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Résumé

Résumé

Compte tenu du co(t élevé de la production d'enzymes tels que la lipase a partir de substrats
commerciaux, plusieurs études visent a optimiser leur production par des microorganismes
capables de les sécréter en grande quantité, en utilisant des déchets naturels alternatifs comme
substrat. Ces enzymes de type triacylglycérolacyl-hydrolases ont le potentiel de dégrader les
triglycérides en Glycérol et acides gras, ce qui leur confére un grand potentiel
biotechnologique dans plusieurs domaines. L’isolement des microorganismes lipolytiques a
été initialement réalisé sur deux milieux gélosés ou I'huile d'olive et le Tween 80 ont été
utilisés comme seules sources de carbone. 14 isolats ont été révélés aprés 48 h d’incubation.
Le potentiel lipolytique de ces isolats a été eévalué sur un milieu gélosé sélectif contenant
I’huile d’olive comme seule source de carbone et le rouge de phénol comme indicateur.
L’apparition d’un halo clair jaune autour de 7 colonies aprés 48 heures d’incubation a 30°C, a
confirmé la présence d’une activité lipolytique. La culture liquide des isolats S1 et S2 sur ces
mémes substrats a montré une production maximale de biomasse pour l'isolat S1 avec une
densité optique (DO) de 1.6 sur huile d'olive et de 1 pour I'isolat S2 sur Tween 80. Elle a aussi
montré que la production maximale de protéines (0.5 mg/mL) a été obtenue par 1’isolat S1 sur
I’huile d’olive comme substrat. Le dosage de l'activité lipolytique par la méthode
spectrophotométrique a aussi révélé que les activités lipolytiqgues maximales des deux isolats
sont trés proches avec des valeurs de 6.16 U/min/mL pour I’isolat S1 et 6.8 U/min/mL pour
I’isolat S2 sur huile d’olive. L'identification de I'isolat S1 par examen macro et
microscopiques et par des tests biochimiques tel que la catalase et la galerie APl 50 CH a
indiqué que I’isolat appartient au genre Bacillus cereus. L'hydrolyse des triglycérides par la
lipase de la souche de Bacillus cereus a été étudiée dans une fermentation submergée en
présence de I'huile de tournesol usagée comme substrat lipidique alternatif. Le suivi de la
croissance bactérienne a montré une production maximale de biomasse aprés 72 heures
d'incubation avec une DO de 1.2. La production maximale de protéines totales a été évaluée
apres 72 heures d'incubation, atteignant 0.4 mg/mL. L'extrait enzymatique a révélé une activité
lipasique maximale de 7 U/min/mL. La purification partielle de la lipase produite a été réalisée
par précipitation des protéines en utilisant le sulfate d’ammonium et la technique de Salting
out. Apres dialyse de I’échantillon, le dosage enzymatique a montré que la meilleure activité
lipolytique a été obtenue & un pourcentage de saturation compris entre 70 et 90% a 5.48
U/min/mL. Le test d’application a démontré une disparition compléte de la tache de la matiére
grasse par |’extrait enzymatique. Ces résultats confirment le grand potentiel de la souche de
Bacillus cereus 2 a produire des lipases dégradant plusieurs lipides. Ils démontrent également
le potentiel détergent de I’extrait enzymatique obtenu dans cette étude.

Mots clés : Lipase, Microorganisme lipolytiques, Bacillus cereus, Fermentation, Acide gras.



Abstract

Abstract

Given the high cost of producing enzymes such as lipase from commercial substrates,
several studies aim to optimize their production by microorganisms capable of secreting
them in large quantities, using alternative natural wastes as substrates. These
triacylglycerolacyl hydrolase enzymes have the potential to degrade triglycerides into
glycerol and fatty acids, giving them great biotechnological potential in a number of fields.
Isolation of lipolytic microorganisms was initially performed on two agar media using olive
oil and Tween 80 as the sole carbon sources. 14 isolates were revealed after 48 h
incubation. The lipolytic potential of these isolates was assessed on a selective agar
medium containing olive oil as the sole carbon source and phenol red as an indicator. The
appearance of a clear yellow halo around 7 colonies after 48 h incubation at 30°C
confirmed the presence of lipolytic activity. Liquid culture of isolates S1 and S2 on these
same substrates showed maximum biomass production for isolate S1 with an optical
density (OD) of 1.6 on olive oil and 1 for isolate S2 on Tween 80. It also showed that
maximum protein production (0.5 mg/mL) was obtained by isolate S1 on olive oil as
substrate. Spectrophotometric determination of lipolytic activity also revealed that the
maximum lipolytic activities of the two isolates were very close, with values of 6.16
U/min/mL for isolate S1 and 6.8 U/min/mL for isolate S2 on olive oil. Identification of
isolate S1 by macro and microscopic examination and biochemical tests such as catalase
and APl 50 CH gallery indicated that the isolate belongs to the Bacillus cereus genus.
Triglyceride hydrolysis by lipase from the Bacillus cereus strain was studied in a
submerged fermentation in the presence of used sunflower oil as an alternative lipid
substrate. Bacterial growth monitoring showed maximum biomass production after 72
hours incubation at an OD of 1.2. Maximum total protein production was assessed after 72
hours incubation, reaching 0.4 mg/mL. The enzymatic extract revealed a maximum lipase
activity of 7 U/min/mL. Partial purification of the lipase produced was achieved by protein
precipitation using ammonium sulfate and the Salting out technique. After dialysis of the
sample, enzymatic assay showed that the best lipolytic activity was obtained at a saturation
percentage between 70 and 90% at 5.48 U/min/mL. The application test demonstrated
complete disappearance of the fat stain by the enzymatic extract. These results confirm the
great potential of the Bacillus cereus 2 strain to produce lipases that degrade several lipids.
They also demonstrate the detergent potential of the enzyme extract obtained in this study.

Key words : Lipase, Lipolytic microorganism, Bacillus cereus, Fermentation, Fatty acid.
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Introduction

Introduction

Au cours des derniéres années, la conversion de la matiére lipidique (triglycérides) par les lipases
bactériennes a suscité un grand intérét dans les recherches a travers le monde. Les lipases sont
des biocatalyseurs essentiels a I'industrie, notamment les lipases microbiennes. Ainsi, le criblage,
la production et la purification d'enzymes lipases a partir de souches microbiennes sont des
procédés en constante évolution pour répondre aux besoins croissants des industries (Bharathi et
Rajalakshmi 2019). Ces recherches ont connu des avancées significatives, impactant I'ensemble

des secteurs et domaines industriels, ce qui en fait une solution prometteuse pour l'avenir.

Chaque année, l'industrie alimentaire, les abattoirs, l'industrie de transformation des huiles
alimentaires et I'industrie des produits laitiers produisent des quantités considérables de déchets
riches en lipides. Dans les pays méditerranéens, I'importance des moulins a huile d'olive est un
fait bien établi ; Dans I'ensemble des déchets riches en lipides provenant de ces sources, les
lipides ne sont pas présents seuls, mais constituent généralement I'un des composants principaux
et I'un des eléments les plus problématiques (Cirne et al; 2007). Malheureusement, ces quantités
illimitées de déchets lipidiques produites chaque année ont un impact négatif sur la vie des étres
humains et des animaux, et causent de nombreuses maladies en raison de la pollution
environnementale qu’elles engendrent. Cependant, les lipides ont une grande valeur lorsqu’ils
sont exploités de maniére appropriée. Ces résidus offrent un potentiel de valorisation a travers
diverses applications finales, telles que la production de Savons ou d'énergie par digestion
anaérobie, craquage thermique et plus récemment, la production de biodiesel, un carburant

pouvant étre utilisé comme substitut du diesel minéral pour les moteurs (Felizardo et al; 2006).

Dans le contexte actuel, la valorisation de la biomasse triglycérique pour la production d'enzyme
lipase suscite un intérét croissant de la part des chercheurs et des industriels. Cette démarche vise
a convertir les résidus lipidiques et les déchets gras en produits bio a haute valeur ajoutée, tout en

générant des bénéfices économiques et environnementaux.

La conversion de la biomasse triglycérique sappuyait principalement sur des procédés
chimiques, mais ceux-ci sont devenus peu rentables en raison du codlt élevé des réactifs
chimiques utilisés et des résidus chimiques générés par ces procédés. Ainsi, les méthodes
enzymatiques se sont imposees comme une alternative compeétitive aux methodes chimiques,

offrant une solution biologique a faible colt, a rendement elevé et opérant dans des conditions
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moins séveres. Les lipases (triacylglycérol acylhydrolases EC 3.1.1.3) sont une classe
d'hydrolases qui catalysent I'hydrolyse des triglycérides en glycérol et en acides gras libres sur
une interface huile-eau (Treichel et al; 2010). Ces lipides représentent un atout majeur dans le
secteur de la biotechnologie, offrant des applications diversifiées. Ils sont utilisés dans la
production de biodiesel, de détergents, ainsi que dans l'industrie alimentaire, notamment les
produits laitiers. Ils sont également utilisés dans l'industrie pharmaceutique. Dans ce contexte, le
présent projet a pour objectif de maximiser la production de I'enzyme lipase par la sélection
d'une souche bactérienne spécifique et I'évaluation de sa capacité de production. En outre, il vise
a stimuler sa synthése a l'aide d'une biomasse non traitée, afin d'atteindre un rendement rentable

a I'échelle industrielle.

Ce mémoire est structuré en trois chapitres. Dans le cadre du premier chapitre, une analyse
exhaustive de la littérature scientifique a été conduite, structurée en trois sections. La premiére
partie offre un panorama complet de la biomasse lipidique, tandis que la deuxiéme se focalise sur
I'enzyme lipase. La troisieme partie aborde les applications biotechnologiques majeures de la

lipase bactérienne.

Le deuxieme chapitre détaille les méthodes expérimentales employées pour la sélection de la
souche Bacillus cereus 2, en mettant en ceuvre diverses techniques d'identification. Dans un
second temps, il présente la production de I'enzyme lipase par fermentation en milieu submergé.
Cette production est réalisée a partir de différentes biomasses. L'objectif est d'évaluer la capacité

de production de I'enzyme.

Le troisieme chapitre présente les résultats numériques et expérimentaux obtenus au cours de

cette étude, suivi d’une conclusion qui résume les principales étapes ayant marque ce travail.
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1. Généralités sur les lipides
1.1. Définitions

Dans le secteur de I'énergie, les lipides sont des composés chimiques essentiels qui remplissent
de multiples fonctions vitales dans divers processus (Muro et al; 2014) ; lls sont présents dans de
nombreux produits et jouent un réle crucial dans la structure des membranes cellulaires ; Ils
jouent un rdle crucial dans le stockage de I'énergie et la régulation des voies de signalisation
(Fahy et al; 2011).

Les lipides sont des composés chimiques qui se caractérisent par leur structure a base de carbone
et d'hydrogéne. En outre, ils peuvent également contenir des éléments tels que I'oxygene, l'azote,
le soufre et le phosphore, ce qui leur confére des propriétés supplémentaires (2.3 2021) ; 1l s'agit
de composés organiques caractérises par des propriétés chimiques spécifiques, présents dans une
large gamme de molécules telles que les acides gras, les phospholipides, les stérols, les
sphingolipides, les terpénes, etc. Il est important de noter que les lipides sont un groupe de

molécules trés hétérogenes, tant sur le plan structurel que fonctionnel (Fahy et al; 2011).

Ils peuvent étre classés, selon leur squelette fonctionnel chimique, en polykétides, acylglycérols,

sphingolipides, prénols ou Saccharolipides (Otieno et Mwongela 2008) ; Les lipides sont des
esters formés par l'union d'un alcool avec un ou plusieurs acides gras. Il s'agit de molécules
organiques insolubles dans I'eau, telles que le benzéne, le chloroforme ou I'éther (Zennouhi s. d.).
Ces molécules sont classées en deux catégories principales en fonction de leur solubilité : les
hydrophobes, qui ne se dissolvent pas dans I'eau, et les hydrophiles, qui se dissolvent facilement
dans des solvants organiques apolaires tels que le chloroforme, les éthers ou les alcools.
Cependant, la définition de la solubilité peut s'avérer trompeuse, car de nombreux lipides
présentent une solubilité presque équivalente dans I'eau et dans les solvants organiques (Li-
Beisson et al; 2016).

En conséquence, les lipides sont globalement insolubles dans l'eau, ce qui est essentiel pour
comprendre les phénomeénes particuliers associés a leur digestion, leur absorption et leur

transport au niveau cellulaire dans le cadre de leur métabolisme (Rogalska 1995).



Revue bibliographique

1.2. Classification et structure des lipides

Selon les études ; les lipides sont classés en deux catégories ; les lipides simples et les lipides
complexes. Les lipides simples, aussi connus sous le nom de homolipides, sont constitués
exclusivement de carbone, d'hydrogene et d'oxygeéne. Lors de I'hydrolyse, ces lipides générent au
plus deux types de produits, a I'image des acides gras, des stérols et des acylglycérols (les
glyceérides simples) (Christie 1984) et les lipides complexes (ou hétérolipides) qui donnent trois
produits ou plus lors de [I'hydrolyse sont composés, comme les sphingolipides (les

glycérophospholipides et les glycosphingolipides) (Fahy et al; 2005).
1.3. Lipides contaminants I’environnement

Bien que naturelles et indispensables a la vie, les matieres grasses (graisses et huiles, utilisées ou
non) deviennent des polluants environnementaux préoccupants lorsqu'elles sont rejetées en
masse dans les écosystémes. Leur pollution, souvent sous-estimée, a un impact important sur les
milieux aquatiques et terrestres (Sharmin et al; 2015), Principalement issues de déchets
industriels (transformation alimentaire et cosmétiques), les huiles végétales sont largement
utilisées dans la production alimentaire a différents niveaux : Domestique, commerciale et
industrielle... Seuls 2.5 % des huiles de cuisson usagées peuvent étre recyclées. Le reste est
déversé de maniere inappropriée dans les égouts, ce qui peut polluer les ressources en eau et
causer de nombreux problémes dans le fonctionnement des stations d'épuration, entrainant une
perte d'efficacité et une augmentation des codts d'exploitation (Filho et al; 2017); Ou ils sont
rejetés directement dans I'environnement. Dans les riviéres, les lacs et les océans, les lipides
forment une couche imperméable a la surface, empéchant I'échange de gaz entre I'atmospheére et
I'eau. Cette barriere physico-chimique provoque une forte diminution de l'oxygéne dissous,
entrainant l'asphyxie des animaux aquatiques tels que les poissons et les crustacés, et la toxicité
pour les animaux aquatiques (microorganismes) et perturbent la photosynthése des plantes
(Salam et al; 2016). De plus, en se décomposant, ces graisses favorisent la prolifération de
bactéries anaérobies qui générent des toxines et des odeurs désagréables (Yap et al; 2010).La
contamination de l'approvisionnement en eau est plus grave que la contamination du sol (Rafiq et
al; 2015).

Dans le sol, I'accumulation de graisse obstrue les pores du sol, réduisant sa perméabilite, inhibant
I'activité microbienne bénéfique et I'oxydation chimique, entravant la décomposition d'autres
matiéres organiques et appauvrissant ainsi de maniére permanente la fertilité du sol. Cependant,

I'effet des déversements d'hydrocarbures s'est avéré étre relativement de courte

4



Revue bibliographique

durée et augmente quelque peu la capacité de certains organismes a survivre (Tamothran et al;
2022), Par exemple, les produits peétroliers. L'essence et le gazole ont un effet toxique sur la
croissance des plantes et la teneur en azote, et la gravité de I'effet dépend du type, de la dose et
du type de substance utilisée pour minimiser l'effet des dérivés du pétrole (Mirostaw
Wyszkowski et Zidlkowska 2009); Une marée noire est un déversement accidentel de pétrole
brut dans I'environnement qui entraine la contamination de I'environnement par des
hydrocarbures liquides. Ces déversements mettent en péril la santé publique, I'eau potable et les
ressources naturelles et perturbent I'économie. Des contaminants particuliérement dangereux se
trouvent dans les sols municipaux, autour des installations industrielles et dans les zones
d'extraction du pétrole et du gaz naturel (M Wyszkowski et Zi6 2008). Enfin, les graisses sont a
I'origine de dysfonctionnements majeurs dans les stations d'épuration : Elles bouchent les filtres,
obstruent les canalisations et forment d'énormes « bouchons de graisse » dans les égouts,
augmentant les codts d'entretien et les risques sanitaires. Pour réduire cette pollution insidieuse,
le traitement responsable des huiles usagées (en les collectant et en les recyclant sous forme de
biocarburant ou de savon), l'installation de séparateurs de graisses dans l'industrie et la
sensibilisation du public aux bonnes pratiques (comme ne pas jeter I'huile de friture dans I'évier)

sont des solutions nécessaires qui doivent étre généralisées (Anand et Chhibber 2006).

Figure 1. Pollution de la mer par des déchets liquides du pétrole déversé.
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2. Geéneralités sur les lipases

2.1. Définition

Les triacylglycérolacyl-hydrolases, également appelées lipases, sont des enzymes particuliéres en
raison de leur mode d'action et de leur spécificité envers les substrats. Selon le micro-
environnement de I'enzyme, elles peuvent fonctionner comme des hydrolases dans un milieu
aqueux ou comme des catalyseurs pour des réactions de synthese organique. lls sont une classe
d'enzymes qui catalysent I'nydrolyse des triglycérides a longues chaines (Fickers et al; 2008).
Les lipases peuvent étre obtenues a partir de diverses sources, animales, végétales et
microbiologiques. (Hasan et al; 2006). Elles sont (triacylglycérolacyl hydrolase) catalysent les
réactions d'hydrolyse, d'estérification et d'alcoolyse (Chandra et al; 2020). Sont des enzymes
capables de catalyser I'nydrolyse des esters glycéridiques en milieu aqueux et la synthese des
esters en milieu non aqueux. Elles peuvent ainsi catalyser un grand nombre de réactions d’intérét
industriel (Tavares et al; 2018).

2.2 Les enzymes lipolytiques

Il existe actuellement 15 familles de lipases, classées en fonction de leur séquence d'acides
aminés et de leur fonction. Les enzymes lipolytiques constituent un groupe diversifié d'enzymes
hydrolases importantes. Les enzymes lipolytiques sont largement répandues, omniprésentes dans
la nature et présentes dans les trois régnes d'organismes, et remplissent un large éventail de roles
physiologiques, par exemple dans de nombreux tissus, cellules fluides, graines, organes, etc. Ces
enzymes sont métaboliqguement importantes pour la production d'acides gras libres et de
glycérides partiels nécessaires au transport des acides gras a travers les membranes et a la
libération des acides pour I'oxydation et la recombinaison en triglycérides et phospholipides. Les
enzymes lipolydiques se composent de deux groupes principaux : les lipases, qui sont des
acylhydrolases de triacylglycérols, et les phospholipases Al et A2, qui sont des acylhydrolases
de phosphoglycérols. Bien que les phospholipases C et D ne soient pas des acylhydrolases, elles

sont généralement incluses parmi les enzymes lipolytiques.
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2.3. Différence entre lipase et estérase

Les estérases et les lipases hydrolysent toutes deux les liaisons esters, mais les lipases présentent
une activité plus élevée vis-a-vis de I'état agregé de leur substrat, tandis que les estérases
montrent généralement une activité plus marquée envers I'état soluble de leur substrat. (D. B.
Lopes et al; 2011). Comme les estérases montrent une activité maximale envers les solutions
d'esters de vinyle a chaine courte (tels que I'acétate de vinyle, le propionate de vinyle, le butyrate
de vinyle) et de TAG (tels que la triacétine, la tripropionine, la tributyrine), les lipases sont
également actives sur les solutions d'esters de vinyle a chaine courte et de TAG. Cependant,
contrairement aux estérases, les lipases présentent une activité maximale contre les substrats
émulsifiés, et l'activité a mi-maximale est atteinte lorsque les concentrations de substrat

approchent la limite de solubilité des esters. (Chahiniana et sarda 2009).

2.4. Spécificité des lipases

Certaines lipases peuvent hydrolyser tous types de liaisons ester des triglycérides, sans faire de
différence entre leurs positions dans la molécule. D'autres lipases sont spécifiques de la position
de ce lien au sein de la molécule (Figure 2) (Jensen et al; 1983). Ce lien peut étre sur le carbone
1 (snl) du glycerol, sur le carbone sn2 ou sur le carbone sn3. Les lipases peuvent aussi étre
spéecifiques a un acide gras. Certaines lipases ont des propriétés stéréospécifiques (Fickers et al;
2008). Les lipases peuvent en effet distinguer des énantioméres, c'est-a-dire des molécules qui
ont la méme formule chimique mais des propriétés différentes. Cela a été démontré dans la
synthese d'esters aromatiques. Les lipases sont des enzymes qui dégradent les lipides. Elles sont
sélectives pour les classes de lipides, les alcools (positionnels ou régio-), les acides gras, les
énantiomeres (chiralité du résidu acide ou alcool) et les combinaisons de ceux-ci. Elles peuvent
préférer une certaine longueur de la chaine de l'acide gras, un certain type d'insaturation, une
certaine chiralité des groupes et une certaine position des groupes sur le glycérol (Barros et al;
2010).
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Lipases

Position

sni

sn2

sn3

Figure 2. Toutes les positions spécifiques au sein de la molécule de lipase (Fickers et al;
2008).

2.5. Origines de lipase

Les lipases sont largement répandues dans la nature et jouent un réle physiologique important
dans le métabolisme des lipides (Fickers et al; 2008). Elles sont présentes dans les plantes, les
invertébrés et les vertébrés, et produites par de nombreux microorganismes, principalement sous

la forme de protéines extracellulaires (Dab 2023).

Parmi les différentes sources de lipases, les microbes (flore microbienne), qui comprennent les
bactéries, les champignons et les levures, (Pandey et al; 1999) sont les sources les plus
intéressantes en raison de leur énorme potentiel industriel, de la facilité de manipulation de leurs

cultures, de leur disponibilité et de leur évolutivité. (Sarmah et al; 2018).
2.5.1. Lipases végétales

Les lipases sont disponibles dans différentes parties de la plante, telles que les graines ou les
grains, les fruits, les feuilles, etc (Moussavou Mounguengui et al; 2013). Toutefois; la principale
source d'enzymes est constituée par les graines, notamment le ricin, le haricot africain, I'orme, le
tournesol, la noix de physique, le lupin, la graine de lin, la noix de coco, I'amande, la nigelle, le
grain de blé, le riz, le malis, I'avoine, l'orge, le sésame, le sorgho, etc. Les graines ont une activité
lipasique plus élevée que les autres sources car elles contiennent généralement une forte
concentration d'huile (triacylglycérol) et servent donc de source d'énergie pour la croissance de la
plante (D. G. Filho et al; 2019). L'activité de la lipase augmente au cours de la germination car le
triacylglycérol est converti en sucres solubles par la lipase (Sarmah et al; 2018), ainsi que sa

capacité a catalyser I'nydrolyse des
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esters via les réactions d'estérification et de transestérification. Les méthodes de préparation et de
traitement de ces biocatalyseurs peuvent varier en fonction de la nature de la source végétale. Les
lipases vegetales sont généralement utilisées dans la biosynthese sous forme d'extraits végétaux
bruts ou partiellement purifiés, ou sous forme de lipases purifiées obtenues par des méthodes

d'extraction ou de separation spécifiques (Moussavou Mounguengui et al; 2013).
2.5.2. Lipases animales

Les cellules animales synthétisent des lipases qui permettent la digestion des graisses et des
lipides (Sarmah et al; 2018). Ces enzymes sont produites par différents organes tels que le
pancréas, l'iléon et la langue. Cependant, les lipases animales sont plus souvent utilisées dans les
diagnostics cliniques que dans la production commerciale en raison de facteurs complexes tels
que la manipulation des cultures et la séparation des produits (D. G. Filho et al; 2019).
Comparées aux lipases végétales et microbiennes, ces lipases sont beaucoup moins étudiées
(Sarmah et al; 2018). Parmi les différentes lipases animales, la lipase pancréatique a été
largement utilisée et est essentielle dans la digestion du glycate. Elle est utilisée comme outil de
recherche dans les domaines de la chimie des lipides et de la biochimie, car elle catalyse
efficacement I'nydrolyse hautement spécifique des esters d'alcool primaire pour libérer les acides
gras libres (AGL) des positions sn-1 et -3 (Rogalska et al; 1993), Les lipases dérivées du
pancréas de porc ou de I'étoile de mer peuvent étre obtenues comme alternative aux lipases
pancréatiques de porc, qui trouvent leur principale application dans les industries de
transformation alimentaire (D. G. Filho et al; 2019). Les lipases peuvent également étre dérivées
de tissus d'insectes, et de plus en plus d'études portent sur I'exploitation de l'activité lipasique
intestinale pour les agents de biocontrdle (Sarmah et al; 2018); Lipase pancréatique humaine
(HPL) I'une des lipases mammaliennes les plus étudiées, qui contribue a I'hydrolyse de 75 a 80%
des triglycérides alimentaires. Elle est produite par les cellules acidophiles du pancréas exocrine
(Dab 2023).

Chez les mammiferes en général, il existe différents types de lipases qui se rassemblent a divers
stades du tractus gastro-intestinal, y compris dans des tissus spécialisés tels que le pancréas et le
tissu adipeux (Dab 2023). Les lipides sont absorbés dans la lumiere gastro-intestinale et diffusent
dans l'intestin ou la lipase gastrique catalyse I'hydrolyse afin d'obtenir de I'énergie a partir de

différents tissus corporels.
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2.5.3. Lipase microbienne

Les lipases sont omniprésentes dans la nature. Elles sont produites par plusieurs plantes, animaux
et microorganismes. Les lipases d'origine microbienne représentent la classe d'enzymes la plus
largement utilisée dans les applications biotechnologiques et en chimie organique (Treichel et al;
2010). Les lipases (triacylglycérol acylhydrolases ; EC 3.1.1.3) sont une classe d'enzymes
hydrolytiques qui catalysent I'nydrolyse du triacylglycérol insoluble en glycérol, acylglycérols et
acides gras libres (Bharathi et Rajalakshmi 2019). Ils ne nécessitent aucun cofacteur et relevent
de la catégorie des serine hydrolases. La dégradation des liaisons ester a I’interface est catalysée
par les lipases entre une phase de substrat insoluble et une phase aqueuse, ou les enzymes
maintiennent leur activité de liquéfaction dans des conditions naturelles (Figure 3). Issues de
sources microbiennes variées, ces enzymes se distinguent par leur efficacité et leur polyvalence,
ce qui leur confere un large éventail d'applications industrielles, notamment dans la fabrication

de molécules modifiées (Chandra et al; 2020).

a
i Lipase RiCOOHN on
— 0-COR; + 30 pase " E

R: COOH oH
T~0-COR, .
RsCOOH OH

Fatty acid Glycerol

Substrate

‘Water- oil interface

COOH
Hydrophobic patch

Serine

Glycosylated area

NH;

Figure 3. L'hydrolyse du triglycéride le transforme en glycérol et en acide gras. b
Representation d'une molécule de lipase avec ses caractéristiques (Chandra et al; 2020).
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3. Microorganismes producteurs de lipases

Les lipases sont produites par les animaux, les plantes et les microorganismes. Elles se sont vues
attribuer une attention particuliére de la part de l'industrie en raison de leur stabilité, de leur
sélectivité et de leur large spécificité de substrat de nombreux microorganismes sont connus pour
produire naturellement des lipases, y compris les bactéries, les levures et les champignons
(Treichel et al; 2010). Elles sont supérieures aux lipases d’origine végétale ou animale en termes
d’activité, de stabilité, de facilité de purification, de modifications moléculaires, et de production
continue indépendante des saisons (Zhao et al; 2021). Les lipases microbiennes, en tant
gu'enzymes biologiques polyvalentes, présentent un intérét considérable pour diverses
applications dans les processus biologiques et industriels, notamment dans les secteurs de
I'alimentation et des boissons, du cuir, des détergents, des cosmétiques, des textiles, des produits
agrochimiques, de I'industrie pharmaceutique et du traitement des déchets (Pham et al; 2021).
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Figure 4. Analyse du marché de la lipase microbienne.
3.1. Bactéries lipolytiques

Les lipases sont des enzymes lipolytiques vitales produites par de nombreux micro-organismes,
des procaryotes aux eucaryotes (Riseh et al; 2024). Les lipases microbiennes (bactériennes) sont

de plus en plus précieuses et préférables en raison de la diversité des

11



Revue bibliographique

substrats utilisés, d'un rendement éleve, d'une plus grande stabilité, d'un temps de génération plus
court, de manipulations génétiques simples et de colts de production moindres. Par exemple, les
enzymes lipolytiques sécrétées par les membres du genre Bacillus présentent un intérét pour la
biotechnologie (Pham et al; 2021). Sont presents dans différents habitats, notamment dans les
sols et les graines contaminés par le pétrole. Les déchets industriels, les usines d'huile végétale,
etc (Fashogbon et al; 2021).

3.2. Propriétés structurales des lipases microbiennes

Les lipases microbiennes décrites jusqu’a présent partagent 1’architecture structurale de la
famille des o/ hydrolases, en dépit de leurs différences de taille (20-60 kDa). Cette topologie
commune se compose au moins de 5 feuillets B paralléles connectés et emballés par des hélices a
(Holmquist 2000). Le site actif possede une séquence de résidus Ser-His-Asp. Ces lipases ont
une spécificité pour I'hydrolyse des acides gras avec des doubles liaisons cis-insaturées (Mala et
Takeuchi 2008). Elle comprend une triade catalytique formée de ; la sérine 105, qui agit comme
nucléophile lors de la formation du premier intermédiaire tétraédrique, I'histidine 224, l'acide
aspartique 187, qui stabilise cet intermédiaire ; A titre d'exemple, la lipase B de Candida
antarctica, une protéine de 33 kDa composée de 317 acides aminés, se distingue, comme c'est le
cas pour les estérases, par la présence d'une structure o/f (Figure 5) (Rouillard 2012). Elle
possedent de nombreuses caractéristiques catalytiques, telles que l'alcoolyse, la
transestérification, la décarboxylation et l'aminolyse Leur mécanisme d'action catalyse

I'nydrolyse de différents substrats lipidiques (Riseh et al; 2024).

Feuillet

Figure 5. Structure tridimensionnelle de lipase B de Candida antarctica (Rouillard 2012).
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3.3. Mécanisme enzymatique d’hydrolyse

Les lipases, comme les estérases, sont des catalyseurs essentiels pour I'hydrolyse et la
transestérification des groupes esters. Cependant, alors que les estérases agissent sur des
substrats solubles, les lipases catalysent des réactions sur des substrats insolubles dans I'eau. La
présence d'une interface eau/lipide est une condition préalable habituelle pour une catalyse
efficace (Cygler et Schrag 1999). Cette réaction se fait essentiellement grace au site actif de
I'enzyme, car le site actif des lipases est généralement recouvert d'une boucle peptidique formeée
par une hélice a amphiphile d'une quinzaine d'acides aminés qui agit comme un volet (Figure 6).
Lorsque cette hélice a recouvre le site actif, I'enzyme est dans sa forme fermée ou inactive. Dans
cette configuration, la face hydrophobe de I’hélice amphiphile interagit avec des résidus
hydrophobes entourant le site actif, tandis que sa face hydrophile interagit avec des molécules
d'eau. Par conséquent, le substrat ne peut pas interagir avec la triade catalytique. Dans la forme
active ou ouverte de I'enzyme, suite au mécanisme d'activation interraciale, il y a un déplacement
de I'nélice alpha constituant le volet. La face hydrophobe de I'hélice, auparavant orientée vers
I'intérieur du site actif, se retrouve exposée au solvant, créant ainsi une surface hydrophobe qui

interagit avec l'interface eau/corps gras (Fickers et al; 2008).
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Figure 6. Schéma du repliement o/p. Les fléches représentent les feuillets 3 et les rectangles
les hélices a. Le rectangle noir représente le volet amphiphile (Fickers, et al; 2008).
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3.4. Caractéristiques des bactéries lipolytiques

Les bactéries productrices de lipase se caractérisent par leur fermentation en milieu submergé
est directement liée a des facteurs nutritionnels et physico-chimiques tels que les sources de
carbone et d’azote, la température, le pH, ainsi que la présence d’inducteurs enzymatiques
comme les huiles végetales (Furini et al; 2018). Le choix des bactéries comme source de
production de lipase est considéré comme le plus pertinent en raison de leur caractéristique
comme la rapidité du processus, sa facilité de manipulation, ses codts de production relativement
faibles, et la capacité du contrble de la fermentation, ce qui permet de produire des enzymes en
grandes quantités et avec une activité élevée. Les bactéries lipolytiques ayant la capacité de
décomposer les lipides peuvent potentiellement étre utilisées comme sources pour la
production des lipases. On les trouve généralement dans divers habitats, tels que les déchets
domestiques, contiennent des lipides. Les sols contaminés par des hydrocarbures (Purkan et al;
2020).

4. Applications biotechnologiques des lipases

Les lipases d'origine bactérienne sont largement reconnues comme l'une des classes d'enzymes
les plus importantes et les plus prometteuses pour l'industrie. Cet engouement s’explique
notamment par leurs propriétés catalytiques particulieres et par la relative simplicité des procédés
nécessaires a leur production. La majorité de ces enzymes présentent une bonne stabilité dans
divers solvants organiques et n‘ont pas besoin de cofacteurs pour étre actives. Elles peuvent étre
employées aussi bien comme hydrolases que comme catalyseurs en synthése organique. Les
lipases microbiennes se distinguent par une large spécificité vis-a-vis des substrats ainsi qu’une
énantiosélectivité remarquable. Leurs champs d'application sont donc nombreux et variés
(Fickers et al; 2008). L'intérét récent pour la production de lipases est associé a leurs applications
en tant qu'additifs dans l'alimentation (modification des ardmes), dans les produits chimiques fins
(synthese d'esters), dans les détergents (hydrolyse des graisses), dans le traitement des eaux usées
(déecomposition et élimination des substances huileuses), dans les cosmétiques (élimination des
lipides), dans les produits pharmaceutiques (digestion des huiles et des graisses alimentaires),
dans le traitement du cuir (élimination des lipides des peaux animales) et dans les analyses
biomédicales (triglycérides sanguins). De plus, les lipases ont une application importante dans le

domaine
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de la bioénergie, en particulier dans la production de biodiesel, qui est un secteur en expansion

en raison de la demande mondiale croissante pour l'utilisation des énergies renouvelables (Salihu

et al; 2012).
Detergent
. — .

Biofuel M-lcroblal .Textule
lipases industry
Cosmetics

Paper and Pulp
industry

Figure 7. Application des lipases microbiennes dans différents secteurs industriels
(Szymczak et al; 2021).

4.1. Production des détergents

Les produits de nettoyage sur le marché international sont composés d’un mélange de plusieurs
substances actives, dont la nature varie selon 1’usage du produit. Les détergents contiennent
principalement des agents tensioactifs, des agents de construction, des inhibiteurs de corrosion,
des agents azurants optiques, des régulateurs de mousse, des agents de blanchiment et des
enzymes, ainsi que d’autres additifs mineurs (Girkok 2019). Les enzymes compatibles avec les
détergents sont la nouvelle tendance suivie par la plupart des acteurs de l'industrie des détergents.
Les cellulases, les lipases, les protéases et les amylases font partie des enzymes fréquemment
utilisees dans les détergents (Inan Bektas et al; 2023). Les lipases sont des ingrédients clés des
détergents, tels que les lessives et les lave-vaisselle, ou elles jouent un réle essentiel dans
I'élimination des résidus graisseux et le débouchage des canalisations. Les détergents contenant

des lipases offrent un pouvoir nettoyant considérablement accru (Hasan et al; 2010).
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4.2. Production de biodiésel

Bien que les combustibles fossiles soient une source d'énergie majeure pour I'humanité depuis
plusieurs siecles, leur exploration et leur utilisation entrainent plusieurs problemes
environnementaux. Par ailleurs, il est important de noter que les combustibles fossiles ne sont ni
renouvelables ni durables. Il est donc essentiel de rechercher des alternatives renouvelables qui
soient durables et respectueuses de l'environnement. Le biodiesel, est un biocarburant
renouvelable et durable utilisé pour faire fonctionner les moteurs diesel. Sa production se fait
(Chioke et al; 2018). Le biodiesel, un mélange d'esters monoalkyles d'acides gras, a suscité
I'intérét du monde entier en tant que source de carburant renouvelable (Haq et al; 2020). L'un des
facteurs qui influencent I'efficacité de la production de biodiesel est le choix du type de
catalyseur utilisé pour la transestérification. La lipase est I'un des catalyseurs pouvant étre
utilisés pour la production de biodiesel .La lipase production de biodiesel a pour fonction de
convertir les triglycérides en esters méthyliques (éthyliques) par le biais d'un processus de
réaction de transestérification (alcoolyse).L'exploration des bactéries lipolytiques présente des
difficultés pour fournir la lipase comme catalyseur dans la production de biodiesel (Purkan et al;
2020).

4.3. Production d’aliment

Les lipases, ou triacylglycérol hydrolases, sont un groupe important d’enzymes ayant une grande
importance biotechnologique. Elles trouvent de nombreuses applications dans les industries
alimentaires, laitiere (Gupta et al; 2004). La lipase catalyse I’hydrolyse des graisses présentes
dans le lait et intervient dans la fabrication d’aliments cuits, de vins, d’émulsifiants et de
compléments alimentaires. Elle joue également un réle important dans 1’amélioration des ardmes
des fromages, des crémes et d’autres produits laitiers ; L’utiliSation d’une enzyme encapsulée
contenant de la lipase associée a une protéase permet de produire un fromage riche en Saveur,

Sans arriére-goQt amer (Szymczak et al ; 2021).
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Matériel et méthode

1. Isolement, purification et criblage des microorganismes lipolytiques a partir

des coproduits oléicoles

1.1 Biotopes

Des échantillons ont été soigneusement sélectionnés pour l'isolement des microorganismes
lipolytiques. Ces échantillons ont été préleves sur des sites ou la présence de substances
lipidiques est une caractéristique notable et persistante. Notre analyse s'est concentrée sur des
échantillons représentatifs, tels que des déchets solides issus de I'extraction de I'huile d'olive, la
margine (un sous-produit liquide généré lors de I’extraction de 1’huile d’olive), ainsi que le sol
des champs d’oliviers (Figure 8). L'échantillon de grignons d’olives et la margine ont été
prélevés dans I'huilerie Essafa et EI Marwa, située dans la région d'El M'sif, wilaya de Jijel.
L'échantillon de sol a été collecté dans une exploitation agricole située au centre de la commune

de Hamma Bouziane (Figure 8).

Figure 8. Localisation des sites d’échantillonnage. a : I'huilerie Essafa et EI Marwa.
b : Prélevement de la margine. ¢ : Grignons d’olive (déchet solide) d : Champ d’olivie
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1.2. Prélévement et présentation des échantillons

Les échantillons ont été soigneusement et aseptiquement collectés dans des tubes steriles a l'aide
d'une spatule stérile. Des trous d'environ 10 centimétres de profondeur ont été percés pour
obtenir les deux échantillons. L'eau a ensuite été prélevée directement dans la machine, et enfin
chaque boite a été soigneusement étiquetée pour assurer une tracabilité précise. Le transport et le
stockage sont ensuite effectués a domicile dans un réfrigérateur a une température de 4 °C
jusqu'a l'utilisation en laboratoire. Les différentes photos des échantillons sont représentées au

niveau de la Figure 9.

Figure 9. Différents échantillons collectés.

1.3. Préparation des dilutions

Des dilutions décimales sont réalisées par la préparation d’une solution d'eau physiologique en
pesant 0.9 g de NaCl et en le dissolvant dans 100 mL d'eau distillée. Les dilutions décimales sont
préparées par 1’ajout successif de 1 mL de la solution initiale a 9 mL d'eau physiologique stérile.
La préparation des solutions meres est réalisée par le dép6t de 1 g de chaque échantillon dans un
tube contenant 9 mL d'eau physiologique stérile. Une vortexation d’une minute est ensuite

réalisée afin de détacher et libérer les microorganismes du sol et avoir une suspension homogéne.
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1.4. Isolement de microorganismes lipolytiques

L’ensemencement a été réalisé sur deux milieux préparés en fonction des besoins nutritifs des
microorganismes lipolytiques. Le premier milieu était YPD ou le dextrose a été remplacé par 10
mL d’huile d’olive comme seule source de carbone (Annexe 2). Dans le second milieu, le
dextrose a été remplacé par 10 mL de Tween 80 (Annexe 3). Une fois les milieux préparés, ils
ont été versés sur des boites de Pétri. A ’aide d’une micropipette, 0.1 mL de chaque dilution a
été ajouté sur la surface des milieux d’isolement. La solution a été distribuée a I'aide d'un rateau

sur chaque boite. Les boites de Pétri ont ensuite été incubées a 30°C pendant 48 heures.
1.5. Purification des isolats

Dans le cadre du processus de purification des colonies bactériennes et fongiques isolées, et
apres ’apparition de ces derniéres, nous avons procéde a leur purification par réisolement sur les
mémes milieux utilisés dans 1’isolement ; la méthode est effectuée sous conditions d'asepsie par
la réalisation des stries sur la surface des boites de Pétri contenant le milieu de culture. Ce
processus de purification des isolats est réalisé par plusieurs repiquages successifs, jusqu'a

I'obtention d'une culture homogene ou toutes les colonies sont identiques.

1.6. Test de confirmation et sélection des souches les plus performantes

Le criblage des microorganismes isolés est évalué pour leur potentiel lipolytique suivant la
méthode (Dab 2023). La production de lipase est examinée en utilisant un milieu sélectif
contenant I’huile d’olive comme seule source de carbone et le rouge de phénol comme indicateur
pour détecter les souches lipasiques (Annexe 4), ce colorant représente un composé chimique
connu sous le nom de rouge de phénol R et également désigné sous le nom de phénol-sulfo-
nephthaléine (PSP). La forme acide de ce dernier se présente sous un aspect jaune, tandis que sa
forme basique est caractérisée par une couleur rouge. La zone de virage de la PSP se situe dans
une fourchette de valeurs de pH allant de 6.6 a 8.4 (Barret 2021). Le rouge de phénol est utilisé
principalement comme indicateur de pH dans diverses applications scientifiques et médicales en
raison de sa capacité a changer de couleur en fonction de I'acidité ou de la basicité d'une solution
(Branger 2007). Aprés I’isolement et la purification des souches, et dans des conditions

d’asepsie, une colonie bien précise est soigneusement

19



Matériel et méthode

sélectionnée a I’aide d’une anse de platine stérile, puis ensemencée par piqure centrale sur le
milieu de culture contenant 0.01% de rouge de phénol. Les boites de Pétri sont ensuite incubées
a 30°C pendant 48 heures. Et apres incubation, une zone jaune est attendue autour de la colonie

isolée, ce qui prouve la validité et I’efficacité du test.

2. Production de lipases sur milieu liquide synthétique

La production de lipases extracellulaires par les deux isolats selectionnés, S1 et S2 est realisee
selon la méthode de Tansey (1971). Trois différents substrats ont été utilisés : deux substrats
synthétiques (Tween 20 et Tween 80) (Annexe 7 et 8) et un substrat naturel a base d’huile d'olive
(Annexe 2).

2.1. Préparation de pré-culture

Les isolats S1 et S2 sont repiqués sur gélose YPG (Annexe 5) et incubés a 30°C pendant 24 h.
Ensuite, des colonies sont prélevées afin d’inoculer 100 mL de milieu YPG liquide, I’incubation

est faite a 30°C sous agitation de 150 rpm pendant 24 h.

2.2. Inoculation des fioles

L'inoculation est réalisée dans des fioles de 250 mL, chacune contenant 100 mL de milieu de
fermentation composé de 1% d'extrait de levure et 2 mL d’huile d’olive, de Tween 80 ou de
Tween 20. Le pH des milieux est ajusté a 7.0. Apres bouchage au coton cardé, 1’ensemble des
fioles est stérilisé a 1’autoclave durant 20 min a 120°C. Apres refroidissement, les fioles sont
inoculées a 1% avec l'inoculum préparé. Les fioles sont ensuite incubées a 30°C sous agitation
de 150 rpm pendant 48 h. Des prélévements sont réalisés dans des tubes Falcon stériles chaque
24 h afin d’évaluer la production de biomasse, de protéines totales et 1’activité lipolytique des

isolats.

2.3. Dosage de biomasse

La mesure de la biomasse est effectuée sur les échantillons de chaque fiole en utilisant un
spectrophotometre réglé a une longueur d’onde de 680 nm et des cuves en plastique pour
déterminer I’absorbance de chaque échantillon, ce qui permet d’évaluer la concentration de

biomasse produite par les deux isolats sélectionnées dans les différents milieux utilisés.
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2.4. Dosage des protéines totales par la méthode de Bradford

2.4.1 Principe de la méthode

La méthode de Bradford est une technique largement reconnue pour la quantification des
protéines, basée sur l'utilisation du colorant Coomassie (Brilliant Blue G-250), qui interagit avec
les protéines. (Kruger 2002) .Cette approche est particulierement prisée dans les laboratoires en
raison de sa simplicité, sa rapidité, et sa sensibilité supérieure comparée a d'autres méthodes de
dosage. De plus, elle est moins sujette aux interférences des réactifs courants et des composants
non protéiques présents dans les échantillons biologiques (Liu et al; 2015). Le principe du
doS1ge repose sur l'interaction entre le colorant bleu de Coomassie et les protéines. A I'état
anionique, le Coomassie brillant bleu G-250 présente une couleur rouge et absorbe la lumiére a
une longueur d'onde de 465 nm. Lors de son interaction avec les protéines, le colorant se lie aux
chaines latérales basiques et aromatiques des acides aminés, ce qui conduit a la formation d'un
complexe (Figure 10) stable (Ernst et Zor 2010). Ce complexe prend la forme cationique bleue,
dont I'absorption atteint son maximum a 595 nm. La coloration bleue ainsi obtenue est
directement proportionnelle a la quantité de protéines dans I'échantillon, permettant une
quantification précise (Kruger 2002). L'intensité de la coloration bleue est mesurée par
spectrophotométrie a 595 nm, ce qui permet d'établir une courbe de calibration basée sur la loi de
Beer-Lambert. Cette méthode est rapide (quelques minutes) et la coloration reste stable pendant
environ une heure, facilitant son application. En résumé, cette technique fiable et précise permet
de déterminer la concentration totale en protéines d'un échantillon, conformément aux travaux
fondateurs de Bradford (1976) et de Krohn (2011) (Fumex 2019).

Chaines latérales
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Figure 10. Schéma de la réaction de la méthode de Bradford. Création d’un complexe
protéine-colorant de Coomassie de couleur bleue absorbant a 595 nm (Krohn 2011).
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2.4.2. Préparation du réactif de Bradford

Avant toute utilisation, il est impératif de procéder a la dilution du réactif de Bradford. Ce
dernier, disponible dans le commerce sous forme de concentré liquide de la marque Bio-Rad,
doit étre dilué cing fois avec de I'eau distillée. Pour réaliser cette dilution, 4 mL d'eau distillée
sont ajoutés a 1 mL de réactif Bradford. Ensuite, la solution est agitée au vortex pendant

quelques secondes.

2.4.3 Courbe d’étalonnage d'albumine sérique bovine (BSA)

La concentration des protéines est déterminée par une méthode de référence, représentée par une
courbe de calibration (Figure 11). Cette courbe a été établie a I'aide de I'albumine, une protéine
présente dans le sérum bovin (BSA), comme substance de référence, avec une plage de
concentration allant de 0 a 1 mg/mL. Pour cela, 10 mg de BSA sont méticuleusement pesés, puis
dissous dans 10 mL d'eau distillée stérile afin d'obtenir une solution de concentration finale de 1
mg/mL (solution mére). Apres, on fait des dilutions adaptées a partir de la solution principale

pour avoir des solutions de BSA avec des concentrations différentes (0.2 jusqu'a 0.8 mg/mL).

R¥ = 0,9883

DO (595nm)

0 0,2 0.4 0.6 0.8 1
Concentration de BSA (mg/mL)

Figure 11. Courbe d’étalonnage de BSA utilisé pour déterminé la concentration des protéines selon la
méthode BRADFORD.

2.4.4 Dosage des protéines synthétisées par les isolats sélectionnés

Les échantillons ont été prélevés de différents ages (de 0 h a 48 h) des milieux synthétiques

(tween 20, tween 80), ainsi que les autres échantillons provenant de substrat naturel (huile
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d'olive). Ces échantillons ont ensuite été centrifugés. Dans un second temps, 800 uL de chaque
échantillon sont mélangés avec 200 pL de réactif de Bradford dilué cing fois. Puis, les
échantillons sont incubés a température ambiante pendant 20 a 30 minutes. Enfin, la lecture des
DO est réalisée a 595 nm.

2.5 Dosage de ’activité lipolytique par spectrophotométrie

2.5.1 Principe de 4-Nitrophinyl palmitate (pNPP)

L'activité de I'enzyme lipase est mesurée par la méthode spectrophotométrique. Les esters de p-
nitrophénol sont couramment utilisés pour l'analyse cinétique. Dans la méthode d'analyse
spectrophotométrique, le produit coloré est mesuré a la suite de I'hydrolyse des substrats d'esters
de p-nitrophénol par I'enzyme lipase (Yel 2021). Le principe de ce test repose sur d 1’hydrolyse
du pNPP, substrat chromogéne d’ester d’acides gras, par la lipase en milieu aqueux, produisant
du p-nitrophénol et des acides. Le p-nitrophénol se présente sous sa forme anionique, le p-
nitrophénolate, ce qui lui confere une coloration jaunatre et une absorption lumineuse a 410 nm
dans un tampon alcalin tel que Tris-HCI pH 7.5 (Pohanka 2019). Dans notre étude, nous avons
utilisé le tampon de phosphate.

2.5.2. Courbe d’étalonnage du 2-Chloro-4-nitrophenol (2C4NP)

La courbe d’étalonnage dans la Figure 12 est réalisée a base du colorant 2-Chloro-4-nitrophenol
(2C4NP) ; une solution de concentration 0.5 mM est préparée par le dissout de 10 mg de 2C4NP
dans 10 mL eau distillée filtrée, une série de dilutions est ensuite préparée selon différentes

concentration allant de 0 & 1 mg/mL.

R'=0,9842

o0 [ 410 nm)
- - -

E] 04 05 06
Conceniration de 2CANP | mg/ml)

Figure 12. Courbe d’étalonnage de 2C4NP utilisée pour déterminer la concentration de lipase.
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2.5.3. Préparation du tampon phosphate

Une solution de tampon phosphate 1M a été préparée en dissolvant 1.36 g de KH,PO, dans 10
mL d'eau distillée et 1.74 g de K,HPO, dans 10 mL d'eau distillée. Ensuite, une dilution a été
réalisée pour obtenir une solution a 100 mM de KH,PO, et K,HPO,. Pour cela, 1 mL de la
solution de KH,PO, a été prélevé et dilué dans 9 mL d'eau distillée, puis la méme opération a été
effectuée avec 1 mL de la solution de K,HPO, dans 9 mL d'eau distillée afin d’obtenir une
concentration de 100 mM. Au préalable, 8.1 mL de K,HPO, dilué ont été mélangés avec 1.9 mL
de KH,PO, afin d'obtenir 10 mL de tampon phosphate a une concentration de 100 mM, par le

PH metre le KH,PO, est ajouté avec précaution jusqu'a atteindre un pH de 7.6.
2.5.4. Préparation de la solution 4-Nitrophinyl palmitate

Pour obtenir une solution 4-Nitrophinyl palmitate de concentration finale de 20 mM 37 mg de
pPNPP sont dissous dans 5 mL de solvant organique isopropanol, ensuite, le mélange est vortexé

jusqu’a homogénéisation.
2.5.5. Dosage de lipase

Pour mesurer l'activit¢ de la lipase et quantifier le nombre d’unités présentes dans chaque
échantillon en fonction des différents milieux utilisés, 1 mL de tampon phosphate pH 7.6, 75 pL
de solution de 4-Nitrophényl palmitate a 20 mM et 5 pL de surnageant de chaque échantillon ont
déposés dans des tubes secs et bien homogénéisés (Figure 13). L’incubation du mélange
réactionnel est ensuite réalisée a 30°C pendant 30 minutes. Enfin, 1’absorbance est mesurée a
I’aide d’un spectrophotométre a 410 nm. L’activité enzymatique est définie comme la quantité
d'enzyme libérant un micromole de lipase équivalent au en une minute dans des conditions

d'essai standard. Le calcul est réalisé par référence a la courbe standard de 2C4NP.
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Figure 13. Echantillons aprés une heure d’incubation.

Les résultats de I’é¢tude de ces trois parametres (dosage de biomasse, de protéines totales et de

’activité lipolytique) ont permis de sélectionner un seul isolat performant pour la suite du travail.

3. Identification des isolats sélectionnés S1 et S2

Apres le test de confirmation et la sélection des souches les plus performantes pour la suite de
I’étude, deux souches pures ont été retenues : la premicre a été désignée par 1’abréviation S1, et

la seconde par S2.

3.1. Examen macroscopique

Dans le but d’identifier les isolats utilisés dans notre étude, nous avons eu recours a des
méthodes d’observation macroscopique et microscopique. L’isolat S1 et S2 ont été repiqués en
stries sur un milieu GN, puis incubée a 37°C pendant 24 heures. Par la suite, une observation

détaillée a 1’ceil nu des colonies a été effectuée afin de déterminer 1’aspect extérieur de la souche.
3.2. Examen microscopique

Dans le but d’observer la morphologie, le mode de groupement et la mobilité des cellules, une
observation microscopique a I’état frais a été effectuée. Pour ce faire, une goutte d’eau
physiologique (Annexe 1) ainsi qu’une colonie de chaque d’un isolat jeune ont été déposées
entre lame et lamelle. L’observation a ensuite été réalisée a 1’aide d’un microscope optique a
I’objectif X40 et a I’'immersion (objectif X100). Afin de déterminer le type de Gram auquel
appartient la S1 et S2, et ainsi identifier précisément S1 nature, un test de coloration de Gram a
été réalisé.
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3.3. Coloration de Gram

La coloration de Gram est l'une des techniques de coloration les plus importantes en
microbiologie. Elle a été introduite pour la premiére fois en 1882, dans le but principal

d’identifier les microorganismes responsables de la pneumonie.

Cette coloration constitue souvent le premier test réalisé en laboratoire. On utilise genéralement
le violet de cristal ou le bleu de méthyléne comme colorant primaire. Les microorganismes qui
retiennent le colorant primaire et apparaissent de couleur violet-brun au microscope sont appelés
"bactéries a Gram positif". En revanche, ceux qui ne conservent pas la coloration primaire et
apparaissent rouges sont appelés "bactéries a Gram négatif". La procédure de coloration de Gram
commence par ’application du violet de cristal pour colorer la lame. Ensuite, La premiére étape
de la coloration de Gram consiste a utiliser le colorant violet de cristal pour colorer initialement
la lame. L’étape suivante, appelée aussi fixation du colorant, implique 1’utilisation d’iode pour
former un complexe violet de cristal-iode afin d’empécher 1’élimination facile du colorant.
Ensuite, un décolorant, souvent un me¢lange d’éthanol et d’acétone, est utilisé pour enlever le
colorant. Le principe de base de la coloration de Gram repose sur la capacité de la paroi
cellulaire bactérienne a retenir le colorant violet de cristal lors du traitement au solvant. Les
microorganismes a Gram positif ont une teneur plus élevée en peptidoglycane, tandis que les
organismes a Gram négatif ont une teneur plus élevée en lipides. Initialement, toutes les
bactéries absorbent le violet de cristal ; cependant, avec 1’utilisation du solvant, la couche
lipidique des bactéries a Gram négatif est dissoute. Avec cette dissolution, elles perdent la
coloration primaire. En revanche, le solvant déshydrate les parois cellulaires des bactéries a
Gram positif en fermant les pores, ce qui empéche la diffusion du complexe violet-iodé ; ainsi,
ces bactéries restent colorées La durée de la décoloration est une étape critique de la coloration
de Gram, car une exposition prolongée au décolorant peut éliminer toutes les colorations chez les
deux types de bactéries. L’étape finale de la coloration de Gram consiste a utiliser un colorant de
contre-coloration, comme la fuchsine basique, pour donner une couleur rose aux bactéries a
Gram négatif décolorées, facilitant ainsi leur identification. Certaines laboratoires utilisent la
safranine comme contre-colorant ; cependant, la fuchsine basique colore les bactéries a Gram

négatif plus intensément que la safranine (Tripathi et al; 2025).
3.4. Test de catalase

a) Principe : La catalase (CAT) est une enzyme importante qui protege les biomolécules

contre les dommages oxydatifs en décomposant le peroxyde d’hydrogéne (H202) en eau
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et en oxygene. La CAT est présent chez tous les microorganismes aérobies (Hadwan et
al; 2024), Certaines bactéries produisent 1’enzyme catalase, qui facilite la détoxification
cellulaire. La catalase neutralise les effets bactéricides du peroxyde d’hydrogéne, et sa
concentration chez les bactéries a été corrélée a leur pouvoir pathogéne (Cifelli et al;
2016) Ce test permet donc d’identifier la présence de I’enzyme catalase dans une souche
bactérienne.

b) Méthode : Une goutte de peroxyde d'hydrogene (H202) a été déposée sur une lame
propre. Ensuite, a l'aide d'une anse en platine et dans des conditions d'asepsie, une
colonie de la S1 et S2 ont été prélevées et ajoutées a cette goutte.

c) Lecture : La formation de bulles indique que la réaction est positive, ce qui signifie que
la bactérie est catalase positif ; L'absence de formation de bulles au contact des bactéries
avec l'eau oxygénée indique que les bactéries sont a catalase négative.

3.5. Test de mobilité

Pour tester la mobilité de I’isolat S1, des colonies de cet isolat ont été déposées, dans des
conditions aseptiques, dans un tube a vis contenant un milieu liquide (Annexe 5), puis incubées

pendant 24h a température ambiante.
3.6. Caractérisation biochimique de I’isolat S1 par la galerie API 50CH

L’identification biochimique des bactéries s’est effectuée a 1’aide d’une galerie de tests
biochimiques, appelées galeries APl 50 CH. Cette galerie se présente sous forme de séries de
petits tubes miniaturisé, appelés tubules, chacun correspondant a un test biochimique spécifique
(Joffin et Joffin 2025). Chaque tubule est muni, a son extrémité supérieure, d’une cupule pouvant
étre remplie ou non de liquide, selon les conditions requises pour le test. Ces tubes contiennent
des substrats précis avec lesquels les microorganismes interagissent de maniére variable, selon

leurs caractéristiques métaboliques (Cattoir et al; 2016).

Dans cette étude, nous avons utilisé la galerie API 50 CH (Girard-Pipau et al; 1995), afin de
caractériser 1’isolat bactérien étudié. Le systéme API 50 CH est une méthode standardisée
permettant d’évaluer les propriétés physiologiques des microorganismes (Nigatu et al; 2000),
notamment leur capacité a métaboliser divers substrats comme les glucides, les hétérosides, les
polyalcools et les acides uroniques. Il repose sur 50 microtubes, dont 49 contiennent des
substrats spécifiques et un sert de témoin négatif (Carpana et al; 1995). Chaque tube contient un

réactif déshydrate et un indicateur de pH (rouge de phénol). Ce systeme est particulierement utile
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pour I’identification des Lactobacillus et especes apparentées (Kuhn et al; 1990), ainsi que
d’autres groupes tels que les Bacillus, Enterobacteriaceae et Vibrionaceae, en fonction du milieu

utilisé.
3.6.1. Inoculation de la galerie

a) Préparation de milieu d’inoculation de la galerie

Une suspension bactérienne préparée dans un milieu approprié nommé APl 50 CHE (Annexe
11). Ce milieu de fermentation est enrichi avec ’extrait de levure et équipé d’un tampon pour
réguler le pH. De plus, du rouge de phénol, un indicateur coloré, est ajouté pour permettre un

suivi visuel du processus de fermentation (Annexe 4).

b) Préparation de la galerie
Le milieu de fermentation a été répartir a I’aide d’une pipette Pasteur stérile dans les 50 tubes de

la galerie en respectant les conditions de stérilité.

c) Lecture de la galerie
Les réactions sont observées visuellement a différentes périodes d'incubation (24 et 48 heures a

37°C) ce qui a permis de définir le profil glucidolytique de la souche testée.

3.7. Conservation de la souche sélectionne

Apres avoir sélectionné la souche de Bacillus cereus 2, il est nécessaire d'utiliser un milieu de
conservation approprié permettant de préserver sa viabilité et ses caractéristiques génétiques. Ce
milieu permet un stockage a long terme tout en empéchant la dégradation cellulaire et en

assurant la stabilité de la souche pour des études futures.

Pour préparer ce milieu, on dissout dans 20 mL d’eau distillée stérile une quantité de 0.1 g de
glucose et 0.1 g d’extrait de malt, puis on homogénéise soigneusement. Ensuite, 20 mL de
glycérol ont été ajouté. Le milieu préparé est réparti dans des tubes stériles, ensuite une
stérilisation a été réalisée dans un autoclave a 121°C pendant 30 minutes. Ensuite, a 1’aide d’une
anse de platine préalablement flambée et refroidie, on préleve une colonie de la souche
bactérienne sélectionnée et on I’introduit dans le milieu de conservation. Aprés agitation douce
pour assurer une bonne dispersion des cellules, les tubes sont scellés et stockés dans des

conditions appropriées (généralement a -80°C) pour une conservation a long terme.
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4. Production de lipase par fermentation submergée

4.1. Substrat de fermentation

Le substrat utilisé pour la production de lipase dans cette étude est I’huile de friture usagée, elle a
été choisie pour sa richesse en lipides en particulier (triglycérides) pouvant induire la production
enzymatique. Cette huile a été récupérée a partir de déchets ménagers, puis filtrée soigneusement
afin d'optimiser les conditions de culture en éliminant les impuretés solides et en évitant les
inhibiteurs de croissance, car cela réduit les composés oxydés et polymérisés et améliore la
biodisponibilité des lipides, ce qui augmente la production de lipase, nous effectuons cette étape

avant de l'utiliser dans la fermentation submergée.
4.2. Préparation de I’inoculum

La souche S1 est repiquée sur gélose YPG a une température de 30°C pendant une durée de 24
heures. Ensuite, des colonies sont prélevées avec soin afin d'inoculer 100 mL de milieu YPG

liquide. L'incubation est ensuite réalisée a 37°C sous agitation de 150 rpm pendant 24 h.

4.3. Inoculation des fioles

L'inoculation est effectué dans des fioles de 250 mL, contenant chacune 50 mL de milieu de
fermentation composé de 0.5% d'extrait de levure et d'extrait de malt, ainsi que 3 mL d'huile de
friture. Le pH des milieux est ajusté a 7.0. Aprés bouchage au coton cardé, les deux fioles sont
stérilisées a l'autoclave durant 20 min a 120°C. Une fois le refroidissement effectué, les fioles
sont inoculées a 2% avec l'inoculum préparé. Ensuite, les fioles sont incubées a 37°C sous
agitation de 150 rpm pendant 72 heures. Des préléevements sont effectués a intervalles de 24

heures afin d'évaluer la production de biomasse, de protéines totales et de lipase produites.
4.4. Etude de différents parameétres et suivi de fermentation (biomasse, protéines et lipase)

5. Purification partielle de lipase

Afin de précipiter les protéines produites par la souche de Bacillus cereus 2 durant la
fermentation sur 1’huile de friture, la méthode de précipitation avec le sulfate d'ammonium

(NH,),SO, a été réalisée. Cette méthode a été décrite par Duong-Ly et Gabelli 2014,
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décrivant le principe du S1lting out qui est une technique de séparation ou de purification qui
consiste a diminuer la solubilité d'un composé (généralement une protéine) dans une solution
aqueuse par I'ajout d'un sel tres soluble, comme le sulfate d'ammonium, le chlorure de sodium
(NaCl) ou le sulfate de sodium (Na,SO,).

5.1. Précipitation de protéines

Pour préparer I'échantillon, le surnageant de culture est centrifugé a 8000 rpm a 4°C pendant 20
minutes suivi d’une filtration avec un filtre de diamétre de 0.22 uM. Cette étape a permis
d'éliminer les débris cellulaires en obtenant un surnageant stérile contenant toutes les protéines
extracellulaires produites par la souche y compris la lipase. 30 mL de ce surnageant est déposé
dans un Becher de 50 mL, ce dernier a été placé dans un autre Becher contenant de la glace afin
de créer un environnement d’environ 4°C ce qui évite toute dénaturation de protéines. Ensuite, le
sulfate d’ammonium est ajouté progressivement sous agitation douce pour éviter la formation de
zones locales trop concentrées. Une série de concentration a divisée de (20%-40%-70%-90%) en
utilisant un tableau de (Annexe 12) ; aprés 1’ajout, le surnageant est laissé sous agitation pendant
30 min pour assurer une précipitation compléte (Figure 14). Puis, les protéines précipitée sont
centrifugées a nouveau a 8000 rpm, 4°C pendant 20 minutes, le surnageant est récupéré pour la
suite du processus de précipitation et les culots (contenant les protéines précipitées) de chaque
étape de précipitation sont récupérés séparément et resuspendus dans 10 mL de tampon tris-HCI
50 mM pH 7.5.

Figure 14. La précipitation des protéines par la méthode de Salting out.
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5.1. Dialyse

Afin d’éliminer le sulfate d’ammonium et les protiéne de taille moléculaire entre 6000 a 8000
kDa, la dialyse des culots resuspendus a été réalisée contre un tampon Tris-HCI a 50 mM a un
pH de 7.5, en utilisant une membrane de dialyse ou dialyseur avec cut-off de 6000 a 8000
kDa. Le mélange (culot et Tris-HCI) est placé a I’intérieur de la membrane de dialyse, puis
déposé dans un bécher contenant 300 mL de Tris-HCI, sous agitation (Figure 15). Le tampon

est renouvelé tous les 30 minutes.

i S~ = = e
—— < . = >

Figure 15. La dialyse des culots resuspendus a été réalisée contre un tampon Tris-HCI.

5.3. Dosage enzymatique
Apres dialyse, un dosage de 1’activité lipolytique est ensuite réalisé¢ avec la méme méthode

décrite au-dessus.

6. Test d’application

Pour confirmer notre étude, un test d'application a été réalisé au cours duquel quatre
experiences différentes ont été appliquées sur quatre tissus tachés de beurre (Figure 16)

Dans la premiere expérience, uniqguement 30 mL de I'eau du robinet (témoin) a été mise dans
le Becher.

Quant a la deuxiéme expérience, 30 mL eau de robinet et 8 mL d'extrait d'enzyme obtenu
apres purification partielle ont été mis dans le Becher. Dans la troisieme expérience, 30 mL
eau de robinet et 3 mL de détergent commercial produit a base de lipase (SpeedFire) ont été

mis dans le Becher. Et dans la quatriéme et derniére expérience, 8 mL d'extrait d'enzyme ont
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été mis dans le Becher, suivi de l'ajout de détergent commercial préchauffé a ébullition
pendent 15 min. Les tissus ont été immergés pendant 10 min, lavés a I'eau, puis séchés.

Figure 16. Le test d’application de quatre expériences.
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Résultats et discussion

1. Résultat de I’isolement de microorganismes lipolytiques

L’utilisation de milieu contenant un substrat lipidiqgue comme source de carbone pour isolée
les microorganismes lipolytiques obtenue de sélectionnée seulement les bactéries qui capacité
a dégradee les lipides et a permis de gagner du temps ; de plus, au lieu d’obtenir un grand
nombre d’isolats bactériens, 1’utilisation du milieu enrichi en glucose considéré comme une
source principale de carbone a été écartée. Nous avons utilisée directement un milieu riche en
lipides le screening et ce test a terminé d’obtenue 14 isolats (Figure 17).

Figure 17. Les 14 microorganismes lipolytiques obtenus.
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Les 14 isolats proviennent d’un mélange de bactéries, de levures, et de champignons.
1.1. Activité lipolytique des isolats et sélection de I’isolat le plus performant

La méthode au rouge de phénol a été utilisée pour confirmer l'activité lipolytique des isolats
obtenus lors de 1’étape d’isolement sur différents substrats lipidiques. Cet indicateur de pH
passe du rouge (pH 7.3 - 7.4) au jaune lorsque le pH diminue a (7.0 - 7.1), signalant ainsi la
libération d'acides gras libres par la lipolyse bactérienne. Ainsi, en utilisant de I'huile d'olive
comme substrat lipidique dans I'agar au rouge de phénol, la présence d'une activité lipolytique
pourrait étre indiquée par la coloration jaune. Ce test repose sur le principe selon lequel des
acides gras libres sont libérés lors de la réaction de lipolyse bactérienne (Lee et al; 2015).
Aprés incubation de 48h, les résultats de ce test sont représentés dans la Figure 21. Seul les
isolats S1, S2 et S7 ont montré la présence d’un halo clair jaune autour de la zone
ensemencée, indiquant la présence d’une activité lipolytique significative, le reste des isolats
ont montrés une zone claire qui vire vert le rose suggérant une légere diminution du pH. Cela
pourrait indiquer un niveau modéré d’activité lipolytique ou une hydrolyse partielle des
lipides (Kumari et al; 2023)- A partir de ces résultats les isolats S1 et S2 ont été sélectionnés

pour le reste du travail.

Figure 18. Activité lipolytique pour les souches (1) et (2), (7) sur gélose a base de rouge de
phénol.
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Tableau 3 : Résultats du test d’activité lipolytique (14 souche)

NO

S1

S2

S3

S4

S5

S6

S7

S8

S9

S10

Figure

Origine Dilution Milieu de cultuy Activité enzymatique
Sol 103 YPDO Positive
Eau 103 YPDO Positive
Déchet 102 YPDO Négative
Déchet 102 YPDT Négative
Eau 103 YPDT Négative
Eau 102 YPDT Négative
Déchet 10°° YPDO Positive
Eau 102 YPDT Négative
Déchet 10°° YPDO Négative
Sol 102 YPDO Négative
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S11 Eau 102 YPDO Négative
S12 Eau 107 YPDT Négative
S13 |} Sol 103 YPDT Négative
S14 Sol 107 YPDT Négative

1.2. Caractérisation macro et microscopique des isolats S1 et S2

Aprés une incubation des isolats (1) et (2) sur milieu gélosé GN a 37°C pendant 24 heures,
une observation macroscopique a permis de mettre en évidence 1’apparition de colonies

distinctes, visibles a I’ceil nu (Figure 19).

Figure 19. Photographies de 'observation microscopique a 1’état frais des isolats S1 (a) et S2
(b) (objectif x100(a) et x40 (b)) apres coloration de Gram.

Tableau 2 : Aspect morphologique des colonies obtenues sur GN.

Isolat | Taille Forme | Contour | Aspect | Consistance | Surface | Couleur | Opacité

S1 Moyenne | Ronde | Régulier | Lisse | Crémeuse | Plate Beige Opaque

S2 Petite Ronde | Régulier | Lisse | Crémeuse | Plate Jaunatre | Opaque
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L’observation microscopique a été réalisée a 1’¢état frais ainsi qu’apres la coloration de Gram.
Les bactéries qui conservent la couleur primaire et apparaissent violet-brun au microscope
sont appelées « bactéries & Gram positif ». Celles qui ne retiennent pas cette coloration et
deviennent rouges sous le microscope sont désignées comme « bactéries a Gram négatif ».
(Tripathi et al; 2025) ; Cette observation a révélé que I’isolat S1 est un bacille a Gram positif,

tandis que I’isolat S2 est une cocciforme a Gram négatif (Figure 20).

Le résultat du test a la catalase pour 1I’isolat S1 était positif, c’est-a-dire qu’aucune bulle n’est
apparue au contact de la souche avec le peroxyde d’hydrogéne. Cela confirme et renforce le
résultat de la coloration de Gram indiquant que de I’isolat (1) est a Gram positif. En revanche,

des bulles sont apparues au contact de I’isolat (2) avec le peroxyde d’hydrogéne, ce qui

confirme que la souche est a Gram négatif (Figure 20).

Figure 20. Test de catalase de I’isolat S1 et S2.

Le résultat du test de mobilité est positif. Cela se manifeste par une turbidité visible et sa
diffusion dans tout le tube, ainsi qu’un changement de couleur du milieu (Figure 21). Cela

indique que la bactérie est mobile et s’est propagée dans tout le milieu.
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Figure 21. Test de mobilité aprés 1’incubation.

2. Suivi de production de lipase par les isolats S1 et S2 sur différents
substrats lipidiques

2.1. Production de biomasse par S1 et S2

Dans la production de biomasse bactérienne, I'utilisation de substrats lipidiques tels que I'huile
d'olive et les tensioactifs comme le Tween 80 et le Tween 20 peut favoriser la prolifération de
ces souches. L'huile d'olive constitue une source de carbone essentielle, tandis que les agents
tensioactifs facilitent 1’émulsification des lipides, augmentant ainsi leur biodisponibilité pour
les bactéries, I’objectif de cette étude est d’évaluer la croissance des bactéries lipolytiques
dans un milieu contenant ces substrats et d’analyser leur capacité a produire de la biomasse.
Les résultats sont présentés sous forme de graphiques pour I’isolat S1 et S2 (Figure 22). Les
données obtenues montrent que, pour S1, la valeur de DO (680 nm) était a 1.6 apres 48 heures
d’incubation, cette valeur était nettement plus élevée dans le substrat naturel (huile d'olive)
par rapport aux substrats synthétiques (Tween 80 et Tween 20). En ce qui concerne le Tween
80, il est suppose que les bactéries ont atteint la phase stationnaire en un temps relativement
court (apres 20 heures). Dans le cadre de notre étude, nous avons constaté que la valeur de
DO était élevée pour S2, avec des valeurs proches de S1 pour le substrat naturel et le Tween

80. En revanche, pour le Tween 20, la valeur était relativement plus faible, s'approchant de
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0.7. Ces résultats indiquent que la production de biomasse était meilleure avec I’isolat
S1 par rapport a S2 et démontrent que la quantité de biomasse était supérieure lorsque
I'nuile d'olive était utilisee comme précurseur pour la production de lipase par rapport a
d'autre substrats en présence de bactéries telles que Pseudomonas, Bacillus (Treichel,
de Oliveira, et al; 2010), Rhodococcus et Staphylococcus (Haba et al; 2000a).
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Figure 22. La biomasse produite dans chaque milieu de fermentation a différentes temps

d’incubation.
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Les résultats obtenus avec I'huile d'olive comme source de carbone dans le cadre de cette étude

semblent cohérents avec ceux obtenus par Abouseoud et al; 2010, qui a

De plus, l'efficacité de l'utilisation de I'huile d'olive s'est avérée particulierement notable en

présence de levures telles que Yarrowia lipolytica (M. Lopes et al; 2019).
2.2. Production de protéines totales par S1 et S2

Le suivi de la production des protéines par les deux isolats S1 et S2 est réalisé durant 48 de

fermentations sur 3 substrats différents (Figure 23).

Figure 23. Fermentation submergée des isolats S1 et S2 sur différents substrats lipidiques.

Le dosage des protéines extracellulaires bactériennes est un moyen efficace utilisé pour
confirmer la croissance bactérienne par la quantification des protéines synthétisées par la souche
y compris la lipase. Les résultats présentés dans les graphiques de la Figure 24 montrent une
augmentation progressive et significative de la concentration des protéines produites pour tous
les substrats étudiés. Cette observation met en évidence la relation directe entre I’activité

métabolique des bactéries et la production de protéines extracellulaires.
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Figure 24. Concentration de proteines totales produites dans chaque milieu de fermentation a
différentes temps d’incubation.
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Ces résultats confirment également que 1’isolat S1 posséde la capacité de dégrader un substrat
lipidique naturel, en I’occurrence 1’huile d’olive, en complément des substrats synthétiques
utilisés (T20 et T80). Les variations de concentration observées indiquent que la production de
protéines extracellulaires est étroitement influencée par la nature du substrat. Les graphiques de
la Figure 24 révélent une concentration éelevée des protéines produites sur I’huile d’olive,
dépassant les attentes initiales, malgré la présence de composés pouvant étre toxiques pour les
bactéries, tels que les polyphénols. Les valeurs enregistrées varient entre 0.4 et 0.5 mg/mL. En
comparaison, les cultures réalisées sur les substrats synthétiques (T20 et T80) affichent des
concentrations de protéines inférieures, avec un maximum de 0.3 mg/mL pour le T20 et 0.4
mg/mL pour le T80. Ces résultats suggeérent une meilleure adaptation métabolique de la souche
bactérienne en présence de I’huile d’olive, malgré la présence de composés inhibiteurs. Les
résultats obtenus sur des substrats naturels sont bien supérieurs & ceux rapportés par Boskou
2012 et Zullo et al; 2018 qui ont remis en question la possibilité d'utiliser une substance naturelle

('huile d'olive) pour améliorer le taux de fermentation.

Leurs résultats ont montré que l'effet antibactérien des composés phénoliques est étroitement lié

a la teneur totale en polyphénols présente dans chaque type d'huile d'olive.

La concentration de protéines produites par I'isolat S2 cultivé sur T80 est également trés proche a
ceux du S1 cultivé sur HO (0.5 mg/mL). Les résultats de 1’isolat S2 cultivé sur HO et T20 ont été
exclus de I’analyse en raison de leur manque de fiabilité, attribuable a une anomalie du

spectrophotomeétre ou un mauvais stockage.
2.3. Production d’enzymes lipolytique par I’isolat S1 et S2

Les résultats du suivi de I’activité lipolytique représentés dans la figure, démontrent une grande
capacité de dégradation des trois substrats étudiés par les deux souches sélectionnées. Nous
avons observé que 1’isolat S1 sécréte un bon rendement de lipase, atteignant 6.16 U/min/mL
dans le milieu de culture a base d’huile d’olive, bien que celle-ci contienne plusieurs autres
composeés, tels que les polyphénols, qui peuvent ralentir la croissance bactérienne et ainsi
diminuer le taux de lipase produite. Le rendement en lipase obtenu dans le milieu a base de T80
est également de 6.16 U/min/mL, ce qui confirme que ce milieu synthétique est exempt
d'impuretés pouvant affecter la souche. En revanche, dans le milieu a base de T20, le rendement
est de 4.78 U/min/mL, Pour le deuxiéme isolat, les courbes montrent que le S2 produit un
rendement de lipase dans le milieu a base d’huile d’olive légérement plus élevé par rapport a S1,

atteignant 6.8 U/min/mL (Figure 25). En revanche, les rendements dans les milieux & base de
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T20 et T80 etaient plus faible atteignant était 3.12 U/min/mL et 4.06 U/min/mL respectivement.
Donc I'ajout d'huile d'olive a considérablement amélioré la synthése et la sécrétion de lipase par
les deux isolats étudiés. Dans une étude similaire sur un type de levure, des résultats positifs ont
été trouvés dans un milieu de culture contenant de I'huile d'olive comme précurseur de la
production de lipase ; lorsque I'activité enzymatique de la souche Y. lipolytica 854/4 était de 1.3
U/mL aprés 24 heures, a augmenté a 2.5 U/mL apres 48 heures, puis a diminué a environ 2.0
U/mL a la fin du processus de fermentation (Sipiczki et al; 2024). Ce résultat indique que S1 et
S2 ont la capacité de sécréter ’enzyme lipase avec le méme rendement en présence d’un
précurseur naturel ou synthétique, A partir de ces résultats et ceux du suivi de la biomasse et la
production des protéines, il a été décidé de sélectionner 1’isolat S1 pour poursuivre cette étude,
en raison du taux élevé de lipase, de biomasse et de protéines qu'elle a produit. Contenant de

I'huile d'olive.
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Figure 25. Lipase extracellulaire produite dans chaque milieu de fermentation a différents

temps d’incubation.
3. Identification de I’isolat S1 par la galerie APl 50 CH

L’isolat S1 a été testé pour leurs propriétés biochimiques en utilisant la galerie APl 50CH
(Tableau 2).
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Aprés 18 - 24 heures de fermentation, on observe un changement de couleur de certaines
cupules qui deviennent jaunes, tandis qu’une seule devient noire (Tableau 2). Ces résultats
indiquent que 1’isolat bactérien (S1) a été capable de dégrader une large gamme de sources de

carbones et présentes plusieurs activités enzymatiques (Figure 26).
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Figure 26. La galerie APl 50CH aprés I’incubation.

Tableau 3 : Lecture des résultats positive de la galerie APl 50 CH.

N° | Test | Substrat Caractere recherché Lecture Résultat(+)
5 RIB | Ribose Ribokinase,Ribose-5-phospli Directe Jaune
isomérase

11 GLU | D-Glucose Hexokinase,Glucose-6- Directe Jaune
phosphate déshydrogénase

12 FRU | D-Fructose Fructokinase,Fructose-1- Directe Jaune
phosphate aldolase
15 RHA | Rhamnose Rhamnoseisomérase, Directe Jaune

Rhamnulokinase

22 NAG | N-Acétyl- N-acetylglucosamine kinase| Directe Jaune

glucosamine
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24 | ARB | Arbutine B-glucosidase (libérg Directe Jaune
d'’hydroquinone

25 ESC | Esculine B-glucosidase Directe Noire

28 MAL | Maltose a-glucosidase (maltase) Directe Jaune

31 S1C | Slccharose B-fructofuranosidase (invert{ Directe Jaune

32 | TRE | Tréhalose Tréhalase Directe Jaune

36 | AMD| Amidon Amylase (a-amy| Directe Jaune
glucoamylase)

37 GLY( Glycogéne Glycogene phosphorylase | Directe Jaune

Nous avons identifié 12 résultats positifs, qui se manifestent par :

Le ribose : (D-ribose) est un sucre a 5 carbones (pentose). La réaction positive indique que la
bactérie possede les capacités de fermentation ou d'oxydation du ribose en tant que source de
carbone, grace a des enzymes telles que la ribokinase (qui phosphoryle le ribose en ribose-5-

phosphate).

D-Glucose : Le résultat du test de D-glucose dans la galerie AP1 50 CH indique une présence
de glucose, avec une implication de I'nexokinase et de la glucose-6-phosphate déshydrogénase
(G6PD). Cette observation est étroitement liée au mécanisme métabolique spéecifique de la
bactérie testée. Il est a noter que la grande majorité des bactéries sont positives au test de

glucose, car le glucose est une source de carbone universelle.

D-Fructose : Le résultat du test de D-fructose dans la galerie APl 50 CH est positif. Cela
indique que la bactérie testée est capable de métaboliser ce sucre, généralement via deux

enzymes clés : Fructokinase (phosphoryle le fructose en fructose-1-phosphate,
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F1P) Notre produit phare, la Fructose-1-Phosphate Aldolase, permet de cliver le F1P en
dihydroxyacétone phosphate (DHAP) et glycéraldehyde.

Rhamnose : Un test rhamnose positif dans I'API 50 CH indique que la bactérie posséde la

voie enzymatique compléte (rhamnose isomérase + rhamnulokinase) pour utiliser ce sucre.

N-Acétyl-glucosamine : Un test positif a la N-Acétylglucosamine (NAG) dans la galerie API
50 CH indique que la bactérie testée est capable de métaboliser ce sucre amine, généralement
grace a I'enzyme N-acétylglucosamine kinase (NAGK). Cette enzyme joue un role clé dans la
transformation de la NAG en N-acétylglucosamine-6-phosphate, une molécule essentielle a
diverses voies métaboliques, notamment la synthese de la paroi cellulaire (peptidoglycane) ou
la dégradation énergétique.

Arbutine : Une analyse de l'arbutine révéle une indication positive, suggérant que la bactérie
produit une B-glucosidase active. L'arbutine, un hétéroside naturel, est hydrolysée par la -
glucosidase, ce qui conduit a la libération de deux composés : Le glucose, qui est ensuite
métabolisé par la bactérie, entrainant une acidification du milieu. L'hydroquinone, un

composé phénolique détectable.

Esculine : le résultat obtenu dans ce test montré que la bactérie possede la capacité

d’hydrolyser I’Esculine en présence de fer par la sécrétion de I’enzyme de B-glucosidase.

Maltose : Est un disccharide composé de deux molécules de glucose donc Le test au maltose
s'est révélé positif, indiquant que notre bactérie posséde I'enzyme a-glucosidase (maltase)
nécessaire pour hydrolyser le maltose et libéré les deux glucose lié donc I’obtention des acide

dans le milieu.

Saccharose : C’est un disccharide de glucose + fructose, le test de saccharose est positif ce
qui signifie que bactérie est capable de fermenté le saccharose en produisant des acides par la

sécrétion de 1’enzyme de B-fructofuranosidase (invertase).

Tréhalose : C’est un disaccharide (un sucre formé de deux molécules de glucose) donc le test
de tréhalose s'est révéle positif, indiquant que notre bactérie possede I'aptitude a dégrader le

tréhalose en glucose grace a la  production de I'enzyme  Tréhalase.
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Amidon : L’amidon c’est un polysaccharide, le test est positif, ce qui signifie que notre
bactérie est capable de dégrader I’amidon en sucre simple grace a la sécrétion de I’enzyme de

Amylase (a-amylase, glucoamylase).

Glycogene : Le test de détection du glycogéne est positif, ce qui indique que notre bactérie est
capable de libérer du glucose a partir de le polysaccharide le glycogene grace a la sécrétion de

I'enzyme glycogéne phosphorylase.

Apres avoir réalisé le test Galerie APl 50 CH et selon les résultats obtenus, nous avons
comparé ces résultats avec le tableau fourni par la société bioMérieux, afin de faciliter
I'identification du type de bactérie étudiée. 1l s'est avéré que la bactérie étudiée est appelée

Bacillus cereus 2.

4. Production de lipase par Bacillus cereus 2 sur huile de friture
4.1. Production de biomasse

La production de lipase par la souche de Bacillus cereus 2 a été examinée par fermentation
submergée en utilisant 1’huile de friture usagée comme substrat lipidique alternatif. Apres 72
heures d'incubation, un changement notable de la couleur du milieu a été observe, indiquant
que ce substrat a favorisé I’augmentation de la densité et de la prolifération cellulaire, Les
graphiques obtenus dans la Figure 27, montrent que la valeur de la DO (a 680 nm) augmente
progressivement et significativement avec le temps (24, 48 et 72 heures) jusqu'a atteindre un

pica1.2.

Ces résultats sont en accord avec ceux obtenus par (Wadekar et al; 2012), qui ont montré que
la quantité de biomasse était relativement bonne avec une valeur estimée de (0.74 + 0.02) en
utilisant huile de friture usagée comme substrat de fermentions de la souche de Pseudomonas
aeruginosa (ATCC 10145) ; nos résultats présentent aussi une grande similitude avec ceux
obtenus par Valenzuela-Avila et al. 2020 d’une valeur estimée a 1.0 = 1.5 et ce lors de
I'utilisation de I'huile de friture usagée comme matiére premiére pour la production de lipase

en présence de bactéries telles que Bacillus subtilis A6, BS et DSM 3256.
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Figure 27. La biomasse produite dans un milieu de fermentation a différentes temps d’incubation.
4.2. Production de protéines totales

Un suivi de la production de protéines a été effectué sur la souche pendant une période de 72

heures de fermentation sur le substrat sélectionné (huile de friture) (Figure 28).

Figure 28. Milieu de fermentation qui contient I’huile de friture comme un substrat.

Le dosage du rapport protéique est un moyen performant pour valider la croissance
bactérienne. Il permet de quantifier les protéines synthétisées par la souche Bacillus cereus 2
y compris la lipase. Les résultats illustrés dans le graphique (Figure 29) révélent une hausse
graduelle de la concentration de protéines produites lors de [l'utiliS1ltion d'un substrat
alternatif. Cette observation met en évidence la relation directe entre I'activité métabolique

des bactéries et la production de protéines extracellulaires.
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Figure 29. Concentration de protéines totales produites dans un milieu de fermentation a
différentes temps d’incubation Souche 1 (huile de friture).

Ces résultats confirment également que la souche bactérienne a la capacité de dégrader I'huile
de friture, qui est considérée comme un substrat végétal alternatif. Tous les résultats ont été
rassemblés dans un graphique (Figure 29), qui indique une augmentation significative de la
concentration des protéines produites au début, puis une légére diminution jusqu'a 0.4 mg/mL.
Ces résultats obtenus lors de I'utilisation de I'nuile de friture sont trés cohérents avec ceux
obtenus lors de la production du biodiesel en utilisant Biodiesel. Comme substrat en présence
de Pseudomonas aeruginosa (Raoufi et Mousavi Gargari 2018).Cependant, lorsque ces
résultats sont comparés a ceux obtenus par (Altinok et al; 2023), ils sont significativement
plus bas avec des bactéries du type Anoxybacillus gonensins UF7 puisque sa valeur était 1

mg/mL.
4. Production de lipase par Bacillus cereus 2

Les résultats obtenue pour le dosage de biomasse et les protéines expliquent et justifient les
résultats obtenue pour la lipase, car une augmentation de la biomasse est accompagnée d’une
augmentation de la concentration de protéines, ce qui entraine une augmentation de la
quantité de lipase sécretée par Bacillus cereus 2 (Figure 30). Cette valeur retrouvée a 7
U/min/mL, est peu mieux que les résultats obtenus dans plusieurs études, tel que 1’étude de

Baltaci et al. 2019, visant a produire de la lipase a partir de plusieurs souches bactériennes en
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utilisant 1’huile de friture usagée comme substrat ; parmi les quatre souches bactériennes
testées, Bacillus licheniformis A7 s’est révélée étre la meilleure productrice de lipase dans les
conditions optimales de culture, avec une activité lipasique de seulement 1.607 U/mL, et
I’étude de Haba et al. 2000b portant sur plusieurs bactéries, dont il a été trouvé que ; Parmi les
47 souches examinées, les genres Pseudomonas, Bacillus, Candida, Rhodococcus et
Staphylococcus ont montré une capacité de croissance sur plusieurs huiles usagées y compris
I’huile de friture et une activité lipolytique de 2.748 U/mL pour Pseudomonas sp. 3AT et
1.7038 U/mL pour Pseudomonas aeruginosa ATCC 111. Ces études ainsi que plusieurs
d’autres montrent I’efficacité de [’utilisation de I’huile de friture comme inducteur de
production de biomasse et de lipase ; Etant donné qu'elles sont largement disponibles dans le
monde, l'augmentation de la demande en aliments frits a entrainé la production de grandes
quantités d'huiles de friture usagées. Kock et al. Ont rapporté que ces huiles contenaient plus
de 30% de composés polaires issus de la dégradation oxydative des triglycérides. Ces huiles
peuvent étre considérées comme une source alimentaire a haute valeur énergétique, jusqu'a
présent utilisée pour I'alimentation animale, mais elles pourraient également étre envisagées
comme une source de carbone pour la croissance microbienne et la transformation en produits

a haute valeur ajoutée (Haba et al. 2000b).
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Figure 30. Lipase extracellulaire produite dans un milieu de fermentation a base de 1’huile de
friture a différents temps d’incubation.
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5. Purification partielle de lipase

Apres la précipitation de protéines au sulfate d’ammonium (de 20 a 90%), des dosages de
I’activité lipolityque ont été réalisés sur les culots protéiques récupérés. La meilleure activité
enzymatique a été obtenue avec un pourcentage saturation se situant entre 70 et 90% avec
5.48 U/min/mL. Ce résultat est relativement proche du résultat obtenu dans 1’étude de Iftikhar
et al. s. d., lorsqu’ils ont trouvé que la meilleure activité lipolytique a été obtenue avec un
pourcentage de saturation de sulfate d’ammonium de 80% (13.14 U/mL), donc ce résultat

confirme et justifie notre résultat.
6. Résultat de test d’application

Aprés une incubation de 10 minutes, nous avons constaté que la tache de beurre sur le
morceau de tissu immergé dans le bécher n°1, qui contenait de 1’eau du robinet, était restée
visible et ne s’était pas effacée. En revanche, dans le bécher n°2, qui contenait 1’extrait
enzymatique avec de 1’eau, la tache avait complétement disparu. Dans le bécher n°3,
contenant le détergent avec de 1’eau, la tache avait également disparu. Enfin, dans le bécher
n°4, qui contenait le détergent chauffé¢ avec 1’extrait enzymatique et de 1’eau, la tache avait

aussi disparu du tissu (Figure 31).

Ces résultats ont démontré I’efficacité de I’extrait enzymatique que nous avions obtenu dans
cette étude, car il avait montré la méme efficacité que le détergent enzymatique utilisé, lequel
contenait pourtant d’autres substances auxiliaires. Contrairement a ce dernier, 1’extrait
enzymatique que nous avions obtenu était partiellement purifié et ne contenait aucun additif

auxiliaire.
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Figure 31. Résultats du test d’application.
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Conclusion

L'intégration des microorganismes dans les industries technologiques modernes constitue un
enjeu stratégique qui suscite l'intérét de multiples secteurs industriels. Cette démarche
innovante permet la conversion enzymatique de résidus naturels pour la production d'une
gamme diversifiée de produits biosynthétiques a haute valeur ajoutée, au bénéfice des
industries. Ces études se concentrent principalement sur la dégradation des résidus naturels a
I'aide d'enzymes d'origine microbienne, sans l'utilisation de traitements chimiques, dans le but
de produire des produits biologiques a la fois plus rentables et ayant un impact

environnemental réduit.

Cette étude avait pour objectif la sélection d'une souche bactérienne productrice de lipase a
partir de trois échantillons prélevés dans une huilerie. Par la suite, la capacité de cette souche
a produire de la lipase a été étudiée par fermentation bactérienne en milieu liquide. Les trois
échantillons sont d’abord soumis a un criblage sur milieu solide contenant de I'huile d'olive et
du Tween 80, puis la capacité des 14 isolats obtenus a produire de la lipase est confirmée
ultérieurement par un test d'activité enzymatique utilisant le rouge de phénol, Les résultats ont
réveélé la présence de trois isolats producteurs de lipase (S1, S2, S7). Deux isolats (S1, S2) ont
été sélectionnés et soumis a un processus de fermentation bactérienne submergé en utilisant
trois substrats (Tween 20, Tween 80, I’huile d’olive) afin de tester leur capacité a dégrader ces
substrats. Trois paramétres (biomasse, protéine totaux, lipase) ont ensuite été étudiés pour
chaque isolat selon chaque substrat utilisé. Les résultats, apres 48 heures d'incubation a 37 °C
et 150 rpm, ont montré que la production de biomasse de I’isolat S1 était respectivement la
suivante (1, 0.7, 1.62), la valeur des protéines produites est estimée a (0.3 mg/mL, 0.4 mg/ml,
0.5 mg/mL), et la valeur de lipase produit est estimé a (4.78 U/min/mL, 6.16 U/min/mL et
6.16 U/min/mL). Et de isolat S2 la valeur de biomasse (0.7, 1 et 0.83), la protéine (0.3 mg/ml,
0.5 mg/ml et 0.01 mg/ml) et la lipase (3.12 U/min/mL, 4.06 U/min/mL et 6.8 U/min/mL). La
poursuite de I’é¢tude a été réalisee avec le premier isolat S1 en raison des bons résultats
obtenus précédemment. Elle a été soumise a plusieurs tests afin d’identifier le genre de
I’isolat, qui est Bacillus cereus 2. Par la suite, la production de lipase a été réalisée a I’aide de
cette souche Bacillus cereus 2 en utilisant de I’huile de friture, par un processus de
fermentation bactérienne submergé a une température de 37°C et a 150 rpm pendant 72

heures.
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Les trois parameétres ont été étudiés (biomasse, protéine et lipase), et les résultats ont été
observés respectivement (1.2, 0.45 mg/mL et 7 U/min/mL). Une purification partielle de la
lipase a éteé réalisée ultérieurement en utilisant la méthode de salting out a I’aide du sulfate
d’ammonium. Les résultats des dosages effectués a différentes concentrations de sel ont
montré que la meilleure précipitation de protéines, ainsi que la plus forte présence de la lipase,
ont été obtenues a 90% de saturation en sulfate d’ammonium, correspondant a I’ajout de 4.01
g. La lipase obtenue et sécrétée par la bactérie a été testée et comparée a un produit
commercial contenant de la lipase. Les résultats obtenus dans ce travail sont d'une grande
importance, car la souche isolée Bacillus cereus 2 a travers de nombreuses expériences
représente un candidat prometteur pour la production de lipase bactérienne en utilisant des
substrats disponibles et a faible colt. De plus, elle contribue a la protection de

I’environnement en éliminant les déchets gras nuisibles.

Certaines observations et résultats enregistrés peuvent représenter un point de départ pour des

recherches plus approfondies et précises dans ce domaine, notamment :

o,

% L’optimisation des facteurs de production de I’enzyme et la détermination des
conditions optimales.

< Etude de la deuxiéme souche obtenue, compte tenu des résultats prometteurs obtenus
dans ce travail.

.

¢ Recherche d’un autre substrat pour la production de la lipase, qui soit disponible,

moins coliteux et bénéfique pour 1’environnement.
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Annexe 1
Eau physiologie
Composition Quantité
Na ClI 9¢g
Eau distillée 1L
Annexe 2
YPDO
Composition Quantité
L’extrait de levure 10g
Agar (pour milieu solide) 209
L’extrait de malte 10g
Tween 80 10MI
L’huile d’olive 10MlI
PH 7.0
Annexe 3
YPDT
Composition Quantité
L’extrait de levure 109
Agar (pour milieu solide) 209
L’extrait de malte 10g
Tween 80 10mL
PH7.0
Annexe 4
POA
Composition Quantité
CaCL> 0,19
Rouge de phénol 0,19
L’extrait de levure 109
L’huile d’olive 10mL
Agar (pour milieu solide) 209
PH7.0
Annexe 5
Pré-culture (YPD)
Composition Quantité
Glucose 19
L’extrait de levure 1g
L’extrait de malt 19
PH 7.0
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Annexe 6

Pré-inoculum(YPQO)

L’extrait de levure 10g
L’extrait de malt 10g
L’huile d’olive 2mL
PH7.0
Annexe 7
YPT20
Composition Quantité
L’extrait de levure 19
L’extrait de malt 19
Tween20 2mL
PH7.0
Annexe 8
YPT80
Composition Quantité
L’extrait de levure 19
L’extrait de malt 1g
Tween80 2mL
PH 7.0
Annexe 9
YDF
Composition Quantité
L’extrait de levure 0,59
L’extrait de malt 0,59
L’huile de friture 2mL
PH7.0
Annexe 10
AP1 50 CH
Composition Quantité
L’extrait de levure 0,009g
Rouge de phénol 0,00369
Tampon oImL
Eau physiologie omL
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PH 7.0

Annexe 11

Tableau : Lecture des resultats de la galerie API1 50 CH.

Test Substrat Caractére recherché| Lecture direct| Résultat | Résultat
ou indirecte (+) (-)
0 Test Directe Jaune Rouge
1 GLY Glycérol Glycérol kinase, Directe Jaune Rouge
Glycérol-3-phospha
déshydrogénase
2 | ERY | Erythritol Erythritol Directe Jaune | Rouge
déshydrogénase
3 DARA | D-Arabinose | Arabinose isomérasq Directe Jaune | Rouge
xylulose kinase
4 LARA | L-Arabinose | L-arabinose isomérg Directe Jaune | Rouge
Ribulokinase
5 RIB Ribose Ribokinase, Ribose- Directe Jaune | Rouge
phosphate isomérase
6 DXYL | D-Xylose Xylose isomérase, | Directe Jaune | Rouge
Xylulokinase
7 LXYL | L-Xylose L-xylulose réductas¢ Directe Jaune | Rouge
8 ADO | Adonitol Adonitol Directe Jaune | Rouge
déshydrogénase
9 MDX B-Méthyl-Dj B-xylosidase Directe Jaune | Rouge
xyloside
10 | GAL Galactose Galactokinase, Directe Jaune | Rouge
Galactose-1-phosph
uridyltransférase
11 | GLU D-Glucose Hexokinase, Glucos| Directe Jaune | Rouge
phosphate
déshydrogénase
12 | FRU D-Fructose Fructokinase, Fructd Directe Jaune | Rouge
1-phosphate aldolas
13 | MNE | D-Mannose Mannose-6-phosphg Directe Jaune | Rouge
isomérase
14 | SBE L-Sorbose Sorbose Directe Jaune | Rouge
déshydrogénase
15 | RHA Rhamnose Rhamnose isoméras| Directe Jaune | Rouge
Rhamnulokinase
16 | DUL Dulcitol Dulcitol Directe Jaune | Rouge
déshydrogénase
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17 | INO Inositol Inositol oxydase Directe Jaune | Rouge
18 | MAN | Mannitol Mannitol-1-phosphg Directe Jaune | Rouge
déshydrogénase
19 | SOR Sorbitol Sorbitol Directe Jaune | Rouge
déshydrogénase
20 | MDM | a-Méthyl-D- | a-mannosidase Directe Jaune | Rouge
mannoside
21 | MDG | a-Méthyl-D- | a-glucosidase Directe Jaune | Rouge
glucoside
22 | NAG N-Acetyl- N-acétylglucosamin| Directe Jaune | Rouge
glucosamine | kinase
23 | AMY | Amygdaline B-glucosidase Directe Jaune | Rouge
(libération de glucos
24 | ARB Arbutine B-glucosidase Directe Jaune | Rouge
(libération
d'’hydroquinone
25 | ESC Esculine B-glucosidase (avec| Directe Noir | Rouge
hydrolyse de I'esculi
26 | S1L Salicine B-glucosidase Directe Jaune | Rouge
27 | CEL Cellobiose B-glucosidase Directe Jaune | Rouge
(cellobiase)
28 | MAL | Maltose a-glucosidase (maltg Directe Jaune | Rouge
29 | LAC | Lactose B-galactosidase (lact Directe Jaune | Rouge
30 | MEL Mélibiose a-galactosidase Directe Jaune | Rouge
31 | SAC Saccharose B-fructofuranosidasqg Directe Jaune | Rouge
(invertase)
32 | TRE Tréhalose Tréhalase Directe Jaune | Rouge
33 | INU Inuline Inulinase (endo- et g Directe Jaune | Rouge
inulinase)
34 | MLZ Mélézitose a-glucosidase Directe Jaune | Rouge
35 | RAF D-Raffinose a-galactosidase Directe Jaune | Rouge
(dégradation en
mélibiose + sucrose
36 | AMD | Amidon Amylase (a-amylasg Directe Jaune | Rouge
glucoamylase)
37 | GLYG | Glycogéne Glycogene Directe Jaune | Rouge
phosphorylase
38 | XLT Xylitol Xylitol déshydrogén Directe Jaune | Rouge
39 | GEN Gentiobiose B-glucosidase Directe Jaune | Rouge
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40 | TUR D-Turanose a-glucosidase Directe Jaune | Rouge
41 | LYX D-Lyxose Lyxose isomérase | Directe Jaune | Rouge
42 | TAG D-Tagatose Tagatose-6-phosphal Directe Jaune | Rouge
kinase
43 | DFUC | D-Fucose Fucose kinase Directe Jaune | Rouge
44 | LFUC | L-Fucose L-fucose isomérase | Directe Jaune | Rouge
45 | DARL | D-Arabitol Arabitol Directe Jaune | Rouge
déshydrogénase
46 | LARL | L-Arabitol L-arabitol Directe Jaune | Rouge
déshydrogénase
47 | GNT | Gluconate (K;)| Gluconate kinase, | Directe Jaune | Rouge
Gluconate-6-phosph
déshydrogénase
48 | 2KG 2-Cétogluconat| 2-cétogluconate Directe Jaune | Rouge
(K2) réductase
49 | 5KG 5-Cétogluconat| 5-cétogluconate Directe Jaune | Rouge
(K2) réductase
Annexe 12

Tableau de saturation donne les quantités de (NH4)2SO04 requises pour atteindre le niveau de
saturation a 0°C.

% de saturation en sulfate d'amrmonium 4 0°C
20 25 30 3% 40 45 250 5o 60 oD 7O F5 80 T5H YO 95 Q0

grarmrme s e sulfate d'armrmeaniurm O aoutes O un litre de soluticn: =
=1
105 134 164 194 2246 258 291 3246 361 398 436 4786 616 EHY 603 650 6597 o =
e 108 137 1446 197 229 2462 205 331 368 405 444 484 5286 570 &1565 662 5 =1
53 a1 109 139 149 200 233 244 301 337 aT74 412 452 493 5346 581 &27 10 =
26 b4da 82 111 141 172 204 237 271 3046 343 381 420 4560 503 547 592 18 =
Qa 27 65 83 113 143 175 207 241 2746 312 349 387 427 449 512 657 20 =.
Q 27 546 84 115 144 179 271 245 280 317 355 395 4346 478 522 25 (=1
o 28 65 848 117 148 181 274 249 288 323 3462 402 445 488 30 @
o 28 57 a7 118 1571 184 2718 254 291 329 349 470 as3 35 2
o 2% 58 8% 120 163 187 222 258 294 335 376 418 A0 5
] 29 bH9 90 123 1685 190 226 2463 302 342 383 A6 %
Qa 30 &0 292 125 152 194 230 268 303 348 50 o
o a0 &1 93 127 14671 197 235 273 313 55 f=1
[e] 3 &2 o5 129 144 2071 239 279 &0 ;
[n] 31 &3 9F 132 148 205 244 =121
(] 32 o656 9 134 171 209 70
[n] az &4 1017 137 174 75 =.
D 33 &7 103 139 B0 g
o 34 &f 105 8+ —
O 34 7O so0 =
o 25 PG P
18] 1o ==
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ZERMANI Djahiida

Prospection et screening de microorganismes lipolytiques isolées a partir de résidus oléicoles régiona

Mémoire pour I’obtention du diplome de Master professionnel en Biothechnologie et Controle de qual

Compte tenu du codt élevé de la production d'enzymes tels que la lipase a partir de substrats commerci
plusieurs études visent a optimiser leur production par des microorganismes capables de les sécréter en gr
quantité, en utilisant des déchets naturels alternatifs comme substrat. Ces enzymes de type triacylglycérolz
hydrolases ont le potentiel de dégrader les triglycérides en Glycérol et acides gras, ce qui leur confére un g
potentiel biotechnologique dans plusieurs domaines. L’isolement des microorganismes lipolytiques a
initialement realisé sur deux milieux géloses ou I'huile d'olive et le Tween 80 ont été utilisés comme se
sources de carbone. 14 isolats ont été révélés aprés 48 h d’incubation. Le potentiel lipolytique de ces isolats i
évalué sur un milieu gélosé sélectif contenant 1’huile d’olive comme seule source de carbone et le roug
phénol comme indicateur. L’apparition d’un halo clair jaune autour de 7 colonies aprés 48 heures d’incubati
30°C, a confirmé la présence d’activités lipolytiques. La culture liquide des isolats S1 et S2 sur ces m§
substrats a montré une production maximale de biomasse pour l'isolat S1 avec une densité optique (DO) de
sur huile d'olive et de 1 pour l'isolat S2 sur Tween 80. Elle a aussi montré que la production maximal
protéines (0.4 — 0.5 mg/mL) a été obtenue par I’isolat S1 sur I’huile d’olive comme substrat. Le dosag
I'activité lipolytique par la méthode spectrophotométrique a aussi révélée que les activités lipolytiques maxin
des deux isolats sont trés proches avec des valeurs de 6.16 U/min/mL pour I’isolat S1 et 6.8 U/min/mL ]
I’isolat S2 sur huile d’olive. L'identification de l'isolat S1 par examen macro et microscopiques et par des
biochimiques tel que la catalase et la galerie API 50 CH a indiqué que I’isolat appartient au genre Bacillus cel
L'hydrolyse des triglycérides par la lipase de la souche de Bacillus cereus a été étudiée dans une ferments
submergée en présence de I'huile de friture usagée comme substrat lipidique alternatif. Le suivi de la produc
de biomasse a montré une production maximale apres 72 heures d'incubation avec une DO de 1.2. La produg
maximale de protéines totales a été évaluée aprés 72 heures d'incubation, atteignant 0.4 mg/mL. L'eX
enzymatique a révélé une activité lipasique maximale de 14 U/min/mL. La purification partielle de la li
produite a été réalisée par précipitation des protéines en utilisant le sulfate d’ammonium et la techniqu
Salting out. Apres dialyse de 1’échantillon, le dosage enzymatique a montré que la meilleure activité lipolytiq
été obtenue a un pourcentage de saturation compris entre 70 et 90% a 5.48 U/min/mL. Le test d’applicati
démontré une disparition complete de la tache de la matiére grasse par 1’extrait enzymatique. Ces résu
confirment le grand potentiel de la souche de Bacillus cereus a produire des lipases dégradant plusieurs lip
Ils démontrent également le potentiel détergent de 1’extrait enzymatique obtenu dans cette étude.
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