifugation est utilisée pour obtenir l’enzyme 

extracellulaire de la masse fermentée. L’amylase brute peut être précipitée et concentrée par 

précipitation au sulfate d’ammonium ou par des solvants organiques tels que l’éthanol à froid. 

L’échantillon précipité est soumis à une dialyse contre l’eau ou un tampon pour une 

concentration supplémentaire (Shih et Labbé, 1995), puis aux techniques 

chromatographiques telles que l’échange d’ions, la filtration sur gel et l’affinité. Le nombre 

d’étapes utilisées pour la purification des enzymes dépend du degré de pureté (Gangadharan 

et al., 2006 ; Sivaramakrishnan et al., 2007). Une combinaison de matrices 

chromatographiques a été utilisée en plusieurs étapes pour la purification des amylases 

halophiles. Les méthodes de purification utilisées suggèrent qu’il n’existe pas de protocole 

générique pour obtenir une amylase purifiée (Kumar et al., 2016). Dans certains cas, deux 

amylases ont été obtenues après purification. Par exemple, deux amylases extracellulaires 

halotolérantes ont été purifiées à partir de Chromohalobacter sp. TVSP 101 par ultrafiltration, 

précipitation à l’éthanol, chromatographie par interaction hydrophobe sur Butyl Sepharose 4B 

et chromatographie par exclusion sur Sephacryl S-200. Elles ont été désignées comme 

amylase I et amylase II (Prakash et al., 2009).  
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III.7. Caractérisation et propriétés spécifiques  

Après la purification, on procède à la caractérisation des enzymes. La SDS-PAGE (Sodium 

Dodecyl Sulfate-Poly Acrylamide Gel Electrophoresis) est principalement utilisée pour la 

caractérisation de l’enzyme purifiée avec des marqueurs moléculaires comme l’albumine de 

sérum bovin (67 kDa) et l’ovalbumine (43 kDa). Le gel est ensuite coloré avec du bleu 

brillant de Coomassie ou du nitrate d’argent  et visualisé (Kumar et al., 2012). Le poids 

moléculaire des α-amylases varie de 30 à 140 kDa. La plupart d’entre elles peuvent 

fonctionner correctement en présence de concentrations élevées de sel tandis que certaines 

sont actives dans une large gamme de températures et de valeurs de pH (Amoozegar et al., 

2019). 

III.7.1. Effet du pH et de la température 

Les pH optimaux se situent pour la plupart des cas dans la gamme neutre et certaines d’entre 

elles ont montré une meilleure activité à pH alcalin. Quelques-unes d’entre elles ont montré 

une meilleure activité et stabilité à des températures plus élevées. Une amylase haloalcaline et 

thermostable avec une stabilité dans la gamme de température (30-90°C) et la gamme de pH 

(6-12) a été rapportée de Thalassobacillus sp. LY18, tandis que l’activité optimale était à pH 

9 et 70°C (Li et Yu, 2012b).  

III.7.2. Effet du sel et des ions métalliques 

Le sel est un additif important, modulant l’activité et la stabilité des α-amylases halophiles. 

L’amylase extracellulaire de Nesterenkonia sp. souche F était active et stable dans une gamme 

de NaCl allant de 0 à 4 M avec un optimum enregistré à 0.5 M (Shafiei et al., 2011). Les α-

amylases sont des métallo-enzymes, bien connues pour contenir des ions calcium. Un 

comportement similaire a également été observé dans le cas des halophiles. Les ions mercure 

sont des inhibiteurs puissants pour cette classe d’amylase. Li et Yu (2012b) ont rapporté 

d’une part une augmentation de l’activité d’amylase produite par Thalassobacillus sp. LY18 

en présence d’ions calcium et d’autre part son inhibition en présence des ions mercure.  

III.7.3. Spécificité au substrat 

Les α-amylases sont des enzymes endolytiques qui montrent une activité préférentielle sur 

l’amidon en catalysant l’hydrolyse des liaisons α-1,4-O-glycosidiques internes des 

polysaccharides en conservant la configuration α-anomérique des produits (Sindhu et al., 

2017). Parmi les halophiles, le substrat privilégié est l’amidon bien qu’elles soient actives sur 

l’amylose, l’amylopectine et le glycogène. Ils n’utilisent pas la cyclodextrine et le pullulan 

https://www.academia.edu/download/36688364/SDS-PAGE_Technique_and_Its_Application.pdf
https://www.academia.edu/download/36688364/SDS-PAGE_Technique_and_Its_Application.pdf
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comme substrat. L’amylase de Haloarcula hispanica (Hutcheon et al., 2005), Marinobacter 

sp. EMB8 (Kumar et Khare, 2015) et Halorubrum xinjiangense (Moshfegh et al., 2013) 

était active sur l’amidon, l’amylose, l’amylopectine et le glycogène mais aucune activité n’a 

été détectée envers le pullulan et la β-cyclodextrine.  

III.7.4. Stabilité en présence de solvants organiques   

La stabilité aux solvants est de plus en plus reconnue comme un trait générique parmi les 

enzymes halophiles (Gupta et Khare, 2009). La présence d’un taux salin élevé réduit 

l’activité de l’eau de manière significative. Les enzymes halophiles sont donc 

particulièrement adaptées pour fonctionner dans des milieux à faible teneur en eau ou non 

aqueux (Kumar et Khare, 2012). Une stabilité significative aux solvants parmi les enzymes 

halophiles a été rapportée par différents groupes (Shafiei et al., 2011 ; Li et Yu, 2012a,b ; 

Sinha et Khare, 2013a ; Pandey et al., 2018).  

III.7.5. Stabilité en présence d’agents tensioactifs 

Les tensioactifs couramment utilisés sont le Tween 80, le Tween 40, le Triton X-100, le 

dodécylsulfate de sodium (SDS), le polyéthylène glycol, le β-Mercaptoéthanol, l’acide 

éthylènediamine tétra-acétique (EDTA), le fluorure de phénylméthylsulfonyle (PMSF) et le 

glycérol. Les amylases de Bacillus sp. souche TSCVKK et de Nesterenkonia sp. souche F ont 

conservé 90% de leur activité lors de l’incubation avec 0.1-0.5% de SDS et 0.1% de Triton X-

100 et de Tween 80, respectivement (Kiran et Chandra, 2008 ; Shafiei et al., 2010). 

III.8. Applications des α-amylases halophiles 

Dans divers secteurs industriels, les méthodes chimiques utilisées pour l’hydrolyse ont été 

remplacées par des enzymes, ce qui rend le processus plus facile et plus écologique. L’α-

amylase est l’une des enzymes industrielles les plus vendues. Les α-amylases mésophiles ont 

été largement utilisées dans divers secteurs comme l’alimentation, les détergents, le textile et 

les produits pharmaceutiques (Pandey et al., 2000 ; Gurung et al., 2013). Les amylases 

halophiles ont été moins explorées, même si elles offrent l’avantage de mieux fonctionner 

avec des échantillons salins, en raison de leur activité et de leur stabilité en présence de 

concentrations variables de sel. D’autres caractéristiques d’importance industrielle 

rencontrées dans cette classe d’amylases sont la stabilité dans des conditions de pH alcalin, de 

température élevée et de faible activité de l’eau (en présence de solvants organiques) (Kumar 

et al., 2016). 
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III.8.1. Liquéfaction et saccharification de l’amidon  

L’une des principales applications des α-amylases a été la saccharification de l’amidon pour 

produire des malto-oligosaccharides (MOS) de différentes unités de glucose. Les MOS sont 

utilisés dans l’alimentation et les produits pharmaceutiques. Dans ce contexte, les amylases 

halophiles ont un bon potentiel pour une hydrolyse efficace de l’amidon et la génération de 

différents types de MOS (Kumar et al., 2016).  

Dans un rapport sur l’immobilisation, l’amylase produite par Marinobacter sp. EMB8 

immobilisée sur des nanoparticules de silice a démontré une meilleure hydrolyse de l’amidon 

par rapport à l’enzyme libre (Kumar et Khare, 2015). Outre l’hydrolyse des amidons 

solubles, la capacité d’hydrolyse de l’amidon brut a été démontrée par les amylases halophiles 

des bactéries Nesterenkonia sp. souche F (Shafiei et al., 2011) et Amphibacillus sp. souche 

NM-Ra2 (Mesbah et Wiegel, 2014). L’hydrolyse de l’amidon brut permet d’économiser de 

l’énergie car le processus de chauffage employé pour la solubilisation consomme beaucoup 

d’énergie.  

La stabilité et l’activité à hautes températures, souhaitées pour la liquéfaction de l’amidon ont 

été observées chez de nombreuses amylases halophiles. L’amylase de Rhodothermus marinus 

peut être utilisée pour la production d’oligosaccharides ramifiés à haute température et salinité 

(Yoon et al., 2008). L’amylase active à froid de Psychromonas antarcticus et 

Pseudoalteromonas haloplanktis pourrait s’avérer bénéfique pour le traitement biologique de 

l’amidon à basse température (Mountfort et al., 1998, Srimathi et al., 2007). 

III.8.2. Formulations des détergents 

Dans l’industrie des détergents, les caractéristiques souhaitables des α-amylases sont plus 

complexes que dans d’autres industries, englobant la thermostabilité, la stabilité alcaline et la 

stabilité vis-à-vis de divers composants des détergents (agents oxydants et tensioactifs). Une 

α-amylase extracellulaire active à froid provenant de Bacillus cereus GA6 psychro-

halotolérante a montré une capacité de résistance exceptionnelle aux dénaturants chimiques 

(urée, SDS et EDTA) et une compatibilité significative avec les détergents à lessive 

commerciaux, ce qui plaide en faveur de son aptitude à la formulation de détergents (Roohi et 

al., 2013). Une autre α-amylase halophile adaptée au froid (Amy175) produite par 

Pseudoalteromonas sp. M175 a été mise en évidence pour sa principale application dans 

l’industrie des détergents où elle a conservé plus de 76.9% de son activité amylolytique après 
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une heure d’incubation à 25°C avec tous les détergents à lessive commerciaux testés (Wang 

et al., 2018).  

III.8.3. Clarification des jus de fruits 

Les amylases sont utilisées dans la clarification des jus pour maximiser la production de jus 

clair (Sivaramakrishnan et al., 2006). Le jus de pomme contient des quantités considérables 

d’amidon, en particulier au début de la saison de récolte. Les pommes non mûres contiennent 

jusqu’à 15% d’amidon et jusqu’à 1% dans le jus après extraction, broyage et pressage 

(Carrín et al., 2004). L’amidon pose des problèmes lors du traitement du jus de pomme, car 

il complique la filtration et provoque un trouble après le traitement. L’amylase dégrade 

l’amidon en unités plus petites et contribue à prévenir la formation de trouble après la mise en 

bouteille. Par conséquent, l’amylase peut être utilisée pour améliorer le rendement et la 

clarification du jus de pomme (Rana et al., 2017).   
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Ce présent travail a été réalisé entre Avril 2013 et Décembre 2020 au niveau des laboratoires 

pédagogiques de contrôle de qualité et analyses et de microbiologie à l’Université Mohamed 

Seddik Benyahia de Jijel ; du département de biochimie et biologie moléculaire à l’Université 

de Séville, et au niveau du département de génétique, microbiologie et statistiques à 

l’Université de  Barcelone, Espagne. 

II.1. Préparation de l’anchois salé-mûr 

Pour la réalisation de nos expériences, des échantillons d’anchois salés (Engraulis 

encrasicolus) préparés de manière artisanale ont été collectés du marché de poissons de la 

wilaya de Jijel (Nord-Est Algérien) et placés dans des boîtes en polystyrène à parois épaisses, 

emballés dans une glacière et livrés au laboratoire de traitement le jour même.  

Cette méthode artisanale est une étape préliminaire du processus de salage humide, qui 

consiste à placer les anchois entiers dans des bacs et à les immerger dans une saumure saturée 

pendant 10 jours. Les anchois sont décapités, éviscérés et placés dans un tonneau de 25 kg de 

poids et 35 cm de hauteur en alternant les couches de poisson et de sel, avec un rapport final 

sel/poisson de 1:3 (kg). Enfin, le tonneau est fermé et des poids sont placés sur le couvercle 

pour presser le sel et les anchois. Après le pressage, ils sont laissés dans le tonneau pendant 

quatre mois à température ambiante, jusqu’à ce qu’ils aient développé une couleur rougeâtre 

et l’arôme souhaité (Ayad et al., 2021). 

II.2. Echantillonnage  

Pour obtenir une représentation fiable, trois échantillons de 1 kg d’anchois salés ont été 

choisis au hasard en trois exemplaires et prélevés de trois parties différentes (de haut en bas) 

du même tonneau (Ayad et al., 2021): 

Echantillon S : au sommet du tonneau (à 5 ± 2 cm). 

Echantillon I : au milieu de la barrique (à 15 ± 2 cm). 

Echantillon D : du fond de la barrique (à 30 ± 2 cm). 

II.3. Détermination des paramètres physiques des anchois frais 

Les caractéristiques physiques de la matière première (anchois frais) ont été déterminées en 

mesurant la longueur totale, le poids et le nombre de poissons par 1 kg de chaque échantillon 

(Ayad et al., 2021).  

II.4. Évaluation sensorielle des anchois salés-mûrs 

Une évaluation sensorielle de la progression de la maturation a été réalisée par un panel formé 

de six membres en utilisant le tableau proposé par Filsinger et al. (1982) dans lequel les 
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paramètres saveur, odeur, couleur de la chair, consistance de la chair et adhérence de la chair 

à l’arête sont évalués à l’aide d’une échelle de qualité en 8 points. Un score a été attribué à 

chaque attribut sur la base des descriptions figurant dans le tableau 4. Le score du poisson a 

été déterminé en prenant la moyenne des cinq attributs. La valeur minimale de l’échelle de 

maturation est de zéro, ce qui représente les caractéristiques sensorielles du poisson cru juste 

avant le début du processus de maturation. Le point 6 correspond au niveau optimal de la 

maturation, tandis que le point 8 correspond à des anchois abîmés ou trop mûrs. 

Tableau 4. Évaluation organoleptique de l’anchois salé-mûr (Filsinger et al., 1982).    

 0 2 4 6 8 

Flaveur 

(négliger le 

goût salé) 

poisson 

cru 

neutre ressemble 

légèrement 

au jambon 

goût de 

jambon, 

- viande cuite- 

rance, 

mauvais 

goût 

Couleur de la 

Chair 

naturelle du 

poisson 

frais 

naturelle aux 

bords, rouge 

foncé à 

l’intérieur, 

rose 

au milieu 

rose clair, 

rouge 

foncé 

ou rose à 

l’intérieur 

couleur rose 

uniforme 

rouge 

sombre, 

noire, tâches 

rouges et/ou 

points noirs 

Consistance 

de la chair 

 

élasticité 

élevée, 

humide 

 

moins 

élastique, 

moins 

humide 

légère 

élasticité, 

pas de 

sensation 

humide 

plus 

d’élasticité 

ferme et 

résistante à 

la pression du  

doigt 

fragile, peu 

résistante 

 

Odeur chair 

fraîche 

neutre (odeur 

de saumure) 

odeur 

agréable 

des esters 

volatils 

odeur agréable, 

caractéristique 

du produit 

anchoité 

rance, acide, 

ammoniacale 

ou sulfurée 

Adhérence  

de la chair  

à la colonne  

vertébrale 

très 

adhérente, 

ne se sépare 

pas 

très 

adhérente, 

ne se sépare 

pas 

facilement 

adhérente, 

se sépare 

(filetage 

incomplet) 

très  peu 

d’adhérence 

filetage 

adéquat 

la chaire se 

déchire au 

moment du 

filetage 

II.5. Composition proximale et analyse physicochimique des anchois salés-mûrs  

L’anchois salé a été analysé pour déterminer sa composition chimique proximale. Pour cela, 

tous les échantillons ont été analysés pour leur teneur en sel, en protéines, en graisses, en 

humidité, en matière sèche et en cendres selon les procédures analytiques standards de 
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l’association des chimistes agricoles officiels (Association of Official Agricultural Chemists, 

AOAC). Les analyses ont été effectuées en trois exemplaires et les valeurs moyennes ont été 

calculées et exprimées en tant que moyenne ± Ecart-type (SD : Standard Deviation) des 

observations.  

II.5.1. Détermination du pH 

Les échantillons de poisson salé (10 g) ont été homogénéisés avec 10 mL d’eau distillée 

pendant 5 min en utilisant un agitateur afin de former une bouillie épaisse. Le pH de la 

bouillie a été déterminé à l’aide d’un pH-mètre Hanna Hi 2210 (Hanna Glass Works, 

Medfield, MA) (AOAC, 2000).  

II.5.2. Détermination de l’acidité titrable totale (ATT) 

Un poids de 25 g de l’anchois broyé est placé dans une fiole conique avec 50 mL d’eau 

distillée chaude récemment bouillie et refroidie. Ce mélange est agité jusqu’à obtention d’un 

liquide homogène. Un réfrigérant à reflux est adapté à la fiole conique, puis le contenu est 

porté à ébullition pendant 20 min. Après refroidissement, il est transvasé dans une fiole jaugée 

de 250 mL puis complété jusqu’au trait de jauge avec de l’eau distillée récemment bouillie et 

refroidie. Après filtration, 25 mL est prélevé et versé dans un bécher où quelques gouttes de 

phénolphtaléine sont ajoutées sous agitation constante, la titration est effectuée par une 

solution d’hydroxyde de sodium (NaOH 0.1 M) jusqu’à apparition d’une couleur rose 

persistante pendant 30 secondes (AOAC, 1995).  

L’acidité est déterminée par la formule suivante : 

 

ATT (%) = (250 × V1 × 100 / m × V× 10) × 1.99 

 

Avec : 

m : masse de la prise d’essai (g), 

V : Volume du filtrat utilisé en titrage (mL), 

V1 : Volume consommé de la solution d’hydroxyde de sodium à 0.1 M (mL), 

1.99 : Facteur de conversion de l’acidité titrable en équivalent d’acide oléique. 

II.5.3. Détermination de la teneur en sel 

Pour déterminer la teneur en sel de chaque échantillon, 2 g d’échantillon ont été 

homogénéisés avec 18 mL d’eau distillée. Après filtration du contenu à travers un papier-filtre 

plissé, une aliquote (1 mL) de filtrat clair a été transférée dans un flacon conique et ajoutée de 

1 mL de solution de chromate de potassium (K2CrO4 10% (p/v)) comme indicateur. Le titrage 
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de l’aliquote est effectué sous agitation constante avec une solution de nitrate d’argent 

(AgNO3 0.1 M) jusqu’à l’apparition de la première couleur rouge-brun pâle perceptible. La 

couleur doit rester constante pendant 30 s. À la fin le volume de titrage a été enregistré. Il faut 

également effectuer un titrage à blanc des réactifs (AOAC, 1995).  

La teneur en sel de l’échantillon est calculée en appliquant l’équation ci-après: 

Teneur en NaCl (%) = V × M × F × 0.0585 × 100 / m 

Avec: 

V: Volume consommé d’AgNO3 en titrage (mL), 

M: Molarité d’AgNO3 (mol/L), 

F: Facteur d’AgNO3, 

m: masse de l’échantillon (g). 

II.5.4. Détermination de la teneur en eau  

Une quantité de 5g de chaque échantillon est mise dans une capsule préalablement tarée et 

séchée à 105 ± 1 °C pendant 8 h jusqu’à l’obtention d’un poids constant. La perte de poids au 

cours du processus est exprimée en pourcentage d’humidité dans l’échantillon (AOAC, 1990).  

La teneur en eau est exprimée selon la formule suivante : 

H (%) = (M-M1)/ m × 100 

Avec: 

M : Masse en g de la prise d’essai avant séchage (g), 

M1: Masse en g de la prise d’essai après séchage (g), 

m : masse de l’échantillon (g). 

II.5.5. Détermination de la teneur en matière sèche (MS) 

2.5 g de chaque échantillon broyé est pesé dans un creuset en porcelaine préalablement taré. Il 

est ensuite mis à l’étuve à 105 ± 1 °C jusqu’à l’obtention d’une masse constante (AOAC, 

1996). Le pourcentage en matière sèche est déterminé par la relation suivante: 

MS (%) = msec / mi × 100 

Avec : 

mi : masse de l’échantillon initial (g), 

msec : masse de l’échantillon sec (g) après étuvage. 
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II.5.6. Détermination de la teneur en cendres  

Des creusets d’incinération vides sont pesés. 5 g d’échantillon sont ajoutés et la masse de 

l’ensemble est notée. La fraction de cendres brutes a été obtenue en incinérant la matière 

organique à 550 °C dans un four à moufle pendant environ 5 h jusqu’à ce que l’échantillon 

soit exempt de particules de carbone. Après refroidissement dans un  dessiccateur,  les  

creusets  contenant  les  cendres  sont  pesées  à  nouveau (AOAC, 1990). 

La teneur en cendres des échantillons est calculée suivant la formule ci-après : 

C (%) = (m1-m2/m1-m0) × 100 

Avec : 

m0 : masse du creuset vide (g), 

m1 : masse du creuset et les échantillons avant incinération (g),  

m2 : masse du creuset avec les cendres (après incinération) (g). 

II.5.7. Détermination de la teneur en matière grasse (MG) 

La teneur en matière grasse a été mesurée par extraction au Soxhlet avec de l’éther de pétrole 

(AOAC, 1995).  

L’échantillon résultant de la détermination du taux d’humidité a été transféré dans une 

cartouche Soxhlet. Cette dernière est placée dans l’appareil Soxhlet en l’ayant recouvert avec 

du coton sec. Le ballon qui servira à recouvrir le solvant a été pesé et a été y introduit de 

quelques billes en verre. Par la suite, un volume de  75 mL d’éther de pétrole est versé afin de  

dissoudre la matière grasse. La partie supérieure du tube d’extraction des graisses est fixée au 

condenseur. L’échantillon est extrait pendant 6 h ou plus sur un bain d’eau à 70 °C. Le 

solvant contenant la matière grasse a été retourné dans le ballon par déversements successifs 

causés par un effet de siphon dans le coude latéral. Le solvant s’évapore et la matière grasse 

s’accumule dans le ballon jusqu’à ce que l’extraction soit complète. Une fois l’extraction est 

terminée, la matière grasse est séchée à 100 °C pendant 1 h puis refroidie et pesée. 

Le pourcentage de gras brut a ensuite été calculé comme suit: 

MG (%) = (m/m0) × 100 

Avec : 

m : masse  de la matière grasse (g), 

m0 : masse de l’échantillon (g). 
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II.5.8. Détermination de la teneur en protéines brutes (N) 

La teneur en protéines brutes est déterminée par la méthode de Kjeldahl (AOAC, 1995). 1g de 

l’échantillon est minéralisé en milieu acide sulfurique pur (15 mL) en présence d’une pincée 

de catalyseur (sulfate de cuivre et de potassium). Par la suite, un chauffage progressif est 

appliqué où on assiste à une attaque à froid pendant 15 min jusqu’à l’apparition de vapeur 

blanchâtre d’anhydride sulfurique, suivi par un chauffage plus énergique consistant en une 

attaque à chaud pendant 4 à 5 h. La solution limpide obtenue, est ensuite refroidie et 

complétée à un volume de 100 mL avec de l’eau distillée. L’ammoniac (volatil) ainsi formé 

est entraîné par de la vapeur d'eau dans un distillateur semi-automatique (VELP), les vapeurs, 

condensées par réfrigération, sont recueillies dans un milieu suffisamment acide. Il est donc 

nécessaire d'introduire suffisamment de soude (20 mL de lessive de soude  à 35%) pour 

neutraliser puis alcaliniser et transformer NH4
+ en NH3. On peut vérifier que le milieu est bien 

alcalin en ajoutant quelques gouttes de phénolphtaléine à la soude. Le dégagement 

d’ammoniac est récupéré dans une solution d’acide borique à 25% contenant l’indicateur 

coloré (mélange de Tashiro de bleu de méthylène et rouge de méthyle). L’excès d’ammoniac 

est alors dosé par une solution d’acide sulfurique 0.05 M dans un titreur automatique et la 

teneur en protéines est calculée en multipliant le taux d’azote total  N (%) par le coefficient 

6.25. 

La teneur en azote total est déterminée par la formule suivante : 

N (%) = (V/ V') × (V1-V0) × 0.5 + 1.4 / m 

Avec:  

V : Volume de la solution minéralisée (mL), 

V': Volume de la solution de soude ajoutée (mL), 

V1:Volume d’acide sulfurique 0.05 M lue après titrage (mL),   

V0 : Volume d’acide sulfurique consommé en titrage du témoin (mL),  

m : masse de la prise d’essai (g).  

II.5.9. Détermination de l’indice de peroxyde (Ip) 

Pour réaliser ce test, 1 g d’échantillon broyé a été dissout dans 20 mL du mélange acide 

acétique-chloroforme (3/2) dans un Erlenmeyer de 250 mL, ensuite 1 mL d’une solution 

d’iodure de potassium (KI) a été ajouté. L’Erlenmeyer a été fermé hermétiquement et placé à 

l’obscurité pendant 5 min. Après,  75 mL d’eau distillée ont été ajoutés sous agitation. L’iode 

libéré est enfin titré par le thiosulfate de sodium (Na2S2O3 0.01 M) en présence d’empois 

d’amidon (Annexe I) comme indicateur. Un blanc est réalisé en parallèle dans les mêmes 

conditions (AOAC, 2000). 



II. Partie expérimentale 

 

44 

 

L’indice de peroxyde est exprimé en suivant l’équation suivante: 

Ip (mEq/g) = (V2- V1) × 10/m  

Avec : 

V2 : Volume de thiosulfate consommé par l’échantillon lors de la titration (mL), 

V1 : Volume de thiosulfate consommé lors de la titration du blanc (mL), 

m : masse de l’échantillon (g). 

II.5.10. Détermination de l’indice de saponification (Is) 

L’indice de saponification a été mesuré selon la méthode de la société des chimistes 

américains des huiles « American Oil Chemists’ Society » (AOCS, 1993), où 1 g 

d’échantillon broyé a été dissous dans du KOH alcoolique 1 M et bouilli doucement dans un 

bain-marie pendant 30 min pour une saponification complète. La solution a ensuite été titrée 

avec de l’acide chlorhydrique (HCl 0.5 M) en utilisant de la phénolphtaléine comme 

indicateur. Parallèlement  une réaction à blanc a été effectuée. 

L’indice de saponification est donné par la formule suivante : 

 

Avec : 

VHCl témoin: Volume d’HCl titrant le blanc (mL), 

VHCl essai: Volume d’HCl titrant l’échantillon (mL), 

M: Molarité d’acide chlorhydrique (mol/L), 

m: masse de l’échantillon en (mg). 

II.5.11. Détermination de l’indice d’acide (Ia)  

Une prise d’essai de 10 g est dissoute dans un mélange constitué de 10 mL d’isobutanol-

éthanol et 10 mL de potasse alcoolique. 5 gouttes de la solution de phénol phtaléine sont 

ajoutées. La titration est faite sous agitation en versant goutte à goutte une solution d’acide 

chlorhydrique (HCl 0.5 M) jusqu’à décoloration. Parallèlement, une réaction à blanc dans les 

mêmes conditions a été effectuée (Perrier et al., 1997).  

L’indice d’acide est calculé comme suit : 

 

Avec : 

VHCl témoin: Volume d’HCl titrant le blanc (mL), 

Is (mg de KOH/g) = (V HCl témoin -V HCl essai) × M × 56.1 / m 

Ia (mg de KOH/g) = (V HCl témoin -V HCl essai) × M × 56.1 / m 
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VHCl essai: Volume d’HCl titrant l’échantillon (mL), 

M: Molarité d’acide chlorhydrique (mol/L), 

m: masse de l’échantillon en (mg). 

II.5.12. Détermination de la composition en acides gras 

La composition en acides gras a été déterminée selon la norme NF EN ISO 12966-4: 2015, 

qui nécessite deux étapes préliminaires, l’extraction des acides gras et l’estérification :  

20 g de chaque échantillon d’extrait lipidique obtenu précédemment par la méthode Soxhlet, 

ont été dissous dans 0.5 mL d’heptane. Par la suite, un volume de 0.2 mL de KOH 

méthanolique 2 M  est ajouté. Le mélange est porté à ébullition dans un bain-marie pendant 2 

min et ajouté de 0.2 mL de HCl 2 M. Après agitation vigoureuse et décantation, 100 μL de la 

phase supérieure ont été évaporés et le résidu a été reconstitué dans 50 μL d’heptane jusqu’à 

ce que la phase supérieure devienne claire, puis injecté dans un chromatographe en phase 

gazeuse. Les esters méthyliques d’acides gras ont été analysés par GC/MS sur un GC/MS 

Shimadzu QP2010 équipé d’une colonne capillaire SE30 (30 m × 0.25 mm de diamètre 

interne, épaisseur de film de 0.25 μm) et d’hélium comme gaz porteur à un débit de 0.76 

mL/min. L’injection des échantillons a été réalisée en mode fractionné. La colonne a été 

maintenue à 140 °C pendant 10 min, puis programmée pour augmenter de 1 °C/min jusqu’à 

160 °C, puis de 2 °C/min jusqu’à 220 °C et enfin maintenue pendant 15 min. En examinant 

l’ordre de l’élution sur la colonne et en comparant les temps de rétention à ceux des étalons 

purs, les pics du chromatogramme ont été identifiés comme étant des esters méthyliques 

d’acides gras correspondants. 

II.5.13. Détermination de la teneur en matière minérale et éléments traces métalliques 

Afin de déterminer la teneur en éléments minéraux, une solution de cendres de chaque 

échantillon (10 mL) a été hydrolysée avec 1 mL d’HCl puis portée à ébullition jusqu’à 

dissolution complète des cendres. La solution obtenue a été ensuite transférée dans une fiole 

jaugée de 100 mL dont le volume est complété à 100 mL par l’ajout de l’eau distillée (NF 

V04-404: 2001). À partir de cette solution finale, les teneurs en plomb (Pb), fer (Fe), chrome 

(Cr), manganèse (Mn), cuivre (Cu), zinc (Zn) et cadmium (Cd) ont été analysées par 

spectrométrie d’absorption atomique (Shimadzu AA-6200). 

II.6. Analyse microbiologique 

II.6.1. Préparation de la solution mère et des dilutions décimales  

La chair des anchois salés-mûrs a été hachée et broyée pendant 1 min à l’aide d’un mélangeur 

commercial Waring (USA). Chaque échantillon (10 g) a été prélevé aseptiquement et 
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homogénéisé mécaniquement dans 90 mL de bouillon salé stérile [extrait de viande (3 g/L) ; 

peptone de viande (5 g/L) ; NaCl (150 g/L)] (ICMSF, 1983). Comme étape d’enrichissement, 

l’homogénat a été incubé à 37 °C pendant 30 min pour récupérer les cellules vivantes 

stressées. Ensuite, des dilutions décimales 10-1, 10-2, 10-3, 10-4 et 10-5 ont été préparées à partir 

de la solution mère et étalées dans les milieux de croissance. Le dénombrement des micro-

organismes a été effectué en double et la valeur moyenne de chaque comptage a été exprimée 

en nombre d’unités formant des colonies/g (UFC/g) suivant la formule donnée ci-dessous : 

N = Σ C/ (N1 + 0.1N2) × FD 

Avec : 

Σ C : Somme des colonies comptées sur toutes les boites retenues, 

N1 : Nombre des boites retenues dans la 1ère dilution, 

N2 : Nombre des boites retenues dans la 2ème dilution, 

FD : Facteur de dilution correspondant à la 1ère dilution. 

II.6.2. Dénombrement de la flore totale aérobie mésophile (FTAM)  

Le dénombrement de la FTAM est effectué sur gélose PCA (Plate Count Agar) en 

ensemençant 1 mL des dilutions 10-4 et 10-5 et en incubant à 30°C pendant 48 h. Les  boites 

contenant 30 à 300 colonies ont été retenues (AOAC, 1995). 

II.6.3. Dénombrement des coliformes totaux et des coliformes thermo-tolérants  

La gélose VRBL (Violet, Red Bile Lactose agar) préalablement fondue et refroidie est 

ensemencée par 1mL des dilutions 10-1 et 10-2 puis les boites sont incubées à 37°C pendant 24 

h. Après incubation, les boites contenant entre 15 et 150 colonies rouges et ayant au moins 0.5 

mm de diamètre sont retenues pour la lecture (NF ISO 4832: 2006). 

Le dénombrement des coliformes thermo-tolérants est effectué selon la même technique du 

dénombrement des coliformes totaux en milieu solide VRBL mais avec une incubation à 

44°C (NF ISO 4832 : 2006). 

II.6.4. Dénombrement des bactéries lactiques  

Le dénombrement est effectué par étalement de 1 mL des dilutions10-3 et 10-4 en surface de la 

gélose MRS (Man Rogosa-Sharpe agar). L’incubation est faite à 37°C pendant 24-48 h. Les 

colonies à dénombrer sont de petites tailles, de couleur blanchâtre et brillante, et à pourtour 

régulier. Elles peuvent apparaître en forme circulaire ou lenticulaire (Larpent, 1997).  
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II.6.5. Recherche et dénombrement des Clostridium-sulfito-réducteurs  

La recherche des Clostridum-sulfito-réducteurs est effectuée dans un tube contenant la gélose 

Viande-Foie (VF) avec additifs Alun de fer et sulfite de sodium. Le milieu de culture est 

ensemencé après destruction des formes végétatives, en passant l’échantillon au bain-Marie à 

80 ± 2°C pendant 10 min et en le refroidissant à 45 °C. L’incubation est réalisée à 46°C ± 1°C 

pendant 24-48 h (ISO 15213: 2003).  

II.6.6. Recherche et dénombrement de Staphylococcus aureus  

L’ensemencement est effectué par étalement de 0.1 mL de la solution mère sur gélose Baird-

Parker préalablement fondue et refroidie. Les colonies caractéristiques de Staphylococcus  

aureus sont noires, brillantes et convexes (1 à 1.5 mm de diamètre après 24 h d’incubation à 

37°C et 1.5 à 2.5 mm de diamètre après 48 h d’incubation) et entourées d’une zone claire qui 

peut être partiellement opaque. Après 24 h d’incubation, il peut apparaître dans cette zone 

claire un anneau opalescent immédiatement au contact des colonies (Guiraud, 2003).  

II.6.7. Dénombrement des levures et moisissures  

L’ensemencement est effectué par étalement de 0.1 mL de la dilution 10-1 sur gélose OGA 

(Oxytetracycline Glucose Agar) préalablement fondue et refroidie. L’incubation est faite à 

25°C pendant 5 jours (Larpent, 1997). Les moisissures présentent un aspect cotonneux et 

filamenteux alors que les levures se présentant sous forme de colonies pigmentées, rondes 

plus au moins bombés ou plates. 

II.6.8. Dénombrement de la flore halophile 

Le nombre de bactéries halophiles a été déterminé en utilisant le milieu halophile (HM : 

Halophilic Medium) de Torreblanca et al. (1986) contenant (par litre d’eau distillée): 5 g 

peptone, 5 g extrait de levure, 22 g agar à deux concentrations finales de sel total de 5% et 

10% (p/v) (Annexe I). La solution mère ou le stock de sels totaux à 30% (p/v) a été préparée 

comme décrit par Subov (1931): (NaCl, 234 g; MgCl2.6H2O, 42 g; MgSO4.7H2O, 60 g; KCl, 

6 g; CaCl2.2H2O, 1 g; NaBr, 0.7 g; NaHCO3, 0.2 g; FeCl3, 0.005 g). Le pH du milieu est 

ajusté à 7.2 à l’aide d’une solution de NaOH 4 M.  

0.1 mL de la solution mère ou de ses dilutions (10-1 et 10-2) est étalé sur le milieu solide, 

ensuite les boites de Pétri sont incubées à 37°C jusqu’à apparition de colonies. Les colonies à 

différents aspects macroscopiques sont sélectionnées, purifiées par repiquage successifs sur le 

même milieu d’isolement. Elles sont ensuite conservées à -80°C dans 20% de glycérol 

(Tindall, 1992). 



II. Partie expérimentale 

 

48 

 

II.7. Caractérisation des isolats halophiles 

Le choix des isolats soumis à une caractérisation morphologique, physiologique, biochimique 

et moléculaire détaillée est basé sur leur production concomitante de plusieurs hydrolases 

extracellulaires en particulier celle des enzymes dégradant les glucides complexes (amylase, 

cellulase et pectinase).  

II.7.1. Screening des activités hydrolytiques extracellulaires  

La production d’hydrolases extracellulaires est recherchée qualitativement sur milieu solide 

de Torreblanca et al. (1986) (II.6.8) modifié par réduction de la quantité d’extrait de levure 

et de peptone à 2.5 g/L (milieu de base) et par rajout de polymère-test (Oren et al., 1997).  

II.7.1.1. Mise en évidence de l’activité amylolytique 

La présence de l’activité amylolytique est déterminée qualitativement selon la méthode 

décrite par Amoozegar et al. (2003), en utilisant le milieu de base additionné de 1% (p/v) 

d’amidon soluble. Après incubation, les colonies sont inondées avec une solution de Lugol 

(0.3% I2, 3% KI). L’hydrolyse est ainsi mise en évidence par apparition d’une zone claire 

autour de la colonie. À l’inverse, les zones contenant de l’amidon se colorent en brun.  

II.7.1.2. Mise en évidence de l’activité cellulolytique (CMCase) 

La présence d’une cellulase est examinée sur milieu de base contenant 0.5% (p/v) de Carboxy 

Méthyl Cellulose (CMC). Après incubation, les boites sont pulvérisées avec une solution au 

Rouge Congo à 0.1% (p/v) et incubées à 30°C pendant 15 à 30 min. Cette solution est 

remplacée par une solution de NaCl (1M) durant 5 à 10 min et laissée à température ambiante. 

L’apparition de zones claires autour des colonies est un résultat positif indiquant la présence 

de cellulase (Mwirichia et al., 2010). 

II.7.1.3. Mise en évidence de l’activité pectinolytique 

La présence de l’activité pectinolytique est déterminée qualitativement selon la méthode 

décrite par Soares et al. (1999), en utilisant le milieu de base additionné de 1% (p/v) de 

pectine soluble. Après incubation, les colonies sont inondées avec une solution de Lugol. 

L’hydrolyse est ainsi mise en évidence par apparition d’une zone claire autour de la colonie. 

À l’inverse, les zones contenant de la pectine se colorent en brun clair. 

II.7.1.4. Mise en évidence de l’activité xylanolytique 

L’activité xylanolytique est recherchée sur milieu de base supplémenté de 1% (p/v) de xylane. 

L’ensemencement a été fait par une strie centrale. Après incubation à 37°C pendant 24-48 h, 
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les boites de Pétri sont inondées par une solution de Rouge Congo à 0.1% (p/v) pendant 15 à 

30 min, puis sont traitées par une solution de NaCl à 1M pendant 5 à 10 min à température 

ambiante. La production de xylanase est mise en évidence par l’apparition de zones claires 

autour des colonies (Bragger et al., 1989). 

II.7.1.5. Mise en évidence de l’activité protéolytique 

Ce test vise la recherche des enzymes suivantes : 

Recherche de la caséinase : Le milieu de base est supplémenté par 1% (p/v) de caséine. 

Après ensemencement, les boites de Pétri sont incubées. La présence de cette activité est 

détectée par un halo clair autour des colonies indiquant une hydrolyse de la caséine (Cojoc et 

al., 2009). 

Recherche de la gélatinase : La production de gélatinase est mise en évidence en 

ensemençant par piqure les tubes contenant le milieu de base supplémenté par 3% de gélatine. 

Après incubation,  les tubes sont placés au réfrigérateur à 4°C pendant 30 min. La liquéfaction 

du milieu indique la formation de gélatinase (Betty et al., 2007). 

II.7.1.6. Mise en évidence de l’activité lipolytique 

Les enzymes suivantes ont été recherchées : 

Recherche de l’estérase : La recherche d’estérase est effectuée par le test d’hydrolyse des 

Tweens 20 et 80 en ensemençant par touche le milieu de base contenant 1% (v/v) de l’un des 

Tweens. Après incubation, le développement d’un précipité autour des touches témoigne la 

présence d’une estérase (Gonzalez et al., 1978). 

Recherche de lipase : Cette activité est recherchée sur milieu à base d’huile d’olive (2.5% 

(v/v).  L’ensemencement des souches est effectué par touches. Après incubation, la présence 

d’une lipase se traduit par l’apparition d’un précipité autour des touches (Sigurgísladóttir et 

al., 1993). 

II.7.2. Caractérisation morphologique des isolats et de leurs colonies 

Tous les tests phénotypiques utilisés dans ce travail sont recommandés par le Bergey’sManual 

of Systematic Bacteriology (Logan et De Vos, 2015), et sont proposés parmi les standards 

minimums pour la description de bactéries formant-endospores (Logan et al., 2009). 

II.7.2.1. Caractérisation macroscopique 

La morphologie des colonies est déterminée à l’œil nu sur milieu solide HM décrit 

précédemment en II.6.8. L’observation de leur aspect macroscopique permet d’effectuer une 
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première caractérisation, avec une orientation possible des résultats au cours de 

l’identification. Les éléments d’identification macroscopiques sont : la forme des colonies ; la 

taille des colonies par la mesure du diamètre ; la pigmentation ; l’élévation ; l’opacité  et la 

surface. 

II.7.2.2. Caractérisation microscopique 

II.7.2.2.1. Coloration de Gram 

La forme et l’arrangement cellulaires sont déterminés par la coloration de Gram modifiée par 

Dussault (1955) par application, après fixation, d’une solution d’acétate à 2% (v/v) pendant 5 

min. L’observation est effectuée à immersion à un grossissement × 100 à l’aide d’un 

microscope photonique Olympus CX31 équipé d’un appareil photo numérique U-CMAD3.  

II.7.2.2.2. Coloration des spores au vert de malachite 

La position de la spore, sa forme, ainsi que la déformation qu’elle peut engendrer sont 

déterminés en utilisant la méthode de Schaeffer et Fulton (1933). Après avoir fixé les 

cellules, le frottis est recouvert d’un carré de papier buvard et saturé de la solution de 

coloration vert malachite pendant 5 minutes en passant la lame à la flamme de Bec-Bunsen et 

en ajoutant plus de colorant lorsqu’il séchait. Par la suite la lame est lavée avec de l’eau 

distillée et les spécimens sont contre-colorés avec de la safranine pendant 30 s, puis lavés une 

autre fois avec de l’eau distillée. Les lames sont examinées à immersion à un agrandissement 

×100. Les cellules végétatives apparaissent de couleur rouge à rose, tandis que les endospores 

se colorent en  vert vif. 

II.7.3. Caractérisation physiologique des isolats 

L’influence sur la croissance de la salinité, de la température et du pH est déterminée sur 

milieu HM liquide à 600 nm en variant un des paramètres alors que les deux autres sont 

maintenus constants.  

Pour l’effet de la salinité : La croissance aux différentes concentrations finales de sel (0%, 

2.5%, 5%, 7.5%, 10%, 12.5%, 15%, 17.5%, 20%, 25% ou 30%, p/v) est examinée à une 

température de 37°C, un pH de 7.2 ± 2 et une agitation à 150 rpm.  

Pour l’effet de la température : Les milieux de culture sont préparés en respectant la 

concentration saline finale optimale de chaque isolat. Le pH est ajusté à 7.2 ± 2. Après 

ensemencement, l’incubation a eu lieu à 20 ; 30; 37; 40; 45; 50; 55 et 60°C sous une agitation 

à 150 rpm.  
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Pour l’effet du pH : Le pH optimal de croissance est déterminé dans les conditions optimales 

de température et de salinité de chaque isolat en ensemençant les milieux de culture aux 

différents pH 5, 6, 7, 8, 9, 10 et 11, en utilisant les solutions tampons : acétate pH 5, 

phosphate pH 6-8 et glycine-NaOH pH 9-11(Tableaux 5-7-Annexe I). 

II.7.4. Caractérisation biochimique des isolats halophiles 

Le profil biochimique des souches désignées comme intéressantes est assuré par une série de 

tests biochimiques. Chaque test est réalisé en double et en présence d’un témoin négatif en cas 

de nécessité. L’incubation s’est faite à la température optimale de chaque souche pendant 24-

48 h. La composition des milieux et des réactifs utilisés pour la galerie biochimique est 

rapportée en tableau 8-annexe I. La galerie biochimique inclut : 

II.7.4.1. Mise en évidence des enzymes respiratoires 

II.7.4.1.1. Cytochrome-oxydase  

La recherche de la cytochrome-oxydase est effectuée à l’aide de disques « Ox » dont la zone 

réactionnelle est composée d’un papier filtre imprégné de N,N-diméthyl-1,4-phénylène 

diamine-dichlorure. Une colonie est prélevée à l’aide de l’effilure d’une pipette Pasteur et 

dissociée sur le papier filtre imbibé d’eau distillée. La présence d’une cytochrome-oxydase se 

traduit, en 20 à 60 s, par l’apparition d’une coloration rouge virant rapidement au violet très 

foncé (Gerhardt et al., 1994). 

II.7.4.1.2. Catalase  

La présence de la catalase est mise en évidence en dissociant à l’aide de l’effilure d’une 

pipette Pasteur une quantité suffisante de la culture sur une lame de verre contenant une 

goutte d’eau oxygénée à 10 volumes. La présence d’une catalase se traduit, en quelques 

secondes, par la formation de bulles d’oxygène (Gerhardt et al., 1994). 

II.7.4.2. Recherche de la β-galactosidase 

Des suspensions denses de culture sont préparées dans des solutions salines optimales 

correspondantes à chaque souche puis un disque imprégné d’Ortho-Nitro-Phényl-β-

Galactoside (ONPG) est ajouté à chaque suspension. Après incubation pendant 18 à 24 h, 

l’apparition d’une coloration jaune indique l’hydrolyse de l’ONPG et en conséquence la 

présence de la β-galactosidase (Joffin et Leyral, 2006).  
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II.7.4.3. Recherche de la lysine décarboxylase (LDC), l’ornithine décarboxylase (ODC) 

et l’arginine dihydrolase (ADH) 

Ces enzymes, dont l’action est favorisée en milieu acide, forment des substances alcalines à 

partir des acides aminés. 

Les milieux utilisés ne contiennent qu’un seul acide aminé, lysine, ornithine ou arginine. 

Quatre tubes contenant le bouillon de Moeller dont un est un témoin sont inoculés avec une 

suspension microbienne. Après incubation, une réaction négative se traduit par une coloration 

jaune (acidification du milieu) alors que l’apparition d’une coloration violette (alcalinisation 

du milieu) révèle une réaction positive (Guiraud, 1998). 

II.7.4.4. Recherche de l’uréase 

L’enzyme hydrolysant l’urée est recherchée sur le milieu synthétique à l’urée de Christensen. 

Les souches sont ensemencées sur gélose inclinée puis incubées. La réaction positive se 

traduit par une coloration rouge violacée ou orange foncée par contre une teinte jaune du 

milieu indique une réaction négative (Guiraud, 1998). 

II.7.4.5. Recherche du nitrate réductase 

Ce test consiste à mettre en évidence la réduction des nitrates en nitrites par l’enzyme nitrate 

réductase. Les souches sont cultivées sur bouillon nitraté, après incubation à 30°C pendant 48 

h, trois gouttes de chacun des réactif NIT I et NIT II, appelés aussi réactifs de GRIESS, sont 

ajoutées à la culture (De Vos et al., 2009). 

La réduction des nitrates en nitrites est mise en évidence par l’apparition d’une coloration 

rouge. En absence de cette coloration, quelques milligrammes de la poudre de zinc sont 

additionnés s’il y a : 

 Apparition de la coloration rouge: les nitrates sont encore présents dans le milieu et 

sont réduits en nitrites par le zinc, donc la souche ne possède pas la nitrate réductase. 

 Absence de coloration rouge : les nitrates sont réduits par les bactéries jusqu’au stade 

azote, donc la souche possède la nitrate réductase. 

II.7.4.6. Production d’indole 

L’ensemencement des souches est réalisé sur un milieu de culture liquide supplémenté de  

0.5% (p/v) d’extrait de levure. Après incubation, la production d’indole est mise en évidence 

par l’ajout de quelques gouttes du réactif de Kovacs. Une réaction positive se traduit par 

l’apparition d’un anneau rouge à la surface (Gonzalez et al., 1978). 
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II.7.4.7. Croissance sur le milieu Triple Sugar Iron (TSI) 

En utilisant un fil de platine, le culot de la gélose est ensemencé par une piqure centrale 

jusqu’à une profondeur de  3 à 5 mm du fond du tube, une fois le fil est retiré, la pente est 

ensemencé par stries. L’utilisation de l’un des sucres présents dans le milieu de culture se 

traduit par une acidification révélée par un jaunissement du culot dans le cas de glucose et de 

la pente dans le cas du lactose et/ou du saccharose. La production de sulfure d’hydrogène à 

partir du thiosulfate est mise en évidence par la formation d’une coloration noire et le 

dégagement de CO2 est révélé par l’apparition de bulles d’air dans le culot ou le décollement 

de la gélose (Guiraud, 1998). 

II.7.4.8. Croissance sur le milieu mannitol-mobilité 

La mobilité bactérienne ainsi que la fermentation du mannitol sont étudiées en ensemençant le 

milieu semi-solide mannitol-mobilité par piqure centrale à l’aide d’un fil droit. La mobilité est 

révélée par un envahissement plus ou moins important du milieu à partir de la piqure 

d’inoculation alors que l’utilisation du mannitol est traduite par un virage de la couleur du 

rouge au jaune (Gerhardt et al., 1994). 

II.7.4.9. Utilisation du citrate sur le milieu au citrate de Simmons  

La capacité des souches à assimiler le citrate comme unique source de carbone et d’énergie 

est testée sur un milieu synthétique au citrate de Simmons en ensemençant la pente du milieu 

en stries longitudinales. Après incubation, la croissance sur ce milieu s’accompagne 

généralement d’une alcalinisation provoquant le virage de couleur du vert au bleu vif (Harley 

et Prescott, 2002).  

II.7.4.10. Réactions de Voges Proskauer (VP) et au Rouge de Méthyle (RM) 

La présence d’acétoïne est mise en évidence en ensemençant le milieu de Clark et Lubs et 

après incubation, en  ajoutant 0.5 mL de KOH à 40% (p/v) (réactif VP1) et 0.5 mL d’α-

naphtol (p/v) (réactif VP2). Une réaction positive (VP+) se révèle par une coloration rose.  

La production d’acides mixtes est recherchée sur le même milieu. La lecture se fait par 

addition de quelques gouttes d’une solution au rouge méthyle. Une réaction positive (RM+) se 

traduit par le virage de la couleur du bouillon au rouge (Harley et Prescott, 2002). 

II.7.4.11. Tests sur Galerie API®20E™  

Le panel biochimique des tests API®20 E™ BioMérieux (2010) a été utilisé pour compléter 

les tests de la galerie biochimique et de confirmer en même temps les résultats de tests déjà 

réalisés en utilisant les milieux préparés. Cette galerie permet de mettre en évidence en plus : 
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 Le métabolisme de certains sucres, sucre-alcools et hétéroside cyanogène (D-glucose, 

D-saccharose, D-melibiose, L-rhamnose, L-arabinose, D-mannitol, inositol, D-

sorbitol, amygdaline), 

 et la présence d’enzymes spécifiques (tryptophane désaminase, gélatinase). 

La galerie miniaturisée API®20 E™ comporte 20 micro-tubes contenant des substrats sous 

forme déshydratée. Une suspension bactérienne est utilisée pour réhydrater chacun des puits 

et les bandelettes sont incubées à 37°C pendant 24 h. Pendant l’incubation, le métabolisme 

bactérien produit des changements de couleur qui sont soit spontanés, soit révélés par l’ajout 

de réactifs. L’interprétation se fait selon un tableau de lecture (Tableau 9-Annexe III). 

II.7.5. Caractérisation moléculaire des isolats performants 

II.7.5.1. Extraction de l’ADN génomique  

Une culture de la souche sélectionnée en phase exponentielle a été préparée dans 20 mL du 

bouillon LB à concentration saline finale de 5%. Les cellules bactériennes ont été récupérées 

dans un tube de micro-centrifugation à 4°C pendant 10 min à 5000 ×g (microcentrifugeuse 

Eppendorf 5415 D), et l’ADN génomique a été extrait en utilisant un kit de purification 

(Thermo Scientific™Gene JET Genomic DNA Purification Kit) en suivant les instructions du 

fabricant selon un protocole adapté aux bactéries à Gram positif. Après avoir éliminé le 

surnageant, le culot a été re-suspendu dans180 μL d’un tampon de lyse (20 mM Tris-HCl, pH 

8; 2 mM EDTA; 1.2% Triton X-100; lysozyme (20 mg/mL)), et incubé à 37°C pendant 30min. 

Après incubation, la solution a été traitée par 200 µL d’une solution de lyse additionnée de 20 

µL de la protéinase K et mélangée soigneusement par vortex afin d’obtenir une solution 

homogène. Le tout a été placé dans un thermo-mixeur à 56°C pendant 30 min. 20 µL de la 

solution RNase ont été ajoutés, mélangés par vortex et le mélange a été incubé à température 

ambiante durant 10 min. Après incubation, l’ajout de 400 µL d’éthanol 50% suivi d’une 

agitation par vortex a été réalisé dans le but de précipiter l’ADN génomique. Le lysat préparé 

a été transféré dans une colonne de purification d’ADN génomique GeneJET insérée dans un 

tube collecteur (Mini Spin Column) suivi d’une centrifugation à 6000 × g/1min. Après avoir 

jeté le tube collecteur contenant la solution d’écoulement, la colonne a été placée dans un 

nouveau tube collecteur de 2 mL. Deux étapes de lavage sont recommandées afin d’éliminer 

le maximum de débris cellulaires et impuretés en utilisant deux tampons de lavage à base 

d’éthanol (WB I et WB II) afin d’éliminer toute trace de sel, suivi d’une double centrifugation, 

la première  à 8000 × g/ 1 min et la deuxième à une vitesse maximum de 14000× g/ 3min, 

respectivement. Après avoir jeté le tube de collecte contenant la solution d’écoulement, la 
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colonne de purification de l’ADN génomique GeneJET a été transférée dans un eppendorf 

stérile de 1.5 mL. L’ADN génomique a été récupéré en ajoutant 200 µL de tampon d'élution 

au centre de la membrane de la colonne de purification. L’eppendorf a ensuite été incubé à 

température ambiante pendant 2 min  et centrifugé à 8000 × g pendant 1min. Après avoir jeté 

la colonne de purification, l’ADN purifié a été récupéré et utilisé immédiatement pour 

mesurer sa concentration et sa pureté puis conservé à - 20°C jusqu’à manipulation. 

II.7.5.2. Contrôle de la pureté et détermination de la concentration de l’ADN  

La concentration et la pureté de l’ADN ont été mesurées à l’aide d’un spectrophotomètre ND-

100 NanoDrop® (Thermo Scientific) (1 μL de dépôt). La pureté de l’ADN est évaluée en 

mesurant les absorbances à 230, 260 et 280 et en calculant les rapports A260/A280 et 

A260/A230. Le rapport A260/A280 doit être compris entre 1.8 et 2. Une valeur inférieure à 

1.8 révèle une contamination protéique ou phénolique alors qu’une valeur supérieure à 2 

indique une présence significative d’ARN. Le deuxième rapport A260/A230 doit se situer 

entre 2 et 2.2. Lorsqu’il est plus faible cela indique la présence de contaminants comme le 

phénol, l’EDTA, guanidine, HCl, etc. (Wilfinger et al., 1997). 

II.7.5.3. Réaction de polymérisation en chaine (PCR) 

L’ADN génomique extrait a été directement amplifié en utilisant les amorces spécifiques 

FW27F (Forward) (5'-AGAGTTTGATCMTGGCTCAG-3') et BW1525R (Reverse) 

(5'AAGGAGGTGATCCAGCC-3'). L’amplification PCR a été effectuée dans un volume 

réactionnel de 50 µL contenant 5µL d’ADN purifié, 36 µL d’eau Milli-Q, 5µL de tampon de 

réaction standard 10X avec MgCl2 (10 mM), 1µL de mélange dNTP (10 mM), 1µL d’amorce 

directe (10 µM), 1 µL d’amorce inverse (10 µM) et 1µL de la TaqADN polymérase (5U/µL). 

L’amplification PCR est réalisée avec un thermo-cycleur T100™ (Bio-Rad™, CA, USA). Le 

profil de température PCR utilisé était de 94°C pendant 3 min suivi de 30 cycles consistant en 

94°C pendant 30 s, 55°C pendant 30 s, 72°C pendant 100 s, avec une étape d’élongation 

finale à 72°C pendant 5 min. Les produits de la PCR sont ensuite visualisés par électrophorèse 

sur gel d’agarose puis conservés à -20°C avant d’être envoyés au service de séquençage. 

II.7.5.4. Electrophorèse sur gel d’agarose 

L’efficacité et la qualité de la réaction de polymérisation par PCR ont été vérifiées au moyen 

de l’électrophorèse horizontale sur gel d’agarose à 0.8% (p/v) coloré avec 0.05 µL/mL de 

colorant premium GreenSafe (NZYtech) en utilisant le tampon ROTIPHORESE®TAE 1X 

préparé à partir de la dilution d’une solution mère ROTIPHORESE® TAE 50X (2 M Tris, M 
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acide acétique, 50 mM EDTA, pH 8.5). L’électrophorèse a été réalisée à 100 V/400 W 

pendant 40 min. La présence du colorant premium GreenSafe (NZYtech) permet de visualiser 

les bandes de migration d’ADN par fluorescence sous UV. Le marqueur de poids moléculaire 

GeneRuler™ 1 kb DNA Ladder (10000 à 250 pb) a été utilisé pour confirmer la taille 

approximative des produits amplifiés. Le gel est visualisé et photographié sous un 

transilluminateur à lumière ultraviolette en utilisant un système d’imagerie Gel Doc™ XR+ 

(Bio-Rad, Hercules, CA, USA). 

II.7.5.5. Séquençage des produits d’amplification  

Les fragments amplifiés par PCR ont été séquencés au service MACROGEN Advancing 

through Genomics (Madrid, Espagne). À partir de ces résultats, le positionnement 

phylogénétique des souches est réalisé. La recherche d’homologie du gène d’ADNr 16S a été 

réalisée par BLAST en utilisant la base de données GenBank de NCBI «National Center for 

Biotechnology Information https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi» (Benson et al., 1999).  

II.8. Sélection de la souche la plus performante 

La souche la plus performante codée AC12 (Bacillus flexus) a été choisie sur la base de sa 

capacité à produire une amylase extracellulaire sur gélose à base d’amidon. La zone 

d’hydrolyse a été observée et l’indice enzymatique a été calculé comme suit (Rehman, 2019):  

Indice Enzymatique (IE) = Diamètre de la zone d’hydrolyse / Diamètre de la colonie . 

Afin de maximiser la production de cette enzyme, une optimisation des conditions de culture 

est réalisée sur bouillon LB, Miller (Luria-Bertani) fourni sous forme déshydratée. 

II.9. Production d’amylase par Bacillus flexus AC12 

1% d’une culture pré-inoculée sur bouillon LB pendant une nuit (DO600 nm = 0.78 avec une 

densité cellulaire ~ 1×107 UFC/mL) est utilisé comme inoculum dans 50 mL de milieu basal 

(1) incorporé de 1% d’amidon soluble transféré dans un Erlenmeyer de 250 mL. La croissance 

des cellules est effectuée à 37 °C pendant 48 h dans un incubateur-agitateur (Lan Technics 

HWY-200D) à 150 rpm. Après incubation, la culture est soumise à une centrifugation 

(Eppendorf Centrifuge 5804 R) à 10000 × g pendant 15 min à 4 °C. Le surnageant est utilisé 

comme source d’enzyme brute pour le dosage de l’activité amylasique en utilisant de 

l’amidon soluble comme substrat (Dash et al., 2015). 

II.9.1. Mesure de l’activité amylasique 

L’activité amylasique est mesurée à l’aide d’un mélange réactionnel contenant 33 µL 

d’amidon soluble 1% (p/v) comme substrat dissous dans de l’eau Milli-Q, 33 µL d’un tampon 
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phosphate de sodium 150 mM (pH 7.2) et 33 µL de surnageant. Après incubation à 37 °C 

pendant 10 min, la réaction est arrêtée en ajoutant 100 µL de réactif d’acide 3,5-

dinitrosalicylique (DNS). Après avoir bouilli au bain-Marie pendant 5 min, le mélange est 

refroidi dans la glace pendant 5 min. Par la suite un volume de 40 µL du mélange réactionnel 

est additionné de 260 µL de l’eau Milli-Q. L’absorbance à 540 nm est lue avec un lecteur de 

microplaques de 96 puits (Biochrom Asys UVM340) comme décrit par Miller (1959), en se 

référant à une courbe d’étalonnage de glucose (Figure 4-Annexe II). Une unité d’activité 

amylasique est définie comme la quantité d’enzyme qui libère 1µmol de sucre réducteur 

(glucose) par minute dans les conditions d’essai (Suganthi et al., 2015). 

L’activité enzymatique est calculée en utilisant la formule suivante : 

Activité amylasique (UI/mL/min) = (Qglu × V × FD) / (PMglu × VE × T) 

Avec :  

Qglu : Quantité de glucose libérée (µg), 

V : Volume total du milieu réactionnel (mL), 

FD : Facteur de dilution, 

PM glu: Poids moléculaire du glucose (g/mol), 

VE : Volume d’enzyme utilisé (mL), 

T : Temps d’incubation (min). 

II.9.2. Estimation du taux des protéines  

La teneur en protéines est estimée par la méthode de Bradford (Bradford, 1976) en utilisant 

l’albumine de sérum bovin (BSA, Bovine Serum Albumin) comme standard. 150 µL du réactif 

de Bradford est ajouté à 150 µL de l’échantillon à doser. Le mélange est laissé pendant 5 min 

à température ambiante et l’absorbance est lue à 595 nm dans un lecteur de microplaques de 

96 puits (Biochrom Asys UVM340). La concentration en protéines de l’échantillon est 

déterminée par interpolation à partir d’une courbe standard réalisée en mesurant l’absorbance 

d’une série de dilutions de BSA (Bovine Serum Albumin) de concentrations connues allant de 

0 à 100 µg/µL (Figure 5-Annexe II). La solution de réactif est ajoutée en même temps dans 

tous les tubes à l’aide d’une pipette multicanaux afin que la coloration se développe dans les 

mêmes conditions pour la gamme étalon et le contenu protéique de l’enzyme à doser.  

L’activité enzymatique est ainsi exprimée en activité amylasique spécifique (UI/mg de 

protéines totales) selon la formule suivante : 

AS (UI/mg) = Activité enzymatique (UI) / taux de protéines (mg) 
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II.9.3. Cinétiques de croissance et de production d’amylase  

Pour déterminer l’évolution dans le temps de la croissance bactérienne et de la production 

d’amylase extracellulaire, le bouillon LB additionné de 1% d’amidon est inoculé par 1% de la 

souche d’intérêt et incubé à 37°C sous une agitation à 150 rpm pendant une période de 90 

heures. À chaque intervalle de temps de 6 h, la croissance ainsi que l’activité enzymatique 

sont mesurées à 600 nm et à 540 nm, respectivement (Mageswari et al., 2012).  

II.9.4. Optimisation des conditions de culture pour la production d’amylase 

extracellulaire  

Afin d’étudier l’effet de différents facteurs nutritionnels et physiques (Tableau 10) sur la 

production d’amylase, l’optimisation du processus en utilisant différents milieux synthétiques 

(Tableau 11) est réalisée par la méthode OVAT « One Variable At a Time » dans laquelle un 

seul paramètre ou facteur est modifié alors que les autres sont maintenus fixes (Kumar et 

Khare, 2015). Par la suite, la production d’amylase est réalisée dans les conditions optimales, 

et la croissance bactérienne ainsi que la production enzymatique sont mesurées à intervalles 

de temps réguliers. Une fois les paramètres sont optimisés, la possibilité de production de 

l’enzyme en utilisant des milieux à faible coût à base de déchets de cuisine et agricole est 

testée (Suganthi et al., 2015 ; Hasan et al., 2017). 

Tableau 10. Composition des milieux de culture utilisés pour l’optimisation de la production 

d’amylase. 

Milieux utilisés Composition (g/L) 

Milieu de base  LB (1) Peptone, 10; extrait de levure, 5; NaCl, 10. 

 

Milieu pour les sources de carbone (2) 

Source de carbone, 1%; peptone 10; extrait de 

levure 5; NaCl, 10; K2HPO4, 0.87; 

MgSO4.7H2O, 6.2; KCl, 0.75. 

 

Milieu pour déchets de cuisine (3) 

Déchet de cuisine, 2%; NaCl, 0.1%; 

(NH4)2SO4, 0.2%; MgSO4.7H2O, 0.005%; 

CaCl2, 0.005%. 

 

Milieu pour les sources d’azote (4) 

Source d’azote, 1% (p/v); amidon, 50; 

K2HPO4, 0.87; MgSO4.7H2O, 6.2; KCl, 0.75; 

NaCl, 50.  

Milieu pour les acides aminés (5) Acide aminé, 0.01%; amidon, 50; K2HPO4, 

0.87; MgSO4.7H2O, 6.2; KCl, 0.75; NaCl, 50. 

Milieu pour les ions métalliques (6) Ion métallique, 0.01%; amidon, 50; extrait de 

levure 15. 
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Tableau 11. Paramètres étudiés lors de l’optimisation du milieu de production de l’amylase.  

Paramètres physiques Paramètres nutritionnels 

Température  (25-45 °C) Concentration saline (0-25%, p/v) 

pH (5-11) Sources de carbone (sucres, acides, et alcools) 

Durée d’incubation (24, 48, 72 h) Concentration de substrat (1-7%, p/v) 

Concentration d’inoculum (1-5%, v/v) Déchets de cuisine (épluchures de légumes et de 

fruits) 

Vitesse d’agitation (statique- 250 rpm) Sources d’azote (sources organiques et 

inorganiques, acides aminés) 

 Ions métalliques 

 

II.9.4.1. Effet de la température et la période d’incubation sur la production d’amylase 

Le milieu de production est inoculé par un volume de 1% de culture d’intérêt et incubé à 

différentes températures (25, 30, 35, 40 et 45°C) pendant des périodes variées (24 h, 48 h, 72h 

et 96 h) (Mageswari et al., 2012). 

II.9.4.2. Effet du pH 

La détermination du pH optimal est réalisée en utilisant le milieu de production ajusté aux 

différentes valeurs allant de 5 à 11 en utilisant des solutions tampons appropriées (tampon 

acétate pH 4-5, tampon phosphate pH 6-8 et tampon glycine-NaOH pH 9-11). L’incubation 

est faite sous agitation à 150 rpm et à température optimale (Mageswari et al., 2012). 

II.9.4.3. Effet de la concentration en sel  

Le milieu de production préparé aux différentes concentrations salines (0%, 1%, 2.5%, 5%, 

7.5%, 10%, 12.5%, 15%, 20%, 25%, p/v) et ajusté au pH optimum est inoculé avec 1% de la 

culture bactérienne et incubé à température optimale sous agitation à 150 rpm (Mageswari et 

al., 2012). 

II.9.4.4. Effet de la vitesse d’agitation 

Le milieu de production ayant les conditions optimales de teneur en sel et pH est ensemencé 

par 1% d’inoculum puis incubé à température optimale dans un incubateur-agitateur où la 

vitesse d’agitation a été variée  de statique à 250 rpm (Du et al., 2018). 

II.9.4.5. Effet de la concentration (volume) de l’inoculum  

Le milieu de production est ensemencé dans les conditions optimales par un volume 

d’inoculum variant entre 1% et 5% (v/v) (Suganthi et al., 2015).  

 



II. Partie expérimentale 

 

60 

 

II.9.4.6. Effet des sources de carbone  

Différentes sources de carbone à concentration de 1% (p/v) ont été utilisées comme seule 

source de carbone. Le milieu (2) est inoculé avec 2% (v/v) de culture mère et incubé à 37 °C 

pendant 72 h sous agitation à 100 rpm (Suganthi et al., 2015). 

Les sources de carbone utilisées sont représentées par des sucres simples et complexes comme 

le glucose, le tréhalose, le xylose, le lactose, le saccharose, la cellulose, la dextrine et 

l’amidon, des acides comme l’acide polygalacturonique et l’acide glycolique et des sucres-

alcools comme le mannitol et le sorbitol. 

 Effet de la concentration du substrat (amidon) 

Cet effet est étudié en utilisant le milieu (2) supplémenté en amidon comme source de carbone 

à différentes concentrations allant de 1 à 7% (p/v). Les autres conditions de culture sont 

maintenues optimales. 

 Effet des sources alternatives de carbone 

Les pelures de trois légumes (pomme de terre, carotte et courgette) et de trois fruits (melon, 

banane et mandarine) provenant de déchets de cuisine ont été utilisées pour créer sept milieux 

de culture dont le septième étant un mélange. Les pelures ont été séchées puis mélangées pour 

être utilisées comme source de carbone dans le milieu (3) à un pourcentage de 2% (Hasan et 

al., 2017). Le pH des milieux formulés a été fixé au niveau optimal, pH 10. Après stérilisation, 

chaque milieu a été inoculé avec 2% de B. flexus puis la fermentation a été réalisée dans des 

conditions optimisées. Les substrats utilisés ont été correctement séchés à l’air et soumis à un 

broyage dans un mixeur de cuisine. La poudre fine a été passée à travers un tamis de 100 

mailles, puis séchée à 80°C. 

II.9.4.7. Effet des sources d’azote 

L’effet de diverses sources d’azote inorganiques et complexes a été étudié en remplaçant 

l’extrait de levure et la peptone dans le milieu par d’autres sources d’azote à 1% (p/v) (milieu 

(4)), à savoir, le nitrate d’ammonium (NH4NO3), le nitrate de potassium (KNO3), nitrate de 

sodium (NaNO3), nitrate de calcium (Ca(NO3)2), chlorure d’ammonium (NH4Cl), sulfate 

d’ammonium ((NH4)2SO4), urée, gélatine, caséine, extrait de levure, extrait de bœuf, peptone, 

tryptone, combinaison de peptone et d’extrait de levure, et peptone et extrait de bœuf 

(Suganthi et al., 2015).  

 



II. Partie expérimentale 

 

61 

 

II.9.4.8. Effet des acides aminés et des ions métalliques 

L’effet des acides aminés et des ions métalliques sur la production d’amylase a été étudié dans 

des milieux de croissance optimisés (5 et 6, respectivement) avec 0.01% de chaque composant. 

Les acides aminés utilisés étaient la glycine, l’arginine, l’histidine, la glutamine, le glutamate 

et l’aspartate. De même, des ions métalliques tels que CaCl2, KCl, NaCl, MnSO4 et HgSO4 

ont été testés.  Le milieu a été incubé à 37°C à 100 rpm et après une période de 72 h l’activité 

amylasique a été quantifiée. Le test de contrôle a été effectué sans aucun ion métallique 

(Suganthi et al., 2015). 

II.10. Purification partielle de l’enzyme brute extracellulaire 

La solution d’enzyme brute a été concentrée par ultrafiltration avec une membrane MWCO 

(Molecular Weight Cut Off) (Merck milipore Ltd) de 10 kDa, le rétentat est ensuite collecté 

puis re-concentré à nouveau avec une membrane MWCO de 30 kDa. Du sulfate d’ammonium 

solide a été ajouté lentement au surnageant, sous agitation constante à 4 °C, jusqu’à obtention 

d’une concentration finale de 70% de saturation, puis conservé toute la nuit à 4 °C. Les 

protéines précipitées ont été séparées par centrifugation à 4000 × g pendant 20 min à 4 °C et 

dissoutes dans un volume minimal de tampon phosphate 0.1 M (pH 7.2). 

Le rendement (en pourcentage) et le facteur de purification sont calculés après chaque étape 

d’extraction et de purification selon les formules (Berg et al., 2015): 

Rendement = (AT/AT de l’extrait brut) × 100 

Facteur de purification = AS/AS de l’extrait brut 

Avec : 

AT : Activité amylasique totale. 

AS : Activité amylasique spécifique. 

II.10.1. Détermination du poids moléculaire par SDS-PAGE et zymographie de l’enzyme 

II.10.1.1. Électrophorèse SDS-PAGE 

L’électrophorèse sur gel de polyacrylamide contenant du dodécylsulfate de sodium (SDS-

PAGE) a été réalisée selon la méthode décrite par Laemmli (1970) en utilisant un gel de 

séparation à 12% (p/v) et un gel d’empilement ou de concentration à 5% (p/v) (Tableau 12) 

où des puits créées à l’aide d’un peigne servent au dépôt et à la concentration des échantillons. 

Un tampon de chargement, contenant du bleu de bromophénol pour le suivi du front de 

migration et du dithiothréitol (DTT) comme agent réducteur, est utilisé pour la préparation 

des échantillons de protéines.  15 μL d’échantillon protéique sont dissous dans 5 μL d’un 
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tampon de chargement 3X (150 mM Tris-HCl (pH 6.8), 300 mM DTT, 6% SDS, 0.3% bleu 

de bromophénol, et 30% glycérol), chauffés à 95°C pendant 5 min puis chargés dans les puits 

du gel. Un puits est réservé au dépôt de 7.5 μL d’un marqueur moléculaire (Thermo 

Scientific™, PageRuler™ Plus Prestained Protein Ladder, Lituanie, 10.0-250.0 

kDa).L’ensemble est mis dans une cuve d’électrophorèse remplie de tampon de migration 1X 

préparé à partir de la dilution de la solution mère 10X (Bio-Rad SDS-PAGE running buffer, 

25 mM Tris, 192 mM glycine, 0.1% SDS, pH 8.3). La migration est effectuée à 200 V 

pendant 1 h, et à température ambiante. Après séparation des protéines, le gel d’acrylamide 

est démoulé et immergé dans une solution de BlueSafe (NZYTech) puis laissé à température 

ambiante pendant une heure sous agitation douce (Heidolph Polymax 1040 Wave Shaker). Les 

bandes de protéines se colorent en bleu permettant ainsi d’estimer le poids moléculaire relatif 

de l’enzyme par comparaison avec celui des marqueurs standards constituant le PageRuler. 

Tableau 12. Composition des gels utilisés pour l’électrophorèse SDS-PAGE. 

Constituants  Gel de concentration 

5% (p/v) 

Gel de séparation 

SDS-PAGE 

12% (p/v) 

Eau Milli-Q (mL ) 2.8 6 

Tampon (mL)  1.25 4.68 

Acrylamide/bis-acrylamide (mL) 0.82 7.2 

APS 10% (µL) 35 90 

TEMED (µL) 10 15 

Volume final (mL) 5 18 

SDS-PAGE : Sodium Dodecyl Sulfate-PolyAcrylamide Gel Electrophoresis ; APS : persulfate d’ammonium ; 

TEMED : N,N,N',N'-TétraMéthylEthylèneDiamine. 

II.10.1.2. Zymographie de l’enzyme 

Un gel réplique servant au développement d’un zymogramme est lancé parallèlement à celui 

de la SDS-PAGE. Les échantillons destinés à la zymographie ne sont pas chauffés avant 

l’électrophorèse et sont chargés dans les puits des deux gels en présence du marqueur 

moléculaire dans des puits séparés. L’électrophorèse est réalisée dans les mêmes conditions 

opératoires à 200 V pendant 1 heure et à température ambiante. 

Après électrophorèse, le gel a été renaturé dans une solution à 2.5% (v/v) de Triton X-100 

pendant 1 h sous agitation douce afin d’éliminer le SDS, lavé trois fois à l’eau distillée afin 

d’éliminer le Triton X-100 puis incubé durant 1 h à 55 °C dans une solution tampon glycine-

NaOH 20 mM (pH 9) contenant 1 % (p/v) d’amidon soluble. Après incubation, il a été coloré 

avec une solution de lugol (0.3% I2, 3% KI) pendant 15 min (Kim et al., 2012). Une zone 
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claire sur un fond sombre indique la localisation de l’amylase active. Le poids moléculaire de 

l’enzyme correspond à celui de la bande positive sur le gel de zymographie ayant la même 

distance frontale sur le gel SDS-PAGE. 

Les gels sont enfin visualisés et photographiés sous lumière ultraviolette en utilisant un 

système d’imagerie Gel Doc™ XR+ (Bio-Rad, Hercules, CA, USA). 

II.10.2. Caractérisation de l’enzyme partiellement purifiée 

II.10.2.1. Effet de la température sur l’activité et la stabilité 

L’effet de la température sur l’activité enzymatique a été mesuré en incubant l’amylase 

partiellement purifiée dans 20 mM du tampon phosphate à pH 7.2 pendant 15 min à des 

températures comprises entre 4 et 100 °C. La thermostabilité a été déterminée en mesurant 

l’activité résiduelle après 1 h de pré-incubation de la solution enzymatique à la même gamme 

de température susmentionnée (Du et al., 2018). 

II.10.2.2. Effet du pH sur l’activité et la stabilité 

L’activité d’hydrolyse de l’amidon soluble a été dosée dans un mélange réactionnel où le pH a 

été varié entre 4 et 11 en utilisant 20 mM de solutions tampons appropriées (tampon acétate 

pH 4-5, tampon phosphate pH 6-8 et tampon glycine-NaOH 9-11). L’incubation est faite à 

55°C durant 15 min. Afin de mesurer la stabilité au pH, l’enzyme a été pré-incubée à 30°C 

pendant 1 h dans un tampon à différentes valeurs de pH (la même gamme déjà citée). Les 

résultats obtenus sont exprimés en pourcentage d’activité résiduelle à chaque valeur de pH 

(Azad et al., 2013). 

II.10.2.3. Effet de la concentration en sel sur l’activité et la stabilité 

L’enzyme amylase a été incubée à 55°C dans un tampon glycine-NaOH 20 mM (pH 9) 

contenant différentes concentrations de NaCl (0%, 1%, 2.5, 5%, 7.5%, 10%, 12.5%, 15%, 

20%, 25%, p/v). Pour la détermination de la stabilité au sel, l’amylase a été pré-incubée 

pendant 1 h à 30 °C dans un tampon glycine-NaOH 20 mM (pH 9) contenant une gamme de 

concentrations salines allant de 0 à 25% (p/v). Les activités résiduelles exprimées en 

pourcentage sont mesurées aux optima de température et de pH (Sahoo et al., 2016). 

II.10.2.4. Effet du temps de la réaction 

Pour connaître le meilleur temps de réaction, le dosage enzyme-substrat a été réalisé dans des 

conditions de réaction optimales à différents temps de réaction allant de 5 à 30 min (Hasan et 

al., 2017). 
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II.10.2.5. Effet des ions métalliques sur l’activité et la stabilité  

L’influence de divers ions métalliques à savoir NaCl, KCl, LiCl, CaCl2, CuCl2, NiCl2, MgSO4, 

FeSO4, ZnSO4, AgNO3, MoNa2O4, et HASNa2 a été mesurée à une concentration finale de 10 

mM dans les conditions optimales de réaction. Les résultats obtenus sont exprimés en 

pourcentage d’activité relative par rapport à l’activité du contrôle observée en absence des  

ions métalliques et considérée comme étant 100% (Demirkan, 2011). 

Pour les effets stimulants ou inhibiteurs des ions métalliques sur l’activité enzymatique, 

l’amylase partiellement purifiée a été pré-incubée à 30°C avec 10 mM de chaque ion 

métallique pendant 1 h. Ensuite, l’activité restante a été calculée en utilisant le test 

enzymatique standard (Asoodeh et al., 2010). 

II.10.2.6. Effet des détergents et des surfactants sur l’activité et la stabilité  

L’activité amylolytique a été estimée en présence de 10 mM de détergents tels que le Triton 

X-100 et le Tween 80 et de tensioactifs à savoir le SDS, le PMSF et le PEG 6000. Les 

solutions d’enzymes et de détergents ont été mélangées dans un rapport de 1:1 puis incubées à 

55°C pendant 15 min. L’activité relative a été déterminée en considérant celle testée en 

l’absence d’inhibiteur comme 100%. La stabilité enzymatique a été mesurée en pré-incubant 

l’enzyme à 30°C pendant 1 h en présence de chacun des détergents et tensioactifs 

susmentionnés. Les résultats sont exprimés en pourcentage d’activité résiduelle (Baltas et al., 

2016). 

II.10.2.7. Effet des solvants organiques sur l’activité et la stabilité 

L’activité et la stabilité enzymatiques ont été estimées en présence d’une concentration de 

10% de divers solvants tels que l’éthanol, le méthanol, l’acétone, le chloroforme, le glycérol, 

l’isoproponal et le DMSO. L’activité amylasique est mesurée selon la méthode DNS 

expliquée en II.9.1 alors que la stabilité est estimée en incubant l’enzyme pendant 1 h en 

présence de chacun des solvants susmentionnés. Les résultats sont exprimés en pourcentage 

d’activités relative et résiduelle (Abdel-Fattah et al., 2013).  

II.10.2.8. Détermination de la spécificité au substrat  

La spécificité au substrat a été vérifiée en présence des solutions 1% (p/v) de différents types 

de substrats tels que l’amidon, la pectine, la carboxyméthylcellulose (CMC), le xylane, 

l’arabinane, le β-glucane, l’arabinoxylane de blé et le xylane de bois de hêtre. Les substrats 

d’amidon brut utilisés étaient la paille de riz et les pelures broyées de carottes, de mandarines 
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et de bananes. L’activité amylasique est dosée selon la méthode DNS déjà mentionnée et 

expliquée en II.9.1. 

II.10.2.9. Détermination de la stabilité au stockage  

Pour déterminer la stabilité enzymatique au stockage, des aliquotes d’enzyme ont été stockées 

pendant 10 jours à différentes températures (-18°C, 4°C et 25 ± 2°C). Après un intervalle de 

temps de 2 jours, des aliquotes de chaque température de stockage sont prélevés et l’activité 

enzymatique résiduelle est mesurée selon la méthode de dosage standard (Amid et al., 2014 ; 

Hasan et al., 2017).  

La stabilité au stockage de l’enzyme est déterminée selon la formule ci-après :  

Stabilité au stockage (%) = A/A0×100 

Où : 

A0 : Activité enzymatique avant stockage, 

A : Activité enzymatique après stockage. 

II.11. Production de l’amylase par deux types de fermentation en présence des substrats 

d’amidon brut 

II.11.1. Fermentation submergée (SmF)  

La fermentation submergée est réalisée dans des Erlenmeyers contenant 50 mL d’un milieu de 

culture constitué uniquement de 1 % (p/v) de chaque substrat d’amidon brut (paille de riz et 

un mix de pelures broyées de carottes, mandarines et de bananes) à pH10. Le milieu de 

fermentation est ensemencé par un inoculum uniforme 2% (v/v) puis incubé dans un 

agitateur-incubateur à 37°C sous une agitation de 100 rpm pendant 6 jours. Les flacons sont 

retirés chaque jour pour vérifier la production d’amylase. Après centrifugation du milieu de 

fermentation à 4000 × g pendant 30 min, le surnageant obtenu est dosé pour la présence de 

l’activité amylasique en appliquant la méthode DNS comme déjà décrit en II.9.1 (Saxena et 

Singh, 2011). 

II.11.2. Fermentation en milieu solide (SSF)  

Le processus de fermentation a été réalisé dans des Erlenmeyers de 250 mL contenant 5 g de 

paille de riz et un mix de pelures de carottes, de mandarines et de bananes. De l’eau Milli-Q a 

été ajoutée de manière à ce que le taux d’humidité final du substrat soit de 80 ± 5% (p/v). 

Après stérilisation par autoclave, les flacons ont été refroidis et inoculés avec un volume 

d’inoculum de 2% (v/v) (Lonsane et al., 1985). L’incubation est réalisée à 37°C pendant 6 
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jours. Les flacons de milieu SSF ont été doucement agités dans un agitateur rotatif orbital 

toutes les 24 heures. Le surnageant a été obtenu après avoir mélangé la matière fermentée 

avec de l’eau Milli-Q, dans un rapport de 1:5 (p/v). Les mélanges sont ensuite agités à 100 

rpm pendant 30 min à 37°C dans un agitateur rotatif puis homogénéisés en 3 cycles de 15s 

(Balkan et al., 2011). Après filtration des mélanges obtenus sur papier filtre Whatman n°1, 

les filtrats ont été centrifugés à 4000 × g pendant 30 min à 4°C. Le surnageant résultant a été 

utilisé pour estimer la production de l’enzyme. L’activité enzymatique a été testée à pH 9 par 

la méthode DNS en utilisant 1% (p/v) d’amidon soluble comme substrat à 55°C pendant 15 

min (Saxena et Singh, 2011). 

II.12. Applications industrielles possibles de l’amylase produite par Bacillus flexus AC12 

Compte tenu des nombreuses applications des enzymes microbiennes dans divers secteurs 

industriels, l’amylase produite par Bacillus flexus AC12 a été étudiée pour une éventuelle 

utilisation dans différents processus industriels.  

II.12.1. Clarification du jus de pomme 

Les pommes vertes ont été coupées en cubes, écrasées dans un mixeur Philips HR 3571/90 

puis pressées manuellement à l’aide d’une étamine à double couche pour obtenir du jus de 

pomme brut ou non clarifié. A ce dernier est ajouté l’amylase partiellement purifiée, le 

mélange est ensuite incubé à 55 °C pendant 4 h. Après incubation et afin de vérifier la clarté 

du jus, le pourcentage de transmission à 650 nm a été déterminé chaque une heure (Kothari 

et al., 2013 ; Dey et al., 2014). Un essai contrôle est réalisé en absence de l’enzyme. 

Parallèlement, la quantité de sucres réducteurs dans le jus est déterminée par la méthode DNS 

(Sharma et Chand, 2012 ; Kumar et al., 2011). La même expérience de clarification du jus 

a été également menée à température ambiante.  

La clarification du jus est calculée par la formule suivante : 

Clarification (%) = Tt-Tc  / Tc × 100 

Où :  

Tt : Transmission du test, 

Tc : Transmission du contrôle. 

II.12.2. Compatibilité de l’amylase avec les détergents de commerce 

Six marques de détergents disponibles localement en Espagne (Ariel, Marsella, Vernel, 

Pronto, Diluido, Aro, Limón, Lejía) ont été utilisées pour déterminer leur compatibilité avec 
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les propriétés détergentes de l’amylase produite par Bacillus flexus AC12 dans des conditions 

optimales.  

Les solutions détergentes 1% (v/v) ont été préparées dans de l’eau Milli-Q puis bouillies à 

100°C pendant 30 min dans le but de dénaturer l’enzyme native présente dans les solutions. 

Après filtration, elles ont été mélangées à l’enzyme dans un rapport 1:1 et incubées à 55°C 

pendant 15 min. Après incubation, chaque solution est mélangée dans un rapport de 1:1 avec 

une solution d’amidon à 1% (p/v) préparée dans 20 mM du tampon glycine-NaOH à pH 9. Le 

dosage de l’activité amylasique est réalisé comme a été décrit précédemment. La 

compatibilité de l’amylase avec ces détergents est exprimée en pourcentage d’activité relative 

par rapport à un essai témoin où l’enzyme a été diluée à 1:1 dans de l’eau sans détergent. 

L’activité enzymatique de l’échantillon témoin est considérée comme étant de 100% 

(Suganthi et al., 2015). 

II.13. Analyse statistique 

Les données ont été soumises à une analyse de variance (ANOVA) en utilisant le test post-hoc 

de Tukey. Le niveau de signification est défini à p < 0.01 en utilisant la version 23.0 du 

logiciel SPSS (Statistical Package for Social Sciences pour Windows ; SPSS Inc., Chicago, 

IL).  

 



 

 

 

 

 

 

 

         Résultats 

et Discussion 

 



III. Résultats et Discussion 

 

68 

 

III. 1. Détermination des paramètres physiques des anchois frais 

Les caractéristiques des anchois crus en termes de longueur, de poids et du nombre de 

poissons dans 1 kg sont résumées dans le tableau 13.  

La longueur moyenne des poissons était presque la même pour les trois échantillons (13 ± 

0.00 à 13 ± 0.82 cm), alors que le poids moyen variait légèrement, ce qui indique leur 

maturité sexuelle et saisonnière. Ces valeurs sont inférieures à celles trouvées par Šimat et 

Bogdanović (2012) qui ont enregistré une longueur moyenne de 15.23 ± 0.68 cm et un poids 

moyen de 24.72 ± 3.64 g, et supérieures à celles trouvées par Sofoulaki et al. (2018) qui ont 

enregistré une longueur moyenne entre 8.71 ± 0.46 cm et 11.33 ± 0.52 cm et un poids moyen 

entre 3.9 ± 0.6 g et 8.2 ± 1.3 g. 

En outre, le nombre de poissons dans 1 kg de chaque échantillon, était de 70 ± 1.00, 66 ± 

0.57, et 66 ± 0.57 pour les échantillons S, I, D, respectivement. Selon Arrignon (1966), 1 kg 

d’anchois doit contenir 50 éléments de poisson. Ces éléments mesurent entre 8 et 19 cm et ont 

une longueur moyenne et un poids moyen de 14 cm et 20 g, respectivement. Nos résultats 

sont en accord avec ces données en ce qui concerne la longueur. Cependant, le poids moyen 

était plus faible avec une différence d’environ 6 g, ce qui explique la différence du nombre de 

poissons dans 1 kg entre ce qui a été rapporté et ce qui a été trouvé. 

III. 2. Evaluation sensorielle  

En terme de qualité organoleptique, l’acceptabilité globale du poisson, mesurée sur une 

échelle de qualité à 8 points (Filsinger et al., 1982), était de 3.76, 3.12 et 4.08 pour les 

échantillons S, I et D, respectivement (Tableau 13), ce qui correspond à un produit semi-mûr. 

Cela pourrait être dû à des variations dans l’historique temps-température du poisson. Ces 

scores sont inférieurs à ceux obtenus par Czerner et Yeannes (2013), qui ont rapporté une 

note sensorielle moyenne de 5.6, 5.1 et 4.5. 

Filsinger (1987) a conclu que la meilleure qualité sensorielle du produit correspondait à une 

pression intermédiaire. D’un côté, une pression plus élevée augmentait la pénétration du sel et 

diminuait la vitesse de maturation, et par conséquent les produits obtenus ne possédaient pas 

les meilleures caractéristiques sensorielles et de l’autre côté, une pression plus faible a 

modifié le processus de maturation et a donné un produit trop mûr. Ces résultats sont en 

contraste avec les nôtres, cela est peut-être lié à la procédure selon laquelle la technique de 

salage a été appliquée. 
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Tableau 13. Caractéristiques physiques, sensorielles et physicochimiques des différents 

échantillons d’anchois salés-mûrs. 

Caractéristiques Échantillons 

S I D 

Caractéristiques physiques des anchois frais 

Longueur (cm) 13.0 ± 0.82a 13.0 ± 0.00b 13.0 ± 0.00c 

Poids  (g) 13.4 ± 2.97a 13.0 ± 0.71a 13.5 ± 1.73a 

Nombre de poissons dans 1 kg 70.0 ± 1.00a 66.0 ± 0.57a 66.0 ± 0.57a 

Caractéristiques sensorielles 

Scores moyens 3.76 ± 0.50a 3.12 ± 1.05b 4.08 ± 0.09c 

Caractéristiques physicochimiques 

pH 5.81 ± 0.04a 5.75 ± 0.03b 5.66 ± 0.02c 

ATT (% d’acide oléique)  0.06 ± 0.10a 0.06 ± 0.10a 0.08 ± 0.10a 

Taux d’humidité (%)  57.5 ± 0.10a 55.0 ± 0.20b 52.5 ± 0.10c 

Teneur en matière sèche (%) 42.5 ± 0.10b 45.0 ± 0.20a 47.5 ± 0.10c 

Teneur en protéines brutes 

(%)  

1.37 ± 0.63a 1.32 ± 0.19a 1.28 ± 0.35a 

Teneur en matière grasse (%)  4.25 ± 0.08b 4.69 ± 0.12a 5.38 ± 0.15c 

Teneur en cendres (%)  35.0 ± 0.10a 36.0 ± 0.30b 40.5 ± 0.10c 

Teneur en sel (%)  34.7 ± 0.90a 35.1 ± 0.20b 40.3 ± 0.30c 

Ip(meq O2/kg de gras) 0.50 ± 0.00a 0.5 ± 0.00b 0.75 ± 0.05c 

Ia (mg KOH/g)) 5.74 ± 0.50a 7.17 ± 0.50a 7.89 ± 1.00a 

Is (mg KOH/g) 102.38 ± 0.70a 75.73 ± 0.40b 91.27 ± 0.50c 

S: Echantillon prélevé de la partie superficielle ; I : Echantillon prélevé de la partie intermédiaire ; D : 

Echantillon prélevé de la partie profonde. ATT: Acidité Titrable Totale ; Ip: Indice de peroxyde ; Ia: Indice 

d’acide ; Is : Indice de saponification. a-c Les valeurs sur la même ligne et marquées d’une lettre différente 

diffèrent significativement (p < 0.01). 

III. 3. Composition proximale et analyse physicochimique des anchois 

III. 3.1. Détermination du pH et de l’acidité titrable totale (ATT) 

Les valeurs du pH étaient significativement différentes dans les trois échantillons (p < 0.01), 

alors qu’il n’y avait pas de différence significative entre les valeurs d’acidité titrable totale 

(ATT) (p ˃ 0.01). Ces résultats sont en accord avec la plupart des données rapportées dans la 

littérature (Hernández-Herrero et al., 1999, 2002; Llorente Holgado et al., 2007; 

Ababouch et El Marrakchi, 2009).  

Les différences significatives des valeurs de pH entre les trois échantillons pourraient 

s’expliquer par la différence de concentration en sel et de profondeur à laquelle chaque 

échantillon a été prélevé. Il a été suggéré que la concentration en sel influence non seulement 
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l’activité de l’eau, mais aussi le pH (Rodríguez-Jerez et al., 1993; Hernández-Herrero et 

al., 1999). Une diminution du pH est généralement expliquée par l’augmentation de la force 

ionique de la solution au sein des cellules (Ormanci et Colakoglu, 2015).  

Selon Ababouch et El Marrakchi (2009), le pH du muscle d’anchois diminue de 6 à 5.4 

après 3 à 4 mois du processus de maturation. Cette diminution, qui est d’une part 

essentiellement attribuée à l’accumulation des acides gras libres, se fait malgré une 

augmentation significative des bases azotées, notamment le NH3. D’autre part, cette baisse de 

pH peut également être attribuée au fait que les échantillons aient subi une fermentation plutôt 

qu’une altération. Dans la même analogie, les valeurs élevées  de l’acidité, se variant entre 

0.06 ± 0.10 et 0.08 ± 0.10% d’acide oléique, semblent être due à la production de divers 

acides organiques, y compris les acides gras libres. Cela implique que le poisson a subi une 

fermentation suffisante par voie enzymatique sous l’action des enzymes endogènes et/ou 

exogènes (d’origine microbienne) (Majumdar et Basu, 2010). 

III. 3.2. Détermination des teneurs en sel, en eau et en matière sèche  

Les teneurs en sel et en eau variaient entre les trois échantillons de manière très significative 

(p < 0.01) (Tableau 13). La teneur en sel dans l’échantillon S, était la plus faible (34.7 ± 

0.90%) alors que la plus élevée a été enregistrée dans l’échantillon D (40.3 ± 0.30%). Ces 

niveaux élevés de teneur en sel peuvent être attribués aux conditions de préparation 

traditionnelles ainsi qu’à l’absorption d’humidité due à l’humidité hydrostatique du sel 

pendant le stockage (Dewi et al., 2011). Le processus de salage des anchois comprend la 

diffusion du sel dans le poisson et l’élimination de l’eau par osmose. La perte d’humidité du 

poisson due à l’osmose a entraîné une diminution de la teneur en eau ainsi qu’une 

augmentation de la teneur en sel et en cendres dans le produit final (Hernández-Herrero et 

al., 2002; Majumdar et Basu, 2010). En outre, le taux de pénétration du sel dans le muscle 

est fortement influencé par la teneur en graisse, la fraîcheur du poisson, l’épaisseur de la 

chair, le rapport surface/volume et la température (Clucas, 1982). Nous suggérons que la 

fraîcheur du poisson dans l’échantillon S avait légèrement réduit le taux d’absorption du sel. 

La teneur en sel dans notre étude est considérablement plus élevée que celle rapportée par 

plusieurs auteurs (Ababouch et El Marrakchi, 2009; Czerner et Yeannes, 2014; Zang et 

al., 2019). Cela pourrait être dû au processus de salage non contrôlé et non réglementé 

appliqué selon la méthode artisanale. 

La matière sèche a également varié de manière hautement significative entre 42.5 ± 0.1% et 

47.5 ± 0.1% (p< 0.01). La valeur de l’échantillon S était entre celles des deux autres 
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échantillons. Comme le montre le tableau 13, il existe une relation claire inversement 

proportionnelle entre les teneurs en sel, en humidité et en matière sèche. 

III. 3.3. Détermination de la teneur en cendres  

Les teneurs en cendres permettent d’estimer la composition minérale ainsi que la quantité de 

sel résiduel dans les produits de la pêche. Les teneurs élevées en cendres (35.0 ± 0.1- 40.5 ± 

0.1%) pourraient essentiellement être attribuées à la teneur élevée en sel, à la taille du poisson 

et éventuellement aux fragments d’os qui n’ont pas été retirés des échantillons d’anchois 

pendant le traitement (Selmi et al., 2010). En comparant nos résultats avec ceux  obtenus par 

Hernández-Herrero et al. (1999), il s’est avéré que la teneur en protéines était plus faible 

alors que les niveaux de cendres et de sel étaient plus élevés. 

III. 3.4. Détermination de la teneur en matière grasse 

Les teneurs en lipides totaux ont montré une variation très significative (p< 0.01) allant de 

4.25 ± 0.08 à 5.38 ± 0.15%, avec une valeur plus élevée enregistrée pour l’échantillon D (5.38 

± 0.15%). La teneur en lipides de la chair d’anchois peut différer non seulement entre les 

espèces mais aussi au sein d’une même espèce provenant d’une même capture. Ceci est dû 

aux différents stades de maturité (Pigott et Tucker, 1987). Cette différence de valeurs entre 

les échantillons pourrait également être expliquée par la forte teneur en sel dans l’échantillon 

D (40.3 ± 0.30%) par rapport aux deux autres. Contrairement à nos résultats Shiriskar et al. 

(2010a, 2010b) ont révélé une légère variation dans  la teneur en lipides. 

Chez la plupart des poissons, notamment les espèces pélagiques, la somme totale des deux 

principaux constituants (humidité et lipides) représente environ 78 à 80% du poids total. Cette 

somme est plus faible pour les trois échantillons de la présente étude. Nos résultats ont 

également révélé une relation inverse entre la teneur en humidité et la teneur en matières 

grasses, ce qui est cohérent avec les résultats des études précédentes qui ont étudié la relation 

entre la teneur en matières grasses et la teneur en eau (Gökoglu et al., 1999; Šimat et 

Bogdanović, 2012). Les auteurs ont signalé une très forte corrélation négative entre ces deux 

paramètres et ont conclu que l’existence d’une telle relation permettrait d’estimer la teneur en 

matières grasses à l’aide de la teneur en eau. Cela ne remplacerait pas les procédures 

standards de mesure précise de la teneur en matière grasse, mais permettrait aux 

transformateurs de faire une estimation. 

III. 3.5. Détermination de la teneur en protéines brutes 

La teneur en protéines s’est avérée plus faible, elle variait entre 1.28 ± 0.35% et 1.37 ± 0.63%. 

Ce résultat est en concordance avec celui trouvé par Nketsia-Tabiri et Sefa-Dedeh (1995) 
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durant le processus de salage du tilapia. La forte concentration en sel à l’intérieur du poisson 

pendant le salage entraîne une perte des protéines solubles et une perte de la capacité de 

rétention d’eau, ce qui entraîne une dénaturation des protéines (Kong et al., 2008). Des 

recherches antérieures ont montré que les protéines solubilisées (à la suite du processus de 

salage) avaient un effet osmotique supplémentaire et contribuaient à l’obtention de l’état 

d’équilibre (Czerner et Yeannes, 2010). 

III. 3.6. Détermination des indices de peroxyde, de saponification et d’acide 

Les indices de peroxyde et de saponification ont montré une variation hautement significative 

entre les trois échantillons (p < 0.01). La teneur en acides gras libres était comprise entre 5.74 

± 0.50 et 7.89 ± 1.00 mg KOH/g.  

La faible valeur de l’indice de peroxyde (entre 0.50 ± 0.00 et 0.75 ± 0.05 meq O2/kg de gras) 

indique que l’oxydation a été bien développée au point où les hydro-peroxydes ont été déjà 

décomposés et transformés (Adrian et al., 1998). Ceci est en accord avec les résultats tirés 

par Smith et al. (1988) qui ont confirmé que les conditions de salage accélèrent l’oxydation 

des lipides. En outre, il a été également signalé que l’oxydation enzymatique jouaient un rôle 

important dans la détérioration oxydative du poisson salé (Cho et al., 1989).  

La valeur la plus élevée de l’indice de saponification a été enregistrée pour l’échantillon S  

(102.38 ± 0.70 mg KOH/g), reflétant ainsi sa teneur élevée en acides gras à chaînes courte et 

moyenne. En outre, l’échantillon D a donné la teneur la plus élevée en acides gras libres (7.89 

± 1.00 mg KOH/g). Des recherches antérieures ont montré que le sel n’avait aucun effet 

inhibiteur sur les lipases, qui sont responsables de la libération des acides gras libres (Perez-

Villareal et Pozo, 1992). Cela pourrait signifier davantage que les acides gras insaturés ont 

été produits et soumis à une hydrolyse oxydative au niveau de leurs doubles liaisons. Les 

substances résultantes, principalement des cétones et des aldéhydes, semblent être en grande 

partie responsables de la saveur, de l’odeur et du goût de ces produits (El-Sebaiy et Metwalli, 

1989).  

III. 3.7. Détermination de la composition en acides gras 

Des variations ont été observées dans les profils des acides gras (Tableau 14). Les acides gras 

saturés (AGS) sont les acides gras les plus courants dans tous les échantillons. Les principaux 

acides gras saturés (AGS) étaient les C16:0 et les C18:0, avec un pourcentage plus élevé de 

C16:0. Ce résultat est conforme aux recherches précédentes, qui ont rapporté que le C16:0 

était l’acide gras le plus abondant dans les anchois et dans presque toutes les espèces de 

poissons (Bayir et al., 2006 ; Özogul et al., 2007). De même, les teneurs en acides gras 
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mono-insaturés (AGMI) et en acides gras polyinsaturés (AGPI) se sont révélées être plus 

élevées dans les anchois prélevés des couches superficielles et profondes, respectivement. La 

teneur en AGPI augmente avec la profondeur. Les acides gras C16:0 et C18:1 étaient 

prédominants dans tous les échantillons. C2:0, C16:0 et C18:1 ont diminué avec la 

profondeur, alors que C18:0 et C18:2 ont augmenté. En outre, seul l’échantillon D contenait 

de l’acide docosahexaénoïque (DHA ; C22:6) avec un pourcentage de 2.42% tandis que la 

teneur en acide eicosapentaénoïque (EPA ; C20:5), qui n’était présent que dans les deux 

échantillons I et D, a montré une teneur plus élevée dans l’échantillon D, avec un pourcentage 

de 1,18 ± 0.24%. Selon Bayir et al. (2006), l’anchois contient 11.68% d’EPA et 25.85% de 

DHA. En outre, Zlatanos et Laskaridis (2007) ont constaté que les niveaux d’EPA et de 

DHA dans l’anchois variaient de 2.46 à 12.4%, et de 12.23 à 32.46%, respectivement, en 

fonction de la saison. Saglik et Imre (2001) ont rapporté des teneurs en EPA et en DHA 

(g/100g) de 0.86 et de 1.56 g, respectivement. Nos résultats sont plus proches de ceux obtenus 

par Zlatanos et Laskaridis (2007) pour le taux en DHA et par Saglik et Imre (2001) pour la 

teneur en EPA. L’anchois, le hareng de l’Atlantique et le saumon d’élevage et sauvage 

contiennent, par ordre décroissant, 2055 à 1840 mg/100 g d’EPA+DHA, tandis que le 

maquereau de l’Atlantique, le poisson bleu, les sardines de l’Atlantique et la truite contiennent 

de 1203 à 936 mg/100 g (Mozaffarian et Wu, 2011). 
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Tableau 14. Composition en acides gras des échantillons d’anchois salés-mûrs. 

Acides gras (%)   Échantillons 

S I D 

Acides gras saturés (AGS) 

Acide oxalique (C2:0) 01.47 ± 0.00a 0.61 ± 0.01b 00.41 ± 0.01c 

Acide caprylique (C8:0) nd nd 00.17 ± 0.00 

Acide caprique (C10:0) 02.02 ± 0.08 nd 00.18 ± 0.13 

Acide laurique (C12:0) nd nd 00.26 ± 0.08 

Acide pentadécylique (C15:0) nd nd 01.63 ± 0.11 

Acide palmitique (C16:0) 42.03 ± 0.10a 38.24 ± 0.06a 36.21 ± 0.15a 

Acide margarique (C17:0) nd nd 01.73 ± 0.13 

Acide stéarique (C18:0) 08.78 ± 0.18a 11.11 ± 0.27b 13.19 ± 0.07c 

Acide arachidique (C20:0) nd nd 00.35 ± 0.15 

Acides gras mono-insaturés (AGMI) 

Acide hexadécanoïque (C16 ∆7) nd nd 00.65 ± 0.00 

Acide palmitoléïque (C16∆9) 01.99 ± 0.01 nd 00.23 ± 0.01 

Acide oléique (C18 ∆9) 29.46 ± 0.00a 22.42 ± 0.03b 22.24 ± 0.07c 

Acide vaccénique (C18∆11) nd nd 03.60 ± 0.05 

Acide gondoïque (C20∆11) nd nd 00.27 ± 0.00 

Acides gras polyinsaturés (AGPI) 

Acide octadécadiénoïque (C 18 ∆8, 11) 02.05 ± 0.33a 04.01 ± 0.08b 04.70 ± 0.03c 

Acide eicosapentaénoïque  

(C 20 Δ 5, 8, 11, 14, 17) 

nd 01.10 ± 0.10 01.18 ± 0.24 

Acide docosahexaénoïque  

(C 22 Δ 4, 7, 10, 13, 16, 19) 

nd nd 02.42 ± 0.17 

∑ AGS 54.30 ± 0.36 49.96 ± 0.34 54.13 ± 0.83 

∑ AGMI 31.45 ± 0.01 22.42 ± 0.03 26.99 ± 0.13 

∑ AGPI 02.05 ± 0.33 05.11 ± 0.18 08.30 ± 0.44 

nd: non détecté, 
a-c Les valeurs sur la même ligne et marquées d’une lettre différente diffèrent significativement (p < 0.01). 

III. 3.8. Détermination de la teneur en matière minérale et éléments traces métalliques 

Le poisson est une bonne source de minéraux qui sont hautement nécessaires au 

fonctionnement normal de l’organisme. Les oligo-éléments et les éléments traces 

métalliques Zn, Mn, Fe et Cu étaient présents dans une fourchette de 0.0066 ± 0.003 à 

0.4056 ± 0.032 ppm dans le poisson (Tableau 15). La teneur en minéraux et en métaux 

peut varier en fonction du milieu environnant (Sen et al., 2011). Le zinc (Zn) était le 

principal minéral remarqué dans tous les échantillons avec un niveau plus élevé trouvé 

dans l’échantillon I (0.4056 ± 0.032 ppm), suivi par le fer (Fe) avec une teneur importante 

enregistrée pour l’échantillon I (0.2091 ± 0.022 ppm). Nos résultats sont inférieurs à ceux 
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rapportés par plusieurs auteurs (Galaţchi et al., 2017; Afandi et al., 2018; Sofoulaki et 

al., 2018).  

D’après les résultats du tableau 15, le cadmium et le plomb étaient inférieurs aux niveaux 

autorisés par la législation Européenne (0.30 μg/g ou 0.30 ppm) et le chrome était inférieur 

à la teneur enregistrée par Chandrashekar et Deosthale, (1993) et Afandi et al. (2018) 

qui avaient rapporté une valeur de 69.3 µg/100 g et 0.27 ± 0.442 µg/g, respectivement. 

Les variations de la bioaccumulation des métaux entre les espèces ont été attribuées 

principalement à des régimes alimentaires et des niveaux trophiques différents (Renieri et 

al., 2014). Pendant son cycle de reproduction, l’anchois ne consomme que des aliments à 

haute valeur énergétique, ce qui augmente son intensité alimentaire (Karachle et Stergiou, 

2013). Enfin, divers paramètres intrinsèques tels que la taille du corps, l’âge, le sexe 

(Sarkar et al., 2008) ainsi que la composition proximale (teneurs en lipides et en 

protéines) (Kalantzi et al., 2016; Sofoulaki et al., 2018) ont également été proposés pour 

expliquer les différences de bioaccumulation ou de charge métallique entre différentes 

espèces. 

Tableau 15. Teneurs en éléments minéraux et traces métalliques des échantillons 

d’anchois salés-mûrs. 

 Échantillons 

S I D 

Éléments minéraux (ppm) 

Zinc (Zn) 0.2219 ± 0.002a 0.4056 ± 0.032b 0.3344 ± 0.015c 

Manganèse (Mn) 0.0562 ± 0.001a 0.0351 ± 0.005b 0.0066 ± 0.003c 

Fer (Fe) 0.1351 ± 0.010a 0.2091 ± 0.022b 0.0777 ± 0.034c 

Cuivre (Cu) 0.0247 ± 0.017a 0.0332 ± 0.022a 0.0570 ± 0.013a 

Métaux lourds (ppm) 

Plomb (Pb) 0.0264 ± 0.002a 0.0966 ± 0.004b 0.1142 ± 0.009c 

Chromium (Cr) 0.0256 ± 0.092a 0.0584 ± 0.111a 0.0531 ± 0.102a 

Cadmium (Cd) 0.0212 ± 0.001a 0.0119 ± 0.003a 0.0132 ± 0.001a 
a-c Les valeurs sur la même ligne et marquées d’une lettre différente diffèrent de manière significative (p < 0.01). 

Par conséquent, il est très important de souligner qu’il y avait un effet de profondeur sur 

l’ensemble des caractéristiques de qualité du poisson. Cet effet est beaucoup plus lié à 

l’influence de la pression sur le processus de salage et de maturation des anchois. Selon les 

données de la littérature, le principal problème de la méthode de salage en cuve ou en tonneau 

est l’irrégularité du produit, car la hauteur du tonneau et la pression exercée par le poids 
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peuvent créer différentes concentrations de sel à différents niveaux dans le même tonneau. 

Pour éviter cela, les couches supérieures doivent recevoir près de deux fois plus la quantité de 

sel que les couches inférieures. En outre, le saumurage, à un niveau d’environ 70%, est une 

méthode plus rapide de conservation du poisson. Plus la concentration de sel est faible et plus 

le poisson est gras, plus la période de saumurage nécessaire pour garantir une durée de 

conservation prolongée sera longue. Le principal problème rencontré ici est que, une fois le 

poisson absorbe le sel de la saumure et libère l’eau des tissus, la saumure se dilue. Il faut donc 

ajouter du sel régulièrement (périodiquement) et remuer fréquemment la solution pour 

s’assurer que le sel ajouté ne se dépose pas (Curtis, 1993). Dans notre cas, et sur la base 

d’une discussion informelle avec le vendeur, cet effet de profondeur a été principalement 

attribué à la façon selon laquelle la technique de traitement ou de salage a été appliquée. Ses 

informations indiquent que les couches supérieures n’avaient reçu aucune quantité 

supplémentaire de sel. 

Des études antérieures (Ahmed et al., 2010; Alsaban et al., 2014),  avaient souligné une 

relation négative entre la teneur en matière grasse et le taux d’humidité. Ce type de relation 

est également confirmé par nos résultats, mais non seulement entre les deux paramètres 

susmentionnés. Il y avait également une relation inverse entre la teneur en cendres et le taux 

d’humidité, la teneur en sel et le taux d’humidité, et l’indice d’acide et le taux d’humidité. 

L’autre observation à relever est la relation directe entre le taux en protéines brutes et la 

teneur en eau. Il est nécessaire de noter que tous ces résultats soient profondément liés à la 

différence des niveaux de profondeur, du superficiel au plus profond. En poursuivant cet ordre 

d’idées, une nette augmentation des pourcentages d’acides gras polyinsaturés est remarquée 

au fur et à mesure que les niveaux de profondeur augmentaient. Il n’y a pas de données 

récentes qui expliquent clairement cette influence sur la composition proximale des anchois 

salés-mûrs traditionnels, mais il est clair que la différence de profondeur à partir de laquelle 

nous avons prélevé nos échantillons était un facteur significatif. 

III.4. Analyse microbiologique  

D’après les résultats du tableau 16, le nombre des bactéries aérobies mésophiles était compris 

entre 2.0×104 ± 1.0 et 4.0×104 ± 1.1 UFC/g, alors que le nombre des bactéries lactiques était 

compris entre 1×106 ± 0.7 et 1.3×107 ± 0.1 UFC/g. Les levures et moisissures n’ont été 

trouvées que dans l’échantillon S (10 UFC/g). Aucune colonie de coliformes totaux, 

thermotolérants, staphylocoques et Clostridium sulfito-réducteurs n’a été observée. Les 

résultats obtenus étaient en accord avec les limites des critères microbiologiques fixés par le 
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Journal Officiel de la République Algérienne (2017). Il ressort clairement des résultats que 

l’absence presque totale des flores d’altération et pathogènes soit principalement due à l’effet 

conservateur du sel, qui entraîne une diminution de l’activité de l’eau, favorisant ainsi une 

moindre disponibilité aux attaques microbiennes et une amélioration des propriétés 

fonctionnelles (Santiago et Maurizio, 2002). 

Le nombre de bactéries halophiles aux concentrations salines finales de 5 % et 10 % (p/v) 

était compris entre 1.23×103 ± 0.83 et 2.64×103 ± 0.55 UFC/g et 1.12×103 ± 1.00 et 1.43×103 

± 0.59 UFC/g, respectivement (Tableau 16). Des données antérieures ont rapporté que la 

flore halophile variait entre 1.0×104 UFC/g et 6.4×104 UFC/g  à des concentrations en sel 

comprises entre 5 et 10% après 73 jours de maturation de l’anchois (Czerner et Yeannes, 

2014). Cette population halophile de l’anchois représente la charge bactérienne présente dans 

l’environnement marin. Ces bactéries halophiles sont naturellement présentes dans la couche 

externe de la peau et sur les branchies et les intestins des poissons marins (Prescott et al., 

1996). Les méthodes de transformations telles que la manipulation, le stockage et les 

techniques appliquées pour la préservation de la qualité, y compris le processus de salage, 

peuvent également affecter le nombre de bactéries halophiles du poisson. 

Une augmentation graduelle du nombre de bactéries halophiles a été observée de la partie 

superficielle à la partie profonde (Tableau 16). Cette variation du nombre de bactéries 

pourrait être liée d’une part à la concentration initiale de micro-organismes dans la phase de 

pré-salage où les bactéries halophiles provenant du sel pourraient se développer dans une 

certaine mesure avant d’être en contact avec les anchois (Perez et al., 2018), et d’autre part à 

l’augmentation graduelle de la salinité créée par la différence de profondeur ainsi que la 

technique de salage appliquée, qui donne par la suite un nombre plus élevé ou plus faible de la 

microflore halophile. Pendant le processus de maturation de l’anchois salé, la microflore 

halophile s’est avérée être dominée par des bactéries modérément et extrêmement halophiles, 

montrant un rôle important dans le processus de maturation (Czerner et Yeannes, 2014 ; 

Felix et al., 2016 ; Perez et al., 2018, 2020). 
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Tableau 16. Caractéristiques microbiologiques des échantillons d’anchois salés-mûrs.  

Flores microbiennes (UFC/g) Échantillons 

S I D 

FTAM  4.0×10
4

±1.05a 3.3×10
4

± 0.07b 2.0×10
4

± 1.00c 

Coliformes totaux  00 00 00 

Coliformes thermotolérants 00 00 00 

Bactéries lactiques 1.0×106 ± 0.70a 2.7×106 ± 1.27a 1.32×107± 0.13a 

Staphylocoques Abs Abs Abs 

Clostridium sulfito-réducteurs  00 00 00 

Levures et moisissures 10 00 00 

Flore halophile 

5% 

10% 

1.23×10
3

± 0.83a 

1.12×10
3

± 1.00a 

2.40×10
3

± 0.12b 

1.21×10
3

± 0.05b 

2.64×10
3

± 0.55c 

1.43×10
3

± 0.59c 

S: Echantillon prélevé de la partie superficielle ; I : Echantillon prélevé de la partie intermédiaire ; D : 

Echantillon prélevé de la partie profonde. UFC: Unité Formant Colonie ; FTAM : Flore Totale Aérobie 

Mésophile ; Abs: Absence. a-c Les valeurs sur la même ligne et marquées d’une lettre différente diffèrent 

significativement (p < 0.01). 

III. 5. Caractérisation des isolats halophiles 

III. 5.1. Screening des activités hydrolytiques extracellulaires 

Un total de 60 isolats bactériens a été obtenu à partir des échantillons d’anchois salés-mûrs, 

46 d’entre eux étaient producteurs d’hydrolases extracellulaires dont 6 se sont révélés 

producteurs de façon concomitante des trois activités ciblés (amylase, cellulase et pectinase) 

(Tableau 17-Annexe III). Ces isolats ont été par la suite sélectionnés pour une identification 

morphologique, biochimique et moléculaire détaillée. Comme indiqué dans le tableau, ils sont 

désignés selon un code composé de deux lettres et d’un numéro indiquant l’ordre d’isolement. 

Un exemple d’hydrolyse est représenté par la figure 6. L’hydrolyse de l’amidon et de la 

caséine est prédominante par rapport à celle des autres polymères. L’activité protéolytique 

quant à elle est dominée par la dégradation de la caséine au détriment de la gélatine. 

L’hydrolyse de l’huile d’olive et des Tweens 20 et 80 est présente chez un total de 21 isolats. 
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Figure 6. Exemples de mise en évidence d’activités hydrolytiques extracellulaires.  

A) 
Hydrolyse de CMC par AC24; B) Hydrolyse de la pectine par AC3 ; C) Hydrolyse de l’amidon par AC12. 

En outre, un total de 21 isolats possédaient une activité lipolytique et 39 une activité 

protéolytique (Figure 7-Annexe III). La protéolyse dans le poisson salé est généralement liée 

à la texture, et au rôle collaboratif des enzymes endogènes du poisson et des enzymes 

microbiennes dans le processus, où les premières libèrent des peptides qui sont des substrats 

pour les secondes (Czerner et Yeannes 2014). En général, les premières sont les plus 

importantes pour modifier la texture et produire une partie de la saveur, tandis que les 

secondes contribuent au développement de l’arôme et de la saveur (Triqui et Reineccius 

1995; Skåra et al., 2015). Il faut prendre en considération qu’un excès de l’une de ces 

activités à un certain stade du processus pourrait entraîner une perte de qualité ou une 

altération. Une répartition équilibrée des isolats protéolytiques et lipolytiques durant tout le 

processus est donc souhaitable (Czerner et Yeannes, 2014). Les isolats protéolytiques étaient 

généralement non lipolytiques, ce qui pourrait suggérer que la participation d’un consortium 

bactérien est nécessaire car différentes bactéries contribuent avec des propriétés dissemblables 

(Perez et al., 2018). 

Les activités pectinolytique et cellulolytique se sont avérées modérément présentes chez 

l’ensemble des isolats avec un effectif de 21 et 14, respectivement. En revanche, uniquement 

deux isolats ont la capacité d’hydrolyser le xylane.  

Il faut noter que 7 isolats ont enregistré une capacité d’hydrolyse intéressante avec une 

hydrolyse combinée de plus de 4 substrats-tests. 6 d’entre eux ont eu la capacité de produire 

de façon concomitante, trois polysaccharases différentes (amylase, pectinase et cellulase). 

Comme déjà mentionné, ces isolats ont été sélectionnés pour une étude détaillée. 

A B C 



III. Résultats et Discussion 

 

80 

 

Les activités de dégradation des glucides observées dans cette étude pourraient être attribuées 

aux hydrolases extracellulaires produites par les bactéries entourant les anchois, provenant 

principalement de l’environnement marin et/ou de la saumure. Elles peuvent également être 

liées aux habitudes alimentaires des anchois. Cela concerne spécifiquement la teneur en 

glucides et la composition de l’alimentation. D’après le taux des activités polysaccharases 

obtenu, la teneur en glucides complexes peut être élevée dans l’alimentation de l’anchois 

Européen. L’alimentation de ce poisson est à base de zooplanctons dominés par des espèces 

de copépodes (Bacha et Amara, 2009 ; Jemaa et al., 2016),  ces espèces sont donc trop 

grosses pour être absorbées directement par les bactéries, ce qui nécessite plutôt un clivage 

hydrolytique en oligo- ou monomères plus petits par les bactéries hétérotrophes qui dépendent 

largement de l’enzymolyse extracellulaire (Chandrasekaran et Kumar, 2010). Il a été 

rapporté dans la plupart des environnements aquatiques qu’il existe une relation significative 

entre les activités des enzymes extracellulaires, leurs substrats correspondants (polymères) et 

leurs produits d’hydrolyse (monomères) (Münster et al., 1992). Ainsi, la présence de 

bactéries cellulolytiques et hémicellulolytiques par exemple dans une région particulière et 

leur absence dans une autre région devraient indiquer la présence d’une matière organique très 

variée dans chaque région (Khanderparker et al., 2011).   

Les principales enzymes marines signalées comprennent les lipases, les protéases, les laccases 

et les polysaccharases. Les enzymes dégradant les polysaccharides des microbes marins ont 

attiré l’attention du monde entier en raison de leurs nouvelles applications industrielles. En 

particulier, les cellulases (Annamalai et al., 2013 ; Chantarasiri, 2015) et les amylases 

(Chakraborty et al., 2009, 2011 ; El kady et al., 2017).  

III. 5.2. Caractérisation morphologique des isolats  

Ces isolats forment sur gélose HM des colonies rondes, lisses, plates, de couleur crème ou 

crème blanchâtre et mucilagineuses et non mucilagineuses, avec des diamètres allant de 1 à 5 

mm après 24 h d’incubation à 37°C. L’observation microscopique a permis de révéler des 

bâtonnets à Gram positif, formant endospores, disposés en paires ou en chaînettes (Figure 8). 
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Figure 8. Morphologie cellulaire et caractéristiques de la paroi cellulaire de deux isolats 

halophiles après coloration de Gram (grossissement × 100). A) AC12; B) AC3. 

III. 5.3. Caractérisation physiologique des isolats 

Comme tous les isolats peuvent se développer sur un milieu sans sel, ils peuvent être qualifiés 

d’halotolérants (Kushner, 1978). Trois d’entre eux ont toléré des concentrations salines 

finales allant jusqu’à 15% (p/v) alors que l’isolat AC12 pouvait tolérer jusqu’à 25% (p/v), ce 

qui permet de les classer comme des halotolérants extrêmes. La température optimale de 

croissance de l’ensemble des isolats est située dans la gamme 30-40°C (Tableau 18). Il s’agit 

donc de souches mésophiles à légèrement thermotolérantes (Mégraud, 2011). L’intervalle de 

pH permettant la croissance de l’ensemble des isolats se situe entre pH 5 et pH 9, avec un 

optimum pour la plupart se variant entre 6 et 7. Ce sont donc des neutrophiles tandis que 

l’isolat AC12 a présenté un optimum plus large révélant ainsi sa nature alcaliphile.  

III. 5.4. Caractérisation biochimique des isolats halophiles 

Ces isolats sont positifs à la catalase et à la cytochrome-oxydase. Ils sont donc aérobies ou 

anaérobies facultatifs. Ces capacités sont en relation avec la qualité sensorielle du poisson 

fermenté, il pourrait s’agir de capacités souhaitables, étant donné qu’elles ont été considérées 

comme des propriétés fonctionnelles importantes des principales cultures bactériennes de 

départ pour la fermentation de la viande. L’enzyme catalase catalyse la décomposition du 

peroxyde d’hydrogène, une forme réactive de l’oxygène impliquée dans l’oxydation des 

acides gras insaturés. De plus, l’activité cytochrome oxydase contribuerait à réduire l’oxygène 

dans le barrel de fermentation évitant ainsi le rancissement dû à l’excès d’aldéhydes 

provenant de l’oxydation des acides gras (Talon et Leroy, 2014 ; Perez et al., 2018). 

B A 
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Les monosaccharides, les disaccharides ainsi que les sures-alcools semblent être faiblement 

assimilés. La capacité de croitre sur le citrate comme unique source de carbone et d’énergie 

est observée chez les deux isolats AC12 et AC2. 

La production de la β-galactosidase, enzyme responsable de la dégradation du lactose, s’est 

révélée positive chez 3 isolats. Parmi lesquels, un seul isolat est trouvé capable d’oxyder le 

lactose (Tableau 18). Les deux autres isolats sont probablement déficients en β-galactoside-

perméase responsable du transport du lactose dans le cytoplasme, comme suggéré par certains 

auteurs (Joffin et Leyral, 2006).  

Les résultats de la croissance sur le milieu TSI, ont montré que la fermentation du glucose et 

l’oxydation du lactose est plus fréquente que l’oxydation du saccharose et l’absence de 

production de CO2 et d’H2S. Aucune production d’indole n’a été détectée. La production de 

ces deux composés (H2S et indole) est indésirable en raison de leur implication dans le 

développement de mauvaises odeurs et l’altération consécutive des produits de poisson salés 

(Huss et Valdimarsson, 1990).  

L’ensemble des isolats possède une tryptophane-désaminase (TDA). AC12 est le seul isolat 

capable de  produire les trois types d’enzymes ADH, LDC et ODC. La production d’acétoïne 

mise en évidence par les réactifs VPI et VPII s’est révélée plus fréquentes que celle d’acides 

mixtes. Cependant, 3 isolats ont la capacité d’exécuter les deux types de fermentations.
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Tableau 18. Caractéristiques morphologique et biochimique des isolats bactériens sélectionnés. 

Caractéristiques AC1 AC3 AC12 AC22 AC40 AC48 

Gram + + + + + + 

Forme Petits bacilles fins Bacilles fins Petits bacilles  Petits bacilles fins Bacilles Bacilles fins 

Mode de regroupement Isolés et groupés 

en chainettes 

Isolés et groupés 

en chainettes 

Isolés et groupés 

en chainettes 

Isolés et groupés 

en chainettes 

Isolés et groupés 

en chainettes 

Isolés et groupés 

en chainettes 

Endospores + + + + N.O + 

Morphologie des 

colonies 

Ronde plate Ronde plate Ronde plate Ronde plate Irrégulière 

élevée 

Ronde plate 

Pigmentation  Blanc-crème Crème  Crème  Crème  Blanc-crème Blanc-crème 

Présence de mucilage Non Non Oui  Non Oui  Oui  

Oxidase + + + + + + 

Catalase  + + + + + + 

ONPG - - + + + - 

ADH - - + + + - 

LDC - - + - - - 

ODC - - + - - - 

Utilisation de citrate  + - + - - - 

Production d’indole  - - - - - - 

Voges Proskaur + + + - + + 

Rouge de méthyle + - + - - + 

Fermentation de glucose  - - - + + - 

Oxydation du lactose  - + + - - - 

Oxydation du saccharose  - - + - - - 

Production d’H2S  - - - - - - 

Production de CO2 - - - - - - 

N.O: Non observée ; +: positive ; - : négative. 
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Tableau 18. Caractéristiques morphologique et biochimique des isolats bactériens sélectionnés (suite). 

Caractéristiques AC1 AC3 AC12 AC22 AC40 AC48 

Fermentation du mannitol  + - + - - - 

Mobilité - - - - - - 

Glucose  - - - - - - 

Arabinose  - - - + - - 

Melibiose  - - - - - - 

Saccharose  - - - + - - 

Rhamnose  - - - - - - 

Mannitol  - - - + - - 

Inositol  - - - - - - 

Sorbitol  - - - - - - 

Amygdaline - - - + - - 

Uréase - - + - - - 

Nitrate réductase  - + + - - - 

Tryptophane Désaminase 

(TDA) 

+ +    + + + + 

Température  

(optimum) (°C) 

25-60 

(40) 

25-60 

(37) 

20-60  

(37) 

25-55 

(40) 

20-60 

(30) 

20-60 

(37) 

Concentration de NaCl  

(optimum) (%, p/v) 

0-15 

(2.5) 

0-10 

(7.5) 

0-25 

(5) 

0-15 

(2.5) 

0-10 

(2.5) 

0-15 

(2.5) 

pH  

(optimum) 

5-9 

(7) 

6-8 

(6) 

  5-10 

           (9) 

5-9 

(7) 

5-9 

(7) 

5-9 

(6) 

+: positive ; - : négative. 
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Tableau 18. Caractéristiques morphologique et biochimique des isolats bactériens sélectionnés (suite). 

Caractéristiques AC1 AC3 AC12 AC22 AC40 AC48 

 Hydrolyse des polymères  

Amidon + + + + + + 

CMC  + + + + + + 

Pectine + + + + + + 

Xylane - - - - + + 

Caséine - + + + - + 

Gélatine + + + + + + 

Huile d’olive + - - + - - 

Tween 80 + - - - - - 

Tween 20 - - - - - - 

+: positive ; - : négative. 
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III. 5.5. Caractérisation moléculaire des isolats performants 

Les résultats des tests phénotypiques réalisés selon les recommandations de Bergey’s Manual 

of Systematic Bacteriology (Logan et De Vos, 2015) ont relevé  de nombreuses 

caractéristiques morphologiques et physiologiques typiques du genre Bacillus.  

Une analyse de la séquence du gène de l’ARNr 16S a été effectuée pour confirmer l’identité 

des espèces. Une recherche BLAST sur les séquences primaires de l’ARNr 16S a été 

effectuée. L’ADN génomique des isolats sélectionnés a été extrait et purifié. Le rendement de 

l’extraction de l’ADN génomique a varié de 5 à 20 ng/μL (Tableau 19-Annexe III). 

L’amplification par PCR a produit un fragment d’environ 1500 pb (Figure 9). Le score 

d’identité maximum avec les séquences génétiques de la base de données de l’ARNr 16S a 

montré une identité de 100% de AC1 avec les espèces Bacillus albus, B. cereus, B. 

paranthracis et B. tropicus. La souche AC3 a révélé une identité de 100% avec B. mojavensis, 

B. safensis, et B. subtilis. AC12 a donné une identité de 100% avec B. flexus. AC22 a donné 

une identité de 100% avec B. xiamenensis, B. mojavensis, B. halotolerans et B. subtilis. AC40 

n’a pas été identifié et AC48 a montré une identité de 100% avec B. subtilis (Tableau 20-

Annexe III). Les taux de couverture des séquences requêtes par les alignements sont 

supérieurs à 94% ce qui traduit une bonne qualité des séquences obtenues (Benson et al., 

2018). En comparant les caractéristiques morphologique et biochimique de nos isolats avec 

celles des souches répertoriées et décrites correspondantes à 100%, AC1 a été classée proche 

de B. tropicus (Tableau 21-Annexe III), AC3 proche de B. subtilis (Tableau 22-Annexe III) 

et AC12 a été classée proche de B. flexus et AC22 proche de B. halotolerans (Tableau 23- 

Annexe III). 

Le genre Bacillus est devenu une option fiable pour trouver des bactéries nouvelles et 

prometteuses pour la production de plusieurs enzymes extracellulaires. Différentes espèces de 

Bacillus, notamment B. subtilis, B. licheniformis, B. amyloliquefaciens et B. 

stearothermophilus, produiraient environ 60% des enzymes disponibles dans le commerce 

(Burhan et al., 2003). Un cycle de fermentation court, une capacité à sécréter des protéines 

dans le milieu extracellulaire, une manipulation sûre, un comportement respectueux de 

l’environnement, une manipulation facile pour obtenir des enzymes aux caractéristiques 

souhaitées, une activité enzymatique élevée dans une large gamme de conditions (pH, 

température, osmolarité, pression extrêmes, etc.), et une production simple et rentable ont fait 

de ce genre de bactéries des candidats pour la production d’une variété d’enzymes ainsi que 
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d’autres produits biochimiques depuis des décennies (Demirkan et al., 2005 ; Deb et al., 

2013). 

 

Figure 9. Produits d’amplification PCR du gène d’ARNr 16S des isolats d’intérêt sur gel 

d’agarose 0.8 % (p/v). M) Marqueur moléculaire Gene Ruler 1 kb. 

III.6. Sélection de la souche la plus performante 

Sur la base des résultats obtenus lors du screening d’hydrolases extracellulaires et en  

particulier ceux de l’activité amylolytique, sur 30 bactéries halotolérantes productrices 

d’amylases extracellulaires, 6 isolats ont montré un indice enzymatique considérable (IE > 

1.5) avec le plus important qui a été observée chez la souche B. flexus AC12 (Tableau 24- 

Annexe III). Sur la base de ce résultat, elle a été choisie comme souche prometteuse pour des 

études ultérieures.  

III.7. Production d’amylase par Bacillus flexus AC12 

Dans ce présent travail, la souche d’intérêt a été utilisée pour la production de l’amylase 

extracellulaire en culture submergée en utilisant le bouillon LB et en l’incubant à 37°C 

pendant 48 heures sous une agitation de 150 rpm. Après incubation, le dosage de l’activité 

amylasique selon la méthode de DNS a donné une valeur de 1.56 UI/mg. Afin de maximiser 

cette valeur, plusieurs paramètres affectant la sécrétion d’amylase dans le milieu de culture 

ont été optimisés. 
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III.7.1. Cinétiques de croissance et de production de l’amylase par Bacillus flexus AC12 

La courbe de croissance bactérienne a montré que la souche avait une phase de latence 

jusqu’à 6 heures, après laquelle une phase exponentielle a été observée après 36 heures 

d’incubation, suivie d’une phase stationnaire. La production de l’amylase dépendait de la 

croissance et atteignait son maximum en 72 heures (Figure 10). Chez les halophiles, la 

production de  l’amylase est généralement dépendante de la croissance et commence en phase 

exponentielle pour atteindre son maximum en phase stationnaire (Kiran et Chandra, 2008 ; 

Prakash et al., 2009). Une production d’amylase similaire dépendante de la croissance a été 

observée dans le cas de Bacillus sp. TSCVKK (Kiran et Chandra, 2008), Chromohalobacter 

sp. TVSP 101 (Prakash et al., 2009), et Marinobacter sp. EMB8 (Kumar et Khare, 2015). 

Dans le cas de Bacillus sp. ANT-6, la production maximale a été atteinte après 24 heures 

d’incubation (Burhan et al., 2003). En revanche, certains rapports de recherche ont montré 

que la croissance bactérienne et la production d’enzymes atteignent leur maximum pendant la 

phase de croissance logarithmique (Mageswari et al., 2012 ; Sahoo et al., 2016). 

 

Figure 10. Cinétiques de croissance bactérienne et de production d’amylase avant 

optimisation dans un milieu LB additionné de 1% d’amidon à 37°C sous agitation 150 rpm. 
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III.7.2. Optimisation des conditions de culture pour la production de l’amylase 

extracellulaire 

III.7.2.1. Effet de la durée d’incubation  

La production des enzymes par les microorganismes est directement corrélée à la durée 

d’incubation (Smits et al., 1996). Dans la présente étude, il a été constaté que la quantité 

d’enzyme libérée augmentait avec le temps d’incubation et atteignait son activité maximale 

après 72 heures (Figures 10 et 11). Ce résultat est similaire aux résultats obtenus avec B. 

licheniformis ATCC 12759 (Akcan, 2011b), Bacillus sp. VS04 (Vishnu et al., 2014) et 

Bacillus sp. NRC22017 (Elmansy et al., 2018). En contradiction, Deb et al. (2013), Abel-

Nabey et Farag (2016), et Paul et al. (2017) ont trouvé qu’un temps d’incubation prolongé 

au-delà de 48 h diminuait la production de l’enzyme de B. amyloliquefaciens P-001, B. 

licheniformis AH214, et Bacillus sp. MB6, respectivement. Il a été suggéré que la diminution 

de l’activité amylasique lors d’une période d’incubation prolongée pourrait être due à 

l’inhibition et à la dénaturation de l’enzyme (Gautam et al., 2002). Cela pourrait également 

s’expliquer par le fait que les cellules bactériennes pourraient atteindre la phase de déclin et 

montrer une synthèse d’amylase diminuée (Aiyer, 2005). Dans une autre étude, l’activité 

enzymatique optimale de l’amylase produite par B. licheniformis 44 MB 82-G a été 

enregistrée après 96 heures en utilisant le glucose comme source de carbone (Tonkova et al., 

1993). 

 

Figure 11. Effet de la durée d’incubation sur la production d’amylase par Bacillus flexus 

AC12 dans un milieu LB additionné de 1% d’amidon à 37°C sous agitation 150 rpm. 
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III.7.2.2. Effet de la température  

La température est un paramètre environnemental très sensible et vital pour la production des 

amylases qui doit être contrôlé. Ce facteur varie généralement d’un microorganisme à l’autre 

(Sivakumar et al., 2011). Les amylases isolées des espèces du genre Bacillus sont produites 

sur une large gamme de températures. B. amyloliquefaciens, B. subtilis, B. licheniformis et B. 

stearothermophilus sont parmi les espèces les plus couramment utilisées et signalées comme 

productrices d’α-amylase à des spectres de températures allant de 37°C à 60°C (Mendu et al., 

2005). Une large gamme de températures (35-80°C) a été rapportée pour un optimum de 

croissance et de production d’α-amylase chez les bactéries (Burhan et al., 2003 ; Prakash et 

al., 2009).  

Pour déterminer la température optimale, la production d’amylase a été réalisée aux 

différentes températures (25 à 60°C). La production d’enzyme a progressivement augmenté 

avec la température jusqu’à un maximum à 37°C (Figure 12). L’intervalle de production 

enzymatique optimale était à 35-37°C. Nusrat et Rahman (2007) et Alariya et al. (2013), 

ont enregistré une température optimale de 37°C et 35°C pour B. amyloliquefaciens et B. 

subtilis, respectivement, tandis qu’Elmansy et al. (2018) et Darah et al. (2013), ont rapporté 

une sécrétion maximale d’amylase par Bacillus sp. NRC22017 et B. licheniformis BT5.9 à 

45°C et 50°C, successivement. Selon Vidyalakshmi et al. (2009), la température de 

croissance joue un rôle important non seulement dans la cinétique de la croissance des 

bactéries mais aussi dans la cinétique de la production des enzymes. Les molécules doivent 

entrer en collision avant de pouvoir réagir les unes avec les autres. Les atomes doivent être 

proches les uns des autres pour former des liaisons chimiques. Cette prémisse est à la base 

d’une théorie qui explique de nombreuses observations concernant la cinétique chimique, y 

compris les facteurs influençant les vitesses de réaction. En plus de son impact direct sur la 

constante de vitesse de réaction de l’enzyme, lorsque la température augmente, elle peut 

provoquer la dénaturation et l’inactivation de l’enzyme (Demirkan et al., 2017). 
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Figure 12. Effet de la température sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 dans 

un milieu LB additionné de 1% d’amidon pendant 72 h sous agitation 150 rpm. 

III.7.2.3. Effet du pH 

Le pH du milieu de croissance figure parmi les paramètres physiques qui ont un impact 

significatif sur la production d’enzymes. La plupart des études précédentes ont montré une 

plage de pH optimale se situant entre 6 et 7 pour la croissance des souches bactériennes et la 

production d’enzymes (Gupta et al., 2003). Ainsi, l’effet du pH sur la sécrétion d’amylase 

par B. flexus AC12 a été testé sur un spectre de pH s’étalant entre 5 et 10. La libération 

maximale d’enzyme a été observée à un pH alcalin de 10 (Figure 13). Cela montre clairement 

la nature alcaliphile de la souche. Notre résultat est conforme à celui rapporté par Wang et al. 

(2016) dans le cas de l’amylase produite par la souche Bacillus sp. WangLB. Ellaiah et al. 

(2002) ont déclaré qu’à pH élevé, l’action métabolique de la bactérie peut être supprimée et 

ainsi inhiber la production d’enzymes. Ceci est en contradiction avec notre résultat et ceux de 

plusieurs chercheurs qui ont enregistré une production maximale dans des conditions alcalines 

pour différentes souches de Bacillus sp., à savoir Niyonzima et More (2014) pour B. flexus 

XJU-1 à pH 11, Deb et al. (2013) pour B. amyloliquefaciens P-001 à pH 9, Mageswari et al. 

(2012), Dash et al. (2015), Salman et al. (2016), Simair et al. (2017) pour B. barbaricus, B. 

subtilis BI19, B. subtilis RM16, Bacillus sp. BCC 01-50 à pH 8, respectivement. Par contre, 

Gangadharan et al. (2006) et Darah et al. (2013) ont relevé une meilleure production à des 

pH acides, pH 4 pour B. amyloliquefaciens et pH 5 pour B. licheniformis BT5.9, 

respectivement. L’α-amylase a été aussi produite dans des conditions neutres (pH 6.5-7.5), 

0

0.5

1

1.5

2

2.5

3

3.5

25 30 35 37 40 45

A
c
ti

v
it

é
 s

p
é
c
if

iq
u

e

(U
I/

m
g

)

Température (°C)



III. Résultats et Discussion 

 

92 

 

comme c’est le cas de B. amyloliquefaciens (Nusrat et Rahman, 2007) et Bacillus sp. 

NRC12017 (Elkady et al., 2017). Cette similarité de pH optimaux des enzymes produites par 

les espèces du genre Bacillus a été essentiellement attribuée à la similarité génétique des 

séquences enzymatiques (Anwar et al., 2011). Dans notre cas, les pH neutres et acides ont 

révélé une faible production d’enzyme. La diminution d’activité de part et d’autre de la valeur 

optimale s’interprète par le changement d’ionisation des acides aminés du site actif de 

l’enzyme. Quand les charges des chaînes latérales des acides aminés sont modifiées, pour des 

pH plus éloignés de la valeur optimale, la structure de l’enzyme est modifiée, et en perdant sa 

forme, la molécule perd son activité de catalyse. Cette baisse pourrait également être attribuée 

à l’altération des mécanismes de transport à travers la membrane microbienne qui peut 

empêcher par la suite la libération de l’enzyme (Hasan et Hameed, 2001). 

 

Figure 13. Effet du pH sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 dans un milieu 

LB additionné de 1% d’amidon à 37°C durant 72 h sous agitation 150 rpm. 
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milieu. Par conséquent, cette baisse a directement influencé la libération de l’enzyme. Dans le 

but de maximiser la production, les concentrations salines optimales rapportées varient 

généralement de 5 à 25% (p/v). Certaines études de production d’amylase par des espèces 

halophiles du genre Bacillus ont abouti à des concentrations salines de : 1% pour B. 

vallismortis TD6 (HQ992818) (Suganthi et al.., 2015), de 3% pour B. licheniformis AH214 

(Abel-Nabey et Farag, 2016), de 5.8% pour B. barbaricus (Mageswari et al., 2012) et de 

10% pour Bacillus sp. souche TSCVKK (Kiran et Chandra, 2008).   

Plusieurs travaux de recherche ont été menés pour étudier le rôle du sel dans la régulation des 

structures et des fonctions des enzymes extrêmement/modérément halophiles. Les résultats 

ont mis en évidence la dépendance spécifique au sel des structures protéiques chez les 

halophiles. La majorité des études ont montré une perte d’activité enzymatique après 

élimination du sel. Ces résultats sont bien étayés par des données structurelles (Hutcheon et 

al., 2005 ; Karan et Khare, 2011 ; Souza et al., 2012).  Alors que la protéine est restée 

principalement dépliée ou enroulée de manière aléatoire dans un milieu dépourvu de sel, le sel 

augmente l’ellipticité négative et la replie ensuite. Cependant, des écarts par rapport à la 

tendance générale susmentionnée ne peuvent être exclus. Même en l’absence de sel, la MDH 

de Salinibacter ruber et l’amylase de Haloarcula hispanica sont restées complètement actives 

et structurées (Hutcheon et al., 2005). De même, la glutamate déshydrogénase (GDH) de 

Halobacterium salinarum était catalytiquement active dans des conditions de faible et forte 

salinités (Ishibashi et al., 2002). La cause précise d’une telle stabilité est inconnue, mais il est 

possible que la protéine repliée soit structurellement assez rigide pour rester correctement 

repliée et résister aux environnements non salins (Sinha et Khare, 2014).  
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Figure 14. Effet de la concentration saline sur la production d’amylase par Bacillus flexus 

AC12 dans un milieu LB aux différentes concentrations de NaCl, additionné de 1% d’amidon 

à 37°C durant 72 h sous agitation 150 rpm. 
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souche RU1 (Anwar et al., 2011 ; Pinjari et Kotari, 2018) à 20% pour Bacillus sp. (Saxena 

et Singh, 2011). 

 

Figure 15. Effet du volume de l’inoculum sur la production d’amylase par Bacillus flexus 

AC12 dans un milieu LB à 5% de NaCl, additionné de 1% d’amidon à 37°C durant 72 h sous 

agitation 150 rpm. 
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production d’amylase ont été moins étudiés chez les bactéries halophiles. Amoozegar et al. 

(2003) ont constaté qu’Halobacillus sp. Produisait un maximum d’amylase sous une vitesse 

d’agitation de 200 rpm. 

 

Figure 16. Effet de la vitesse d’agitation sur la production d’amylase par Bacillus flexus 

AC12 dans un milieu LB à 5% de NaCl, additionné de 1% d’amidon à 37°C durant 72 h. 

III.7.2.7. Effet des ions métalliques 

Une gamme de sels (CaCl2, KCl, NaCl, MnSO4 et HgSO4) à une concentration de 0.01% (p/v) 

a été testée pour voir leurs effets sur la production d’amylase. Le CaCl2 s’est avéré être le 

meilleur pour la production d’amylase (Figure 17). Des résultats similaires ont été enregistrés 

chez Bacillus sp. souche TSCVKK (Kiran et Chandra, 2008) et Chromohalobacter sp. 

TVSP 101 (Prakash et al., 2009). Dans la présente étude, le KCl et le NaCl ont également 

amélioré la production mais avec un taux plus faible. Il faut noter que l’effet du KCl sur la 

production était meilleur que celui du NaCl. Selon des résultats antérieurs, MgSO4.2H2O en 

combinaison avec K2HPO4 s’est avéré être le meilleur pour la production d’amylase par 

Marinobacter sp. EMB8 (Kumar et Khare, 2015) alors que la production par Halobacillus 

sp. souche MA-2 était maximale en présence de Na3AsO4 (Amoozegar et al., 2003).  
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Figure 17. Effet des ions métalliques sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 

dans un milieu de production (6) à 37°C durant 72 h sous agitation 100 rpm. 

III.7.2.8. Effet des sources de carbone  

Afin de déterminer l’influence de différentes sources de carbone sur la production d’amylase, 

la fermentation en Erlenmeyer a été réalisée en fixant les conditions optimales et en 

substituant uniquement la source de carbone du milieu de base. Différentes sources de 

carbone sous forme de monosaccharides ou de polysaccharides ont été ajoutées 

individuellement à une concentration de 1% (p/v) afin de déterminer leur effet sur la synthèse 

d’amylase par B. flexus AC12. La production la plus élevée a été obtenue avec l’amidon, le 

xylose, la dextrine et le saccharose, indiquant une expression inductive, alors que le sorbitol 

était le moins approprié pour la production enzymatique (Figure 18). La production 

d’amylase a eu lieu en présence ou en absence d’amidon, avec d’autres sucres. Ce même 

résultat a été rapporté par Deb et al. (2013) et Elmansy et al. (2018). La production 

d’amylase chez les halophiles est généralement inductible et nécessite des inducteurs 

appropriés tels que l’amidon et la dextrine, comme c’est le cas de Marinobacter sp. EMB8 en 

utilisant l’amidon comme meilleur inducteur (Kumar et Khare, 2015) et d’Halobacillus sp. 

souche MA-2 en donnant un maximum de production en présence de dextrine. Il a été 

également constaté que l’amidon était la meilleure source de carbone utilisée par plusieurs 

espèces de Bacillus pour produire de l’amylase (Gangadharan et al., 2006 ; Suganthi et al., 

2015 ; Elkady et al., 2017 ; Hasan et al., 2017). Même si l’amidon est le substrat préféré 

pour la production d’amylase dans la plupart des Bacillus sp., les sucres simples tels que le 
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glucose (Salva et Moraes, 1995), le fructose (Pinjari et Kotari, 2018), le maltose 

(Sivakumar et al., 2011 ; Elmansy et al., 2018) et le lactose (Vijayan et al., 2015) ont 

permis d’obtenir plus de production. En général, la synthèse des enzymes dégradant les 

glucides dans la plupart des espèces du genre Bacillus est soumise à une répression 

catabolique par des substrats facilement métabolisables comme le glucose (Akcan, 2011a ; 

Pinjari et Kotari, 2018). Rao et Sathyanarayana (2003) ont signalé que les différentes 

sources de carbone ont une influence variée sur les enzymes extracellulaires, en particulier sur 

les souches productrices d’amylase. 

 

Figure 18. Effet des sources de carbone sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 

dans un milieu de production (2) à 37°C durant 72 h sous agitation 100 rpm. 

 Effet de la concentration de la source de carbone (amidon) 

L’amidon est ubiquitaire et constitue une source d’énergie facilement accessible (Ryan et al., 

2006). Une gamme de concentrations du substrat (amidon) allant de 1% à 7% (p/v) a été 

sélectionnée pour étudier leur influence sur la sécrétion d’amylase par la souche extrêmement 

halotolérante B. flexus AC12. Un maximum de production (19.99 UI/mg) a été obtenu en 

utilisant une concentration de substrat de 5%, après cette concentration, une diminution a été 

observée (Figure 19). Kumar et Khare (2015) ont enregistré une même concentration 

maximale de substrat exigée par la souche halophile modérée Marinobacter sp. EMB8. 

Niyonzima et More (2014) ont signalé une augmentation de 8.25 fois de l’activité 
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amylolytique avec 1.5% d’amidon soluble chez B. flexus XJU-1. Mishra et Behera (2008) et 

Elmansy et al. (2018) ont observé que la production d’α-amylase par des souches du genre 

Bacillus a atteint son pic à une concentration d’amidon de 2%, tandis que Tiwari et al. (2014) 

ont rapporté une concentration optimale de 4% et qu’au-dessus de cette concentration, la 

production d’enzyme a légèrement diminué. Cette baisse est attribuée d’une part à la 

consommation rapide de l’amidon conduisant à la libération de déchets métaboliques toxiques 

qui suppriment la croissance des bactéries et la production d’α-amylase. Et d’autre part, à la 

viscosité du bouillon causée par des concentrations élevées d’amidon, ce qui interfère par 

conséquent avec le transfert d’O2 et entraîne une diminution de la concentration en oxygène 

dissout nécessaire à la croissance microbienne (Elmansy et al., 2018).  

 

Figure 19. Effet de la concentration de substrat sur la production d’amylase par Bacillus 

flexus AC12 dans un milieu de production (2) aux différentes concentrations d’amidon à 37°C 

durant 72 h sous agitation 100 rpm. 

 Effet des sources alternatives de carbone (Déchets de cuisine) 

Afin de produire de l’amylase en utilisant des déchets de cuisine organiques comme source de 

carbone, nous avons utilisé le milieu (2) contenant 2% de différents déchets de cuisine 

amylacés.  Six déchets de cuisine : les pelures de trois légumes, pommes de terre, carottes et 

courgettes, et trois fruits, melon, banane et mandarine, ont été évalués individuellement et 

sous forme de mélange, ce qui a donné lieu à 7 milieux différents. Nos résultats ont révélé une 

production maximale de 19.99 UI/mg avec les pelures de carottes, de bananes et de 

mandarines, suivie par le mélange (Figure 20). L’analyse statistique a montré qu’il y a une 
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différence hautement significative (p < 0.01) dans la production d’amylase entre le milieu 

basal et le milieu organique des déchets de cuisine.  

L’utilisation de matières premières facilement disponibles est considérée comme économique 

pour la production commerciale d’enzymes de valeur par le processus de fermentation. 

L’utilisation de différents déchets est considérée comme une pratique courante à cet égard car 

ces déchets sont une bonne source de carbone nécessaire à la croissance microbienne (Azad 

et al., 2013 ; Deb et al., 2013 ; Hasan et al., 2017). Selon nos résultats, B. flexus AC12 a 

montré une bonne capacité de dégradation des déchets organiques de cuisine, exposant ainsi 

son utilisation prometteuse pour produire une amylase extracellulaire à partir d’un milieu à 

faible coût à l’échelle industrielle. Awasthi et al. (2017) et An et al. (2018) ont également 

rapporté que Bacillus spp. est une bactérie à croissance rapide qui possède de fortes enzymes 

extracellulaires qui montrent différents effets sur l’hydrolyse des composés organiques et la 

décomposition des déchets alimentaires facilitée par ses activités enzymatiques.  

 

Figure 20. Effet des sources alternatives de carbone sur la production d’amylase par Bacillus 

flexus AC12 dans un milieu de production (3) à base de déchets de cuisine (2%) à 37°C 

durant 72 h sous agitation 100 rpm. 
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III.7.2.9. Effet des sources d’azote 

Dans l’étude actuelle, une variété de sources d’azote (organiques, inorganiques et acides 

aminés) a été ajoutée au milieu de production dans le but de vérifier leur impact sur la 

production d’amylase.  

III.7.2.9.1. Effet des sources d’azote organique 

Parmi les différentes sources d’azote organique utilisées, l’extrait de levure a donné la plus 

grande productivité de l’enzyme (19.59 UI/mg) (Figure 21). Ceci est probablement en raison 

de sa teneur élevée en minéraux, vitamines, coenzymes et composants azotés (Roses et 

Guerra, 2009). Plusieurs chercheurs ont relevé le même constat (Kumar et al., 2012 ; 

Sharma et al., 2012 ; Vishnu et al., 2014 ; Abel-Nabey et Farag, 2016) alors que d’autres 

ont révélé une production élevée en présence de diverses autres sources à savoir la peptone 

dans le cas de Bacillus sp. (Hasan et al., 2017), la tryptone dans le cas de Chromohalobacter 

sp. TVSP101 (Prakash et al., 2009) et B. amyloliquefaciens P-001 (Deb et al., 2013), la 

caséine dans le cas de B. subtilis IP 5832 (Bozíc et al., 2011) et Marinobacter sp. EMB8 

(Kumar et Khare, 2015), l’extrait de levure plus extrait de viande dans le cas de Bacillus sp. 

NRC22017 (Elmansy et al., 2018), l’extrait de levure et tryptone dans le cas de Bacillus sp. 

souche TSCVKK (Kiran et Chandra, 2008) et l’extrait de levure plus peptone dans le cas de 

Bacillus sp. (Teodoro et Martins, 2000). 

 

Figure 21. Effet des sources d’azote organique sur la production d’amylase par Bacillus 

flexus AC12 dans un milieu de production (4) à 37°C durant 72 h sous agitation 100 rpm. 
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III.7.2.9.2. Effet des sources d’azote inorganique 

En ce qui concerne les sources d’azote inorganique, Ca(NO3)2 était la meilleure source 

d’azote pour la sécrétion d’amylase, suivie par NaNO3 et KNO3 (Figure 22). Dans ce présent 

travail, la libération d’amylase a été plus stimulée par les sources d’azote inorganique que par 

les sources organiques. Ce résultat est en accord avec celui constaté par Deb et al. (2013).  Il 

a été observé qu’un certain nombre de sources d’azote inorganique comme les ions 

ammonium et les ions nitrate ont un impact stimulant élevé sur la production d’amylase, 

comme le nitrate d’ammonium (Deb et al., 2013), le nitrate de sodium (Suganthi et al., 

2015), le chlorure d’ammonium (Das et al., 2004) et le carbonate d’ammonium (Pinjari et 

Kotari, 2018). Le rôle de l’ion calcium dans la stabilité et l’activité catalytique de l’α-

amylase était un sujet de recherche depuis des années. La présence de l’ion calcium dans les 

milieux de fermentation était stimulante car elle augmentait le rendement de libération de 

l’amylase ; cela correspondait bien aux rapports précédents déterminant la capacité du Ca2+ à 

améliorer la stabilité et l’activité de l’amylase chez les espèces de Bacillus (Unakal et al., 

2012). Par rapport au chlorure, le nitrate a fourni également une meilleure stabilisation de 

l’amylase en raison de sa géométrie plane et triangulaire, qui lui permet de bien pénétrer dans 

le site actif de l’α-amylase (Saha et al., 2014). 

 

Figure 22. Effet des sources d’azote inorganique sur la production d’amylase par Bacillus 

flexus AC12 dans un milieu de production (4) à 37°C durant 72 h sous agitation 100 rpm. 
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III.7.2.9.3. Effet des acides aminés 

En parallèle, différents acides aminés ont été testés (Figure 23). La production maximale a 

été obtenue lorsque le milieu a été supplémenté avec de la L-histidine. Une bonne production 

a également été enregistrée avec la L-glutamine, la glycine et le L-aspartate. La L-arginine 

s’est avérée être la moins appropriée pour la production de l’enzyme. Vengadaramana et al. 

(2012) ont trouvé la productivité enzymatique la plus élevée en présence de tryptophane, 

tandis que Suganthi et al. (2015) ont signalé que l’ajout de L-phényl alanine entraînait une 

production maximale d’amylase. Ainsi, aucune source d’azote unique ne peut être qualifiée 

d’universellement bonne (Kumar et al., 2016). Une teneur plus faible ou plus élevée en azote 

peut inhiber la production d’enzymes (Sharma et al., 2012). 

 

Figure 23. Effet des acides aminés sur la production d’amylase par Bacillus flexus AC12 dans 

un milieu de production (5) à 37°C durant 72 h sous agitation 100 rpm. 

III.8. Cinétiques de croissance et de production d’amylase par Bacillus flexus AC12 

après optimisation 

La production d’amylase par B. flexus AC12 a été étudiée dans des conditions de culture 

optimisées dans un milieu (7) contenant (g/L) : amidon, 50 ; extrait de levure, 15 ; xylose, 10 ; 

NaCl, 50, CaCl2, 10 ; ajusté à pH 10 et ensemencé avec un volume d’inoculum de 2% (v/v). 

L’incubation est réalisée à 37 °C pendant 90 h et sous une agitation de 100 rpm. 
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Par rapport à l’activité initiale, l’optimisation du milieu a permis une augmentation très 

significative (p < 0.01) de la production en la multipliant par un facteur de 12.86 (Figure 24). 

Ce niveau de production optimisée d’amylase semble être cohérent avec celui rapporté par 

Kumar et Khare (2015) chez la bactérie halophile modérée Marinobacter sp. EMB8. 

 

Figure 24. Cinétiques de croissance bactérienne et de production d’amylase après 

optimisation dans un milieu de production (7) à 37°C sous agitation 100 rpm. 

III.9. Purification partielle de l’enzyme brute extracellulaire 

L’enzyme a été partiellement purifiée par ultrafiltrations suivies par une précipitation au 

sulfate d’ammonium 70% (p/v). Les résultats sont résumés dans le tableau 25. L’amylase 

extracellulaire a présenté des valeurs d’activité spécifique croissantes à chaque niveau de 

purification, conduisant à un facteur de purification de 2.63.  

Une α-amylase halophile produite par la souche halophile modérée Nesterenkonia sp. souche 

F a été purifiée jusqu’à homogénéité par précipitation dans l’éthanol à 80%, échange d’anions 

sur Q-Sepharose et chromatographie par filtration sur gel de Sephacryl S-200. L’amylase 

purifiée a présenté une activité spécifique de 357 UI/mg, un facteur de purification de 21.4 et 

un rendement de 2% (Shafiei et al., 2011). En outre, la purification de l’α-amylase 

extracellulaire de l’espèce Bacillus subtilis KIBGE HAS a été réalisée par ultrafiltration, 

précipitation au sulfate d’ammonium à 40% et chromatographie par filtration sur gel. 
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L’enzyme a été purifiée jusqu’à homogénéité avec un facteur de purification de 96.3 et une 

activité spécifique de 13011 UI/mg (Bano et al., 2011). 

Tableau 25. Résultats des étapes de la purification partielle de l’enzyme. 

Etape de 

purification 

Protéines 

totales (mg) 

Activité 

totale (UI) 

Activité 

spécifique 

(UI/mg) 

Rendement 

(%) 

Facteur de 

purification 

Surnageant  275.5 ± 5.76 148.77 ± 4.89 0.54 100 1 

Ultrafiltration

MWCO 10 kDa 

161 ± 0.98 137.44 ± 4.12 0.85 92.38 1.57 

Ultrafiltration

MWCO 30 kDa 

92 ± 0.78 104.88 ± 3.87 1.14 70.50 2.11 

Précipitation à 

70% (p/v) de 

(NH4)2SO4 

46 ± 1.05 65.32 ± 0.57 1.42 43.91 2.63 

 

III.10. Détermination du poids moléculaire par SDS-PAGE et zymographie de l’enzyme 

Après purification partielle, l’enzyme a été soumise à une analyse par électrophorèse sur gel 

de polyacrylamide et zymographie en présence d’amidon. D’après les résultats de l’analyse 

des deux gels, le poids moléculaire de la protéine active sur gel de zymographie a été 

déterminé après comparaison de la position de la bande protéique avec les protéines 

marqueurs sur le gel de polyacrylamide. La masse moléculaire a été estimée à environ 85 kDa 

(Figure 25). En général, le poids moléculaire des amylases de Bacillus sp. a été rapporté 

comme étant compris entre 12.2 et 160 kDa (Mehta et Satyanarayana, 2016 ; Febriani et 

al., 2019). 
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Figure 25. Résultats de la SDS-PAGE et du zymogramme de l’amylase produite par B. flexus 

AC12. M) Marqueurs protéiques ; 1) Enzyme partiellement purifiée ; 2) Hydrolyse du substrat dans le gel. 

III.11. Caractérisation de l’enzyme partiellement purifiée 

III.11.1. Effet de la température sur l’activité et la stabilité 

Les activités amylolytiques ont été testées sur une large gamme de températures comprises 

entre 4°C et 100°C. L’enzyme a montré son maximum d’activité à 55°C (Tableau 26) et s’est 

révélée stable et active sur toute la gamme testée, conservant 87.44 ± 0.8% et 60.45 ± 0.8% de 

son activité à 20°C et 90°C, respectivement, ce qui révèle son caractère thermotolérant. Des 

rapports de recherche précédents ont indiqué que les amylases du genre Bacillus étaient 

caractérisées par leur thermostabilité ainsi que leur activité sur une large gamme de 

températures (37-70°C) (Saxena et Singh, 2011 ; Deb et al., 2013 ; Abel-Nabey et Farag, 

2016 ; Simair et al., 2017). 

La plupart des études se concentrent sur la purification et la caractérisation des α-amylases 

thermostables sécrétées par les bactéries, mais pas par les champignons et les levures. 

Généralement, les bactéries thermophiles sont les plus couramment utilisées comme 

producteurs d’α-amylase car elles peuvent survivre à haute température et produire des 

enzymes dont la température optimale est supérieure à 50°C (Lim et al., 2020). Les enzymes 

thermostables ne sont pas désactivées par le chauffage du mélange à une certaine température 
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pendant une certaine période en raison de leur température de dénaturation élevée, 

contrairement aux enzymes mésophiles (Straathof et Adlercreutz, 2014). La stabilité à haute 

température des protéines halophiles s’est avérée être régulée par la présence de sel. La β-

lactamase de Chromohalobacter sp. halophile a conservé ∼82% de son activité après un 

traitement thermique à 100°C pendant 5 min (Tokunaga et al., 2004). Cela indique une 

« renaturation réversible » de la lactamase induite par le sel. 

Une nouvelle α-amylase a été découverte chez la souche Bacillus licheniformis B4-423, 

présentant une activité optimale à 100°C et à pH 5. L’enzyme était stable sur une large 

gamme de température  (4 à 100°C) et présente une activité supérieure à 90% de 20°C à 80°C 

(Wu et al., 2018). En raison de ces propriétés favorables, l’enzyme thermostable a été 

appliquée dans de nombreux processus de production tels que le brassage et la fermentation 

du vin, la boulangerie et la transformation des aliments, l’industrie de la pâte et du papier et 

les systèmes de traitement des détergents.  

La thermostabilité est cruciale dans les applications industrielles, car la plupart des processus 

sont réalisés de manière optimale à température élevée. Les enzymes thermostables peuvent 

être stockées à température ambiante, ce qui réduit les coûts d’où leur efficacité et leur valeur  

économique (Straathof et Adlercreutz, 2014 ; Zhang et al., 2017). 

III.11.2. Effet du pH sur l’activité et la stabilité 

Le pH optimal pour l’activité amylasique a également été déterminé sur un large spectre de 

pH (4-11). L’activité maximale a été observée à pH 9 (Tableau 26). L’enzyme a également 

montré une activité à pH 10 et pH 11. En plus des conditions acides et alcalines, la 

préparation enzymatique était également active dans des conditions neutres, ce qui facilite son 

utilisation éventuelle dans les formulations de détergents, le traitement des jus et des fruits, la 

boulangerie et la brasserie. Les amylases sont connues d’être actives sur une large gamme de 

pH (4-11) (Saxena et Singh, 2011). L’enzyme a également montré une bonne stabilité sur 

l’intervalle de pH allant de 5 à 10 en gardant un pourcentage d’activité allant de 59.81 ± 6.1% 

à 62.09 ± 3.4%, respectivement, ce qui traduit son caractère alcalitolérant. Il s’agit d’une 

caractéristique très importante pour son utilisation éventuelle dans les formulations de 

détergents. De nombreux articles de recherche ont rapporté que les souches de Bacillus 

productrices d’amylase présentent un pH optimal d’activité enzymatique dans la gamme de 

pH 6-10 (Deb et al., 2013 ; Suganthi at al., 2015 ; Hasan et al., 2017 ; Pinjari et Kotari, 

2018).  
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III.11.3. Effet de la concentration en sel sur l’activité et la stabilité 

La concentration saline influence significativement l’activité et la stabilité enzymatiques. 

L’enzyme était très active sur une large gamme de concentrations de NaCl (0-25%, p/v) avec 

une activité optimale à 10% (p/v) de NaCl (Tableau 26). De même, l’α-amylase de 

Thalassobacillus sp. LY18 était très stable sur une large gamme de concentrations de NaCl 

(0-20%, p/v) (Li et Yu, 2012). L’enzyme a également conservé 143.61 ± 5.4 % et 112.13 ± 

2.2 % de son activité après 1 h d’incubation à 10 et 12.5 % (p/v) de NaCl, respectivement. 

Cependant, dans cette étude, même en l’absence de NaCl dans le mélange réactionnel, une 

activité amylasique a pu être détectée (66.96 ± 13.5 %). À 25% de NaCl, l’enzyme a conservé 

92.64 ± 3.5 % de son activité. Il est intéressant de noter que l’enzyme était stable sur toute la 

gamme de concentrations salines testée. Ces résultats traduisent clairement la nature halophile 

de l’enzyme. Kiran et Chandra (2008) ont observé que l’α-amylase halophile de Bacillus sp. 

TSCVKK était stable sur un spectre allant de 2 à 15% (p/v) de NaCl. La plupart des enzymes 

halophiles rapportées dans la littérature sont inactivées lorsque la concentration de NaCl 

diminue à moins de 12% (Madern et al., 2000). 

Le sel est essentiel pour maintenir la structure native des protéines halophiles. Des preuves 

expérimentales suffisantes concluent que le sel contribue de manière significative à la 

modulation de la structure/activité des protéines dans différentes conditions chaotropiques. 

L’effet protecteur induit par le sel sur la structure contre les agents chaotropiques, la 

température et les solvants ainsi que les transitions structurelles correspondantes établissent 

un lien structure-fonction unique dans les enzymes halophiles. La compréhension de leur 

comportement différentiel et de leur stabilité dans des conditions plus difficiles pourrait 

conduire à une meilleure compréhension des caractéristiques biochimiques et biophysiques de 

ces protéines et à leur exploitation pour des applications en biocatalyse ou en 

biotransformation dans des conditions salines ou de faible teneur en eau (Sinha et Khare, 

2014).  
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Tableau 26. Effet des conditions du mélange réactionnel, température, pH et concentration 

saline, sur l’activité et la stabilité de l’amylase. 

Conditions du mélange 

réactionnel 

Activité relative (%) Activité résiduelle après 

1 h d’incubation (%) 

pH 

4 72.25 ± 0.6 28.40 ± 1.7 

5 93.78 ± 23.4 59.85 ± 6.1 

6 96.14 ± 4.4 61.72 ± 8.6 

7 96.35 ± 6.6 63.63 ± 8.6 

8 97.42 ± 6.6 64.46 ± 1.3 

9 100.00 ± 5.7 68.38 ± 6.8 

10 97.85 ± 0.9 62.09 ± 3.4 

11 92.92 ± 1.4 57.58 ± 10.8 

Température (°C) 

4 42.40 ± 7.0 74.14 ± 16.9 

20 75.00 ± 6.6 87.44 ± 0.8 

25 76.47 ± 7.9 101.72 ± 3.0 

30 76.72 ± 2.8 164.11 ± 9.4 

37 78.19 ± 5.4 98.50 ± 13.9 

40 81.37 ± 10.8 82.65 ± 5.5 

45 83.33 ± 4.0 82.65 ± 10.5 

50 87.25 ± 6.2 80.05 ± 4.9 

55 100.00 ± 13.6 78.43 ± 7.6 

60 85.78 ± 2.5 76.76 ± 2.1 

70 81.62 ± 3.4 70.98 ± 1.2 

80 80.64 ± 0.9 69.03 ± 5.5 

90 80.15 ± 0.2 60.45 ± 0.8 

100 76.72 ± 4.5 41.65 ± 4.9 

Concentration saline (%, p/v) 

0 67.22 ± 5.2 66.96 ±13.5 

1 70.45 ± 6.9 68.64 ± 3.3 

2.5 71.80 ± 0.6 95.5 ± 11.9 

5 72.53 ± 1.4 99.54 ± 5.2 

7.5 99.06 ± 14.3 102.18 ± 4.7 

10 100.00 ±15.3 143.61 ± 5.4 

12.5 80.33 ± 2.1 112.13 ± 2.2 

15 80.02 ± 0.1 105.4 ± 0.6 

20 69.41 ± 0.8 93.09 ± 5.6 

25 67.43 ± 2.6 92.64 ± 3.5 
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III.11.4. Effet du temps de réaction 

En ce qui concerne le temps de réaction optimal, le dosage de l’enzyme a été effectué aux 

différents temps de réaction allant de 5 à 30 minutes aux conditions optimales de température 

(55°C) et de pH (9). Il a été observé que l’enzyme présentait son pic d’activité après 15 min 

de réaction (Figure 26). Deb et al. (2013) et Hasan et al. (2017) ont enregistré un temps de 

réaction optimal de 40 min et 20 min, respectivement.  

 

Figure 26. Effet du temps de réaction sur l’activité amylasique. 

III.11.5. Effet des ions métalliques sur l’activité et la stabilité  

L’influence de divers ions métalliques à savoir NaCl, KCl, LiCl, CaCl2, CuCl2, NiCl2, 

MgSO4, FeSO4, ZnSO4, AgNO3, MoNa2O4, et HASNa2 a été mesurée à une concentration 

finale de 10 mM dans les conditions optimales de réaction. 

L’activité enzymatique a été significativement augmentée d’environ 54%, 46%, et 28% après 

incubation de l’enzyme en présence d’une concentration de 10 mM de FeSO4, KCl, et ZnSO4, 

respectivement (Tableau 27). Cependant, Mg2+, Ni2+ et As3- ont également montré une légère 

augmentation de l’activité enzymatique, tandis que Li+, Cu2+, Ag+ et Mo2+ ont inhibé l’activité 

à différents degrés. L’inhibition par ces métaux peut être attribuée à leur liaison aux résidus 

catalytiques du site actif de l’enzyme (Shafei et al., 2012). Ces résultats sont similaires à ceux 

rapportés par certains travaux dans la littérature. Par exemple, l’amylase de B. 

amyloliquefaciens TSWK1-1 était inhibée par Cu2+ (Kikani et Singh, 2011 ; Wang et al., 

2016). Cependant, Emtenani et al. (2015) ont constaté que l’activité de l’amylase produite 
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par B. subtilis DR8806 était stimulée par les ions K+ et Na+. La stimulation de l’activité 

enzymatique par les ions F2+, Zn2+ et K+ est expliqué par le fait que ces ions ont probablement 

joué le rôle de cofacteurs de cette enzyme (Sahoo et al., 2016). L’ajout de Ca2+ n’a presque 

pas eu d’effet sur l’activité amylasique, ce qui traduit que l’amylase produite par la souche B. 

flexus AC12 est Ca2+-indépendante. Dans la littérature, de nombreuses amylases de Bacillus 

sp. ont été signalées comme étant Ca2+-dépendantes; l’ajout de Ca2+ a eu des effets 

significatifs sur l’activité amylasique (Abdel-Fattah et al., 2013 ; Emtenani et al., 2015). 

Cependant, l’un des principaux problèmes de l’industrie amidonnière liés à la dépendance aux 

ions calcium est la formation d’oxalate de calcium, une substance qui peut bloquer les tuyaux 

de traitement et les échangeurs de chaleur. Par conséquent, la demande en amylase 

indépendante du calcium a fait l’objet d’une attention croissante ces dernières années (Kikani 

et Singh, 2011 ; Xie et al., 2014), ce qui implique que l’amylase produite par B. flexus AC12 

présente un potentiel d’utilisation dans l’industrie de l’amidon. L’enzyme semble être plus 

stable en présence de 10 mM de KCl et de CaCl2, conservant respectivement 140.17% et 

113.75% de son activité initiale. Ces résultats suggèrent que, bien que le Ca2+ stabilise 

l’enzyme, il n’est pas nécessaire à l’activité enzymatique. Ce résultat est cohérent avec celui 

obtenu par Shafei et al. (2012).  

III.11.6. Effet des détergents et des surfactants sur l’activité et la stabilité  

L’activité amylasique a été estimée en présence de 10 mM de détergents tels que le Triton X-

100 et le Tween 80 et de tensioactifs tels que le SDS, le PMSF et le PEG 6000. 

Le PMSF n’a eu aucun effet significatif sur l’activité enzymatique. Cela signifie que les 

résidus de sérine et les liaisons disulfure ne sont pas essentiels pour l’activité enzymatique 

(Shafiei et al., 2010). Le Triton X-100 et le Tween 80 n’ont pas non plus affecté l’activité de 

l’amylase. Afin d’avoir des applications dans les industries de détergents, l’amylase doit être 

stable dans divers ingrédients de détergents, tels que les surfactants et les chélateurs (Arikan, 

2008). L’enzyme a gardé 80% de son activité lorsqu’elle a été incubée pendant 1h avec du 

Tween 80 alors qu’en présence de Triton X-100 elle a conservé complètement son activité 

(Tableau 27). Par conséquent, cette amylase peut être utile dans les industries de détergents. 

Ce genre de stabilité a été également rapporté par l’α-amylase halophile produite par Bacillus 

sp. TSCVKK, qui a donné une bonne stabilité en présence de 0.1% de surfactants non-

ioniques (Kiran et Chandra, 2008). Le SDS s’est avéré être un inhibiteur fort comme dans le 

cas de B. thermoleovorans causant une inhibition presque complète de l’activité enzymatique 

(Tanaka et Hoshino, 2002). La cause de la forte inhibition par le SDS pourrait être due aux 
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changements de la conformation locale dans le site actif de la molécule d’enzyme ce qui 

entraîne une inhibition, un dépliage partiel réversible et une inactivation ultérieure (Sahoo et 

al., 2016). 

Tableau 27. Valeurs moyennes de l’activité amylasique relative et résiduelle en présence de 

différents agents chimiques. 

Agent chimique Activité relative (%) Activité résiduelle (%) 

après 1h d’incubation  

MoNa2O4 65.00 ± 4.17 75.38 ± 1.70 

CuCl2 76.82 ± 6.08 86.39 ± 1.20 

ZnSO4 128.18 ± 0.85 100.00 ± 2.90 

AgNO3 70.00 ± 19.30 82.47 ± 3.32 

MgSO4 119.55 ± 0.64 111.03 ± 1.98 

LiCl 84.09 ± 3.75 101.62 ± 2.90 

NiCl2 113.18 ± 2.97 108.84 ± 0.71 

HAsNa2 112.27 ± 7.14 105.30 ± 1.98 

FeSO4 153.64 ± 0.71 91.72 ± 3.18 

NaCl 104.09 ± 1.77 86.92 ± 6.58 

KCl 145.91 ± 2.12 140.17 ± 0.07 

CaCl2 109.09 ± 3.82 113.75 ± 1.48 

Tween 80 108.64 ± 4.60 80.80 ± 2.62 

Triton X-100 103.64 ± 0.92 105.60 ± 1.77 

PMSF 107.27 ± 1.77 104.64 ± 0.57 

PEG 6000 72.27 ± 7.14 44.53 ± 10.32 

SDS 40.91 ± 1.06 32.22 ± 7.07 

          PMSF: PhenylMethylSulfonylFluoride; PEG: PolyEthyleneGlycol; SDS: Sodium Dodecyl Sulfate. 

III.11.7. Effet des solvants organiques sur l’activité et la stabilité  

La stabilité enzymatique a été estimée en présence d’une concentration de 10% de divers 

solvants tels que l’éthanol, le méthanol, l’acétone, le chloroforme, le glycérol, l’isoproponal et 

le DMSO. 

L’activité de l’amylase produite par B. flexus AC12 a également été testée en utilisant une 

concentration de 10% de différents solvants (Tableau 28). Un effet inhibiteur a été relevé 

pour tous les solvants organiques testés. Le maximum d’activité et de stabilité a été obtenu en 

présence de 10% (v/v) d’éthanol. Dans cette étude, le chloroforme a montré l’effet inhibiteur 

le plus puissant sur l’activité amylasique. Des résultats similaires ont été rapportés dans le cas 

de Halorubrum xinjiangense (Moshfegh et al., 2013). Au contraire, les amylases de 

Nesterenkonia sp. souche F et de Haloterrigena turkmenica (Shafiei et al., 2010 ; Santorelli 
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et al., 2016) ont montré une augmentation de l’activité. Le chloroforme et l’acétone se sont 

également avérés inhibiteurs pour B. cereus OCW3 (1) (Dhundale, 2015). En outre, 

l’acétone, l’isopropanol et l’éthanol ont été trouvés stimulateurs pour l’activité amylasique de 

plusieurs espèces du genre Bacillus (Vihinen et Mantsala, 1990 ; Abdel-Fattah et al., 

2013). Tandis que le méthanol a été rapporté comme inhibiteur par Tiwari et al. (2014). 

Tableau 28. Valeurs moyennes de l’activité amylasique relative et résiduelle en présence de 

différents solvants organiques. 

     DMSO: DiMethylSulfOxide. 

III.11.8. Détermination de la spécificité au substrat  

La spécificité au substrat a été vérifiée en présence des solutions 1% (p/v) de différents types 

de substrats tels que l’amidon, la pectine, la carboxyméthylcellulose (CMC), le xylane, 

l’arabinane, le β-glucane, l’arabinoxylane de blé, le xylane de bois de hêtre. Les substrats 

d’amidon brut utilisés étaient la paille de riz et les pelures de carottes, de mandarines et de 

bananes. 

Il a été observé que la spécificité était maximale envers l’amidon, suivi par le xylane de bois 

de hêtre et la pectine (Figure 27). Ces résultats indiquent que l’enzyme a une affinité plus 

élevée envers les substrats de poids moléculaire élevé contenant des liaisons α-1,4 et α-1,6. 

Gupta et al. (2003) ont également obtenu une affinité maximale de l’amylase pour l’amidon, 

l’amylose et l’amylopectine. Des variations ont été rapportées entre différentes souches en ce 

qui concerne la spécificité au substrat (Mohamed et al., 2011). En 1998, Igarashi et al. ont 

rapporté que l’α-amylase d’un isolat alcaliphile du genre Bacillus avait une hydrolyse 

maximale de l’amylopectine (144%), de l’amidon soluble (100%), du glycogène (37%) et de 

la dextrine (7%). Au contraire, la souche sauvage de B. amyloliquifaciens a été trouvée active 

Solvant organique Activité relative (%) Activité résiduelle (%) après 

1 h d’incubation 

Ethanol 61.82 ± 6.50 58.33 ± 0.00 

Méthanol 12.73 ± 2.33 17.50 ± 2.05 

Isopropanol 32.73 ± 3.32 27.50 ± 1.63 

Glycérol 07.27 ± 3.11 08.78 ± 1.20 

Acétone 29.70 ± 1.84 12.04 ± 5.23 

Chloroforme 04.85 ± 0.14 09.52 ± 0.92 

DMSO 03.64 ± 0.64 09.02 ± 4.81 
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vers les substrats de faible poids moléculaire alors que sa souche mutante a été trouvée plus 

active sur les substrats contenant à la fois des liaisons α-1,4 et α-1,6 (Demikran, 2011). 

Néanmoins, l’α-amylase s’est avérée capable d’hydrolyser directement l’amidon brut des 

pelures de mandarines et de carottes. 

 

Figure 27. Spécificité de l’amylase aux différents substrats. 

III.11.9. Détermination de la stabilité au stockage  

La stabilité au stockage de l’enzyme est une caractéristique importante des enzymes à usage 

industriel. Pour déterminer la stabilité enzymatique au stockage, des aliquotes d’enzyme ont 

été stockées pendant 10 jours aux différentes températures (-18°C, 4°C et 25 ± 2 °C). Lors du 

stockage à 25°C, une diminution progressive de l’activité enzymatique a été observée où 

l’activité la plus faible a été constatée après 10 jours, tandis qu’à -18°C, l’enzyme a perdu 

totalement son activité après 10 jours. La diminution et la perte de l’activité enzymatique 

pourraient être corrélées à la congélation et à la décongélation des échantillons qui ont 

finalement entraîné la dénaturation des protéines. En revanche, à 4°C, l’enzyme a conservé 

son activité à 43% après 10 jours (Figure 28). Il a également été observé que l’enzyme 

présentait une stabilité maximale à 25°C par rapport aux autres températures testées ce qui 

confirme son caractère thermotolérant. Nos résultats sont en accord avec ceux de Nisha et al. 

(2013), qui ont rapporté qu’une amylase purifiée de B. cereus MTCC 10205 était plus stable à 
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4°C qu’à 35°C. Seule une perte de 10% de l’activité enzymatique originale a été observée 

après 5 jours de stockage alors qu’une perte de 28% de l’activité enzymatique a été constatée 

à 35°C en 3 jours. 

 

Figure 28. Stabilité de l’amylase au stockage. 

III.12. Production de l’amylase par deux types de fermentation en présence des 

substrats d’amidon brut 

La production d’amylase sous fermentations en milieu solide (SSF) et submergée (SmF) a 

également été vérifiée en utilisant de la paille de riz comme déchet agricole et un mélange de 

pelures de mandarines, de carottes et de bananes comme déchets de cuisine. Une 

augmentation et une différence significatives de la production d’amylase a été observée sous 

SSF par rapport à SmF. Le mélange de pelures s’est avéré être le substrat le plus approprié 

pour la production d’enzyme par les deux méthodes. Il a été constaté que B. flexus AC12 a un 

potentiel d’hydrolyse des formes naturelles et commerciales d’amidon. Les titres d’unités 

d’amylase étaient plus élevés sous SSF que sous SmF (Figure 29). L’activité amylasique était 

environ deux fois plus élevée en utilisant les pelures de mélange comme source d’amidon 

naturel.  

Les enzymes importantes pour l’industrie, y compris les amylases, ont traditionnellement été 

obtenues à partir de cultures submergées en raison de la facilité de manipulation. La SSF 
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constitue une alternative intéressante car les métabolites ainsi produits sont concentrés et les 

procédures de purification sont moins coûteuses (Soni et al., 2003). La souche a montré une 

activité maximale le 3ème jour de fermentation. La production dans tous les milieux a 

augmenté jusqu’au troisième jour, où l’activité enzymatique était maximale, puis elle a 

diminué considérablement jusqu’au sixième jour. Ceci est en harmonie avec les rapports 

précédents d’un certain nombre de chercheurs qui ont obtenu une production d’α-amylase par 

fermentation à l’état solide à des températures allant de 37°C à 60°C en utilisant des espèces 

appartenant au genre Bacillus (Mendu et al., 2005 ; Saha et al., 2014). 

 

Figure 29. Production fermentaire d’amylase sous fermentations SmF et SSF. 

III.13. Applications industrielles possibles de l’amylase produite par Bacillus flexus 

AC12 

Compte tenu des nombreuses applications des enzymes microbiennes dans divers secteurs 

industriels, l’amylase produite par B. flexus AC12 a été étudiée pour une éventuelle utilisation 

dans différents processus industriels.  

III.13.1. Clarification du jus de pomme 

Une clarification du jus de pomme jusqu’à 32% et 18% a été observée après 4 heures 

d’incubation avec l’enzyme à 55°C et 25°C, respectivement (Figure 30). La quantité de 

sucres réducteurs a augmenté de manière très significative (p < 0.01) à 10 µmol et 7.75 µmol 

après 4 heures d’incubation du jus avec l’enzyme par rapport au jus de pomme non traité. 
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Ceci contribue à l’augmentation du goût sucré du jus. Nos résultats sont en concordance avec 

ceux de Kothari et al. (2013) qui ont rapporté une clarification du jus de pomme jusqu’à 30% 

après 4 heures d’incubation avec un mélange d’enzymes (pectinase et cellulase) et une 

augmentation de la quantité de sucres réducteurs de 20 μg/mL. Le mélange d’enzymes a 

donné jusqu’à 50% de clarification du jus. Le jus de pomme traité avec une enzyme 

individuelle en laboratoire a présenté 15-30% d’élimination de la turbidité alors que le 

traitement par mélange d’enzymes élimine 40-50% de la turbidité dans l’expérimentation 

globale. Dans cette étude, l’enzyme individuelle a montré une efficacité maximale de la 

clarification du jus de pomme à 55°C à pH 5. 

 

          SR: Sucres Réducteurs. 

Figure 30. Effet de l’enzyme sur la clarification et le taux des sucres réducteurs du jus de 

pomme. 

III.13.2. Compatibilité de l’amylase avec les détergents de commerce 

Sept marques de détergents disponibles localement en Espagne (Ariel, Marsella, Vernel, 

Pronto, Aro, Limón, Lejía) ont été utilisées pour déterminer leur compatibilité avec les 

propriétés détergentes de l’amylase produite par Bacillus flexus AC12 dans des conditions 

optimales d’activité.  

L’utilisation d’enzymes dans les industries de détergents est une pratique courante dans le 

monde. Récemment, plus de la moitié de tous les types de détergents contiennent une petite 

quantité d’enzymes comme la lipase, la cellulase et l’amylase. Pour une éventuelle utilisation 

commerciale de l’amylase dans les industries des détergents, l’enzyme a été traitée (à 55°C, 
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pH 9) par six détergents liquides couramment utilisés pour vérifier sa compatibilité avec les 

détergents. L’amylase a montré une compatibilité maximale avec Ariel (113.94%), Pronto 

(112.12%) et Vernel (92.12%) (Figure 31). Rehman (2019) a également signalé une activité 

et stabilité extrêmes en présence du détergent à lessive Ariel à haute température (60-65°C). 

En outre, Hammami et al. (2018) ont démontré que la préparation amylolytique alcaline de 

B. mojavensis SA était extrêmement stable vis-à-vis de la poudre Shames et Dixan testée à 

30°C et conservait 100% de son activité initiale. Après 1 h d’incubation à 40 et 50°C en 

présence du détergent Shames, plus de 87% et 40% de l’activité ont été conservés, 

respectivement. En ce qui concerne les détergents liquides, l’activité était moins stable et elle 

a perdu entre 55% et 77% de son activité après une 1 h incubation à 50°C. 

 

Figure 31. Compatibilité de l’amylase avec les détergents de commerce. 
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L’intérêt porté aux bactéries halophiles et halotolérantes a abouti à la découverte d’une 

diversité inouïe, complètement inattendue, d’enzymes dotés de propriétés singulières qui ont 

très vite attiré l’attention des biotechnologues. C’est dans cette perspective que s’inscrit cette 

étude, qui s’est focalisée d’une part sur l’étude de plusieurs critères de qualité d’un poisson 

salé selon une méthode traditionnelle connu d’être trop consommé en Méditerranée: l’anchois 

Européen (Engraulis encrasicolus) et d’autre part sur la caractérisation et l’appréciation du 

potentiel biotechnologique d’une amylase extracellulaire produite par une bactérie halo-

alcalitolérante isolée à partir des échantillons d’anchois salés-mûrs. 

En termes de qualité organoleptique, l’acceptabilité globale du poisson, mesurée sur une 

échelle de qualité à 8 points a révélé un produit semi-mûr. Les échantillons d’anchois salés- 

mûrs présentaient également une faible teneur en protéines, des niveaux élevés de cendres et 

de sel et une grande variation de la teneur en lipides. D’autre part, il y avait une corrélation 

évidente entre les niveaux de profondeur d’où les échantillons ont été collectés et le profil des 

acides gras polyinsaturés. Les teneurs en acides gras essentiels étaient plus élevées dans les 

anchois prélevés des couches superficielles et profondes. Ce genre de corrélation pourrait 

constituer une information très utile pour initier une étude approfondie sur cette thématique. 

Un milieu de culture spécifique aux halophiles (HM) à deux concentrations salines finales, 5 

% et 10 % (p/v) a servi à l’isolement, la purification et la caractérisation des isolats. Les 

isolats pures sont caractérisés phénotypiquement puis soumis à une recherche qualitative de 6 

hydrolases extracellulaires (amylase, cellulase, pectinase, xylanase, protéase et lipase). La 

production combinée des trois activités polysaccharidiques amylase, cellulase et pectinase 

était choisi comme un critère d’importance pour sélectionner les isolats performants.  

Un total de 60 isolats bactériens a été isolé à partir d’échantillons d’anchois salés-mûrs. Parmi 

nos isolats, 46 étaient producteurs d’hydrolases extracellulaires. L’hydrolyse de l’amidon et 

de la caséine est prédominante par rapport à celle des autres polymères-test. Il faut noter que 

des activités hydrolytiques combinées sont observées chez 40 isolats dont 6 se sont révélés 

être producteurs de façon concomitante des trois hydrolases ciblés (amylase, pectinase et 

cellulase). Ces isolats sont par la suite sélectionnés pour une caractérisation morphologique, 

biochimique et moléculaire détaillée.  

Les isolats d’intérêt se présentent sous forme de bâtonnets à Gram positif avec la présence 

d’endospores. Ces bactéries sont aérobies ou anaérobies facultatives halotolérantes, 

mésophiles à légèrement thermotolérantes et neutrophiles à l’exception de l’isolat AC12 qui 
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s’est révélé être une bactérie halotolérante extrême et possédant une nature alcaliphile. Le 

séquençage et l’analyse des gènes de l’ARNr 16S ont révélé que les bactéries halotolérantes 

choisies appartenaient au genre Bacillus. Les souches sélectionnées étaient capables de 

produire jusqu’à cinq activités hydrolytiques différentes ce qui traduit leur véritable atout 

biotechnologique. 

À la lumière des résultats obtenus lors du screening de l’activité amylolytique, la souche 

Bacillus flexus AC12 a donné l’indice enzymatique le plus important. Sur la base de ce 

résultat, elle a été choisie comme la souche la plus performante pour continuer l’étude d’une 

part de l’impact de différents facteurs physiques et nutritionnels sur le rendement de 

production de l’amylase d’intérêt et d’autre part sa caractérisation, sa production et son 

application pour une éventuelle utilisation en industrie. 

L’optimisation des conditions de culture de la souche Bacillus flexus AC12 a relevé une 

production dépendante de la croissance atteignant son maximum en phase stationnaire après 

72 heures de fermentation en utilisant un volume d’inoculum de 2%, à pH 10 et en incubant à 

37°C sous une vitesse d’agitation de 100 rpm.   

Le sel s’est avéré critique car la production d’amylase était sévèrement affectée en l’absence 

de sel. Un maximum de production est observé en présence de 5% (p/v) de NaCl avec une 

sécrétion amylasique continue jusqu’à 25% (p/v) de NaCl. La production est améliorée en 

présence de chlorure de calcium (CaCl2). 

Parmi les sources de carbone utilisées, l’amidon est considéré comme le meilleur inducteur 

permettant une meilleure production à 5 (%, p/v) de concentration. D’autres sources de 

carbone alternatives représentées par des déchets de cuisine à base de pelures de fruits et  

légumes ont été également utilisées pour formuler un milieu de culture à faible coût. Une 

production maximale est observée en présence de pelures de carottes, de bananes et de 

mandarines. Selon nos résultats, la souche Bacillus flexus AC12 a montré une bonne capacité 

de dégradation des déchets organiques à faible coût, exposant ainsi son utilisation prometteuse 

pour une éventuelle production d’amylase extracellulaire à grande échelle. En parallèle, parmi 

les différentes sources d’azote testées, l’azote inorganique sous forme de Ca(NO3)2 semble 

être le meilleur pour avoir une plus grande productivité de l’enzyme.  

L’enzyme partiellement purifiée avec un poids moléculaire estimé à environ 85 kDa présente 

un maximum d’activité à 55°C avec un large spectre de thermostabilité s’étalant entre 20°C et 

90°C, son pH optimum est de 9. En plus des conditions acides et alcalines, la préparation 

enzymatique était également active dans des conditions neutres et stables sur un intervalle 
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important de pH allant de 6 à 10 ce qui ouvre des opportunités de son utilisation dans 

plusieurs secteurs industriels à savoir les formulations de détergents, le traitement des jus et 

des fruits, la boulangerie et la brasserie. L’enzyme était active et stable sur une large gamme 

de concentrations salines (0-25%, p/v) avec un maximum obtenu à 10% (p/v) de NaCl. Ces 

résultats traduisent clairement que cette enzyme thermostable est halo-alcalitolérante.  

L’amylase produite par la souche Bacillus flexus AC12 est Ca+2-indépendante, stimulée par 

les ions Fe+2, K+  et Zn+2, inhibée par les solvants organiques et le SDS et stable en présence 

de Tween 80 et Triton X-100. La spécificité au substrat était maximale envers l’amidon. 

La production d’amylase sous deux types de fermentations (SSF) et (SmF) en utilisant la 

paille de riz comme déchet agricole et un mélange de pelures de mandarines, de carottes et de 

bananes comme déchets de cuisine a permis d’avoir un rendement plus important sous SSF en 

présence de déchets de cuisine.  

Vue la stabilité étendue que présentait l’amylase produite par la souche halo-alcalitolérante 

Bacillus flexus AC12 sur un large spectre de pH, l’enzyme a été étudiée pour des éventuelles 

utilisations en clarification de jus de pomme et en formulation des détergents. La clarification 

du jus de pomme a donné un résultat encourageant de 32% d’efficacité à 55°C et à pH 5. Les 

propriétés détergentes de l’enzyme à pH 9 étaient compatibles avec celles des lessives 

liquides de marques Ariel et Pronto. 

Du point de vue biotechnologique, les propriétés intéressantes de l’amylase, révélées au cours 

de cette étude, nous encourage par la suite à : 

 Réaliser une caractérisation plus poussée par une purification complète, une étude 

structurale et biochimique en calculant ses paramètres cinétiques Km et Vmax. 

 Lancer une tentative de sa production à l’échelle pilote sous conditions optimales en 

utilisant le milieu de culture à base de déchets de cuisine déjà formulé afin d’envisager 

une future exploitation à l’échelle industrielle.  

 Réaliser un clonage et une surexpression des gènes afin de créer des espèces nouvelles 

capables de produire industriellement de grandes quantités d’amylases recombinées, 

thermostables et halo-alcalitolérantes. 

 Enfin, élargir le spectre des applications en se concentrant plus particulièrement sur le 

domaine de la biotechnologie alimentaire. 
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I 

 

1. Préparation de l’empois d’amidon 

Pour une « solution » à 10 g/L 

 Peser 10 g d’amidon soluble et verser dans 100 mL d’eau distillée. Faire bouillir en 

mélangeant.  

 Jeter ensuite ce mélange chaud dans 900 mL d’eau froide en remuant vivement.  

Remettez le tout à chauffer en remuant jusqu’à éclaircissement. 

Lorsque vous préparez de l’amidon penser à remuer lentement durant TOUTE la période de 

chauffe. Dès que la solution commence à s’éclaircir, cessez le chauffage et laissez doucement 

refroidir. Sur une plaque électrique, le chauffage ne cesse pas d’un coup : la solution continue 

de s’éclaircir et vous pouvez flaconner une solution claire. 

 Tester l’empois d’amidon : sur I2 dilué la coloration est bleue intense. 

2. Préparation des solutions salines 

À 5% : on utilise 166.65 mL de stock de sel à 30% préalablement préparé et on complète le 

volume avec 833.3 mL d’eau distillée pour obtenir 1litre de la solution saline.  

À 10% : on utilise 333.3 mL de stock de sel à 30% préalablement préparé et on complète le 

volume avec 666.7 mL d’eau distillée.  

3. Préparation des solutions tampons 

Préparation du tampon acétate 20 mM 

Solutions de stock 

A : Acide acétique 20 mM: 5.775 mL d’acide acétique glacial dans 500 mL de l’eau milli-Q; 

B : Acétate de potassium 20 mM: dissoudre 9.81 g d’acétate de potassium dans 500 mL de 

l’eau milli-Q. 

Tableau 5. Composition du tampon acide acétique (20 mM) / acétate de potassium (20 mM). 

 

x y pH 

46.3 3.7 3.6 

44.0 6.0 3.8 

41.0 9.0 4.0 

36.8 13.2 4.2 

30.5 19.5 4.4 

25.5 24.5 4.6 

20.0 30.0 4.8 

14.8 35.2 5.0 

10.5 39.5 5.2 

8.8 41.2 5.4 

4.8 45.2 5.6 
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II 

 

Mélanger x mL de la solution A avec y mL de la solution B selon le pH désiré et diluer avec 

de l’eau milli-Q jusqu’à 100 mL. 

Tableau 6. Composition du tampon phosphate (20 mM). 

pH KH2PO4 

(g/L) 

Na2HPO4.7H2O 

(g/L) 

pH KH2PO4 

(g/L) 

Na2HPO4.7H2O 

(g/L) 

5.7 22.40 3.49 6.9 10.80 29.51 

5.8 22.08 4.29 7.0 9.36 32.73 

5.9 21.60 5.37 7.1 7.92 35.95 

6.0 21.05 6.60 7.2 6.72 38.63 

6.1 20.40 8.05 7.3 5.52 41.31 

6.2 19.56 9.93 7.4 4.56 43.46 

6.3 18.60 12.07 7.5 3.84 45.07 

6.4 17.64 14.22 7.6 3.12 46.68 

6.5 16.44 16.90 7.7 2.52 48.55 

6.6 15.00 20.12 7.8 2.04 49.09 

6.7 13.56 23.34 7.9 1.68 49.89 

6.8 12.24 26.29 8.0 1.27 50.81 

 

Tableau 7. Composition du tampon glycine (20 mM) / NaOH (20 mM)*. 

pH 

 

NaOH (20 mM) 

8.6 2.00 

8.8 3.00 

9.0 4.40 

9.2 6.00 

9.4 8.40 

9.6 11.20 

9.8 13.60 

10.0 19.30 

10.2 22.75 

*: mélanger 25 mL d’une solution de glycine à 20 mM avec x mL d’une solution à 20 mM de 

NaOH selon le pH désiré et diluer avec de l’eau milli-Q jusqu’à 100 mL. 
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III 

 

Tableau 8. Milieux de culture utilisés pour la caractérisation physiologique et biochimique (Harley et Prescott, 2002). 

Milieu Citrate de 

Simmons pH 

(7.1 ± 0.2) 

Clark et 

Lubs 

pH (7.5 ± 

0.2) 

Urée de 

Christensen 

pH (6.8 ± 0.2) 

Mannitol-

Mobilité 

pH (7.6 ± 0.2) 

TSI (Triple 

Sugar Iron) 

pH (7.4 ± 0.2) 

Mӧller 

exempt d’acides 

aminés 

pH (6.8 ± 0.2) 

Eau 

peptonée 

pH (7.4 ± 0.2) 

 

Constituant Quantités (% p/v, v/v) 

Ethanol      0.1  

Citrate de sodium 0.1       

Citrate d’ammoniaque 

ferrique 

    0.003   

Bleu de bromothymol 0.008       

Bromocrésol pourpre      0.16 x 10-4  

Rouge de phénol   0.0012 0.004 0.0025   

MgSO4.7H20 0.1       

KH2PO4   0.2     

K2HPO4 0.1 0.5      

KNO3    0.1    

NH4.H2PO4 0.1       

Na2 SO3     0.03   

Glucose  0.5 0.1  0.1 0.1  

Saccharose     1   

Lactose     1   

Mannitol    0.75    

Peptone de caséine    1    

Urée   2.4     

Extrait de levure      0.3 0.5 

Peptone  0.5 0.1  2  0.1 

Extrait de bœuf      0.3   

Agar  1.5  2 0.35 1.2   

Eau distillée 100 100 100 100 100 100 100 
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IV 

 

 

 

Figure 4. Courbe d’étalonnage de glucose par la méthode de DNS. 

 

Figure 5. Courbe d’étalonnage de BSA par la méthode de Bradford. 
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V 

 

 

Tableau 9. Lecture de la galerie miniaturisée API 20E. 
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Tableau 17. Screening des activités hydrolytiques extracellulaires. 

Isolats Polysaccharases Protéases Lipases Nombre 

d’enzymes 

produit par 

chaque isolat 

Amylase Pectinase Cellulase Xylanase Caséinase Gélatinase Tween 20 Tween 80 Huile 

d’olive 

  AC1* + + + - - + - + + 6 

 AC 2 - - - - - - - - - 0 

  AC3* + + + - + + - - - 5 

AC4 + + - - + - - - - 3 

AC5 + - - - + - - - - 2 

AC6 + - - - + - - - - 2 

AC7 + + - - +  - + - 4 

AC8 + + - - - + - + - 4 

AC9 - - - - - - - - - 0 

 AC10 - - - - - - - - - 0 

AC11 - - - - - - - - - 0 

AC12* + + + - + + - - - 5 

AC13 + + - - - - - + - 3 

AC14 - - - - - - - - - 0 

AC15 - - - - - - - - - 0 

AC16 - + - - - - - - - 1 

AC17 - - - - - - - - - 0 

AC18 - - - - - - - - - 0 

AC19 - - + - + - - - - 2 

AC20 - - - - + - - - - 1 

AC21 - + + - + - - - + 4 

AC22* + + + - + - - + + 6 

AC23 + + - - - + - - - 3 

AC24 + - - - - - - - - 1 

AC25 + - - - + - - - + 3 
* : Isolat d’intérêt ; + : présence ; - : absence.  
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Tableau 17. Screening des activités hydrolytiques extracellulaires (suite). 

Isolats Polysaccharases  Protéases Lipases Nombre 

d’enzymes 

produit par 

chaque isolat 

Amylase Pectinase Cellulase Xylanase Caséinase Gélatinase Tween 20 Tween 80 Huile 

d’olive 

AC26 + - - - + - + - - 3 

AC27 + - + - + - + - - 4 

AC28 - - - - + - - + - 2 

AC29 + + - - - + + - - 5 

AC30 - - - - + - + - - 2 

AC31 - - - - + - - - - 1 

AC32 - - - - + - + - - 2 

AC33 + - + - - + - - - 4 

AC34 - - - - - + + + - 2 

AC35 + - - - - - + + - 4 

AC36 - - - - - - - - - 0 

AC37 - - + - + - - - - 2 

AC38 - - - - + - + - + 3 

AC39 - - - - + - + + - 3 

AC40* + + + + - + - - - 5 

AC41 + - - - + - - - - 2 

AC42 + - - - - + - - - 2 

AC43 + + - - + - - - - 3 

AC44 - - + - - + - - - 2 

AC45 - - - - - - - - - 0 

AC46 + + - - - - - - + 3 

AC47 + + - - + - - - - 3 

AC48* + + + + + + - - + 7 

AC49 + - + - + - - - - 3 

AC50 - - - - - - - - - 0 
* : Isolat d’intérêt ; + : présence ; - : absence.  
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Tableau 17. Screening des activités hydrolytiques extracellulaires (suite). 

Isolats Polysaccharases  Protéases  Lipases  Nombre 

d’enzymes 

produit par 

chaque isolat 

Amylase Pectinase Cellulase Xylanase Caséinase Gélatinase Tween 20 Tween 80 Huile 

d’olive 

AC51 - - - - + + - - - 2 

AC52 - - - - - - - - - 0 

AC53 - - - - - - - - - 0 

AC54 + + - - + - - - + 4 

AC55 + + - - + + - - - 4 

AC56 - - - - - - - - - 0 

AC57 + + - - + + - - - 4 

AC58 - + - - - - - - - 1 

AC59 + - - - + - - - + 3 

AC60 - - - - - - - - - 0 

T.A 30 21 14 2 30 15 09 09 09  
+ : présence ; - : absence ; T.A : Total de chaque activité. 
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IX 

 

 

 

 

 

 

T : Total ; T.A : Total des activités ; T.20 : Tween 20 ; T.80 : Tween 80 ; H.O : Huile d’olive. 

Figure 7.  Effectif des activités hydrolytiques extracellulaires. 
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Tableau 19. Contrôle de la pureté et détermination de la concentration de l’ADN. 

    A: Absorbance. 

Tableau 20. Espèces présentant les meilleures correspondances de similitude (100%) dans le  

Blast de l’ADNr 16S. 

Souches  Espèces proches 

AC1 B. cereus, B. albus, Bacillus sp., B. paranthracis, B.tropicus,  

AC3 B.mojavensis, Bacillus sp., B.subtilis, B. safensis 

AC12 B.flexus, Bacillus sp. 

AC22 B. xiamenensis, B.mojavensis, B. halotolerans, B.subtilis, Bacillus sp. 

AC40 non identifiée 

AC48 B.subtilis, Bacillus sp. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Isolat Concentration de l’ADN 

(ng/µL) 

A260/A280 A260/A230 

AC1 17.5 ± 0.20 1.45 ± 0.1 0.79 ± 0.65 

AC3 6.20 ± 0.50 1.55 ± 0.53 0.63 ±0.35 

AC12 12.2 ± 0.10 1.98 ± 0.20 1.19 ±0.02 

AC22 11.6 ± 0.34 1.51 ± 0.19 0.91 ±0.91 

AC40 4.70 ± 0.32 1.36 ± 0.03 0.55 ±0.50 

AC48 22.8 ± 0.18 1.45 ± 0.17 0.71 ±0.33 
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Tableau 21. Caractéristiques biochimiques de la souche AC1 et de ses espèces les plus 

proches. 

Caractéristiques AC1 B. cereus 

(Logan et De 

Vos, 2015)  

B. albus (Liu 

et al., 2017) 

 

B. 

paranthracis 

(Liu et al., 

2017) 

B. tropicus  

(Liu et al., 

2017) 

 

Gram + + + + + 

Oxidase + - + + + 

Catalase  + + + + + 

ONPG - - - - - 

LDC - - - - - 

ODC - - - - - 

ADH - d + + + 

Utilisation du Citrate  + + + + + 

Production d’H2S  - - - - - 

Production d’indole  - - - - - 

Voges Proskaur (VP) + + + + + 

Rouge de méthyle (RM)  + -    

Glucose  - + - - - 

Arabinose  - - - - - 

Melibiose  - - - - - 

Saccharose  - d - - - 

Rhamnose  - - - - - 

Mannitol  - - - - - 

Inositol  - - - - - 

Sorbitol  - - - - - 

Amygdaline - - - - - 

Uréase - d - - - 

Nitrate Réductase  nd d    

TDA (Tryptophane 

DésAminase) 

+ - - - - 

Hydrolyse de l’amidon  + + + nd + 

Hydrolyse de CMC  + nd nd nd + 

Hydrolyse de la pectine  + nd nd nd nd 

Hydrolyse du xylane  - nd nd nd nd 

Hydrolyse de la caséine  - + + + + 

Hydrolyse de la gélatiné  + + + + + 

Hydrolyse de l’huile 

d’olive  

+ nd nd nd nd 

Hydrolyse de Tween 80 + - nd nd nd 

Hydrolyse de Tween 20 - nd nd nd nd 

+: positive ; - : négative ; d: des souches différentes donnent des réactions différentes ; nd: non déterminé. 

 



Annexe III                                           Résultats des caractérisations biochimique et moléculaire                                                                                                                                                                                                                                                                            

 

XII 

 

Tableau 22. Caractéristiques biochimiques de la souche AC3 et de ses espèces les plus 

proches. 

Caractéristiques AC3 B. subtilis  

(Logan et De Vos, 

2015) 

B. mojavensis  

(Logan et De Vos, 

2015)   

B. safensis 

(Satomi et al., 

2006)  

Gram + + + + 

Oxidase + d + + 

Catalase  + + + + 

ONPG - + nd + 

LDC - - - - 

ODC - - - - 

ADH - - - - 

Utilisation du Citrate  - + + + 

Production d’H2S  - nd - - 

Production d’indole  - - - - 

Voges Proskaur (VP) + + + + 

Rouge de méthyle (RM)  - - nd nd 

Glucose  - + + + 

Arabinose  - - + - 

Melibiose  - d - - 

Saccharose  - + + + 

Rhamnose  - - + - 

Mannitol  - + + + 

Inositol  - nd nd + 

Sorbitol  - + + - 

Amygdaline - + nd + 

Uréase - - - - 

Nitrate Réductase  + + + - 

TDA (Tryptophane 

DésAminase) 

+ nd nd - 

Hydrolyse de l’amidon  + + + - 

Hydrolyse de CMC  + nd nd nd 

Hydrolyse de la pectine  + + nd nd 

Hydrolyse du xylane  - nd nd nd 

Hydrolyse de la caséine  + + + v 

Hydrolyse de la gélatiné  + + + + 

Hydrolyse de l’huile 

d’olive  

- nd nd nd 

Hydrolyse de Tween 80 - nd - nd 

Hydrolyse de Tween 20 - nd nd nd 

+: positive ; - : négative ; d: des souches différentes donnent des réactions différentes ; nd: non déterminé. 
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Tableau 23. Caractéristiques biochimiques de la souche AC22 et de ses espèces les plus 

proches. 

Caractéristiques AC22 B. subtilis 

(Logan et De 

Vos, 2015) 

B. mojavensis 

(Logan et De 

Vos, 2015) 

B. halotolerans 

(Song et al., 

2017) 

B. 

xiamenensis 

(Lai et al., 

2013) 

Gram + + + + + 

Oxidase + d + + + 

Catalase  + + + + + 

ONPG + + nd + + 

LDC + - - nd nd 

ODC - - - - nd 

ADH - - - - - 

Utilisation du Citrate  - + + - nd 

Production d’H2S  -  - - nd 

Production d’indole  - - - - - 

Voges Proskaur (VP) - + + + nd 

Rouge de méthyle (RM)  - + + + - 

Glucose  + - + - nd 

Arabinose  - d - - nd 

Melibiose  + + + + nd 

Saccharose  - - + - + 

Rhamnose  + + + - + 

Mannitol  -   + nd 

Inositol  - + + - + 

Sorbitol  + +  + nd 

Amygdaline - - - - - 

Uréase nd + + + - 

Nitrate Réductase  + nd nd nd nd 

TDA (Tryptophane 

DésAminase) 

+ + + + - 

Hydrolyse de l’amidon  + nd nd nd nd 

Hydrolyse de CMC  + + nd nd nd 

Hydrolyse de la pectine  - nd nd nd nd 

Hydrolyse du xylane  + + + + nd 

Hydrolyse de la caséine  + + + - + 

Hydrolyse de la gélatiné  + nd nd nd nd 

Hydrolyse de l’huile 

d’olive  

- nd - nd nd 

Hydrolyse de Tween 80 - nd nd nd nd 

Hydrolyse de Tween 20      

+: positive ; - : négative ; d: des souches différentes donnent des réactions différentes ; nd: non déterminé. 
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Tableau 24. Indice enzymatique des isolats d’intérêt sur gélose à base d’amidon. 

 

 

 

 

 

 

Isolat Diamètre de la colonie 

(mm) 

Diamètre de l’halo 

(mm) 

Indice enzymatique  

AC1 10 17 1.70 

AC3 6 10 1.67 

AC12 6 13 2.17 

AC22 10 18 1.80 

AC40 6 11 1.83 

AC48 9 15 1.67 
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Résumés 

 

 ملخص

قد حظيت  ية المالحةغذالأالمعزولة من المحبة للملوحة خاصة منها البكتيريا  من طرفخارج الخلية ماهة المفرزة إن إنزيمات الإ

لحيوية ولوجيا اتطبيقات التكن البحث عن مميزات و. الهدف الرئيسي من هذه الأطروحة هو السنوات الأخيرةباهتمام كبير في 

ن ممعزولة لا، Bacillus flexus AC12قلوية ،  محبة الملوحة ومتحملة الكتيريا من طرف البخارج الخلية للأميلاز المنتج 

نفة على أنها العينات آمنة و مصكانت استنادا على خصائص الجودة (. Engraulis encrasicolus) ة المملحة تقليديا الأنشوج

لأسماك. االبرميل على خصائص جودة نفس الذي يصف تأثير عمق  نوعهمن  التقرير الأوله الدراسة تعتبر . هذشبه ناضجة

 الغذائية، يعتبر النشمن حيث المتطلبات ا مرة. 12.86بمقدار  زيادتهاعملية إنتاج الإنزيم أدى إلى  لتحسين OVATطريقة استخدام

 ميزاتمت دراسة التكلفة. كشفمنخفضة  (Ca(NO₃)₂)أفضل مصدر للكربون، ويفضل استخدام أشكال النيتروجين غير العضوي

رجة تحمله ا و دحراري ذو خصائص مثيرة للاهتمام حيث كان مستقراكيلو دالتون  85بوزن جزيئي  أميلازالإنزيم عن وجود 

 إنتاجه دة.ائج واعتطبيقات الإنزيم في تصفية عصير التفاح وتركيب المنظفات نت أظهرت. لوسط قلوي و تركيز ملحي عالي معتبرة

 ظهرأ ة التكلفةمنخفض كأوساطالزراعية النفايات  نفايات المطبخ و باستعمال التخمير المغمور و في وسط صلب بطريقتي التخمير

 نفايات المطبخ. باستخدام في وسط صلب التخميرفعالية طريقة 
 زلا، الأميBacillus flexus AC12، قلويةمحبة الملوحة ومتحملة الالأنشوجة الناضجة المملحة، تأثير العمق،  :الكلمات المفتاح

 ، الإنتاج. دراسة مميزاتخارج الخلية ،  المفرز

Résumé 

Les hydrolases extracellulaires produites par des bactéries halophiles isolées d’écosystèmes 

alimentaires salés ont reçu beaucoup d’attention ces dernières années. L’objectif principal de cette 

thèse est la caractérisation et la mise en évidence d’applications biotechnologiques d’une amylase 

extracellulaire produite par une bactérie halo-alcalitolérante, Bacillus flexus AC12, isolée d’anchois 

salés-mûrs traditionnels (Engraulis encrasicolus). En termes d’attributs de qualité, les échantillons 

étaient sans risque sanitaire et classés comme semi-mûrs. Il s’agit du premier rapport décrivant 

l’effet de profondeur du même tonneau sur les caractéristiques de qualité du poisson. L’utilisation 

de l’approche OVAT pour optimiser le processus de production enzymatique a permis de multiplier 

la production par 12.86. En termes d’exigences nutritionnelles, l’amidon est la meilleure source de 

carbone, et les formes d'azote inorganique à faible coût (Ca(NO₃)₂) sont préférées. La 

caractérisation de l’enzyme a révélé une amylase avec un poids moléculaire de 85 kDa et des 

stabilités thermiques, de pH et de concentration en sel intrigantes ; elle était thermostable, 

alcalitolérante et hautement stable au sel. Les applications de l’enzyme dans la clarification du jus 

de pomme et la formulation de détergents donnent des résultats prometteurs. Sa production sous 

fermentations en milieu solide et submergée en utilisant des déchets de cuisine et agricoles comme 

milieux à faible coût démontre l’efficacité de la méthode de fermentation en milieu solide avec les 

déchets de cuisine. 

Mots-clés: Anchois salé-mûr, effet de profondeur, halo-alcalitolérant, Bacillus flexus AC12, 

amylase extracellulaire, caractérisation, production. 

Abstract 

Extracellular hydrolases produced by halophilic bacteria isolated from salty food ecosystems have 

received a lot of attention in recent years. The primary goal of this thesis is the characterization and 

highlighting of biotechnological applications of an extracellular amylase produced by a halo-

alkalitolerant bacterium, Bacillus flexus AC12, isolated from traditional salted-ripened anchovies 

(Engraulis encrasicolus). In terms of quality attributes, samples were safe and rated as semi-

ripened. This is the first report describing the depth effect of the same barrel on fish quality 

characteristics. The OVAT approach use to optimize the enzymatic production process, resulting in 

a 12.86-fold increase. In terms of nutritional requirements, starch is the best carbon source, and 

low-cost inorganic nitrogen forms (Ca(NO₃)₂) are preferred. Enzyme characterization revealed an 

amylase with an 85 kDa molecular weight and intriguing thermal, pH, and salt concentration 

stabilities; it was thermostable, alkalitolerant, and highly salt stable. Enzyme applications in apple 

juice clarification and detergent formulations yield promising results. Its production in solid state 

and submerged fermentations using kitchen and agricultural wastes as low-cost media demonstrates 

the solid state fermentation method’s efficiency with kitchen wastes.  

Keywords: Salted-ripened anchovy, depth effect, halo-alkalitolerant, Bacillus flexus AC12, 

extracellular amylase, characterization, production. 
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