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Résumé

La présente étude consiste à cribler des moisissures cellulolytiques performantes. 66

isolats capables de croitre sur milieu gélosé en présence de CMC comme seule source de

carbone et d’énergie sont soumis à un premier criblage qualitatif sur milieu gélosé (CMC-

agar), cela a permis de les classer sur la base de leurs indices cellulolytiques. 57 isolats sont

sélectionnées avec un IC supérieur ou égal à 1,25 à l’exception des moisissures envahissantes

Un deuxième criblage quantitatif sur milieu liquide a permis de sélectionner les isolats les

plus performants, Toutes les souches testées présentent des activités APFase entre 0,071 et

0,274, CMCase entre 1,175 et 4,202 et xylanase entre 1,914 et 5,033. Les souches AP, AM,

BG et BD révèlent des activités CMCase, AFPase et xylanases relativement importantes. Ces

résultats ont permis de choisir ces souches pour la fermentation submergée avec des substrats

lignocellulosiques tel que le grignon d’olive, la paille et le son de blé. Une étude

morphologique est réalisée sur ces 04 isolats sélectionnés et a permis de les rattacher aux

genres Trichoderma (AP), Aspergillus (BG) et Penicillium (AM et BD). Des cinétiques de

production des cellulases et xylanases sont réalisées en milieu liquide. Les résultats

indiquent que les souches AP et BG présentent de meilleures activités avec la paille et le son

de blé. Cela a abouti à la sélection de 2 souches de Trichoderma sp (AP) et Aspergillus sp

(BG) pour réaliser une fermentation solide avec de la paille de blé humidifié à 40 et 80% et

le son de blé humidifié à 40%. Certains paramètres de culture, pH et matière sèche sont

suivis en même temps que la production de cellulases et de xylanases. Cette étude révèle

qu’avec Aspergillus sp, la synthèse des enzymes atteint son maximum à 2 jours de

fermentation avec la paille et le son de blé. Le maximum d’activité CMCase, APFase et

xylanase observé est de 25,442, 6,275 , 551,141 UI/ml respectivement. Enfin une

caractérisation partielle des cellulases et xylanases de la souche BG, est effectuée dans le

surnageant de culture du 2éme jour de fermentation .Les enzymes sont stables entre pH 3 et

9 avec un optimum de 3.0 , 5.0 et 4.0 respectivement pour l’endoglucanase , xylanase et

PFase. La température optimale des activités relatives est de 60°C pour l’endoglucanase et la

xylanase et 40C° pour le papier filtre. Ces enzymes montrent une stabilité à 50°C. A 60°C;

une stabilité est enregistrée pour la CMCase et l’activité PFase, pour la xylanase est stable une

1 heure seulement. A 70°C; l’endoglucanase et la xylanase sont sensibles à cette

température, tandis que APFase est stable durant 7 heures. Ces caractéristiques de

thermostabilité et de pH acide sont recherchées par les industriels.

Mots clés : Lignocellulose, Aspergillus sp, Trichoderma sp, FMS, Cellulase, Xylanase.
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Des millions de tonnes de biomasse lignocellulosiques sont rejetés chaque année sous

forme de déchets solides agro-industriels et forestiers sans traitements appropriés, parmi les

conséquence de ces rejets; la prolifération de parasites et la pollution de l’environnement en

général, la biomasse lignocellulosique est composée : de cellulose, d'hémicellulose et de

lignine. La source la plus importante de carbone de la planète est la cellulose, synthétiser par

les plantes terrestres et les algues marines avec 0,85×1011 tonnes par An (Ang et al.,

2015 :Zha et al., 2012 ; Dar et al., 2013).

La conversion des déchets lignocellulosiques en produits chimiques a attiré de plus

en plus l'attention des chercheurs. L’épuisement rapide des ressources fossiles, l’augmenta-

tion de la demande d'énergie, de nourriture, de produits chimiques divers ainsi que la notion

de développement durable en sont les principales causes. La conversion des déchets

lignocellulosiques en biocarburants en est le principal exemple (Qingxin et al., 2014).

Le traitement chimique préliminaire de conversion de la biomasse lignocellulosique

génère des effluents qui contiennent des substances toxiques et mutagènes. Ceci a conduit

à des investigations intenses sur le traitement biologique de la biomasse lignocellulosique

afin de réduire sensiblement l’utilisation des substances chimiques. L'hydrolyse biologique de

la biomasse lignocellulosique nécessite des réactions synergiques entre les enzymes

ligninolytiques , cellulolytiques et hémicellulolytiques pour la dégradation complète de ce

complexe ( Woiciechowski et al., 2013 ; Ang et al., 2015). Le prétraitement de la

biomasse lignocellulosique est nécessaire car les enzymes d’une part ne peuvent pas accéder

aux polysaccharides à cause de leur taille et d’autre part en raison de la couverture des

polysaccharides par la lignine (Watanabe, 2013).

La dégradation enzymatique de la cellulose a été étudiée pendant des décennies. Il y’a

principalement trois  types de cellulases, endoglucanases, exocellobiohydrolase et β-

glucosidases. L'hydrolyse complète de la cellulose a besoin de l'action synergique de ces

trois types d'enzymes. En outre, la dégradation de l’hémicellulose est réalisée par l’endo-

xylanase qui est spécifique des liaisons 1,4-B-D-xylosidiques du xylane ou du xyluglucane

(Cho et al., 2000 ;Ang et al., 2015).

Dans la nature, de nombreux microorganismes sont capable de dégrader la cellulose

et l'hémicellulose. Lors de leur croissance sur des substrats cellulosiques, ces micro-

organismes produisent un ensemble complexe de glycosyl hydrolases (Qingxin et al.,

2014).
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Les champignons sont considérés comme les meilleurs producteurs d’enzymes

cellulolytiques en raison de leur cellulases naturelles douées d’une capacité de sacchari-

fication complète de la lignocellulose ( Pimentel et al., 2014).

Les champignons filamenteux, comme les espèces de Trichoderma, produisent tous

les composants d'un système multienzymatique avec des spécificités et des modes d'action

différents. Le système de cellulases de Trichoderma reesei a été le plus étudié parmi les

champignons cellulolytiques. La production de cellulases a été également décrites chez des

espèces d'Aspergillus ainsi que d'autres genres tel que Penicillium, Acremonium et

Chrysosporium qui sont considérés comme des solutions de rechange possibles et

prometteuses à Trichoderma ( Tao et al.,2010 ; Lambertz et al.,2014).

La production de lignocellulases est un processus finement contrôlé. La production

d'enzyme est généralement déclenchée lorsque les substrats lignocellulosiques sont présents.

Ceci est la raison pour laquelle la plupart des souches productrices de lignocellulases sont

isolées des environnements riches en déchets lignocellulosiques ( Qingxin et al., 2014).

De nombreuses souches disponibles dans le commerce sont modifiées par mutagé-

nèse pour obtenir des activités cellulasiques élevées. Toutefois pour produire des sucres

fermentescibles, l’utilisation de souches sauvages demeure indispensable car certaines

industries tels que l'industrie alimentaire interdisent strictement l'utilisation d'organismes

génétiquement modifiés (OGM) ( Qingxin et al., 2014).

L’objectif de ce travail est de produire des cellulases et xylanases à partir des

souches de moisissures lignocellulolytiques les mieux adaptées au procédés de fermentation

sur milieux solides et liquides.

A cet effet, nous avons adopté une démarche classique qui consiste d’abord à isoler

puis sélectionner des moisissures cellulolytiques. Les souches les plus performantes sont

identifiées par les caractères macro et microscopiques. La production de cellulases et

xylanases avec des déchets lignocellulolytique est réalisée par fermentation submergée et

solide en utilisant le grignon d’olive, la paille et le son de blé comme seule source de

carbone. Dans la dernière partie de ce travail, nous avons entamé une caractérisation partielle

des enzymes produites par l’étude de l’effet du pH et de la température sur les activités

enzymatiques produites.
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1. La biomasse lignocellulosique

La biomasse lignocellulosique, appelée parfois biomasse, est constituée de trois

composants majeurs: la cellulose, l’hémicellulose et la Lignine. Elle comprend notamment les

arbres et les herbes et représente la grande majorité de la biomasse, définie comme tout

matériau d'origine biologique à l'exception des matériaux enfouis dans les formations géolo-

giques ou fossilisées. En moyenne, la biomasse lignocellulosique contient 40-60 % de cellu-

lose, 20-40 % d'hémicelluloses et 10-25 % de lignine (Van parijs et al., 2010).

Dans la paroi des cellules végétales, les chaînes linéaires hautement ordonnées de

cellulose contribuent à la résistance physique, tandis que la lignine hydrophobe amorphe est

responsable de la résistance aux produits chimiques, en particulier la protection contre l'eau.

L’hémicellulose assure la liaison entre la cellulose et la lignine (Reguant et Rinaudo, 1999).

Ces molécules de cellulose sont reliées entre elles au moyen de molécules d’hémi-

cellulose, chaînes polymériques formées principalement par des molécules de pentoses (sucres à

5 atomes de carbone ou C5), d’hexoses (sucres C6) et des acides uroniques. Le degré de poly-

mérisation moyen est beaucoup plus faible (150 à 200). La lignine effectue la liaison entre les

faisceaux de cellulose. C’est une chaîne polymérique constituée d’alcools, les monolignols,

fortement réticulée, ce qui confère à la plante sa structure particulière. Les trois polymères

constitutifs sont intimement associés entre eux, formant ainsi une matrice très rigide (fig. 1)

(Van parijs et al., 2010).

1.1. La cellulose

La cellulose est le polysaccharide structural de base des parois des cellules végétales,

qui peut représenter jusqu’à 50 % de la masse totale. Elle est la molécule organique la plus

abondante sur terre, avec une production annuelle estimée à 1.5 x 1012 tonnes Elle constitue

par ailleurs 18 à 33 % du matériel végétal des litières méditerranéennes, la cellulose est un

polymère linéaire constituée d’unités β­D­glucopyranose liées entre elles par des liaisons β­

Figure n°1 : Structure de la biomasse lignocellulosique (Van parijs et al., 2010).

Microfibrilles
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1,4 glycosidiques (fig. 2), sa formule chimique est (C6H10O5)X ( Alarcόn-Gutiérrez, 2007; 

Balat, 2011).

Le degré de polymérisation moyen de la cellulose, correspond au nombre de motifs de

β­D­glucopyranose, il varie de 8000­15 000 unités de glucose (Brown, 2004)

Les nombreux groupements hydroxyles sont responsables du comportement

physicochimique de la cellulose. Selon leur position dans l'unité glucose, ils sont capables de

former des liaisons hydrogènes intramoléculaires à l’intérieur d’une même chaîne de

cellulose ou intermoléculaires entre deux chaînes différentes constituant ainsi des micro-

domaines hautement organisés. Ces liaisons hydrogènes sont responsables de la formation des

microfibrilles dans lesquelles certaines régions sont hautement ordonnées, cristallines et

d’autres moins, dites amorphes (fig 3). La structure hautement cristalline n'est généralement

pas accessible aux activités enzymatiques, tandis que les régions amorphes sont plus

accessibles à la dégradation (Pérez et al., 2002).

Figure n°3: Représentation schématique d’une microfibrille de cellulose (Pouzet, 2010).

Figure n°2 : La cellulose (Brown, 2004).
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Les liaisons hydrogènes ont plusieurs conséquences. Tout d’abord, du fait de leur

grand nombre et de leur agencement, elles confèrent aux fibres de cellulose une très

grande résistance mécanique. Puis, la cellulose est très difficilement soluble car il est peu

aisé de rompre toutes ces interactions. Enfin, elle n’est pas fusible car la température

nécessaire à rupture de ces liaisons hydrogènes est supérieure à celle de la décomposition de

la molécule, qui a lieu par rupture du cycle glucopyranosique (Mazza, 2009).

Figure n°4 : Liaisons hydrogène intra et intermoléculaires de la cellulose (Mazza, 2009).

1.2. Les hémicelluloses

Le deuxième composant de la lignocellulose est l’ hémicellulose qui constitue 25 à

30% de la matière sèche totale (Balat, 2011).

Ce sont des hétéropolysaccharides qui se trouvent associées dans la paroi végétale

avec la cellulose et la lignine. Il s’agit de polymères non-cellulosiques à structure branchée

constituée de différentes unités de sucres. On y trouve des pentoses (β­D­ xylose, α­L­

arabinose), des hexoses (β­D­mannose, β­D­glucose, α­D­galactose) et ou des acides 

uroniques (α­D­glucuronique, α­D­4­O­méthylgalacturonique et α­D­galacturonique) et à 

plus faible proportion, α­L­rhamnose, α­L­fucose et une variété de sucres neutres O­méthylés

(Schulze,1891 citée par Boucherba, 2011).

L’hémicellulose est composée de résidus B­(1,4)­D­pyranose, Les pyranoses peuvent

être glucose, mannose ou xylose et les hémicelluloses sont alors appelées xyloglucanes, man-

nanes ou xylanes, respectivement ( Chávez Montes, 2010).
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Les xylanes sont composés d'un squelette de résidus de D­xylose unis en B­(1,4), qui

peut être substitué par des résidus de D­glucuronate en α­(1,2). Cette molécule peut  être 

O­méthylé en position 4; glucuronoxylane, par des résidus de L­arabinose en α­(1,2) ou 

α­(1,3) (arabino­xylanes) ou par les deux (glucuronoarabinoxylanes)(Chávez-Montes, 2010).

La principale hémicellulose est le xyloglucane. Le xyloglucane est composé d'un

squelette de  D­glucose en  B­(1,4), et  ces  glucoses  peuvent être substiués en α­(1,6) par des 

résidus de D­xylose. Les xyloglucanes ont été particulièrement étudiés car ils sont essen-

tiels pour déterminer l’expansibilité de la paroi. L'expansion des parois est un des sujets

fondamentaux de la recherche sur les parois végétales. Un autre type d'hémicellulose que

l'on trouve dans les parois est le mannane. Le mannane peut avoir un squelette de D­mannose

en B­(1,4) ou un squelette de D­mannose et de D­glucose, également unis en B­(1,4). Ils

sont alors appelés glucomannanes. Ces deux types de mannanes peuvent être substitués en

α ­(1,6)  par des  résidus de D­galactose, et on parle alors de galactomannanes ou galacto­

glucomannanes. Les mannanes particulièrement abondants dans les graines et sont supposés

être des polysaccharides de réserve ( Chávez-Montes, 2010).

A cause de cette hétérogénéité de leurs constituants chimiques, les hémicelluloses,

dans leur état natif, sont de nature amorphe non cristallisable. Ce sont des polymères branchés

à faible poids moléculaire avec un degré de polymérisation qui varie de 80 à 200 ce qui rend

leur hydrolyse relativement plus facile que celle de la cellulose. Différentes structures

d’hémicelluloses sont retrouvées dans la nature, après hydrolyse ils sont composés de

plusieurs monomères (Girio et al., 2010 citée par Boucherba, 2011).
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En termes d’applications industrielles, les hémicelluloses sont essentiellement utilisées pour la

production d’oses. En effet, en milieu acide, l'hydrolyse des hémicelluloses conduit aux

monomères constitutifs tels que le xylose, le glucose et l'arabinose, La fermentation

alcoolique ou enzymatique des oses ainsi formés, les transforme en alcools (éthanol, butanol)

et en acides organiques (butyrique, acétique, lactique ...) (Jacquinot et al. 1989 cité par

Bettache, 2013).

Le nombre des ramifications, leur répartition le long de l’axe et la longueur des

chaines latérales conduisent à une grande variété de macromolécules, aux propriétés

différentes (Vincken et al., 1995).

Figure n°6 ; Structure hypothétique d’un hémicellulose (Mussatto et al., 2012).

1.3. La lignine

La lignine est le dernier composant principal de la lignocellulose, elle représente 15 à

30% de la matière organique. La lignine constitue la fraction non saccharidique la plus

importante des fibres végétales. La molécule de la lignine est un complexe d'unités de phényl

propane, formant une structure amorphe non soluble dans l'eau (Taherzadeh et Karimi,

2008).

Les lignines sont des polymères hautement condensés, formés par la déshydrogénation

et la polymérisation de trois alcools à noyaux phénylpropane C6-C3 : les alcools trans-p-

coumarylique, transconiférylique et transsinapylique. Elles s’incrustent dans tout l’espace

disponible dans les parois en association étroite avec les différents polysaccharides et confère

aux parois végétales des propriétés d’imperméabilité et de résistance aux attaques

microbiennes. La lignine constitue le principal obstacle à la disponibilité des glucides pour les

microorganismes (Kögel-Knabner, 2002).
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Figure n°7 : Structure de la lignine (Mussatto et al., 2012).

1.4. Les principaux déchets et coproduits lignocellulosiques

Les déchets lignocellulosiques sont produits en grandes quantités par les différents

secteurs comme la foresterie, la papeterie, l’agriculture et l’agroalimentaire, en plus de divers

déchets ménagers (Tableau N° I). L’accumulation de grandes quantités de cette biomasse

dans la nature constitue une source de pollution organique qui nuit à l’environnement

(Howard et al ., 2003).

Ces déchets représentent le potentiel le plus important en biomasse et constituent

actuellement un enjeu considérable, compte tenu de leur niveau de production élevé et de leur

impact sur l’environnement (Yuan et al., 2008).
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Tableau I : Composition chimique et production mondiale des principaux déchets

Lignocellulolytiques (L.C) (Sanchez, 2009 ; Dashtban et al., 2009 ; Moor et al., 2011)

Résidus L.C

Composition Production mondiale

(tonne/anCellulose Hémicellulose Lignine

Bagasse de canne

sucre

32-44 27-32 19-24 317 – 380.106 (2005)

Paille de blé 29-35 26-32 16-21 154 -185 .106 (2006)

Paille d’orge 31-34 24-29 14-15 35 – 42 .106 (2006)

Paille de riz 31 24 18 157 - 188 .106 (2005)

Résidus de banane 13,2 14,8 14 13 - 15 .106 (2007)

Rafle de mais 45 35 15 159 – 191.106 (2005)

Coque d’arachide 45-55 25 28-30 9,5. 106 (2011)

Noyaux de datte 42 17,5 11 938 .103 (2011)

Pulpe de café 40-55 25-40 18-30 /

Papier journal 35 46,3 18,8 /

la biomasse lignocellulosique peut être répartie en 2 grandes catégories ; La biomasse

sèche et La biomasse humide (Didderen et al., 2008).

1.4.1.La biomasse sèche

Elle comprend le bois et ses sous produits mais également les sous produits de l’industrie

papetière et les déchets ménagers (Didderen et al., 2008).

 Produits et coproduits forestiers ; Dans l’industrie forestière, et plus particulièrement

au sein des scieries, de nombreux coproduits (écorces, sciures et copeaux) sont

générés en quantités importantes. La plupart sont utilisés au niveau des industries de

trituration pour la production de pate à papier et de panneaux de bois ou comme

source énergétique pour le chauffage.

 Sous produits de l’industrie papetière : Les rognures de papier et le papier non

conforme constituent une source de biomasse non négligeable dont la valorisation

peut être intéressante du moment où elle ne nécessite pas de traitements spéciaux.

 Déchets urbains ; Ils sont très variés, dans le cadre de la valorisation biologique, seuls

les composés de type lignocellulose seront envisagés à savoir les journaux, le papier

carton et les déchets ménagers compostables.
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1.4.2. La biomasse humide

Regroupe les coproduits des industries agroalimentaires et les déchets d’origine

agricole. Les principaux coproduits sont la paille des céréales, rafles et épis de mais, balles de

riz et d’avoine, son de blé et de riz, bagasse de canne à sucre, bagasse de manioc, différents

tourteaux des graines et fruits oléagineux ( soja, arachide, Coprah), pulpes de fruit, etc….

(Mussatto et al., 2012).

D’autres produits peuvent être issus de l’activité agricole, notamment des élevages

(litières animales). En effet environ 50% des coproduits agricoles ne sont pas utilisés dans le

monde, ils constituent une source non négligeable de biomasse lignocellulosique (Sanchez,

2009).

1.4.3. Valorisation de la biomasse.

Certains coproduits peuvent être utilisés comme complément en alimentation

animale, la fertilisation des sols et la production d'énergie par combustion. Toutefois, leur

valorisation pourrait être améliorée par de nouveaux procédés permettant une exploitation

plus approfondie de l'énergie potentielle que représente cette biomasse cellulosique. Ceux-ci

nécessitent la disponibilité des sucres simples obtenus par hydrolyse chimique ou

enzymatique de la cellulose. Les cellulases capables de réaliser cette hydrolyse, peuvent être

obtenues par la croissance de microorganismes sélectionnés, sur les substrats L.C (Roussos et

Hannibal, 1984 ; Howard et al., 2003).

L’utilisation du jus de canne à sucre et d’amidon de mais comme principaux

substrats pour la production industrielle des carburants de substitution de première génération

comme l’éthanol à causé des problèmes de famine dans le monde (Dashtban et al., 2009).

A ce titre, la bioconversion de la cellulose offre une alternative intéressante pour

fournir des carburants de substitution de deuxième génération, des protéines microbiennes ou

des métabolites à haute valeur ajoutée tels que les enzymes et les antibiotiques. Cependant, la

rentabilité économique de toutes ces transformations biologiques est étroitement liée à la

production de cellulases ainsi que les technologies enzymatiques de la saccharification de la

cellulose (Roussos, 1987).
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Figure n°8 : Schéma global du concept de bio-raffinerie (Bettache, 2013).

Les champignons de la pourriture molle sont généralement utilisés dans la technique

de prétraitement biologique afin de dégrader la lignine et l'hémicellulose dans les déchets.

Faible apport d'énergie, aucun ajout de produits chimiques et des conditions douces sont les

principaux avantages du prétraitement biologique (Subhedar et Gogate,

2013)

Figure n°9 : Technologies de prétraitement dans la production du bioéthanol (Subhedar

et Gogate, 2013).

2. Les enzymes lignocellulolytiques

Ces enzymes sont capables d’hydrolyser les chaînes linéaires ainsi que les

chaînes de ramification. Les exo-hydrolases clivent les liaisons terminales et libèrent des

unités de monosaccharides à partir des extrémités réductrices et non réductrices, alors

que les endo-hydrolases attaquent les liaisons de façon aléatoire ou à des positions



Chapitre I. Synthèse bibliographique

12

spécifiques. Les endo-enzymes provoquent une diminution initiale dans le degré moyen

de polymérisation du substrat avec formation de courtes chaînes d’oligosaccharides

solubles qui sont dégradées à leur tour par les exo-enzymes (Boucherba, 2011).

2.1. Les cellulases

L’hydrolyse complète de la cellulose nécessite l'action synergique de trois types de

cellulases (Lynd et al., 2002). Elles sont classées en fonction de l'endroit où elles agissent

au niveau de la fibre cellulosique. Les endoglucanases commencent l’hydrolyse, les

exoglucanases agissent au niveau des extrémités générées par les endoglucanases, suivie

par les b-glycosidases qui agissent sur le produit de catalyse des exoglucanases, pour

libérer enfin des monomères de glucose ( Pimentel et al., 2014).

Figure n°10 : Enzymes de la dégradation de la cellulose (Alarcόn-Gutiérrez, 2007).  

2.1.1. Structure des cellulases

Les Cellulases sont composées d'unités structurellement et fonctionnellement

distinctes, appelées domaines ou modules (Henrissat et al., 1998). Le plus souvent, les

cellulases sont constituées d'un domaine catalytique (CD) et d’un module de fixation au

substrat (CBM), qui est généralement reliée au CD via un peptide de liaison relativement long

souvent glycosylé (de 30 à 44 AA). Les enzymes qui n'ont pas de CBM, c'est à dire avec un

seul domaine catalytique, conservent leur capacité d'absorber la cellulose, mais souvent avec

une affinité plus faible par rapport à l'enzyme complète (Karlsson et al., 2002).

Les linkers représentent des charnières flexibles entre les deux domaines facilitant

leur fonction indépendante. Le rôle du peptide de liaison de T. reesei CBH I sur l'interaction
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et l'hydrolyse consécutive de la cellulose cristalline a été étudié par Srisodsuk et al. (1993). Ils

concluent que la séparation spatiale suffisante des deux domaines (CD et CBM) est

nécessaire pour la fonction efficace de l'enzyme. La tyrosine joue un rôle important dans la

fixation du substrat par une interaction hydrophobe (Linker et Teeri, 1996).

a.   Les Endoglucanases ou 1,4-β-D-glucan glucanohydrolases (EG) 

Les endoglucanases sont connues pour hydrolyser aléatoirement les liaisons osidiques,

principalement dans les zones amorphes. Ils sont donc les premiers responsables de la

diminution du degré de polymérisation des substrats cellulosiques (Boisset et al., 2000).

Cependant elles n’ont qu’une action extrêmement limitée sur la cellulose cristalline, la fibre

de coton ou l’Avicel. Les substrats sur lesquels agit ce types d’enzymes sont les celluloses

modifiées ou amorphes, solubles telles que la Carboxymethylcellulose (CMC), la swollen

cellulose (acide ou basique). Le substrat d’essais le plus souvent préconisé est la CMC, on

parle alors d’activité CMCase., L’étude de la structure des EGs, révèle la présence de courtes

lèvres formant une fente à l’intérieur de laquelle se place la chaine de cellulose (Figure n° 11)

(Davies et Henrissat, 1995).

Figure n°11: Structure moléculaire des endoglucanases (A) Site actif à l’intérieur de la fente

caractéristique des endoglucanases, (B) Animation d’une EG active sur une chaine de cellulose

(Davies et henrissat, 1995).

b. Les exoglucanases ou 1,4.B-D glucan cellobiohydrolases

Les cellobiohydrolases (CBHs) agissent de façon progressive à partir des

extrémités non réductrices ou réductrices des chaines de cellulose, libérant des molécules de

cellobiose. Une propriété importante des enzymes cellulolytiques est leur organisation en

domaines ayant des fonctions distinctes. Les cellobiohydrolases possèdent deux domaines
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fonctionnels, un site catalytique (CD) qui permet la réaction d'hydrolyse et un autre qui

permet la liaison au substrat appelé Cellulose Binding Domain' (CBD) (Teeri et al., 1998).

Ces deux modules sont reliés par une chaine peptidique et sont de tailles nettement

différentes: 50 kDA pour le CD et 3 kDA pour le CBD .Les structures des domaines

catalytiques des cellobiohydrolases sont résolues et se présentent sous la forme de tunnel .Le

rôle du CBD n'est pas totalement compris mais il aurait comme première fonction de

permettre l'adsorption des enzymes à la surface de la cellulose et par conséquent d'augmenter

la concentration en enzymes liées sur la cellulose. Il permettrait également de libérer l'accès

aux chaines de glucose de la cellulose en disloquant les liaisons hydrogènes entre les chaines

de polymères à la surface des structures de cellulose ( Ting et al., 2009).

Figure n° 12 : Structure moléculaire des exoglucanases, A ; Site actif à l’intérieur du

tunnel caractéristique des exoglucanases, B ; Animation d’une exoglucanase active à

l’extrémité d’une chaine de cellulose. (Davies et henrissat, 1995).

c. β-glucosidases ou β-D-glucoside glucohydrolase (BGs)  

Elles hydrolysent le cellobiose en glucose, la réaction d'hydrolyse est effectuée en

phase liquide, plutôt que sur la surface des particules insolubles de cellulose, ce qui est le cas

pour les cellulases «vraies» (EGs et CBHs). Les EG et CBHS sont soumises à l'inhibition

par le produit de l’hydrolyse. le Cellobiose est montré pour son effet inhibiteur plus fort

que le glucose (Holtzapple et al., 1990), par conséquent, l'élimination du cellobiose est une

étape importante du processus d'hydrolyse enzymatique. Deux BGs ont été isolées à partir du

surnageant de culture de T. reesei, cependant, les études sur plusieurs espèces de Trichoderma

ont montré qu'une grande partie de ces enzymes restent fixées sur la paroi cellulaire, ce qui

explique la forte concentration en glucose au voisinage de la paroi fongique (Chen et al.,

1992).
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2.1.2.Synergie des cellulases

La synergie entre les cellulases est un phénomène essentiel lors de l'hydrolyse

enzymatique de la cellulose. Elle se produit lorsque l'action combinée de deux ou plusieurs

enzymes conduit à une activité supérieure à la somme des activités des enzymes séparées.

On exprime souvent le degré de synergie (DS) comme le ratio de l'activité du mélange

d'enzymes sur la somme des activités des enzymes utilisées séparément. Deux types de

synergies ont été mis en évidence dans la littérature: (Medve et al., 1998; Nidetzky et al.,

1994)

 La synergie entre les cellobiohydrolases et les endoglucanases appelée synergie

Exo-Endo,

 La synergie entre deux cellobiohydrolases appelée synergie Exo-Exo.

La synergie Exo-Endo s'exprime facilement car l'attaque aléatoire par les

endoglucanases conduit à la libération de nouveaux bouts de chaines de cellulose qui

deviennent disponibles pour l'attaque par les cellobiohydrolases. La synergie Exo-Exo est

également observée mais aucun mécanisme n'est clairement établi pour expliquer ce

phénomène et plusieurs théories sont proposées.Tomme et al., (1990) ainsi que Kim et

al.,(1998) l'expliquent par la formation en solution d'un complexe CBHI/CBHII qui aurait

pour les premiers une activité catalytique importante et permettrait pour les seconds

d'augmenter l'affinité d'adsorption des enzymes. Plusieurs paramètres semblent influencer la

synergie à savoir :

 La concentration totale en enzymes :

 L'influence du ratio de chaque enzyme

 Les propriétés morphologiques du substrat

2.2. Les xylanases

Ces enzymes catalysent la rupture de la liaison glycosidique reliant deux résidus

xyloses de la chaîne principale des xylanes, ce qui engendre une réduction du degré de

polymérisation du substrat. Le xylane n’est pas aléatoirement hydrolysé mais les liaisons

sélectionnées pour l’hydrolyse dépendent de la nature du substrat tel que la longueur de

la chaîne, le degré de ramification et la présence de substituant (Li et al., 2000).
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A un stade plus tardif, des petites molécules comme les mono-, di- et trisaccharides

de β­D­xylopyranosyl sont produites. Bien que les endoenzymes agissent seulement au 

niveau des séquences ininterrompues, il existe des endoxylanases qui hydrolysent la

chaîne principale seulement à proximité d’une région contenant une ramification (Polizeli

et al., 2005 citée par Boucherba, 2011).

Ces xylanases libèrent le substituant comme produit libre qui peut être nécessaire

pour l’orientation du substrat dans le site actif. Certaines endoxylanases hydrolysent la

chaîne principale après la libération de l’arabinose, ce qui explique l’existence

d’endoxylanases débranchantes qui libèrent l’arabinose et des endoxylanases non

débranchantes (Corral et Villaseñor-Ortega, 2006 citée par Boucherba, 2011).

Les endoxylanases d’origine bactériennes et fongiques sont presque toutes des

enzymes monomériques ayant une masse moléculaire comprise entre 8,5 à 85 kDa et un

point isoélectrique qui varie entre 4,0 et 10,3 et la plupart de ces enzymes sont

glycosylées (Corral et Villaseñor-Ortega, 2006 citée par

Boucherba, 2011).

Figure n°13: Action des principales hémicellulases nécessaires à l’hydrolyse des glucurono

arabinoxylanes (Prevot, 2013).

2.3. Les ligninases

Les ligninases sont généralement des métallo-enzymes qui oxydent les phénols

composant les chaînes ramifiées des lignines. Elles sont classées en deux catégories:

1- Les phénols oxydases ou laccases. Ce sont des oxydoréductases glycosylées à

cuivre qui utilisent l’O2 pour oxyder divers composés aromatiques et non

aromatiques (Prevot, 2013).
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2- Les peroxydases à hème (Prevot, 2013):

 Les lignines peroxydases (LiP) ou diarylpropane peroxydases. Ce sont des

glycoprotéines contenant un groupement hème et qui jouent un rôle crucial dans la

biodégradation de la lignine. Elles catalysent la réaction générale, dépendante du H2O2, de

dépolymérisation oxydante de composés non phénoliques.

 Les manganèse-peroxydases (MnP). Ce sont des glycoprotéines à groupe

hémique qui dépolymérisent la lignine conjointement avec les lignines peroxydases. Elles

catalysent la réaction, dépendante du manganèse,

 Les peroxydases versatiles (VP).Elles constituent un groupe d’enzymes

capables d’oxyder le Mn (II) en Mn (III), comme les manganèse-peroxydases, mais présentent

aussi les activités des lignines peroxydases.

3. Les Champignons lignocellulolytiques

3.1. Généralités sur les champignons

Les champignons filamenteux représentent un groupe de microorganismes aérobies,

hétérotrophes, saprophytes ou parasites . Ils préfèrent un environnement acide, mésophile et

se développent entre 5 et 37°C (Madan et Thind, 1998).

Les champignons sont les principaux responsables de la dégradation de la matière

organique végétale, La plupart sont lignocellulolytiques (Mandeles et Weber, 1969).

Trois phases interviennent lors du développement des moisissures : la germination,

la croissance et la sporulation (Moularat et al., 2013).

La caractéristique principale de champignons filamenteux est l'hyphe. La croissance des

hyphes fournit les moyens pour la colonisation de substrats, la sécrétion d'enzymes

hydrolytiques, l'assimilation des nutriments, régulation de la morphogenèse, et la

reconnaissance de signaux de l'environnement (Roberson et al., 2010).

L’identification des moisissures fait essentiellement appel aux caractères culturaux et

morphologiques à savoir , l’aspect, le relief, la taille , la couleur des colonies et les structures

de fructification, Le thalle est siphonné ou septé (cloisonné) et Les spores sont soit

endogènes (sporange) ou exogènes (conidies) (Breton, 1990).

3.2. Activité lignocellulolytique des champignons

Les champignons filamenteux jouent un rôle important dans la production industrielle

de protéines et d'enzymes. Elles sont utilisées pour produire un grand nombre d'enzymes tel

que cellulases, xylanases, chitinases, amylases, protéases, et autres (Braaksma et al., 2010).
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Certaines de ces Souches industrielles produisent plus de 100 g/l de cellulases et

hémicellulases (Balan et al., 2013).

Les Principaux genres des moisissures productrices de lignocellulases appartiennent au

groupe des Ascomycètes et Basidiomycètes. Les champignons cellulolytiques sont regroupés

en espèces de pourriture blanche, de pourriture brune et de pourriture molle, Les champignons

de la pourriture blanche, environ 2000 espèces, principalement des Basidiomycètes peuvent

métaboliser la lignine; ceux de la pourriture brune, environ 200 espèces de Basidiomycète

également dégradent les composants de la cellulose et hémicelluloses et exercent peu d'effets

sur la lignine. Les espèces de la pourriture molle (Ascomycètes) possèdent des capacités

intermédiaires, elles sont capables de dégrader la cellulose et l'hémicellulose rapidement, mais

la lignine plus lentement (Moore et al., 2011).

Les moisissures des genres Aspergillus, Trichoderma, Penicillium et Phanerochaete ont été

rapportés comme étant les meilleurs producteurs de cellulases et les enzymes brutes produites

par ces micro-organismes sont commercialisées (Dashtban et al., 2009).

 Le genre Trichoderma

Le genre Trichoderma appartient au grand groupe des champignons imparfaits. Les

espèces de ce genre produisent des quantités importantes d’exoenzymes capables d’hydrolyser

complètement la cellulose en glucose (Makut et Godiya, 2010). Les cellulases de T. reesei

présentent l’avantage de posséder les trois classes d’enzymes, Les cellulases de T. reesei sont

commercialisées par la firme NOVO ENZYME (Ogier et al., 1999).

 Le genre Aspergillus

Plusieurs espèces du genre Aspergillus sont capables de produire des cellulases

Cependant, ces cellulases sont généralement riches en EGs et β­glucosidases mais pauvres en

CBHs, par conséquent une action limitée sur la cellulose microcristalline.

 Les pourritures blanches

Causées principalement par les basidiomycètes qui font partie des champignons les plus

efficaces pour dégrader les différents constituants du bois. L’étude de l’action enzymatique

de la pourriture fibreuse sur la cellulose a été effectuée la première fois sur la pourriture

blanche Sporotrichum pulverulentum (Hofrichter, 2002). Trametes versicolor et

Phanerochaete chrysosporium sont ubiquitaires des forêts subtropicales et tempérées, ils

ont fait aussi l’objet de nombreuses études pour leurs capacités de production d’enzymes

actives dans la dégradation de la cellulose et de la lignine, (Enoki et al., 1988).
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3.2.1. Les cellulases fongiques

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

Aspergillus, Schizophyllum, Penicillium, Trichoderma, est assurée par des cellulases

extracellulaires de trois types qui sont nécessaires à l’hydrolyse totale de la cellulose (

Endoglucanases, Exoglucanases et. β­glucosidases (Moularat et al., 2013). Ces enzymes

fonctionnent de manière synergique, par création à chaque fois de sites nouvellement

accessibles sur le substrat lignocellulosique afin que les autres agissent (Inoue et al.,

2014).

La plupart des cellulases sont disponibles dans le commerce à ce jour. Des mélanges

d'enzymes natives non-complexés en particulier issues des espèces de Trichoderma ou

Aspergillus sont utilisés comme préparations enzymatiques (Lambertz et al., 2014).

Les cellulases fongiques sont fortement produites en extracellulaire et sont moins

complexes que celles des bactéries , Le genre Trichoderma est connu pour ces cellulases à

haute activité enzymatique par rapport à d'autres genres (Tanveer et al., 2014).

3.2.2. Les hémicellulases

Les hémicellulases d’origine fongique sont les mieux étudiées, parmi lesquelles celles

d’Aspergillus et de Trichoderma, De même, les hémicelluloses sont hydrolysées par trois

groupes d’enzymes : les endoxylanases, les exoxylanases et les B-xylosidases (Boussarsar,

2008).

3.2.3.Capacités ligninolytiques des champignons

La décomposition de la lignine dans la nature est principalement attribuée au

métabolisme des basidiomycetes de pourriture blanche, puisqu'ils dégradent la lignine plus

rapidement que d'autres micro-organismes, Ces mycètes produisent plusieurs enzymes de

type laccases, peroxydases de manganèse, et peroxydases (Woiciechowski et al., 2013).

Les laccases utilisent directement l’oxygène moléculaire,

 Les peroxydases utilisent le peroxyde d’hydrogène H2O2, présent

éventuellement dans le milieu. Elles appartiennent à deux groupes, peroxydases

Mn-dépendantes et lignine peroxydases généralement Fe-dépendantes). (Moularat

et al., 2013): Les ions Fe et Mn servent de récepteurs d’électrons. Les réactions de

dégradation conduisent à une dépolymérisation au moins partielle de la lignine et

consistent, dans un premier temps, à une oxydation des noyaux aromatiques les plus

accessibles (Moularat et al., 2013) . Ces mécanismes d’oxydation sont également

mis en jeu par les moisissures dans la bio détérioration de la plupart des polymères



Chapitre I. Synthèse bibliographique

20

synthétiques retrouvés dans l’environnement intérieur (le nylon, le polystyrène, le

polyuréthane, alcool polyvinylique, peinture, isolation thermique et acoustique,

revêtements de sols...) (Moularat et al., 2013).

4. Fermentation de substrats solides (FMS)

Pour la valorisation des substrats agricoles et des sous-produits de l’industrie

agroalimentaire, les fermentations en milieu solide apparaissent comme une nouvelle voie

biotechnologique peu exploitée mais prometteuse pour la fabrication d’enzymes, produits

alimentaires, industriels ou pharmaceutiques (Batteche, 2013).

4.1. Généralités et définitions

La fermentation en milieu solide est un des plus anciens procédés

biotechnologiques connus au monde, sans doute le premier procédé technologique

fermentaire connu de l’histoire. Aujourd’hui elle est devenue la technologie la plus

prometteuse qui peut utiliser globalement les ressources renouvelables.

La fermentation en milieu ou en phase solide (FMS) est un procédé technologique qui

reproduit les conditions de vie naturelles des microorganismes, en particulier celles des

champignons filamenteux et des champignons supérieurs, en permettant leur développement

(adhésion) à la surface d’un support organique. D’un point de vue fondamental, elle est

définie comme une fermentation impliquant des particules solides humides en absence ou

presque d’eau libre. Elle diffère de la fermentation en milieu liquide où le milieu nutritif est

complètement solubilisé dans un grand volume d’eau et de la fermentation en milieu

submergé où le milieu nutritif est par exemple sous forme d’une suspension de fines

particules dans la phase liquide. La principale différence entre ces procédés réside dans

l’équilibre des phases solides, liquides et gazeuses (Holker, 2005 ; Duchiron et copinet,

2011).

La FMS est donc constituée de trois phases : une matrice solide, une phase liquide

absorbée ou complexée dans la matrice solide et une phase gazeuse prise au piège dans les

particules ou entre celles-ci. La capacité de rétention en eau des supports solides est

variable et peut aller de 12 à 90%, soit une activité de l’eau (Aw) comprise entre 0,65 et 0,98.

Ils doivent posséder une humidité relative, ou plutôt une activité de l’eau, suffisante pour

permettre la croissance et l’expression du métabolisme des souches,. Les champignons

filamenteux sont particulièrement bien adaptés à ces cultures du fait de leur résistance à une

faible Aw et à une pression osmotique élevée (Assamoi et al., 2009 ; Duchiron et copinet,

2011).
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Le développement des champignons filamenteux en FMS s’effectue par extension

et ramification des filaments formant le mycélium. Après l’inoculation d’un substrat par

des conidies, les hyphes se développent pour former un tapis mycélien qui s’étend à la

surface des particules solides. A partir de ce tapis mycélien, des filaments se développent

dans les espaces gazeux et des filaments pénètrent à l’intérieur des particules ou dans les

espaces inter particulaires à la recherche de composés nutritifs, notamment dans les pores

remplis de liquide. A des taux normaux d’humidité, les espaces entre les filaments aériens

sont remplis de gaz tandis que les filaments en contact avec le substrat sont remplis

d’eau. Les activités métaboliques se produisent principalement près de la surface où à

l’intérieur des pores, mais les filaments aériens peuvent présenter une activité due à des

phénomènes de diffusion. Les enzymes hydrolytiques diffusent dans la matrice solide et

dégradent les polymères afin de permettre la production de molécules assimilables par le

champignon (Pandey, 2003 ; Rahardjo et al., 2006).

Tableau II : Historique du développement de la fermentation en milieu solide (Prevot. 2013).

Date Développement

2600 av. J.-C. Fabrication de pain par les Egyptiens.

2500 av. J.-C. Préservation du poisson, de la viande, par fermentation, avec ajout de
sucre ou de sel. Procédé Koji.

Av. J.-C. Fabrication de fromage par Penicillium roquefortii.

7ème siècle
Le procédé Koji (fermentation de riz cuit à la vapeur avec Aspergillus oryzae)

passe de la Chine au Japon par l’intermédiaire des prêtres boudhistes.
Production de vinaigre à partir de marc de raisin.

18ème siècle Production d’acide gallique utilisé en tannerie, en impression,...

1860-1900 Traitement des eaux usées.

1900-1920 Production d’enzymes fongiques (principalement de diastases ou amylases,
et d’acide kojique.

1920-1940
Production d’enzymes fongiques, d’acide gluconique, d’acide citrique.
Développement du fermenteur à Tambour rotatif.

1940-1950
Développement des fermentations industrielles. Production

d’antibiotiques(Pénicilline) par FMS et par fermentation en milieu submergé.
Abandon progressif de la FMS en Occident.

1950-1960 Transformation de stéroïdes par les cultures fongiques.

1960-1980
Production de mycotoxines, enrichissement en protéines des aliments pour

animaux.

1980 à nos jours - Production de divers produits (alcool, acide gibbérellique,...).
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4.2. Applications de la fermentation en milieu solide

La fermentation en milieu solide est traditionnellement utilisée pour la fabrication de

nombreux produits alimentaires dans les pays orientaux et africains. Ce procédé est principa-

lement retrouvé en Asie pour la production traditionnelle de Koji, un substrat fermenté

contenant des enzymes et servant de base pour la fabrication de produits alimentaires

nécessitant une culture ultérieure en phase liquide. Cependant, la fermentation en milieu

solide s’est développée progressivement à d’autres domaines d’applications autres que

l’alimentaire (tableau III). La première production industrielle d’enzymes a été réalisée

par Jokichi Takamine par fermentation de son de blé avec une souche de Aspergillus

oryzae) (Murooka et Yamshita, 2008).

4.3. Conduite des procédés

Le développement d’un bioprocédé de fermentation en milieu solide nécessite le choix

minutieux d’une souche, d’un substrat et d’un système de réacteur afin d’optimiser les

conditions de culture et de les maintenir constantes durant la fermentation. La conduite

d’un procédé de fermentation en milieu solide est plus difficile que pour une fermentation

en milieu liquide, principalement à cause de l’hétérogénéité de la culture et l’absence

d’eau libre. La variation des paramètres de culture est fonction de la matrice, composi-

tion, résistance mécanique, porosité et de la capacité de rétention d’eau. De plus, la

conception limitée et non optimisée des réacteurs et des systèmes de contrôle rend

actuellement délicate la maîtrise des cultures (Prevot, 2013).

4.3.1. Les supports

Le support est l’un des paramètres les plus importants en milieu solide. Il doit être

choisi avec attention en fonction de plusieurs facteurs comme la taille des particules, la

porosité, la composition biochimique dans le cas d’un support organique. La capacité de

rétention d’eau, celle à contenir les éléments nutritifs, sa disponibilité et son coût sont

également des facteurs importants.

Ils sont classés en deux catégories, les supports inertes et organiques, et se

présentent sous trois formes ( Manpreet et al.,2005 ; Krishna, 2005) ;

 Forme de matériaux organiques naturels amylacés ou lignocellulosiques. Ce sont

généralement des sources de polymères insolubles, complexes et hétérogènes tel que

bagasses, pulpes de betterave, paille, bois, son de blé, manioc,...). Ils servent à la fois

de substrat, de source de carbone et de support.
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Tableau III : Principaux domaines d’applications de la fermentation en milieu solide (Prevot. 2013).

Domaines d’applications Produits Microorganismes

Alimentaire

Champignons supérieurs
Agaricus bisporus (Champignon de Paris)

Lentinus edodes (Shiitaké) Pleurotus ostreatus (Pleurotes)

Fromages à pâte persillée, fromages à

croûte

Penicillium roquefortii Penicillium camembertii

Penicillium caseicolum

Pain Saccharomyces cerevisae

Acides organiques Acide citrique .Acide lactique Aspergillus niger Rhizopus oryzae

Divers

Bioconversion de substrats agricoles (compostage, ensilage)

Biostimulation des plantes (ectomycorhizes)

Bioremédiation des polluants organiques dans le sol
Délignification de la biomasse

Détoxification biologique de composés toxiques et dangereux

Production d’inoculum fromager (conidies de Penicillium)

Enzymes
Amylases, glucoamylases,Cellulases,

xylanases Pectinases

Aspergillus spp. Trichoderma spp., Aspergillus spp.

Aspergillus spp. Rhizopus oligosporus

Enrichissement nutritif (protéines) des

aliments

Canne à sucre, manioc, pulpe de

betterave,...
Aspergillus spp., Trichoderma spp.

Métabolites secondaires

Arômes Penicillium spp., Trichoderma spp.
Antibiotiques (pénicilline) Penicillium notatum

Hormones végétales Gibberella fujikuroi
Alcaloïdes (ergot) Claviceps purpurea

Lutte biologique (biocontrôle/biopesticide) Biofongicides, bioinsecticides,...
Beauveria bassiana,Trichoderma spp,Coniothyrium minitans
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 Forme de matériaux synthétiques (mousse de polyuréthane). Ils servent uniquement de

support et nécessitent par conséquent l’apport d’un milieu nutritif.

 Forme de matériaux minéraux : granulés d’argile, perlite, pouzzolane. Ils servent

également uniquement de support et nécessitent également l’apport d’un milieu nutritif

( Durand, 1998).

4.3.2. Les facteurs environnementaux

La conduite de la FMS est régie par des paramètres qui dépendent des conditions de

croissance des différents micro-organismes mis en culture et de l’objectif fixé (production de

biomasse, d’arômes, d’enzymes, de spores,…). Les paramètres de contrôle de la FMS, sont :

la quantité d’inoculum, l’humidité, l’activité de l’eau, l’aération, le transfert d’oxygène, la

régulation de la température et du pH.

 La température

La température est l’un des facteurs les plus difficiles à réguler en milieu solide. La

faible conductivité thermique de l’air comparée à celle de l’eau, des supports et l’absence

d’eau libre limite le transfert de chaleur et son élimination. Ceci favorise des élévations de

température pouvant dépasser de 20°C la température d’incubation. Cette élévation de la

température dépend du type de microorganisme, de la porosité, de la taille des particules et de

la profondeur du support. Ce phénomène se produit surtout lors de la croissance de la

souche et est directement proportionnel à son activité métabolique génératrice de chaleur,

de l’ordre de 100 à 300 kJ par kg de masse cellulaire (Pandey, 2003 ; Manpreet et al.,

2005).

Une mauvaise dissipation de la chaleur peut entraîner des gradients de température au

sein du milieu de culture durant la fermentation et peut provoquer des variations

métaboliques. D’autres effets sont signalés tel que l’assèchement du milieu, la

dégradation des produits sécrétés, une diminution de la disponibilité des nutriments ou

encore l’arrêt de la phase végétative au profit de la phase reproductive du champignon

filamenteux (production de conidies) (Duchiron et copinet, 2011 ; Manpreet et al.,

2005). Plusieurs possibilités existent pour limiter ou éliminer cette chaleur (Assamoi et

al., 2009) :

 De manière passive: L’évaporation de l’eau entraine une diminution de la

disponibilité de celle ci. L’utilisation d’une fine couche de support favorise

également l’évacuation de la chaleur, contrairement aux couches profondes.
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 De manière active: L’agitation mécanique modérée et intermittente du milieu

de culture, la circulation d’eau froide à l’intérieur des plateaux dans le cas d’un

réacteur à plateaux, l’aération forcée du milieu de culture avec de l’air humidifié

et refroidi. Ce dernier s’avère le plus efficace, avec une dissipation de plus de

80% de la chaleur. Le contrôle de ce paramètre s’effectue généralement dans la

couche solide et dans l’air entrant/sortant. avec des thermo-senseurs, des

thermistances/thermistors ou des sondes métaboliques.

 L’humidité relative et l’activité de l’eau

En FMS, l’eau est présente sous forme d’eau complexée à l’intérieur de la matrice

solide et sous forme d’une couche mince qui peut être absorbée à la surface des particules

ou contenue dans les régions capillaires (Raimbault, 1998). La teneur en eau nécessaire

pour les cultures est avant tout dépendante des souches utilisées, mais sa limite basse

serait fixée à 12%, seuil en deçà duquel les activités métaboliques cessent et sa limite haute

dépendrait principalement du support et de sa capacité de rétention ; elle serait de 90% pour

les substrats lignocellulosiques (Smith et al., 1983 ; Assamoi et al.,2009).

Le contenu en eau, ou plutôt la quantité d’eau disponible est très important

puisqu’une faible humidité limiterait l’hydrolyse du substrat, la solubilisation et la diffusion

des nutriments. Une forte humidité réduirait la porosité, le volume des gaz et les échanges

gazeux, tout en favorisant la contamination bactérienne. Le maintien d’une teneur en eau

optimale est par conséquent essentiel. Cependant, des variations dues au développement du

champignon à l’aération, à l’hydrolyse du substrat et à la production de chaleur métabolique

peuvent provoquer un assèchement du milieu. Pour finir, la mesure de la teneur en eau

dans le milieu ou humidité relative est généralement déterminée par dessiccation..

Cependant cette méthode ne permet pas de différencier l’eau disponible de l’eau liée

(Duchiron et copinet, 2011 ; Assamoi et al., 2009).

 L’aération

L’aération est un facteur essentiel en fermentation en milieu solide puisqu’elle

va permettre : l’oxygénation pour les organismes aérobies comme les champignons

filamenteux, la dissipation de la chaleur métabolique et l’élimination des produits du

métabolisme (Duchiron et copinet, 2011 ; Raimbault, 1998). Elle peut être passive ou de

surface ou active, forcée par l’injection d’air humidifiée afin de ne pas assécher le milieu.

Le choix d’un support poreux et la calibration de la taille des particules par broyage (de 1
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mm à 1 cm) permet d’optimiser l’aération du milieu de culture en facilitant la circulation de

l’air. Il faut cependant noter dans le cas des supports organiques qu’un changement dans la

porosité du support peut se produire lors de la dégradation du substrat avec le risque d’un

tassement ou d’une compaction des particules, provoquant ainsi la formation de chemins

préférentiels et une réduction de l’apport d’oxygène (Manpreet et al., 2005)..

 Le pH

Le pH est très difficile à homogénéiser et à contrôler en FMS. En effet, au cours de la

culture, l’activité métabolique des souches va modifier le pH du milieu soit en l’acidifiant,

par la production d’acides ou par l’absorption d’ions ammonium, soit en l’alcalinisant, par

la libération d’ammoniac provenant de la dégradation de protéines, d’urée ou d’autres

amines (Manpreet et al., 2005). Une régulation partielle de ce facteur au cours de la

fermentation peut cependant être réalisée par l’ajout d’acide ou de base à l’eau utilisée

pour ajuster le taux d’humidité du milieu. Un autre système de régulation passif consiste

à utiliser des systèmes tampon, comme l’emploi de résidus agro-industriels présentant

naturellement un excellent pouvoir tampon ou l’utilisation d’un mélange de sels

d’ammonium et d’urée (Raimbault, 1998; Sandhya et al., 2005). Le suivi de ce paramètre

de culture s’effectue indirectement par la mesure d’un pH standard après mise en

suspension d’un échantillon homogène dans de l’eau déminéralisée (Assamoi et al., 2009).

 La biomasse

L’estimation de la biomasse pour le suivi des cinétiques de la croissance est délicate car

les microorganismes sont presque inséparables du support. Il existe cependant (Assamoi et

al., 2009 ; Raimbault,1998):

 Des méthodes d’estimation directes. Elles sont très difficiles et consistent en

une séparation de la biomasse dans le cas uniquement des organismes

unicellulaires ou en une suppression de la matrice solide organique .

 Des méthodes d’estimations indirectes. Elles se font soit par le dosage de

composés spécifiques de la biomasse (protéines, acides nucléiques,

glucosamine, ergostérol), soit par le suivi de l’activité métabolique de la

biomasse (respirométrie : oxygène consommé ou CO2 produit, production

d’ATP, d’enzymes extracellulaires).
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4.4. Comparaison des technologies de fermentation en milieux solide

et liquide (submergée)

Les premières applications non alimentaires de la FMS sont pour la production

d’enzymes, essentiellement pour la production des enzymes hydrolysant les polymères

végétaux. En effet, ces enzymes ne sont produites que par un système inductible où

l’inducteur naturel est le polymère naturel. Ces polymères sont très peu solubles en phase

aqueuse, ce qui implique de très grands volumes pour pouvoir les utiliser en fermentation

liquide « fermentation submergée ». Alors qu’en phase solide, le substrat de base est lui

même l’inducteur, ce qui entraîne des réacteurs beaucoup moins volumineux pour obtenir les

mêmes niveaux de production. Actuellement, les procédés en phase solide connaissent un

regain d’intérêt avec la valorisation des coproduits agricoles pour la production d’enzymes,

de nourriture animale et depuis peu pour la production de produits organiques (Bettache,

2013). Le tableau IV montre la différence entre la FML et la FMS.

Tableau IV : Comparaison entre la FMS et FML (Sobal, 2002)

Facteur Fermentation liquide Fermentation solide

Substrats Substrats solubles (sucres) Substrats polymères insolubles

Conditions aseptiques Stérilisation par la chaleur/ asepsie
contrôlée

Traitement à la vapeur,
conditions non stériles

L’eau Grands volumes d’eau utilisés et
d’effluents pollués

Consommation limitée d’eau /peu
d’effluent

Chaleur métabolique Contrôle de la température facile Faible capacité de transfert thermique

Aération Limitée à l’oxygène soluble, haut
niveau d’air requis

Aération simple et haute (échange
d'air / substrat)

Contrôle du pH Facile Substrat solide tamponné

Agitation mécanique Bonne homogénéisation Conditions statiques

Echelle Equipements industriels
disponibles

Besoin de conception de nouveaux
équipements

Inoculation Inoculation simple/ procédé continu Par spores ou mycélium

Contamination Risques de contaminations Risque ,notamment si le
microorganisme pousse lentement

Consommation d’énergie Consommation élevée Faible consommation

Volume de l’équipement Grand volume et grand coût Petit volume et petit coût

Effluents et pollution Grands volumes d’effluents pollués Absence d’effluents, moins de
pollution

Concentration
S/produits

30-80/L 100-300/L
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Dans cette partie nous décrivons le matériel ainsi que les techniques utilisées relatives à

notre travail expérimental. Nous avons d’abord effectué des isolements de souches de

champignons à partir d’écosystèmes riches en matière organique, par la suite les souches

isolées ont fait l’objet de criblage sur milieu solide et liquide afin de sélectionner les souches les

plus performantes pour la production et la caractérisation de cellulases et d’endoxylanases.

1. Isolement de moisissures Cellulolytiques

1.1. Echantillonnage

Pour isoler des champignons producteurs de cellulases, plusieurs prélèvements sont

réalisés dans trois sites de la région d’Akbou (Algérie) : les sols riches en matière

organique, la matière végétale en décomposition et la litière animale sont ciblés.

Les prélèvements sont réalisés à l’aide de dispositifs tubulaires métalliques de

6cm de diamètre, préalablement enveloppés dans du papier aluminium et stérilisés au four

pasteur (HERAEUS) à 180°C pendant 30 min.

Les échantillons sont acheminés au laboratoire dans une glacière, puis stockés à 4°C. La

durée entre l’échantillonnage et l’isolement varie de quelques jours à une semaine (Hart et

al., 2002).

Nous avons collecté 03 lots d’échantillons qui correspondent à 03 sites différents,

chaque lot comprend 03 Prélèvements de 03 endroits différents sur le même site.

A chaque prélèvement nous avons attribué un code en fonction du lieu et le numéro

de prélèvement soit P1, P2 ou P3 pour les situer. Les caractéristiques des échantillons

prélevés sont consignées dans le tableau V.
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Tableau V: Informations relatives aux échantillons.

Prélèvements Description Du site

P1

19/12/2014

Parcelle forestière, riche en oliviers dans la région d’IGHRAM à

Akbou. Le sol est choisi pour son abondance en flore végétale et sa

richesse en matières organiques en voie de décomposition.

P2

20/12/2014

Ferme dans la région de TAZAGHART à Akbou. Le sol est

régulièrement amendé par des engrais naturels, et incorporé de bouse

de vache moisie riche en paille de blé

P3

20/12/2014

Forêt de chêne liège dans la Région de TAZAGHART à Akbou.

C’est Une litière végétale humide tapissant le sol d’une couleur brune

noirâtre en voie de décomposition

1.2. Isolement et sélection des moisissures cellulolytiques

 Principe :

L’isolement est effectué sur un milieu gélosé à pH acide (HANNA pH 210)

contenant un dérivé soluble de cellulose, la carboxymethyl cellulose (CMC) (Sigma

Aldrich, USA). Cette dernière est utilisée sous forme de poudre et comme seule source de

carbone et d’énergie. Elle est susceptible d’induire des cellulases et hémicellulases. La

composition de ce milieu est donnée en annexe I. Après autoclavage (Muve steamart OT

185, Allemagne), Le milieu en surfusion est additionné de 60ppm de gentamycine pour

inhiber la croissance des bactéries capables de dégrader la cellulose (Breton, 1990).

Donc on réalise directement un isolement sur un milieu sélectif CMC-agar-genta-

mycine, ce milieu devrait permettre la croissance uniquement des champignons produc-

teurs des cellulases pouvant dégrader la CMC (Hart et al., 2002).
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 Mode opératoire : (Herculano et al., (2011)

 10g de chaque échantillon sont mis en suspension dans 90ml d’eau physiologique

stérile, homogénéisés à l’aide de vortex (VELP scientifica) pendant 10 minutes

puis laisser décanter. Cette préparation représente la solution mère. Une série de

dilutions décimales jusqu'à 10-6 est réalisée à partir de la solution mère dans de

l’eau physiologique.

 1ml de chaque dilution est transféré dans des boites de Pétri vides et stériles

en duplicate pour augmenter les chances d’isoler le maximum d’espèces différentes.

 12 ml du milieu sélectif en surfusion sont coulés par boite et homogénéisés

par mouvements circulaires.

 Une fois le milieu solidifié, les boites de Pétri sont incubées à 28°C (étuve, Muve

incubator EN055) et observées quotidiennement.

1. 3. Purification

La purification est réalisée sur gélose PDA (Pomme de terre, Dextrose, Agar)

(Annexe I) à raison de 15 ml par boîte.

Les colonies de moisissures caractérisées par leur aspect filamenteux sont repérées

sur le milieu CMC-Agar-Gentamicine qui permet une croissance lente et graduelle. Les

colonies de moisissures sont repérées dès leur apparition par leur aspect filamenteux

caractéristique. Les repiquages successifs sur milieu PDA toujours supplémentés par la

gentamycine, permettent un développement optimal et une purification des souches. La

technique consiste à prendre un implant mycélien de la partie périphérique de la colonie et le

déposer au centre de la gélose PDA, puis incuber à 28°C.

Les souches pures sont ensuite nommées et groupées en fonction de leurs sites

de prélèvement.

1. 4. Conservation des souches

Les isolats sont conservés sur gélose PDA et MEA (gélose à l’extrait de malt)

(Annexe I) en deux exemplaires. Beaucoup de mycètes sporogènes survivent pendant

plusieurs mois, néanmoins le stockage des mycètes aux températures ambiantes, à 10°C ou

plus, sur une longue durée n’est pas recommandé à cause de l’assèchement du milieu

gélosé surtout pour les moisissures asporogènes (Nakasone et al., 2004).
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La méthode de conservation des souches la plus communément utilisée car la plus

simple, consiste à repiquer les souches en tube sur gélose inclinée, les cultures sont

maintenues pendant 7 jours à 28°C, puis elles sont stockées à 4°C pour favoriser leur viabilité

et limiter les possibilités de variations (Breton, 1990).

2. . Criblage des isolats cellulolytiques performants

L’objectif de cette étape consiste à sélectionner les souches de moisissures les

plus productrices de cellulases et hémicellulases parmi les isolats de notre collection.

La mise en évidence de l’activité cellulolytique et xylanolytique des moisissures isolées

est réalisée sur 02 types de milieux :

2.1. Criblage sur milieu gélosé « Qualitatif »

Afin de sélectionner les souches cellulolytiques les plus performantes parmi les

isolats de notre collection, nous évaluons dans un premier temps leur potentiel celluloly-

tique par la méthode au Lugol sur un milieu gélosé, la CMC étant l’unique source de

carbone.

 Milieu gélosé de criblage

Le milieu de culture utilisé pour le criblage est celui cité par Kasana et al., (2008). Il

contient en plus des sels minéraux, une source d’azote minérale et une autre organique.

D’après Mandels et al., (1976) cité dans Hankin et Anagnostakis, (1977), la CMC qui est un

dérivé soluble de la cellulose constitue un substrat de choix pour la recherche de cellulases

du fait qu’il est rapidement dégradé par les microorganismes. L’agar à 17g/l permet une

bonne diffusion des enzymes excrétées (Annexe I).

 Protocole de criblage

Les isolats de notre collection sont testés pour leur capacité à produire des cellulases sur

milieu solide contenant de la CMC (Herculano et al., 2011).

 À l’aide d’un emporte pièce circulaire d’un diamètre de 5mm et d’une aiguille

stérile un disque de gélose PDA est prélevé dans la partie périphérique de la colonie

d’une culture de 7 jours où le mycélium du champignon est le plus jeune, puis

transféré au centre des géloses de criblage en boites (en triplicata).
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 Après 3 jours d’incubation à 28°C, Les boites sont inondées avec une solution de

Lugol bactériologique (Iodo-iodure de potassium) (annexe I), pendant 3 a 5 mn,

suivi d’un lavage avec une solution de NaCl 1M dans le but d’accentuer le

contraste.

 Les diamètres des colonies et des zones d’hydrolyse sont mesurés à l’aide d’un

pied à coulisse.

 L’indice cellulolytique (IC) est exprimé par le rapport entre le diamètre de la

zone d’hydrolyse sur le diamètre de la colonie fongique (Hankin et

Anagnostakis, 1977).

2.2. Criblage en milieu liquide agité « quantitatif »

 Bouillon de criblage

Le milieu de base adopté pour le screening est celui décrit par Mandels et Weber

modifié (1969) (Annexe I). Il est additionné de 0,3% (p /v) de CMC en tant qu’inducteur

pour la production de cellulases. Le pH est ajusté à 5.

 Mise en œuvre de la fermentation en milieu liquide

La production de cellulases et xylanases extracellulaires est réalisée dans une culture

submergée en milieu liquide ou tous les isolats sont testés. La souche de contrôle est une

souche de référence productrice de cellulases et xylanases, Trichoderma reesei RUT C30

qui nous a été aimablement fournie par le laboratoire de microbiologie industrielle de

l’université de Reims champagne-Ardenne en France.

Toutes les expériences sont réalisées dans des flacons de 250 ml, contenant 50 ml du

milieu Mandels et Weber selon le protocole suivant (Herculano et al., 2011 modifié):

 Les flacons sont fermés avec des bouchons puis stérilisés à 121°C pendant 20

min.

 Après refroidissement, l’inoculation est effectuée avec 2 disques de 5 mm de

diamètre prélevés dans la partie périphérique d’une culture de 7 jours sur

milieu PDA (Lakshmikant, 1990).

 Les cultures sont incubées et agitées à 28C° pendant 7 jours (Agitateur type

Heidolphe Vibramax x 100).
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 Les extraits enzymatiques bruts sont récupérés par centrifugation (Rotina

380R, Allemagne) à 10 000 g (4°C) pendant 15 min puis conservés à 4°C

jusqu’au dosage des activités enzymatiques.

3. Mesure des activités cellulolytiques et xylanolytiques

3.1. Activité papier filtre

L’activité papier filtre (APF ou activité totale) est déterminée selon la méthode de Ghose,

(1987) et décrite dans le Tableau N° VI.

Tableau VI : Etapes du dosage de l’activité papier filtre (Ghose ,1987).

L’intensité de la coloration est proportionnelle à la concentration en glucose

contenue dans les extraits. Cette concentration est déterminée par référence à un courbe

étalonnage (Annexe III, figure n°35 ) établie avec des concentrations variables en glucose de

0,11 à 10 mg/ml à partir d’une solution mère à 10 g/l. L’absorbance est mesurée à l’aide

d’un Spectrophotomètre UV -visible (Shimadzu UV mini. 1240) à 540 nm.

Gamme Témoin enzyme Enzyme

Papier filter

Papier Whatman N° 1 de 1cm x 3 cm ,25 mg

/ / 1

Tampon (µl)

tampon citrate (50 mM; pH 4,8)

500 500 500

Equilibrer a 50°C pendant 10 min

Glucose (µl) 250 / /

Enzyme (µl) / 250 250

Incuber pendant 60 min a 50 °C

Arrêter la réaction en ajoutant 1.5 ml de DNS

Placer 5 min à 100 °C

Refroidir dans un bain d’eau glacée

Attendre 20 min ou centrifuger afin d’éliminer les débris du papier filtre déchiqueté

Prélever 500 µl de milieu réactionnel et ajouter 10 ml d’eau distillée.

Mesurer l’absorbance à 540 nm contre de l’eau distillée (en triplicata).
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Les absorbances des échantillons sont converties en concentration de glucose libéré

à partir de la courbe linéaire d’étalonnage.

APFase = (mg de glucose libéré / 0.18016 mg/µmol)/ (0.25 ml * 60 min)

= µ mol min-1 ml-1

= U /ml

3.2 .Activité carboxyméthylcellulase (CMCase) ou endoglucanase

L’activité CMCase déterminée selon la méthode de Ghose, (1987) est décrite dans le tableau

ci après :

Tableau VII: Etapes du dosage de l’activité CMCase ( Ghose ,1987).

Gamme Témoin enzyme Enzyme

Substrat (µl)

Solution de CMC à 2% (p/v) dans
tampon citrate (0,05 M - pH 4,8)

250 250 250

Equilibrer à 50°C pendant 10 min

Enzyme (µl) / / 250

Incuber pendant 30 min à 50 °C

Arrêter la réaction en ajoutant 1.5 ml de DNS

Tampon (µl) / / /

Glucose (µl) 250 / /

Enzyme (µL) / 250 /

Placer 5 min à 100 °C

Refroidir dans un bain d’eau glacée

Mesurer l’absorbance à 540 nm contre l’eau déminéralisée (en triplicata)

L’intensité de la coloration est proportionnelle à la concentration en glucose

contenue dans les extraits. Cette concentration est déterminée par référence à une courbe étalon

(Annexe III, Fig n°34) établie avec des concentrations variables en glucose (0,22 à 2

mg/ml) à partir d’une solution mère à 2 g/l. L’absorbance est mesurée à l’aide d’un

spectrophotomètre à 540 nm.
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Absorbance = Absorbance de l’enzyme – Absorbance témoin enzyme

Les absorbances des échantillons sont converties en concentration de glucose libéré par à

partir de la courbe d’étalonnage.

A CMCase = (mg de glucose libéré / 0.18016 mg/µmol) / (0.25 ml* 30 min)

= µmol min-1ml-1

= U / ml

L’unité (UI) d'une activité d'endoglucanase est définie comme la quantité d’enzyme

qui libère 1 µmole de glucose / min dans les conditions standard (Tanveer et al., 2014).

3.3. Activité xylanolytique

L’activité xylanase est déterminée selon le même protocole de dosage d’activité CMCase

(Ghose,1987) . Le substrat CMC est remplacé avec le xylane de bouleau préparé dans une

solution tampon citrate. Le xylane de Bouleau est mis en suspension à raison de 2% (m /v)

dans du tampon citrate de sodium (50 mM) à pH 4.8. L’intensité de la coloration est

proportionnelle à la concentration en xylose contenue dans les extraits. Cette concentration

est déterminée par référence à une courbe étalon (Annexe III.Fig n° 36) établie avec des

concentrations variables en xylose de 0,15 à 1.4mg/ml à partir d’une solution mère à 1.4 g/l.

L’absorbance est mesurée à l’aide d’un spectrophotomètre à 540 nm.

Une unité (U) d'activité enzymatique est définie comme la quantité d'enzyme nécessaire

pour libérer 1 µmol de xylose à partir du substrat approprié par minute et par millilitre de

filtrat brut. (Tao et al., 2010).

4. Observations macro et microscopiques des souches sélectionnées

L’identification des moisissures est basée sur l’observation des caractères cultu-

raux et morphologiques de l’espèce. Les critères morphologiques reposent sur les paramè-

tres macroscopiques (aspect des colonies, couleur du revers) et microscopiques (aspect

du mycélium, des spores, des phialides, des conidiophores,...)

4.1. Observations macroscopiques

Pour toutes les cultures obtenues après 7 jours sur milieu PDA, l'aspect de la colonie

est examiné à l'œil nu et sous une loupe binoculaire (Suntex Reset Colony conter 570). La

lumière réfléchie est habituellement plus efficace que la lumière transmise. Pour déterminer

les couleurs des colonies, on les examine à la lumière du jour.
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L’identification est fondée sur l’examen des caractères suivant :

 L’aspect, le relief, la taille, la couleur des colonies

 Les structures de fructification.

4.2. Identification microscopique

C’est l’observation microscopique à l’aide d’un microscope optique (CARL ZEISS) de

la morphologie du thalle et celle des structures sporifères par deux techniques :

 Technique des frottis humides

Pour préparer un frottis humide, une aiguille d’inoculation est utilisée pour

récupérer une petite partie de la colonie comportant les structures conidiogènes.

L’échantillon est prélevé sur la bordure de la colonie où les structures fertiles sont jeunes

et le nombre de spores n’est pas excessif. De plus, on choisit les structures qui peuvent

renfermer les spores, près du centre de la colonie, où la probabilité de trouver des spores à

maturité est la plus grande (Garg et al., 2010).

Le bleu de méthyle au lactophénol ou bleu coton (Annexe I) est un colorant acide ; il

possède une affinité particulière pour les structures à caractère basique. C’est le colorant le

plus adapté à la mycologie générale parce qu’il est spécifique de la callose, qui est un des

principaux constituants de la paroi des hyphes de champignons. Il colore les membranes

callosiques ainsi que le contenu cytoplasmique des hyphes (Lachapelle, 2004).

Les coupes d'échantillon posées sur une lame sont d’abord mouillées avec une goutte

de Lactophénol puis une lamelle de couverture est posée. Le liquide en excès est épongé

avec un papier absorbant. On procède ensuite à l’examen au microscope optique, généralement,

un examen à l’objectif 40 est suffisant pour mettre en évidence la plupart des éléments

importants (Breton, 1990).

 Technique de culture sur lamelle

Cette technique est appliquée essentiellement aux champignons dont la structure

est particulièrement fragile, qui subissent alors un examen microscopique spécial qui consiste

à préparer une culture observable directement au microscope (Garg et al, 2010).

 Une lamelle stérile est insérée délicatement dans un milieu gélosé de

manière à former un angle de 45°.
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 Une goutte de l’inoculum (suspension de spores) est déposée contre la

lamelle en contact avec le milieu.

 Après 5-7 jours d’incubation à 28°C, la lamelle est retirée délicatement de la

gélose entraînant avec elle des fragments du mycélium.

 La lamelle est ensuite déposée à l’envers sur une lame, puis examinée au

microscope optique.

L’examen microscopique suivant ces manipulations permet d’examiner les caractères

suivants:

 Le thalle siphonné ou septé.

 Type et apparence du système sporal.

5. Mise en œuvre des fermentations liquides et solides avec

les coproduits

5.1. Préparation des substrats de fermentation

La paille, le son de blé et le grignon d’olive ont été utilisés dans cette étude dans les

fermentations solides et liquides. Les échantillons sont récoltés au niveau des minoteries,

huileries et agriculteurs de la région. Les pailles sont d'abord séchées, coupées en petits

morceaux, puis broyées en petites particules (Tao et al ,2010). Un tamisage est réalisé pour

la paille et le grignon d’olive pour avoir une granulométrie comprise entre 5 et 10 mm.

Tous les substrats sont lavés à l'eau, séchés au four pasteur à 80C° pendant 24

heures puis stockés à température ambiante dans des récipients étanches à l'air (Madhuri et

al., 2014).

 La veille de la fermentation, les taux d’humidité des substrats sont

déterminés ; H (%) = [(P0 – P sec) / P0] x 100

 Le poids sec est déterminé après séchage des substrats

au four Pasteur à 105°C jusqu'à poids constant.

5.2. Tests préliminaires de criblage cellulolytique et xylanolytique par

fermentation liquides des coproduits:

Les Cellulases et xylanases sont produites en milieu liquide à partir des 04 souches

sélectionnées et du témoin :

P0 : Poids frais

P sec : Poids sec
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 AP ( Trichoderma sp)

 BG ( Aspergillus sp )

 AM et BD ( Penicillium sp)

 ST : Trichoderma reesei RUT C30. (souche témoin)

Les activités cellulases et xylanases sont déterminées selon le protocole

d’Herculano, (2011). Les cultures sont réalisées dans des flacons de 250ml contenant 50 ml

de solution minérale Mandels et Weber avec 2% (p / v) de paille, de son de blé et de

grignon d’olive comme source de carbone. Après traitement thermique à 121°C pendant 15

minutes, les milieux sont inoculés avec 2 disques de 5 mm de diamètre prélevés dans la

partie périphérique d’une culture de 7 jours sur milieu PDA et mis sous agitation à

150 rpm pendant 7 jours à 28°C ( Prevot, 2013).

Des échantillons sont prélevés tous les jours jusqu’au septième jour, Les extraits

enzymatiques sont ensuite obtenus par centrifugation à 10 000 g, 4°C pendant 15 minutes.

Le surnageant récupéré est conservé à 4°C avant utilisation pour les dosages enzymatiques.

(Da Vinha et al., 2011). La mesure des activités enzymatiques est répétée trois fois.

5.3. Production d'enzymes par Fermentation solide « SSF »

Les Cellulases et xylanases sont produites par fermentation en milieu solide à partir

des deux souches nouvellement sélectionnées dans la fermentation liquide à savoir la

souche AP ( Trichoderma sp ) et BG ( Aspergillus sp) . La paille et le son de blé sont

utilisés comme seule source de carbone et la solution minérale de Mandel en tant qu'agent

de mouillage (Madhuri et al., 2014).

Les souches sont cultivées dans des boites de Pétri contenant le milieu de PDA

incubé à 28 C° pendant 7 jours. Après sporulation, chaque boite est lavée avec 25 ml d'eau

distillée stérile contenant 1% (v/v) de Tween-80 .Les spores sont recueillies dans des

bouteilles stérilisées pour être utilisées comme inoculum pour la production d’enzyme.

(Sandhu et al., 2013 ; Ang et al., 2015).

Toutes les cultures sont effectuées dans des Erlenmeyer de 500 ml contenant 10 g

de substrat (paille ou son de blé). Les taux humidité de 40% et de 80% sont obtenus avec

le milieu Mandel Weber (MW), Les Erlenmeyer sont stérilisés à 121 °C pendant 15 minutes,

refroidi, puis inoculé avec la suspension de spores fongiques à raison de 10
7
spores/g de

substrat. Ils sont incubés à 28 ° C dans une étuve durant sept jours (Sandhu et al 2013),
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Pour établir les cinétiques de fermentation il est indispensable de préparer autant de

fioles d’Erlen que de points souhaités (Saucedo-Castaneda, 1991) .Une prise d’échantillons

homogènes est effectuée toute les 24heures jusqu’au huitième jour de la SSF.

Les échantillons prélevés sont traités comme suit : (Saucedo-Castaneda, 1991 ;

Roussos et al., 1994).

 Les produits fermentés prélevés sont parfaitement homogénéisés à l’aide d’une

spatule, les échantillons frais sont utilisés pour mesurer les poids sec (SCOUT PRO)

et le pH

 Parallèlement 08 g de substrat fermenté sont mis en suspension dans 80 ml d’eau

distillée. Afin de récupérer le maximum d’enzymes, l’homogénéisation est

réalisée dans un mixeur (MOULINEX) pendant 2min par intermittence pour éviter

l’augmentation de la température. L’action mécanique du mixeur est très

importante pour récupérer le maximum d’enzymes qui adhérent fortement à la

fraction cellulosique du substrat solide.

 Le mélange est centrifugé à 10000g (4 °C) pendant 15 min. La filtration n’est pas

nécessaire car le surnageant obtenu est clair (Gassara et al., 2010). Une

température basse (4°C) est fortement requise lors de la centrifugation pour éviter

la dénaturation des enzymes Le surnageant clair récupéré représente l’extrait

enzymatique brut, il est conservé à 4°C (Bansal et al., 2012).

 Pour traiter tous les échantillons dans les mêmes conditions, les extraits

enzymatiques sont conservés à 4°C au fur et à mesure des prélèvements. La mesure

des activities enzymatiques est répétée trois fois.

5.3.1. Analyses physico-chimiques

A. Mesure de la matière sèche et de l’humidité

2g d’échantillons de matière fraîche sont pesés (P0) dans des creusets en

porcelaine préalablement tarés, à l’aide d’une balance de précision (OHOUS).

L’échantillon est mis à sécher à 105°C jusqu’à poids constant (P sec). Les résultats sont

exprimés en pourcentage de matière sèche.

H (%) = [(P0– P sec) / P0] x 100 P0 : Poids frais

MS (%) = 100 – H (%) P sec : Poids sec
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B. Mesure du pH

Le pH est mesuré directement sur la suspension obtenue avec l'échantillon de

fermentation solide à l'aide d'un pH mètre, l'étalonnage de l'appareil est réalisé au moyen des

solutions tampon (Scholl-Gemte) de pH 4 et 7 à 25 C°.

5.4. Activités enzymatiques dans l’extrait brut de fermentation

Une unité d’activité enzymatique (U) est définie comme étant la quantité

d’enzyme nécessaire pour produire une micromole de sucres réducteurs (équivalent en

glucose, xylose) par minute, dans un ml d’extrait brut et dans les conditions expérimentales.

 Activité endoglucanase (CMCase)

L’activité endoglucanase est mesurée selon la méthode décrite par Ghose, (1987).

Le mélange réactionnel est constitué de 0,25 ml de 2% de CMC dans du tampon citrate de

sodium à pH 4,8. La réaction est stoppée par addition de 1.5 ml de DNS dans l'eau

bouillante. Après refroidissement, les absorbances sont lues à 540 nm.

 .Activité FPase

L’activité FPase est déterminée selon la méthode de Ghose(1987). Dans un tube à essai,

une bandelette du papier whatman N° 1 est équilibrée avec 0,5ml de la solution tampon citrate

(50 mM, pH 4,8) à 50C° pendant 10 minutes, puis 0,25 ml de l’extrait enzymatique brut sont

additionnés. Apres incubation à 50C° pendant 60 minutes, La réaction est stoppée par

addition de 1.5 ml de DNS dans l'eau bouillante. Après refroidissement, les absorbances

sont lues à 540 nm (Tanveer et al., 2014).

 Activité xylanase

L'activité xylanase est déterminée dans des conditions similaires à celles décrites dans

l’activité de CMCase, sauf qu’une solution de xylane de 2% est utilisée comme substrat à la

place de CMC (Tao et al., 2010).
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6. Caractérisation partielle des cellulases et xylanases dans le

surnageant

6.1. Effet de la température

La température optimale de l'enzyme est déterminée en mesurant l'activité décrit ci-

à diverses températures : 28.40.50.60.70.80 et 90 C° à pH 4,8 (Tao et al., 2010). Le pH de

4,8 est considéré comme idéal pour cellulases fongiques telles que celles produites par T.

reesei et d'autres champignons filamenteux cellulolytiques, en conservant toutes les autres

conditions telles que décrites dans le test standard. La réaction enzymatique est effectuée

pendant 30 min (Ramos et Fontana, 2010 ; Almeida et al., 2013).

6.2. Effet du pH

Le pH optimum est déterminé par la mesure des activités enzymatiques à differents

pH : 3,0. 4,0. 4,8. 5,0. 6,0. 7,0. 8,0 et 9,0 avec des tampons à 50mM suivant : le citrate de

sodium pour les pH de 3,0 à 6,0, phosphate sodium pour les pH 6,0 et 7,0 et Tris-HCl pour

les pH 8,0 et 9,0 (Da Vinha et al., 2011).

6.3. Thermostabilité

Pour la détermination de la stabilité thermique, les fractions enzymatiques sont

incubées à des températures de 50, 60 et 70 ° C. Les échantillons sont prélevés toutes les

heures durant 07 heures puis refroidis dans de la glace pendant au moins 1 h. L'activité

résiduelle est déterminée à la température optimale en utilisant le test standard (Almeida et

al., 2013) .

7. Analyse statistique.

L’analyse de la variance (ANOVA) suivie par le test HSD est utilisée pour déterminer

les différences significatives à l’aide du logiciel statistique Excel STAT. Pour toutes les

analyses, la différence est considérée comme étant significative lorsque p < 0,05 pour un

intervalle de confiance de 95%.
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1. Isolement sur milieu sélectif

La qualité de la matière organique (MO) est un facteur physico-chimique important

agissant sur les fonctions microbiennes des sols et des litières. Elle joue un rôle important

dans la distribution spatiale des zones de forte activité biologique (Alarcόn-Gutiérrez, 2007).

A partir des 03 Prélèvements collectés, 66 champignons sont isolées sur un milieu

sélectif CMC-agar-gentamycine à pH acide (Figure n° 14).

25,75%

33,34%

40,91% P1 Parcelle forestière

P2 Ferme

P3 Forêt de chêne liège

Figure n° 14 : Distribution des isolats en fonction des sites de prélèvement

Nous observons une forte prépondérance de souches fongiques dans le Prélèvement

P3 plus de 40,91% des souches sont isolées. Ce résultat s’explique probablement par la

richesse du foret de chêne de liège (litière végétale) en matière organique, apportée par les

débris végétaux en décomposition.

Nous avons remarqué l’absence des colonies bactériennes lors d’isolement, Cette

absence est due à la sensibilité de ces micro-organismes aux conditions imposées. Le tableau

VIII révèle un total de 66 isolats à partir des prélèvements effectués. Les champignons sont

isolés en cultures pures repartis et nommés en fonction des sites de prélèvement, du numéro

d’échantillon et de la dilution. Les souches du même prélèvement, même échantillon et de la

même dilution sont différenciées par des lettres alphabétiques.

Exemple :

P1-3-3BM : P1 : Prélèvement 1, 3: Troisième échantillon, 3 : dilution « -3 »
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Tableau VIII: Isolats fongiques des différents prélèvements

Prélèvement 1

(17 souches )

Prélèvement 02

(22 souches)

Prélèvement 03

(27 souches)

P1-3-3BM P2-2-5Z P3-1-3BL

P1-3-4BE P2-2-6T P3-1-4AT

P1-2-3BS P2-3-4AD P3-3-3BD

P1-1-5AP P2-3-4AZ P3-2-5BF

P1-2-6AI P2-1-6BP P3-2-5BC

P1-2-6BA P2-3-6BB P3-3-6AY

P1-2-4BR P2-1-5BK P3-2-4AN3

P1-2-2AJ P2-2-5V P3-2-4AN1

P1-3-4M P2-3-6P P3-3-5BN

P1-2-4E P2-1-3R P3-2-3AG

P1-3-4L P2-2-4Y P3-2-3AF

P1-3-3G P2-3-5W P3-1-4F

P1-3-3I P2-3-4S P3-1-4B

P1-3-3A P2-2-5K P3-1-2J

P1-1-5AP P2-1-6O P3-1-1AK

P1-1-4BG P2-3-2AB P3-2-5D

P1-3-6KK P2-2-2H P3-2-4N

P2-3-2AM P3-1-3Q

P2-1-6X P3-1-3AC

P2-1-1AE P3-2-6C

P2-3-4BT P3-1-3AL

P2-2-5AR P3-2-5AH

P3-2-3AS

P3-1-3G

P3-3-3KI

P3-1-3KZ

P3-1-3BL
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Figure n°15 : Photos du screening sur milieu gélosé représentant
les zones d'hydrolyses des isolats.

2. Criblage des isolats

La quantification et l’obtention des lignocellulases fongiques sont des objectifs difficiles à

atteindre (Decker et al., 2003). De ce fait, deux criblages différents ont été mis au point pour

permettre une sélection primaire des souches lignocellulolytiques parmi les 66 isolats.

2.1. Criblage qualitatif sur milieu gélosé

Pour le criblage qualitatif, les 66 Souches des mycètes sont incubées pendant 3 jours

dans le milieu CMC-Agar pour observer leur niveau de production d'enzymes celluloly-

tiques. Toutes les espèces montrent des zones d’hydrolyse de CMC après traitement avec

lugol. (Figure n° 15).

Les colonies apparaissent entourées d’une zone claire avec différents diamètres selon

les isolats. Le lugol interagit rapidement avec la cellulose native, il forme un complexe

marron foncé mais pas avec la cellulose hydrolysée. Ceci révèle une zone distincte (halo) de

couleur claire autour des colonies fongiques productrices de cellulases, qui correspond à la

zone d’hydrolyse de la cellulose (Yeoh et al., 1985).

L’Indice cellulosique « IC » entre le diamètre d’halo et celui de la colonie est

proportionnel à la quantité de cellulases extracellulaires secrétées par les champignons, Tous

les isolats (100%) produisent l'enzyme carboxyméthyl cellulase (Figure n°16),
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46,97%
31,82%

21,21%

1

1,1-2

2,1-3,43

Figure 16 : Indices cellulolytiques des 66 isolats sur milieu CMC-Agar.

Les souches sont réparties en 3 groupes, en fonction de IC :

 46,97% des souches ont un IC de 1,0. Les colonies envahissent la totalité de la boite

ce sont des moisissures à taux de croissance très élevé dites envahissantes.

 31,82% des souches ont un IC entre 1,1-2.

 21,21% des souches ont un IC entre 2,1-3,43.

Le test de screening solide est assez sensible pour un screening primaire des micro-

organismes cellulolytiques, mais la taille de la zone d’hydrolyse n’est pas toujours

significative de l'activité cellulasique. Une étude a montré que, parmi 77 isolats microbiens

cultivés sur milieu CMC, l’isolat à activité enzymatique la plus élevée était celui qui présente

la zone claire la moins large (Bettache, 2013).

Le teste ANOVA a montré que l’isolat P2-3-4AZ possède le plus grand IC parmi les 66

isolats de notre collection avec une moyenne de 3,43 avec une différence hautement

significative (p<0,0001).

2.2. Criblage quantitatif en milieu liquide agité

Le premier passage de la collection de champignons sur un milieu sélectif nous a

permis de les classer en fonction de leur aptitude à former une zone d’hydrolyse mais cette

évaluation reste toutefois semi-quantitative.

Dans un deuxième temps, une évaluation quantitative des activités cellulasiques de

type APFase et CMCase et activité xylanolytique, est réalisée sur 57 isolats ayant un IC

supérieur ou égal à 1,25 à l’exception des moisissures envahissantes. Ces souches sont

sélectionnées pour une étude comparative de production de cellulases et xylanases sur milieu

liquide agité Mandels et Weber [0, 3% CMC (p/v)],

Les résultats des activités APFase, CMCase et Xylanase des 57 souches sélectionnées

sont présentées dans la figure n°17.
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C

A

B

Figure n° 17: Activités CMCase (A), Xylanase (B) et APFase (C) des 57 isolats en fermentation liquide sur milieu MW.
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Les souches testées présentent des activités APFase entre 0,071-0,274, CMCase

entre 1,175- 4,202 et xylanase entre 1,914-5,033.

Nous remarquons que l’activité APFase ne corrèle pas toujours avec l’activité

CMCase la même remarque a été rapportée par Shahriarinour et al., (2011).

L’analyse statistique a montré que l’isolat AP est le mieux équipé en exoenzymes

parmi les 57 souches testées (CMCase: 4.202 UI/ml et xylanase 5.033UI/ml) avec une

différence hautement significative (p <0,0001).

Le test ANOVA suivi de test HSD ont montés que les souches P 1-1-5 AP (AP), P 1-1-4

BG (BG), P 2-3-2 AM (AM), P 3-3-3 BD (BD) révèlent des activités CMCase et xylanolytiques

relativement importantes avec une différence hautement significative (p <0,0001) comme le

montre le tableau IX.

Tableau IX : Performances cellulolytiques et xylanolytiques des souches

Souche IC CMCase Xylanase AFPase

P 1-1-5 AP 1.000 4.202 5.033 0.157

P 2-3-2 AM 1.000 3.107 4.760 0.186

P 1-1-4 BG 1.000 3.603 4.874 0.069

P 3-3-3 BD 1.000 2.786 4.705 0.098

Ces résultats ont permis de choisir les souches AP, BG, AM et BD pour la production

de cellulases et de xylanases par fermentation submergée avec des substrats lignocellu-

losiques. Par ailleurs, une étude morphologique est réalisée sur les 04 isolats sélectionnés.

Ces résultats n’ont toutefois qu’une valeur indicative car toutes les souches sont

testées selon des conditions standards, les conditions optimales pour chacune d’elles n’ayant

pas été déterminées (Roussos et Raimbault, 1982).

3. Etude Morphologique des isolats sélectionnés

3.1. Macromorphologie

Les caractères macroscopiques des différentes souches sélectionnées sont étudiés sur

le milieu PDA , le plus communément utilisé. Le tableau X résume les principaux caractères

culturaux des colonies à savoir : l’aspect du mycélium, la surface des colonies ainsi que la

couleur de la pigmentation au revers des boites.
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Tableau X: Principaux caractères culturaux des isolats sur milieu PDA.

Souche Caractères morphologiques Aspect de la boite

P 1-1-5 AP

(AP)
-Une croissance très rapide et

le mycélium envahit
facilement le milieu.

-Le mycélium est de Couleur
jaune puis vert olive après

sporulation

P 2-3-2 AM

(AM)

P 3-3-3 BD

(BD)

-Une croissance rapide et le
mycélium envahit la boite

après 3 jours d’incubation.

-Les mycéliums sont de
couleur vert foncé, devenant

poudreux avec l’apparition de
spores.

-Absence de pigment

P 1-1-4 BG

(BG)

-Une croissance rapide.

-Un mycélium d’aspect
velours, blanc cotonneux au
départ devenant poudreux
avec l’apparition de spores

noires.

-Absence de pigments
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3.2. Micromorphologie

La figure n°18 présente l’aspect des lamelles après 7 jours d’incubation sur le milieu
PDA ensemencer avec les isolats AP,BG,AM et BD.

Figure n° 18: Observations fongiques par la technique des lamelles

L’observation au microscope optique des cultures sur lamelles de 7 jours au

grossissements (x400), permet d’examiner les mycelia et les organes de fructification sans en

altérer leurs structures ( tableau XI) et Les photos d’observation des souches AP, AM, BD et

BG sont présentées dans les figures n° 19, 20 et 21.

Tableau XI : Principaux caractères microscopiques des isolats dans le milieu PDA

Isolat Caractères microscopiques Genre Photo

AP

 Hyphes cloisonnés
 Conidiophores très ramifiés,

irrégulièrement verticillés avec des
ramifications à angle droit.

 Phialides ovoïdes et ellipsoïdales atténués
au sommet directement insérées sur le
conidiophore.

 Conidies de couleur verte.( Figure n° 19).

Trichoderma

AM et

BD

 Hyphes cloisonnés
 L’organe de fructification asexué est

caractérisé par la présence des penicilli
constituées de métules, et phialides.

 Phialides branchées directement à
l’extrémité du conidiophore surmontées par
des chaines de conidies. (Figure n° 20).

Penicillium

BG

 Hyphes cloisonnés.
 Conidiophores à extrémité enflé en une

vésicule recouverte de métules qui portent
les phialides.

 Les chaines de conidies sont portées par les
phialides.

 Phialides formées directement sur la
vésicule. (Figure n° 21).

Aspergillus
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Figure n°21: Observations microscopiques de souche BG.

Figure n°19: Observations microscopiques de la souche AP.

Figure n°20: Observations microscopiques des souches AM et BD.
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4. Production de cellulases et de Xylanases par fermentation

submergée de déchets lignocellulolytiques

La production de Lignocellulases est un facteur important dans l'hydrolyse de matières

lignocellulosiques. Il est également essentiel de rendre le procédé économiquement viable.

Beaucoup de travaux rapportent la production de lignocellulases à partir de matières

lignocellulosiques (Soni et al., 2010; Goldbeck et al., 2013; Bano et al., 2013). Les mycètes

les plus utilisés dans l’industrie de fabrication des enzymes appartiennent aux genres

Aspergillus, Trichoderma et penicillium. Ils présentent des capacités de production et de

sécrétion élevés; Trichoderma reesei peut atteindre des rendements de cellulases de 40 g /l

(Moor et al

., 2011).

Le screening liquide nous a permis de sélectionner 04 souches dans les genres

Trichoderma (AP), Aspergillus (BG) et penicillium (AM et BD). Elles sont les plus

performantes parmi les 57 souches préalablement testées et caractérisées. Elles ont été

choisies dans une première phase pour la production d’enzymes par fermentation liquide de

déchets lignocellulolytique tel que le grignon d’olive, la paille et le son de blé.

4.1. Production d’ endoglucanases (CMCases)

La production de CMCase par fermentation liquide est suivie du 2ème au 7ème jour

avec des prélèvements toutes les 24 heures. La figure 22 représente la cinétique de production

des 04 souches ainsi que la souche témoin « ST » avec les différents déchets

lignocellulolytiques. On note les points suivants :

 Le maximum de production pour l’activité CMCase correspond pour la plupart des

souches au 6ème jour de la fermentation.

 Toutes les souches présentent une activité CMCase inferieure à celle de la souche de

référence (ST) .T reesei RUT C30 présente en effet les meilleurs activités CMC ase

avec tout les substrats soit 5,291 , 5,713 et 0,99 UI/ml respectivement pour la paille, le

son de blé et le grignon d’olive.

Parmi nos souches testées :

 La souche de Trichoderma sp (AP) présente de meilleures activités avec la paille de blé

ou elle atteint 3,088 UI/ml. Avec le son de blé, elle affiche une activité 0,974 UI/ml et

de 0,021 UI/ml avec le grignon d’olive. Ce genre est connu parmi les souches fongiques

les plus productrices d’enzymes cellulolytiques Elles sont capables de produire au moins 5

endoglucanases (Kubicek et Pentilla, 1998). Roussos et Raimbault, (1982) rapportent
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Figure n° 22 : Cinétique des activités CMCases des 04 isolats et ST par Fermentation

liquide :(A) Paille de blé, (B) : Son de blé, (C); Grignon d’olive.
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une activité de 1,229 UI /ml. avec une souche de Trichoderma reesei sur milieu MW.

Selon (Ang et al., 2015), le niveau de productivité des enzymes chez des souches de

Trichoderma cultivées sur le grignon d’olive est suffisant pour la croissance sur la

cellulose mais ne permet pas la saccharification in vitro de cette dernière .

 L’Aspergillus sp (BG) présente une activité 2,385UI/ml avec la paille de blé, Alors que

sur le son de blé elle atteint 3,549 UI/ml , mais une faible activité de 0,120UI/ml est

observée avec le grignon d’olive.

 Les souches de penicillium présentent des activités relativement importantes avec le

grignon d’olive comparées aux genres précédents avec des activités de 0,385 et 0,451

UI/ml pour AM et BD respectivement. Par ailleurs, on relève des CMCase de 2,226 et

2,004 UI/ml avec la paille de blé, de 1,774 et 1,570 UI/ml avec le son de blé.

Herculano et al., (2011) rapportent des activités CMCases respectives de 2,36 et 2,57

UI/ml chez des souches de Rhodotorula aurantiaca et Eurotium chevaliere.

Concernant l’activité CMAses, on peut conclure que la souche AP produit une activité

appréciable avec la paille de blé par rapport aux autres genres. La souche BG présente une

meilleure activité avec le son de blé, par contre les souches AM et BD produisent des

activités relativement importantes avec le grignon d’olive comparable au souches AP et BG.

4.2. Production de papier filtrase

La culture en milieu liquide est également prélevée toutes les 24 h du 2ème au 7ème

jour. La figure 23 représente la cinétique de production d’APFase des 04 Souches et du

témoin « ST » avec les différents déchets.

On relève ce qui suit :

 le maximum de production d’activité APFase correspond pour la plupart des souches

au : 7ème jour de fermentation pour la paille de blé, 6ème pour le son de blé et 3ème

pour le grignon d’olive .

 La plupart de nos souches présentent une activité APFase inferieure à celle de la

souche de référence (ST) T reesei RUT C30 avec des activités de 0,508 , 0,961 et

0,373 UI/ml dans la paille, le son de blé et le grignon d’olive respectivement
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Figure n° 23 : Cinétique de l’activité APFase des 04 isolats et ST par fermentation

liquide (A); Paille de blé, (B) :Son de blé,(C): Grignon d’olive



Chapitre III. Résultats et discussion

55

 Trichoderma sp (AP) révèle de meilleures activités avec 0,448 et 0,505 UI/ml en

présence de paille et de son de blé respectivement. Avec le grignon d’olive elle

présente également une activité de 0,489UI/ml supérieure à celles des autres souches

y compris de la souche de témoin. Ce résultat se rapproche de celui rapporté par

Kader et al., (1999) avec une souche locale de Trichoderma sp sur milieu Mandels

avec une APfase de 0.40 UI/ml.

 L’Aspergillus sp (BG) présente une meilleure activité avec le son de blé. Les activités

maximales observées chez cette souche sont de 0,314, 0,602, 0,462 UI/ml avec

respectivement la paille, le son de blé et le grignon d’olive. Dans une étude similaire,

Saradouni (1994), a sélectionné une souche locale appartenant au genre Aspergillus,

avec une APfase maximale de 0.3 UI/ml sur milieu MW.

 Les souches de penicillium (AM et BD) présentent des activités APFase relativement

élevées. elles sont de 0,460 et 0,391 UI/ml avec la paille de blé, de 0,488 et 0,386

UI/ml avec le son de blé et de 0,333 et 0,395 UI/ml avec le grignon d’olive.

4.3. Production de xylanases

La figure n°24 représente la cinétique de production de xylanases chez les 04

souches Sélectionnées et la souche de témoin « ST ». Les prélèvements sont effectués chaque

jour du 2ème au 7ème jour.

Nous remarquons dans la figure n° 24 :

 le maximum de production d’activité xylanase varie pour la plupart des souches entre

le 5ème, le 6 ème et le 7ème jour de fermentation.

 Toutes les souches présentent des activités xylanases supérieures à celle de la souche

de référence(ST) T reesei RUT C30 dont les activités maximales sont de 4,609,

3,448 et 0,515 UI/ml respectivement avec la paille, le son de blé et le grignon d’olive

 Trichoderma sp (AP) révèle une activité xylanase importante de 4,851 UI/ml avec la

paille de blé par rapport aux autres souches y compris la souche de témoin. Elle

présente également des activités maximales de 4,979 et 0,087 UI/ml avec le son de

blé et le grignon d’olive.
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Figure N° 24 : Cinétique de l’activité xylanase des 04 isolats et ST par fermentation

liquide. (A) ; Paille de blé, (B): Son de blé, (C): Grignon d’olive
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 L’Aspergillus sp (BG) révèle une activité de 6,000 UI/ml avec le son de blé,

supérieure aux autres souches et la souche témoin. Il présente également des activités

maximales de 4,624 et 0,363UI/ml avec la paille de blé et le grignon d’olive. Selon

Ang et al.,(2015), beaucoup d’études ont prouvé que plusieurs espèces d’Aspergillus

sont caractérisées leur potentiel xylanolytique élevé dû à leur sécrétion élevée de

xylanases.

 Les souches AM et BD présentent respectivement des activités de 3,362 et 4,465

UI/ml avec la paille de blé, 5,259 et 4,410 UI/ml avec le son de blé et 0,378 et 0,623

UI/ml avec le grignon d’olive. A noter que la souche BD révèle une activité

xylanase avec le grignon d’olive supérieure à celle de la souche témoin et celles des

autres souches.

On remarque que dans l’ensemble les meilleures activités sont obtenues avec le son de

blé, ce dernier semble induire la production de xylanases , plusieurs études ont rapporté son

efficacité comme inducteur de xylanases (Boucherba,2011).

Le tableau XI synthétise les activités de nos souches en présence de son de blé et

comparées avec celles rapportés par Kobakhidze et al., (2012).

Tableau XI: Etude comparée de la production d’enzymes cellulolytiques par fermentation

submergée en présence de son de blé.

souches CMCase
(U/mL)

FPA
(U/mL)

Xylanase
(U/mL)

Jour

ST 5.713 0.961 3,448 6-7-6

AP
0.974 0.505 4.979 6-7-6

BG 3.549 0.602 6.006 5-5-5

AM 1.774 0.488 5.259 5-5-4

BD 1.570 0.386 4.410 7-5-7

Hyphoderma praetermissum

(Kobakhidze et al., 2012)

0.7 0.38 3.2 5-5-5

Tubulicrinis glebulosus 26

(Kobakhidze et al., 2012)

0.3 0.04 1.3 8-5-5
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5. Production de cellulases et de xylanases par fermentation solide

avec de la paille et du son de blé

La culture solide en erlen repose sur une distribution homogène des spores de

mycètes à l’intérieur des substrats lignocellulosiques. La préparation d’un substrat poreux est

nécessaire pour assurer une bonne aération et une croissance rapide du mycélium. Le pH

acide et une charge importante de l’inoculum sporal favorisent cette croissance. L'humidité

joue également un rôle important dans la croissance des mycètes et la production des enzymes

dans les SSF ( khushal, 2003).

Avant humidification, l’humidité de nos substrats est de 10 % pour la paille de blé et

de 12 % pour le son de blé. Le taux d’humidité requis pour la SSF est de 40% pour le son de

blé, de 40% et 80% pour La paille. La capacité d’absorption de l’eau est due probablement

à leur composition. L’humidité initiale des substrats évolue au cours de la fermentation à

cause de l’évaporation et de l’activité métabolique. L’augmentation de l’humidité et de la

disponibilité de l’eau provoque une augmentation du taux de croissance, de la production de

biomasse et de la biosynthèse d’enzymes ( Lakhtar, 2009).

Selon Oriol, (1987), le rôle de l’eau dans le processus de FMS est multiple ; elément

dominant dans la composition de la biomasse, l’eau sert à véhiculer les enzymes et les

composés nutritifs, et facilite les échanges gazeux.

La quantité maximale de liquide présente dans la phase solide est fonction de la capacité

de rétention d’eau du substrat ou du support solide. Toutefois, cette quantité de liquide doit

être suffisante à la croissance des microorganismes sans détruire la structure solide ou réduire

la porosité du substrat ou du support. Le développement microbien en FMS nécessite une

humidité du substrat supérieure à 50 %, une humidité très élevée dans le substrat provoque

une diminution de la porosité du substrat, une baisse de la diffusion d’oxygène et une

augmentation de cette humidité provoque un risque de contamination (Lakhtar, 2009).

5.1. Culture et croissance des souches

La fermentation liquide avec le grignon d’olive, la paille et le son de blé nous a

permis de sélectionner 02 souches les plus performantes à savoir Trichoderma sp (AP) et

Aspergillus sp (BG) . Elles sont caractérisées par leurs capacités de production de cellulases

et de xylanases sur la paille et le son de blé. L’aspect des cultures fongiques étudiées sur

milieu solide à base de son et de paille de blé est représenté dans la figure n° 25.
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Figure n° 25 : Aspect des cultures de Trichoderma sp (AP) et Aspergillus sp (BG) après
fermentation solide de la paille et du son de blé

A 40% d’humidité, La croissance d’Aspergillus sp et Trichoderma sp débutent à partir

de 24h sur le son de blé ; ce dernier demeure plus ou moins humidifié. Pour la paille de blé

humidifié à 40%, la croissance nécessite au moins 48 h; le substrat apparait sec et déshydraté.

Par contre pour les cultures avec de la paille de blé humidifiée à 80%, la croissance débute

à 24h chez Aspergillus sp . Nishlo et al., (1979), rapportent une augmentation de la vitesse

spécifique de croissance de la biomasse et de la synthèse d’enzymes chez Aspergillus niger

sur son de blé, lorsque l’humidité initiale augmente de 32% à 56%.

La taille des particules constitue également un facteur critique dans la fermentation

solide. Selon Attyia et Ashour (2002), la surface de croissance des microorganismes est plus

importante quand la porosité entre les particules est faible. Ces deux facteurs opposés, faible

surface et forte porosité influent probablement sur la croissance et la production d’enzyme.

Aspect de la paille de blé humidifié à 40% après

incubation 7 jours à 28C° avec les souches BG

et AP

Aspect du son de blé humidifié à 40% après

incubation 4 jours à 28C° avec les souches BG

et AP

Aspect de la paille de blé humidifié à 80% après incubation 5 jours à 28C° avec les souches BG et AP
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5.2. Evolution de la matière sèche et du pH au cours de la FMS

5.2.1. la matière sèche

En fermentation solide, il est indispensable de suivre l'évolution de la matière

sèche du substrat solide au cours de la fermentation. En effet, l'eau produite lors de la

respiration, de même que la perte de poids due à la dégradation des substrats carbonés

conduisent à des variations importantes de l'humidité au cours de la fermentation . Le suivi

de la perte en poids sec du substrat de fermentation permet de suivre l’évolution de la

croissance du champignon, car ses deux paramètres sont fortement corrélés ( Saucedo-

Castaneda, 1991 ;Terebiznik et Pilosof, 1999).

En FMS avec les moisissures, il est difficile de déterminer directement la biomasse,

car il est pratiquement impossible de séparer la biomasse du substrat de fermentation. La perte

en poids sec du substrat de fermentation est hautement corrélée à la biomasse et que cette

dernière peut être estimée par la détermination de la perte en poids sec. (Raimbault ,1989 ;

Terebiznik et Pilosof, 1999).

Le taux de matière sèche est mesuré toutes les 24 heures d’incubation durant la

fermentation sur les deux souches cultivées sur la paille et le son de blé, les résultats obtenus

sont représentés sur la figure n° 26.

Dans le cas de la paille de blé humidifiée à 40% (figure A), nous enregistrons une

diminution du taux de MS pour les deux souches jusqu’ au 5éme jour pour la souche AP et

6ème jour pour la souche BG. On observe une légère augmentation à partir du 7éme jour chez

les deux souches.Cette chute du taux de MS correspond à une croissance rapide du

champignon et une dégradation rapide du substrat de fermentation (Weng et Sun, 2006 : Tao

et al., 2009).

La figure B montre les résultats de la fermentation du son de blé à 40% d’H, pour la

souche BG. On note une augmentation de MS du 2éme au 5éme jour d’incubation, Vidaud et

al., (1982) précisent que le broyage rompt une partie des molécules de cellulose, augmentant

ainsi le nombre de fonctions réductrices libres et provoquant la formation de polysaccharides

de faible poids moléculaire facilement hydrolysables. Par contre pour la souche AP on a

enregistré une diminution de MS tout long de la fermentation.

Hamaili et Benkerrou (2012), ont rapporté une croissance significative dès le 1er

jour avec Trichoderma reesei cultivée sur son de blé; cela est due probablement à la

composition du son de blé qui est variable notamment plus riche en vitamines, et en sels

minéraux. ,
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Figure n° 26 : Evolution de la MS des souches AP et BG au cours de la fermentation solide

(A) : Paille de blé à 40% d’humidité, (B): Son de blé à 40% d’humidité, (C) : Paille de blé à

80% d’humidité
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Pour la souche AP, dans le cas de la paille de blé humidifiée à 80% (figure C), on

enregistre une diminution de MS jusqu’au 3éme jour. Au 4éme on observe une légère

augmentation puis une diminution jusqu’au dernier jour de fermentation. Pour la souche

BG on a enregistré dès le 3ème jour, une diminution de la matière sèche jusqu’au dernier jour

de fermentation. Selon Leonowicz et al., (1999), la croissance des champignons s’effectue

au début de l’incubation au dépend des fractions facilement assimilables à faible masse

moléculaire, il s’agit d’oligosaccharides présents naturellement dans le substrat ou libérés lors

des différents traitements physiques tel que le broyage et la stérilisation.

5.2.2. Le pH de milieu

Le pH du milieu évolue durant la fermentation avec la croissance du microorganisme

et la production des enzymes extracellulaires. Cette variation du pH est fonction des activités

métaboliques des micro-organismes, mais elle est également caractéristique de la teneur faible

en eau du substrat (Roussos et Annibal, 1984 ; Chen, 2013). Il semble donc important de

mesurer ce paramètre afin de suivre indirectement la croissance et de contrôler la production

des cellulases en milieu solide.

Le pH est suivi au cours de la fermentation après la mise en suspension du substrat

fermenté dans de l’eau distillée. Les résultats obtenus sont illustrés dans la figure n° 27.

Avec la souche Trichoderma sp cultivée sur paille de blé humidifiée à 40%, on

observe une augmentation du pH les deux premiers jours de fermentation suivie d’une

légère diminution jusqu'au 6ème jour pour remonter dans le 7éme jour. Selon Oriol, (1987).

Une augmentation de pH durant les premières heures de la croissance est attribuable à

l'hydrolyse de l'urée et à la 1ibération d'ions NH4+. A 80% d’H, le pH augmente légèrement

jusqu’au 5éme jour d’incubation puis diminue au 6éme puis remonter dans le dernier jour de

fermentation. Selon Roussos et Raimbault, (1982), l’augmentation du pH au début de

fermentation est due à la germination des spores et au début de la croissance du mycélium

tandis que la diminution rapide du pH est liée à la croissance active du mycélium.

Pour Aspergillus sp, une diminution progressive du pH a été observée avec la paille

de blé humidifiée à 40% et 80% jusqu’au 5éme jour, au-delà le pH se stabilise.

Selon Larpent, (1990), la diminution du pH est peut être due à la production et

libération de métabolites acidogènes tels que l’acide citrique et acétique qui acidifient le

milieu de culture.
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Figure n° 27 : Evolution du pH au cours de la fermentation solide

(A) : Paille de blé à 40% d’humidité, (B): Son de blé à 40% d’humidité, (C) : Paille de blé à

80%
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.

Avec le son de blé, les deux souches AP et BG révèlent une diminution de pH au

cours du 2éme jour de fermentation suivie d’une augmentation jusqu’au 5éme jour. Le 6éme

jour on observe encore une diminution, puis une augmentation le 7éme jour. L’arrêt de la

croissance active du mycélium dûe à l’épuisement des nutriments du milieu est suivie d’une

autolyse du mycélium au cours de laquelle les protéines sont solubilisées et dégradées par des

protéases. Tang et al., (2004), ont émis l’hypothèse que les ions ammonium NH4+ libérés

durant cette étape contribueraient à l’augmentation du pH.

L’étude rapportée par Ouali et Tidjet, (2012) mentionne une augmentation de pH

avoisinant 8,55 au 8ème jour de culture chez une souche de Trichoderma reesei cultivée

sur son d’orge; au delà, le pH diminue. Le même profil de pH a été rapporté par Roussos

(1987), avec une souche de Ttrichoderma harizianum cultivée sur son de blé.

Une baisse de pH est souvent due à une libération d’acides organiques qui acidifient

progressivement le milieu , la hausse par contre est souvent imputable à la dégradation des

protéines et des acides aminés qui libèrent de l’ammoniaque (Botton et al., 1990 ; Leclerc

et al., 1995).

Selon Raimbault, (1998), la variation du pH du milieu dépend fortement du micro-

organisme. Dans le cas d’Aspergillus sp, Penicillium sp.et Rhizopus sp , Il peut diminuer

fortement et atteindre des valeurs en dessous de 3,0 en particulier dans le cas de A. niger

En revanche, d’autres types de mycètes alcalinisent le milieu, c’est le cas de Trichoderma.

harzianum (Roussos, 1987).

La nature du substrat influence fortement la variation du pH, ceci est dû à l'effet

tampon des matériaux lignocellulosiques. La diminution du pH au cours de la culture en

milieu solide est compensée par le pouvoir tampon élevé du substrat, il n’est donc pas

nécessaire de réguler le pH au cours de ce procédé (Raimbault, 1998).

Selon Roussos et Annibal, (1984), l’évolution du pH est en relation avec la croissance

du microorganisme et la production des cellulases.

5.3. Activités enzymatiques des extraits

5.3.1. Activités endoglucanases (CMCase)

Les activités CMCases obtenues avec la paille et le son de blé à différentes

humidités sont représentées sur la figure n° 28.
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Figure n° 28 : Evolution des activités CMC ases au cours de la fermentation solide

(A) : Paille de blé à 40% d’H, (B) : Son de blé à 40% d’H, (C) : Paille de blé à 80% d’H.
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La production des CMCases apparait à partir du 2eme jour de fermentation pour les

deux substrats, puis cette synthèse s’accélère. Elle atteint des maximum d’activité de 9,358

et 8,223UI/ml au 5éme jour respectivement chez AP et BG cultivées sur la paille de blé

humidifiée 40 %. Saradouni et al.,(1990) ont rapporté de valeur 2,6 UI/ml au 7éme jour de

fermentation d’Aspergillus fumigatus en milieu solide à base de paille d’avoine .

Santos et al., (2011) décrit également une lente production au début de la

fermentation suivie par une accélération pour atteindre l’activité maximale. Roussos (1998),

mentionne des activités maximales au 7ème jour en FMS sur bagasse de canne à sucre avec

une souche de T. harzianum. Bansal et al., (2012), rapporte une activité CMCase de 11,2

UI/g SPS avec une souche d’Aspergillus niger cultivée sur paille de blé non traitée et en

absence d’une source d’azote exogène.

Dans le cas de la paille de blé humidifié à 80%, Le maximum d’activité CMCase est

atteint au 3éme et 2éme jour de la fermentation avec respectivement 9,566 et 25,442 UI/ml

pour la souche AP et BG, puis on observe une diminution jusqu’au 7éme et 6éme jour

respectivement pour AP et BG.

Des cultures de pourritures blanches de Bjerkandera adusta et Pycnoporus sanguineus

sur paille de blé ont montré des activités CMCases de 2.4 et 1.4 IU/mg SPS respectivement

au 6ème jour et 8ème jour (Quiroz-Castañeda , 2009).

Pour le son de blé, le maximum d’activité a été enregistré au 5éme et 7éme jour pour

atteindre des valeurs de 235, 133 et 225,241UI/ml pour les souches AP et BG respectivement.

Dans la littérature, il est mentionné que le son de blé est la principale source de carbone pour

la production de CMCases avec Aspergillus et Trichoderma ( Bettache, 2013).

Toutefois, il est difficile de comparer entre les résultats des activités cellulasiques

rapportés par les différents auteurs en absence de conditions standards. En effet la production

dépend de plusieurs facteurs, le microorganisme en question, les conditions de culture, les

méthodes de dosage, etc…) (Abo-State et al., 2010).

Les endoglucanases comme la majorité des enzymes sont inhibées par les produits de

leurs actions. Macarron et al., (1993) ont trouvé que l'hydrolyse des substrats chromophores

n'était pas altérée par la présence de 200 mM de glucose tandis que 50 mM de cellobiose

entraine une diminution de 10 à 50 % de la vitesse d'hydrolyse selon le substrat.

On remarque que les activités enregistrées dans notre étude sont relativement

importantes si l’on se réfère aux résultats rapportés par certains auteurs ; ces derniers ont en
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effet utilisé des substrats cellulosiques ayant subi un prétraitement et/ou une supplémen-

tation en sources d’azote qui améliorent la production d’enzymes.

La phase finale étant caractérisée par une diminution de la concentration du produit.

En effet, à la différence des cellulases bactériennes qui sont produites de manière constitutive,

les cellulases fongiques sont induites en présence de cellulose comme seule source de

carbone. Il existe 3 étapes principales dans le mécanisme de régulation des cellulases

(Manabu et fusao, 2001).

 L’expression à bas niveau : la cellulose insoluble est incapable de provoquer une

induction directe des cellulases, la synthèse de faibles quantités de cellulases libère

des oligosaccharides solubles responsables du phénomène d’induction.

 L’Induction translationnelle et sécrétion excessive : une fois les inducteurs

internalisés, ils déclenchent une voie de médiation qui active la transcription des gènes

cellulases.

 La répression catabolique : la dégradation de la cellulose libère du glucose facilement

assimilable par le microorganisme, ce qui provoque une répression de la transcription.

l’autre produit majeur de l’hydrolyse de la cellulose, le cellobiose, inhibe fortement la

catalyse enzymatique par liaison aux cellulases provoquant un changement de

conformation et un encombrement stérique (Zhao et al., 2003).

La diminution de l’activité cellulasique au-delà du pic peut être due aussi à l’arrêt de

la croissance et de la production en réponse à l’appauvrissement nutritif du milieu de culture

(Santos et al., 2011).

Selon Roussos et Raimbault (1982), la diminution de l’activité est due aussi à

l’action des protéases libérées à la fin de la culture durant la phase d’autolyse du mycélium

entrainant l’hydrolyse et la dénaturation.des cellulases

5.3.2. Activités papier filtre (APFase)

Les résultats de la production des activités APFases des deux substrats à différents

taux d’humidités sont rapportés dans La figure n° 29. Ils montrent que la synthèse des

activités APFase évolue sensiblement de la même façon.

Avec la paille de blé humidifiée à 40%, un maximum d’activité est atteint au 7éme et

4ème jour de fermentation respectivement pour les souches AP et BG avec 4,047 et 4,902

UI/ml.
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Figure n° 29 : Evolution des activités APFase au cours de la fermentation solide

(A) : Paille de blé à 40% d’H, (B): Son de blé à 40% d’H, (C): Paille de blé à 80% d’H
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Une étude de Santos et al., (2011) rapporte une activité Pfase maximale de 2.55 UI/g

SPS à 4 jours de croissance avec une souche d’Aspergillus niger cultivée sur déchets solides

de mangue non traités, humidifiés uniquement avec de l’eau distillée sans rajout de source

d’azote. Roussos, (1998) a trouvé une activité maximale au 7éme jour chez une souche de T.

harzianum cultivée en FMS sur bagasse de canne à sucre.

Par ailleurs, des activités maximales APFase de 5,559 et 6,275 UI/ml sont enregistrées

au 6éme jour de fermentation sur la paille de blé humidifié à 80% pour les souches AP et

BG respectivement. Des travaux de Kalra (1984) avec Trichodema harzianum cultivée sur

paille de blé indiquent une activité PFase de 0,26UI/ml. Madamwar (1992) rapporte une

activité de 6,1UI/ml au 5éme jour de fermentation chez Trichoderma reesei avec de la bagasse.

Concernant le son de blé, On remarque que le maximum d’activité enzymatique Pfase

est atteint au 5ème et 3éme jour avec les souches AP et BG respectivement avec 5,744 et

5,109 UI/ml. Chandra et al., (2007) ont rapporté une activité PFase de 2 ,9UI/g, le 3éme jour

avec Aspergillus niger cultivé sur son de blé. Les fibres de fruit de palmier à huile (Oil Palm

Empty Fruit Bunch , OPEFB) prétraités ont été également utilisées pour la production de

PFases. Des activités de 0,16 et 0,33 U/ ml sont obtenues avec respectivement T. asperellum

et A.fumigatus UPM2 à 5 jours fermentation à 30 ° C et à un pH initial de 5,5 ( Ibrahim et

al., 2013).

Sur les trois figures A, B et C on observe une diminution de l’activité PFase suivie

d’une augmentation. La diminution de l’activité est due à la répression catabolique causée par

le cellobiose (Zaldívar et al., 2001). elle pourrait aussi être dûe à la dénaturation de l'enzyme,

résultant de la variation du pH et du métabolisme cellulaire pendant la fermentation (Liu et

Yang, 2007).

L’APFase est soumise à l'inhibition par le produit de l’hydrolyse (cellobiose et

glucose) et le cellobiose est connu pour son effet inhibiteur supérieur à celui du glucose

(Holtzapple et al., 1990).

5.3.3. Activité xylanase (endoxylanases)

Les cinétiques de production de xylanases sont illustrées dans la figure n° 30.

Avec la souche d’Aspergillus sp (BG) ,la croissance débute rapidement et atteint le

maximum au 2éme jour de culture sur les deux substrats. On enregistre des activités

maximales respectives de 208,578, 497,895 et 551,141 UI/ml pour la paille et le son de

blé humidifié à 40% et la paille de blé humidifié à 80%.
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Figure n° 30 : Evolution des activités xylanases au cours de la fermentation solide

(A) : Paille de blé à 40% d’H, (B) : Son de blé à 40% d’H, (C) : Paille de blé à 80% d’H.
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Selon Ang et al., (2015), Aspergilllus fumigatus SK1 et Aspergillus niger sont classés

comme des hyperproducteurs de xylanases, ils enregistrent en effet des activités atteignant

600 U/g .

D’autre part, la souche de Trichoderma sp (AP) révèle une activité maximale de 454,967

UI /ml au 6éme jour pour le son de blé Humidifié à 40% et de 127,609, 211,509 UI/ml au

6éme et 2éme jour pour la paille de blé humidifié à 40% et à 80% respectivement.

Parmi des travaux similaires on note celui de Shah et Madamwar, (2005) qui

rapporte une activité maximale de 210 UI/ml à 3 jours de fermentation avec une souche

d’Aspergillus foetidus MTCC4898 cultivée sur du xylane de bouleau. Gupta et al., 2009,

cité par Boucherba, (2013) a enregistré une activité de 78,32 UI/ml à 10 jours de

fermentation de la paille de blé avec une souche de Fusarium solani F7.

Les travaux de Farrel et al., (1996) mentionnent une activité xylanase de 12.20UI/ml

au 5éme jour de fermentation avec une souche de Penicillium idoeckeri NRRL 1017 cultivée

sur du xylane de bouleau. Okek, (2014), rapporte une activité xylanase de 405,648 UI/ml

avec souche de Trichoderma sp.SG2 avec un milieu à 10g de cellulose commerciale.

L’activité d'endo-1,4-β-D-xylanase fongique est la plus importante dans la dégradation des 

hémicelluloses en libérant du xylose et des oligomères ( Da Vinha et al., 2011).

6. Effet du pH et de la température sur les activités cellulases et

xylanases d’Aspergillus sp (BG)
Les résultats qui précédent ont révélé de meilleures activités endoglucanases et

xylanases avec la souche Aspergillus sp (BG) après 2 jours d’incubation sur la paille et le

son de blé. Les extraits enzymatiques de cette souche ont fait l’objet d’une étude de l’effet

du pH et de la température.

6.1. Effet du pH

Les endoglucanases, papier filtre et xylanases révèlent une activité sur une large

gamme de pH (3.0 - 9.0). Les profils de stabilité de ces enzymes sont déterminés par mesure

de l’activité résiduelle. La figure n° 31 montre les effets du pH sur l'activité de ces enzymes.

L’activité endoglucanase est maximale à pH 3.0, L’’activité APFase est stable sur une large

gamme de pH allant de 3.0 jusqu’à 9.0, On observe un pH optimum de 4.0 et une activité

relative de 79.28% à pH 9,0, Beaucoup de travaux sur l’effet du pH sont rapportés par

certains auteurs ; Dar et al., (2013), ont montré que 75% de l’activité CMCase est stable

entre pH 4.0-7.0 avec une activité maximale à pH 5.6 et des résultats similaires sont rapportés

par Tao et al., (2010).
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Figure n° 31 : Effet du pH sur l'activité Endoglucanase (A), Xylanase (B) et Papier filtre (C)
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Les endoglucanases d’Aspergillus niger et Trichoderma viride décrites par Hurst et

al., (1977) ; Li et al., (2009) sont actives à pH 4.0 et 5,0 respectivement. Roza et Ur-

Rehmane, (2008), décrivent une souche de Chaetomium thermophile avec des activités

CMCase maximales à 6 et 7.5. Ces résultats différent avec ceux de Domingues et al., (2000),

qui obtient des activités cellulasiques maximales avec des pH variant de 4.8 à 6 sur des

souches fongiques.

Cependant, la plupart des préparations cellulolytiques étudiées, présentent des pH

optimum variant entre 3 et 7 (Lynd et al., 2002). Par ailleurs, la nature du substrat

cellulosique intervenant dans la réaction modifie significativement la valeur du pH optimum

de la cellulase. En effet l’utilisation de la cellulose cristalline révèle un pH de 5 pour la

cellulase produite par Trichoderma reesei et un pH de 4 pour la cellulase produite par la

même souche avec de la CMC (cellulose amorphe) . Ceci signifie une différence entre les

systèmes cellulasiques mis en jeu dans les deux cas (Sandgren, 2004).

Les travaux rapportés à ce sujet montrent différents profils de pH ; Da Vinha et

al ., ( 2011) , montrent des activités CMCase maintenue à 60% entre pH 3.0 et 8.0, avec

un optimum à pH 5.0. Il y a très peu de rapports dans la littérature décrivant des activités

CMCase sur une large gamme de pH. C'est une caractéristique particulière et intéressante vu

que la plupart des rapports citent des activités CMCases dans la gamme alcaline.

Concernant l’activité xylanase est importante entre pH 3.0 et 6.0, avec un optimum à

pH 5.0. L’étude de Boucherba, (2011), mentionne une activité xylanolytique importante

entre pH 6,0 et 9,0 avec un optimum à pH 7 avec une souche de Jonesia denitrificans. Ces

résultats sont similaires avec ceux de Bataillon et al., (2000) sur des xylanases produites par

la souche de Bacillus sp. SPS-0. Par ailleurs, un pH optimum de 6,0 et une activité détectée

entre pH 4,5 et 8,0 ont été signalé par Nascimento et al., (2002), avec une souche de

Streptomyces sp. AMT-13.

6.2. Effet de la température

La figure n°32 rapporte l’influence de la température sur les enzymes CMCases, APFases

et xylanases de la souche d’Aspergillus sp, Les températures utilisées dans le milieu

réactionnel varient de 28 à 90 C°.
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Figure n° 32 : Effets de la température sur l'activité Endoglucanase (A), Xylanase (B) et

Papier filtre (C)
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La température optimale des activités relatives d’endoglucanase et Xylanase est de

60°C, des activités relatives supérieures à 50% sont observées entre 28 et 80°C pour la

CMCases et 40 à 90° C pour xylanase.

L’activité papier filtre est optimale à 40 °C, elle est stable sur une large gamme de

température de 28C°à 90C° avec une activité relative supérieure 60%.

Tao et al., (2010), ont classé les enzymes selon leur température optimale ,elles

peuvent être mésophile de 40 à 60 C°, thermophile de 50 à 80C° et hyperthermophile >80C.

Pour les mycètes, les températures optimales des CMCases varient habituellement entre 50

et 60C°.

D’autres recherches révèlent que la température varie en fonction de l’origine de

l’enzyme et de la nature du substrat mis en jeu. En effet, la température optimale des

cellulases fongiques varie entre 40 et 70 °C, alors que celle des bactéries varie entre 50 et

100°C (Ando et al., 2002). L’étude de Sandgren, (2004) a révélé des températures optimales

de 58 et 54°C pour les cellulases produites par Trichoderma koningii et Trichoderma Reesei

respectivement, alors que celles décrites par Ortega et al., (2001) avec Trichoderma Reesei.

se situent entre 40 et 50°C.

Concernant les bactéries, Bakare, (2005), décrit des cellulases de Sinorhisobium fredii et

Pseudomonas fluorescence avec une température optimale de 35°C. Pour les cellulases

produites par des actinomycètes, on note celles rapportées par Da Vinha et al., (2011), qui

décrit des activités CMCases stables entre 40° et 60°C avec une souche de Streptomyces

malaysiensis et celle de Boucherba, (2011) avec une température optimale de 50 C° avec

des xylanases produites par Jonesia denitrificans

6.3. Thermostabilité en absence du substrat

La figure n°33, montre la thermostabilité de l’extrait enzymatique brute incubé à des

températures de 50, 60 et 70C° pendant 07 heures.
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Figure n° 33 : Thermostabilité de l’extrait enzymatique en absence du substrat.

(A): Endoglucanase, (B): Xylanase, (C): Papier filtre.
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A 50°C, l’activité est très stable, il n'y pas de diminution significative de l'activité

relative des enzymes pendant 7 heures. Toutes les activités relatives sont supérieures à 50%.

Après 7 heures d’incubation, les activités relatives sont de 70%, 79,74% et 93.65% pour la

CMCase, xylanase et APFase respectivement.

À 60°C, les activités CMCases et APFases sont stables durant 7 heures et les activités

relatives mesurées sont respectivement de 58.52 et 89.19% ; par contre l’activité xylanase

présente une stabilité après une heure seulement, l’activité relative est de 10,60% après 7

heures d’incubation.

A 70 C°, L'enzyme APFase est stable, avec une activité relative de 72.76% après 7

heures. Les endoglucanases et xylanases ne sont pas stables à 70°C, des activités relatives de

10.44 et 3,56% seulement sont observées après 6 heures d’incubation.

La stabilité thermique de nos cellulases se révèle largement supérieure à celles

rapportées par plusieurs auteurs avec d’autres souches fongiques. On signale celle rapporté

par Leghlimi, (2004) qui révèle une activité de 50% conservée pendant 10 minutes à 90 °C

pour la souche d’Aspergillus niger ATTC 1644004 ou encore une activité de 41.2 %

conservée 5 minutes pour la souche Aspergillus niger (Coral et al., 2002).

Concernant les enzymes bactériennes, des études rapportent des thermostabilités

variables mais en général les cellulases bactériennes sont plus thermorésistantes que les

cellulases fongiques (Ando et al., 2002). Ces auteurs décrivent une cellulase hyperthermo-

stable produite par une Archea Pyrococcus horikoshii qui conserve 80% de son activité après

3 heures d’incubation à 97°C. Il est de même pour la cellulase de Thermotoga neapolitana qui

garde 73% de son activité à 100°C pendant 4 heures (Bok et al., 1998), et une cellulase

animale de la Moule bleue Mytilus edulis qui résiste à 100°C pendant 10 minutes (Xu et al.,

2000).

Cette thermostabilité s’explique très probablement par l’emplacement géothermique

du site d’isolement de la souche. Ce milieu extrême favorise le développement d’un système

enzymatique résistant par un renforcement des liens peptidiques en structures secondaires ou

tertiaire avec des résidus aromatiques (Sandgren, 2004).

Les actinomycètes également sont des producteurs avérés de xylanases

thermostables, La xylanase décrite par Boucherba, (2011) produite par une souche Jonesia

denitrificans présente un temps de demi-vie de 7 heures à 50 °C. Elle s’est avérée plus

thermostable que les xylanases de Streptomyces sp. QG113 avec un temps de demi-vie de 1

heure à 50 °C. Cependant, des xylanases de souches de streptomyces décrites présentent

des temps de demi-vie très variables aux différentes températures (Boucherba, 2011).
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La thermostabilité des enzymes s‘explique également par la présence de liaisons

hydrogènes, liaisons hydrophobes, interactions ioniques, liaisons avec métaux et ponts

dissulfures déterminées par des séquences particulières en acides aminés situés à des endroits

stratégiques pour permettre aux enzymes de résister à la dénaturation thermique (Scriban,

1999). Par ailleurs, il a été démontré que la richesse en résidus cystéines et en glucides

(glycosylation excessive) confère à la molécule enzymatique une grande intégrité structurale

(Vielle et Zeikus, 2001) et une résistance aux températures élevées (Xu et al., 2000).

.
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L’objectif de ces travaux de recherche était de développer des biocatalyseurs

lignocellulolytiques naturels par fermentation fongique sur substrats solides et liquides. A cet

effet, La paille et le son de blé traditionnellement utilisés en alimentation animale peuvent

être transformés en sucres fermentescibles et servir de substrats pour la production de ces

enzymes.

Cette étude et les résultats obtenus s’intègrent dans cette problématique ou une 1er

partie expérimentale a été consacrée à l’isolement et au criblage de souches fongiques

lignocellulolytiques performantes à partir de milieux naturels en Algérie.

Un milieu sélectif a été utilisé pour isoler 66 souches de moisissures lignocellulo-

lytique suivi d’un criblage qui a permis de sélectionner 04 souches qui présentent des

activités cellulasiques et xylanasiques appréciables sur milieu liquide.

Des examens macroscopiques et microscopiques approfondis sont effectués sur les

04 souches, elles sont réparties en 3 genres différents: Trichoderm(AP), Aspergillus (BG) et

Penicillium (AM et BD)

Des fermentations submergées ont été effectuées avec les 04 souches sélectionnées,

en utilisant le grignon d’olive, la paille et le son de blé comme seule source de carbone; le but

est de sélectionner d’une part les souches à potentiel enzymatique élevé et d’autre part de

déterminer le meilleur substrat de production de cellulases et de xylanases.

L’étape précédente, nous a permis de sélectionner 02 souches Aspergillus sp (BG) et

Trichoderma sp (AP), qui révèlent de meilleurs activités endoglucanases papier filtre et de

xylanases par fermentation à base de paille et de son de blé. Ces souches ont fait l’objet par

la suite de fermentation solide avec ces déchets.

Les résultats de la FMS sur les deux substrats montrent que la souche Aspergillus sp

(BG) présente une meilleure production d’endoglucanases (225,241UI/ml), AFPases (6,275

UI/ml) et de xylanases (551,141 UI/ml) au bout de 02 jours de fermentation avec de la paille

et du son de blé par rapport à la souche Trichoderma sp (AP).

Une caractérisation physicochimique partielle est réalisée sur les cellulases et les

xylanases dans le surnageant brut au 2éme jour de fermentation de la souche BG. L’étude de

l’effet du pH montre que les endoglucanases, xylanases et papier filtre sont stables entre pH

3.0 à 5,0, pH 3.0 à 6.0 et pH 3.0 à 9.0 respectivement. La température optimale des activités

relatives est de 60°C pour l’endoglucanase et la xylanase et de 40 °C pour le papier filtre .

Concernant la thermostabilité, toutes les activités enzymatiques dosées sont stables durant 7

heures aux températures de 50 et 60°C à l’exception du xylanases qui présente une stabilité de
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une heure seulement à 60C°, L’APFase demeurent stables après 7 heures à 70 °C par contre

les cellulases redeviennent sensibles à cette température.

Les propriétés de thermostabilité et d’activités à pH acide sont recherchées par les

industriels. La thermostabilité est en effet un des critères de sélection des enzymes destinées à

la biotechnologie. Ces enzymes peuvent remplacer des catalyseurs chimiques dans différents

domaines industriels, pharmaceutiques, chimiques, textiles, agroalimentaires et papeteries

utilisant des températures dépassant les 60°C.

Enfin, ces résultats ouvrent d’autres perspectives qui consistent à :

 Optimiser le milieu de production : taux d’inoculation, humidité, pH initiaux et

températures d’incubation, pour un meilleur rendement de production.

 Réaliser des prétraitements de substrats pour déstructurer le complexe Ligno-

cellolytique.

 Rechercher d’autres activités enzymatiques du complexe lignocellulosique (ligninases).

 Réaliser des cultures mixtes de Trichoderma sp. avec Aspergillus sp productrice de β-

glucosidase pour un système enzymatique complet

 Immobiliser les enzymes pour augmenter leur stabilité thermique.

 Purifier et caractériser les enzymes destinées notamment à un usage alimentaire ou

pharmaceutique.
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Annexe I : milieux de culture

1. Gélose sélective d’isolement CMC-Agar (Abu bakar et al., 2010)

NaNO3……………….. .....................................................2g

KH2PO4 ………………. ...................................................1g

MgSO4……………….. .....................................................1g

KCl…………………... .................................................... 0,5g

CuSO4………............ ................................................... 0,001g

MnCl2………………… ................................................ 0,001g

ZnSO4 ……………….. .................................................. 0,005

CMC…………………. ................................................... 2,5g

Agar……………. .……....................................................16g

Eau distillée (qsp.)……….............................................. 1 litre.

pH final ...............................................................................5

Stériliser à l'autoclave à 121°C pendant 20 min.

2. Gélose à l’extrait de malt (MEA) (Saint-Germain, 2013)

Extrait de malt….. ...................................................... 20 g

Peptone…………. ....................................................... 1 g

Glucose…………........................................................ 20g

Agar…………….. ....................................................... 20 g

Eau distillée (qsp.) ..................................................... 1 litre

pH final ........................................................................5,6.

Stériliser à l'autoclave à 121°C pendant 15 min. Ne pas stériliser plus longtemps, car ce

milieu deviendra doux sur le chauffage prolongé ou répété.

3. Gélose Pomme de terre, dextrose, agar (PDA) (Saint-Germain, 2013)

Pomme de terre…............................................................ .200g

Glucose……………..........................................................20g

Agar……………… ..........................................................20g

Eau distillée (qsp.) ..........................................................1 litre

pH final............................................................................... 5.

Stériliser à l'autoclave à 121°C pendant 20 min.
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4. Milieu gélosé de criblage (Kasanaet al., 2008)

carboxymethylcellulose (CMC) sel de sodium….. ...........2g

NaNO3 ……………………………………………. .........2g

K2HPO4 ………………………………………….. ......... .1g

MgSO4 …………………………………………… .........0.5g

KCl………………………………………………… ....... 0.5g

Peptone…………………………………………… ........ ..0.2g

Agar………………………………………………............17g

Eau distillée (qsp.)…………………………………...... 1 litre

pH final ...............................................................................5

Stériliser à l'autoclave à 121°C pendant 20 min.

5. Milieu Mandels et Weber (Mandels et Weber, 1969)

K2HPO4 …………………………………………. ............2g

(NH4)2SO4 ……………………………………… ........ ..1.4g

Urée………………………………………………. ..........0.3g

MgSO4 • 7H20……………………………………........ . 0.3g

CaCl2……………………………………………..........…0.3 g

FeS04 • 7 H2O……………………………………..........5.0mg

MnSO4 • H2O…………………………………… ...... ...1.56mg

ZnSO4 • 7 H2O………………………………… ........ ….1.4mg

CoCl2…………………………………………… ........…2.0mg

Eau distillée (qsp.)………………………………........ …1 litre.

La source de carbone étant ........................................1% de CMC

pH ...................................................................................... 5

Stériliser à l'autoclave à 121°C pendant 20 min.
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Annexe II : Réactifs et tampons

1. Bleu coton au lactophénol :

Phénol en cristaux ........................................................... 20 g

Acide lactique (commercial concentré) ........................... 20 g

Glycérine ......................................................................... 40 g

Eau bidistillée .................................................................. 20 g

Bleu de méthyle .............................................................. 0,5 g

Les produits doivent être dissous dans l’ordre indiqué et en agitant modérément à l’aide d’une

baguette de verre. La dissolution du bleu de méthyle peut prendre un certain temps (laisser

reposer 24 h puis agiter à nouveau).

2. Réactif DNS (Ghose, 1987)

DNS……….. ………………………………….10g

NaOH…………………………………………. 16g

Tartrate double de sodium et de potassium…… 300g

Eau distillée (qsp.)……………………………...1 litre

Le tartrate est ajouté par petites quantités avec un Léger chauffage (50°C) si nécessaire pour

éviter la formation des grumeaux insolubles. La solution est préparée dans l’obscurité puis

filtrée et conservée à l’abri de la lumière dans un flacon couvert d’aluminium.

3. Tampon citrate de sodium (50 mM; pH 4.8) (Zhang et al., 2009)

 Tampon citrate (1 M, pH 4.5) :

Acide citrique monohydraté………… …… .....................21g

NaOH (pour ajuster le pH à 4,5)…………. ...................5 à 6g

Eau distillée (qsp.)………………………….................. 100 ml

 Tampon citrate (50 mM, pH 4.8):

Diluer le premier tampon (1 M, pH 4.5) par l’ajout de 19 fois le volume en eau distillé, ajuster

le pH à 4,8 avec la soude si nécessaire.

4. Solution de Lugol bactériologique (Iodo-iodure de potassium)

I2 ………………………....................................................1g

KI……………………........................................................2g

Eau distillée (qsp.)…….................................................. 300 ml
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Annexe III : Courbes d’étalonnages

Figure 34 : Courbe d’étalonnage du dosage du Glucose (CMC ase).

Figure 35 : Courbe d’étalonnage du dosage du Glucose ( APF ase).
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Figure 36 : Courbe d’étalonnage du dosage de Xylose



Résumé: La présente étude consiste à cribler des moisissures cellulolytiques performantes. 66 isolats capables de croitre sur
milieu gélosé en présence de CMC comme seule source de carbone et d’énergie sont soumis à un premier criblage qualitatif
sur milieu gélosé (CMC-agar), cela a permis de les classer sur la base de leurs indices cellulolytiques. 57 isolats sont
sélectionnées avec un IC supérieur ou égal à 1,25 à l’exception des moisissures envahissantes Un deuxième criblage
quantitatif sur milieu liquide a permis de sélectionner les isolats les plus performants, Toutes les souches testées présentent
des activités APFase entre 0,071 et 0,274, CMCase entre 1,175 et 4,202 et xylanase entre 1,914 et 5,033. Les souches
AP, AM, BG et BD révèlent des activités CMCase, AFPase et xylanases relativement importantes. Ces résultats ont permis
de choisir ces souches pour la fermentation submergée avec des substrats lignocellulosiques tel que le grignon d’olive, la
paille et le son de blé. Une étude morphologique est réalisée sur ces 04 isolats sélectionnés et a permis de les rattacher aux
genres Trichoderma (AP), Aspergillus (BG) et Penicillium (AM et BD). Des cinétiques de production des cellulases et
xylanases sont réalisées en milieu liquide. Les résultats indiquent que les souches AP et BG présentent de meilleures
activités avec la paille et le son de blé. Cela a abouti à la sélection de 2 souches de Trichoderma sp (AP) et Aspergillus sp
(BG) pour réaliser une fermentation solide avec de la paille de blé humidifié à 40 et 80% et le son de blé humidifié à 40%.
Certains paramètres de culture, pH et matière sèche sont suivis en même temps que la production de cellulases et de
xylanases. Cette étude révèle qu’avec Aspergillus sp, la synthèse des enzymes atteint son maximum à 2 jours de
fermentation avec la paille et le son de blé. Le maximum d’activité CMCase, APFase et xylanase observé est de 25,442,
6,275 , 551,141 UI/ml respectivement. Enfin une caractérisation partielle des cellulases et xylanases de la souche BG, est
effectuée dans le surnageant de culture du 2éme jour de fermentation .Les enzymes sont stables entre pH 3 et 9 avec un
optimum de 3.0 , 5.0 et 4.0 respectivement pour l’endoglucanase , xylanase et PFase. La température optimale des activités
relatives est de 60°C pour l’endoglucanase et la xylanase et 40C° pour le papier filtre. Ces enzymes montrent une stabilité à
50°C. A 60°C; une stabilité est enregistrée pour la CMCase et l’activité PFase, pour la xylanase est stable une 1 heure
seulement. A 70°C; l’endoglucanase et la xylanase sont sensibles à cette température, tandis que APFase est stable durant
7 heures. Ces caractéristiques de thermostabilité et de pH acide sont recherchées par les industriels.

Mots clés : Lignocellulose, Aspergillus sp, Trichoderma sp, FMS, Cellulase, Xylanase.

Abstract: The aim of this study is to screen efficient cellulolytic molds. 66 isolates able to grow on agar medium in the presence of CMC as
sole source of carbon and energy are subject to an initial qualitative screening on agar medium (CMC-agar), this allowed to classify them on
the basis of the ratio of cellulolytic enzymes. 57 isolates are selected with a ratio greater than or equal to 1.25 except for invasive molds. A
second quantitative screening on liquid medium was performed to select the most efficient strains. All tested isolates have FPase activities
between 0.071 and 0.274, CMCase between 1,175 and 4,202 and between 1,914 and 5,03 for xylanase. The strains AP, AM, BG and BD
reveal CMCase, AFPase and xylanases activities relatively high. These results were used to select these strains for the submerged
fermentation of lignocellulosic substrates such as olive waste, straw and wheat bran. A morphological study was performed on these 04
selected isolates and allowed to attach them to Trichoderma (AP), Aspergillus (BG) and Penicillium (AM and BD). Kinetic producing
cellulases and xylanases are performed in liquid medium. The results indicate that the AP and BG strains have better activities with straw
and wheat bran. This allowed the selection of two strains of Trichoderma sp (AP) and Aspergillus sp (BG) to realize a solid state
fermentation with wheat straw moistened to 40 and 80% and wheat bran moistened to 40%. Some culture parameters, pH and dry matter are
monitored at the same time as the production of cellulases and xylanases. This study reveals that with Aspergillus sp, enzyme production is
highest at the second day of fermentation with straw and wheat bran. The maximum of CMCase, FPase and xylanase activities observed is
25.442, 6.275, 551.141 IU / ml, respectively Finally partial characterization of cellulases and xylanases strain BG, is carried out in the
culture supernatant of the fermentation on the second day. The enzymes are stable from pH 3 to 9 with an optimum of 3.0, 5.0 and 4.0 for
the endoglucanase, xylanase and FPase, respectively. The optimal temperature of the relative activities is of 60°C for the endoglucanase and
the xylanase and 40C° for the filter paper. These enzymes show stability at 50 °C. For CMCase and FPase activity are stable at 60 °C, for
the xylanase activity is stable for one hour only. With 70°C, while the FPases is stable for seven hours. xylanase and endoglucanases are

sensitive to the temperature of 70 °C. These characteristics, thermostability and acid pH are appreciated by the industrialists.

Key words: Lignocellulose, Aspergillus sp, Trichoderma sp, SSF, Cellulase, Xylanase.

خضعت الغربلة الأولیة .كمصدر وحید للكربون والطاقةCMCفطریات قادرة على النمو في وسط صلب  في   وجود 66تم عزل .تعد ھذه الدراسة  لعزل فطریات لیفیة ذات كفاءة لینوسیلیلوزیة :الملخص

في مرحلة ثانیة من الدراسة تمكنا من انتقاء العزل في  IC.الكربوكسي میثیل سلیلوزوھذا یسمح لتصنیفھا على أساس لفطریات المجموعة على وسط صلب سمح بترتیبھم انطلاقا  من     القدرة على تحلیل مادة

السلالات الأكثر كفاءة، جمیع السلالات باستثناء  فطریات لیفیة ذات نمو سریع، تم استخدام الفحص الكمي الثاني على الوسط السائل لتحدید1.25أكبر من أو یساوي ICعزلات مع57وسط سائل وتم اختیار 

AP ،AM ،BGسلالات . مل/ وحدة دولیة 5.033و 1.914بین xylanaseمل  و/وحدة دولیة 4,202و 1,175وبین CMCase مل/ وحدة دولیة 0.274ؤ   0.071بینAPFaseالمختبرة لھم الأنشطة

CMCaseتكشف أنشطةBDو AFPase وxylanasesوقد أجریت دراسة .مع ثفل الزیتون والقش ونخالة القمحلینوسیلیلوزواستخدمت ھذه النتائج لتحدید ھذه السلالات لتخمیر المغمور من ركائز.سبیاكبیرة ن

وتشیر النتائج إلى أن.في وسط سائلxylanasesلیلوزات  وتم إنتاج الس)BDوAM(والبنسلیوم(BG)،أسبیغجیلؤس(AP)المختارة  وسمحت لضمھا إلى الترایكودیرما04مورفولوجیة على ھذه العزلات 

٪مع القش القمح ، 40٪ و 80و 40لتوفیر التخمیر المتین مع نخالة القمح مرطب ب (BG)أسبیغجیلؤس(PA)وأدى ذلك إلى إختیار الترایكودیرما.تظھر نتائج عالیة مع القش ونخالة القمحBGوAPسلالات

تم إنتاج إنزیمات مع أعلى نسبة في یومین من التخمر مع القش (BG)كشفت ھذه الدراسة أن مع أسبیغجیلؤسxylanasesدرجة الحموضة والمواد الصلبة في نفس الوقت إنتاج السلیلوزات وویتم متابعة رصد 

 مع سلالة  xylanasesأخیرا توصیف جزئي للالسلیلوزات و.مل على التوالي/وحدة دولیة 551.141، 6.275، 25.442:تم ملاحظتھاxylanase،APFase،CMCaseأعلى إنتاج سؤجل مع.ونخالة القمح

BGعلى التوالي 5.0و 4.0،3.0والدرجة المثلى ھي9-3و وجدنا ان للنشاط  الإنزیمي مستقر مع درجة الحموضة بین .، والتي إستعملن في استخراج انزیم الیوم الثاني من التخمر

AFPaseتظھر الإنزیمات APFase .مع C°40وxylanasو  endoglucanase مع C° 60كانت درجة الحرارة المثلى للنشاط  الإنزیمي ھي .xylanaseوAFPase،endoglucanaseمع

e،endoglucanaseوxylanase. 50الاستقرار عندC° 60و °C مع APFase  وendoglucanase أما النشاط الإنزیميxylanaseإلا  لمدة  ساعة ؤاحدة ،  في حین أن ر مستقرغی AFPase   مستقر

.إن ھذه الخصائص من صمود للحرارة وحامضیة لھ سعى من قبل الشركات المصنعة.عند ھذه الدرجةendoglucanasesوxylanaseوحساسة معC°70لمدة سبع ساعات عند 

، صلب وسط على تخمر،أسبیغجیلؤس، الترایكودیرما ،  xylanase لینوسیلیلوز، السیلولاز ، : مفاتیح  كلمات
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