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Résumé 

 

Résumé 

Ce travail s’intéresse à la mise en évidence des activités enzymatiques chez les 

bactéries rhizophériques de deux plantes médicinales collectées pendant le mois d’avril 

(2018) dans la région de Hasnaoua de la wilaya de Bordj Bou Arreridj (Algérie). Après la 

purification, 92 isolats différents ont été isolés à partir de la rhizosphère de Matricaria 

chamomilla, et 105 à partir de celle de Rosmarinus officinalis sur le milieu PCA. En plus de 

26 et 22 isolats de Pseudomonas spp. obtenus à partir de M. chamomilla et R. officinalis 

respectivement sur les milieux King (A et B). Des tests d’activités enzymatiques: cellulase, 

amylase, protéase, estérase, et lipase ont été effectués. Les résultats obtenus montrent que 

pour les isolats de M. chamomilla, 51% des bactéries isolées possédaient une activité 

cellulosique, 43,47% une activité protéolytique suivie de 27,17% de souches possédant une 

activité amylolytique, alors que le pourcentage des souches possédant les activités lipolytique 

et estérasique ne dépassait pas les 20%. Dans le deuxième échantillon de la rhizosphère de R. 

officinalis, 66,67% des souches possédaient une activité protéolytique alors que pour l’activité 

cellulosique et amylolytique, les pourcentages des souches actives étaient de 39,09% et 

20,95% respectivement. Pour les activités lipolytique et estérasique les pourcentages étaient 

de 6.67% et 10.47 % respectivement. Concernant les isolats de Pseudomonas spp. la cellulose 

est le substrat le plus dégradé par les isolats de M. chamomilla avec un pourcentage de 

57,69%; suivi par l’amidon et la caséine avec 19,23 % ensuite la Tween 80 et la Tween 20 

avec 7,6% et 3,44 respectivement. Pour les isolats de R. officinalis, 50% sont capable de 

dégrader la cellulose. En deuxième position, on trouve la caséine avec un pourcentage de 

27,27%, cependant ces isolats ne dégradent ni l’amidon, ni le Tween 80 ni le Tween 20. Ces 

résultats montrent l’importance des bactéries rhizosphèriques dans la production des 

différentes enzymes en particulier la cellulase, protéase et l’amylase. 

Mots clés: isolats, bactéries rhizophériques, activité enzymatique, Matricaria chamomilla, 

Rosmarinus officinalis 
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  ����:ا

=\ KMWW_T ط_KMWM.مK [DرO<BSL \= >R  ]ZSت B>RVMWJX اMQRSTU<اOIPBطHIJ  KL >MاB إFB ھDه اB;را?< =>;ف 

 V<` لbc O<[Q]أeRVf 2018  وةOPij >klPم mf(VnاSoBا) pRVRVLqX جVX >RZو mf . >MkPWBا ;[X92  \= >stWuم >BSL

Kم O<MtL لqvwBا Matricaria chamomilla 105و Kم >BSL  Rosmarinus officinalis x?و FtL O<BSL \=

Bرع اSPCA >fOzUOX .FB22و  26 إ  Kم >BSLPseudomonas spp.  لqvwBا \=Kم O<MtLM. chamomilla        و

R. officinalis mBاqWBا FtL O<BSL \= mWBوا FtL طO?أو Bرع اSKing A  وKing B\= .  اءV]ط إإOIPBرات اO_Wc

                   ZS[B >_iPBOX �Tت أأظ>Vت اpnOWPB اO<MtL evwWQB . ، واO_MtBزاVMW?Uاز، زO، اV_Bو=ZMز، ا|مbMزqاeJB tMiB مmQRST Kا|

M. chamomilla Bا mھ FtL|ا >MطOIPiBا >MطOITMtqZ51 ز%  O<Mt= زOM=وV_B43,47ا % Oھ;[X  زbM27,17ا|م %، 

Z OQPMX  KL ازVW?Zز واO_MtBا >MطOIT ;RS=20 %>MTO�Bا >PM[tB >_iPBOX . R. officinalis ن�f  e�Q= زOM=وV_Bا >MطOITFtLأ 

KMj mf اOIPBطM< ا|دFtL.  FT اqWBاmB %20.95و  iPX39.09%_<  وا|مbMزZز OIPqطM< اXtMiB <مOIT66.67% Lq_Wط 

� ZSLت .. م�OIT O<WtطM< اO_MtBز واVW?UازuR OQMfPseudomonas spp  pnOWPBت اV<أظ ;kf V��|ا qز ھqtMtiBأن ا

 OIPBOX19.23 %  \<MtRTweenء واOJBزiPX KMR_< مq_Wع  % btw=M. chamomilla  >_iPX57.69 مK طVف ZSLت 

FtL  % مO� O<Pدرة FtLR. officinalis 50 اZS[B >_iPBOX .�M=VWBت  % 3.44و % Tween 20  >_iPX7.66و 80

eMtw= iBزاqtMt،  >_iPX KMRزOJBا ;oT >MTO�Bا >_=VQBا mf27.27  %أ Zه نإDھ  FtL درةO� VM� تZS[BاeMtw= 

ھDه اKM_= pnOWPB أھMQ< اORVMWJ_B اDoBرLOP� mf >R< مHtWu اOQRSTZت وTween 80 . ;R;wWBOXو   Tween 20اOIPBء،

  اZqtMiBز، اV_Bو=OMز و ا|مbMز.

�������
  ZSL Matricaria chamomilla،Rosmarinus officinalisت، D] ORVMWJXرOIT ،>RطM< إMQRST<، :ا
����ت ا
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Introduction 

Sur terre, les microorganismes ont colonisé à peu près tous les écosystèmes. Certains 

microorganismes appelés rhizobactéries ont l’aptitude de coloniser les racines de façon 

intense. Il s’agit par exemple de: Rhizobium, Bradyrhizobium, Azorhizobium Arthrobacter, 

Azotobacter, Azospirillum, Bacillus, Enterobacter, Pseudomonas, Serratia, Streptomyces 

(Saharan et Nahra., 2011). 

Les effets bénéfiques des rhizobactéries sont liés à leur position stratégique à 

l’interface sol-racine. En effet, le rhizoplan et la rhizosphère sont le siège d’échanges intenses 

entre la plante et le milieu environnant (Lugtenberg et al., 2002 ; Rawat et Mushtaq, 2015). 

Les bactéries colonisant les systèmes racinaires peuvent exercer leurs actions bénéfiques de 

plusieurs façons (Glick, 2001; Rawat et Mushtaq, 2015). Très nombreuses activités 

enzymatiques peuvent être décelées dans le sol: cellulase, amylase, lipase, protéase… Les 

rhizobactéries sont parmi les microorganismes qui ont montré un véritable potentiel de ces 

activités enzymatiques (Chin-A-Woeng et al., 2003). 

Les enzymes microbiennes sont largement utilisées dans les procédés industriels en 

raison de leur faible coût, grande productivité, protection de l'environnement, la plasticité et la 

grande disponibilité (Burhan et al., 2003). Leurs utilisations dans divers domaines 

d’applications, tels que l’industrie alimentaire humaine et animale, les détergents pour 

lessives, l’industrie des tanneries et l’industrie pharmaceutique. Le marché mondial des 

enzymes industrielles s’élevait à 3,3 milliards de dollars en 2010. En calculant un taux de 

croissance de 6,6 %, des revenus de 4,4 milliards de dollars ont été prévus pour 2015. Ce 

marché est estimé à 7,1 milliards de dollars en 2018. (BCCResearch, 2014) 

C’est dans cette optique que notre travail est dirigé; il s’agit d’un isolement de 

bactéries à partir de la rhizosphère de deux  plantes médicinales. Ces bactéries sont 

sélectionnées sur la base de leur production d’enzymes d’intérêt industriel 

La stratégie d’étude de ce travail consiste à : 

- L’isolement et la purification des bactéries à partir de la rhizosphère de Matricaria 

chamomilla (la camomille) et de Rosmarinus officinalis ( le romarin). 

- La mise en évidence des activités enzymatiques (cellulase, amylase, protéase, lipase, 

et estérase). 
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I.1 La rhizosphère et les rhizobactéries 

I.1.1 Le sol  

Le sol est un environnement complexe caractérisé par une grande diversité 

d'organismes (notamment les microorganismes) de composés chimiques et une structure 

physique complexe (Wild, 1993). Il est également le substrat qui fournit un soutien physique 

et des éléments minéraux pour les plantes constituant un élément fondamental pour 

l’écosystème terrestre (Nehl et al., 2006). 

I.1.2 La rhizosphère  

La rhizosphère, telle que définie par Hiltner (1904) est le volume du sol soumis à 

l’influence des racines des plantes, y compris les racines elles-mêmes (Hartmann et al., 

2008). Elle est composée de l’endo-rhizosphère, le rhizoplan et l´exo-rhizosphère ou le sol 

rhizosphérique (Gray et Smith, 2005). La rhizosphère est le lieu d’interactions entre le sol, la 

plante et les microorganismes. Ces interactions dépendent des conditions physiques du milieu 

et des organismes mis en jeu (Miah et al., 2000). Cette zone d’interactions s’étend de 

quelques micromètres à plus de 2 mm en dehors de la surface racinaire (Kennedy et De 

Luna, 2004). De même, la densité des bactéries est plus élevée dans la rhizosphère que dans 

le sol distant des racines (Whipps, 2001). 

I.1.3 La microflore rhizosphérique  

La rhizosphère est l’un des sites écologiques les plus intéressants. Elle inclut une 

grande diversité de microorganismes qui sont organisés en communautés microbiennes 

variées, vivant en association avec les systèmes racinaires des plantes supérieures (Khalid et 

al., 2006). 

Dans la rhizosphère, la quantité de microorganismes est au moins 1000 fois plus 

importante que dans le sol ambiant non influencé par les racines, les bactéries sont les 

organismes les plus variés et les plus nombreux, leur densité est de l'ordre de 109 par gramme 

de sol (Davet, 1996). La densité des champignons est estimée à 106 par gramme de sol. Les 

protozoaires et les algues sont les moins nombreux, leur densité est de l'ordre de 103 par 
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gramme de sol. Les bactéries filamenteuses ou actinomycètes; peuvent atteindre 107 unités par 

gramme de sol (Davet, 1996).  

I.1.4 Les rhizobactéries  

Les rhizobactéries représentent le groupe le plus important des microorganismes de la 

rhizosphère, ce sont les bactéries qui se trouvent sur la surface des racines ou dans le sol 

rhizosphérique (Li et Kremer, 2000), elles sont caractérisées par leur compétitivité et leur 

grande capacité d’envahir le réseau racinaire riche en éléments nutritifs durant le cycle de 

développement de la plante (Kloepper, 1993). les genres les plus abondants sont notamment 

Pseudomonas, Bacillus, Aéromonas, Azoarcus, Azospirillum, Azotobacter, Arthrobacter, 

Clostridium, Enterobacter, Gluconacetobacter, Klebsiella, et Serratia (Tripathi et al., 2007). 

Les rhizobactéries sont des hétérotrophes typiques qui ont besoin donc des composés 

organiques afin de combler leurs demandes énergétiques. Leurs nécessités sont complètement 

satisfaites à l’intérieur même de la rhizosphère. En effet, la plante secrète de nombreux 

substrats tels: les cellules corticales et épidermales qui se détachent des racines, les 

polysaccharides du mucilage racinaire, les sucres et les acides aminés et organiques des 

exsudats racinaires, et qui peuvent être utilisés par la suite par les rhizobactéries (Campbell et 

Greaves, 1990). 

I.1.5 Effets bénéfiques des rhizobactéries sur les plantes  

Certains microorganismes, principalement des bactéries telles Arthrobacter, 

Azotobacter, Azospirillum, Bacillus, Enterobacter, Pseudomonas, Serratia (Gray et Smith, 

2005) et Streptomyces spp. (Tokala et al, 2002) sont capables de coloniser efficacement les 

systèmes racinaires. Elles influencent de manière bénéfique la plante en stimulant sa 

croissance (voie directe) et/ou en la protégeant contre des infections par des agents 

phytopathogènes (voie indirecte). Ces bactéries de la rhizosphère sont alors reprises sous le 

terme PGPR (Plant Growth-Promoting Rhizobacteria) (Figure 1). 
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I.1.5.1 Effets directs  

I.1.5.1.1 Fixation de l’azote  

la fixation d’azote par les rhizobactéries est importante pour un système agricole 

durable, les plantes dépendent principalement du processus de fixation d’azote par les 

bactéries vivant dans la rhizosphère (Mia et al., 2005; Martinez-Viveros et al., 2010) grâce à 

la nitrogénase, une enzyme catalysant la réduction de l’azote atmosphérique en ammoniac 

(Weyens et al., 2010). 

I.1.5.1.2 Solubilisation du phosphate 

Certains microorganismes sont capables de solubiliser le phosphate et sont appelés des 

microorganismes solubilisant le phosphate (PSM). Les rhizobactéries du genre Pseudomonas, 

Bacillus et Rhizobium, sont considérés comme des solubilisatrices principales du phosphate 

(Rodriguez et Fraga, 1999; Arcand et Schneider, 2006). 

I.1.5.1.3 Production de sidérophores  

Plusieurs bactéries produisent des molécules appelées sidérophores, ces derniers fixent 

le fer ferrique (Fe3+) et le transforment en sa forme soluble qui est le fer ferreux (Fe2+). Les 

sidérophores sont utilisés dans la lutte biologique contre les champignons phytopathogènes. 

Ces derniers seront privés de fer détourné par les bactéries (Glick et Pasternak, 1998). Une 

grande variété de sidérophore est produite par des bactéries (Sayyed et Patel, 2011), à titre 

d’exemple, Agrobacterium, Bacillus, Escherichia coli, Pseudomonas, Rhizobium (Zahir et 

al., 2004). 

I.1.5.1.4 Production de phytohormones 

Les phytohormones comprennent 5 groupes de substances majeures: Les auxines tell 

qu’Acide Indole Acétique (AIA), les Cytokinines, les Gibbérelines, l’Acide Abscissique 

(ABA) et  l’éthylène (Vessey, 2003). Les auxines sont impliquées dans l'initiation de la 

croissance des racines, la division cellulaire et l'élargissement de la cellule (Vessey, 2003). 

Les cytokinines et les gibbérellines sont impliquées dans la modification de la morphologie 

des plantes et dans la stimulation de la croissance de la partie aérienne (Van Loon, 2007). 

L’acide abcissique intervient également dans la régulation de la germination des graines. Pour 

l’éthylène, il agit comme stimulateur à des concentrations modérées, mais au-delà de ce 



Chapitre I                                                      Synthèse bibliographique 

 

5 

 

niveau, il devient un inhibiteur de l’élongation racinaire, de la croissance latérale des racines 

et de la formation des poiles (Glick et al., 2007). 

I.1.5.2 Effets indirects   

L’effet phyto-bénéfiques indirect des bactéries PGPR résulte des interactions entre ces 

dernières et les pathogènes et/ou parasites de la plante, à l’occasion desquelles les effets 

négatifs de ces derniers sont diminués (Ramette et al., 2006; Rezzonico et al., 2007). Ces 

interactions  correspondent souvent à:  

� La compétition pour l’espace et les éléments nutritifs dont la disponibilité dans le sol 

est faible (Joshi et al., 2006). 

� La synthèse  d’enzymes  hydrolytiques  pour  le  biocontrôle  des  champignons  

phytopathogènes (Woo et Lorito, 2007). 

� L’inhibition des enzymes ou des toxines produites par les phytopathogènes (Harman 

et Shoresh, 2007). 

� L’induction des mécanismes de résistance de la plante (Antoun et Prévost, 2005;  

Kaymak, 2010).  

 

 
 

Figure 1: Représentation schématique des mécanismes d’action directe et indirecte employés 

par les PGPR (Ngoma et al., 2012). 
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I.1.6 Les Pseudomonas spp. 

Les Pseudomonas sont parmi les bactéries les plus importantes dans la rhizosphère 

(Misko et Germida, 2002), ce sont des bacilles à Gram négatif de 0,5-1,3 µm de diamètre 

(Eyquem et al.,2000). Le genre Pseudomonas a été décrit en 1894 (Migula, 1894), englobe 

des bactéries ubiquitaires possédant une grande diversité, incluant des espèces saprophytes et 

parasites (Lefrère et Rouger, 2000; Choudhary et al., 2009). Ces bactéries se caractérisent par 

un métabolisme aérobie strict, certaines souches ont une respiration anaérobie avec le nitrate 

comme accepteur terminal d'électrons et/ou l'arginine. Les Pseudomonas sont mobiles grâce à 

un ou plusieurs flagelles polaires (Eyquem et al., 2000; Haas et Défago, 2005), sont 

rarement immobiles et sont non sporulés. La plupart des Pseudomonas se cultivent à 30 °C et 

se caractérisent par une croissance lente à 4 °C (Eyquem et al., 2000). 

Les Pseudomonas spp. fluorescents ont été étudiés depuis des décennies pour leurs 

effets bénéfiques sur la stimulation de la croissance et la suppression efficace des maladies 

telluriques des plantes (Bakker et al., 2007). Ces rhizobactéries possèdent de nombreuses 

caractéristiques qui permettent leur utilisation dans la protection des cultures agricoles 

(Weller, 2007), elles montrent de multiples propriétés: l’utilisation efficace des exsudats 

racinaires, la colonisation et la multiplication dans la rhizosphère, la spermosphère et à 

l’intérieur des cellules végétales (Weller et al., 2002). La diversité métabolique des 

Pseudomonas spp. fluorescents confère à ces bactéries une plasticité importante pour 

s’adapter à de différents environnements (Latour et Lemanceau, 1997; Misko et Germida, 

2002), ce qui implique leur utilisation comme biofertilisants, phytostimulateurs et agents de 

lutte biologique (Misko et Germida, 2002). Ces rhizobactéries fluorescentes sont devenues 

un modèle important pour les études écologiques de la rhizosphère et l'analyse du 

métabolisme secondaire bactérien (Couillerot et al., 2009). 

Durant la colonisation du système racinaire des plantes, les Pseudomonas fluorescents 

peuvent agir sur les phytopathogènes par leurs actions antagonistes en produisant des 

substances antimicrobiennes (Haas et Défago, 2005) et des enzymes lytiques des parois des 

champignons (Diby et al., 2005; Siddiqui et al., 2005). Comme ils peuvent exécuter leurs 

actions bénéfiques directement sur les plantes, en induisant leurs défenses naturelles et/ou par 

la stimulation de leur croissance (Haas et Défago, 2005; Van Loon et al., 1998). 

 



Chapitre I                                                      Synthèse bibliographique 

 

7 

 

I.2 Les enzymes potentiellement importantes en industrie 

I.2.1 Généralité sur les enzymes 

Les enzymes sont des protéines de masse moléculaire élevée entre 10 à 1 000 k Da, 

thermolabiles, biocatalyseurs des réactions métaboliques, possédant des groupements 

fonctionnels au niveau desquels s’effectue la transformation ou le transfert des substances. 

Elles sont réparties en 6 classes numérotées de 1 à 6 selon le type de catalyse (Ulrich 

Bergmeyer, 1979):  

1. Oxydoréductase: réaction d’oxydo-réduction. 

2. Transférase : transfert de radicaux fonctionnels. 

3. Hydrolase : réactions d’hydrolyse. 

4. Lyase : réaction d’addition sur les doubles liaisons. 

5. Ligase : formation de liaison avec l’utilisation d’ATP. 

6. Isomérase : formation des isomères. 

La production des enzymes est une poursuite centrale au domaine de l’industrie et en 

biotechnologie. Le marché des enzymes industrielles actuel continue à croître de plus en plus 

avec une demande accrue sur l’avancement des procédés biotechnologiques qui restent en 

déficit face à la demande en augmentant de nombre de biocatalyseurs (Fossi et al., 2005). Les 

enzymes peuvent être obtenus à partir de plusieurs sources, telles que les plantes, les animaux 

et les microorganismes (Headon et Walsh, 1994).  

I.2.2 Enzymes importantes à l’échelle industrielle  

I.2.2.1 Protéase  

I.2.2.1.1 Définition  

Les enzymes protéolytiques sont des hydrolases, Elles catalysent le clivage des 

liaisons peptidiques des protéines en fragments polypeptidiques, qui seront par la suite, les 

acides aminés, offrant une multitude de structures (Barrett, 1994). Ces enzymes sont 

produites aussi bien par les animaux que les végétaux et les microorganismes; leur synthèse 

s’effectue extracellulairement comme intracellulairement (Palma et al., 2002). 
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Les protéases microbiennes sont plus intéressantes que celles provenant des sources 

végétales ou animales depuis qu’elles présentent les caractéristiques les plus recherchées dans 

les applications biotechnologiques. (Coral et al., 2002; Sandhya et al., 2005; Aguilar et al., 

2008). 

I.2.2.1.2 Classification et nomenclature  

Les protéases sont classées dans le sous groupe 4 du groupe 3 (hydrolases) 

(E.C.3.4.X.X) (IUBMB, 1998). Cependant, elles ne se soumettent pas facilement dans ce 

système de classification  à cause de la complexité de leur structure et de leur mécanisme 

d’action, leur classification se base sur plusieurs critères: le mode d’attaque de la chaine, le 

pH d’activité et la nature de résidu impliqué dans le site actif (Rao et al., 1998). 

I.2.2.1.3 Source microbienne des protéases   

Les protéases peuvent êtres produites par les moisissures, les levures et les bactéries. 

Pour les moisissures les protéases constituent les enzymes les plus importantes qui peuvent 

être produites par plusieurs genres fongiques tels que Aspergillus, Penicillium, Trichoderma, 

Mucor, Rhizopus, Geotrichum, Fusarium, Rhizomucor, Endothia, etc. (Frazier, 1967; haq et 

al., 2003). Certaines levures produisent aussi des enzymes protéolytiques, il s’agit 

essentiellement des genres Saccharomyces, Rhodotorula, Candida, Debaryomyces. 

Saccharomyces cerevisiae (Kresze, 1991; Boiron, 1996). Des Protéases d’origine 

bactériennes il s’agit essentiellement de la subtilisine ou subtilase, une protéase produite par 

Bacillus subtilis et quelques genres apparentés.(Frazier, 1967). Les bactéries psychrotrophes 

du lait et en particulier, Pseudomonas fluorescens et P. putida produisent des 

métalloprotéases thermorésistantes utilisées en particulier pour la coagulation du lait et pour 

l’affinage du fromage (Cousin et al., 1982). 

I.2.2.1.4 Applications  industrielles des protéases  

De toutes les enzymes industrielles, les protéases sont de loin le groupe le plus 

important. En effet, les protéases représentent à elles seules entre 60% du total des ventes 

d’enzymes. (García-Gómez et al., 2009). ils sont largement utilisée dans l’industrie 

alimentaire entre autre dans la synthèse de l'aspartame, la préparation de produits à base de 

soja et dans l'industrie fromagère qui emploie une quantité importante de protéases, (Rao et 

al., 1998). Également la grande diversité des protéases est un avantage qui permet à ces 

enzymes d'être utilisées dans le développement de nouveaux agents thérapeutiques (Rao et 
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al., 1998; Gupta et al., 2002). Mais à l'heure actuelle l'industrie des détergents est la plus 

grande utilisatrice des protéases qui sont ajoutées comme des ingrédients clé dans la 

formulation des détergents pour usage domestique (détergents à lessive, détergents à 

vaisselle)(Rao et al., 1998). 

I.2.2.2 L’alpha–amylase  

I.2.2.2.1 Définition  

L’α-amylase [α -(1,4)-D-glugane glucanohydrolase] comme toutes les enzymes est 

une macromolécule appartenant à la classe des protéines globulaires (Nouadri, 2011). Les α –

amylases sont des endo-enzymes dont la masse moléculaire est comprise entre 50 et 60 kDa 

(Feillet, 2000), qui hydrolyse au hasard les liaisons osidiques (1,4), de l’amylose, de 

l’amylopectine, de l’amidon et du glycogène à l’exclusion des liaisons terminales de ces 

chaînes. Elle provoque la libération du glucose, du maltose et surtout d’α –dextrines 

(Benaouida, 2008). 

I.2.2.2.2 Classification et nomenclature   

Selon la commission des enzymes (EC), α-amylase appartient à la troisième classe, 

celle des hydrolases [α-(1,4)-D- glucanohydrolase (E.C.3.2.1.1)]. 

• Nom systématique: α-(1-4) D-glucane glucanohydrolase. 

• Nom codifié: E.C .3.2.1.1 

• Nom recommandé: Alpha-amylase. 

• Synonymes: glycogenase, endoamylase, maxilase, taka-amylase A, thermolase, 

clarase, amylopsin (Graber, 1989).  

I.2.2.2.3 Source microbienne de l’alpha-amylase   

Les alpha-amylases sont abondantes dans tous les règnes, elles ont été isolées par 

extraction à partir des tissus végétaux et animaux ou par fermentation par des cellules 

microbiennes (Haq et al., 2003; Rao et al., 2004). pour L'alpha -amylase bactérienne ce type 

d'enzyme est obtenu principalement par fermentation de Bacillacées (Milner et al., 1997). 

Historiquement la première enzyme a été produite à partir de souches de Bacillus 

amyloliquefaciens, B. licheniformis (Bousseboua, 2002) ou B. subtilis (Mctigue et al., 1995). 

Cependant d’autres espèces, produisant également cette enzyme telle que Thermobifida fusca 

(Chao-Hsun Yang et Wen-Hsiung Liu, 2004), Streptomyces sp. (Samrat Chakrabortya et 
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al., 2009). Les producteurs principaux de l’alpha-amylase d’origine fongique sont les 

moisissures des genres Aspergillus et Rhizopus. En plus des moisissures, les levures 

participent également à la production de l’alpha- amylase (Bouix et Leveau, 1999). 

I.2.2.2.4 Applications industrielles de L’α- amylase  

L’α- amylase par sa capacité à modifier un certain nombre des propriétés de l’amidon, 

participe à de nombreuses applications, permettant de fabriquer des sucres adaptés aux 

demandes spécifiques des utilisateurs en industrie alimentaire (Palmer., 1975). Actuellement, 

les α-amylases microbiennes sont parmi les enzymes les plus utilisés dans les procédés 

industriels autres qu’alimentaires (industrie pharmaceutique, textile, papeterie et détergents), 

en raison de leur productivité et thermostabilité (Burhan et al., 2003). 

I.2.2.3 Les cellulases  

I.2.2.3.1 Définition  

Les cellulases [1,4-(1,3; 1,4)-β-D-Glucanohydrolase] se rapportent à un groupe 

d'enzymes qui, agissant ensemble, hydrolysent la cellulose en sucres simples (Kader et al., 

1999; Korish, 2003). Elle est l’une des principaux membres de la famille des glycosides 

hydrolases. 

I.2.2.3.2 Classification et nomenclature  

Le cellulase est un système enzymatique complexe, composé de trois types principaux 

d’enzymes:  

� L'endo-cellulase (EC 3.2.1.4) casse les liaisons internes pour perturber la structure 

cristalline de la cellulose et pour exposer différentes chaînes de polysaccharide de 

cellulose, en diminuant rapidement le degré de polymérisation du substrat (Kleman-

Leyer et al., 1994; Davies et Hanrissat, 1995; Harjunpaa et al., 1996; Warren, 

1996; Xu et al., 2000).  

� L’exoglucanase (EC 3.2.1.91) attaque les liaisons β (1-4) glycosidiques des chaînes de 

cellulose par les extrémités non réductrices et libère exclusivement du cellobiose 

(Teeri, 1997; Xu, 2002). 

� La cellobiase (EC 3.2.1.21) hydrolyse les liaisons β (1-4) glycosidiques du cellobiose, 

pour donner deux molécules de glucose (Onsori et al., 2005). 
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Les cellulases sont classées dans le sous groupe 4 du groupe 3 (hydrolases) : 

Nom codifié: E.C.3.2.1.4 

Nom systématique: 1,4-(1,3 ; 1,4)-β-D-Glucan 4-glucanohydrolase. 

Nom recommandé: Cellulase. 

Synonymes: Endoglucanase, Endo-1,4-β-Glucanase, Cellulase carboxyméthylique, β-1,4-

endoglucanhydrolase, Celludextrinase, Avicelase, ect. (Schamburg et Salzmann,1991). 

I.2.2.3.3 Source microbienne des cellulases 

Un grand nombre de microorganismes (bactéries, moisissures et levures aérobies et 

anérobies) sont capables d’attaquer la cellulose (Brisou, 1971). Néanmoins, ce sont les 

cellulases bactériennes et fongiques qui ont été les plus étudiées notamment en raison de leurs 

utilisations potentielles en biotechnologie (Odier et Rouau, 1985). Parmi les bactéries 

cellulolytiques, certaines sont aérobies (Sporocytophaga, Myxococcoides, Baccillus subtilis, 

Cellulomonas et Pseudomonas, d’autres sont anaérobies strictes (Clostridium thermocellum, 

Clostridium stercorarium, Ruminococcus albus, Ruminococcus flavefasciens et Bactéroides 

succinogenes) (Vidaud, 1984) ou encore des anaérobies facultatives (Erwinia 

chrysantharum) qui possèdent un seul complexe multienzymatique extracellulaire appelé 

cellulosome (Schwarz, 2001). 

  De plus, les cellulases ont été identifiées chez des actinomycètes tels que 

Thermomonospora fusca (Tuncer et al., 1999), Streptomyces reticuli (Schlochtermeier et al., 

1992), quelques archaebactéries Pyrococcus orikoshii (Ando et al., 2002) et Termotoga 

neapolitana (Bok et al., 1998) qui constituent une source importante de cellulases 

thermostables. De nombreux champignons sont cellulolytiques, ils produisent des 

endoglucanases, des exoglucanases et des β-glucosidases (Bèguin, 1990). Trichoderma reesei 

est le champignon le plus étudié (Shomaker et al., 1983; Chen et al., 1987), Chez les 

levures, les genres pouvant présenter un activité cellulasique, sont beaucoup plus rares, 

néanmoins on peut citer le genre Trichosporon (Scriban, 1999), Candida wickerhamii 

(Gunata et al., 1990), ainsi que Khryveromyces lactis (Hasper et al., 2002). 
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I.2.2.3.4 Applications industrielles des cellulases  

La biotechnologie des cellulases a débuté vers les années 1980 dans l’alimentation 

animale (Chesson, 1987) et ensuite dans l’industrie du textile, de la lessive et du papier. 

Actuellement, elle occupe environ 20 % du marché mondial des enzymes (Bhat, 2000, 

Lekchiri et al., 2006). Les performances élevées atteintes leurs ouvrent des perspectives 

intéressantes pour différentes applications industrielles (Scriban, 1993), dans les industries de 

transformation de l’amidon, de brasserie, l’extraction de jus de fruits et légumes (Gao et al., 

2008).  

I.2.2.4 Les enzymes lipolytiques  

Les enzymes lipolytiques sont des hydrolases qui catalysent l'hydrolyse ou la synthèse 

de liaisons esters (C-O) dans les huiles et autres esters aliphatiques, elles sont impliquées dans 

le métabolisme des lipides. Les enzymes lipolytiques sont ubiquitaires dans la nature et on les 

retrouves dans les trois règnes du vivant jouant des rôles physiologiques très diversifiés (Hui 

et Howles, 2002).Toutefois, les connaissances acquises sur ces enzymes ont démontré qu’il 

existait deux types d’enzymes lipolytiques: les estérases et les lipases « vraies ». Le 

mécanisme d’hydrolyse des triglycérides est le même pour ces deux types d’enzymes (Fojan 

et al.2000). Par contre, la principale différence se situe au niveau de la nature du substrat à 

hydrolyser (Jaeger et Reetz, 1998; Sharma et al., 2001; Fickers et al.,2008). Les 

mammifères, les plantes, les levures, les actinomycètes et les bactéries sont tous de bons 

producteurs de ces biocatalyseurs. Par contre, les micro-organismes sont de bien meilleures 

sources de ces enzymes car ils produisent des lipases plus stables ayant des activités 

catalytiques variées (Sharma et al., 2001; Fickers et al.,2008). 

I.2.2.4.1 Classification des enzymes lipolytiques    

Les enzymes lipolytiques  microbiennes ont été regroupées en plusieurs sous-familles 

sur la base de leurs séquences en acides aminés ainsi que des propriétés biologiques 

fondamentales (Kanwar et al., 2006). Cette classification permet de prédire les 

caractéristiques structurales comme les résidus du site catalytique ou la présence de ponts 

disulfures, le mécanisme de sécrétion et l’exigence d’une protéine chaperonne spécifique à 

certaines lipases, et les relations potentielles avec d’autres familles d’enzymes (Lotti et 

Alberghina, 2002). Elle permet aussi une identification plus facile et plus rapide de nouvelles 

enzymes lipolytiques microbiennes (Najjar, 2010). En (1999), Arpigny et Jaeger ont réparti 
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en huit familles les enzymes lipolytiques bactériennes sur la base d’homologies de séquence 

(Tableau I) 

I.2.2.4.1.1 Les lipases   

Encore appelées triacylglycérols acyl hydrolases (EC 3.1.1.3); elles appartiennent à la 

famille des hydrolases d’esters carboxyliques. (Alloue et al., 2008) ce sont des enzymes 

atypiques par leur mécanisme d’action et leur spécificité de substrats (Reis et al., 2009). Leur 

rôle physiologique est d'hydrolyser les triglycérides en diglycérides, monoglycérides, acides 

gras et glycérol. L’hydrolyse des liaisons esters des substrats lipidiques, insolubles dans l’eau, 

se produit à l’interface entre lipide et eau (Alloue et al., 2008 ). Dans le milieu eau /solvant 

organique immiscible, elles sont également capable de catalyser la réaction réversible de 

synthèse et échangeuse de groupes d’esters et résolution de mélange racémique en alcools et 

acides optiquement actives (Fickers et al., 2008; Pabai, 1997). 

I.2.2.4.1.1.1 Sources microbiennes des lipases  

Les lipases sont omniprésentes dans la nature et peuvent être obtenues à partir de 

nombreuses sources, telles que les plantes, les microorganismes et les animaux (Treichel et 

al., 2010; Liua et al., 2011; Salihu et al., 2012; Casas- Godoy et al., 2012). De nombreux 

microorganismes sont connus comme des producteurs potentiels de lipases extracellulaires, 

notamment les bactéries, les levures et les moisissures. Elles sont aussi bien produites chez les 

bactéries Gram (+) telles que celles de genres Bacillus et Staphylococcus que par des bactéries 

Gram (-) telles que Pseudomonas. Elles sont également largement répondues chez les levures 

du genre Candida ou Geotricum ainsi que chez les champignons filamenteux tels que 

Rhizopus ou Thermomyces (Lawrence et al., 1967).  

I.2.2.4.1.2 Les estérases   

Les estérases (E C 3.1.1.1) hydrolysent les solutions d'esters de chaîne acyl courte 

soluble dans l'eau et inactifs contre les triacylglycérols à longue chaîne insoluble dans l'eau 

(Chahinian et Sarda, 2009). Elles sont localisées dans le réticulum endoplasmique, le 

cytosol de différents tissus et abondantes dans le foie. Elles manifestent une large spécificité 

en substrat tels que amides, esters, thioesters, hydrolysent un grand nombre de composés de 

différentes structures et jouent un rôle très important dans l’élimination des produits toxiques 

et xénobiotiques (Gilham et Lehner, 2005). 
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I.2.2.4.1.2.1 sources microbiennes  des estérases  

Les estérases sont produites par un ensemble d'organismes, tels que Streptomyce ssp, 

Pseudomona ssp, Lactobacillus sp, Thermoanaerobacterium sp, Micrococcus sp, Ophistoma 

sp, Penicillium sp, Aspergillus sp, Humicola sp, Sporotrichum sp, Saccharomyces sp, 

Candida sp, des plantes et des animaux (Ramnath et al., 2001). 

I.2.2.4.2 Applications industrielles des enzymes lipolytiques  

En premier lieu, les enzymes lipolytiques sont utilisées pour la fabrication de 

détergents. Tout comme les protéases et amylases, un pourcentage élevé, soit un peu plus de 

30% des lipases sont utilisées dans ce domaine (Sharma et al., 2001). Les réactions 

d’hydrolyse sont également recherchées dans d’autres domaines d’application, 

essentiellement dans le traitement des pâtes et papiers et des effluents ou encore l’industrie du 

textile/cuir. Dans l’industrie alimentaire, les applications sont nombreuses. Les fonctions 

d’hydrolyse et de synthèse sont toutes les deux exploitée. Ces enzymes dégradent les 

triglycérides afin de former des acides gras volatils qui permettent le développement d’arômes 

et de saveurs dans les fromages, le vin, les saucissons ou le thé noir (Jaeger et al., 1994; 

Pandey et al., 1999; Hasan et al., 2006; Fickers et al., 2008). 

Egalement, un certain nombre d’ingrédients présents dans plusieurs produits 

cosmétiques sont synthétisés par des lipases. Les lipases ont également trouvé plusieurs voies 

d’application dans le secteur biomédical (Kirk et al., 2002; Hasan et al.,2006; Fickers et al., 

2008). 

Une autre utilité des lipases en biopharmaceutique est la synthèse de médicaments 

(Pandey et al., 1999; Sharma et al., 2001; Jaeger et Eggert, 2002; Hasan et al., 2006). 

Enfin, la grande versatilité de ce groupe d’enzymes a soulevé un intérêt particulier parmi les 

producteurs de biodiesel. Ce carburant produit à partir de ressources renouvelables (Jaeger et 

Eggert, 2002; Hasan et al., 2006). 
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Tableau I: Système de classification des familles des enzymes lipolytiques établie par 

Arpigny et Jaeger, 1999. 

 

I.1.3 Les plantes modèles 

I.1.3.1 Le Romarin  

Le Romarin vient du latin Rosmarinus officinalis « Rosée de la mer », c’est un 

arbrisseau aromatique, peut atteindre jusqu’à 1,5 mètre de hauteur (Brineton, 1991). Le 

Romarin fait partie de la famille des labiées c’est l’une des familles les plus répondues dans le 

bassin méditerranéen et spécialement en Algérie. Elle comprend plus de 3300 espèces et 

environ 200 genres. Le Romarin pousse sur les côtés méditerranéennes, et le sud-ouest de 

l’Asie et souvent cultivé dans le jardin comme clôture. Le Romarin affectionne 

particulièrement les terrains calcaires. En Algérie, le Romarin est l’une des sept espèces 

végétales excédant 50000 hectares sur le territoire national (Iserin et al., 2007)(Figure 2). 
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I.1.3.1.1Classification (Crete, 1965). 

Règne: Plantae 

Division: Magnoliophyta 

Classe: Magnoliopsida 

Ordre: Lamiales 

Famille: Lamiaceae 

Genre: Rosmarinus 

Espèce: Rosmarinus officinalis  

Nom commun: Le romarin  

Nom locale: El iklile 

 

Figure 2: Plante de Romarin (Rosmarinus officinalis) 

I.3.2 La Camomille 

C’est une plante herbacée annuelle de 10 à 40 cm de hauteur, glabre et odorante. Sa 

tige unique dressée, et très rameuse, avec des feuilles vertes, alternes, profondément divisées, 

à division sans sillon, sans pointes piquantes. Ses fleurs libres en capitule, c’est a dire serrées 

les unes contre les autres, sans pédoncules et placée sur l’extrémité d’une tige entourée d’une 

collerette de bractées (involucre) simulant un calice; capitule de1,5 à 2,5 mm, ayant des fleurs 

de deux couleurs différentes, les fleurs du milieu en tube cylindrique (tubuleuses) jaunes à 

cinq lobes, les fleurs du pourtour en languette blanche (ligulées) souvent réfléchies ;radiées 

tous sont insérées sur un réceptacle conique. Les fruits sont des akènes (Grisebah, 1965; 

Harborne, 1988). Ont peut la trouver dans plusieurs régions, en Europe, Asie Afrique, 
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Amérique du Nord et du Sud. Elle pousse dans les prairies, les champs et au bord des 

chemins. 

I.3.2.1Classification. (Achoub , 2013) 

Embranchement: Angiospermae 

Classe: Dicotyledoneae 

Ordre: Asterales 

Famille: Compositae 

Genre: Matricaria 

Espèce: Matricaria chamomilla 

Nom commun: La Camomille 

Nom locale: Babounedj 

 

Figure 3: Plante de Camomille (Matricaria chamomilla) 
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II.1 Matériels 

II.1.1 Matériel végétal 

Il consiste en deux plantes médicinales Matricaria chamomilla et Rosmarinus 

officinalis connus sous les noms la camomille et le romarin respectivement. 

II.1.2 Matériel microbien 

Le matériel microbien comprend des souches isolées à partir de la rhizosphère de deux 

plantes médicinales collectées pendant le mois d’avril (2018) dans la région de Hasnaoua de 

la wilaya de Bordj Bou Arreridj (Algérie). 

II.1.3 Matériel lourd et chimique 

Voir l’annexe 

II.2 Méthodes 

II.2.1 Échantillonnage et isolement de bactéries rhizosphériques  

II.2.1.1Échantillonnage du sol rhizosphérique  

Dans le but de rechercher des bactéries productrices d’enzymes d’intérêt industriel, 

nombres d’échantillons du sol rhizosphèrique de deux plantes médicinales Matricaria 

chamomilla (la camomille) et Rosmarinus officinalis (le romarin) ont été collectés pendant le 

mois d’avril (2018) dans la région de Hasnaoua de la wilaya de Bordj Bou Arreridj(Algérie). 

Les prélèvements ont été effectués à partir de la partie rhizosphèrique du sol, et ont été mis 

dans des sachets fermées préalablement stérilisés dans un autoclave, puis transportés 

directement au laboratoire dans une glacière (4°C) (Figure 4). 
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Figure 4: Prélèvement des échantillons de la rhizosphère.  

II.2.1.2 Isolement des bactéries  

1 g de chaque échantillon du sol a été dissous dans 9 ml d’eau physiologie, des 

dilutions décimales de (10
-1

 ,10
-2

, 10
-3

, 10
-4

, 10
-5 

et 10
-6

) ont ensuite été effectuées. 100 µl de 

chacune de ces dilutions ont été ensemencées en surface sur les milieux Plate Count Agar 

(PCA), king A et king B (Annexe) avec 04 répétitions pour chaque dilution, les boites ont été 

ensuite incubées à 30°C pendant 24 à 72 h (Mehenna et Mezhoud, 2017).  

II.2.1.3 Purification et conservation des isolats  

Dans le but d’obtenir des souches pures, chaque colonie apparaissant différente 

phénotypiquement sur PCA, et présentant une pigmentation diffusible bleue-verte et jaune-

verte sur King A et B respectivement a été purifiée en la repiquant sur PCA par la méthode 

des stries serrées. La conservation des souches pures a été réalisée dans des tubes à essais 

contenant du bouillon nutritif (BN) (Annexe). Après incubation des tubes à 30°C pendant 24 

h et l’apparition d’un trouble, ces derniers ont été placés dans le réfrigérateur à 4°C. 

II.2.2 Mise en évidence de l’activité enzymatique  

Afin de déterminer la capacité des isolats à produire des enzymes d’intérêt industriel, 

plusieurs enzymes ont été recherchées, tels que la protéase, cellulase, amylase, l’estérase et 

lipase. Aprés repiquage des souches à partir des tubes de conservation, Le screening a été 

effectué par la méthode des spots et en duplicata. 
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Un index enzymatique a été calculé pour toutes les activités selon l’équation suivante: 

IE= Diamétre du Halo / Diamétre de la colonie (Carrim et al., 2006). 

II.2.2.1 Screening de l’activité cellulasique  

La présence de cellulase est révélée par le repiquage des isolats sur le milieu de Carder 

(1986) qui contient en g/l: Na2HPO4 (6); KH2PO4 (3); NaCl (0,5); NH4Cl (1); extrait de levure 

(3); cellulose (7); agar (15). Le pH a été ensuite ajusté à 7,4 et le milieu a été autoclavé à 

121°C pendant 20 min. Les boites ensemencées ont été incubées pendant 8jours (Carrim et 

al., 2006). 

Après la fin de l’incubation, une solution de lugol (Annexe) préalablement préparée a 

été dispersée sur toute la surface du milieu. Après cinq minutes de contact, l’excès a été 

éliminé et les boites lavées à l’eau distillée. La présence d’une cellulase extracellulaire se 

manifeste par l’apparition d’un halo clair autour des colonies. 

II.2.2.2 Screening de l’activité amylolytique 

Le test qui indique l’activité amylolytique est réalisé sur gélose à base d’amidon. Le 

milieu contient en (g/l): KNO3 (0,5), K2HPO4 (1,0), MgSO4 (0,2), CaCl2 (,1), FeCl3 (0,001), 

amidon soluble (10,0), agar (15,0). Le pH a été ensuite ajusté à 7,2 et le milieu autoclavé à 

121°C pendant 30 min. Un ensemencent du milieu par la méthode des spots a été effectué 

pour chaque isolat. 

Après incubation à 30°C pendant 48 à 72h, une solution de lugol (révélateur, Annexe) 

préalablement préparée a été dispersée sur toute la surface du milieu. Après quelques minutes 

de contact, l’excès a été éliminé et les boites lavées à l’eau distillée. La lecture a été effectuée 

de la manière suivante: 

La présence de l’amidon dans le milieu donnera une couleur bleue noirâtre, ceci implique 

une absence d’activité amylolytique. En revanche, si l’amidon est hydrolysé, une zone claire 

apparaitrait autour des colonies. Ce qui traduit une présence d’activité amylolytique chez les 

isolats (Vinoth Raj et al., 2009). 

II.2.2.3 Screening de l’activité protéolytique  

Le milieu de culture utilisé pour cette activité contient en g/l: Extrait de levure (2,5); 

glucose (1), et agar (15). Le milieu a été ajusté à un pH de 7 et autoclavé pendant 20 min à 

121ºC. Simultanément, 100 ml d’une solution de lait écrémé à 05 % a été préparé et stérilée à 
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110ºC pendant 10 min et ajouté au milieu Ce dernier est ensuite ensemencé par la méthode 

des spots. L’activité protéolytique se traduit par l’apparition d’un halo claire autour des 

colonies (Bach et Munch, 2000). 

II.2.2.4 Screening de l’activité estérasique 

Le milieu de culture utilisé est celui utilisé par Sierra (1957). Il contient en g/l: 

peptone (10); NaCl (5.0); CaCl22H2O (0.1); Tween 80 (1%, v/v) et agar (18). Le pH est ajusté 

à 7,4. Le milieu est ensemencé et incubé à 30°C pendant 48h. La présence d’une activité 

estérasique s’exprime par un halo autour des colonies (Sierra, 1957). 

II.2.2.5 Screening de l’activité lipolytique 

La détermination de l’activité lipolytique est réalisée de la même manière que 

l’activité estérasique, cependant, le tween 80 est remplacé par le tween 20, et le résultat positif 

se traduit par la présence d’un halo autour des colonies (Sierra, 1957). 

II.2.3 Analyse statistique  

L’étude statistique a été faite en utilisant le logiciel SAS/STAT® 9.2, 

Les résultats des activités enzymatiques ont été analysé statistiquement par le test de 

(One-Way ANOVA) suivie de Student-Newman-Keuls multip-rang test, pour comparer les 

moyennes des index de dégradation pour chaque bactéries. 

Les résultats ont été exprimé en moyenne et les mesures ont été répétée deux fois 

(n=2), la différence a été considérée statistiquement significative lorsque la valeur de p est ≤ 

0.05. 
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III. Résultats et Discussion  

III.1 Isolement des bactéries  

Au départ, l’isolement des bactéries à partir des échantillons récoltés sur les milieux 

PCA, King A et King B nous a permis d’évaluerla charge bactrienne dans les différents 

échantillons. Le dénombrement a été effectué à partir de la dilution 10
-3

jusqu’a 10
-6

 selon 

l’équation suivante :   

N =
�

�
×

�

�
. (Avec: v = volume de dilution ; n = nombres de colonies; d = facteur de 

dilution) 

Les résultats du dénombrement sont représentés dans le tableau II. 

Le résultat a révélé que le nombre de colonies de l’échantillon du sol rhizosphériquede 

R.officinalisétait de52.58 x 10
6
UFC/g de sol, tandis que l’échantillon du sol rhizosphériquede 

M.chamomillacontient approximativement un nombre proche de celui deR.officinalisestimé à 

52.15 x 10
6
 UFC/ g de sol(Tableau II). 

Les résultats du dénombrement sur le milieu King A amontré que le nombre de 

colonies à partir du sol rhizosphérique deM.chamomilla était de 38 x 10
6
 UFC/ g de sol, alors 

que le nombre de colonies à partir de R.officinalis était de 53 x 10
5
 UFC/ g de sol. (Tableau 

II). 

Pour le milieu King B les résultats obtenus a révélé que le nombre de colonies était 

de47 x 10
6
 UFC/ g de sol et 53 x 10

5
 UFC/ g de sol à partir des sols rhizosphérique 

deM.chamomilla et R.officinalis respectivement(Tableau II). 

Tableau II:Dénombrement des colonies des échantillons sur milieux PCA,king A et kingB. 

 

Le milieu 

Charge bactérienne(UFC/g de sol) 

M.chamomilla R.officinalis 

PCA 52.15 x 10
6 

52.58 x 10
6 

King A 38 x10
6 

53 x10
5 

King B 47 x10
6 

58 x10
5 
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III.2 Purification et conservation des isolats  

Les isolats des bactéries obtenus ont été purifiés par un repiquage successif sur PCA 

jusqu’à l’obtention des souches pures. Cette purification nous apermis d’obtenir les résultats 

présentés dans la figure 5. 

 

Figure 5: Nombre des isolats obtenus sur les différents milieux de culture pour les deux 

plantes. 

En se basant sur l’aspect des colonies sur milieu solide, ces dernières représentent une 

grande diversité de taille, forme, couleur et consistance(Figure 6). 

 

 

Figure 6:Quelques images des aspects des colonies obtenues sur PCA. 
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Après l’incubation des isolats à 30°C pendant 24 h, les tubes caractérisés par 

l’apparition d’un trouble, indiquant la croissance des souches dans le bouillon nutritif ont été 

conservés à 4°C pour les futurs tests (Figure 7). 

 

Figure 7:Conservation des souches purifiées sur bouillon nutritif. 

III.3 Mise en évidence de l’activité enzymatique 

Tous les isolats ont été testés pour évaluer leur capacité à produire diverses enzymes 

tels que la cellulase,estérase, protéase, amylase et lipase. L'activité enzymatique a été 

quantifiée par mesure des diamètres deszones formées autour des colonies ensemencées par 

spots sur la surface des milieux de culture, ce paramètre permet de calculer l’index de 

l’activité enzymatique. 

 

III.3.1 l’activité enzymatique de la flore totale isolée sur PCA 

Les résultats des index enzymatiquesdes isolats des rhizosphéres de M. chamomilla et 

R. officinalisrecherchées dans ce travailsont représentés dans les tableaux (III, IV).  

On a procédé à une analyse statistique des différentes activités enzymatiques pour tous 

les isolats obtenusafin de sélectionner les meilleures souches productrices,et les résultats sont 

représentés dans les tableaux (V, VI). 
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Tableau III:Index enzymatiques des différentes activités enzymatiques des bactéries isolés à 

partir de la rhizosphére de M.chamomilla. 

 Index enzymatiques 

Isolats Cellulase Amylase Protéase Lipase Estérase 
MC1 - - - - - 

MC2 - - 2,00 - 1,00 

MC3 1,43 - 1,76 - - 

MC4 - - - - - 

MC5 - - 1,50 - - 

MC6 2,80 0,67 - - - 

MC7 - - - - - 

MC8 2,69 2,17 2,00 - - 

MC9 1,92 - 1,82 - - 

MC10 4,00 - 1,57 - - 

MC11 1,20 - 2,33 - - 

MC12 - 1,00 - - - 

MC13 1,85 1,00 2,00 1,25 - 

MC14 - - 2,22 - - 

MC15 5,00 4,00 1,67 1,67 - 

MC16 1,15 0,50 2,00 1,22 - 

MC17 - - 1,40 - - 

MC18 4,31 0,88 1,30 - - 

MC19 2,44 - 1,75 - 1,67 

MC20 4,31 0,67 1,50 - - 

MC21 3,09 - 2,67 - - 

MC22 4,40 3,00 1,80 - - 

MC23 2,13 - - - 3,33 

MC24 2,67 - - - - 

MC25 - - - - - 

MC26 1,54 - - - 3,08 

MC27 1,20 2,00 2,86 - 0,63 

MC28 - - 2,54 - - 

MC29 2,18 - 2,92 - - 

MC30 - - - - - 

MC31 - - - - - 

MC32 3,00 - - - - 

MC33 - - - - - 

MC34 - - - - - 

MC35 2,50 - - - - 

MC36 2,00 - - - - 

MC37 - - - - 1,00 

MC38 1,25 - - 1,73 2,67 

MC39 - - - - 1,10 

MC40 - - - - - 

MC41 - - - - 1,08 

MC42 - - - - 1,30 
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MC43 - - - - - 

MC44 - - - - 3,85 

MC45 1,43 - - - - 

MC46 - - 2,11 - - 

MC47 - - - - 1,90 

MC48 - - 3,75 - 1,88 

MC49 8,75 - - - 0,50 

MC50 2,80 - 1,30 - - 

MC51 - - 1,27 - - 

MC52 - - 7,00 - - 

MC53 1,92 1,00 2,31 - - 

MC54 5,00 - 2,22 - 0,59 

MC55 2,20 1,00 3,08 - - 

MC56 - 0,77 2,54 - - 

MC57 2,53 - - - - 

MC58 - 1,17 - - - 

MC59 5,00 - 3,00 - - 

MC60 2,00 - - - - 

MC61 - - - - - 

MC62 1,77 - - - - 

MC63 1,43 - - - - 

MC64 - - - - - 

MC65 - - - - - 

MC66 - 2,00 - - 1,00 

MC67 - - 3,00 - - 

MC68 - 2,00 - - - 

MC69 - 1,50 1,39 - - 

MC70 - 1,00 1,50 - - 

MC71 - 1,08 1,79 - - 

MC72 - - 2,00 - - 

MC73 1,25 - 1,25 - - 

MC74 1,15 - - - - 

MC75 1,50 6,00 1,50 - - 

MC76 7,25 2,50 - - - 

MC77 7,25 - - - - 

MC78 3,00 - - - - 

MC79 3,00 - - - - 

MC80 5,60 - - - - 

MC81 - 1,70 - - 4,00 

MC82 - - - - - 

MC83 6,22 3,00 3,50 - 2,00 

MC84 - - 2,80 - - 

MC85 1,31 - 1,71 - 3,57 

MC86 3,00 - - - - 

MC87 2,00 - - - - 

MC88 - - - - - 

MC89 - - - - - 
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MC90 - 1,54 - - - 

MC91 - - - - - 

MC92 5,63 0,47 - - - 

MC:M. chamomilla, [< 1]: Activité faible; [1-3]: Activité moyenne ;[>3]: Activité forte ; [-]: Pas 

d’activité enzymatique. 

 

Tableau IV:Index enzymatique des différentes activités enzymatiques des bactéries isolés  

à partir de la rhizosphéredeR.officinalis. 

  Index enzymatiques 

Isolats Cellulase Amylase Protéase Lipase Estérase 
RO1  - 0,61 - - 1,43 

 RO2  - 1,50 2,62 - 1,00 

 RO3  - 0,68 - - 1,78 

 RO4  - 0,46 2,50 - - 

 RO5  - 1,80 1,20 - - 

 RO6  - - 1,17 - 1,00 

 RO7  - - 2,31 - - 

 RO8  - - 2,29 - - 

 RO9  - 0,71 2,69 - - 

 RO10  - - 1,61 1,28 - 

 RO11  - - 1,83 - - 

 RO12  - - - - - 

 RO13  - - 1,50 - - 

 RO14  - 0,40 - - - 

 RO15  - 0,71 1,00 - - 

 RO16  3,54 - - 1,38 - 

 RO17  - - 1,67 - - 

 RO18  - - - - - 

 RO19  - - - - 1,25 

 RO20  - - - 3,50 - 

 RO21  - 1,00 1,67 - - 

 RO22  4,00 - 1,92 1,15 - 

 RO23  - - 2,00 - - 

 RO24  2,90 0,50 3,00 - - 

 RO25  2,53 - 2,33 - - 

 RO26  - 0,56 1,43 - - 

 RO27  - - 2,00 - - 

 RO28  - - - - 2,00 

 RO29  - 1,00 1,33 - 5,00 

 RO30  - - 2,14 - 2,00 

 RO31  - - 1,60 - - 

 RO32  - - 1,33 1,27 - 

 RO33  - - - - - 

 RO34  - - 2,50 - 1,88 

 RO35  - 0,60 3,17 - - 

 RO36  - - - - - 
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 RO37  - - - - - 

 RO38  - 0,67 2,60 1,00 - 

 RO39  3,60 - 1,87 - - 

 RO40  - - 2,21 - - 

 RO41  - - - - - 

 RO42  5,00 1,50 1,50 - - 

 RO43  - - 2,86 - - 

 RO44  - - 2,00 - - 

 RO45  - - 1,50 - - 

 RO46  1,67 - 1,67 - - 

 RO47  3,00 0,67 - - - 

 RO48  2,00 - 1,38 - - 

 RO49  2,08 - 1,65 - - 

 RO50  2,50 - 1,67 - - 

 RO51  2,00 - - - - 

 RO52  2,33 - - - - 

 RO53  4,62 - 1,50 - - 

 RO54  - - 2,67 - - 

 RO55  2,20 - 2,00 - - 

 RO56  - - - - - 

 RO58  3,50 - - - - 

 RO59  2,00 - 2,00 - - 

 RO60  2,90 - - - - 

 RO61  - 2,00 2,36 - - 

 RO62  3,40 - - - 3,00 

 RO63  3,00 - 3,00 - - 

 RO64  - - 1,43 - - 

 RO65  1,50 1,38 3,71 - - 

 RO66  - - 1,50 - - 

 RO67  - - - - - 

 RO68  2,75 - 2,50 - - 

 RO69  - - 3,00 - - 

 RO70  - 1,60 2,69 - - 

 RO71  5,00 1,50 2,33 - - 

 RO72  - - - - - 

 RO73  3,60 - 1,43 - - 

 RO75  - 1,75 2,14 - - 

 RO77  1,36 - 2,31 - - 

 RO78  1,82 - - - - 

 RO79  6,25 - - - - 

 RO83  - - 1,92 - - 

 RO84  2,00 - 2,00 - - 

 RO85  2,00 - 2,00 - - 

 RO86  2,30 - - - - 

 RO87 - - 1,79 - - 

 RO89  1,43 - - - - 

 RO90  - - 2,00 - - 
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 RO91  - - 1,63 - - 

 RO92  6,33 - 2,00 - 2,30 

 RO93  2,69 - - - - 

 RO94  - - - - - 

 RO95  1,60 - - - - 

 RO96  3,00 - 1,30 - - 

 RO97  3,00 - - - - 

 RO99  3,00 - - - - 

 RO100  3,89 - - - - 

 RO101  1,08 - - 1,50 - 

 RO107  - - - - - 

 RO108  1,60 - 1,20 - - 

 RO109  - - - - - 

 RO110  - - 2,67 - - 

 RO111  - - 3,08 - - 

 RO112  - - 3,00 - - 

 RO113  - - 3,08 - - 

 RO114  - - 1,50 - - 

 RO115  - - 2,33 - - 

 RO116  4,00 1,54 1,67 - - 

 RO117  3,00 - 1,60 - - 

 RO118  5,83 - 2,22 - - 

RO:R. officinalis.[< 1]: Activité faible; [1-3]: Activité moyenne ;[>3]: Activité forte; [-]: Pas 

d’activité enzymatique. 

 

Tableau V:Comparaison des moyennes des index enzymatiques des souches isolées à partir 

de la rhizosphère de M. chamomilla.  

 Cellulase Amylase Protéase Lipase Estérase 

N° Isolats MIE Isolats MIE Isolats MIE Isolats MIE Isolats MIE 

1 MC49 8,75A MC75 6A MC52 7A MC38 1,73A MC81 4A 

2 MC76 7,25B MC15 4B MC48 3,75B MC15 1,67B MC44 3,85B 

3 MC77 7,25B MC83 3C MC83 3,5C MC13 1,25C MC85 3,57C 

4 MC83 6,22C MC22 3C MC55 3,08D MC16 1,22D MC23 3,33D 

5 MC92 5,63D MC76 2.50D MC59 3E   MC26 3,08E 

6 MC80 5,6E MC08 2.19E MC67 3E   MC38 2,67F 

7 MC15 5F MC68 2F MC29 2,92F   MC83 2G 

8 MC54 5F MC27 2F MC27 2,86G   MC47 1,9H 

9 MC59 5F MC66 2F MC84 2,8H   MC48 1,88I 

10 MC22 4,4G MC81 1.70G MC21 2,67I   MC19 1,67J 

11 MC18 4,31H MC90 1.54H MC28 2,54J   MC42 1,3K 

12 MC20 4,31H MC69 1.50I MC56 2,54J   MC39 1,1L 

13 MC10 4I MC58 1.17J MC11 2,33K   MC41 1,08M 

14 MC21 3,09J MC71 1.08K MC53 2,31L   MC2 1N 

15 MC32 3K MC13 1L MC14 2,22M   MC37 1N 

16 MC78 3K MC55 1L MC54 2,22M   MC66 1N 
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17 MC79 3K MC53 1L MC46 2,11N   MC27 0,63O 

18 MC86 3K MC12 1L MC2 2O   MC54 0,59P 

19 MC6 2,8L MC70 1L MC8 2O   MC49 0,5Q 

20 MC50 2,8L MC18 0.88M MC13 2O     

21 MC8 2,69M MC56 0.77N MC16 2O     

22 MC24 2,67N MC20 0.67O MC72 2O     

23 MC57 2,5O MC06 0.67O MC9 1,82P     

24 MC35 2,5O MC16 0.50P MC22 1,8Q     

25 MC19 2,44P MC92 0.47Q MC71 1,79R     

26 MC55 2,2Q   MC3 1,76S     

27 MC29 2,18R   MC19 1,75T     

28 MC23 2,13S   MC85 1,71U     

29 MC36 2T   MC15 1,67V     

30 MC60 2T   MC10 1,57W     

31 MC87 2T   MC5 1,5X     

32 MC9 1,92U   MC20 1,5X     

33 MC53 1,92U   MC70 1,5X     

34 MC13 1,85V   MC75 1,5X     

35 MC62 1,77W   MC17 1,4Y     

36 MC26 1,54X   MC69 1,39Z     

37 MC75 1,5Y   MC18 1,3A     

38 MC3 1,43Z   MC50 1,3A     

39 MC45 1,43Z   MC51 1,27B     

40 MC63 1,43Z   MC73 1,25C     

41 MC85 1,31A         

42 MC38 1,25B         

43 MC73 1,25B         

44 MC11 1,2C         

45 MC27 1,2C         

46 MC16 1,15D         

47 MC74 1,15D         
 

Les moyennes qui ont la même lettre ne sont pas significativement différentes. 

MIE: Moyennes des index enzymatiques, MC:M. chamomilla. 
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TableauVI:Comparaison des moyennes des index enzymatiques des souches isolées à partir 

de la rhizosphère deR. officinalis. 

 Cellulase Amylase Protéase Lipase Estérase 

N Isolats MIE Isolats MIE Isolats MIE Isolats MIE Isolats MIE 

1 RO92 6,33A RO61 2A RO65 3,71A RO20 3,5A RO29 5A 

2 RO79 6,25B RO05 1.80B RO35 3,17B RO111 1,5B RO62 3B 

3 RO118 5,83C RO75 1.75C RO111 3,08C RO16 1,38C RO92 2,3C 

4 RO71 5D RO70 1.60D RO113 3,08C RO10 1,28C RO28 2D 

5 RO42 5D RO116 1.54E RO24 3D RO32 1,27D RO30 2D 

6 RO53 4,62E RO71 1.50F RO63 3D RO22 1,15E RO34 1,88E 

7 RO22 4F RO02 1.50F RO69 3D RO38 1G RO3 1,78F 

8 RO116 4F RO42 1.50F RO112 3D   RO1 1,43G 

9 RO100 3,89G RO65 1.38G RO43 2,86E   RO19 1,25H 

10 RO73 3,6H RO29 1H RO9 2,69F   RO2 1I 

11 RO39 3,6H RO21 1H RO70 2,69F   RO6 1I 

12 RO16 3,54I RO09 0.71I RO54 2,67G     

13 RO58 3,5J RO15 0.71I RO110 2,67G     

14 RO62 3,4K RO03 0.68J RO2 2,62H     

15 RO47 3L RO38 0.67K RO38 2,6I     

16 RO63 3L RO47 0.67K RO4 2,5J     

17 RO96 3L RO01 0.61L RO34 2,5J     

18 RO97 3L RO35 0.60M RO68 2,5J     

19 RO99 3L RO26 0.56N RO61 2,36K     

20 RO117 3L RO24 0.50O RO25 2,33L     

21 RO24 2,9M RO04 0.46P RO71 2,33L     

22 RO60 2,9M RO14 0.4Q RO115 2,33L     

23 RO68 2,75N   RO7 2,31M     

24 RO93 2,69O   RO77 2,31M     

25 RO25 2,53P   RO8 2,27N     

26 RO50 2,5Q   RO118 2,22O     

27 RO86 2,5Q   RO40 2,21P     

28 RO52 2,33R   RO30 2,14Q     

29 RO55 2,2S   RO75 2,14Q     

30 RO49 2,08T   RO23 2R     

31 RO48 2U   RO27 2R     

32 RO51 2U   RO44 2R     

33 RO59 2U   RO55 2R     

34 RO84 2U   RO59 2R     

35 RO85 2U   RO84 2R     

36 RO78 1,82V   RO85 2R     

37 RO46 1,67W   RO90 2R     

38 RO95 1,6X   RO92 2R     

39 RO108 1,6X   RO22 1,92S     

40 RO65 1,5Y   RO83 1,92S     

41 RO89 1,43Z   RO39 1,87T     

42 RO77 1,36A   RO11 1,83U     
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43 RO101 1,08B   RO87 1,79V     

44     RO17 1,67W     

45     RO21 1,67W     

46     RO46 1,67W     

47     RO50 1,67W     

48     RO116 1,67W     

49     RO49 1,65X     

50     RO91 1,63Y     

51     RO10 1,61Z     

52     RO31 1,6A     

53     RO117 1,6A     

54     RO13 1,5B     

55     RO42 1,5B     

56     RO45 1,5B     

57     RO53 1,5B     

58     RO66 1,5B     

59     RO114 1,5B     

60     RO26 1,43C     

61     RO64 1,43C     

62     RO73 1,43C     

63     RO48 1,38D     

67     RO29 1,33E     

68     RO32 1,33E     

69     RO96 1,3E     

70     RO5 1,2G     

Les moyennes qui ont la même lettre ne sont pas significativement différentes. 

MIE: Moyennes des index enzymatiques, RO: R. officinalis. 

 

III.3.1.1 Activité cellulasique 

Ce test permet de mettre en évidence la capacité des bactéries à décomposer la 

cellulose, l’apparition d’un halo jaune orangé autour des colonies indique la présence d’une 

cellulase(Figure 8). 

 

Figure 8:Quelques images des résultats de l’activité cellulasique. 

MC90 
MC 98 

RO16 
MC 82 

MC 78 
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Sur les 92 isolats obtenus à partir de la rhizosphère deM.chamomilla, 51% (47/92)ont 

montré une activité cellulosique positive(Figure 18),avec une forte activité chez 18 isolats 

(38.29%) et moyenne chez 29 isolats (61.70%)(Figure 9). 

La production de la cellulase est observée chez 39.09 %(43/105) des isolats obtenus à 

partir de la rhizosphère deR.officinalis(Figure 19), avec une activité enzymatique forte chez 

20 isolats (46.51%) et une activité enzymatique moyenne chez 23 isolats (53.48%)(Figure 9). 

 

 
 

Figure 9:Répartition de l’activité cellulasique selon les index enzymatiques. 

MC:M.chamomilla; RO:R.officinalis 

Les résultatsdes analyses statistiques ont démontrés que la plus grande activité 

cellulasique était observée chez 09 isolats de M. chamomilla regroupés dans06 groupes (A, B, 

C, D, E et F), où les moyennes des index enzymatiquesallaient de 5 à 8,75. Et chez 05 

isolats(RO92, RO79, RO118, RO71, RO42) de R. officinalis avec des moyennesdes index 

enzymatiquesallant de 5 à 6,33. Tableau (V, VI). 

Dans les études réalisées par Tabli et al. (2013), Ahmad et al. (2013) et Dinesh et al. 

(2015), 25% des isolats montrent une activité cellulosique. Ces résultats ne corroborent pas 

avec les nôtres. Alors que Avinash et Rai, (2014), Bensidhoum et al. (2016) et Gontia-Mishra 

et al. (2016) ont constaté que 50% des isolats montrent une activité cellulosique, ce qui 

correspond plus à nos résultats. 

38,29%

61,70%

MC

Forte Moyenne

46,51%

53,48%

RO

Forte Moyenne
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En plus de leurs applications dans différentes domaines industriels,les 

cellulasesbactériennes jouent un rôle important dans la dégradation des débris de plantes, des 

parois cellulaires fongiques, l'inhibition de la germination des spores, de l’élongation du tube 

germinatif et de la croissance fongique, ainsi que dans le biocontrôle des pathogènes et des 

maladies de plantes (Bhat, 2000). 

III.3.1.2 Activité amylolytique 

 La présence de l’activité amylolytique chez les bactéries productrices d’amylase dans 

le milieu de culture, se manifeste par la formation d’une zone d’hydrolyse claire autour des 

colonies ensemencées par spots(Figure 10). 

 

 

Figure 10:Quelques images des résultats de l’activité amylolytique. 

Dans ce travail, 27,17% (25/92)des bactéries isolées à partir de la rhizosphère de 

M.chamomillase sont révélées productrices d’amylase(Figure 18). 16% ont montré une 

meilleure activité avecdes index enzymatiquessupérieurs à 3 et 60 % ont une activité moyenne 

avec desindex compris entre 1 et 3. Cependant, une faible activité a été observéechez 24% des 

isolats(Figure 11). 

PourR.officinalis, sur l’ensemble des 105 isolats testés, 20,95 % (22/105)des isolats 

possèdent une activité amylolytique(Figure 19), où 50% d’entre eux ont montré une activité 

forte et 50% une activité moyenne (Figure 11). 

 

 

RO 5 

RO 71 

RO 70 MC 81 
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D’après l’analyse statistique l’activité amylolytique était meilleure chez 04 isolats 

(MC75, MC15, MC83, MC22,) de M. chamomilla classésen 03 groupes dont les moyennes 

des index enzymatiques étaient de 6; 4; 3 et 3 respectivement ainsi que chez un seul isolat 

(RO61,) de R. officinalis avec une moyennedes index enzymatiques de2. Tableaux (V,VI) 

 

 

Figure 11:Répartition de l’activité amylolytiqueselon les index enzymatiques. 

MC:M.chamomilla;RO: R.officinalis 

 

Nos résultats sont semblables à ceux observés par Dinesh et al. (2015), ayant trouvé 

que 25% des souches possédant une activitéamylolytique. Tandis que Tabli et al. (2013), 

Nabti et al. (2014) ont constatés que 100% des souches avaient montrés une activité positive 

pour ce test. Les résultats obtenus par Gontia-Mishra et al. (2016) sont tous négatifs pour ce 

test. 

Les amylases sont produites par une large gamme d'organismes vivants allant des 

bactéries, plantes aux êtres humains. Les bactéries et les champignons sécrètent des amylases 

à l'extérieur de leurs cellules pour effectuer la digestion extracellulaire. Quand l'amidon est 

dégradé, les produits finaux solubles tels que (le glucose ou le maltose) sont absorbés par les 

cellules (Ekunsaumi, 2002). 

La synthèse des amylases par les bactéries de la rhizosphère permet une dégradation 

de la matière organique dans la nature en fournissant des éléments minéraux que les plantes 

exigent pour leur croissance(Belhadi et Ait Meddour,2013). 

16%

60%

24%

MC

Forte Moyenne Faible

50%50%

RO

Forte Moyenne
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III.3.1.3 Activité protéolytique 

Cette activité se traduit par la présence d’un halo clair autour des colonies, visible sans 

l’ajout d’aucun réactif (Figure 12). 

 

 

Figure 12:Quelques images des résultats de l’activité protéolytique. 

  

Dans notre travail 43,47% (40/92)des isolats collectés à partir de la rhizosphère 

deM.chamomillaont été capables de dégrader les protéines sur gélose au lait écrémé(Figure 

18). Parmi ces isolats 15 % (6/40) possèdent une forte activité, alors que 85% (34/40) 

possèdent une activitémoyenne (Figure 13). 

Les résultats de ce test obtenus avec les bactériesisolées à partir de la rhizosphère 

deR.officinalis montrent que 66,67% (70/105)des isolats ont une activité positive(Figure 19). 

La meilleure activité a été observée chez 11.43% des isolats et 88,57% démontrent une 

activité moyenne(Figure 13). 

Pour l’activitéprotéolytique, l’analyse statistique montre que la plus grande activité 

était observée chez 06 isolats (MC52, MC48, MC83, MC55, MC59, MC67) deM. chamomilla 

regroupés en 05 groupes où les moyennes des index enzymatiques allaient de 3 à 7. Tandis 

que chez les isolats de R. officinalisla meilleure activité protéolytiquea été observée chez 08 

isolats avec des moyennes des index enzymatiques de 3 à 3,71regroupés en 04 groupes. 

Tableaux (V, VI) 
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Figure 13:Répartition de l’activité protéolytique selon les index enzymatiques. 

MC:M.chamomilla; RO: R.officinalis 

Dans lesétudes réalisées par Ahmad et al., (2013) et Dinesh et al., (2015), 75% des 

résultats positifs sont obtenus pour ce test. Alors que dans d’autres études similaires 

d’Avinash et Rai. (2014) et Gontia-Mishra et al. (2016) 50% et 25% des isolats produisent 

des protéases  respectivement. 

Les protéases d’origine microbienne sont parmi les enzymes les plus 

secrétées(Ningthoujam et al., 2009). La dégradation des protéines par les protéases 

microbiennes joue un rôle important dans le cycle d’azote au niveau du sol en le rendant 

disponible pour les plantes et les micro-organismes (Petit et Jobin, 2005).Les protéases sont 

lesenzymes les plus importantes dans le domaine industriel, elles comptent environ 40% des 

ventes mondiales. Elles sont généralement utilisées dans les détergents, 

l’industriealimentaires, le cuir, le traitement de la fabrication du fromage, la récupération de 

l'argent et certains traitements médicaux et pharmaceutiques (Muthulakshmi et al.,2011). 

III.3.1.4 Activité lipolytique et estérasique  

La présence d’une activité estérasiqueet lipolytiques’exprime par la présence d’un halo 

autour des colonies Figures (14, 15). 
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Figure 14:Quelques images des résultats de l’activité lipolytique 

 

Figure 15:Quelques images des résultats de l’activité estérasique 

 

L’activité lipolytique est observée chez 4,34 % (4/92) des souches isolées à partir de la 

rhizosphère deM.chamomillaayant tous une moyenne activité(Figure 18). Tandis qu’un 

pourcentage d’isolats actifs de 6.67% (7/105)a été observé chez les isolats 

deR.officinalis(Figure 19), où85.71% des isolats possèdent une activité moyenne et un seul 

isolat (14. 29%) présente une forte activité(Figure 16). 

 

Figure 16:Répartition de l’activité lipolytique selon les index enzymatiques. 

MC:M.chamomilla; RO: R.officinalis 
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La production de l’estérase est observée chez 20.65% (19/92) des isolats obtenus à 

partir de la rhizosphère de M.chamomilla(Figure 18), avec une forte activitéobservée chez 05 

isolats (26.31%), une activité moyenne chez 11 isolats (57.89%) et une faible activité pour 03 

isolats (15.78%). 

PourR.officinalisl’activité éstérasique est observée chez 10.47 % (11/105)(Figure 

19),avec une activité forte chez 2 isolats (18,18%) et une activité moyenne chez 9 isolats 

(81.82%)(Figure 17). 

 

Figure 17:Répartition de l’activité estérasique selon les index enzymatiques. 

MC:M.chamomilla; RO: R.officinalis 

 

L’analyse statistique montre que sur les 07 isolats de R. officinalisayant une activité 

lipolytique, l’isolatRO20amontré une forte activité avec une moyenne des index enzymatiques 

de 3,5, tandis que les isolats de M. chamomilla qui possèdent une activité lipolytique (MC15, 

MC38, MC13, MC16) ils présentent des moyennesdes index enzymatiquessupérieursà 1,2.La 

production de l’estérase était meilleure chez 05 isolats (MC81, MC44, MC85, MC23, MC 26) 

de M. chamomilla où les moyennes des index enzymatiques allaient de 3 à 4. Et chez les 

isolatsRO29, RO62, RO92 RO28, RO30 deR. officinalisavec des moyennes des index 

enzymatiquesde 2 à 5. Tableaux (V, VI) 
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Dans l’étude réalisée par Tabli et al. (2013), 50% des souches avaient des résultats 

positifs pour l’activité lipolytique et 100% pour l’activité estérasique. Ces résultats ne 

corroborent pas avec les nôtres. 

La synthèse des lipases et des estérases par les bactéries testées contribue à la 

dégradationde la matière grasse et par conséquent, ces bactéries pourraient participer 

aurecyclage de la matière organique en fournissant les éléments nécessaires aux 

plantes(Azrou et Guettafi, 2014). 

 

 

Figure 18:Pourcentages des isolats actifs isolés à partir de la rhizosphèredeM. chamomilla. 

C:Cellulase; P: Protéase; A: Amylase; L: Lipase; E: Estérase. 
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Figure 19:Pourcentages des isolats actifs isolés à partir de la rhizosphère deR. officinalis. 

C:Cellulase; P: Protéase; A: Amylase; L: Lipase; E: Estérase 

III.3.2 L’activité enzymatique des isolats de Pseudomonasspp. 

 Le tableau VII montre que la cellulose est le substrat le plus dégradé par les 26 

isolats de M. chamomilla avec un pourcentage de 57,69%; suivi par l’amidon et la 

caséineavec 19,23 %, ensuite la Tween 80 et la Tween 20 avec 7,6% et 3,44 respectivement 

(Figure 20). 

L’analyse statistique montre que sur les 15 isolats de Pseudomonasspp. deM. 

chamomilla ayant une activité cellulasique, les isolats PMCB1, PMCA9, PMCB4 ont 

manifestés une forte activité, avec des moyennes des index enzymatiques de 6, 5, 4,17 

respectivement. Pour l’activité amylolytique l’isolat PMCB1 possède une grande activité avec 

une moyenne de 1,54. (Tableau VIII) 

La plus grande activité protéolytique était observée chez 03 isolats (PMCA3, PMCA1, 

PMCA3) de M. chamomilla regroupés en 02 groupes avec des moyennes des index 

enzymatiques de 2 ,31 et 2 respectivement. (Tableau VIII) 

 

La production delipaseet d’estérase était meilleure chez deux isolats différents 

(PMCB5, PMCB1) avec des moyennesdes index enzymatiquesde 1,33 et5,45respectivement. 

(Tableau VIII) 
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Tableau VII:Index enzymatiques des différentes activités enzymatiques chez les isolats 

dePseudomonas spp.à partir de la rhizosphère de M.chamomilla. 

 Index enzymatiques 

Isolats Cellulase Amylase Protéase Lipase Estérase 
PMCA1 1,33 - 2,31 - - 

PMCA2 - - 1,33 - - 

PMCA3 2,00 - 2,00 - - 

PMCA4 2,00 - - - - 

PMCA5 - - - - - 

PMCA6 - - - - - 

PMCA7 2,67 - - - - 

PMCA8 2,69 - - - - 

PMCA9 5,00 - - - - 

PMCA10 - - - - - 

PMCA11 - - - - - 

PMCA12 - - - - - 

PMCA13 - - - - - 

PMCA14 - - - - - 

PMCA15 - - - - - 

PMCA16 2,50 0,89 - - - 

PMCA17 3,69 1,13 - - - 

PMCA18 2,00 - - - - 

PMCB1 6,00 1,54 1,50 - 5,45 

PMCB2 1,75 - 1,25 - - 

PMCB3 - - - - - 

PMCB4 4,17 - - - 1,00 

PMCB5 1,17 1,00 - 1,33 - 

PMCB6 - - - - - 

PMCB7 1,15 - - - - 

PMCB8 3,50 1,00 - - - 

PMCA:Les isolats dePseudomonasspp. à partir de M. chamomillasur King A. 

PMCB:Les isolats de Pseudomonas spp. à partir de M. chamomillasur King B. 
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Tableau VIII:Comparaison des moyennes des activités enzymatiques des souches de 

Pseudomonasspp. isolées à partir de la rhizosphère de M. chamomilla. 

 Cellulase Amylase Protéase Lipase Estérase 
N Isolat MIE Isolat MIE Isolat MIE Isolat MIE Isolat MIE 
1  PMCB1  6A  PMCB1  1,54A  PMCA1  2,31A PMCB5  1,33A PMCB1  5,45A 

2  PMCA9  5B  PMCA17  1,13B  PMCA3  2B   PMCB4  1B 

3  PMCB4  4,17C  PMCB8 1C  PMCB1  1,5C     

4 PMCA17  3,69D  PMCB8  1C  PMCA2  1,33D     

5  PMCB8  3,5E  PMCA16  0,89D  PMCB2  1,25E     

6  PMCA8  2,69F         

7  PMCA7  2,67G         

8 PMCA16  2,5H         

9  PMCA3  2I         

10  PMCA4  2I         

11 PMCA18  2I         

12  PMCB2  1,75K         

13  PMCA1  1,33L         

14  PMCB5  1,17M         

15 PMCB7 1,15N         

Les moyennes qui ont la même lettre ne sont pas significativement différentes. 

MIE: Moyennes d’indexe enzymatique, PMCA: Les isolats de Pseudomonas spp. à partir de M. 

chamomillasur King A, PMCB:Les isolats de Pseudomonas spp. à partir de M. chamomilla sur King B. 

 

Figure 20:Pourcentages dePseudomonas spp.actifs 

C:Cellulase; P: Protéase; A: Amylase; L: Lipase; E: Estérase 

 

Tableau IX:Index enzymatiques des différentes activités enzymatiques chez les isolats 

dePseudomonas spp.à partir de la rhizosphère de R. officinalis 
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 Index  enzymatiques 

Isolats Cellulase Amylase Protéase Lipase Estérase 

PROA1 6,00 - 2,13 - - 

PROA2 - - - - - 

PROA3 - - - - - 

PROA4 - - - - - 

PROB1 1,92 - 3,50 - - 

PROB2 3,60 - 1,67 - - 

PROB3 5,83 - 1,56 - - 

PROB4 5,60 - - - - 

PROB5 1,57 - - - - 

PROB6 5,00 - - - - 

PROB7 - - - - - 

PROB8 1,50 - - - - 

PROB9 - - 1,57 - - 

PROB10 2,14 - - - - 

PROB11 2,88 - - - - 

PROB12 - - - - - 

PROB13 - - - - - 

PROB14 - - - - - 

PROB15 - - 1,88 - - 

PROB16 - - - - - 

PROB17 - - - - - 

PROB18 5,00 - - - - 

PROA:Lesisolats de Pseudomonas spp. à partir deR. officinalis sur King A. 

PROB:Les isolats de Pseudomonas spp. à partir deR. officinalis sur King B. 

Pour les 22 isolats de R. officinalis, 50% sont capable de dégrader la cellulose. En 

deuxième position, on trouve la caséine avec un pourcentage de 27,27%, cependant ces isolats 

ne dégradent ni l’amidon, ni le Tween 80 ni le Tween 20 (Tableau IX, Figure 20). 

Pour les Pseudomonasespp. isolés à partir deR. officinalis, l’activité cellulasiqueétait 

meilleur chez 05 isolats qui sont : PROA1, PROB3, PROB4, PROB6 et PROB18où les 

moyennes des index enzymatiques allaient de 5 à 6. (Tableau X) 

Les isolats PROB1 et PROA1 ont manifestés une forte activité protéolytiqueavec des 

moyennes des index enzymatiquesde 3,5 et 2,13respectivement. (Tableau X) 

Pour les activitésamylolytique, lipolytique et estérasiqueelles étaient absenteschez tous 

les isolats. 
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Tableau X:Comparaison des moyennes des activités enzymatiques des souches de 

Pseudomonasspp. isolées à partir de la rhizosphère de R. officinalis.  

 Cellulase Protéase 

N Isolats MIE Isolats MIE 

1 PROA1 6A PROB1 3,5A 

2 PROB3 5,83B PROA1 2,13B 

3 PROB4 5,6C PROB15 1,88C 

4 PROB6 5D PROB2 1,67D 

5 PROB18 5D PROB9 1,57E 

6 PROB2 3,6E PROB3 1,56F 

7 PROB11 2,88F   

8 PROB10 2,14G   

9 PROB1 1,92H   

10 PROB5 1,57I   

11 PROB8 1,5J   

Les moyennes qui ont la même lettre ne sont pas significativement différentes. 

MIE: Moyennes des index enzymatiques, PROA: Lesisolats de Pseudomonas spp. à 

partir de R. officinalis sur King A, PROB:Les isolats de Pseudomonas spp. à partir de R. 

officinalis sur King B. 

 

 

Les Pseudomonas forment un large groupe colonisant le sol, les plantes etl’eau. Dans 

le sol, les Pseudomonas représentent une grande fraction de la communautémicrobienne 

partageant leur milieu avec des commensaux appartenant principalement auxgenres Bacillus 

et Actinomyces. On les retrouve un peu partout, particulièrement sur lessystèmes racinaires 

des plantes. Les différentes espèces de Pseudomonas qui colonisent larhizosphère possèdent 

plusieurs caractéristiques qui les rendent particulièrement intéressantes pour une utilisation 

comme agents de lutte biologique. Elles sont connues pour produire les composés 

antimicrobiens et les enzymes extracellulaires (lipase, estérase, xylanase, pectinase, amylase, 

protéase et cellulase) (Allaire, 2005). 
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Conclusion et perspectives 

Les rhizobactéries sont devenues dernièrement un sujet intéressant qui a pour objectif 

principal d’étudier les microorganismes présents dans la rhizosphère et d’exploiter leurs 

particularités qui offrent des perspectives biotechnologiques. 

Dans cette étude, deux échantillons sont prélevés à partir de la rhizosphère de deux 

plantes médicinale dans la région de Hasnaoua de la wilaya de Bordj Bou Arreridj. Ces 

échantillons ont fait l’objet d’un isolement des bactéries d’intérêt industriel productrices de 

différentes enzymes hydrolytiques tels que la cellulase, amylase, protéase, lipase, et l’estérase. 

92 isolats différents sont isolés à partir de M. chamomilla, et 105 à partir de R. 

officinalis sur le milieu PCA. En plus de 26 et 22 isolats de Pseudomonas spp. isolés à partir 

de M. chamomilla et R. officinalis respectivement sur les milieux King A et King B. Ces 

isolats ont été purifiés sur la base de leurs aspects visuels. La recherche des activités 

enzymatiques a montré que les bactéries étudiées lors de ce travail produisent la majorité des 

enzymes ciblées. 

Pour les isolats de M. chamomilla l’activité cellulasique représente l'activité la plus 

élevée avec un pourcentage de 51% suivie par l’activité protéolytique 43,47% puis l’activité 

amylolytique 27,17%. Cependant les activités lipolytique et estérasique ne dépassent pas les 

20%. 

Dans le deuxième échantillon de R. officinalis, l’activité protéolytique représente 

l'activité la plus élevée avec un pourcentage de 66,67% suivie par l’activité cellulosique et 

amylolytique avec 39,09% et 20,95% respectivement. Tandis que les pourcentages les plus 

faibles sont représentés par les activités lipolytique et estérasique. 

 Concernant les isolats de Pseudomonas spp. la cellulose est le substrat le plus dégradé 

par les isolats de M. chamomilla avec un pourcentage de 57,69%; suivi par l’amidon et la 

caséine avec 19,23 % ensuite le Tween 80 et le Tween 20 avec 7,6% et 3,44 respectivement. 

Pour les isolats  de Pseudomonas spp. de R. officinalis, 50% sont capable de dégrader 

la cellulose. En deuxième position, on trouve la caséine avec un pourcentage de 27,27%, 

cependant ces isolats ne dégradent ni l’amidon, ni le Tween 80 ni le Tween 20. 
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D'après les résultats obtenus on conclue que les bactéries rizhosphèriques étudiées 

dans ce travail sont capables de produire de différentes enzymes hydrolytiques et possèdent 

une importance et une utilité dans des domaines industriels. 

Le travail qu'on a effectué constitue une étape préliminaire pour des études plus larges, 

approfondies et accomplies incluant: 

- Des testes supplémentaires pour la présence d’autres enzymes; Uréase et Phosphatase 

- Une identification des espèces bactériennes isolées possédant des activités 

enzymatiques plus importantes 

- Une étude quantitative et plus approfondie des activités enzymatiques de ces isolats 

Une étude du pouvoir de stimulation de la croissance de ces bactéries des plantes à importance 

agronomique. 

- Evaluation de l’activité antifongique contre les champignons phytophatogènes  
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1- Milieux de culture 

PCA (Plate Count Agar) 

Caséine ..…………………………………………….......... 5 g 

Extrait de levure ....................................…………………... 2.5 g 

Glucose …………………………………………................ 1 g 

Agar…………………………………………...…………… 15 g 

Eau distillée….…………………………………….............. 1 L 

pH ……………………………….........……..………..........  07 

King A   

Peptone ……………………………………………………. 20 g 

Glycérol …………………………………………………… 10 g 

Sulfate de potassium ……………………………………… 10 g 

Chlorure de magnésium…………………………………… 1.4 g 

Agar ……………………………………………………….. 12 g 

Eau distillée ……………………………………………….. 1 L 

pH …………………………………………………………. 7.2 

King B 

Peptone ................................................................................. 20 g 

Glycérol ................................................................................ 10 g 

Phosphate dipotassique……………..................................... 1.5 g 

Sulfate de magnésium, 7 H2O……….................................. 1.5 g 

Agar ……………………………………………………….. 15 g 

Eau distillée………………………………………………... 1L 

pH …………………………………………………………. 7.2 

Bouillon Nutritif (BN) 

Peptone ……………………………………………………. 10 g 

Extrait de viande ………………………………………….. 5 g 

Na Cl …………………………………………………........ 5 g 

Eau distillée………………………………………………... 1L 

pH …………………………………………………………. 7.3 
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Eau physiologie 

Chlorure de sodium (Na cl) ……………………………….. 9 g 

Eau distillée………………………………………………... 1L 

Lugol 

Iode………………………………….…………………….. 5 g 

Iodure de potassium ………………………………………. 10 g 

Eau distillée ……………………………………………….. 100 ml 

2- Matériels lourds  

Tout le matériel lourd utilisé durant cette étude est présenté dans le tableau ci-dessous : 

Matériels Marques Origines 

Hotte microbiologique 

Compteur de colonies 

Etuves à 30°C 

Microscope optique 

Autoclave  

Balance de précision  

Balance électrique 

Four Pasteur 

Bain marie 

pH mètre 

Distillateur 

Réfrigérateur/Congélateur 

Agitateur magnétique 

(plaque chauffante) 

 

Vortex 

Bec Bunsen 

 

STERIL-GEMINI 

J.P.SELECTA,s.a 

memmert 

OPTIKA B-350 

SANOCLAV LaM-3-20-ECZ-J 

KERN ALS 220-4N 

/ 

memmert type UNB400 

memmert 

Inolab pH730 

BuchI Distillation Unit K-350 

CONDOR 

AGIMATIC-E 

 

 

Fisher Scientific FB 15024 

INTEGRA Biosciences®, model 

FIREBOY eco, bec Bunsen 

Italy 

Spain 

Germany 

Italy 

/ 

/ 

Germany 

Germany 

Germany 

Germany 

Switzer land 

Algeria 

/ 

 

 

/ 

/ 

 


