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Introduction  

Les halophiles extrêmes sont des microorganismes prometteurs de par les conditions extrêmes 

dans lesquelles ils arrivent à croitre ce qui leur donne un intérêt biotechnologique et industriel 

notamment la recherche de substances bioactives capables de maintenir leurs activités dans 

des conditions de salinité extrêmes. Les plus importantes de ces molécules bioactives sont les 

enzymes.  

Les enzymes catalysent les réactions chimiques avec une grande spécificité. Ces réactions 

sont à la base du métabolisme de tous les organismes vivants et offrent à l’industrie de 

formidables possibilités de réaliser des conversions biocatalytiques élégantes efficaces et 

économiques (Robinson, 2015), Elles sont utilisées dans plusieurs industries et leur 

importance augmente d’année en année. 

Par rapport à l’utilisation intensive des « extremozymes » des bactéries ou des archées 

thermophiles et acidophiles, très peu d’enzymes halophiles ont jusqu’à présent trouvé des 

applications dans l’industrie et la biotechnologie (Eichler, 2001). Pourtant certaines 

enzymes telles que l'amylase de Haloarcula sp , qui est active  de manière optimale à 4,3 M 

en NaCl à 50°C, présente une stabilité dans plusieurs solvants tels que le benzène, le toluène 

et le chloroforme présentent un intérêt certain (Fukushima et al., 2005). 

Plusieurs études récentes sont parues sur la conversion des polymères végétaux et animaux 

dans des conditions de forte salinité, y compris la production de biocarburants. Une souche de 

Haloarcula isolée d'une mine de sel turque a montré une activité cellulolytique considérable à 

haute salinité (DasSarma & DasSarma, 2015). La visée de notre travail dans cette étude est  la 

caractérisation partielle d’amylases issues de 3 isolats halophiles extrêmes. 

Ce travail a été réalisé au niveau du laboratoire de microbiologie appliquée du centre de 

recherche de l’université Abderrahmane Mira de Béjaïa. 
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I. Diversité du monde extrémophile  

 

Le terme extrêmophile a été établi en 1970 par RD MacElroy pour décrire les micro-

organismes qui se développent dans des environnements extrêmes (Mariscal & Brunet, 2020), 

Les termes acidophiles, halophiles et thermophiles ont été utilisés dans la littérature depuis le 

début du 20eme siècle (Hendry, 2006). 

La majeure partie de la surface de la terre (>80%) est constituée d’environnements extrêmes 

(Jorquera et al., 2019).Les conditions extrêmes comprennent les conditions extrêmes 

physiques (température, rayonnement ou pression) et les conditions extrêmes géochimiques 

(dessiccation, salinité, pH et potentiel redox) (Rothschild & Mancinelli, 2001) 

 

A. Conditions de vie dans les environnements extrêmes  

 

Un environnement est extrême lorsque l’une ou plusieurs des conditions physiques ou 

chimiques influent négativement et inhibent la vie dans ce milieu. 

 

1. Température  

 

La température crée une série de défis : de la dévastation structurelle provoquée par les 

cristaux de glace, à la dénaturation des biomolécules par l’augmentation de la température. La 

solubilité des gaz dans l'eau est aussi influencée par la température, ce qui crée des problèmes 

à haute température pour les organismes aquatiques qui ont besoin d'O2 ou de CO2 

(Rothschild & Mancinelli, 2001). 

Les environnements de froid extrêmes sont représentés par les eaux des fonds marins et des 

glaciers, les eaux de surface au niveau des lacs ou des étendues d’eau gelés…, etc.  

Les environnements de chaleur extrêmes sont représentés par les sources thermales, les 

cheminées volcaniques des fonds marins…, etc.  
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2. pH  

 

Le pH influe sur le développement et la croissance des microorganismes, des pH trop élevés 

ou trop bas dénaturent les protéines et les enzymes, cette dénaturation résulte de la 

perturbation des liaisons hydrogène ce qui modifie la structure tridimensionnelle, entrainant 

une altération de la forme de la protéine qui peut être réversible si les variations de pH ne sont 

pas trop importantes (Scoon, 2018). 

 

3. Salinité  

 

Les concentrations élevées en sel affectent la conformation structurelle des protéines. En 

général, les conditions salines favorisent la solubilité et déstabilisent la forme repliée mais 

aussi altèrent la pression osmotique exercée sur les microorganismes du milieu (Madern et al., 

2000).  

 

B. Microorganismes extrêmophiles  

 

1. Thermophiles  

 

Les extrêmophiles comportent les thermophiles qui selon la définition de Karl Stetter sont 

tous les microorganismes vivant à des températures supérieures à 45°C, avec les thermophiles 

extrêmes dont la température optimale de croissance est comprise entre 65 et 80°Cet les 

hyperthermophiles dont la température optimale de croissance est supérieure à 80°C (Alain et 

al., 2012). Les organismes les plus hyperthermophiles sont des archées, avec Pyrolobus 

fumarii, un chimiolithoautotrophe nitrate réducteur, capable de se développer à des 

températures atteignant les 113°C (Madigan et Marr ,1997).  
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2. Acidophiles et basophiles  

 

Les extrêmophiles comportent aussi des micro-organismes adaptés à la vie dans des milieux à 

faible pH pouvant être inférieurs ou aux alentours de 1 et aussi ils comportent des 

microorganismes vivant à des pH supérieurs à 10. (Gerday, 2009) L'organisme le plus 

acidophile connu est Picrophilus achemaï, isolé d’un solfatare (terrain volcanique qui dégage 

des fumerolles sulfureuses) Du Japon. Son pH optimum est de 0,7 et il peut se développer à 

pH 0.(Fütterer et al., 2004) 

 

3. Halophiles  

 

a) Environement salins  

 

Il existe deux types de milieux hypersalins, les environnements thalassohalins et 

athalassohalins : 

Les environnements thalassohalins ont une composition ionique reflétant celle de l’eau de 

mer : le sodium et le chlorure sont les ions dominants, et le pH est proche de la neutralité 

voire légèrement alcalin ( Oren, 2002), ces milieux sont d’origine océanique où l’évaporation 

progressive des eaux de mer transforme des étendues d’eau de mer fermée en milieu 

hypersalin (Daoud & Ben Ali, 2020). Exemples :  

 Étangs d'évaporation et étangs de cristallisation qui sont des bassins d'évaporation 

naturelle ou artificiels avec de très grandes surfaces conçues pour évaporer 

efficacement l'eau sous l'effet de la lumière du soleil. 

 Les mares de saumure qui sont des lacs de saumure située sur le fond d'une plaine 

abyssale océanique. Ces mares sont des étendues d'eau dont la salinité est supérieure à 

celle de l'océan environnant. 

Les environnements athalassohalins ont une composition ionique différente de celle de l’eau 

de mer (Oren, 2002), la salinité de ces milieux est due à l’érosion des roches continentales 

causées par les pluies et le passage des eaux souterraines libère des sels comme le H2S dans 

l’eau, le pH de ces milieux varie selon les endroits. 
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Exemples : Les rivières salées se jettent généralement dans des lacs salés. On sait peu de 

choses sur les plages de salinité et les variations saisonnières, mais la présence d'au moins une 

espèce halophile a été observée. 

Dans la wilaya de Bejaia, on trouve plusieurs salines naturelles comme les Salines 

d’Imellahen et salines de Belayel commune d’ighil Ali. 

 

 

 

 

 

 

 

 

b) Classification des halophiles : 

 

Le tableau N°1 a été établie selon la classification de Kushner et Kamekura qui définissent 

différentes catégories de microorganismes halophiles en fonction de la concentration optimale 

en sel à laquelle ils présentent une croissance optimale.(Aharon Oren, 2013a) 

Tableau 1 : les types de Halo-tolérance en fonction de la concentration en NaCl. 

Halo-tolérance Concentration 

en NaCl  

Exemple 

Non-halophile 0.2 M La plupart des bactéries d’eau 

douce 

Halophile faible 0.2–0.5 M  Les micro-organismes marins  

Halophile modéré 0.5–2.5 M Salinivibiro costicola 

Halophile extrême limite 1.5–4.0 M Halorhodospira halophila 

Halophile extrême 2.5–5.2 M Halobacterium salinarium 

 

 

 Image1 : saline de Belayel d’Ighil Ali                         Image2 : Saline d’Iadnanène 
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c) Répartition phylogénétique des halophiles : 

 

Selon la base de données fournies par HaloDom (http://halodom.bio.auth.gr) (consulté le 

08/09/2021) qui répertorie plus de 1200 espèces de microorganismes halophiles, on peut 

constater que sur tous les organismes halophiles répertoriés à ce jour 21,6% font partie du 

domaine Archea, 52,3% font partie du domaine  Bacteria et 26,1% de Eucaryota. 

Chez les archées, les halophiles sont répartis en 5 ordres, l’ordre Haloferacales comportant 

39,5% de toutes les archées halophiles, l’ordre des Halobacteriales comprenant 34,5%, 

l’ordre des Natrialbales comprenant 22,5%, l’ordre des Methanosarcinales comprenant 3% et 

l’ordre des Methanomicrobiales comprenant moins de 1% d’entre eux. 

Chez les bactéries, on retrouve des organismes halophiles répartis sur 5 phylums avec 42,4% 

chez les Proteobacteria, 39,4% chez les Firmicutes, 11,7% chez les Actinobacteria, 4% chez 

les Bacteroidetes et 2,5% chez les Cyanobacteria. 

Chez les champignons, on retrouve des espèces halophiles dans les 4 phylums 

Glomeromycota comprenant 5,7%, Bigyra comprenant 1,2%, Ascomycota comprenant 83,6% 

et Basidiomycota comprenant 9,5 %. 

 

d) Stratégies d’adaptation : 

 

Pour pouvoir survivre dans des milieux salins, les microorganismes halophiles ont adopté 

différentes stratégies qui varient selon les espèces, ces stratégies ont pour objectif de réguler 

et supprimer la différence d’osmolarité entre le milieu intracellulaire et extracellulaire afin 

d’éviter la génération d’une pression osmotique sur la membrane plasmique conduisant à la 

lyse cellulaire du microorganisme. 

 La stratégie "Salt in" utilisée par l'ordre des Halobacteriales (Archaea aérobies) et par 

l'ordre des Haloanaerobiales (bactéries anaérobies) où l'équilibre osmotique est 

obtenu par l'accumulation de concentrations élevées en sels inorganiques dans le 

milieu assurant ainsi un équilibre osmotique en égalisant la différence en solutés entre 

le milieu intracellulaire et le milieu extracellulaire hypersalin. Les ions Na+ sont 

http://halodom.bio.auth.gr/
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exclus autant que possible des cellules dans les trois domaines de la vie, la stratégie 

"Salt in" est basée sur Salt Cl plutôt que sur le NaCl comme principal sel 

intracellulaire. (Gueriau & Vannier, 2014) 

 

 La stratégie "Low Salt in" est adoptée par la plupart des bactéries halophiles et 

halotolérantes à l'exception des Haloanaerobiales (Daoud & Ben Ali, 2020) , les 

archées halophiles méthanogènes garantissent l’équilibre osmotique entre le 

cytoplasme et le milieu extérieur en accumulant et/ou en  biosynthétisant des solutés 

organiques (Kempf & Bremer, 1998). Il a été démontré que de nombreux composés 

organiques appartenant à différentes classes servent de solutés compatibles dans 

différents groupes de micro-organismes, notamment les polyols, les sucres, les acides 

aminés, les bétaïnes, les éctoïnes, les diaminoacides N-acétylés et les carboxamides N-

dérivés de la glutamine. (Gunde-Cimerman et al., 2018). 

 

La régulation de la concentration en ions est possible grâce à l’action du système de transport 

d’ions composé de pompes ioniques. 

 

 

Schéma 1:différents systèmes de transport d’ions chez les archées halophiles aérobies. 

Les numéros 1et 6 désignent des transporteurs, 2 et 8 des transporteurs qui utilisent l’énergie 

lumineuse (hv =Photon), 3 représente une ATPsynthase, 4,7 et 8 des transporteurs couplés. 

ATP: adenosine triphosphate, ADP:adenosine diphosphate, Pi : phosphate (Aharon Oren, 

2013b). 
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II. Enzyme halophile  

 

A. Activité enzymatique dans des conditions hypersalines  

 

Les molécules d'eau se liant à la surface et en s'incorporant à l'intérieur des molécules de 

protéines, l'eau a tendance à former des cages ordonnées autour des groupes hydrophobes à la 

surface des protéines mais les ions salins sont connus pour perturber la structure locale de 

l'eau diminuant le nombre de liaisons hydrogène intermoléculaires. Des concentrations 

élevées en sel affectent de manière critique la solubilité, la liaison, la stabilité et la 

cristallisation des protéines.(Karan et al., 2012) 

Les enzymes doivent s'adapter pour entrer en compétition avec les sels pour l'hydratation afin 

d'éviter l'agrégation des protéines en réduisant le nombre de résidus hydrophobes à la surface 

des protéines.(Amoozegar et al.,2003.) 

Dans des conditions extrêmement limitées en eau, les liaisons hydrogène entre les chaînes 

latérales chargées négativement et les molécules d'eau deviennent essentielles pour maintenir 

une enveloppe d'hydratation stable (DasSarma & DasSarma, 2015).  

B. Amylases halophiles  

 

1. Mode d’action : 

 

Les amylases sont des hydrolases d'amidon avec plusieurs séquences en acides aminés qui 

sont hautement conservées entre les membres de la famille .(Liu, 2014) 

Selon le mécanisme de dégradation de l'amidon, les molécules sont divisées en trois 

catégories  α-amylase, β-amylases et amyloglucosidases (Dakhmouche-Djekrif, 2016). 

Les α-Amylase réduit la viscosité de l'amidon en lysant les liaisons au hasard, produisant ainsi 

des chaînes de glucose de taille variable. Les  β-Amylases rompent les liaisons glucose-

glucose en retirant deux unités de glucose à la fois, produisant ainsi du maltose. Les 

amyloglucosidases sont les enzymes qui rompent les liaisons successives à partir de 

l'extrémité non réductrice de la chaîne, produisant ainsi du glucose. (Sindhu et al., 2017)  
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1. Caractéristiques : 

 

Le tableau II ci-après regroupe des informations sur les caractères d’une trentaine d’amylases 

d’halophiles extrêmes. 

Sur la totalité des amylases halophiles répertoriées dans le tableau, 60% ont un pH d’activité 

optimal supérieur à 7. 

35 amylases ont un pH d’activité optimal allant de 6 à 7 et seulement 3,5% avec un pH 

inférieur à 6. On suppose que les amylases halophiles extrêmes présentent le plus souvent un 

caractère alcalinophile. 

Quant aux températures optimales d’activité, elles varient d’un minimum de 35°C jusqu’à un 

maximum de 80°C. 

On remarque également que la masse moléculaire varie fortement selon l’enzyme étudie 

allant de 31 kDa jusqu’à 110 kDa. 

Tableau II : Caractéristiques de certaines amylases halophiles. 

NOM DE LA 

SOUCHE 

/AMYLASE 

Poids 

moléculaire 

kDa 

Température 

Optimale °C 

pH 

optimal 

[NaCl] 

Optimale 

NaCl 

Tolérance 

 

Référence 

 (MCCC 1A01486) 66 kDa 35 °C 7 1.5 M 0M-4M (Qin et al., 

2014) 

Sp. TVSP 101 72 kDa 65°C 9 3,5M 0–3,5M (Prakash et 

al., 2009) 

Sp. TVSP 101 62 kDa 65°C 9 3,5M 0–3,5M (Prakash et 

al., 2009) 

Wsp1  78 kDa 35◦C 6 1 M 1M (Verma et al., 

2020) 
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Nesterenkonia sp. 

strain F 

110 kDa 45 °C 7–7.5 0.25 M 0–4 M (Shafiei et al., 

2012) 

Bacillus 

lichineformis 

AH214 

N/d 40°C 7.5  1.5 M 0- 1.5 M (Aida & 

Hanan, 2016) 

Nesterenkonia sp. 

strain F 

100-106 

kDa 

45 °C 7.5 0.5 M 0–4 M (Shafiei et al., 

2012) 

Aspergillus gracilis 

 

35 kDa 60∘C 5 5 M 0-5 M (Ali et al., 

2014) 

Haloferax 

mediterra- neiiz 

58 kDa 50– 60 ∘C. 7 –8 3 M 2– 4 M (Pérez-

Pomares et 

al., 2003) 

Aspergillus 

penicillioides 

42 kDa 80∘c 9 5 M 0-5 M (Ali et al., 

2015) 

Haloarcula sp. 

strain D61 

N/d 35-40 °C 6.0 3-5 M 3-5 M (Siroosi et al., 

2021) 

Halomonas 

meridiana 

N/D 37°C 7 2M 0-5 M (Coronado, 

Vargas, 

Hofemeister, 

et al., 2000) 

Lactobacillus 

Plantarum TS1 

10 kDa 50°C 10 2M 1-4M (Riaz et al., 

n.d.) 

Halophile 

Halomonas 

meridiana 

49 kDa 37°C 7 2M 2M-5M (Coronado, 

Vargas, 

Mellado, et 

al, 2000) 

Exiguobacterium 

sp. DAU5 

57 kDa 40 °C 8.5 2M 1-2M (Chang et al., 

2013) 
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/amy13 

Streptomyces sp. D1 66kDa 45 ◦C 9 2M - (Chakraborty 

et al., 2009) 

Halobacillus sp. 

Strain MA-2 

- 50 ◦C 7.5–8.5 2M 1M-2M (Amoozegar 

et al., 2003) 

halophilic archaeon 

Haloarcula 

hispanica 

43.3 kDa 50 ◦C 6.5 4 M 4M-5M (Hutcheon et 

al., 2005) 

Halophilic 

Archaeon 

Haloarcula 

japonica 

83 kDa 45◦C 6.5 1 M 0.5M-5M (Onodera et 

al., 2013) 

Halophilic 

Archaeon, 

Haloferax sp. 

HA10/ 

66 kDa 37 °C 7 3 M 0.5-5M (Bajpai et al., 

2015)  

Bacillus sp. Strain 

TSCVKK 

- 55 °C 7.5 2M 1,3-2M (Kanthi Kiran 

& Chandra, 

2008) 

Halobacillus sp. 

LY9 

 60°C 8 2M 1M-3,5M (Li & Yu, 

2011) 

Engyodontium 

album 

50 kDa 60°C 9 5,2M  (Ali et al., 

2014) 

Klebsiella 

pneumoniae 

- 50°C 6.5 2 M  (Pan et al., 

2020) 

Thalassobacillus sp. 

LY18 

31 kDa 70°C 9 2M 0– 3,5M (Li & Yu, 

2012b) 

Salimicrobiumhalop 81 kDa 70 °C 10 2M  (Li & Yu, 
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hilum strain LY20 2012a) 

Marinobacter sp. 

EMB8/amy26 

 72 kDa 45 °C 7.0 0.2M 0.1–3.5M (Kumar & 

Khare, 2012) 

haloarchaeon 

Haloterrigenaturkm

enica 

Marco 

66 kDa 55 °C 8.5 2 M 2-3 M (Santorelli et 

al., 2016) 
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Le travail expérimental a été réalisé dans le laboratoire de recherches de « Microbiologie Appliqué » 

de l’université Abderrahmane Mira de BEJAIA 

I. Matériel biologique utilisé  

 

Trois isolats considérés comme des microorganismes halophiles extrêmes fournies par le 

laboratoire de Microbiologie Appliqué  on été choisit pour leur activité amylolétique en milieu 

hyper salin  

La production d’amylases par les trois isolats est déjà testée par un screening qualitatif sur 

milieu Brown solide à base d’amidon. 

II. Synthèse des amylases dans le milieu liquide  

 

A. Mise en culture des isolats  

 

Les isolats ont été mis en pré-culture dans des tubes de 5mL de milieu Brown modifié 

pendant 3 jours a 37°C avec agitation a 150 RPM , avant d’être mise en culture dans les 

mêmes conditions   dans des flacons contenant 50mL de milieu Brown modifié. 

 

Composition du milieu Brown modifié  

NaCl : 250g/L 

KCl : 2g/L 

MgSO₄ : 20g 

Citrate tri-sodique : 1g 

Extrait de levure : 1g 

Eau distillée : 1 L 

Amidon : 10g 

Avec pH=7  



 

 

17 

Le renouvellement des milieux de culture est effectué tous les 3 jours pour maintenir les 

cultures en phase exponentielle.  

 

 

B. Récupération de l'extrait enzymatique  

 

L’obtention des extraits enzymatique s’effectue en centrifugeant chacune des 3 cultures à 

10000 rpm pendant 5min. Le surnageant constitue l'extrait enzymatique brut. 

III. Dosage des activités enzymatiques selon la méthode de DNS  

 

1. Principe  

 

 L'hydrolyse de l'amidon (non réducteur) par des amylases  libère le glucose et d'autres 

saccharide  réducteurs qui réduisent en milieu alcalin et à 100°C ; l'acide 3,5-

dinitrosalicylique (Jaune) en acide 3-amino-5-nitrosalicylique (rouge-orange) absorbant la 

lumière à 540 nm. 

 

2. Préparation de la solution de DNS  

 

2 g de DNS (acide 3,5-dinitrosalicylique) et 40 mLde NaOH 2 M ont été dissous dans 160 ml 

d'eau distillée. Ensuite, une quantité de  60 g de tartrate double de sodium-potassium a été 

progressivement ajoutés à ce mélange sous  agitation. 

 

3. Protocole expérimental  

 

Le protocole utilisé est celui de Benfeld (1955) avec des modifications apportées aux volumes 

des réactifs ainsi qu’aux temps des réactions. 

3 essais ont été réalisées  pour chaque enzyme dans des tubes de 5ml, chacun de ces tubes 

contient 25μL d’extrait enzymatique et 375μL du tampon dans le quel nous avons  solubilisé 
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1% d’amidon (substrat enzymatique) et 25% de NaCl. Le milieu réactionnel est incubé à 37 

°C pendant 30 min avec agitation a 150 RPM, on ajoute ensuite 400μL de solution DNS dans 

chaque tube, le mélange est homogénéisé et chauffé au bain-marie à 100°C pendant 15 min 

suivi d’un refroidissement dans un bain glacé pour arrêter l’action du DNS. L’absorbance est 

mesurée au spectrophotomètre à 540 nm après ajout de 800μl d’eau distillée. Le blanc enzyme 

est préparé de la même façon sauf que l’ajout du DNS est effectué avant l’addition de substrat 

pour éviter la réaction enzymatique (l’activité enzymatique est calculée en unité international 

par ml (UI/ml)). 

4. Courbe d’étalonnage de glucose   

 

- Préparer une solution de glucose à 1%.  

- Préparer une série de dilutions dans l’eau distillée.  

- Dans des tubes à essai on mélange : 0.4 ml de chaque solution de glucose, et 0.4 ml d’acide 

dinitrosalicylique (DNS).  

- Chauffage de milieu réactionnel dans un bain-marie à 100°C /15min. 

- Refroidissement. 

- Ajouter 0.8 ml de l’eau distillée.   

- Mesure de la DO par spectrophotomètre à 540nm 

 

Figure 1 Courbe d'etalonnage de glucose 
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L’activité enzymatique est déterminée par le rapport suivant : 

[𝑮𝒍𝒖𝒄𝒐𝒔𝒆](𝒎𝒐𝒍
𝑳⁄ )

𝑽𝑬

𝑽𝑻
× 𝑻𝒆𝒎𝒑𝒔(𝐦𝐢𝐧 )

=  𝑼𝑰
𝒎𝑳⁄  

𝑽𝑬=  volume d’enzyme dans la réaction  

𝑽𝑻= volume réactionnel totale  

I. Caractérisation biochimique d’extrait enzymatique  

 

1. Effet du pH sur l’activité des amylases  

Afin de tester l’effet du pH sur l’activité des enzymes étudiée ; l’activité amylolytique est 

mesurée (par la méthode de DNS) dans les conditions standards (37°C et 30min) ; on utilisant  

l’amidon (à 1%) solubilisé dans les différentes solutions tampons : citrate de sodium pH 3, 

acétate de sodium (4 et 5), phosphate de sodium pH (6 et7), Tris–HCl (pH 8.0 et9.0) ; 

Glycine–NaOH (pH 10, 11 et 12) ( à 0.1M et  à 25% de NaCl)  

Tableau III: Composition des tampons utilisés lors du test du pH. 

Nom du tampon pH  Composition 

Tampon Citrate de 

Sodium 

pH 3 Citrate de sodium                    0.2759g 

Acide citrique                         1.7408g 

NaCl                                        25 g 

Eau distillée                            100 ml 

Tampon Acétate de 

Sodium 

pH 4  Acétate de sodium                  0.1861g 

NaCl                                        25 g 

Eau distillée                            100 ml 

pH 5 Acétate de sodium                  0.5524 g 

NaCl                                        25 g 

Eau distillée                            100 ml 

Tampon Phosphate pH pH6  Na2HPO40.367g 

NaH2PO41.191g 

NaCl                                        25 g 

Eau distillée                               100 ml  

pH 7 Na2HPO4 15.487g 

NaH2PO45.827g 

NaCl                                        25 g 

Eau distillée                               100ml 
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Tampon Glycine NaOH pH 10 Glycine                                       0.75g 

NaOH                                         0.25g 

NaCl                                        25 g 

Eau distillée                               100ml 

pH 11 Glycine                                       0.75g  

NaOH                                         0.4g 

NaCl                                        25 g 

Eau distillée                               100ml 

pH 12 Glycine                                       0.75g 

NaOH                                         0.55g 

NaCl                                        25 g 

Eau distillée                               100ml 

 

Les résultats sont exprimés par l’activité relative : 

 

𝑨𝒄𝒕𝒊𝒗𝒊𝒕é 𝒓𝒆𝒍𝒂𝒕𝒊𝒗𝒆 = 𝟏𝟎𝟎 𝐱
𝑨𝒄𝒕𝒊𝒗𝒊𝒕é 𝒅𝒆 𝒍′𝒆𝒄𝒉𝒂𝒏𝒕𝒊𝒍𝒍𝒐𝒏𝒔 

𝑨𝒄𝒕𝒊𝒗𝒊𝒕é 𝒐𝒑𝒕𝒊𝒎𝒂𝒍 𝒅𝒆 𝒍′𝒆𝒄𝒉𝒂𝒏𝒕𝒊𝒍𝒍𝒐𝒏
 

 

2. Test de l’effet de la salinité : 

 

L’effet de NaCl sur l’activité enzymatique est testé selon la méthode de DNS par préparation 

de plusieurs solutions de tampon phosphate (pH 7) contenant 1% d’amidon et différentes 

concentrations de NaCl (1.56 ; 5; 10; 15; 20; 25 et 30%). Les résultats sont exprimés par 

l’activité relative. 

3. Test de l’effet de la température : 

 

L’activité amylolytique est testée comme d’habitude par la méthode de DNS sauf que le 

milieu réactionnel est incubé aux différentes températures (10°C, 25°C, 30°C, 37°C, 40°C, 

45°C, 50°C, 60°C, 70°C, 80°C, 90°C, 100°C) pendant 30 min en utilisant le pH optimum de 

chaque enzyme. Les résultats sont exprimés par l’activité relative. 

4. Test de la stabilité thermique des enzymes : 

 

Les extraits enzymatiques sont soumis aux différentes températures (60°C, 90°C et 100°C) 

pendant 2h ; avec des prélèvements de 25μL chaque 15min pendant la 1ère heure suivie de 

deux prélèvements chaque 30min pendant la 2ème heure. L’activité enzymatique est mesurée 
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on procède au même protocole de dosage (la méthode de DNS) dans les conditions standards 

(pH 7, 37°C, 25% NaCl et 30 min) en utilisant les prélèvements enzymatiques obtenus. 

L’enzyme incubée à 4°C est utilisé comme un control 

Les résultats sont exprimés par l’activité 𝐫é𝐬𝐢𝐝𝐮𝐥𝐥𝐞: 

 

𝑨𝒄𝒕𝒊𝒗𝒊𝒕é 𝒓é𝒔𝒊𝒅𝒖𝒆𝒍𝒍𝒆 = 𝟏𝟎𝟎 𝐱
𝑨𝒄𝒕𝒊𝒗𝒊𝒕é 𝒅𝒆𝒔 é𝒄𝒉𝒂𝒏𝒕𝒊𝒍𝒍𝒐𝒏𝒔 

𝑨𝒄𝒕𝒊𝒗𝒊𝒕é 𝒅𝒖 𝒄𝒐𝒏𝒕𝒓𝒐𝒍
 

 

5. Test de l’activité enzymatique dans différents solvants organiques : 

 

L’activité enzymatique en présence de solvant organique  est testée selon la méthode de DNS 

300 μL de chaque solvant sont ajoutés dans 700μL d’extraits enzymatique, on agite pour 

homogénéiser les mélanges pendant 2h ensuite on prélève 25 μL de ces derniers pour 

procéder au même protocole que les tests précédents en utilisant un tampon phosphate salé à 

25% en NaCl avec 1% amidon, la réaction enzymatique se fait à 37°C sous agitation a 150 

RPM. Les extraits enzymatiques incubés avec le tampon Phosphate salé à pH 7 sont utilisé 

comme contrôles. Les résultats sont exprimés par l’activité résiduelle. Les solvants utilisés : 

Ethanol, Acétone, Hexane, Tween 20, Tween 80, Propanol, Ether de pétrole. 
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I. Effet du pH sur l’activité enzymatique 

 

Les profils de pH de l’activité des différents extraits enzymatiques (Amy1, Amy2 et Amy3) 

sont indiqués respectivement sur les figures 2, 3 et 4. 

Le pH optimal pour l’activité enzymatique de Amy1 est de 4 avec une stabilité de l’activité 

jusqu’au pH 5 suivi d’une diminution de celle-ci au fur et à mesure que le pH augmente, 

l’enzyme perd totalement son activité à partir du pH 11. 

L’activité de Amy2 augmente à partir du pH 3 pour atteindre son optimum a pH 6, elle 

diminue continuellement jusqu’à devenir  nulle a pH 11. 

Amy3 présente un optimum d’activité a pH 5, son activité devient nulle  à partir du pH 10. 

L’étude de l’influence du pH sur l’activité enzymatique a montré que les amylases étudiées 

sont stables aux tampons acides et perdent leurs activités à des valeurs de pH supérieures à 7. 

Les résultats obtenus dans cette expérience diffèrent de la plupart des amylases halophiles 

rapportées (Tableau II) où la plupart de ses enzymes restent stables aux pH alcalins mais 

légèrement actifs aux pH acides, on retrouve les mêmes résultats chez les amylases des 

souches WSP1 (Verma et al. 2020),Haloarcula sp. Strain D61 (Strain, 2021) avec des pH 

optimaux de valeur 6 ainsi que l’amylase d’Aspergillus gracilis avec un pH optimal de 5. 

En comparant nos résultats avec les données du tableau, ils révèlent queAmy1 reste la plus 

stable aux pH acides avec un pH optimal de 4. 
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Figure 2: Effet du pH sur l'activité d’Amy1. 

 

 

 

Figure 3: Effet du pH sur l’activité d’Amy2. 
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Figure 4: Effet du pH sur l’activité d’Amy3. 

 

V. Effet de la température sur l’activité enzymatique  

 

A. Température  

 

La température optimale d’Amy1 est de 37°C (figure 5) avec une activité enzymatique 

supérieure à 50% entre 10°C et 45°C, l’activité diminue aux températures élevées jusqu’à 

atteindre 35% d’activité à 50°C avant d’être nulle à partir de 60°C. 

Amy2 garde une activité supérieure à 50% entre 10°C et 50°C, la température optimale est de 

45°C (figure 6), son activité chute rapidement aux températures élevées jusqu’à être nulle à 

partir de 60°C. 

Concernant Amy3, sa température optimale est de 40°C (figure 7) avec une activité 

enzymatique supérieure à 50% entre 20°C et 45°C, l’activité diminue pour atteindre 40% 

d’activité à 50°C jusqu’à être nul à partir 60°C. 

Tous les extrais enzymatiques ont gardé une activité enzymatique supérieure à 50% à 10°C. 

Amy2 est l’extrait enzymatique le plus stable à haute température parmi les amylases 

étudiées, suivi d’Amy3 et d’Amy1, ces résultats sont assez similaires aux données rassemblés 

dans le tableau II où l’on trouve les mêmes valeurs de températures optimales pour plusieurs 
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amylases : amylases de Halomonas meridiana (Coronado et al. 2000), Halophilic Archaeon, 

Haloferax sp. HA10 (Bajpai, et al.2015), ces amylases halophiles présentent la même 

température optimale qu’Amy1. 

La température optimale d'Amy3 est la même que les amylases halophiles produites par les 

souches suivantes : Bacillus licheniformis AH214, Exiguobacterium sp. DAU5 (Chang et al., 

2013). 

Les enzymes ayant une température optimale similaire à Amy2 sont les amylases produites 

par : Nesterenkonia sp. Strain F (Shafiei et al., 2012), Streptomyces sp. D1 (Chakraborty et 

al., 2009), Halophilic Archaeon et Haloarcula japonica (Onodera et al., 2013). 

Les Amylases étudiées présentent une stabilité au froid, cependant elles sont assez instables 

aux températures élevées, cette propriété peut limiter leurs utilisations industrielles où les 

procédés nécessitent une telle température, elles restent adéquates pour des applications dans 

des processus à faibles températures ou des procédés nécessitant une inactivation complète de 

l'enzyme avec l'augmentation de la température. 

 

 

Figure 5: Effet de la température sur l'activité d’amy1. 
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Figure 6: Effet de la température sur l'activité d’amy2. 

 

 

 

Figure 7: Effet de la température sur l’activité d’Amy3. 
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B. Stabilité thermique  

 

Les figures 8, 9 et 10 montrent la stabilité thermique des extrais enzymatiques Amy1, Amy2 

et Amy3 respectivement, représentés par l’activité résiduelle des enzymes en fonction du 

temps selon les différentes températures. 

La stabilité thermique est testée par une pré-incubation des enzymes dans différentes 

températures 60°C, 90°C et 100°C pendant 2h, et on a mesuré l’activité amylolytique à des 

intervalles de temps de0, 15, 30,45, 60 ,90 et 120 min. 

Pour Amy1 incubée à 60°C, les résultats montrent que l’enzyme a perdu environ 44% 

d’activité après 30min d’incubation, alors qu’après 45 ; 60 et 90 min l’enzyme a récupéré son 

activité avec un taux de perte de 28, 27 et 25% respectivement, cependant l’enzyme garde 

50% de son activité après 2h d’incubation. 

A 90°C, Amy1 a gardé plus de 50% de son activité pendant 90 minutes, mais après 120 

minutes environ 64% de son activité résiduelle est perdue. À 100°C on remarque que durant 

la première heure d’incubation l’enzyme a perdu plus de 58% de son activité, plus de 52% de 

l’activité après 1h 30 min et après 2 heures l’enzyme perd 80% de son activité résiduelle. 

Les résultats montrent que Amy2 a perdu 40% d’activité après 15min d’incubation à 60°C, 

elle récupère 12% de son activité après 45min puis elle subit une baisse d’activité graduelle 

jusqu’à 50% d’activité environ après 2h. 

Amy2 a gardé plus de 50% de son activité pendant toute la durée d’incubation à 60°C. 

À 90°C, l’activité d’Amy2 est à 70% après 15 minutes et atteint 40 % à la fin du test, Amy2 a 

gardé seulement 30% environ de son activité à 100°C après 15min, cette dernière se stabilise 

aux alentours de cette valeur jusqu’après 60min où elle baisse de 10%, l’activité remonte à 

40% après 90min d’incubation et baisse de 5% pour atteindre les 35% après 2h. 

 

Amy2 a gardé seulement 30% environ de son activité à 100°C après 15min, cette dernière se 

stabilise aux alentours de cette valeur jusqu’après 60 min où elle baisse de 10%, l’activité 

remonte à 40% après 90min d’incubation et baisse de 5% après 2h. 
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La figure 10 montre la stabilité thermique d’Amy3 à 60°C, 90°C et 100°C pendant 120 

minutes également. Les résultats montrent qu’à 60°C, l’activitéd’Amy3baisse jusqu'à 

atteindre 40% après 15 minutes, puis remonte jusqu’à 65% d’activité après 90 minutes et reste 

au-dessus 50% jusqu'à la fin du test. 

À 90°C, l’activité d'Amy3 se maintient entre 60% et 80% de 15 à 100 minutes pour ensuite 

diminuer jusqu'à moins de 40% après 2 h d'incubation. 

À 100°C d’incubation, l’activité baisse continuellement pour atteindre les 35% après 120 

minutes. 

Amy1, Amy2 et Amy3 ont gardé plus de 50% d’activité enzymatique pendant 1h30 

d’incubation à 90°C. 

Curieusement, Amy3 présente une meilleure activité globale à 90°C qu’à 60°C. 

Amy1 et Amy3 présentent une activité résiduelle aux alentours de 40% à 100°C pendant 1h30 

d’incubation, Amy2 reste l’enzyme la moins stable à 100°C avec des valeurs d’activité 

inférieures à 40%. 

 

 

 

 

 

Figure 8: Stabilité thermique d’Amy1. 
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Figure 9: Stabilité thermique d’Amy2. 

 

 

 

Figure 10: Stabilité thermique d’Amy3. 
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VI. Effet de la concentration du NaCl sur l’activité enzymatique  

 

Les activités enzymatiques des extrais enzymatique Amy1, Amy2 et Amy3 en fonction des 

variations de la concentration en NaCl  sont représenté dans les figures 11, 12 et 13 

respectivement : 

De la figure 11 on constate que la concentration optimale en NaCl est de 1,5% pour Amy1, 

son activité baisse de 5% seulement à 5% de concentration en NaCl, cependant elle chute 

rapidement pour atteindre 65% de son activité à 10% de concentration en NaCl. À partir de de 

cette concentration, l’activité d’Amy1 baisse continuellement jusqu’à atteindre plus de 50% 

d’activité à 30% de concentration en NaCl. 

D’âpres la figure 12  L’activité d’Amy2 augmente progressivement jusqu’à atteindre son 

optimum  à 20% et à 25% de concentration en NaCl pour ensuite baisser jusqu’à 60% environ 

à 30% de concentration en NaCl. 

D’âpres la figure 13 L’activitéd’Amy3 augmente graduellement pour atteindre son maximum 

à 10% de concentration en NaCl, elle baisse progressivement jusqu’à atteindre sa valeur la 

plus faible à 30% de concentration de NaCl soit une activité de 52% 

Amy1 et Amy3 ont gardé plus de 50% de leurs activités pour toutes les différentes 

concentrations en NaCl, seule Amy2 a une activité de 30% environ à la concentration 1,56% 

de NaCl. 

Amy1, Amy2 et Amy3 sont restées hautement stables sur une large gamme de concentrations 

en sel, cette caractéristique intéresserait l’industrie biotechnologiqueoùles procédés 

demandent une haute concentration en sel ou dans le traitement des eaux salines. 

Cette tolérance au NaCl est également constatée chez de nombreuses amylases halophiles 

regroupées dans le tableau II où l’on retrouve les amylases produites par les souches MCCC 

1A01486 (Qin et al., 2014), Nesterenkonia sp. Strain F (Shafiei et al., 2012) avec un seuil de 

tolérance de 4M de NaCl, Halomonas meridiana (Coronado et al., 2000) et Aspergillus 

penicillioides (Ali et al.,2015) présentent une gamme de tolérance de 0 à 5M au NaCl. 
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Figure 11: Effet du NaCl sur l'activité de Amy1. 

 

 

 

Figure 12: Effet du NaCl sur l’activité de Amy2. 
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Figure 13: Effet du NaCl sur l’activité d’Amy3. 

 

 

VII. Effet des solvants sur l’activité enzymatique  
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Concernant l’Hexane, Amy1 et Amy2 ont une activité autour de la moyenne (51% et 48% 

respectivement), Amy3 a perdu seulement 30% d’activité dans ce solvant. 
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Amy1 a une activité enzymatique de 60 %  dans l’Acétone, Amy2 et Amy3 ont gardé une 

activité aux alentours de 80%. 
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Amy3 a l’activité la plus élevée dans l’éther de pétrole (92% environ) suivi d’Amy1 dont 

l’activité est de 71%, Amy2 présente une activité de 60% environ. 

L’Acétone, L’hexane et l’éther de pétrole sont les seuls solvants où toutes les enzymes 

présentent une activité supérieure ou égale à 50%. 

Amy1 a une activité décroissante en fonction de la polarité des solvants, elle présente des 

activités élevées dans les solvants les moins polaires où son pic d’activité est noté dans l’éther 

de pétrole (solvant le plus apolaire parmi les solvants utilisés) avec une activité de 72%. 

Amy3 reste hautement stable en gardant plus de 50% d’activité dans chaque solvant. 

Amy2 a gardé toute son activité catalytique dans le Tween 20 et 85% de son activité dans 

l’Ethanol et l’Acétone, elle présente une activité enzymatique supérieure à 50% dans la 

majorité des solvants organiques excepté l’Ethanol et le Tween 80. 

La polarité des solvants n’est pas le seul paramètre à prendre en compte pour étudier l’activité 

catalytique des enzymes dans les solvants organiques, d’autres facteurs tels que les propriétés 

moléculaires des solvants et des enzymes influencent l’activité catalytique (Ebrahimpour et 

al., 2011). 

 

Les propriétés d’Amy3 montrent une enzyme naturellement stable dans les solvants testés, ce 

qui en fait un biocatalyseur d’intérêt pour l'hydrolyse enzymatique de l'amidon employant les 

solvants organiques. 
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Figure 14:Activité enzymatique d’Amy1, Amy2 et Amy3 dans différents solvants organiques. 
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Conclusion : 

Cette étude a permis la caractérisation de trois extraits enzymatique Amy1, Amy2 et Amy3 

produits par trois isolats halophiles extrêmes, les extraits enzymatiques analysés possèdent 

des caractéristiques intéressantes d’un point de vue biotechnologique et industriel. 

Compte tenu de leurs fortes activités sur une large gamme de concentration en NaCl, elles 

présentent également une stabilité élevée aux pH acides ainsi qu’aux faibles et fortes 

températures, la présence d’activités dans les différents solvants organiques utilisés et leurs 

résistances aux détergents reste non négligeable. 

Amy3 qui présente une forte activité en présence de tous les solvants testés pourrait être 

utilisée dans les procédés de fabrication de biocarburant comme le bioéthanol et autres. 

Nous avons pu durant ce travail faire la  caractérisation partielle  de 3 extraits enzymatique 

halophiles extrêmes mais pour pouvoir être exploités, ces derniers devront être purifiés en vue 

d'une utilisation industrielle et biotechnologique. 
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Résumé : 

Ce travail a pour but la caractériser partielle  d’extrais enzymatique amylolytique à intérêt 

biotechnologique capable de rester actives dans des concentrations élevées en sel et en 

présence de différents solvants organiques, les microorganismes sélectionnés pour la 

production sont trois isolats microbiens halophiles extrêmes fournis par le laboratoire de 

microbiologie de l’université Abderrahmane-Mira, trois extraits enzymatiques nommé Amy1, 

Amy2 et Amy3 ont été obtenus par centrifugation. L’effet du pH, de la température et de la 

salinité (concentration en NaCl) sur l’activité enzymatique ont été testés ainsi que l’activité de 

chaque extrait en présence de différents solvants. Il ressort de notre étude que Amy1 a une 

activité optimale à pH 4, 37°C et à 1,5% en NaCl, Amy2 a une activité optimale à pH 6, 45°C 

et à 20%-25% de NaCl, Amy3 a une activité optimale à pH 5, 40°C et à 10% en NaCl. 

Parmi les extraits enzymatiques étudiés, Amy1 reste le plus stable dans les pH acides, Amy3 

est le plus stable dans les différents solvants organiques utilisés lors de nos tests de 

caractérisation. 

Abstract:  

this work aims to partially characterize amylolytic enzymatic extracts of biotechnological 

interest able to maintain activity in high concentrations of salt and in the presence of different 

organic solvents, the microorganisms selected for production are three extreme halophilic 

microbial isolates provided by the laboratory of microbiology of the University 

Abderrahmane-Mira, three enzymatic extracts named Amy1, Amy2 and Amy3 have been 

obtained by centrifugation. The effect of pH, temperature and salinity (NaCl concentration) 

on the enzymatic activity was tested as well as the activity of each extract in the presence of 

different solvents. It appears from our study that Amy1 has an optimal activity at pH 4, 37°C 

and 1.5% NaCl, Amy2 has an optimal activity at pH 6, 45°C and 20%-25% NaCl, Amy3 has 

an optimal activity at pH 5, 40°C and 10% NaCl. Among the studied enzyme extracts, Amy1 

remains the most stable in acidic pH, Amy3 is the most stable in the different organic solvents 

used during our characterization tests. 
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