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L'Agence de Protection de l'Environnement des États Unis (USEPA) 

considère le phénol comme polluant majeur de l'eau et des sols, soit 

directement, soit comme intermédiaire de dégradation d'autres composés 

phénoliques. Il existe de nombreux procédés de détoxification du phénol, mais 

la plupart de ces procédés sont le plus souvent onéreux et introduisent dans la 

nature d'autres produits généralement plus toxiques que Je phénol lui même, 

exposant ainsi notre écosystème et notre santé à des risques majeurs et parfois 

irréversibles de détérioration. La dernière décennie a vu la vulgarisation des 

procédés biologiques de dégradation des xénobiotiques. Ces procédés 

biologiques, même s'ils sont plus sécuritaires et constituent un champ 

d'investigation et de recherche prometteur offrant d'immenses potentialités , 

demeurent cependant relativement sous-exploités, ils ne représentent que 6% 

des procédés de détoxification utilisés. D'où la recherche constante de 

microorganismes toujours plus performants dans la biodégradation. 

C'est dans cette optique que nous avons choisi d'étudier l'activité 

biodégradante du phénol de deux Basidiomycètes ligninolytiques: 

Phanerochaete chrysosporium ATCC # 24725 et Pleurotus. sajor-caju NRRL 

# 18757. Les ligninases sont des enzymes qui, en plus de leur potentiel de 

dépolymérisation de la lignine, ont une grande activité non spécifique leur 

permettant de dégrader un 



xv 

très grand nombre de produits toxiques. Le choix de P. chrysosporium se 

justifie par le fait qu'il a été largement étudié comme agent biodégradeur, celui 

de P. sajor-caju se justifie par le fait qu'une étude antérieure faite dans notre 

laboratoire lui reconnaissait le pouvoir de transformer la lignine en oligolignols 

de faible poids moléculaire. Mais aucune étude n'a jusqu'à date utilisé P. sajor

caju pour la biodégradation du phénol. 

La présente étude porte donc sur la dégradation du phénol par ces deux 

microorganismes sous diverses conditions physiques et chimiques. P. sajor

caju, bien que n'ayant pas une très grande activité ligninolytique connue , a pu, 

dans nos conditions expérimentales, dégrader plus de phénol et cela en moins 

de temps que P. chrysosporium. Il ressort de notre étude que les deux 

microorganismes étudiés présentent une très bonne tolérance à de fortes 

concentrations de phénol (jusqu'à 800 ppm) sur milieux liquide et solide. Le pH 

optimal de dégradation du phénol des deux champignons sont assez proches 

même si dans le cas de P. sajor-caju, le pH optimum de dégradation ne 

correspond pas à celui de croissance. En ce qui concerne l'âge de la culture au 

moment de l'addition du phénol, nous avons observé des comportements tout 

à fait différents. En effet, plus les cultures de P. chrysosporium étaient âgées, 

plus tôt commençait la dégradation et plus importante était la quantité 
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de phénol dégradée, tandis que chez P. sajor-caju, les cultures fraîches se 

sont montrées plus performantes que celles âgées. La concentration en azote 

ne nous a pas semblé jouer de rôle très important sur la capacité de 

dégradation du phénol par P. sajor-caju contrairement à P. chrysosporium , 

même si un certain rapport C: N est nécessaire pour les deux microorganismes. 

Nous avons toutefois noté qu'un excès d'azote dans le milieu de culture avait 

un effet inhibiteur sur la croissance et le potentiel de dégradation des deux 

champignons. L'adaptation à de fortes concentrations de phénol a été 

bénéfique pour les performances de dégradation du phénol par les deux 

microorganismes, mais, même dans ces conditions, celles de P. sajor-caju 

étaient de loin meilleures. Nous avons aussi testé l'effet de diverses sources de 

carbone sur la dégradation du phénol, et, c'est la paille de blé délignifiée 

(substrat le moins dispendieux) qui a donné les meilleurs résultats. Nous avons 

noté que la température optimale de dégradation du phénol par P. sajor-caju 

ne correspond pas à sa température optimale de dégradation de la lignine. Les 

deux champignons se sont avérés inefficaces en cultures stationnaires, la 

vitesse optimale d'agitation a été de 200 tpm. P. sajor-caju a très peu dégradé 

le phénol in vitro (moins de 20% en 7 jours) tandis que P. chrysosporium a 

dégradé dans ces conditions, 60% du phénol en 7 jours. Le principal 

intermédiaire de la dégradation, le pyrocatéchol, est identique à celui 
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habituellement reconnu aux champignons et aux bactéries. Quelles que soient 

les conditions expérimentales, P. sajor-caju a été de loin le plus efficace, hormis 

la dégradation in vitro. P. sajor-caju constitue un bon choix lorsque l'on 

s'intéresse à la bioremédiation de sites contaminés au phénol par des 

champignons. 
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L'industrialisation à outrance que le monde actuel connaît, aggravée 

par les nouvelles exigences du consommateur sur les critères de qualité, 

constituent des phénomènes qui vont de plus en plus exiger l'utilisation 

de produits xénobiotiques pour la conservation et l'amélioration des 

conditions de culture dans l'agro-alimentaire. Cette recrudescence de 

l'utilisation de produits chimiques d'origine anthropogénique épargnera 

à n'en pas douter, très peu de secteurs industriels. Parmi ceux qui seront 

les plus affectés, figurent les pâtes et papiers, le bois, l'agriculture, le 

l'élevage, pour ne citer que ceux-là. Cette situation aura pour corollaire 

l'exposition de notre santé et de notre écosystème à des dangers graves 

de détérioration parfois malheureusement irréversibles. Malgré l'existence 

de nombreux moyens de traitement de ces polluants, il faut noter que d'un 

point de vue d'innocuité et de conservation de la qualité de notre 

environnement, ces moyens existants sont de peu de secours pour la 

simple et bonne raison qu'ils introduisent dans notre cadre de vie des 

produits parfois plus toxiques que ceux qu'ils sont supposés éliminer. 

Aussi, l'alternative la plus tentante serait l'utilisation de moyens 

environnementalement sars, économiquement abordables et 

techniquement facilement réalisables. L'un des moyens qui obéissent à 

ces exigences est l'utilisation de microorganismes capables de croître sur 

3 



ces composés toxiques, de les dégrader et de les utiliser comme sources 

de carbone. C'est pour cela que nous avons choisi dans notre étude deux 

champignons connus pour leur activités ligninolytiques: Phanerochaete 

chrysosporium et Pleurotus sajor-caju. Ces deux champignons, 

responsables de la pourriture du bois, produisent des enzymes extra 

cellulaires, les ligninases, capables de dépolymériser la lignine, un des 

matériaux constitutifs du bois et la substance aromatique naturelle la plus 

abondante à côté de la cellulose (Kirk et Nakatsubo, 1983; Hamme! § w., 

1993). Cette propriété de dégradation de la lignine a amené les 

chercheurs à tester ces microorganismes sur des composés récalcitrants 

tels les organopolluants (Valli et Gold, 1991, Kennes et $il., 1994). La très 

forte activité lignine-peroxydase (LiP) et manganèse peroxydase (MnP) 

ligninolytique de P. chrysosporium, s'est .avérée être due à l'oxydant à 

deux électrons directement impliqué dans la dégradation des 

organopolluants (Bumbus m al., 1985). Habituellement, l'activité 

ligninolytique intervient au cours du métabolisme secondaire (Jeffries ru 

Bf., 1981). P. sajor-caju, qui est un autre basidiomycète qui est l'objet 

principal de notre étude, produit peu d'enzymes ligninolytiques 

(Bourbonnais et Paice, 1988, Chahal § w., 1995). Cependant, ce 

champignon s'est avéré être très efficace dans la dé polymérisation de la 

lignine en oligolignols de faible poids moléculaire (Chahal et Ha chey, 
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1990). Il y a des évidences, bien que non expliquées jusqu'à date, qu'il 

existe des situations où l'implication directe d'enzymes ligninolytiques 

n'est pas indispensable pour la dégradation de la lignine. 

La présente étude avait donc pour objectifs, de déterminer l'aptitude de 

P. sajor-caju à dégrader le phénol, de savoir si la dégradation du phénol 

par ce champignon intervenait dans des conditions favorisant la 

ligninolyse ainsi que l'effet de différentes conditions physico-chimiques sur 

le potentiel de dégradation du phénol. Nous avons introduit P. 

chrysosporium dans notre étude comme témoin parce que c'est le 

champignon le plus étudié et le plus utilisé pour la dégradation des 

composés toxiques 
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2.1. LE PHÉNOL 

L'Agence de Protection de l'environnement des États Unis a classé 

le phénol comme polluant majeur (USEPA). Il se présente sous la forme 

d'un solide cristallin, incolore, blanc ou rosé, soit comme un liquide à forte 

odeur, semblable à celle du goudron ou des médicaments, soit sous 

forme de solution. Sa solubilité dans l'eau est partielle à la température de 

la pièce et entière au-delà de 68°C. C'est un acide faible, modérément 

volatile à la température de la pièce. 

2.1.1. Sources 

2.1.1.1. Sources naturelles 

Le phénol est un constituant du goudron de houille et est formé 

durant la décomposition de matériaux organiques. Les feux de forêt 

peuvent en augmenter la quantité dans l'environnement (Hubble iû al. , 

1981). Il est présent dans le purin (Spoelstra, 1978) et dans le lisier de 

porc. 

2.1.1.2. Sources humaines 

La méthode de production la plus courante du phénol est celle qui 

utilise le eumène (isopropylbenzène), cette méthode est utilisée aux É.U 

7 



pour la production de 98% du phénol (IARC, 1989). Le phénol est aussi 

produit à partir du chlorobenzène et du toluène. Lorsqu'il est produit à 

partir du eumène, pour chaque Kg de phénol produit, il y a 0.16 g de 

phénol émis dans l'environnement (UBA, 1981). Le phénol est employé 

comme matière de base dans la fabrication de nombreux matériaux de 

grande valeur commerciale tels que les contre-plaqués, les résines 

phénoliques, les bisphényls, les phénols alkylés ainsi que les 

chlorophénols comme le PCP (IARC, 1989). D'autres sources humaines 

peuvent être les tuyaux d'échappement des automobiles (Verschueren, 

1983), les fumées de cigarettes (Groenen, 1978), la combustion du bois 

(Den Boeft§af., 1984), la dégradation du benzène sous l'influence de la 

lumière (Hoshino et Akimoto, 1978), les aliments fumés (Bruce m af., 

1987). 

2.1.2. Dangers liés au phénol 

Dans l'environnement, le phénol est nuisible à la vie aquatique où 

sa dégradation très rapide peut provoquer un manque local d'oxygène. Il 

peut aussi, dans les sols et les eaux se lier au chlore et former des 

phénols chlorés. En milieu alcalin, le phénol peut subir une oxydation 

pouvant entrainer la formation quinones. Le phénol constitue un grand 

danger pour la santé humaine, il a été démontré que ce composé 
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présente des propriétés cancérigènes et tératogènes (IARC, 1989). 

2.1.3. Dégradation abiotique du phénol 

2.1.3.1. Dans l'air 

Le phénol peut réagir avec les radicaux hydroxyles et N02 et subir 

d'autres réactions photochimiques pour former des dihydroxybenzènes, 

des nitrophénols et des produits issus du clivage du noyau aromatique 

(Bruce~ ill., 1987). La demi-vie de la réaction du phénol avec les 

radicaux hydroxyles est estimée à 15 heures (Howard, 1989). 

2.1.3.2. Dans l'eau 

Il a été démontré expérimentalement que le phénol s'oxyde en gaz 

carbonique à 50°C, dans l'eau, en présence d'oxygène et de lumière 

(Knoevenagel et Himmerlich, 1976) à un taux de 11% par jour. Il peut 

réagir avec les ions nitrates en milieu aqueux et former des 

dihydroxybenzènes, des nitrophénols, des nitrosophénols et des 

nitroquinones (Niessen et al., 1988). Il peut agir aussi avec l'acide nitreux 

des eaux usées pour former des cyanures (Adachi...et al., 1987), avec Je 

chlore de l'eau de consommation courante pour former des chlorophénols 

(Jarvis et al., 1985). 

9 
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2.1.4. Autres méthodes de dégradation du phénol 

2.1.4.1. Méthodes physico-chimiques 

Elles sont nombreuses et sont presque toutes physiques ou chimiques. 

(Voir tableau page suivante) 
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Tableau 1: Méthodes physico-chimiques d'élimination du phénol 

MÉTHODES D'ÉLIMINATION 

Élimination par résines échangeuses 

d'ions 

Destruction par le peroxyde 

Dégradation par le KMn04 

Oxydation 

Réduction 

Oxydation de la phase gazeuse 

Osmose inverse 

SOURCES 

Pilie mal., 1975 

OGJ, 1975 

Spiecher et 

Skrinde 1975 

Spiecher et 

Skrinde 1975 

Bauer, W. F. 

1975 

Bauer, W. F. 

1975 

Fang, 1976 



2.1.4.2. Méthodes biologiques 

La dernière décennie a vu la vulgarisation des méthodes 

biologiques d'élimination des composés xénobiotiques d'une manière 

générale. Ces méthodes, même si elles sont sécuritaires et offrent 

d'énormes potentiels d'investigation demeurent toutefois relativement peu 

utilisées et ne représentent que 6% des procédés de détoxification 

(Berkovitz et Farka, 1992). Les microorganismes peuvent jouer un rôle 

important dans la dégradation du phénol contenu dans les sols, les 

sédiments et l'eau. Cependant, seul un petit nombre des bactéries 

présentes dans le sol peuvent dégrader le phénol (Hickman et Novak, 

1989). Le pouvoir dégradant du phénol peut être acquis par suite 

d'expositions répétées au produit toxique (Wiggins et Alexander, 1988; 

Tibbles et Baeker, 1989). Le phénol peut être minéralisé en aérobiose en 

C02 (Dobbin mat., 1987; Aquino m .al., 1988) ou en méthane en 

anaérobiose (Ehrlich mal.. 1982; Fedorak et Hrudey, 1986). Dans la 

biodégradation du phénol, les intermédiaires suivants ont été identifiés: 

benzoate, cathéchol, cis-cis muconate, f3-ketoadipate, succinate et 

acétates (Paris mat., 1982; Knoll et Winter, 1987). Il faut cependant noter 

que la dégradation du phénol par les bactéries peut être affectée par la 

concentration du phénol (Ursin, 1985 ; Hwang m .a.J.. , 1989), la 
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température (Bark et Widdel, 1986; Gurujeyalashimi et Oriel, 1989), la 

lumière du soleil (Hwang et al .. 1986), la profondeur du sol (Dobbins et at., 

1987; Federle, 1988), la présence d'autres nutriments pour la croissance 

(Thornton Manning et .al.. 1987) la présence d'autres polluants 

(Southworth et ,al., 1985; Namkoong et al., 1989 ) et l'abondance des 

bactéries présentes (Tranvik et .at., 1991 ). Une partie du carbone issu de 

la biodégradation du phénol peut être incorporé dans la biomasse 

bactérienne (Chesney et al., 1984). Le phénol peut être dégradé sous sa 

forme libre ainsi qu' après adsorption sur le sol ou les sédiments, bien que 

l'adsorption réduise la dégradation (Knezovitch mal., 1988). L'utilisation 

des champignons est relativement récente mais obéit quasiment aux 

mêmes conditions que la bactérie. Mais, dans le cas des champignons, 

la dégradation se fait surtout en aérobiose. Le champignon le plus utilisé 

jusqu'à date dans les expériences de biodégradation demeure P. 

Chrysosporium. 

2.1.5. Les voies de dégradation du phénol 

Deux grandes voies de dégradation du phénol et des composés 

phénoliques sont connues jusqu'à date. La dégradation se fait toujours 

selon le même processus qui a été décrit depuis plus de trente ans 

(Rogoff, 1961; Tabak .e.t .al., 1964). Ces deux voies majeures sont: 
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- la voie "ortho" ou ll-ceto-adipique : Elle se caractérise par 

l'ouverture du cycle au niveau du lien entre les atomes de carbones 

voisins portant le groupement hydroxyle, ce qui a valu à cette voie 

l'appellation de scission intradiol. 

-la voie "méta": L'ouverture du cycle benzénique dans ce cas se fait 

entre deux atomes de carbone où seulement un des deux atomes est relié 

au groupement hydroxyle, l'autre étant non substitué ou substitué par un 

autre groupement (Chapman, 1972; Bayly et Barbour, 1984). La 

dégradation d'un grand nombre de polluants se fait par la voie méta qui, 

contrairement à la voie "ortho", nécessite une moins grande spécificité 

enzymatique (Bayly et Barbour, 1984). La dégradation par les deux voies 

"ortho" et "méta" entraîne toujours une oxydation du phénol en catéchol. 

Dans le premier cas , il y a ouverture du cycle benzénique en position 

"ortho" sous l'action de la 1 ,2 dioxygénase et formation de l'acide 

muconique, transformé à son tour en acide ~ceto-adipique. Ce dernier 

subit une hydroxylation en acétyle CoA et en acide succinique qui entrent 

dans le cycle de Krebs où ils sont minéralisés en C02 • Dans le second 

cas, l'ouverture du cycle se fait en "méta", il se forme sous l'action de 

catéchol 2,3 dioxygénase, l'acide 2-hydroxymuconique sémialdéhyde qui 

sera hydrolysé en formaldéhyde et en acide 2-cétopent-4 énoique ou 
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subira une déshydrogénation NAD+ -dépendante en acide oxalocrotonique. 

Ce dernier, par décarboxylation dévient l'acide 2-cétopent-4 énoique qui 

est hydrolysé en acide 2-céto-4hydroxyvalérique. Ce dernier composé se 

scind en acétaldéhyde et pyruvate qui entrent dans le cycle de Krebs. La 

plupart de bactéries et champignons utilisent ces deux voies de 

dégradation du phénol et des composés phénoliques. Selon certains 

auteurs, la nature du substrat privilégiera une voie par rapport à une autre 

(Sala-Trepat et al., 1972). 
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La voie uortho" de dégradation du phénol (d'après Clarke et 

Richmond, 1975) 
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La voie "méta" de dégradation du phénol (d'après Clarke et 

Richmond, 1975) 
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2.1.6. Microorganismes impliqués dans la dégradation du phénol 

le tableau ci-dessous n'est pas exhaustif, il est plutôt indicatif de la 

variété des microorganismes impliqués dans la dégradation du phénol. Le 

tableau sur la page suivante n'est pas exhautif mais plutôt indicatif de la 

diversité des microorganismes impliqués dans la dégraradation du phénol. 
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Tableau 2 : Quelques microorganismes impliqués dans la dégradation 

du phénol 

Microorganismes 

Phanerochaete chrysosporium 

Pseudomonas 

Alcaligens 

Rhodotorula glutamis 

Candida tropicalis 

Flavobacterium 

Achromobacter 

Bacil/us 

Nocardia 

Sources 

Kennes, C., et Lema, J. M., 1994 

Ribbons, 1966 

Schwien et Schmidt, 1982; 

Hughes mal.. 1984; Westmeier 

et Rehm, 1985 

Walker, 1973 

Shivaraman m .W.. 1978 

Brebion_d at., 1967, Girard, 1979 

Girard, 1979 

Brebion m al., 1967; Buswell, 

1975 

Nachtigall et Butler, 197 4 



2.2. LES LIGNINASES 

2.2.1. Les lignines 

Les lignines sont des biopolymères complexes phénylpropanoïdes, 

formés dans la paroi cellulaire des plantes par l'association d'alcools p

hydroxycinnamyl. Les lignines représentent 10 à 30% de la biomasse 

fournie par les plantes supérieures et leur rôle est de conférer aux plantes 

leur rigidité structurale, de protéger leur cellulose et hémicellulose des 

attaques microbiennes. Les lignines sont amorphes, stéréo irrégulières, 

insolubles dans l'eau et résistantes à la dégradation par la plupart des 

microorganismes (Adler, 1977; Kirk et Farrel, 1987). La dégradation 

rapide de la lignine semble être limitée aux champignons à moisissure 

blanche tels que les Basidiomycètes qui vivent sur le bois mort et dont la 

croissance dépend des polysaccharides contenus dans ce bois mort. La 

ligninolyse en tant que telle ne supporte pas la croissance, son but est 

plutôt d'ouvrir la structure du bois pour que les agents dégradateurs des 

polysaccharides puissent y avoir accès. 
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2.2.2. Le processus ligninolytique et les ligninases 

La lignine étant un biopolymère de très grande taille, de structure 

irrégulière et très peu hydrosoluble, le processus ligninolytique doit par 

conséquent impliquer des enzymes particulièrement performantes. Ces 

enzymes sont extra cellulaires, non-spécifiques et oxydantes. Certains 

auteurs considèrent la ligninolyse par les champignons comme étant une 

une combustion enzymatique (Adler, 1977). C'est cette très faible 

spécificité des ligninases qui a fait que des auteurs ont suggéré que les 

organopolluants seraient des cibles fortuites du métabolisme ligninolytique 

des champignons (Bumpus et al., 1985; Haemmerli ~al., 1986; Hamme! 

~al., 1986; Sanglard me!.. 1986; Bumpus etAust, 1987b). 

2.2.2.1. Les lignines peroxydases (LiP) 

Une des principales réactions dans la ligninolyse par les 

champignons est une réaction de clivage Ca-Cp oxydante de la chaîne 

latérale propyle de la lignine. Par exemple, les structures arylglyceroi-J3-

aryl éther de la lignine, qui représentent 50 à 60% du polymère, sont 

clivées in vivo pour donner des Ca-aldéhydes benzyliques (Adler, 1977; 

Gold ~ al., 1989). Cette réaction est catalysée dans les modèles 

synthétiques de lignine et dans la lignine naturelle par des peroxydases 
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extra cellulaires et très hautement oxydatives, connues sous le nom de 

lignine peroxydase (Glenn mm., 1983; Tien and kirk, 1983; Gold mal., 

1989; Tien and Kirk, 1983; Kirk and Frrel, 1987; Hammel et Moen, 1991; 

Hammel m .al., 1993). Les LiPs ionisent leur substrat aromatique pour 

générer des radicaux aryle (cations). Ces radicaux subissent une variété 

de réactions non-enzymatiques dont des attaques nucléophiles de l'eau, 

dans le cas des composés aromatiques simples (Kersten ~ ~., 1985) et 

des fissions des liaisons C-C dans le cas des modèles de phényl -

propane qui imitent la structure naturelle de la lignine (Ham mel et ~., 

1986; Kirk~ al., 1986). 

2.2.2.1.1. Mécanisme d'action des LiPs 

Le mécanisme d'action des LiPs est le même que celui de la quasi 

totalité des peroxydases (Tien et Kirk, 1984). L'enzyme est oxydé par le 

transfert de deux électrons à partir de H20 2 pour former le composé 1. Ce 

composé 1 oxyde à son tour une molécule de substrat A par un électron, 

pour former le composé Il et un radical libre. Les radicaux libres subissent 

à leur tour des réactions non enzymatiques pour former les produits 

finaux. 
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Peroxydase ferrique + H20 2 -+ Composé 1 + H20 

Composé 1 + A· (Anion) -+ Composé 1 + A. (Radical) 

Composé Il + A -+ Peroxydase ferrique + A. 

2.2.2.2. Les manganèse peroxydases (MnP) et les laccases 

Les champignons à moisissure blanche produisent aussi d'autres 

oxydants extra cellulaires à un électron sous la forme manganèse 

peroxydases (MnP) et de laccases (Glenn et Gold, 1985). Les laccases 

oxydent directement les substrats tandis que les MnPs oxydent le Mg 2
+ 

en Mg 3
+, en présence de différents chélateurs organiques. Le Mg 3

+ agit 

comme un oxydant diffusible, à une certaine distance du site actif de 

l'enzyme (Glenn et Gold, 1985; Gold m at., 1989). Le faible poids 

moléculaire et la diffusibilité du Mg 3
+ font des MnPs les enzymes idéales 

de la ligninolyse dans le bois. Cependant, le Mg 3
+ chélaté est un oxydant 

faible qui agirait plutôt sur des substrats facilement oxydés tels que le 

phénol. Il a été démontré que les MnPs sont capables de dépolymeriser 

la lignine in vitro, probablement à travers l'attaque des structures 

phénoliques du polymère (Wariishi §ta}., 1991). Les LiPs et les MnPs, à 



cause donc de leur non-spécificité constituent évidemment des enzymes 

impliquées dans la catalyse de l'oxydation des xénobiotiques par les 

champignons à moisissure blanche (Bumpus m Bf.,1985; Gold gt aL 1989; 

Hammel gt al., 1993). 

2.2.2.2. Mécanisme d'action des MnPs 

Leur mécanisme d'action est similaire à celui des LiP, excepté que 

les MnP utilisent le Mn(ll) comme médiateur. Dès que le Mn( li) est oxydé 

par l'enzyme en Mn(lll), ce dernier peut oxyder des molécules de 

substrats organiques. 

Enzymes ferriques + H20 2 --> Composé 1 + H20 2 

Composé 1 + Mn(ll) ----->Composé Il+ Mn (Ill) 

Composé 1 + AH2 ---> Composé Il + AH. 

Composé Il + Mn(ll) ---> Enzyme ferrique + Mn(lll) 

Mn(lll) + AH2 ---> Mn( li) +AH. 
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2.3. Les ligninases de Phanerochaete chrysosporium 

La découverte des ligninases de P. Chrysosporium remonte à 1983 

(Tien et Kirk, 1983; Glenn m .at., 1983). Il faut cependant attendre 1988 

pour voir la caractérisation et la purification du système ligninolytique de 

P. Chrysosporium (Tien et Kirk, 1988); il est composé de 10 isoenzymes 

différentes (H1 à H10 ). Les isoenzymes H1. H2. H6. H7. H8 et H10 ont 

une activité peroxydase sur l'alcool vératrylique, ce qui leur a valu le nom 

de peroxydases alcool vératrylique dépendantes (ligninases de type LiP). 

Les autres isoenzymes sont des peroxydases manganèse dépendantes 

(ligninases de type MnP) (Glenn et Gold, 1985; Paszczynski m.al., 1986). 

Ce sont les isoenzymes du type LiP qui prédominent dans le milieu 

lorsque la concentration de manganèse dans le milieu est faible ou nulle 

tandis que les isoenzymes de type MnP prédominent dans le milieu 

lorsque la concentration du manganèse dans le milieu est normale ou 

élevée (Bonnarme et Jeffries, 1990). Il faut toutefois noter que 

l'isoenzyme H8est celle qui est capable d'oxyder un plus grand nombre de 

substrats par rapport aux autres (Tien et Kirk, 1983; Kirk m .al., 1986; 

Renganathan et Gold, 1986). Ces substrats, une fois oxydés, peuvent 

subir de nouvelles étapes d'oxydation par la même isoenzyme. 
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2.3.1. Conditions de production des ligninases 

2 3.1.1. Dans la nature 

Dans la nature, ainsi que nous l'avons vu plus haut, la lignine 

"masque" les polysaccharides cellulosiques et hémicellulosiques qui 

constituent le substrat nécessaire aux microorganismes pour leur 

croissance et leur développement. La production de ligninases intervient 

donc dans la nature comme un phénomène compensatoire de la limitation 

en carbone. La production de ligninase apparait quasiment donc comme 

un phénomène de survie pour le champignon (Renganathan et Gold, 

1986). 

2.3.1.2. En culture 

Les conditions de production des ligninases ont été étudiées chez 

P. Chrysosporium en cultures agitées et stationnaires (Kirk m al., 1976; 

Lundkist mill., 1977; Kirk mill., 1976; Kirk et Fenn, 1982; Faison et Kirk, 

1985; Schimida m a[., 1981). Différents facteurs influencent cette 

production de ligninases en culture. 
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2.4. Facteurs influençant la production de ligninases et la 

ligninolyse 

2.4.1. La température 

La température optimale de croissance se situerait entre 37°C et 

40°C (Kirk mat., 1976 ). Cependant, une étude relativement récente a 

démontré une très grande activité ligninolytique et un taux très élevé de 

déminéralisation de la lignine synthétique à 30°C (Perez et Jeffries, 1990). 
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2.4.2. Le pH 

Les mêmes études de Perez et Jeffries en 1990,ont également 

établi que le pH optimum de dégradation de la lignine est de 4.0, bien que 

le pH optimal de croissance se situe à 5.0. 

2.4.3. La limitation en nutriments 

Le bois ne contient que de très faibles quantités d'azote, cette 

concentration dépasse rarement 0.3% du poids sec du bois et se situe le 

plus souvent entre 0.03% et 0.1% ( Merrill et Cooling, 1966). Le rapport 

C:N est très élevé et varie entre 350:1 et 1250:1 (Merill et Cooling, 1966). 

Depuis longtemps, on sait que l'activité ligninolytique intervient comme un 

processus de métabolisme secondaire, en réponse à une limitation ou à 



un épuisement de nutriments, tels que la source en carbone (Keyser § 

al., 1978; Leatham et Kirk, 1983; Jeffries mat., 1981; Kirk .et at., 1986) ou 

d'azote et/ou en soufre. C'est surtout la limitation en azote qui permet la 

dégradation intensive de la lignine. Ce qui indiquerait selon Jeffries et ses 

collaborateurs, la présence chez P. Chrysosporium, d'un système de 

régulation qui contrôlerait l'activité ligninolytique (Jeffries et al., 1981). 

Toutefois, il faut noter que ce phénomène de limitation en azote n'est pas 

nécessaire lorsqu'aucune autre source d'énergie n'est présente dans le 

milieu (Yang§ m., 1980; Leisola et al., 1984) car le champignon peut 

recycler et utiliser ses propres réserves d'azote (Merrill et Cowling, 1966). 

2.4.4. L'oxygène 

La production de ligninases par P. Chrysosporium est stimulée par 

la saturation de l'atmosphère en oxygène (Reid, 1989; Lundkist § al.. 

1977). La ligninolyse aussi est stimulée par ce phénomène (Kirk, 1987). 

Mais, de faibles niveaux d'oxygène à l'intérieur des pelotes de 

champignon peuvent empêcher la ligninolyse (Kirk mm., 1978) 

2.4.5. L'agitation 

A l'origine, les études de production de ligninases ont été faites sur 

des cultures peu profondes, en flacons Erlenmeyer de 125 ml en phase 
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stationnaire. Des expériences réalisées en conditions agitées et 

stationnaires ont révélé une certaine différence dans la composition du 

système ligninolytique. Il est ressorti de ces études que, l'activité LiP était 

faible en cultures agitées ( 80- 90 U/L) comparée aux cultures non

agitées ( 400- 500 U/L) et l'isoenzyme de la LiP, H8 , responsable de 

l'oxydation d'un grand nombre de substrats toxiques, était prédominante 

dans les cultures immobiles tandis que l'isoenzyme H2 était prédominante 

dans les cultures agitées( Tudor ~ a!.. 1988). L'agitation semblait donc 

avoir un effet négatif quant à la dégradation de la lignine et la production 

de l'isoenzyme H8• L'explication fournie semble privilégier la thèse des 

faibles niveaux d'oxygène dissous dans les agrégats mycéliaux ou les 

pelotes de grande taille (Kirk ~ al., 1978) ainsi que celle des 

interférences avec les réactions nécessitant la présence d'oxygène (Yang 

~ .al., 1980). Une autre explication, donnée par Fournier et ses 

collaborateurs, serait que l'agitation inhiberait la formation de peroxyde 

d'hydrogène (Fourney m .al., 1982). Cependant, diverses méthodes ont 

été utilisées pour atteindre des niveaux élevés de ligninases en cultures 

agitées, dont l'écrasement du mycélium pour améliorer les quantités 

d'oxygène dissous dans la cellule et l'addition de Tween (Leisola ma!., 

1985); et, dans ces conditions, les niveaux d'activité LiP étaient 

comparables à ceux rapportés en cultures immobiles et peu profondes 
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(Tien and Kirk, 1983). 

2.5. Les ligninases de Pleurotus sajor-caju 

Bourbonnais et Paice, 1978, ont réalisé l'une des études les plus 

complètes sur l'activité ligninolytique de P. sajor·caju sur de la lignine 

marquée au 14C. Cette étude a montré que P. sajor·caju, en plus de son 

activité ligninolytique, croît bien sur les matériels lignocellulosiques 

Zadrazil, 1978). 

2.5.1. L'activité ligninolytique de P. sajor-caju 

Très peu d'informations existent sur les enzymes responsables de 

la ligninolyse chez P. sajor·caju bien que ce microorganisme soit reconnu 

comme capable de dégrader la lignine (Trojanowski et leonoeicz, 1969; 

Hiroi et Eriksson, 1976; Leatham et Kirk, 1983 ). Cette activité se situerait 

à deux niveaux: extra cellulaire et intracellulaire ( Fukuzumi m ,al., 1983). 

Il existe donc, selon ces auteurs, au niveau extra cellulaire, une activité 

laccase à pH 4.5, une activité peroxydase acide à pH 2.9 et une activité 

peroxydase neutre à pH 7.0. Au niveau intracellulaire (paroi cellulaire), 

seules quelques fractions provenant du complexe présentent l'activité 

peroxyde acide. Cependant que l'activité laccase se retrouve aux deux 

niveaux extra et intracellulaire. En 1988, Bourbonnais et Paice ont isolé 
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chez P.sajor-caju deux oxydases de l'alcool veratrylique (OAV), si 

semblables chimiquement et physiologiquement, qu'elles seraient selon 

ces auteurs, des isoenzymes. Le pH optimum d'activité de ces deux 

isoenzymes se situe aux alentours de 5.0. Ces OAV ont été isolées du 

surnageant de culture de P. sajor-caju et ont oxydé l'alcool veratrylique en 

veratraldéhyde en présence d'oxygène. Les OAV de P. sajor-caju 

présentent un schéma d'activité différent de celui de P. chrysosporium. Le 

rôle des oxydases dans la biodégradation des xénobiotiques pourrait être 

de produire H20 2 durant l'oxydation des fragments de lignine. Les OAV de 

P. sajor-caju ont cependant une grande spécificité de substrats bien 

qu'elles soient capables d'oxyder un grand nombre d'alcools aromatiques. 

L'alcool veratrylique qui est synthétisé par les champignons à moisissure 

blanche à partir du glucose, joue un rôle très important dans le transfert 

d'électrons entre la lignine peroxydase LiP et la lignine (Harvey .etat.. 

1986). L'oxydation de l'alcool veratrylique est un phénomène qui se 

produit très rapidement chez P. sajor-caju (Waldner §.il.. 1986). Une 

étude assez récente ayant utilisé la technique de l'oxydation de I'ABTS" 

a montré que P. sajor-caju avait une activité ligninolytique évidente mais 

que cette activité était relativement faible par rapport à P. chrysosporium 

lorsqu'elle était mesurée en terme d'activités LiP et de MnP évaluées par 

la méthode de décoloration de divers colorants (Chahal .e1 .il., 1995). 
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Malgré cette faible activité LiP et MnP, P. sajor-caju a montré dans une 

autre étude une très grande aptitude à dépolymeriser la lignine en 

oligolignols de faible poids moléculaire (Chahal et Hachey, 1990). 

2.6. Les ligninases et leur rôle dans la biodégradation des 

composés toxiques 

La dégradation des composés aromatiques par les champignons à 

moisissure blanche a été observée depuis plus de trente ans (lyr, 1963). 

Mais, ce n'est que relativement récemment que la relation entre cette 

habileté à dégrader les toxiques et le métabolisme ligninolytique a été 

établie, lorsque de nombreux chercheurs ont démontré que le 

Basidiomycète P. Chrysosporium dégradait le DDT, les benzo[a]pyrènes, 

de nombreux insecticides alkylhalogénés, les biphényls polychlorés etc ... , 

sous des conditions de cultures favorisant l'expression du métabolisme 

ligninolytique ( A~ ma nd et Sandermann, 1985; Bumpus et m., 1985; 

Eaton, 1985; Huynh mal.. 1985; Bumpus etAust, 1987a; Kennedy ~.al., 

1990). Dans certains cas, une très importante minéralisation du polluant 

a été observée. Il a été aussi établi que cette capacité de dégradation des 

organopolluants par P. Chrysosporium était très étroitement liée à 

l'activité ligninolytique en culture, ces deux processus dépendant du 

métabolisme secondaire qui est lui même induit par l'épuisement des 
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nutriments dans le milieu de culture et à l'arrêt de la croissance cellulaire. 

Il existe cependant des exceptions, certes encore inexpliquées, à cette 

observation, ainsi que de nombreuses situations dans lesquelles le 

métabolisme secondaire est nécessaire mais où aucune enzyme 

ligninolytique n'est impliquée (Gibson and Subramanian, 1984;Bumpus 

and Aust, 1987b; Kennedy mw., 1990 ). En général, les Eucaryotes ne 

dégradent pas certains organopolluants comme les HAPs mais plutôt les 

métabolisent en utilisant des système bien décrits de monooxygènases 

qui les transforment en métabolites hydroxyles pouvant être directement 

excrétés ou en conjugués avec plus de molécules polaires (Gibson and 

Subramanian, 1984). L'hydroxylation et l'excrétion sont les deux 

mécanismes standards de détoxification des xénobiotiques par les 

Eucaryotes et la plupart des champignons utilisent le même mécanisme. 

C'est Haemmerli et collaborateurs qui, en 1986, ont montré l'implication 

du système liginolytique des champignons à moisissure blanche dans la 

dégradation des hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAPs), en 

utilisant la LiP purifiée. Le benzo[a]pyrène s'est ainsi avéré un substrat 

des LiPs et donc considérées comme participant à la dégradation de cet 

organopolluant. En 1963, il a été démontré en Allemagne, que Trametes 

versicolor, un champignon à moisissure blanche, était capable de 

déchlorer des phénols polychlorés en produits non spécifiés (Lyr, 1963). 
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D'autres travaux (Huynh mal., 1985) ont confirmé que les champignons 

à moisissure blanche dégradaient une très grande variété de phénols 

chlorés dont certains sont formés lors du blanchiment de la pulpe du bois 

par le chlore. P. chrysosporium par exemple, dégrade de nombreux 

toxiques provenant des effluents de traitement des usines de blanchiment 

de la pulpe de bois tels que le 2, 4, 6 trichlorophénol, différents guaiacols 

polychlorés et de nombreux vanillines polychlorés. D'autres études ont 

confirmé que cette aptitude à dégrader les xénobiotiques des 

champignons à moisissure blanche provient de leur système 

ligninolytique. Le temps nécessaire à l'initiation de la dégradation, le 

temps nécessaire à la dégradation complète et la diminution du taux de 

minéralisation de ces toxiques étaient identiques à ceux de la lignine 

marquée au 14C dans les milieux de culture à nutriments et azote limitant. 

Une autre preuve de l'implication des ligninases dans la biodégradation 

des organopolluants a été donnée par l'utilisation de la LiP purifiée pour 

dégrader un grand nombre de polluants in vitro (Haemmerli mal., 1986; 

Hamme! et Tardone, 1988; Mileski .et .al., 1988; Valli et Gold, 1991). 
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3.1. MATÉRIELS 

3.1.1. Microorganismes 

Notre étude a porté sur deux microorganismes reconnus pour leur 

aptitude à produire des enzymes appelées ligninases. Ce sont des 

champignons appartenant à la classe des Basidiomycètes. Il s'agissait en 

l'occurrence de P. chrysosporium ATCC 24725 et de Pleurotus sajor-caju 

NRRL 18757. Les cultures de ces deux microorganismes ont été 

maintenues sur un milieu solide à base d'agarose (2 %) et de paille de 

blé délignifiée (2 %), contenu dans des vases de Pétri. Les cultures ont 

été repiquées mensuellement pour en conserver la fraTcheur. Les 

températures d'incubation pour la croissance des cultures étaient 

respectivement de 30° C pour P. sajor-caju et 35° C pour Phanerochaete 

chrysosporium. La température d'entreposage des deux champignons 

était de 4°C. 

3.1.2. Milieux de culture 

3.1.2.1. Milieu liquide 

Le milieu liquide utilisé pour les deux microorganismes était celui de 

Mandels et Webber (Mandels et Weber, 1969.) dont la composition est la 
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suivante pour 1 L d'eau distillée: 

Glucose --------- -----------10 g 

KH2P04 --- -------- . 2.0 g 

(NH4h 804 ---------- ·-------1.4 g 

Urée ---------- 0.30g 

Mg 804 . 7 H20 ------------------------------------0.309 

(;a(;l2 ------------------------- ----------------------------0.309 

FeS04• 7 H20 -------------------------------------5.0mg 

ZnS04 . 7 H20 ----------------------·---
, _____ _ 

_ --1.40mg 

(;oCI2. 6 H20 - ------ ·----------3.67mg 

Extrait de lévure --- ·----------------0.50 g 

Le pH du milieu est ajusté en fonction du microorganisme. 



3.1.2.2. Milieu solide 

Le milieu solide utilisé avait la même composition que le milieu 

liquide à la différence qu'il a été solidifié par l'ajout d'agarose à 2 %. 

3.1.3. Substrat à dégrader et autres produits chimiques 

Le phénol était le substrat à dégrader, il provenait de Fisher 

Scientifique, New Jersey (USA) et avait une pureté de 99 %. Tous les 

autres produits chimiques utilisés étaient de qualité réactif. 

3.1.4. Matériels d'incubation 

Les cultures ont été incubées dans des flacons Erlenmeyer de 250 

ml de volume. L'incubateur utilisé est l'incubateur agitateur fourni par New 

Brunswick Co. Sa vitesse de rotation se situe entre 0 et 500 tours par 

minute (tpm) et sa marge de température est de 0 à 1 ooo C. 

3.1.5. Dessiccateur sous vide 

C'est un dessiccateur résistant aux produits chimiques, il se 

compose de deux parties: une partie supérieure transparente, en 

polycarbonate et une partie inférieure en polypropylène contenant du 

diérite (8 mailles) pour adsorber l'humidité ambiante. 
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3.1.6. Broyeur Sonic dismembrator 

Ce broyeur sert à l'écrasement du mycélium grâce aux ultrasons, il 

provient de la compagnie Quigley-Rochester, lnc. 

3.1.7. Appareils 

Chromatographe liquide à haute performance (CLHP) 

De marque Waters (Mississauga, Ontario) 

Chromatographe en phase gazeuse couplé à un 

spectrophotomètre de masse (GC-MS), de marque Varian, 

modèle 3500 

Four à 80° C pour la détermination du poids sec de la biomasse 

- Balance analytique pour les différentes pesées 

- Hotte laminaire avec lampe à U.V. pour les manipulations sous 

conditions stériles. 
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3.2.. MÉTHODES 

3.2.1. Identification et vérification de la pureté des cultures 

Les cultures sont identifiées au microscope avant chaque 

manipulation pour s'assurer que les expériences se font avec la bonne 

souche. La pureté des souches a été vérifiée aussi par repiquage sur 

milieu Potato Dextrose Agar (PDA}. 

3.2.2. Stérilisation des milieux de culture 

Les milieux de culture ( solide et liquide } ont été stérilisés à 

l'autoclave à 121°C pendant 30 minutes. Les milieux liquides sont répartis 

par portions de 100 ml dans des Erlenmeyer de 250 ml de capacité. 

3.2.3. Ajout du phénol aux milieux de culture 

39 

Une solution stock de phénol a été préparée et stérilisée par filtration à 

travers un filtre Millipore de 0.22 IJm de diamètre. Dans le cas de milieux 

solides, le phénol est ajouté aseptiquement au milieu stérilisé encore liquide 

pour obtenir la concentration voulue puis coulé dans les Pétri. En ce qui 

concerne le milieu liquide, après stérilisation, le phénol est ajouté 

aseptiquement aux flacons contenant le milieu de culture pour obtenir la 

concentration voulue. Il y a eu cependant des conditions dans lesquelles le 
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phénol a été ajouté au milieu liquide après un certain nombre de jours 

d'incubation du mycélium, ces conditions seront spécifiées en temps opportun, 

plus loin. 

3.2.4. Préparation du préinoculum 

A partir des Pétri sur lesquels il y a eu croissance du mycélium avec ou 

sans production de spores, nous avons découpé 5 pièces de gélose d'à peu 

près 0.5 cm de diamètre chacune, à l'extrémité de la zone de croissance du 

mycélium (à ce niveau, la culture est plus fraîche) tout en faisant attention 

d'éviter le rebord du Pétri où les risques de contamination sont plus élevés. 

Au préalable, nous avons fait stériliser le milieu de Mandels contenu dans les 

Erlenmeyer de 250 ml de capacité mais ne contenant que 1 00 ml de milieu de 

culture. Le pH est ajusté en fonction du microorganisme. Les 5 pièces de 

gélose avec mycélium et/ou spores sont introduites dans les milieux de culture 

et incubées pendant 3 à 4 jours. 

3.2.5. Préparation de l'inoculum 

Après 1 à 2 jours d'incubation, le préinoculum qui se présente sous la 

forme de pelotes blanchâtres, subit un broyage dans un broyeur à très haute 

vitesse pendant 30 secondes. A l'aide de pipettes stériles de 10 ml, de 

nouveaux flacons contenant chacun 100 ml de milieu liquide de Mandels 
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stérile sont ensemencés (10% v/v). Les cultures ont ensuite été incubées 

pendant 48 heures. On obtenait ainsi l'inoculum prêt à ensemencer les milieux 

de culture. 

3.2.6. Ensemencement des milieux de culture 

Le pourcentage d'inoculation des milieux liquides était de 10% , v/v. 

Après ensemencement, une certaine portion de l'inoculum est destinée à 

vérifier s'il n'y a pas eu de contamination. Pour ce faire, nous ensemencions 

le milieu PDA. Une partie de l'inoculum était aussi destinée à déterminer le 

poids sec de la biomasse de l'inoculum. 

3.2.7. Mesure de l'extension mycéliale 

L'objectif de cette mesure était de déterminer le seuil de tolérance des 

deux microorganismes au phénol sur milieu solide. Elle a consisté au 

découpage de pièces de 0.5 cm à partir de la gélose sur laquelle il y a eu 

croissance du mycélium. Cette pièce était déposée au centre du Pétri avec 

différentes concentrations de phénol. Chaque concentration était en triplicata 

avec témoin abiotique et témoin sans phénol. Nous avons ensuite fait une 

mesure quotidienne de l'extension mycéliale à l'aide d'une règle graduée dans 

les deux directions perpendiculaires. L'extension mycéliale quotidienne 

moyenne était donc la moyenne de l'extension dans ces deux directions. Après 
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7 jours d'incubation, si l'extension mycéliale était comprise entre 0.5 et 2.5 cm, 

nous concluions que le microorganisme ne tolérait pas la concentration de 

phénol correspondante. Par contre, si pour la même période, elle était entre 

2.5 cm et 5 cm, la tolérance était considérée comme moyenne et finalement 

lorsqu'elle était ~5cm, elle était considérée comme bonne. 

3.2.8. Mesure du poids sec de la biomasse 

L'objectif de cette mesure était de déterminer d'une part le seuil de 

tolérance au phénol en milieu liquide des microorganismes étudiés et d'autre 

part d'établir une certaine corrélation entre leur aptitude et leur performance 

de dégradation du phénol et leur croissance. Dans le cas présent, le seuil de 

tolérance à une concentration donnée est définie comme étant la concentration 

à laquelle le poids sec de la biomasse est soit inférieure à 2.5 g/L après une 

semaine d'incubation soit constant à± 5% pendant 3 jours consécutifs. Dans 

un premier temps, il a fallu déterminer le poids sec du papier filtre Wattman # 

4 en l'introduisant dans un four à 80 oc pendant 4 à 8 heures. Le papier filtre 

est placé dans le dessiccateur sous vide pendant 10 minutes, pour éviter qu'il 

n'adsorbe l'humidité ambiante. Le papier filtre est ensuite pesé trois fois 

jusqu'à ce que la mesure soit constante à ± 5%, ce qui nous a donné le poids 

du papier filtre. L'échantillon (mycélium contenu dans 100 ml de milieu de 
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culture) a ensuite été filtré, placé dans le four à 80 oC pendant 24 heures pour 

la dessiccation et finalement pesé. Le poids ainsi obtenu ôté de celui du 

papier filtre donne le poids sec de la biomasse. 

3.2.9. Dosage quantitatif du phénol 

3.2.9.1. Chromatographie liquide à haute performance (CLHP) 

Notre étude a utilisé un appareil de marque Waters (Mississauga, 

Ontario), muni de deux pompes modèle 510, d'un spectrophotomètre (lambda

max.) Modèle 481 et d'un injecteur automatique Millipore modèle 717 plus. Le 

système était sous contrôle d'un ordinateur NEC Power Mate 2, modèle APC 

IV, muni du logiciel chromatography Workstation, version 3.30. Une colonne 

Nova-pak C-18, 60 A, 4 fJm, 3.9 mm X 1.5 mm a été utilisée. Le système 

utilisait le principe du gradient linéaire. Il y avait donc deux phases mobiles 

préparées et dégazées sous vide pendant 10 minutes. La phase A était 

composée d'eau et d'acide acétique dans les proportions suivantes : 100 : 0.1 

la phase B était composée d'acétonitrile et d'acide acétique dans les 

proportions de 1 00 : 0.1. Au temps 0, la colonne contient 70% de la phase A 

et 30% de la phase B, le débit était de 2.0 ml/min pour toute la durée du 

programme qui était de 7 min. Au total de ta à t = 4 min, la phase A est 

ramenée à 45% et la phase B à 55%, ce qui permet de diminuer 
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l'hydrophobicité du phénol et donc de favoriser son élution. Ce rapport entre 

les deux phases est maintenu jusqu'à t = 7 min. À la fin de ces 7 min, le 

programme rééquilibre la colonne dans les conditions initiales. La 

concentration du phénol a été évaluée par son absorbance à 220 nm 

(détecteur U.V. modèle 401). Une courbe d'étalonnage a été établie pour le 

phénol. 

3.2.9.1.1. Préparation des échantillons 

Les échantillons ont été préparés de telle sorte qu'ils restent dans les 

valeurs de la courbe d'étalonnage établie. La dilution de l'échantillon s'est faite 

avec une solution ayant la même composition que la phase A. Nous avons pris 

50 1-11 d'échantillon pour 950 !JI de phase A ( 1 : 19 ), ce qui équivalait à une 

dilution de 1/20. L'extraction du phénol s'est effectuée de la façon suivante: à 

1 ml d'échantillon, on a ajouté 0.5 ml d'acétonitrile 100% contenant 0.33 % 

d'acide acétique glacial. Le mélange est ensuite agité au vortex puis centrifugé 

10 min à 13.000 tpm. Nous avons prélevé 1.2 ml de cette préparation pour le 

dosage du phénol par injection au CLHP. 
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3.2.10. Identification des produits de la dégradation du phénol 

3.2.1 0.1. Chromatographie en phase gazeuse et spectrophotométrie de 

masse (CG-MS) 

Nous nous sommes intéressé à rechercher le ou les produits de la 

dégradation du phénol par P. sajor-caju. Pour cela, nous avons utilisé la 

chromatographie en phase gazeuse (CG) qui nous a révélé la présence d'un 

composé métatoluique que nous avons ensuite identifié par 

spectrophotomètrie de masse (SM) comme étant le pyrocatéchol. Le 

chromatographe était de marque Varian, modèle 3500 avec une colonne 

capillaire de type DBS (5% phényl, 95% méthyl de silicone). La longueur de la 

colonne est de 30 rn et son diamètre interne de 0.2 mm. Le gaz vecteur était 

l'hélium et avait un débit de 24 ml/min à 70 oc au début. Le détecteur utilisé 

était à ionisation de flamme (FID). 

3.2.1 0.1.1. Extraction du phénol 

Dans un tube à essai, nous avons introduit 1 ml d'échantillon, 1 ml d'éthyl 

éther (éthoxyétthane), 100 J.'l de standard interne (mélange de propyl et de 

méthyl parabène) et 2 gouttes de HCI concentré. Ce mélange est agité au 

Vortex puis centrifugé à 10.000 tpm pendant 1 minute. Le mélange se divise 

en deux phases bien distinctes. la phase inférieure dite aqueuse et la phase 
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supérieure dite organique qui renferme l'éther et le phénol. Un certain volume 

de ce surnageant est préfèvé et passé successivement dans deux fioles 

coniques de 2 mf renfermant du Na2S04 anhydre. Cette opération permet au 

Na2S04 d'éliminer par adsorption toute trace d'eau qui se serait retrouvée 

malencontreusement dans la phase organique. Le contenu de la fiole nous 

servait de solution stock que nous conservions pour d'éventuelles vérifications 

ou reprises d'analyses. 

3.2.10.1.2. Silylation du phénol 

Elle a été faite en prélèvant 120 J.LI de la solution stock à laquelle fut 

ajouté 30J.tl de bis-(trimethylsilyl}-trifluoroacétamide (BSTFA 5%, Pierce, 

Rockford, É.U) et finalement, cette préparation a été placée au four 70°C 

pendant 30 min., pour que la réaction d'acétylation ait lieu. Après la silylation, 

nous avons injecté 1J.tl dans le chromatographe. Ce dernier était relié à un 

spectrophotomètre de masse de type ionique (Finigan Mat, modèle 700). Notre 

intermédiaire de dégradation a été identifié en comparant son spectre de 

masse à celui du composé suspecté. 

3.2.11. Détermination de l'adsorption mycéliale 

Le but de cette opération était de déterminer la proportion de phénol 

adsorbée sur le mycélium afin de corriger nos résultats. Nous avons pour cela 
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cultivé trois séries de cinq échantillons de chaque microorganisme pendant 3, 

4, 5, 6, et 7 jours. Les échantillons en triplicata ont ensuite été filtrés sur du 

papier Wattman # 4, lavés deux fois à l'eau déionisée et resuspendues dans 

1 00 ml de milieu de Mandel. Les échantillons des séries avaient la composition 

suivante pour 100 ml de milieu Mandel : 

- série 1 : microorganisme + 200 ppm de phénol + 40 ppm HgCb ( cette 

série subit un écrasement aux ultrsons) 

-série 2: microorganisme+ 200 ppm de phénol+ 40 ppm HgCb (cette série 

ne subit pas d'écrasement aux ultrasons) 

- série 3 : témoin abiotique : 200 ppm de phénol+ 40 ppm HgCb 

Les échantillons de la première série sont écrasés aux ultrasons après 4 

heures de temps d'incubation et soumis au dosage du phénol par HPLC, ceux 

de la deuxième série sont soumis au même dosage sans subir d'écrasement 

aux ultrasons. La quantité de phénol dans la série 1 étant x2 , celle de la série 

2, X1 et celle de la série 3, Q, on estime que le pourcentage de phénol adsorbé 

est: 

P(%) = (x2 - x1) x 100 1 Q. x2 (g/L) , X1 (g/L) , Q (g/L) 
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3.2.11.1. Écrasement du mycélium aux ultrasons 

L'échantillon est placé dans un flacon enfoncé dans de la glace pour 

éviter que le surchauffement induit par la sonde ne brise le flacon. La sonde 

est introduite dans le flacon et soumise à une puissance de 90 Watts pendant 

1 heure. A chaque 10 minutes, l'échantillon est observé au microscope pour 

vérifier l'état d'écrasement du mycélium. L'écrasement est considérée 

complète lorsque le microscope revèle un milieu parfaitement homogène, 

exempt de tout trace de mycélium. 

3.2.13. Adaptation des microorganismes au phénol 

Elle a été faite sur milieu solide selon la méthode décrite par Cserjesi et 

Roff, 1967). Le milieu solide était celui de Mandel à 2% de gélose. La culture 

a débuté avec 50 ppm de phénol et a été repiquée chaque semaine sur un 

milieu frais en augmentant de 50% la concentration du phénol par rapport à 

celle de la semaine précédante. La mesure de l'extension mycéliale 

quotidienne moyenne était le critère sur lequel nous nous basions pour 

déterminer la concentration maximale à laquelle le microorganisme pouvait 

s'adapter. 
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3.2.12. Évaluation de la dégradation du phénol in vitro 

Nous avons voulu par cette évaluation, connaître le comportement du 

système enzymatique en l'absence du microorganisme. A cet effet, nous 

avons fait croître les microorganismes et recueilli le milieu de culture après 

quelques jours d'incubation d'autant plus que nous ne savions pas exactement 

à quel moment la production enzymatique était maximale. Des cultures âgées 

de 2, 3, 4, 5, 6, 7, 14 et 21 jours ont été utlisées en triplicata, avec des témoins 

abiotiques et des témoins sans phénol. Les cultures ont été filtrées stérilement 

et le filtrat additionné de 200 ppm de phénol avant l'analyse quotidienne par 

CLHP de la dégradation. 
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4. RÉSULTATS 

4.1. Tolérance des microorganismes au phénol 

4.1.1. Évaluation du seuil de tolérance au phénol 

Nous avons évalué le seuil de tolérance au phénol sur milieux solide 

et liquide des deux champignons de notre étude : P. chrysosporium et P. 

sajor-caju afin de pouvoir déterminer la concentration maximale de phénol 

que nous devrions utiliser dans nos expériences. Les deux 

microorganismes ont supporté des concentrations importantes de phénol 

sans que celles-ci n'affectent leur croissance mesurée par leur extension 

mycéliale sur milieu solide (Fig. 1 et 2} et le poids sec de leur biomasse sur 

milieu liquide (Fig. 3 et 4). Il est apparu que la croissance de P. sajor-caju 

sur milieu solide, fait confirmé également sur milieu liquide, est stimulée 

par le phénol jusqu'à 100 ppm (Fig. 1 et 3). L'extension mycéliale de P. 

chrysosporium (Fig. 2 ) a été légèrement affectée au-delà de 200 ppm de 

phénol. Cependant, les deux champignons ont été capables de tolérer 

jusqu'à 800 ppm mais la concentration maximale à laquelle la croissance 

était meilleure fut 200 ppm. C'est pour cette raison que la suite des 

expériences a été faite avec cette concentration. 
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4.2. Dégradation du phénol 

4.2.1. Effet du pH sur la dégradation du phénol 

Le but de cette expérience était de savoir le pH optimum de la 

dégradation du phénol par les deux champignons. P. sajor-caju a présenté 

un pH optimum de dégradation à 5.5 (Fig. 5) tandis que le pH optimum de 

dégradation du phénol pour P. chrysosporium était 6.0 (Fig. 6). 
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4.2.2. Effet de l'âge de la culture sur la dégradation du phénol 

D'une façon générale, pour P. chrysosporium plus la culture était âgée, 

mieux était la dégradation même si la différence entre les quantités de 

phénol dégradée n'était pas très grande pour pouvoir tirer une conclusion 

tranchée. En ce qui concerne P. sajor-caju, il a été capable de dégrader 

plus de phénol lorsque ce dernier a été ajouté au milieu au moment même 

de J'inoculation, c'est à dire au jour 0 (Fig. 8). 
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4.2.3. Effet de la concentration en azote sur la dégradation du 

phénol 

70 

Dans notre étude, il s'est avéré que ni le temps nécessaire pour la 

dégradation totale du phénol, ni la quantité de phénol dégradé par P. 

sajor-caju n'ont été vraiment affectés par la concentration en azote dans 

le milieu (Fig. 9). Nous avons observé dans ces conditions une 

dégradation complète 100% du phénol en 7 à 9 jours. Tandis que dans 

les mêmes conditions, il a fallu près de 11 jours à P. chrysosporium pour 

dégrader 70% du phénol (Fig. 1 0). Cependant, lorsque la concentration en 

azote en azote a été 10 fois supérieure à la normale, la dégradation par 

les deux champignons a été très affectée ( moins de 1 0% de phénol 

dégradé). De plus, lorsque la concentration en azote était trop faible 

(N/1 0), il y a eu très peu de croissance et, en conséquence, il y avait un 

retard dans la dégradation chez P. sajor-caju et une diminution de la 

quantité de phénol dégradée chez P. chrysosporium. 
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4.2.4. Effet de la concentration en glucose sur la dégradation du 

phénol 

75 

La quantité de phénol dégradée par P. chrysosporium était plus 

importante avec avec 0.5% de glucose (Fig. 12) qu'avec 1% mais la 

dégradation était réprimée à partir de 2% de glucose. D'autre part, avec 

P. sajor-caju (Fig. 11), la dégradation était la même que ce soit avec 0.5 

%, 1 % ou 2 % de glucose. 
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4.2.5. Effet de l'adaptation au phénol sur sa dégradation 

Malgré l'adaptation des deux champignons à de très fortes 

concentrations de phénol, P. chrysosporium (Fig. 14) n'a pu mieux 

dégrader le phénol par rapport à P. sajor-caju (Fig. 13) dont le potentiel de 

dégradation a été amélioré par l'adaptation au produit toxique. 
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4.2.6. Effet de la nature du substrat sur la dégradation du phénol 

Dans cette expérience, nous avons voulu savoir si la dégradation du 

phénol était aussi bonne ou meilleure sur du glucose que sur d'autres 

substrats moins dispendieux. Nous avons donc testé différentes sources 

de carbone: le glucose, la cellulose, la paille de blé délignifiée et le 

sucrose. Toutes ces sources de carbone ont permis une bonne croissance 

(Tableau 3) excepté le sucrose. 



Tableau 3. Effet de la nature du substrat sur la dégradation du phénol par P. sajor-caju et P. chrysosporium 

Source de Concentration Biomasse 

Espèces carbone du Phenol 
(10gll) (ppm) (gll) 

Initiale Finale Initiale Finale 

Glucose 201.33 16.25 0.50 5.14 

Cellulose 200.22 11.25 0.53 5.64 

P/eurotus sajor-caju 
Paille de blé 200.88 0.00 0.51 5.81 
délignifiée 

Sucrose 202.25 81.34 0.55 3.85 

Glucose 199.45 44.25 0.54 5.54 

Cellulose 203.24 38.54 0.52 5.85 

Phanerochaete Paille de blé 200.58 24.00 0.55 5.88 
chrysosporium de lignifiée 

Sucrose 204.55 125.25 0.50 4.58 
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4.2.7. Effet de la température sur la dégradation du phénol 

L'objectif de cette partie de notre travail était de trouver la température 

optimale de dégradation du phénol. Dans le cas de P. sajor-caju la 

meilleure température de dégradation se situait à 30 oc (Fig. 15) tandis 

que celle de P. chrysosporium était de 35 oc (Fig. 16). 

4.2.8. Effet de l'agitation sur la dégradation du phénol 

Nous avons voulu par cette expérience, évaluer le potentiel de 

dégradation du phénol en fonction de la vitesse d'agitation. Nous avons 

pour ce faire évalué: l'agitation 0 (autrement dit en culture immobile), à 

150 tpm (tours par minutes), 200 tpm et 360 tpm. Les deux champignons 

se sont avérés incapables de dégrader le phénol en culture immobile (0 

tpm) et en culture très fortement agitée (360 tpm). La meilleure vitesse 

d'agitation pour une dégradation optimale du phénol a été 200 tpm pour 

les deux microorganismes (Fig. 17 et 18). 
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4.2.9. Étude de la dégradation in vitro 

Le but de cette expérience était de savoir si les champignons étudiés 

étaient capables ou non de dégrader le phénol en dehors des cellules. 

Nous avons pour cela utilisé des filtrats de culture à différents âges [ 0, 3, 

7, 14, 21 et 28 jour(s) ]. Les résultats obtenus ont permis de constater que 

Je filtrat de culture de P. chrysosporium était capable de dégrader le 

phénol tandis que la dégradation par P. sajor-caju était très mauvaise avec 

Je filtrat de culture. 

4.3. Etude des intermédiaires de la dégradation du phénol par P. 

sajor-caju. 

4.3.1. Chromatographie en phase gazeuse 

La chromatographie en phase gazeuse a revélé la présence au 3eme 

jour de la culture de P. sajor-caju, d'un composé métatoluïque et qui est 

absent du témoin abiotique. La concentration du composé métatoluique 

augmente et atteint une valeur maximale au 5eme jour pendant que la 

concentration du phénol diminue. Après le seme jour, le composé 

métatoluïque disparait totalement du milieu de culture et la concentration 

du phénol continue à diminuer. Le composé métatoluïque était le seul 

composé organique sur notre chromatogramme en plus du phénol et des 
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standards internes. Nous avons donc pensé que ce composé métatoluique 

était un intermédiaire de dégradation du phénol par P. sajor-caju d'autant 

que ce composé a les caractéristiques suivantes: 

-il n'apparaît que dans les cultures biotiques et après seulement trois jours 

d'incubation, il n'est pas présent dans les témoins abiotiques, donc sa 

présence est a priori liée à la présence de P. sajor-caju, 

-il ne s'accumule pas dans le milieu de culture et disparaît complètement 

au fil du temps. 

4.3.2. Spectrométrie de masse (SM) 

Ces observations nous ont fait faire appel à la spectrophotométrie de 

masse qui a identifié ce composé comme étant le pyrocathéchol 

(fragmentogramme 1) après comparaison avec le fragmentogramme de 

ce dernier composé (fragmentogramme 2). 
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Fragmentogramme 1: Fragmentogramme de l'intermédiaire de 
dégradation (le pyrocathéchol) avant et après 
BSTFA. 
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Évaluation du seuil de tolérance au phénol 

La tolérance à de très fortes concentrations de phénol est certainement 

un avantage réel lorsque l'on veut bioremédier des sites fortement 

contaminés ( Bumpus et Aust, 1978a; Leisola et Fiechter, 1985). Une 

étude précédemment réalisée dans notre laboratoire et qui utilisait la 

décoloration de colorants comme indication de l'activité ligninolytique 

(Chahal m .al., 1995), a revélé que P. sajor·caju avait une faible activité 

lignine·peroxydase et manganèse·peroxydase mais par contre une forte 

activité laccase (ou phénol oxydase) par rapport à P. chrysosporium. 

Cette forte activité laccase pourrait être une explication possible à la 

tolérance à de fortes concentrations de phénol et même à la stimulation de 

la croissance à 100 ppm de phénol. par P. sajor-caju. 

Effet du pH sur la dégradation du phénol 

Le pH optima de 5.5, cette valeur est assez proche de la valeur 

optimale de dégradation de la lignine par ce champignon (pH 5.0) obtenue 

lors de l'étude de Waldner sur la dégradation de la lignine par P. sajor-caju 

(Waldner .et .al., 1986) tandis que Bourbonnais et Paice, 1988, eux, ont 

trouvé chez le même champignon une activité veratryl oxydase (preuve de 

l'activité lignine peroxydase) ainsi qu'une activité d'oxydation de I'ABTS 



104 

(preuve de l'activité laccase), à pH 5.0. Tandis que P. chrysosporium 

présentait une activité optimale de dégradation à pH 6.0 (Fig. 6). 

Effet de l'âge de la culture sur la dégradation du phénol 

De nombreuses études précédentes ont rapporté que le moment de la 

production, la concentration et le type de peroxydases de P.chrysosporium 

étaient fonction de l'âge de la culture (Bumpus et Aust, 1987b; Farrel et al., 

1989). C'est pour cela et étant donné le rôle présumé des ligninases dans 

la biodégradation des organopolluants (Arjmand and Sanderman, 1985; 

Bumpus m al., 1990; Huynh et .a!.., 1985; Bumpus et Aust, 1987 a; Kennedy 

~ §l .• 1985), que nous avons voulu savoir l'effet de l'âge de la culture sur 

le potentiel de dégradation du phénol. La dégradation du phénol par P. 

chrysosporium était presque identique pour les cultures âgée de 0, 7, et 

14 jours (Fig. 7). Il faut toutefois noter que les deux champignons ont été 

incapables de dégrader le phénol lorsque les cultures étaient âgées de 21 

jours, probablement à cause du fait qu'elles étaient devenues trop vieilles 

pour produire les enzymes nécessaires et/ou ne pouvaient plus croître à 

cause l'épuisement des nutriments dans le milieu de culture. Ces résultats 

indiquent qu'il est peut être nécessaire de faire croître P. chrysosporium 

pendant une à deux semaines dans le but d'optimiser son pouvoir de 

dégradation du phénol, tandis que P. sajor-caju a été capable de dégrader 
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le phénol à un stade très précoce de sa croissance Oour 0). Nos résultats 

obténus avec P. chrysosporium épousent parfaitement ceux rapportés par 

d'autres auteurs dont Leisola m ~ .. (1987) et Mileski et collaborateurs 

(1988) qui ont observé avec le PCP que plus la culture était vieille, 

meilleure était la dégradation de ce produit toxique. Le comportement de 

P. sajor-caju qui lui, semble contraire à celui de P. chrysosporium nous a 

fait émettre l'hypothèse de l'existence probable chez ce microorganisme, 

d'enzymes autres que celles habituellement reconnues comme 

responsables de la ligninolyse. Une autre hypothèse serait que si les 

enzymes impliquées dans la ligninolyse par P. sajor-caju sont celles en 

cause à ce stade précoce de la croissance, celles-ci seraient donc 

produites par le champignon avant les trois jours habituellement 

nécessaires pour la production des enzymes ligninolytiques selon Eaton 

(Eaton, 1985). Nous pensons cependant qu'il serait tout à fait hasardeux 

de tirer des conclusions tranchées sur l'effet de l'âge de la culture sur la 

dégradation du phénol d'autant que le milieu de culture n'est pas 

renouvelé et que donc la diminution du pouvoir de dégradation de P. sajor

caju avec l'augmentation de l'âge de la culture pourrait être due à 

l'affaiblissement de la culture consécutive à un manque de source de 

carbone et autres nutriments. Ce paramètre donc, pour qu'il soit étudié 

avec exactitude, devra se faire en fed-batch. 
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Effet de la concentration en azote sur la dégradation du phénol 

Des travaux antérieurs ont montré que le système ligninolytique de P. 

chrysosporium pouvait être synthétisé en absence et en réponse à une 

carence en azote dans le milieu de culture (Keyser §al., 1978) et qu'un 

substrat de croissance supplémentaire était indispensable (Kirk et al., 

1976; Kirk mal., 1978; Martin et Haider, 1979). Selon certains auteurs, la 

croissance primaire cède la place au métabolisme secondaire lorsque 

l'azote dans le milieu est épuisé et l'activité ligninolytique apparaît 

subséquemment après une période de latence (Keyser et al., 1978). La 

synthèse du système ligninolytique doit par conséquence être considérée 

comme un métabolisme secondaire induite par la carence en azote (Fenn 

et Kirk, 1979). Selon d'autres, le métabolisme secondaire des 

champignons serait probablement induit plus par une limitation en source 

de carbone et phosphore qu'en source d'azote (Demain§ al., 1979). Une 

troisième tendance affirme que le métabolisme secondaire est induit par 

une limitation en source de carbone et d'azote. Il apparait dans nos 

résultats, quelle que soit la tendance, que la concentration en azote est 

non seulement importante pour le déclenchement du processus 

ligninolytique ainsi que l'ont démontré de nombreux auteurs mais aussi 

dans la dégradation du phénol. Il apparait également qu'il est nécessaire 
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d'avoir un certain rapport C:N pour une dégradation optimale du phénol 

(Bonnarme et al., 1991). A la lumière de nos résultats, nous pouvons 

constater que les champignons étudiés peuvent dégrader le phénol dans 

des conditions de culture azote-suffisant (N), azote-limitant (N/2) et azote

déficient et que P. sajor-caju (Fig. 9), qui est reconnu pour avoir une faible 

activité ligninolytique en terme de LiP et MnP, est capable de dégrader 

plus de phénol et plus rapidement que P. chrysosporium (Fig. 10) qui par 

contre a une très grande activité ligninolytique. Toutefois, les deux 

champignons ont été incapables de dégrader le phénol sous un excès 

d'azote dans le milieu (Nx1 0). Nous ne pouvons pas affirmer ici de façon 

catégorique laquelle entre la source de carbone et la source d'azote 

influencerait le plus le potentiel de dégradation d'autant plus que ces deux 

sources n'ont pas été mesurées en cours d'expérience. Une étude plus 

complète, qui mesurerait la concentration d'azote et de glucose dans le 

milieu au fil des jours d'expérience, devrait être faite pour déterminer avec 

certitude l'effet de la concentration en azote sur la dégradation du phénol 

par P. sajor-caju. 

Effet de la concentration en glucose sur la dégradation du phénol 

L'effet de la concentration de la source de carbone sur la dégradation 

d'autres toxiques comme le PCP a été étudié par d'autres auteurs. C'est 
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ainsi que Watanabe (1973) a aussi observé un effet inhibiteur du glucose 

à 2 o/o sur la dégradation du PCP par P. chrysosporium. Le comportement 

de P. chrysosporium (Fig. 12) sous l'effet de la concentration en glucose 

confirme dans une certaine mesure le fait que l'activité intervienne quand 

la source de carbone est épuisée dans le milieu si tant est que la 

dégradation est inhérente à la synthèse du système ligninolytique. Ainsi 

donc avec 0.5 o/o de glucose la dégradation est plus rapide et légèrement 

plus importante qu'avec 1 o/o de glucose; les champignons dégradant plus 

rapidement 5 g/L de glucose que 10 g/L, on comprend que le métabolisme 

secondaire s'installe plus vite dans le premier cas. Avec 2 o/o de glucose, 

ainsi que l'a démontré Bonnarme, le métabolisme secondaire est réprimé 

(Bonnarme m ~!.. 1991 ). Les résultats obtenus avec P. sajor-caju (Fig. 11) 

sont en accord avec les travaux de Bourbonnais et Paice (1988) qui ont 

trouvé que l'activité ligninolytique de ce microorganisme intervenait au 

cours du métabolisme primaire. C'est donc probablement pour cette raison 

que P. sajor-caju se comporte de la même façon quelle que soit la 

concentration en glucose. 

Effet de l'adaptation au phénol sur sa dégradation 

Bumpus et ses collaborateurs ont affirmé qu'il n'était de toutes façons 

pas nécessaire d'adapter les champignons de la famille des 



109 

Basidiomycètes à de fortes concentrations de toxique d'autant plus que 

ces toxiques, à l'instar de la lignine, sont dégradés par les champignons 

comme des cornétabolites (Bumpus .et .al., 1985). Au vu de nos résultats 

avec la souche de P. sajor-caju adaptée au phénol (Fig 13), à savoir la 

réduction de plus de 24 heures du temps de dégradation complète du 

phénol par rapport à la souche sauvage, nous estimons, en ce qui 

concerne ce champignon au moins, que l'adaptation au phénol soit 

indiquée lorsque ce microorganisme est utilisé comme agent de 

biorémédiation de sites contaminés au phénol. Dans leur étude, Mileski ~ 

al., ont observé avec le PCP que plus la concentration du toxique est 

élevée moins bonne était la capacité de dégradation de P. chrysosporium. 

Il est vrai que le phénol n'est pas le PCP et que ces deux composés n'ont 

pas le même niveau de toxicité mais il est intéressant de noter que tous 

deux agissent en inhibant le cytochrome P450 chez les champignons. les 

souches adaptées et sauvages de P. chrysosporium (Fig. 14) ont vu leur 

pouvoir de dégradation ne subir aucune amélioration avec des 

concentrations élevées de phénol. 

Effet de la nature du substrat sur la dégradation du phénol 

Nous avons trouvé que la nature de la source de carbone avait une très 

grande importance sur la dégradation du phénol. Les deux 
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microorganismes ont montré un très bon potentiel de dégradation du 

phénol sur la paille de blé délignifiée probablement à cause du fait que ce 

substrat est très semblable à celui sur lequel ils vivent dans leur habitat 

naturel, le bois. Il faut noter ici que P. sajor-caju a dégradé complètement 

le phénol sur la paille de blé délignifiée et était d'une manière générale 

plus efficace que P. chrysosporium quelque soit la source de carbone 

utilisée. On sait depuis longtemps que certaines sources de carbone 

peuvent augmenter de façon significative l'activité ligninolytique de certains 

champignons. C'est ainsi que l'addition de tournesol dans le milieu de 

culture a un effet positif sur la ligninolyse et la production de ligninases 

chez Pleurotus ostreatus (Schiesser mm., 1989). Le même phénomène 

a été observé par Asther et al., (1988) chez la souche mutante INA-12 de 

P. chrysosporium avec l'acide oléique à 0.08% (Asther, 1987). Nous 

n'avons pas jugé nécessaire d'essayer des sources lipidiques de carbone 

sur la dégradation du phénol à cause de leur coat relativement plus élevé 

par rapport aux sources glucidiques que nous avons utilisé. 

Effet de la température sur la dégradation du phénol 

Dans la littérature, on rapporte que la température optimale de 

croissance de P. chrysosporium se situerait entre 37 et 40 oc (Kirk m al., 

1976) même si Perez et Jeffries (1990) ont eux, démontré chez ce 
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champignon une très grande activité ligninolytique à 30 oc. De même, 

Bourbonnais et Paice ont mis en évidence chez P. sajor-caju, deux 

oxydases de l'alcool vératrylique à 30 oc. A la lumière de ces 

observations, nous pouvons conclure que chez P. chrysosporium, la 

température optimale de croissance est légèrement différente de la 

température optimale de dégradation du phénol. En considérant que les 

ligninases soient les enzymes responsables de la dégradation des 

organopolluants, ces résultats confirment ce que de nombreux auteurs ont 

trouvé, à savoir que la ligninolyse ne supporte pas la croissance (Bumpus 

et Aust, 1987a). Nous pensons donc que de 37 à 40 oc. la croissance est 

optimale et que lorsque le métabolisme secondaire prend place, il y a 

production des ligninases dont la température optimale de dégradation du 

phénol serait de 35 oc. En ce qui concerne P. sajor-caju, la température 

optimale de croissance est la même que celle de dégradation du phénol, 

cette constatation est en parfait accord avec les travaux de Bourbonnais 

et Paice qui ont trouvé la même température optimale de croissance. Il 

faut aussi rappeler que ces auteurs ont aussi confirmé que P. sajor-caju 

dégradait la lignine pendant la période de croissance (Bourbonnais et 

Paice, 1988), contrairement à P. chrysosporium qui, lui , dégrade la lignine 

au cours du métabolisme secondaire, c'est à dire en dehors de la phase 

de croissance. 
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Etude de la dégradation in vitro 

Récemment, il a été démontré que les filtrats de culture de P. 

chrysosporium étaient capables de dégrader des HAPs, des biphényls 

polychlorés et des dibenzo[p]dioxines chlorés (Eaton, 1985; Bumpus et 

a.t., 1985). Le système ligninolytique de P. chrysosporium est connu pour 

être extra cellulaire (Tien et Kirk, 1983; Glenn et Gold, 1985; Pasczynski 

m a.t., 1985b), ce qui explique la bonne dégradation in vitro du phénol 

avec ce microorganisme. Le mauvais résultat obtenu avec P. sajor-caju 

pourrait s'expliquer par le fait que les enzymes liées à la ligninolyse sont 

en partie liées à la paroi cellulaire, donc intracellulaires (Zadrazil, 1978; 

Bourbonnais et Paice, 1987) 

Étude des intermédiaires de dégradation 

L'intermédiaire principal qui apparaît au 3eme jour de culture puis 

disparaît progressivement au fil des jours (la disparution du milieu de 

culture est complète au bout de 7 à 8 jours) est le pyrocathéchol. Ceci 

nous conduit donc à penser que ce pyrocatéchol a subi à son tour une 

ouverture du cycle en "méta" ou en "ortho" et une minéralisation jusqu'au 

C02 . L'idéal, pour rendre cette identmcation complète et sans équivoque, 

eût été l'utilisation de phénol marqué au 14C et à rechercher du 14C02 • Ce 
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travail constitue une partie importante de notre étude qui devrait être faite 

dans l'avenir. Ces résultats sont confortés par les travaux de nombreux 

auteurs qui ont travaillé sur les voies de dégradation du phénol et selon 

lesquels il y a d'abord formation du catéchol puis ouverture du cycle en 

ortho ou en méta (Rogoff, 1961; Tabak.§al., 1964; Chapman, 1972; Bayly 

et Barbour, 1984b). 
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5. CONCLUSION 

Les résultats de notre étude ont montré que P. sajor-caju, bien qu'ayant 

une faible activité ligninolyique en tenne de LiP et de MnP, a pu dégrader 

plus de phénol et en un temps plus court que Phanerochaete 

chrysosporium. Cependant, les deux microorganismes ont dégradé le 

phénol au cours des phases exponentielle et stationnaire de la croissance. 

Nous avons également noté une certaine amélioration de la dégradation 

chez P. sajor-caju avec l'adaptation au phénol. Un des grands 

désavantages dans la bioremédiation étant la longueur du temps de 

traitement, nous pensons que P. sajor-caju offre un avantage certain 

comme choix par le fait que nous avons trouvé que la dégradation du 

phénol intervient au cours du métabolisme primaire. P. sajor-caju s'est 

aussi montré capable de bien croître sur des sources de carbone peu 

dispendieuses et de mieux dégrader le phénol sur ces sources, ceci met 

en exergue les économies que l'on pourrait faire avec ce microorganisme. 

Dans certaines situations, P. sajor-caju a dégrader le phénol dans des 

conditions non reconnues comme favorisant l'activité ligninolytique, ce qui 

nous fait émettre l'hypothèse de l'existence probable chez ce 

microorganisme d'un système enzymatique autre que celui habituellement 

reconnu. Nous recommandons pour la suite de ce travail, 
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l'approfondissement de l'étude des intermédiaires de la dégradation, le 

suivi de la concentration du glucose et de l'azote au fil du temps ainsi que 

la corrélation entre leur concentration et la quantité de phénol dégradée. 
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9.ANNEXE 

Abréviations utilisées 

ABTS : 2,2-Azino-di-(3-éthyl benzthiazoline sulfonate (6)) 

BSTF A: bis-(trimethylsilyle )-trifluoroacétamide 

DDT : Dichlorodiphényltrichloréthane 

USEP A : United States Environmental Protection Agency 

tpm : tour par minute. 

136 


	Touré
	Touré.2

