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Résumé 

Dans cette étude, nous avons évalué le potentiel ligninolytique de la bactérie 

Thermobacillus xylanilyliticus, en étudiant son comportement en présence de différents substrats 

riches en lignine, comme la paille de blé, la paille de blé explosée à la vapeur et la lignine kraft. 

Après avoir caractérisé ces substrats, des cultures ont été réalisées en présence de ces substrats 

complémentés ou non avec du xylane. Des activités phénol-oxydases ont été mises en évidence 

avec des profils dépendant de la nature de ces substrats. Par la suite, les modifications des 

résidus et des milieux de culture ont été évaluées pour mesurer l’impact de la croissance 

bactérienne. Les changements observés sur les résidus n’ont pu être reliés de manière certaine 

à la dégradation de la lignine. En revanche, dans les milieux de culture, des modifications des 

concentrations de plusieurs molécules phénoliques ont été observées et pourraient être reliées 

au métabolisme de ces composés par la bactérie. Pour identifier les enzymes responsables des 

activités phénol-oxydases et des modifications de composés phénoliques, les protéines produites 

par la bactérie et spécifiquement induites en présence de substrats riches en lignine ont été 

étudiées. Plusieurs protéines ont été identifiées comme des enzymes ayant potentiellement un 

rôle dans le métabolisme des composés aromatiques et/ou dans la réponse au stress 

probablement due à la présence de ces composés phénoliques. Enfin, parmi les enzymes 

identifiées, une catalase/peroxydase a été clonée, produite et caractérisée. Cette enzyme est 

thermoactive, et possède une activité peroxydase optimale, à pH 7 et 55°C. 

 

Mots clés : Thermobacillus xylanilyticus, Lignine, Molécules aromatiques, Oxydoréductases, 

Valorisation, Bioraffinerie. 

 

  



   
 

  



   
 

Abstract 

In this study, we evaluated the ligninolytic potential of the bacterium Thermobacillus 

xylanilyliticus by studying its behaviour in the presence of different lignin-rich substrates, such as 

wheat straw, steam-exploded wheat straw and kraft lignin. After characterizing these lignified 

substrates, cultures were carried out with these substrates supplemented or not with xylan. 

Phenol-oxidases activities were produced with dissimilar profiles depending on the nature of the 

substrates used. Subsequently, modifications in residues and culture media were evaluated to 

measure the impact of bacterial growth. The changes observed in the residues could not be 

reliably related to the lignin degradation. On the other hand, modifications of phenolic compounds 

concentrations were observed in the culture media and could be related to the metabolism of these 

molecules by the bacterium. To identify enzymes related to phenol oxidases activities and 

modifications of phenolic compounds, the proteins produced by the bacterium and induced by 

lignin rich substrates were studied. Several proteins were identified as enzymes with a potential 

role in the metabolism of aromatic compounds and/or in stress response probably due to the 

presence of these phenolic compounds. Finally, a catalase/peroxidase was cloned, produced and 

characterized. This enzyme is thermoactive, with a peroxidase optimal activity, at pH 7 and 55°C.   

 

Keywords : Thermobacillus xylanilyticus, Lignin, Aromatic compounds, Oxidoreductases, 

Valorization, Biorefinery. 
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Introduction  

Les réserves de combustibles fossiles qui s'épuisent et le réchauffement climatique qui 

devient de plus en plus concret, nous amènent à concevoir des alternatives à l’exploitation de 

ressources non renouvelables comme le pétrole. C’est pourquoi, il est aujourd’hui essentiel 

d'accroître la part des produits issus de la bioraffinerie (Octave and Thomas, 2009). Le concept 

de la bioraffinerie est basé sur l’utilisation du carbone issu de la biomasse végétale pour remplacer 

le carbone fossile dans un contexte de bioéconomie (Kamm and Kamm, 2004). Les principaux 

bioproduits issus de la bioraffinerie sont la bioénergie (biocarburant…), les molécules biosourcées 

et les biomatériaux (Cherubini, 2010). A long terme, les bioraffineries devront apporter la plus 

large gamme de bioproduits commercialisables de manière durable, tout en restant compétitif en 

termes de coûts et de performances par rapport aux produits équivalents dérivés du pétrole 

(Ragauskas et al., 2006). En France, l’ADEME (Agence de l'Environnement et de la Maîtrise de 

l'Energie), a financé 13 projets de valorisation pour la production de bioénergies, 23 projets pour 

les biomatériaux et 27 projets pour les molécules biosourcées entre 2008 et 2015 (ADEME, 2017). 

La biomasse végétale est produite à partir du CO2 atmosphérique, de l'eau et de la lumière 

du soleil par photosynthèse biologique (Fernando et al., 2006). Elle est considérée comme une 

source durable de carbone organique sur terre en raison de ses propriétés écologiques telles que 

le caractère renouvelable, la biocompatibilité et la biodégradabilité. La biomasse lignocellulosique 

présente des avantages importants, car elle constitue la partie non comestible de la plante et 

n'interfère donc pas avec l'approvisionnement alimentaire (Isikgor and Becer, 2015). Elle peut 

provenir de l'agriculture (co-produits agricoles ou cultures dédiées à fort rendement en biomasse), 

de la foresterie et industries associées (Cherubini, 2010; De Bhowmick et al., 2018). Les usages 

industriels de la biomasse lignocellulosique concernent plusieurs secteurs comme le papier, 

l’énergie (chauffage), le textile ou la construction. De plus, les coproduits de l’agriculture comme 

la paille de blé sont traditionnellement utilisés comme apport organique dans les sols ou encore 

dans l’alimentation animale.  

A l’heure actuelle, un des enjeux majeurs pour la bioraffinerie est donc une meilleure 

valorisation de la biomasse lignocellulosique. En effet, les procédés actuels (industrie papetière 

ou biocarburants de deuxième génération) privilégient l’utilisation des parties polysaccharidiques 

de la biomasse et la lignine est considérée comme un co-produit (Naik et al., 2010). La lignine est 

brûlée comme combustible pour alimenter les usines à papier (Taherzadeh and Karimi, 2008; 

Tuck et al., 2012). Néanmoins, la valorisation des lignocelluloses via la bioraffinerie, représente 
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des opportunités importantes, notamment par l'exploitation des co-produits issus des différentes 

industries alimentaires, agricoles ou forestières (Kaparaju et al., 2009; Clark, 2017). Cette sous-

utilisation est en grande partie due à la difficulté de dégrader ou dépolymériser la lignine (Li et al., 

2016). La lignine est l’un des composants naturels les plus abondants sur terre et c’est la première 

source renouvelable en composés aromatiques, ce qui représente un potentiel important de 

valorisation en une large gamme de molécules (Bruijnincx et al., 2015; Collins et al., 2019). 

L’amplification des recherches menées cette dernière décennie, montre l’engagement de la 

communauté scientifique pour une meilleure utilisation de la biomasse et en particulier la lignine 

au sein des bioraffineries (Ragauskas et al., 2014). 

C’est dans le contexte général de valorisation de la biomasse lignocellulosique que 

s’inscrit mon sujet de thèse, dans le cadre du projet LIGNOFRAC, dont l’objectif est d’évaluer le 

potentiel enzymatique d’une bactérie thermophile pour la dépolymérisation de la lignine en 

molécules aromatiques.   
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Etat de l’art  

I : La lignine, un composant majeur de la biomasse lignocellulosique 

I.1. La complexité de la biomasse lignocellulosique  

Les parois végétales sont le principal composant de la biomasse lignocellulosique et 

présentent trois couches : la lamelle moyenne, la paroi primaire et la paroi secondaire. La lamelle 

moyenne, située à l’interface des parois primaires de cellules adjacentes, permet d’assurer la 

cohésion entre les cellules végétales. La lamelle moyenne et la paroi primaire, de faible épaisseur, 

sont les premières couches pariétales formées lors de la division et la croissance des cellules. La 

paroi secondaire formée sur la face interne de la paroi primaire, est constituée de cellulose, 

hémicelluloses (polymères glucidiques) et lignines (polymère phénolique) (Pauly and Keegstra, 

2010). 

Les parois lignocellulosiques sont essentiellement représentées par la paroi secondaire 

dont la structure comporte différentes couches concentriques (S1, S2, S3) composées d’une 

armature de microfibrilles de cellulose enrobées d’une matrice constituée d’hémicelluloses et de 

lignines. Les microfibrilles sont disposées parallèlement les unes aux autres en formant un angle 

par rapport à l’axe de la cellule ; cet angle varie selon les strates S1, S2 et S3. La Figure 1 montre 

l’organisation de la paroi lignocellulosique d’une cellule végétale (A) l’évolution de sa composition 

en fonction des couches pariétales (lamelle moyenne, paroi primaire, paroi secondaire) (B) et 

l’arrangement spatial des polymères constitutifs (C). Par ailleurs, la composition chimique des 

parois végétales varie en fonction de l’origine botanique (Tableau 1). 

 

Figure 1 : A) Paroi d’une cellule végétale (adaptée de Agarwal, 2006). B) Répartition des 

constituants de la paroi en fonction des couches pariétales (adaptée Brandt et al., 2013).  

C) Arrangement spatial des constituants dans la paroi (adaptée Rakotovelo, 2017). 
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Tableau 1 : Composition paroi chez différentes plantes (adaptée de Galkin and Samec, 2016). 

    

 Monocotylédones 
(Graminées) 

Dicotylédones 
(Feuillus) 

Gymnospermes  
(Résineux) 

 
Cellulose 

 
25-50 % 40-55 % 45-50 % 

Hémicellulose 
 

25-50 % 25-40 % 25-35 % 

Lignine 10-25 % 15-25 % 25-35 % 
 

I.1.1. La cellulose 

Le principal constituant de la biomasse lignocellulosique est la cellulose qui est estimée 

représenter environ la moitié du carbone organique de l’ensemble de la biosphère (Zhou et al., 

2011). C’est un polysaccharide constitué uniquement d’unités D-glucose liés en β-1,4 par liaison 

glycosidique. La configuration β des unités glucoses confère une conformation linéaire à la chaîne 

de glucane, ce qui permet l’établissement de nombreuses liaisons hydrogène entre les groupes 

OH des chaînes de glucanes qui s’associent entre elles pour former des plans en feuillets (Pérez 

and Mazeau, 2004; Cosgrove, 2005). La structure de la cellulose est donc constituée d’un vaste 

réseau de liaisons, qui relient étroitement ces unités, avec notamment pour chaque unité de 

glucose, deux liaisons hydrogène intramoléculaires et une liaison hydrogène intermoléculaire 

avec une molécule de glucose voisine dans le même plan (Figure 2). Les feuillets interagissent 

entre eux par l'intermédiaire d’interactions de Van der Waals pour former des microfibrilles. 

L’existence de zones ordonnées (cristallines) et d’autres moins ordonnées (amorphes) au niveau 

des microfibrilles confèrent à la cellulose un caractère semi-cristallin et fibrillaire (Somerville, 2006; 

Nishiyama, 2009; Fernandes et al., 2011).  

 

Figure 2 : Structure de la cellulose (adaptée de Brandt et al., 2013).  
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I.1.2. Les hémicelluloses 

Les hémicelluloses sont un groupe hétérogène de polysaccharides constitués de différents 

oses reliés par des liaisons osidiques β-1,4 : des pentoses (xylose, arabinose) ou des hexoses 

(mannose, glucose, galactose, rhamnose et fucose). Ces polymères peuvent être greffés et/ou 

ramifiés par des acides uroniques (acide glucuronique), des groupements acétyles ou d’autres 

oses, grâce à d’autres types de liaisons (osidiques ou esters; Figure 3A). Les hémicelluloses 

présentent des structures hétérogènes selon l’espèce végétale, le type cellulaire ou les strates 

pariétales (Scheller and Ulvskov, 2010).  

Les principaux types d'hémicelluloses des parois secondaires sont les xylanes (glucurono-

(arabino)-xylane) et les mannanes (glucomannane, galactomannane et galactoglucomannane). 

Les hémicelluloses majoritaires chez les monocotylédones et les dicotylédones sont des xylanes 

constitués d’un squelette de résidus de xylose liés par des liaisons osidiques β-1,4. Les glucurono-

(arabino)-xylanes comportent des substituants constitués par l’acide glucuronique 

(potentiellement estérifié par un groupement O-méthyle) ou l’arabinose (liés par des liaisons 

osidiques -1,2 ou 1,3). Chez certaines espèces de monocotylédones comme les graminées, les 

résidus arabinoses sont substitués par des esters d’acide férulique ou d’acide p-coumarique 

(Figure 3B; Eronen et al., 2011; Lapierre et al., 2018). Par exemple, la paille de blé renferme deux 

fois plus d’acide p-coumarique (5,7 mg.g-1) que d’acide férulique (3,2 mg.g-1) liés en esters 

(Rakotoarivonina et al., 2012; Del Río et al., 2012).  

Les mannanes sont les hémicelluloses majoritaires des gymnospermes. Ces mannanes 

ont un squelette de résidus de mannose liés par des liaisons osidiques en position β-1,4. Dans le 

cas des glucomannanes, la chaine principale peut contenir des résidus glucose ou mannose 

distribués de manière aléatoire alors que les galactomannanes et les galactoglucomannanes ont 

des chaines latérales constituées de résidus galactoses (Figure 3B; Scheller and Ulvskov, 2010).  
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Figure 3 : A) Oses constitutifs des hémicellulsoes (adaptée de Brandt et al., 2013).  

B) Structures de différentes hémicelluloses : (1) glucuronoxylane, (2) glucuronoarabinoxylane, (3) 

galactomannane et (4) galactoglucomannane (adaptée de Scheller and Ulvskov, 2010). 
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I.1.3. La lignine  

La lignine est un polymère phénolique, dont les principaux monomères sont les unités 4-

hydroxyphénylpropanoïdes (monolignols) ; ces unités diffèrent par le degré de méthoxylation du 

cycle aromatique : l’alcool p-coumarylique, l’alcool coniférylique et l’alcool sinapylique (Figure 

4A). La polymérisation de ces monomères dans la paroi cellulaire résulte de réactions de 

couplages covalents entre un monolignol et la lignine en croissance ou entre deux oligomères de 

lignine déjà formés. Cette polymérisation est une réaction de déshydrogénation où les monomères 

sont oxydés par des enzymes oxydantes (peroxydases et/ou laccases) en radicaux phénoxyles 

très réactifs dont le couplage aléatoire conduit à la formation d’une grande variété de liaisons 

intramonomères (Tobimatsu and Schuetz, 2019). 

Une fois incorporés dans le polymère de lignine, les 3 monolignols principaux donnent les 

motifs suivants : p-hydroxyphényle (H), guaïacyle (G) et syringyle (S), qui représentent les unités 

principales de la lignine (Vanholme et al., 2010). Les unités d’acide p-coumarique (pC) et d’acide 

férulique (F) sont associées par des liaisons ester ou éther dans la lignine de graminée comme la 

paille de blé. L’acide p-coumarique est principalement associé en ester au carbone terminal de la 

chaîne propyle (Cγ). Chez certaines dicotylédones, comme le peuplier, les unités de lignines sont 

estérifiées par l’acide p-hydroxybenzoïque (pH) (Figure 4B; Lu et al., 2004; Ralph, 2010).  

La composition en monomères des lignines varie selon l’origine botanique. Les lignines 

d’espèces dicotylédones se composent principalement d'unités G et S, tandis que les lignines de 

gymnospermes se composent principalement d'unités G avec une faible teneur en unités H. Les 

lignines des graminées incorporent des unités G et S à des niveaux comparables, et sont plus 

riches en unités H que les dicotylédones (Boerjan et al., 2003a). Par exemple la paille de blé, 

possède 5 % d’unité H, 65 % d’unité G et 30 % d’unité S (Del Río et al., 2012).  

Le couplage aléatoire des différentes unités conduit à une grande diversité de liaisons 

inter-monomères (Vanholme et al., 2012). Ces liaisons sont de type éther (β-aryl éther [β-O-4] ou 

biphenyl éther [4-O-5]), carbone-carbone (Spirodiènone [β-1) ou des liaisons mixtes 

(Phenylcoumarane [β-5 (α-O-4)], résinol [β-β (γ-O-α)] ou dibenzodioxocine [5-5/β-O-4 (α-O-4)]) 

dont les proportions varient selon les espèces végétales (Figure 4C; Ralph et al., 2019). La 

proportion en liaisons intermonomères de type β-aryl éther [β-O-4] est plus importante dans les 

lignines de graminées par rapport aux lignines de feuillus ou de résineux (Tableau 2). Les 

compositions des lignines sont donc très diverses, ce qui conduit à une complexité chimique 

variable en fonction des espèces végétales (Figure 4D). 
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Figure 4 : A) Principaux monolignols présents dans la lignine. B) Principales unités présentes 

dans la lignine. C) Principales liaisons présentes dans la lignine. D) Structure de la lignine chez 

différentes espèces végétales (adaptée de Ralph et al., 2004a; Mansfield et al., 2012; Ralph et 

al., 2019). 
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Tableau 2 : Variation des proportions en liaisons inter-monomères des lignines en fonction des 

espèces végétales (en pourcentage des liaisons totales analysées). 

    

 Monocotylédones 
(Graminées) 

Dicotylédones 
(Feuillus) 

Gymnospermes 

(Résineux) 

β-aryl ether 
[β-O-4] 

75-85 % 60 % 40-50 % 

Phenylcoumaran 
[β-5 (α-O-4)] 

5-15 % 6 % 9-12 % 

Resinol 
[β-β (γ-O-4)] 

2-5 % 3-12 % 2-6 % 

Biphenyl ether 
[4-O-5] 

0 % 4 % 4-8 % 

Dibenzodioxocin 
[5–5/β-O-4 (α-O-4)] 

0-3 % 5-10 % 25-25 % 

Spirodienone 
[β-1] 

3 % 1-2 % 7-10 % 

 
Références 

(Del Río et al., 2012; 
Del Río et al., 2015) 

(Shuai et al., 2016) 
(Chakar and 

Ragauskas, 2004) 

 

I.2. Les différentes liaisons entre les polymères pariétaux 

Les polymères de la biomasse lignocellulosique interagissent entre eux de façon covalente 

ou non au niveau des parois. Au niveau de la paroi secondaire, ces liaisons conduisent à la 

formation d’un réseau tridimensionnel complexe, composé d’une matrice amorphe hémicellulose-

lignine enrobant les microfibrilles de cellulose. Cette organisation confère une résistance 

structurelle à la biomasse lignocellulosique (Brandt et al., 2013).  

I.2.1. Les liaisons entre la cellulose et les hémicelluloses 

Les structures des polysaccharides présents dans les parois de la biomasse 

lignocellulosique sont très proches (unités constitutives et liaisons impliquées), ce qui permet de 

multiples possibilités de liaisons non covalentes entre ces polymères. Les hémicelluloses 

interagissent de façon non covalente avec les microfibrilles de cellulose. La présence de 

substituants sur la chaîne principale hémicellulosique confère un arrangement moléculaire 

facilitant l’établissement de ces liaisons entre hémicelluloses et résidus de glucose situés en 

surface des microfibrilles (Somerville et al., 2004; Somerville, 2006; Scheller and Ulvskov, 2010). 

Ces interactions entre hémicelluloses et cellulose via des liaisons hydrogène sont liées à deux 

mécanismes intervenant pendant la formation des parois : i) association de l’hémicellulose 
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pendant la formation de la microfibrille juste après la synthèse des chaînes de glucane, ii) 

formation de liaisons entre des chaînes hémicellulosiques associées à des microfibrilles 

contribuant ainsi au renforcement de la paroi (Cosgrove and Jarvis, 2012; Busse-Wicher et al., 

2014; Zhao et al., 2014; Cosgrove, 2014). En particulier, dans le cas des parois de graminées,  

les arabinoxylanes peuvent établir des liaisons inter ou intra-chaînes de type covalent via des 

pontages impliquant des dimères, trimères ou tétramères d’acides féruliques estérifiés aux 

arabinoses (Figure 5; Saulnier et al., 1999; Funk et al., 2005; Bunzel et al., 2005; Bunzel et al., 

2006; Lapierre et al., 2019).  

 

Figure 5 : Représentation des dimères, trimères et tétramères d’acide férulique, ainsi que des 

pontages inter et intramoléculaires entre des arabinoxylanes (adaptée de Bento-Silva et al., 2018). 
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I.2.2. Les liaisons entre la lignine et les polysaccharides  

Les hémicelluloses peuvent s’associer avec la lignine par de nombreuses liaisons non 

covalentes, mais aussi covalentes. Des interactions covalentes seraient formées lors de la 

polymérisation déshydrogénative des monolignols, impliquant la formation de radicaux 

phénoxyles très réactifs (Ralph, Lundquist, et al., 2004; Bunzel et al., 2008; Mottiar et al., 2016). 

L’ensemble de ces liaisons forment des complexes lignines-carbohydrates (LCC pour « lignin-

carbohydrate complex »). Les principales liaisons covalentes lignine–hémicellulose sont de type 

éther-benzylique, γ-esters, γ-esters conjugués, phényle-glycoside ou encore des liaisons 

impliquant les esters d’acides di-féruliques liés avec l’arabinoxylane chez les graminées (Figure 

6; Ralph et al., 2004; Lawoko et al., 2005; Balakshin et al., 2011). L'acide férulique (FA) est 

principalement estérifié avec les arabinoxylanes des hémicelluloses, et étherifié avec les unités 

G de la lignine (Figure 7), ce qui permet de fixer de façon covalente les carbohydrates avec la 

lignine (Ralph, 2010; Lapierre et al., 2019). L'acide p-coumarique (pCA) est principalement 

estérifié en position  des chaînes latérales des unités S de la lignine et ne serait pas impliqué 

dans la réticulation de la lignine et des hémicelluloses. C’est pourquoi les pCA dans les parois de 

graminées sont principalement associés à la fraction de lignine (Santiago et al., 2013). 

L’architecture de la paroi secondaire repose donc sur un édifice complexe où les hémicelluloses 

interagissent de façon non covalente avec les microfibrilles de cellulose et forment un réseau avec 

la lignine via des liaisons covalentes et non covalentes, conférant ainsi une rigidité accrue des 

parois cellulaires et une résistance de la biomasse lignocellulosique à la digestion enzymatique 

(Eronen et al., 2011; Isikgor and Becer, 2015).  

 

Figure 6 : Liaisons covalentes associées aux complexes lignines-carbohydrates. Les liaisons sont 

illustrées par les flèches noires (adaptée de Balakshin et al., 2011; Nishimura et al., 2018). 
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Figure 7 : Représentation de la structure de la paroi cellulaire secondaire chez les graminées 

(adaptée de Santiago et al., 2013). 

 

I.3. La récalcitrance naturelle de la biomasse lignocellulosique  

La biomasse lignocellulosique, par sa structure complexe et son hétérogénéité, est 

naturellement résistante à la dégradation en particulier biologique. Cette résistance est souvent 

désignée par le terme « récalcitrance » (Figure 8; Studer et al., 2011). La récalcitrance 

correspond à l’ensemble des caractéristiques de la biomasse qui limitent la conversion 

enzymatique des lignocelluloses dans les procédés de bioraffinerie, ce qui augmente les coûts et 

la complexité des opérations de la bioraffinerie, et/ou restreint la récupération du carbone de la 

biomasse en produits ciblés d’intérêt (Himmel et al., 2007; Zhao et al., 2012; McCann and Carpita, 

2015). 

Plusieurs facteurs limitent la dégradation biologique des biomasses lignocellulosiques. Au-

delà des propriétés catalytiques intrinsèques aux protéines enzymatiques, l’action des catalyseurs 

biologiques comme les cellulases ou les hémicellulases est influencée par des facteurs 

structuraux liés à l’accessibilité du substrat au sein des tissus et cellules végétales, et du réseau 

(a) Acide férulique et p-coumarique estérifiés avec l’hémicellulose  

(b) Acide p-coumarique étherifié avec la lignine  

(c) Hémicellulose estérifié/étherifié avec la lignine  

(d) Acide diferulique réticulé avec l’hémicellulose 

(e) Acide diferulique estérifié avec l’hémicellulose et éthérifié avec la lignine 

(f)  Acide ferulique estérifié avec l’hémicellulose et éthérifié avec la lignine 
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pariétal (surface accessible, porosité). En effet, l’hydrolyse de la biomasse lignocellulosique est 

améliorée par réduction de la taille des particules, qui entraîne une augmentation de la surface 

accessible (Grethlein, 1985; Wang et al., 2013a). De plus, les parois lignifiées forment un réseau 

dense de polymères étroitement associés, qui limite la pénétration et la diffusion des protéines 

enzymatiques dans les nanopores de la paroi (Ding et al., 2012).  

La récalcitrance de la biomasse lignocellulosique est principalement associée à la lignine 

qui intervient à plusieurs niveaux structuraux et chimiques. Ce composé est associé aux 

hémicelluloses dans la matrice enrobant les microfibrilles de cellulose et constitue une barrière 

physique limitant l'accessibilité des polysaccharides aux enzymes. Cette restriction est renforcée 

par l’existence des multiples liaisons existant entre les polymères des parois lignifiées, en 

particulier les complexes covalents LCC (Ralph et al., 2004b; Boukari et al., 2009; Zhang et al., 

2011). Dans le cas des graminées, le rôle négatif des acides phénoliques est ainsi en partie 

expliqué par les interactions intra- et inter-polymères impliquant surtout l’acide férulique qui 

réticule les hémicelluloses et les lignines (Li et al., 2016). L’accessibilité du substrat est également 

restreinte par la formation d’interactions non spécifiques entre les enzymes et la lignine via des 

interactions hydrophobes rendant les protéines non disponibles pour l’hydrolyse enzymatique 

(Berlin et al., 2005; Zeng et al., 2014).  

Les lignines issues des procédés industriels de transformation de la biomasse ont 

tendance à se re-polymériser, ce qui se traduit par une augmentation du degré de condensation 

(liaisons C-C), augmentant ainsi son hydrophobicité et augmentant les interactions lignine-

enzymes en formant des liaisons non productives (Berlin et al., 2005; Kumar et al., 2012; Ding et 

al., 2012; Li et al., 2014; Vermaas et al., 2015; Li et al., 2016). Par ailleurs, du fait de sa structure 

phénolique hétérogène, la lignine est un substrat récalcitrant à la dégradation biologique (Akin, 

2008). En effet, elle possède une grande variété d'unités monomériques aromatiques associées 

par des liaisons diverses et difficiles à rompre (Weng et al., 2008; Linger et al., 2014). De plus, 

les prétraitements physicochimiques utilisés pour améliorer la digestibilité enzymatique des 

lignocelluloses peuvent générer plusieurs co-produits inhibiteurs de croissance pour la 

fermentation, avec notamment les furfurals et les hydroxyméthylfurfurals issus de l’hémicellulose, 

ou certains aromatiques dérivés des lignines et des acides phénoliques susceptibles d’interagir 

de manière non spécifique et/ ou d’inhiber l’action catalytique des enzymes (Palmqvist and Hahn-

Hägerdal, 2000; Klinke et al., 2004; Boukari et al., 2011; Ximenes et al., 2011; Olsen et al., 2016; 

Jönsson and Martín, 2016).  
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Figure 8 : Représentation de la structure complexe de la biomasse lignocellulosique 

(https://cmb.ornl.gov/index.php/research/plant-cell-wall/structure-and-dynamics; Consulté le 

03/12/19). 

 

II. Lignines industrielles et leurs valorisations 

De nombreux procédés à l’échelle industrielle ou pilote sont mis en œuvre pour valoriser 

la biomasse lignocellulosique. Ces procédés consistent à extraire la lignine pour libérer les 

polysaccharides et faciliter leurs transformations. Cette lignine, longtemps considérée comme un 

déchet ou au mieux un coproduit, fait l’objet d’un intérêt croissant en tant que ressource alternative 

aux matières pétro-sourcées, pour la production non seulement d’énergie mais aussi de matériaux 

et de molécules phénoliques (Zakzeski et al., 2010; Azadi et al., 2013; Wang et al., 2019). Cet 

intérêt récent s’inscrit depuis une dizaine d’années dans le contexte de la bioraffinerie, pour la 

production de bioéthanol et s’étend également aux co-produits de l’industrie papetière 

(Ragauskas et al., 2014; Hu et al., 2018). Actuellement, les lignines industrielles ou « techniques » 

proviennent majoritairement de l’industrie papetière, les unités de production de bioéthanol sont 

généralement au stade pilote (Rocha et al., 2012; Sharma et al., 2015; Tribot et al., 2019).  

https://cmb.ornl.gov/index.php/research/plant-cell-wall/structure-and-dynamics
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II.1. Les lignines techniques 

II.1.1. Lignines isolées issues de l’industrie papetière  

Actuellement, l'utilisation de la cellulose est prédominante dans la fabrication des textiles 

et du papier (Zhou et al., 2011). C’est pourquoi, les lignines isolées correspondent aux fractions 

obtenues par des procédés non sélectifs, dont l’objectif est d’éliminer le maximum de lignine de 

la biomasse lignocellulosique (Vishtal and Kraslawski, 2011). Ces coproduits industriels sont 

principalement issus des papeteries (papiers et pâtes à papier; Hu et al., 2018). Les procédés de 

délignification sont : le procédé kraft actuellement majoritaire (90 %), le procédé lignosulfonate (5 

%), le procédé à la soude ou encore le procédé organosolv (Chakar and Ragauskas, 2004; Li and 

Takkellapati, 2018; Schutyser et al., 2018). Le marché des lignines issues de l’industrie papetière 

représente actuellement le plus gros marché des lignines disponibles, avec 130 millions de tonnes 

par an, rien que pour la lignine kraft (De Wild et al., 2014; Tribot et al., 2019). Ces coproduits sont 

le plus souvent valorisés uniquement par combustion pour la production d’énergie dans les 

papeteries et seuls les 2% restants sont répartis sur l’ensemble des autres voies de valorisation 

(Davis et al., 2016; Fernández-Rodríguez et al., 2019). Or, dans le cas des bioraffineries en 

développement, moins de 50% de la quantité de lignine co-produite serait nécessaire pour 

alimenter en énergie le procédé, ce qui permettrait d’accroitre la lignine disponible pour de 

nouveaux usages (Ragauskas et al., 2014; Li et al., 2015). Dans l'ensemble, les lignines 

techniques ont une structure très variable selon l'espèce et le lieu de production, la méthode de 

délignification et la sévérité du traitement (Li and Takkellapati, 2018; Schutyser et al., 2018). De 

plus, l’extraction des lignines s’accompagne généralement d’une modification structurale de la 

lignine native, notamment par la dépolymérisation mais également la formation de nouvelles 

liaisons C-C liées à des réactions de repolymérisation/condensation (Anderson et al., 2017; 

Schutyser et al., 2018).  

L’utilisation du procédé kraft est aujourd’hui prépondérante dans l’industrie papetière et 

consiste à traiter la biomasse végétale avec une solution concentrée d'hydroxyde de sodium et 

de sulfure de sodium, pendant quelques heures à 170°C (Gierer, 1980). La présence de sulfure 

qui est un agent nucléophile puissant, permet de faciliter la décomposition des hémicelluloses et 

de la lignine en fragments solubles. Cette cuisson papetière produit des fibres cellulosiques en 

générant un volume considérable d'effluents, également appelés « liqueur noire » qui contient des 

hémicelluloses et la lignine (Chakar and Ragauskas, 2004). La lignine dissoute dans ces liqueurs 

peut être précipitée par acidification avec un acide fort (Asina et al., 2017). Les lignines kraft 

renferment du soufre (1 à 3 % en masse), ce qui peut limiter les applications ultérieures. La 
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combustion de la lignine contenant du soufre produit des oxydes de soufre, et nécessite une 

purification coûteuse de l'air.  

Du point de vue de la structure chimique, la lignine kraft est fortement modifiée par rapport 

à la lignine naturelle. Différentes réactions et modifications de structure de la lignine ont lieu durant 

le procédé kraft. Les principales réactions de dépolymérisation de la lignine résultent de la rupture 

des liaisons β-aryle éther, (Figure 9A). Ces réactions entraînent la formation de radicaux 

phénoxyles ou formes anioniques réactives qui vont se réassocier, induisant une 

recondensation/réticulation de la lignine (Figure 9B). Les liaisons carbone-carbone, plus stables 

énergétiquement, sont plus résistantes au procédé kraft (Chakar and Ragauskas, 2004; Asina et 

al., 2017).          

 

Figure 9 : Réactions de modifications des structures de la lignine pendant le procédé kraft.  

A) Réactions des structures β-aryle éthers (adaptée de Li and Takkellapati, 2018). B) Réactions 

de recondensation (adaptée de Asina et al., 2017).  

II.1.2. Les lignines de bioraffinerie des lignocelluloses 

Les lignines prétraitées ou fractionnées, correspondent à des coproduits de procédés de 

prétraitement de la biomasse lignocellulosique, ayant pour objectif de lever la récalcitrance et de 

faciliter l’hydrolyse enzymatique des glucides pour la production de biocarburants par 

fermentation (Sun et al., 2018a). L’efficacité du prétraitement dépend de la réduction de la taille 

des particules de biomasse et de la formation limitée de produits de dégradation, empêchant la 

croissance des micro-organismes fermentaires (De Bhowmick et al., 2018). Ces prétraitements 

permettent la rupture des liaisons interpolymères pour séparer la lignine des glucides. Cette 

dissociation repose le plus souvent sur la dépolymérisation de la lignine native en fractions plus 

petites facilitant sa solubilisation et son extraction (Chen et al., 2017). Ces prétraitements peuvent 

être physique, chimique, biologique ou encore une combinaison de plusieurs procédés (Mosier et 

al., 2005; Alvira et al., 2010; Haghighi Mood et al., 2013; Pu et al., 2015; Wang et al., 2019).  
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L’explosion à la vapeur est l’un des procédés physico-chimiques les plus efficaces et les 

plus étudiés pour prétraiter la biomasse lignocellulosique afin d’améliorer la saccharification 

enzymatique de la cellulose, en laissant un résidu riche en cellulose et lignine (Li et al., 2007; 

Galbe and Zacchi, 2012; Heikkinen et al., 2014). Dans ce prétraitement, la biomasse broyée est 

rapidement chauffée avec de la vapeur saturée à haute pression, puis la pression est rapidement 

réduite. L'explosion de vapeur est généralement déclenchée à une température comprise entre 

160-260°C, pendant plusieurs secondes à quelques minutes avant que la biomasse ne soit 

exposée à la pression atmosphérique (Sun and Cheng, 2002). La biomasse subit une 

décompression explosive par expansion de la vapeur dans la matrice lignocellulosique, qui 

entraine la séparation et la réduction de taille des fibres et une déstructuration de la paroi cellulaire 

(Alvira et al., 2010; Singh et al., 2015).  

D'un point de vue chimique, ce prétraitement provoque des changements structuraux 

importants, avec la dépolymérisation des hémicelluloses, la rupture des liaisons hémicellulose-

lignine, ainsi que des réactions de dépolymérisation/repolymérisation de la lignine entrainant une 

diminution des liaisons β-O-4 et une augmentation des structures condensées C-C (Figure 10). 

Ces réactions facilitent la solubilisation des hémicelluloses dans l'eau et une augmentation de la 

solubilité de la lignine dans les solvants alcalins ou organiques, ainsi qu’une diminution du degré 

de polymérisation de la cellulose (Li et al., 2007). A la suite de ce prétraitement, les résidus solides 

sont riches en celluloses et en lignines. La rupture de liaisons hémicellulose-lignine et la 

dépolymérisation des hémicelluloses sont les principaux facteurs expliquant une meilleure 

accessibilité de la cellulose aux cellulases des résidus explosés à la vapeur. De plus, les 

modifications de la lignine entraîneraient une redistribution du polymère, ce qui favoriserait 

également l’accessibilité de la cellulose (Auxenfans et al., 2017). Néanmoins, certaines liaisons 

hémicellulose-lignine subsisteraient au procédé qui génère par ailleurs des produits de 

dégradation comme le furfural, l'hydroxyméthylfurfural issus de l’hémicellulose ou des composés 

phénoliques solubles issus de la lignine, qui peuvent empêcher la croissance microbienne 

(Jørgensen et al., 2007; Chiaramonti et al., 2012). Après saccharification par des cellulases, les 

résidus explosés à la vapeur sont enrichis en lignine; jusqu’à 30 % de lignine en plus ont été 

quantifiés dans le cas de la paille de blé (Paës et al., 2019).  
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Figure 10 : A) Réactions de dépolymérisation d'une structure β-O-4. B) Réactions de 

repolymérisation sous forme de structure condensée C-C (adaptée de Li et al., 2007). 

II.1.3. Complexité et diversité des lignines techniques 

Les lignines techniques se divisent en deux catégories : les lignines issues d’un traitement 

papetier au soufre sont déjà présentes à l’échelle commerciale (Kraft et lignosulfonates), les 

lignines obtenues par des procédés sans soufre, relèvent de l’échelle pilote ou laboratoire 

(organosolv, explosion à la vapeur…). Les lignines issues des procédés papetiers, possèdent un 

peu de soufre résiduel (1-5 % dans la lignine kraft et 3-8 % dans la lignosulfonate), et présentent 

des altérations structurales importantes, au niveau de la masse moléculaire et des liaisons dans 

la lignine (Vishtal and Kraslawski, 2011). Pour les lignines prétraitées, ces modifications 

structurales sont moindres et des sucres restent encore associés aux résidus. Par exemple, la 

lignine kraft a une masse moléculaire et une teneur en sucre inférieure à celle de la lignine issue 

de l’explosion à la vapeur (Tableau 3) et celle-ci possède des hydroxyles phénoliques et 

aliphatiques libres deux fois supérieures issues de l’importance du clivage des liaisons β-O-4 (El 

Mansouri and Salvadó, 2006; El Mansouri and Salvadó, 2007). 

Tableau 3 : Caractérisation au niveau de la masse moléculaire et composition de deux types de 

lignines industrielles différentes (adaptée de El Mansouri and Salvadó, 2006). 

 Mw  
(g.mol-1) 

Mn  
(g.mol-1) 

Mw/Mn Sucres 
(%) 

Lignine 
(%) 

Lignine kraft 1100 550 2,0 1,5 94 

Explosion à la vapeur* 2100 800 2,6 3,5 88 

* La lignine issue du procédé explosion à la vapeur, a subi une saccharification ; Mw = Masses moléculaires 

moyens en masse; Mn = Masses moléculaires moyens en nombre; (Mw/Mn) = Polydispersité.  
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II.2. Valorisation de la lignine  

Les lignines industrielles sont actuellement brûlées en grande majorité pour produire de 

l’énergie au sein des bioraffineries, mais de nouveaux usages et preuves de concepts sont en 

cours de développement pour une valorisation plus diverse et pertinente pour la bioéconomie 

(Gosselink et al., 2004). Les biocarburants ont longtemps été considérés comme le principal 

facteur de développement des bioraffineries (Chandel et al., 2018). Mais, récemment, ce 

paradigme a été remis en question suite à la fermeture de plusieurs usines de biocarburants à 

travers le monde, faute de compétitivité vis-à-vis du pétrole (Cherubini, 2010; Clark et al., 2012; 

Dale, 2018). La lignine étant fonctionnalisée, les combustibles issus de sa conversion sont de 

faible qualité. En revanche, sa conversion en bioproduits sous forme de biomatériaux ou 

molécules aromatiques permettrait de mieux utiliser leurs fonctions intrinsèques (Strassberger et 

al., 2014; Gillet et al., 2017).  

II.2.1. Les bioénergies 

Les lignines issues de procédés industriels peuvent être utilisées comme sources de 

bioénergies sous différentes formes de combustibles, notamment la lignine solide, les 

hydrocarbures, les gaz de synthèse et l'hydrogène (Azadi et al., 2013). Les principaux procédés 

d'obtention de combustibles commencent par un traitement thermochimique (Pandey and Kim, 

2011). La décomposition pyrolytique est généralement réalisée entre 450-700°C, pour la 

production de lignine liquide et d’hydrocarbures utilisés comme substituts aux combustibles 

classiques (Li et al., 2015; Chio et al., 2019). Les conditions de pyrolyse déterminent la 

composition chimique et le rendement des produits solides, par exemple la pyrolyse peut être une 

pyrolyse rapide pour obtenir des hydrocarbures ou une pyrolyse lente pour obtenir du biochar 

(Figueiredo et al., 2018). La production de chaleur et d’électricité par combustion du biochar est 

actuellement la principale voie de conversion des lignines issues de procédés industriels (Azadi 

et al., 2013). La gazéification, réalisée entre 250-400°C, représente une autre voie de valorisation 

des lignines (Li et al., 2015). Ces gaz de synthèse peuvent aussi être brûlés pour produire de la 

chaleur et de l'électricité ou être transformés en hydrogène, utilisé comme combustible (Azadi et 

al., 2013; Figueiredo et al., 2018). Bien que la pyrolyse et la gazéification aient l'avantage d'être 

applicables à une vaste gamme de lignines différentes, la variabilité des produits obtenus par ces 

procédés est limitée et ces procédés sont très énergivores (Gillet et al., 2017). Enfin, la 

bioconversion microbiologique de la lignine issue de procédés industriels ou de monomères de 

lignines comme source de carbone en lipides peut aussi conduire à la production de biocarburant 

(Kosa and Ragauskas, 2013; Becker and Wittmann, 2019; Zhu et al., 2019). 
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II.2.2. Les biomatériaux 

Les lignines issues de procédés industriels peuvent être utilisées directement pour des 

applications telles que les fibres de carbone, le charbon actif ou les matériaux absorbants car ces 

lignines ont une teneur élevée en carbone (Nguyen et al., 2018). Mais, leur utilisation comme 

polymères est plus délicate et reste limitée malgré de nombreux groupes hydroxyles phénoliques 

ou aliphatiques car ceux si sont souvent dissimulés ou encombrés par la densité de réticulation 

élevée de la lignine (Duval and Lawoko, 2014; Kai et al., 2016; Upton and Kasko, 2016). En 

revanche, après fonctionnalisation par modification chimique pour ajouter ou améliorer des 

groupes fonctionnels réactifs sur la matrice de lignine, celles-ci peuvent être utilisés comme liants 

pour créer des macromonomères à base de lignine qui serviront à la synthèse de polyuréthanes, 

de polyesters ou de résines (Stewart, 2008; Laurichesse and Avérous, 2014; Upton and Kasko, 

2016). Les macromonomères à base de lignine possèdent de meilleures propriétés, thermiques 

et mécaniques avec des applications respectivement dans les thermoplastiques ou dispersant 

pour le ciment (Figueiredo et al., 2018; Grossman and Wilfred, 2019). En ce qui concerne des 

biomatériaux à partir de composés aromatiques issus de la dépolymérisation de la lignine, comme 

l’acide muconique, l’acide pyridine-2,4-dicarboxylique, le polyhydroxyalcanoate et l’acide lactique, 

ils peuvent être utilisés dans les bioplastiques comme le nylon, le polyuréthane et le polyéthylène 

(Ten and Vermerris, 2013; Palazzolo and Kurina-Sanz, 2016).  

II.2.3. Les biomolécules 

Au-delà de sa valorisation en tant que biomatériaux et bioénergies, la lignine peut subir 

des réactions de dépolymérisation vers de plus petites molécules à haute valeur ajoutée. En effet, 

la lignine étant la principale et la plus abondante ressource renouvelable composée de 

groupements aromatiques, sa dépolymérisation permettrait de fournir des molécules aromatiques 

et se substituer à la pétrochimie (Gillet et al., 2017). Les transformations en aval de la 

dépolymérisation de la lignine sont regroupées sous le terme de mise à niveau (Upgrading) et 

comprennent des approches chimio-catalytiques et biocatalytiques. L’approche chimio-

catalytique pour la transformation de la lignine et ces dérivés est plus énergivore et non sélective, 

et vise principalement à obtenir un combustible plutôt que des molécules aromatiques et nécessite 

de grandes quantités d'hydrogène (Linger et al., 2014; Strassberger et al., 2014; Schutyser et al., 

2018; Cao et al., 2018b). C’est pourquoi, l’approche biocatalytique est aujourd’hui considérée 

comme le moyen le plus approprié, notamment en raison d’une meilleure sélectivité, d’une plus 

grande diversité de substrats et de meilleures conditions d’utilisation plus propres et plus 

respectueuses de l'environnement (Sena-Martins et al., 2008; Schutyser et al., 2018). Cependant, 
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à ce jour, aucun système biocatalytique enzymatique ne s'est montré suffisamment efficace pour 

la production de molécules aromatiques à partir de la lignine avec des rendements pouvant 

permettre leur commercialisation (Crestini, Crucianelli, et al., 2010; Zakzeski et al., 2010). La 

biocatalyse enzymatique reste encore un défi, avec notamment le choix de la bonne combinaison 

d'enzymes pour la valorisation des lignines à grande échelle (Gillet et al., 2017). 

En revanche, les progrès dans la compréhension du fonctionnement des microorganismes 

ligninolytiques, ainsi que leurs modes d’action enzymatique pour la conversion de la lignine 

suscitent actuellement un regain d'intérêt comme approche biocatalytique (Bugg et al., 2011a; 

Asina et al., 2017; López-Mondéjar et al., 2019; Wilhelm et al., 2019). Grâce aux avancées dans 

les domaines du génie génétique et de la biologie synthétique, des usines cellulaires microbiennes 

efficaces ont été obtenues à l’échelle laboratoire pour la production de molécules aromatiques à 

partir de lignine ou dérivé de la lignine (Salvachúa et al., 2015; Barton et al., 2018; Johnson et al., 

2019; McCarty and Ledesma-Amaro, 2019; Singh et al., 2019). Il existe déjà de nombreuses 

preuves de concept de valorisation de la lignine sous la forme de plate-formes de molécules 

aromatiques à haute valeur ajoutée (Tableau 4) par conversion microbienne à l’échelle 

laboratoire, pour diverses applications dans les domaines pharmaceutiques, cosmétiques, 

alimentaires et pétrochimiques (Palazzolo and Kurina-Sanz, 2016; Tinikul et al., 2018; Becker and 

Wittmann, 2019a).  

Tableau 4 : Molécules aromatiques issues de la bioconversion de la lignine et leurs applications.  

Application Molécules  Références 

Alimentaire et 

cosmétique 
Vanilline 

(Sainsbury et al., 2013a; Yan et al., 2016; Wang et 

al., 2018) 

Bioplastique 

Acide muconique (Chen and Wu, 2005; Linger et al., 2014; Mycroft 

et al., 2015; Johnson and Beckham, 2015; Lin et 

al., 2016; Kumar et al., 2017; Johnson et al., 2017; 

Rodriguez et al., 2017; Wu et al., 2017; Kohlstedt 

et al., 2018; Salvachúa et al., 2018; Sonoki et al., 

2018; Becker et al., 2018; Johnson et al., 2019) 

Acide pyridine-2,4-

dicarboxylique 

Polyhydroxyalcanoate 

Acide lactique 

Pétrochimie 

Acide adipique (Vardon et al., 2015) 

Pyrogallol (Wu et al., 2017) 

Acide pyruvique (Johnson and Beckham, 2015) 

Catéchol (Wu et al., 2017; Wu et al., 2018) 

Biocarburant Lipide (Kosa and Ragauskas, 2012; Wei et al., 2015) 
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III. Conversion biologique de la lignine 

III.1. La dégradation biologique de la lignine 

 Dans la nature, la biodégradation de la lignine est un processus complexe mettant en 

œuvre des microorganismes appartenant à des communautés microbiennes complexes. La 

dégradation complète de la lignine est probablement due à une succession de processus 

abiotiques et biologiques dont certains sont liés aux actions de champignons et de bactéries 

(Seigle-Murandi et al., 1996; Paliwal et al., 2012; Asina et al., 2017; Kamimura et al., 2019). 

Ces processus font intervenir de nombreuses enzymes (enzymes ligninolytiques) 

fonctionnant en synergie et se font en deux étapes : la dépolymérisation de la lignine polymérique 

et la minéralisation des composés aromatiques hétérogènes issus de cette dépolymérisation 

(Figure 11). Il semblerait que les champignons et les bactéries utilisent des stratégies similaires 

dans l’utilisation de la lignine (Brzonova et al., 2014; Asina et al., 2016). En effet, généralement, 

les oxydoréductases extracellulaires, comme les peroxydases et les laccases (très connues chez 

les champignons du fait de l’efficacité des enzymes fongiques), sont sécrétées dans le milieu par 

les microorganismes, ce qui permet la dépolymérisation de la lignine polymérique dans un premier 

temps. Quelques bactéries, peuvent potentiellement, elles aussi, dépolymériser la lignine en 

utilisant ces enzymes ligninolytiques (exemple les Dyp peroxydases) mais, leurs activités restent 

nettement plus faibles et moins efficaces par rapport aux champignons (Lotfi, 2014; Brzonova et 

al., 2014; Asina et al., 2016). Dans un deuxième temps, les molécules aromatiques issues de la 

lignine sont internalisées par les microorganismes et peuvent être utilisées comme source 

d’énergie. Elles feraient alors intervenir de nombreuses autres oxydoreductases intracellulaires. 

Ce processus de minéralisation des composés aromatiques dérivés de la dépolymérisation de la 

lignine est bien étudiée chez les bactéries, avec notamment la capacité d’assimiler les composés 

dimériques (β-aryl éther, biphényle, phénylcoumarane…) ou les monomères phénoliques (acide 

férulique, acide syringique, acide vanillique, vanilline et syringaldéhyde) (Masai et al., 2007; Bugg 

et al., 2011b; Jung et al., 2016; Kamimura et al., 2017b; Barnhart-Dailey et al., 2019).  
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Figure 11 : Représentation schématique du système de dégradation microbienne de la lignine 

(adaptée de Kamimura et al., 2019).  

III.2. Conversion enzymatique de la lignine  

III.2.1. Le catabolisme extracellulaire de la lignine  

Les enzymes capables de dépolymériser la lignine polymérique sont présentées sur la 

Figure 12A. Ces enzymes proviennent de la famille des oxydoréductases et sont classées en tant 

qu’activités auxiliaires (AA) dans la base de données CAZy (Levasseur et al., 2013). Les deux 

grandes familles d’enzymes qui catalysent la déconstruction de la lignine par oxydation sont les 

laccases et les peroxydases. Au lieu de cibler des substrats ou des liaisons spécifiques, elles 

attaquent la lignine par interaction directe ou par diffusion de molécules oxydantes appelés 

radicaux et clive la lignine de manière non spécifique (Pollegioni et al., 2015; Figure 12BC). On 

trouve également des enzymes accessoires qui génèrent le peroxyde d’hydrogène nécessaire au 

fonctionnement des peroxydases ou qui réduisent les radicaux générés par les laccases et 

peroxydases (Pollegioni et al., 2015).  
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Figure 12 : A) Présentation des enzymes capables de dépolymériser la lignine polymérique 

(adaptée de Abdelaziz et al., 2016). B) Exemple de molécules oxydantes. C) Diffusion des 

molécules oxydantes dans la lignine (adaptée de Brown and Chang, 2014).  

III.2.1.1. Les laccases 

Les laccases (EC 1.10.3.2) sont des enzymes qui appartiennent à la famille AA1 des 

activités auxiliaires. Elles ont été découvertes pour la première fois, chez Rhus vernicifera un 

arbre à laque japonais (Gianfreda et al., 1999; Baldrian, 2006). Ces enzymes sont des 

biocatalyseurs représentant un intérêt biotechnologique considérable sur le plan industriel, car 

leur mode de fonctionnement catalytique ne nécessite pas l’ajout de cofacteurs. De plus, elles 

utilisent l'oxygène atmosphérique en tant qu'accepteur final d'électrons et libèrent de l’eau. Elles 

sont donc considérées comme des biocatalyseurs verts (Martínez et al., 2005). Leurs activités 

consistent à catalyser la réduction de l'O2 en H2O, en oxydant des composés phénoliques (Figure 

13). Cette catalyse est garantie par la présence dans leur site actif de quatre ions cuivre (Riva, 

2006; Giardina et al., 2010). Les laccases peuvent oxyder des aromatiques phénoliques, mais 

leurs potentiels rédox relativement faibles les empêchent d’oxyder les aromatiques non 



25 
 

phénoliques, qui représentent souvent plus de 80% du polymère de lignine in planta. Les 

aromatiques phénoliques de la lignine ou des produits de dégradations de la lignine peuvent être 

oxydés en radicaux phénoxyles, qui sont des intermédiaires instables, qui peuvent pénétrer dans 

le réseau complexe des lignines pour le déconstruire (Martínez et al., 2005). Les laccases ont 

également de fortes activités de polymérisation qui sont en compétition avec les activités de 

dépolymérisation de la lignine, il est donc essentiel de déplacer sa performance catalytique vers 

le clivage de la lignine en optimisant les conditions d’utilisations (Bourbonnais et al., 1995; Roth 

and Spiess, 2015). Bien que les activités laccases soient normalement limitées aux composés 

phénoliques, celle-ci peut coopérer avec un médiateur jouant le rôle de navette d'électrons entre 

le substrat et l'enzyme, ce qui permet la dégradation des composés non phénoliques, c’est ce 

qu’on appelle le système médiateur-laccase (LMS). Ces médiateurs sont des molécules qui sont 

oxydés en continu par les laccases et ensuite réduits par le substrat comme présenté dans la 

Figure 13. En raison de leur taille, certains substrats ne peuvent pas pénétrer dans le site actif 

de la laccase et le médiateur agit donc comme un transporteur d'électrons entre l'enzyme et le 

substrat, surmontant ainsi les obstacles stériques qui existent entre eux. Ces médiateurs peuvent 

notamment être des produits phénoliques issus de la dégradation de la lignine, (le syringaldéhyde, 

l'acide p-coumarique, la vanilline, l'acétovanillone, l'acide 4-hydroxybenzoïque et l’alcool de 

vanillyle; Christopher et al., 2014). Des médiateurs synthétiques comme l’ABTS ou l’HBT sont les 

plus utilisés dans les travaux de dépolymérisation de la lignine (Bourbonnais et al., 1995; Chen et 

al., 2000). 

Ces enzymes ont de nombreuses applications dans différents domaines (Figure 14) 

comme la bioremédiation et l’industrie du textile pour la dégradation de polluants et colorants 

environnementaux persistants ou la production de composés phénoliques (Grandclément et al., 

2017). Les laccases sont également utilisées le blanchiment de pâte papetière et pourraient 

contribuer à la délignification de la biomasse lignocellulosique destinée à la production de sucres 

fermentescibles (Bourbonnais and Paice, 1992; Camarero et al., 2007; Lu et al., 2010). 
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Figure 13 : Activité enzymatique d’une laccase et son mécanisme d’oxydoréduction. Le substrat 

est un aromatique phénolique, sauf en présence du mécanisme LMS, ou le substrat peut être un 

aromatique phénolique ou non (adaptée de Baldrian, 2006; Abdelaziz et al., 2016).  

 

Figure 14 : Applications industrielles des laccases en pourcentage d’utilisation (adaptée de Mate 

and Alcalde, 2017).  
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III.2.1.2. Les peroxydases  

 Les peroxydases à hèmes, contenant un cofacteur métallique (souvent du fer), forment 

une superfamille d'enzymes responsables de nombreuses fonctions de biosynthèse et de 

dégradation. Les peroxydases (EC 1.11.1) appartiennent à la famille des AA2 des enzymes 

auxiliaires (CAZY) et font partie de la famille des peroxydases-catalases (Levasseur et al., 2013; 

Martínez et al., 2017). Toutes les peroxydases ont un cycle de fonctionnement comprenant 

l'oxydation de deux électrons de l’hème contenant du Fe3+ par l’H2O2, formant un complexe 

cationique oxo-ferryl (Fe4+=O) porphyrine qui oxyde successivement deux molécules substrats 

par une extraction d’électrons. Il existe plusieurs types de peroxydases selon leurs substrats 

préférentiels : les peroxydases de lignine (LiP), les peroxydases dépendantes du manganèse 

(MnP), les peroxydases versatiles (VP) et les peroxydases décolorantes (DyP) (Dashtban et al., 

2010; Asina et al., 2017; Martínez et al., 2017; de Gonzalo et al., 2016; Janusz et al., 2017).  

III.2.1.2.1. Peroxydases de lignine (LiP)  

Les peroxydases de lignine (EC 1.11.1.14) ont un potentiel rédox exceptionnellement 

élevé, ce qui leur permet d’oxyder les aromatiques non phénoliques en produisant des radicaux 

cations (Glenn et al., 1983). Les LiP peuvent oxyder directement les lignines ou des produits 

intermédiaires. Ces derniers, tels que les radicaux phénoxyles issus de phénols, ou radicaux 

cations, issus de l’alcool vératrylique, sont oxydés lors de transferts d'électrons en plusieurs 

étapes. Ils agissent ensuite comme des médiateurs diffusibles qui oxydent la lignine à distance, 

par des réactions non enzymatiques, ce qui entraine des clivages de chaînes latérales et des 

déméthylations (Kersten et al., 1985; Dashtban et al., 2010; Brown and Chang, 2014a). Les LiPs 

sont également capables de cliver directement des chaînes alkyles dans la lignine. La plupart de 

ces clivages se produisent entre le Cα et Cβ de la chaîne latérale (Chen and Wan, 2017). Le 

mécanisme d’action des LiP est présenté dans la Figure 15A, avec un début de réaction par 

l’oxydation du Fe3+, par l’H2O2 pour donner un intermédiaire oxydé par deux électrons dans lequel 

le fer se retrouve sous forme de Fe4+ avec un radical libre. La LiP, oxyde à son tour un premier 

substrat pour se retrouver sans radical libre et oxyde ensuite, un deuxième substrat, pour revenir 

à son état ferrique naturel, tout en produisant une molécule d’eau (Hammel and Cullen, 2008). 
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III.2.1.2.2. Peroxydases dépendantes du manganèse (MnP)  

Les peroxydases dépendantes du manganèse (EC 1.11.1.13), sont des peroxydases qui 

peuvent oxyder indirectement les aromatiques phénoliques de la lignine à l’aide du manganèse 

comme intermédiaire (Glenn et al., 1985). Le mécanisme des MnP est similaire au mécanisme 

d’action des LiP, mais au lieu d’oxyder directement le substrat, elles oxydent le Mn2+ en tant que 

donneur d'électrons, pour former du Mn3+ (Figure 15B; Hammel and Cullen, 2008). Celui-ci est 

stabilisée via la chélation avec des acides dicarboxyliques, tels que l'oxalate, le malonate, le 

malate, le tartrate ou le lactate. Le Mn3+ chélaté agit comme un médiateur rédox de faible masses 

moléculaire, qui attaque uniquement les aromatiques phénoliques de la lignine (Dashtban et al., 

2010; Z., H., Liu et al., 2019). C’est cette stabilisation qui augmente la densité électronique du 

Mn3+ et en fait un oxydant plus faible, incapable d'oxyder les structures non phénoliques 

prédominantes de la lignine (Hammel and Cullen, 2008). Néanmoins, il a été démontré que les 

MnP étaient capables de cliver les aromatiques non-phénoliques par l’intermédiaire de chaines 

aliphatiques d’acides gras insaturés dont l’oxydation conduit à des radicaux plus puissants tels 

que l’acide acétique, les hydroperoxydes, les superoxydes ou les méthanoates (Bao et al., 1994; 

Moen and Hammel, 1994; Hofrichter, 2002).  

III.2.1.2.3. Peroxydases versatiles (VP)  

 Les peroxydases versatiles (EC 1.11.1.16) peuvent oxyder les aromatiques non 

phénoliques à potentiel redox élevé comme les LiP ainsi que les aromatiques phénoliques par 

l’intermédiaire du manganèse (Mn2+) comme les MnP (Figure 15C; Camarero et al., 1999; Pérez-

Boada et al., 2005). Ces VP sont capables d'oxyder efficacement les aromatiques phénoliques en 

l'absence de médiateurs oxydants ou d'oxyder les aromatiques non phénoliques en l'absence de 

Mn2+ (Rodríguez et al., 2004). Cette polyvalence lui permet d’avoir une plus grande diversité de 

substrats et leur confère un rôle actif dans l’oxydation des aromatiques à potentiel redox faible et 

élevé (Dashtban et al., 2010; Janusz et al., 2017). Cependant, ses activités catalytiques sont plus 

faibles en comparaison aux LiP mais sont comparables aux activités des MnP (Pérez-Boada et 

al., 2005; Hammel and Cullen, 2008). Une VP de Pleurotus ostreatus a récemment permis la 

dégradation d’un dimère β-O-4 et de la lignine synthétique (Fernández-Fueyo et al., 2014). 
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Figure 15 : Mécanisme d’action des différentes peroxydases. A) LiP, B) MnP et C) VP. Le substrat 

est un aromatique non phénolique pour la LiP, un aromatique phénolique pour la MnP et un 

aromatiques phénolique ou non pour la VP (adaptée de Hofrichter, 2002; Abdelaziz et al., 2016; 

Chen and Wan, 2017).  
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III.2.1.2.4. Peroxydases décolorantes (DyP-type)  

Les peroxydases décolorantes (EC 1.11.1.19) révèlent une origine phylogénétique 

différente des peroxydases décrites ci-dessus et ont été nommées DyP en raison de leur capacité 

à catalyser efficacement la décoloration d'une large gamme de colorants industriels, en particulier 

les dérivés de l'anthraquinone (Reactive Blue 5, Remazol Brilliant Blue R…) (Kim and Shoda, 

1999; Martínez et al., 2017). Bien que les substrats naturels de ces enzymes ne soient pas 

nécessairement des colorants, toutes les peroxydases de type DyP présentent une activité 

peroxydase apparente plus élevée vis-à-vis de ces colorants que celle des autres peroxydases 

(Brown et al., 2012; Santos et al., 2014; Yu et al., 2014). Les DyP ont été divisées en 4 classes 

sur la base de leurs séquences protéiques. Les protéines appartenant aux classes A, B et C sont 

principalement présentes chez les bactéries. Les Dyp A sont généralement sécrétées, 

contrairement à celles des classes B et C qui ne possèdent pas de peptide signal de sécrétion, 

ce qui suggère qu’il s’agit d’enzymes intracellulaires. Les DyP de classe D, sont des protéines 

extracellulaires issues de champignons (Fawal et al., 2013; Singh and Eltis, 2015; Yoshida and 

Sugano, 2015). Les Dyp ont le même mode d’action global que les autres peroxydases avec un 

besoin en peroxyde d'hydrogène pour former les intermédiaires qui oxydent ensuite le médiateur 

ou le substrat. Cependant, les mécanismes exacts du fonctionnement catalytique des DyP sont 

encore mal connus (de Gonzalo et al., 2016; Martínez et al., 2017). 

Plusieurs de ces enzymes ont été caractérisées et étudiées pour leurs capacités à 

dégrader la lignine avec notamment les aromatiques phénoliques ou non dans la lignine, ainsi 

que le clivage des liaisons inter-unités β-O-4 à travers des composés modèles de la lignine (Van 

Bloois et al., 2010; Ahmad et al., 2011; Min et al., 2015; Chen et al., 2015; Lončar et al., 2016). 

Plusieurs Dyp bactériennes ont été identifiées dans la littérature. Une DyP de 

Saccharomonospora viridis a notamment permis d’améliorer le blanchiment biologique de la pâte 

kraft d'eucalyptus (Yu et al., 2014). Chez Thermobifida fusca, une DyP a montré une réactivité 

vis-à-vis de la lignine Kraft, et s'est avérée oxyder un composé modèle de lignine β-aryl éther pour 

former un dimère oxydé (Rahmanpour et al., 2016). Enfin, l’utilisation de technique de 

mutagenèse aléatoire suivie d'un criblage à haut débit, a permis d'identifier et de sélectionner une 

DyP de Pseudomonas putida qui présente une efficacité catalytique 100 fois supérieure sur du 

2,6-diméthoxyphénol, ainsi qu’une efficacité améliorée pour un certain nombre de phénols, de 

molécules aromatiques, le dimère de modèle phénolique de lignine β-O-4 et la lignine Kraft 

(Brissos et al., 2017).  
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III.2.1.2.5. Applications des peroxydases  

Les perspectives d’applications industrielles pour les peroxydases couvrent de vastes 

secteurs, avec notamment la bioraffinerie, le textile, la bioremédiation (Falade et al., 2017). Dans 

la bioraffinerie, l’étape de délignification de la biomasse lignocellulosique est importante pour la 

production de biocarburants. Ces peroxydases pourraient permettre d’améliorer les 

prétraitements biologiques avec une action en amont de l’utilisation de microorganismes non 

ligninolytiques (Wang et al., 2013b). Dans le domaine de la bioremédiation avec la dépollution des 

eaux usées ou encore pour l’industrie du textile qui produit un nombre considérable de colorants 

et polluants industriels (Karam and Nicell, 1999; Singh et al., 2015). En effet, l’utilisation de 

peroxydases s’est avérée efficace pour le traitement de colorants industriels seul ou en 

complément d’un traitement à la laccase qui dans ce cas améliore de 25 % la décoloration 

(Abadulla et al., 2000; Ferreira-Leitão et al., 2007). 

III.2.1.3. Activités enzymatiques accessoires  

 Les enzymes qui fonctionnent en complémentarité avec les enzymes ci-dessus et qui 

favorisent la dégradation de la lignine sont appelées enzymes accessoires (Tableau 5). Celles-ci 

regroupent des oxydases, génératrices de peroxyde d'hydrogène (H2O2), ainsi que des 

réductases et des déshydrogénases qui réduisent les radicaux dérivés de la dégradation de la 

lignine (quinones, méthoxyle et phénoxyle) par les peroxydases et les laccases (Dashtban et al., 

2010; Figure 16). Ces enzymes ont principalement été identifiées et caractérisées chez les 

champignons. Par ailleurs, il a été montré que ces enzymes agissent en synergie avec les autres 

enzymes ligninolytiques et améliorent la dégradation de la lignine ou des biomasses 

lignocellulosiques (Kersten, 1990; Henriksson et al., 1995; Dashtban et al., 2010).  

Tableau 5 : Enzymes accessoires, favorisant la dégradation de la lignine. 

Nomenclature  

EC 

Nomenclature 

CAZy 
Nom des enzymes rôles Références 

EC 1.1.3.7 AA3_2 Aryl alcool oxydases (AAO) H202 (Guillén et al., 1992) 

EC.1.1.3.38 AA4 Alcool Vanillique oxydase (VAO)  H202 (de Jong et al., 1992) 

EC 1.2.3.15 AA5_2 
Glyoxal oxydases (GLX)  

ou Méthanol oxydase (MOX) 
H202 (Daou et al., 2016) 

EC 1.1.3.10 AA3_4 Pyranose 2-oxydase (P2O)  H202 (Volc and Erikkson, 1988) 

EC 1.1.3.9 AA5_2 Galactose oxydase H202 (Avigad et al., 1962) 

E.C.1.1.3.4 AA3_2 Glucose oxydase (GOD) 
H202 (Swoboda and Massey, 

1965) 

EC.1.6.5.6 AA6 
1,4-Benzoquinone  

ou Quinone réductase 
Radicaux (Guillén et al., 1997) 

EC 1.1.99.18 AA3_1 Cellobiose déshydrogénase (CDH) Radicaux (Turbe-Doan et al., 2013) 
EC 1.1.1.90 / Aryl-alcool déshydrogénase (AAD) Radicaux (Gutierrez et al., 1994) 

EC 1.1.99.35 / Glucose déshydrogénase (GDH) Radicaux (Piumi et al., 2014) 
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Figure 16 : Radicaux : A) Quinone, B) Méthoxyle et C) Phénoxyle. 

III.2.2. Le catabolisme intracellulaire des composés aromatiques  

Les premières études sur le catabolisme intracellulaire des composés aromatiques 

(substances contaminants et polluantes dans l’environnement) ont initialement été réalisées pour 

la compréhension des voies métaboliques associées à la bioremédiation et la détoxification des 

écosystèmes (Díaz, 2004; Arora et al., 2014; Fuentes et al., 2014). De nombreux 

microorganismes possèdent différentes voies métaboliques impliquant de nombreuses enzymes, 

leur permettant d’utiliser les molécules aromatiques comme sources de carbone et d’énergie pour 

leur croissance. Ces molécules peuvent être issues de contaminants environnementaux ou de la 

dégradation de la lignine polymérique ainsi que des molécules aromatiques issues de la biomasse 

lignocellulosique (Bugg et al., 2011; Fuchs et al., 2011; Kamimura et al., 2017b).  

Les voies métaboliques intracellulaires impliquent de nombreuses oxydoréductases qui 

dégradent des dimères aromatiques contenant les différentes liaisons inter-unités de la lignine. 

Le catabolisme biologique des composés aromatiques dérivés de la lignine est divisé en plusieurs 

parties (Figure 17), avec les voies supérieures (Upper Pathways) ou entonnoir biologique 

(Biological Funneling) qui permettent la transformation d’une grande diversité de molécules 

aromatiques (monomères ou dimères issus de la lignine polymérique) internalisées en acides 

syringique, p-hydroxybenzoïque et vanillique. Les voies périphériques (Peripheral Pathways) 

permettent de transformer ces 3 acides en composés aromatiques de structure catécholique 

(acide protocatéchique, acide gallique et catéchol) principalement par des réactions d’O-

déméthylation. Enfin les voies inférieures (Lower Pathways) concernent l’ouverture des noyaux 

aromatiques issus des voies périphériques, pour la métabolisation de leurs produits en énergie 

dans le cycle de Krebs (Linger et al., 2014; Salvachúa et al., 2015).  
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Figure 17 : Catabolisme intracellulaire des composés aromatiques (adaptée de Schutyser et al., 

2018). 

III.2.2.1. Les voies cataboliques supérieures (Upper Pathways)  

Les principales voies supérieures agissent comme des entonnoirs biologiques (Biological 

Funneling) qui convertissent les composés aromatiques (dimères ou monomères) dérivés des 

unités S, G et H ou encore les acides hydroxycinnamiques issus de la biomasse (acide férulique 

ou acide p-coumarique) en composés intermédiaires centraux qui sont l’acide vanillique, l’acide 

p-hydroxybenzoïque et l’acide syringique (Salvachúa et al., 2015; Z., H., Liu et al., 2019). 

Plusieurs mécanismes sont impliqués dans cet entonnoir biologique. 

La dégradation des dimères (liaison β-O-4) par la voie des β-étherases  

La liaison β-O-4 est la liaison inter-unité la plus représentée dans les lignines. La voie de 

dégradation de cette liaison (β-etherase Pathway) est aujourd’hui bien identifiée chez plusieurs 

bactéries, comme Erythrobacter sp, Novosphingobium sp ou Sphingobium sp. SYK-6 (Palamuru 

et al., 2015; Kontur et al., 2019; Perez et al., 2019). La voie métabolique des β-étherases chez 

Sphingobium SYK6 permettant la dégradation du dimère guaïacylglycérol-β-guaïacyléther (GGE) 

est présentée dans la Figure 18. 
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Le composé dimérique GGE (guaiacylglycerol-β-guaicylether) qui possède la liaison β-

aryl-éther existe sous deux formes isomériques (R et S), chacune ayant deux formes 

énantiomères (α et β). Une grande diversité d’oxydoréductases est nécessaire pour métaboliser 

ces différentes formes. Des alcools déshydrogénases (Lig D, O, L, N) convertissent les dimères 

en transformant la fonction alcool du C en C=O (Picart et al., 2015; Pereira et al., 2016). Ces 

dimères sont alors oxydés par les -éthérases (LigF,E,P) en présence de gluthation rompant ainsi 

la liaison β-aryl-éther entre les monomères aromatiques et donnant une molécule de guaiacol et 

glutathion-hydroxypropionivanillone (GS-HPV; Tanamura et al., 2011; Reiter et al., 2013)). Le GS-

HPV est transformée en acide vanillique ou acide syringique via une succession de réactions 

d’oxydoréduction impliquant de nombreuses enzymes (Glutathion S-transferase, oxydases, 

aldéhydes déshydrogénases, des thioestérases; Higuchi et al., 2018; Higuchi et al., 2019). 

 

Figure 18 : Voie catabolique des β-éthérases chez Sphingobium sp. SYK-6 (adaptée de 

(Kamimura et al., 2017b; Higuchi et al., 2019). 
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La transformation des monomères aromatiques  

De nombreuses enzymes sont impliquées dans la transformation des monomères issus 

des unités p-hydroxyphényle (H) (et l’acide p-coumarique), des unités guaïacyle (G) (et l’acide 

férulique) et des unités syringyle (S) de la lignine en acides p-hydroxybenzoïque, vanillique et 

syringique respectivement (Chen and Wan, 2017; Wang et al., 2017; Xu et al., 2019; Ravi et al., 

2019). Ces enzymes sont principalement des déshydrogénases, des décarboxylases, des 

réductases, des thiolases, des synthétases, des hydratases et des aldolases (Tableau 6).  

Tableau 6 : Enzymes des voies cataboliques supérieures des monomères aromatiques. 

Voie Nom Type d’enzyme Substrats Produits Références 

C
a
ta

b
o

li
s
m

e
  

d
e

s
 u

n
it

é
s

 H
 

pHCS synthétase 
Acide 

p-coumarique 
p-hydroxycinnamoyl-

CoA 
(Jung et al., 2016) 

ECH 
énoyl-CoA 
hydratase 

p-hydroxycinnamoyl-

CoA 

p-hydroxyphényl-β-

hydroxypropionyl-CoA 

(Achterholt et al., 

2000) 

HADH déshydrogénase 
p-hydroxyphényl-β-

hydroxypropionyl-CoA 
p-hydroxybenzoyl-CoA  

(Jung et al., 2016) 

KAT 
3-ketoacyl-CoA 

thiolase 
(Jung et al., 2016) 

TE thiolase p-hydroxybenzoyl-CoA 
acide p-

hydroxybenzoïque 
(Jung et al., 2016) 

pHCHL hydratase/lyase 
p-hydroxyphényl-β-

hydroxypropionyl-CoA 
acide p-

hydroxybenzaldhéyde 
(Mitra et al., 1999) 

BADH déshydrogénase 
acide p-

hydroxybenzaldhéyde 

acide p-

hydroxybenzoïque 

(Harayama et al., 

1986) 

pHBALS synthétase 

Acide 
p-coumarique 

acide p-hydroxyphényl-

β-hydroxypropanoïque 

acide p-hydroxyphényl-
β-hydroxypropanoïque 

acide p-

hydroxybenzoïque 

(Jung et al., 2016) 

C
a
ta

b
o

li
s
m

e
  

d
e

s
 u

n
it

é
s

 G
 

RE 
aromatique 
réductase 

acide férulique acide dihydroférulique 
(Priefert et al., 

2001) 

DCL décarboxylase acide dihydroférulique acide vanillique 
(Priefert et al., 

2001) 

FDC decarboxylase acide férulique 4-vinylguaïacol (Zago et al., 1995) 

VGDH déshydrogénase 4-vinylguaïacol Vanilline 
(Achterholt et al., 

2000) 

FCS synthétase acide férulique féruloyl-CoA 
(Achterholt et al., 

2000) 

ECH/A 
enoyl-CoA-

hydratase/aldolase 
féruloyl-CoA Vanilline 

(Achterholt et al., 
2000) 

VDH déshydrogenase vanilline Acide vanillique (Ding et al., 2015) 

ECH 
enoyl-CoA-
hydratase 

féruloyl-CoA 
4-hydroxy-3methoxy-β-
hydroxypropionyl-CoA 

(Wang et al., 2017) 

DHG déshydrogénase 
4-hydroxy-3methoxy-β-
hydroxypropionyl-CoA 

4-hydroxy-3methoxy-
benzoyl actéyl-CoA 

(Wang et al., 2017) 

KTE β-keto thiolase 
4-hydroxy-3methoxy-
benzoyl actéyl-CoA 

vanillyl-CoA (Wang et al., 2017) 

TE thiolase vanillyl-CoA acide vanillique  

u
n

it
é

s
 

S
 

DesV 
aldéhyde 

déshydrogénase 
syringaldéhyde acide syringique 

(Kamimura et al., 
2017b) 

LigV 
vanilline 

déshydrogénase 
(Masai et al., 

2007) 
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Figure 19 : Voies cataboliques supérieures des monomères aromatiques. A) Voie de dégradation 

des composés issus de l’unité H de la lignine. B) Voie de dégradation des composés issus de 

l’unité G de la lignine. C) Voie de dégradation des composés issus de l’unité S de la lignine 

(adaptée de Wang et al., 2017; Chen and Wan, 2017; Xu et al., 2019; Ravi, Abdelaziz, et al., 

2019).  
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III.2.2.2. Les voies cataboliques périphériques (Peripheral Pathways)  

Les voies périphériques transforment les composés intermédiaires issus des voies 

supérieures en composés aromatiques avec des structures catécholiques  par l’intermédiaire 

d’une grande diversité d’oxydoréductases dont des dioxygénases, des monooxygénases, des O-

déméthylases, des hydroxylases et des cytochromes P450 (Tableau 7 et Figure 20). Elles 

permettent l’obtention des intermédiaires centraux comme l’acide protocatéchique, l’acide gallique 

et le catéchol (Kasai et al., 2005; Kamimura et al., 2017b; Ravi, Abdelaziz, et al., 2019). Par 

exemple, l’acide caféique, l’acide 3-OH-benzoïque ou encore l’acide 4-OH-benzoïque sont 

transformés en acide protocatéchique  alors que le toluène, le benzène, le phénol, l’acide 

benzoïque, l’acide cinnamique et le gaïacol sont transformés en catéchol (Fuchs et al., 2011; 

Nešvera et al., 2015; Mallinson et al., 2018; Lubbers et al., 2019). Ces composés aromatiques 

issus des voies cataboliques périphériques sont par la suite métabolisés par les microorganismes 

pour leur croissance dans les voies inférieures (Lower Pathways).  

Tableau 7 : Enzymes des voies cataboliques périphériques des monomères aromatiques. 

Nom Type d’enzyme Substrats Produits Références 

VanAB deméthylase acide vanillique acide protocatéchique 
(Segura et al., 

1999) 

pHB3H hydroxylase 
acide p-

hydroxybenzoïque 
acide protocatéchique 

(Suemori et al., 

1995) 

PobA hydroxylase 
(Buchan et al., 

2000) 

DesA déméthylase acide syringique acide 3-O-méthylgallique (Ravi et al., 2019) 

LigM deméthylase 
acide 3-O-

méthylgallique 
acide gallique (Abe et al., 2005) 

pCADC/ 

AroY 
décarboxylase acide protocatéchique Catéchol 

(Draths and Frost, 

1994) 
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Figure 20 : Voies cataboliques périphériques (adaptée de Fuchs et al., 2011; Xu et al., 2019). 

III.2.2.3. Les voies cataboliques inférieures (Lower Pathways)  

Les voies inférieures concernent le clivage des noyaux aromatiques issus des 

intermédiaires centraux (l’acide gallique, le catéchol et le pyrocatéchol), pour donner des 

intermédiaires centraux comme l’acétyl-CoA, le succinyl-CoA ou encore le pyruvate utilisés dans 

différentes voies permettant la production d’énergie (Vaillancourt et al., 2006; Díaz et al., 2013). 

Différentes familles de dioxygénases sont utilisées pour cliver les noyaux aromatiques ; les 

intradiol (ou ortho) et les extradiol (ou meta) dioxygénases. Les dioxygénases intradiol utilisent du 

Fe3+ pour cliver le noyau aromatique en position ortho, tandis que les extradiol dioxygénases 

utilisent du Fe2+ pour cliver le noyau aromatique en position méta (Sainsbury et al., 2015). 

L’ensemble des enzymes et des mécanismes impliqués dans le catabolisme des différentes 

molécules des voies inférieures sont présentés dans le Tableau 8 et la Figure 21. Ainsi par 

exemple, le cycle aromatique du principal intermédiaire, l’acide protocatéchique, peut être clivé 

selon plusieurs voies en fonction de la position des C où a lieu l’ouverture du cycle (voies 2-3, 3-

4 ou 4-5; Kasai et al., 2005). Les intradiol dioxygénases (PcaHG) sont impliquées spécifiquement 

dans les voies 3,4 et convertissent l’acide protocatéchique en acide carboxymuconique. Les 

extradiol dioxygénases (LigAB, PraA, DmpB) sont spécifiques des voies 2-3 et 4-5 (Vaillancourt 

et al., 2006; Barry and Taylor, 2013; Xu et al., 2019; Lubbers et al., 2019).    
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Tableau 8 : Enzymes des voies cataboliques supérieures des monomères aromatiques, avec en 

gras les dioxygénases. 

Nom  Type d’enzyme Substrats Produits Références 

LigAB 4,5 dioxygénase acide protocatéchique 
acide 4-carboxy-2-

hydroxymuconique-6-
semialdéhyde 

(Kasai et al., 2007) 

LigC déshydrogénase 
acide 4-carboxy-2-

hydroxymuconique-6-
semialdéhyde 

acide 2-pyrone-4,6-
dicarboxylique 

(Masai et al., 2000) 

DesZ 3,4-dioxygénase acide 3-O-méthylgallique 
acide 2-pyrone-4,6-

dicarboxylique 
(Kasai et al., 2004) 

LigL hydrolase 
acide 2-pyrone-4,6-

dicarboxylique 

acide 2-hydroxy-4-
oxobutane-1,2,4-

tricarboxilique 
(Masai et al., 1999) 

LigU tautomérase 
acide 2-hydroxy-4-oxobutane-

1,2,4-tricarboxilique 
acide 4- oxalomesaconique (Ravi et al., 2019) 

DesB/GalA dioxygénase acide gallique acide 4-oxalomesaconique (Kasai et al., 2004) 

LigJ 4 hydratase acide 4-oxalomesaconique 
acide 4-carboxy-4-hydroxy-

2-oxoadipique 
(Hara et al., 2000) 

LigK aldolase 
acide 4-carboxy-4-hydroxy-2-

oxoadipique 
acide oxaloacétique + 

Pyruvate 
(Ravi et al., 2019) 

PraA 2,3 dioxygénase acide protocatéchique 
acide 5-carboxy-2-

hydroxymuconique-6-
semialdehyde 

(Cerdan et al., 1994) 

PraH décarboxylase 
acide 5-carboxy-2-

hydroxymuconique-6-
semialdehyde 

acide 2-hydroxymuconique-
6-semialdehyde 

(Kasai et al., 2009) 

XylG/PraB déshydrogénase 
acide 2-hydroxymuconique-6-

semialdehyde 
acide 2-hydroxymuconique (Kasai et al., 2009) 

XylH/PraC tautomérase acide 2-hydroxymuconique acide 4-oxalocronique (Kasai et al., 2009) 

XylL/PraD décarboxylase acide 4-oxalocronique 
acide 2-hydroxypenta-2,4-

dienoique 
(Kasai et al., 2009) 

XylJ hydratase 
acide 2-hydroxypenta-2,4-

dienoique 
acide 4-hydroxy-2-

oxovalerique 
(Lau et al., 1994) 

XylK aldolase 
acide 4-hydroxy-2-

oxovalerique 
pyruvate + acétaldhéyde (Shingler et al., 1992) 

XylQ déshydrogénase acétaldhéyde acétyl-CoA 
(Aemprapat and 
Williams, 1998) 

PcaHG 3,4 dioxygénase acide protocatéchique 
acide β-

carboxymuconique 
(Buchan et al., 2000) 

PcaB cycloisomérase acide β-carboxymuconique γ-carboxymuconolactone (Buchan et al., 2000) 

PcaC décarboxylase γ-carboxymuconolactone 
acide β-cétoadipique énol-

lactone 
(Buchan et al., 2000) 

PcaD enol-lactonase 
acide β-cétoadipique énol-

lactone 
acide β-cétoadipique  (Buchan et al., 2000) 

PcalJ 
Succinyl-CoA 
transférase 

acide β-cétoadipique acide β-cétoadipique-CoA (Buchan et al., 2000) 

PcaF thiolase acide β-cétoadipique-CoA 
Succinyl-CoA +  

Acétyl-CoA 
(Buchan et al., 2000) 

CatA 1,2 dioxygénase catéchol acide muconique (Kukor et al., 1988) 

CatB cycloisomérase acide muconique Acide muconolactone (Aldrich et al., 1987) 

CatC isomérase Acide muconolactone 
acide β-cétoadipique énol-

lactone 
(Kukor et al., 1988) 

DmpB 2,3 dioxygénase catéchol 
acide 2-

hydroxymuconique-6-
semialdehyde 

(Shu et al., 1999) 

DmpC tautomérase 
acide 2-hydroxymuconique-6-

semialdehyde 
acide 2-hydroxymuconique (Shingler et al., 1992) 

DmpH décarboxylase acide 4-oxalocronique acide 2-oxopent-4-énoïque (Shingler et al., 1992) 

DmpD hydrolase 
acide 2-hydroxymuconique-6-

semialdehyde 
acide 2-oxopent-4-énoïque (Shingler et al., 1992) 

DmpE hydratase acide 2-oxopent-4-énoïque 
acide 4-hydroxy-2-

oxovalerique 
(Shingler et al., 1992) 
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Figure 21 : Voies cataboliques inférieures avec le clivage des intermédiaires centraux (adaptée 

de Lubbers et al., 2019; Johnson et al., 2019; Liu et al., 2019; Xu et al., 2019).  
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III.2.2.4. Applications des enzymes du catabolisme des molécules aromatiques 

Les différentes enzymes impliquées dans les voies de catabolisme des molécules 

aromatiques peuvent constituer des réservoirs d’enzymes intéressantes pour dégrader les 

lignines industrielles ou lignines des biomasses lignocellulosiques et produire des molécules 

chimiques à haute valeur ajoutée soit en utilisant directement les enzymes identifiées soit en  

modifiant  génétiquement des microorganismes pour les rendre capables de cataboliser la lignine 

et  d’accumuler des molécules d’intérêt (Beckham et al., 2016; Xu et al., 2019; Kamimura et al., 

2019). Ces molécules d’intérêt seront par la suite valorisées dans différents secteurs industriels. 

Des travaux ont décrit la production de monomères de β-hydroxypropiovanillone, β-

hydroxypropiosyringone ou α-(2-méthoxyphénoxy)-β-hydroxypropiovanillone par Sphingobium 

sp. et Novosphingobium sp. à partir de dimère de lignine (GGE) (Ohta et al., 2015; Gall et al., 

2018). Une approche biocatalytique combinant successivement un système laccase-médiateur, 

et des β-éthérases a permis la libération de coniferaldéhyde et d’acide syringique à partir de 

dimère de lignine (Picart et al., 2017). 

D’autres études sont plus axées sur la valorisation des monomères dérivés de la lignine, 

avec par exemple la production d’acide muconique à partir d’acides syringique, vanillique ou p-

hydroxybenzoïque par Pseudomonas putida. L’introduction d’une dioxygénase et d’une O-

déméthylase conduisent à des rendements de conversion jusqu’à 75 % (Sonoki et al., 2018; 

Shinoda et al., 2019). La modification d’une souche de Corynebacterium glutamicum a permis 

l’accumulation d’acide muconique avec des rendements de 85 g.l-1 et 1,8 g.l-1 à partir de catéchol 

et de phénols respectivement (Becker et al., 2018). Une souche de Pseudomonas putida, 

modifiée avec les enzymes issues de Shingobium sp. et Paenibacillus sp. accumule une quinzaine 

de composés différents à partir de dérivés de lignine (Johnson et al., 2019). Enfin, l’utilisation 

d’une approche biocatalytique sans cofacteur avec l’utilisation d’une décarboxylase et d’une 

dioxygénase a permis la production de vanilline et 4-vinylphénol à partir d’acides férulique et p-

coumarique (Ni et al., 2018). 
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IV Microorganismes ligninolytiques et leurs aptitudes à croître sur la lignine 

IV.1. Les microorganismes impliqués dans la ligninolyse  

La capacité ligninolytique des microorganismes est basée sur plusieurs critères dont 

l’utilisation des lignines ou des produits aromatiques dérivés de lignines pour leur croissance, la 

production des enzymes ligninolytiques ou la libération des molécules aromatiques dans le milieu 

de culture.  

La dépolymerisation et la minéralisation microbienne de la lignine ont été largement 

étudiées chez les champignons responsables de la pourriture blanche et de la pourriture brune 

(Kirk and Farrell, 1987; Sánchez, 2009; Floudas et al., 2012). D’ailleurs, ces microorganismes ont 

longtemps été considérés comme les seuls ou les plus aptes à décomposer complètement la 

lignine dans différents environnements. Leurs actions portent aussi bien sur les lignines natives 

(présentes dans les biomasses lignocellulosiques) que sur des lignines issues de différents 

procédés de transformation (Ten Have and Teunissen, 2001; Camarero et al., 2014). De 

nombreuses espèces de champignons ont démontré des compétences ligninolytiques. Ainsi les 

taux de délignification chez ces champignons sont importants et varient de 10 à 90 % en fonction 

des substrats et des conditions (Tableau 9). Les enzymes identifiées précédemment, ont un rôle 

important dans la dépolymérisation. Ainsi, un mutant de Sporotrichum pulverulentum sans phénol-

oxydases, n’est plus capable de croître sur le bois ou la lignine kraft en comparaison avec la 

souche sauvage, ce qui souligne l’importance de ces enzymes pour la croissance de ces 

microorganismes sur les substrats lignifiés (Ander and Eriksson, 1976).  

Tableau 9 : Champignons ligninolytiques et leurs substrats.   

Champignons Biomasse  
Perte poids  
ou lignine 

Références 

Phanerochaete 

chrysosporium 
Lignine kraft 90 %  (Ulmer et al., 1983) 

Chrysonilia sitophila Bois 25 % (Ferraz and Durán, 1995) 

Fusarium  

proliferatum 
Lignin organosolv 10 % (Regalado et al., 1997) 

Pleurotus ostreatus Liqueur Noire 70 % (Wu et al., 2005) 

Aspergillus sp. Lignine Kraft 65 % (Yang et al., 2011) 

Phanerochaete 

chrysosporium 

Paille de riz 

explosé à la vapeur 
58 % (Zhang et al., 2012) 

Neurospora discreta 
Bagasse de canne 

à sucre 
16 % 

(Pamidipati and Ahmed, 

2017) 
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Depuis plusieurs années, l'accent a été mis sur les capacités des bactéries à dégrader ou 

utiliser la lignine comme source de carbone. En effet de nombreuses bactéries capables de 

métaboliser les lignines ont été isolées (Ahmad et al., 2010; Bandounas et al., 2011; Z., Xu et al., 

2018b). Les technologies de séquençage à haut débit ainsi que les études de biodiversités 

fonctionnelles ont permis d’identifier des bactéries possédant des potentiels ligninolytiques et de 

les isoler à partir de divers écosystèmes comme le sol, le bois pourri, les boues activées, les 

stations d'épuration, les intestins d’animaux, le compost et bien d‘autres (Tuomela et al., 2000; 

Davis and Sello, 2010; R., Xu et al., 2018b; Yu et al., 2018). Ces bactéries isolées possèdent un 

fort potentiel et une grande diversité génétique pour la production d’enzymes ligninolytiques 

(Strachan et al., 2014; Tian et al., 2014; Armstrong et al., 2015; Picart et al., 2015). Les bactéries 

présentent également d’autres avantages comme des opportunités de culture aisée (une 

tolérance importante aux métabolites toxiques, au manque de nutriments, au manque d’oxygène 

et aux fortes densités cellulaires). Certaines bactéries ont également la capacité de résister aux 

conditions de cultures inhabituelles (hautes températures, pH, concentration élevée en sels…) ce 

qui confère aux enzymes bactériennes, une meilleure, thermostabilité et halotolérance 

(Ruijssenaars and Hartmans, 2004; Singh et al., 2007; Niladevi et al., 2008; Guan et al., 2014). 

Enfin, l'expression des protéines recombinantes et les manipulations génétiques peuvent être plus 

faciles à mettre en œuvre chez les bactéries (Brown and Chang, 2014b; Ceballos et al., 2017; 

Brissos et al., 2017; Sharma et al., 2018). 

IV.2. Physiologie bactérienne en présence de lignines et biomasses lignifiées 

IV.2.1. Capacité de croissance des bactéries 

La dégradation bactérienne de la lignine a été étudiée chez de nombreuses bactéries 

principalement issues du sol comme les actinomycètes, les Pseudomonadaceae, et les 

Bacillaceae (Zimmermann, 1990; Kirby, 2005; Tian et al., 2014; Xu et al., 2019). Les études de la 

dégradation des lignines par les bactéries ont été menées en utilisant des lignines natives ou 

isolées de biomasses lignocellulosiques (graminées, bois) ainsi que des lignines industrielles 

comme la lignine Kraft (Sainsbury et al., 2013; Liu et al., 2014; Asina et al., 2016; Xu et al., 2018b). 

De nombreux substrats synthétiques (DHP, lignines modèles) possédant les structures et liaisons 

trouvées au sein des lignines polymériques ont également été utilisées (Kirk and Farrell, 1987; 

Větrovský et al., 2014; Pereira et al., 2016; Gall et al., 2018). Cette dégradation se fait 

essentiellement en condition aérobie.  
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La capacité des bactéries à métaboliser les monomères aromatiques a été largement 

démontrée dans la littérature (Mohan and Phale, 2017; Araki et al., 2019). Par exemple, la bactérie 

Sphingobacterium sp. utilise les acides vanillique, syringique et p-coumarique pour sa croissance  

et  Bacillus subtilis est capable de produire de la vanilline à partir d’acide férulique avec un 

rendement molaire supérieur à 60 % (Wang et al., 2018a). Plusieurs études montrent la 

minéralisation de lignines marquées au 14C en 14CO2 (Crawford, 1978; Kerr et al., 1983; McCarthy 

and Broda, 1984). Ainsi, des espèces de  Nocardia sp. assimilent des DHP marqués au 14C 

(Trojanowski et al., 1977). Pseudomonas sp. dégrade 20 à 40 % de  lignine marquée tout en 

produisant  du 14CO2 (Odier et al., 1981). 

De nombreuses études ont permis d’identifier des bactéries capables de croître en 

présence de lignine seule comme source de carbone (Abd-elsalam and El-hanafy, 2009; Chai et 

al., 2014; Hooda et al., 2015; Mathews et al., 2016; Shi et al., 2017; Xu et al., 2018b). Ainsi, 

Pandorea norimbergensis, Pseudomonas sp et Bacillus sp ont été isolées après enrichissement 

en présence de lignine Kraft. Ces isolats sont capables de se développer en présence de lignine 

Kraft mais également en présence de monomères phénoliques comme le phénol, et les acides p-

hydroxybenzoïque, vanillique et syringique (Bandounas et al., 2011). D’autres espèces de 

bactéries comme Bacillus sp, Paenibacillus sp. Aneurinibacillus aneurinilyticus dégradent jusqu’à 

37, 33 et 30 % respectivement de lignine kraft (Chandra et al., 2007). Pandorea sp B6 est aussi 

capable de croître en présence de lignine Kraft et de décolorer la lignine avec un taux de 41,6% 

après 7 jours de croissance. Elle produit en même temps de nombreuses molécules aromatiques 

dans le milieu de culture après croissance (Shi et al., 2013).  

Pour certaines souches bactériennes, une source de carbone supplémentaire est requise 

pour dégrader la lignine ou améliorer sa dégradation. De nombreux sucres, comme le glucose ou 

le xylose, permettent la croissance de ces bactéries sur des substrats riches en lignine (Sainsbury 

et al., 2013b; DeAngelis et al., 2013; Zhu et al., 2017; Casciello et al., 2017). Anerinibacillus 

aneurinilyticus est capable de réduire le contenu en lignine kraft du milieu de culture de 43 % 

après 6 jours d’incubation mais uniquement quand la culture est complémentée avec du glucose 

(Raj et al., 2007).  

Cependant, la dégradation bactérienne des lignines polymériques reste limitée 

comparativement à la dégradation fongique, et la relation entre les activités « ligninolytiques » 

produites et la dégradation de la lignine reste incertaine et mal comprise (Brown et al., 2012; Tian 

et al., 2014; Z., H., Liu et al., 2019).  En effet, la présence de composés phénoliques issus de la 

lignine dans les milieux de cultures peut aussi être attribuée à la libération de ces produits par 
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dégradation thermique de la lignine durant la stérilisation nécessaire à la mise en œuvre de ces 

études physiologiques. Par conséquent, les bactéries peuvent maintenir leur croissance en 

utilisant ces composés phénoliques disponibles dans le milieu au lieu d'utiliser la lignine 

polymérique comme source de carbone et d'énergie (Asina et al., 2017). 

IV.2.2. Production d’enzymes ligninolytiques en présence de substrats lignifiés 

  L’étude du potentiel de production d’enzymes ligninolytiques des microorganismes est 

également un point clé pour évaluer la capacité ligninolytique des bactéries. Des approches de 

dosage direct des activités ligninolytiques ou des études indirectes permettant d’identifier des 

enzymes ligninolytiques exprimées (protéomiques, transcriptomiques) sont réalisées après 

croissance des microorganismes en présence de lignines natives ou de lignines industrielles 

(Taylor et al., 2012a; DeAngelis et al., 2013; Zhu et al., 2017; Jackson et al., 2017; Mathews et 

al., 2019). De nombreux substrats lignocellulosiques riches en lignines (bois, coproduits agricoles) 

sont utilisés pour étudier la production microbienne d’enzymes ligninolytiques. La paille de blé par 

exemple est un excellent inducteur d’enzymes ligninolytiques pour les bactéries (Godden et al., 

1989). En effet, de nombreuses bactéries sont capables de croitre sur ce substrat avec des 

productions d’activités ligninolytiques plus ou moins importantes. Mercer et al., (Mercer et al., 

1996), identifie deux souches de Streptomyces produisant des activités peroxydases 

extracellulaires de 0,6 à 1,7 UI.ml-1 en présence de paille de blé. Une autre souche de 

Streptomyces a été identifiée avec une activité peroxydase de 0,6 UI.ml-1 sur ce même substrat. 

Cette enzyme a une activité spécifique de 6,2 UI.mg-1 après 72 h d’incubation à 30°C sur 0,8 g.l-

1 de paille de blé (Tuncer et al., 2009).  

En présence de ces substrats complexes, une co-production d’enzymes ligninolytiques et 

lignocellulolytiques (cellulases et hémicellulases comme les endoglucanases, les endoxylanases, 

les β-glucosidases, les β-xylanases, les β-xylosidases, les arabinofuransidases, les acétyl-

estérases, …) est souvent observée. Par exemple, Cellulomonas sp. produit des endoglucanases, 

β-glucosidases et manganèse peroxydases (Emtiazi and Nahvi, 2000). De même, des activités 

endoxylanases, endoglucanases et peroxydases sont détectées après croissancede 

Streptomyces sp. sur paille de blé par (Tuncer et al., 2004a). Plusieurs de ces études ont 

également rapporté une relation entre ces activités et la libération d’acides hydroxycinnamiques 

et de composés aromatiques après croissance bactérienne sur paille de blé (Ball et al., 1989; Ball 

et al., 1990; Hernández et al., 2001; Tuncer and Ball, 2002; Tuncer et al., 2004a).  
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En ce qui concerne les activités enzymatiques ligninolytiques, elles peuvent aussi être 

induites par des molécules aromatiques ou d’autres oligomères et polymères aromatiques comme 

les DHP et la lignine kraft (Chai et al., 2014; Asina et al., 2016; Tian et al., 2016). Ainsi, 

Alicyclobacillus acidocaldarius, produit des activités lignine peroxydase, manganèse peroxydase 

et laccase en présence de différents composés aromatiques tels que l’acide férulique, p-

coumarique et sinapique (Aston et al., 2016). Des activités laccase, lignine peroxydase et 

manganèse peroxydase de 0,6; 6 et 0,6 UI.ml-1 respectivement sont produites en présence de 

lignine kraft par la bactérie Pseudomonas putida (Xu et al., 2018b). Cupriavidus basilensis et 

Pandoraea sp. B-6 produisent respectivement des peroxydases et des laccases à hauteur de 1,7 

et 0,8 UI.ml-1 (C. basilensis) et 2,2 et 1,1 UI.ml-1 (Pandoraea sp.) en présence de lignine kraft (Shi 

et al., 2013a; Shi et al., 2013b). 

IV.2.3. Approches omiques et identification de nouvelles enzymes ligninolytiques 

 Pour identifier les enzymes ayant un impact sur la ligninolyse bactérienne, plusieurs 

stratégies basées sur l’utilisation des outils « omiques » ont été utilisées. L’essor du séquençage 

des génomes de bactéries capables de croître ou d’utiliser la lignine ont permis d'identifier de 

nombreux gènes candidats potentiels pour l’utilisation efficace des lignines (McLeod et al., 2006; 

Woo et al., 2014; Tian et al., 2014; Armstrong et al., 2015; Zhu et al., 2018). Plusieurs 

séquençages de souches bactériennes ligninolytiques comme Pantoea ananatis, Anoxybacillus 

sp., Pandoraea sp. ou encore Tolumonas lignolytica,. ont permis récemment d’enrichir les bases 

de données en enzymes ligninolytiques (Billings et al., 2015; Ma et al., 2016; Alkahem Albalawi 

et al., 2017; Kumar et al., 2018). Par la suite, l’utilisation de méthodes de transcriptomiques ou 

protéomiques permettent d’identifier plus spécifiquement les gènes ou des protéines impliqués 

dans la ligninolyse issus des génomes annotés (Pan et al., 2008; Adav et al., 2010; D’haeseleer 

et al., 2013; DeAngelis et al., 2013; Zurawski et al., 2015; Raut et al., 2016; Zhu et al., 2016; Zhu 

et al., 2017; Alessi et al., 2017; Alessi et al., 2018; Ren et al., 2019). Ainsi, de nombreuses 

oxydoréductases comme des peroxydases, des laccases sont exprimées par les bactéries 

cultivées en présence de nombreux substrats lignifiés (Brown et al., 2011; DeAngelis et al., 2013; 

Ma et al., 2016; Ceballos et al., 2017; Mathews et al., 2019). D’autres oxydoréductases pouvant 

présenter des intérêts pour la dégradation et le catabolisme intracellulaire des molécules 

aromatiques ou de la lignine sont également identifiées et sur-exprimées en présence de substrats 

lignifiés, comme des catalase/peroxydases, des déshydrogénases, des cytochromes c 

oxydases… (Tableau 10).   
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Tableau 10 : Enzymes surexprimées identifiées par des analyses « Omics ». 

Bactéries Substrat Protéines d’intérêts Références 

Amycolatopsis 

sp. 75iv2 ATCC 
Miscanthus Catalase/peroxydase (Brown et al., 2011) 

Enterobacter 

lignolyticus 

SCF1 

Lignine kraft 

Catalase/peroxydase 

(DeAngelis et al., 2013) NADH-quinone-oxydoréductase 

Glutathion S-transférase 

Clostridium 

acetobutylicum 
Lignine kraft 

Aldéhyde-alcool déshydrogénase 

(Raut et al., 2016) 

Thioredoxin 

Thiolase 

Glutathion peroxydase 

Thioredoxin réductase 

Pantoea 

ananatis 
Paille de riz 

Catalase/peroxydase 
(Ma et al., 2016) 

NADH-quinone-oxydoréductase 

Microbiote de 

Compost de 

séquoia 

Copeaux de 

bois de 

sapin  

Catalase/peroxydase 

(Ceballos et al., 2017) Hydroperoxyde d'alkyle réductase 

Glutathion peroxydase 

Bacillus 

ligniniphilus 
Lignine kraft 

Peroxiredoxin 

(Zhu et al., 2017) Ferredoxin 

Cytochrome c oxydase 

Pandoraea sp. 

Lignine kraft 

ou acide 

vanillique 

Hydroperoxyde d'alkyle réductase 

(Kumar et al., 2018) 

NADH-quinone-oxydoréductase 

Cytochrome c oxydase 

Glutathion peroxydase 

Thioredoxin 

Cedecea 

lapagei 

Liqueur 

noire 

Alcool Deshydrogénase 

(Mathews et al., 2019) 
Hydroperoxyde d'alkyle réductase 

Thioredoxin  

Catalase/peroxydase 
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V. Thermobacillus xylanilyticus, une bactérie d’intérêt pour la ligninolyse 

V.1. Origine et caractéristiques de la bactérie 

La bactérie Thermobacillus xylanilyticus (TX) a été isolée à partir d’un échantillon de sol 

prélevé sous un tas de fumier dans le nord de la France (Samain et al., 1991a). Cette bactérie est 

déposée à la Collection Nationale de Cultures Microbiennes (CNCM I-1017). Au niveau 

morphologique, les cellules sont sous forme de bâtonnets mesurant de 0,5 à 2,5 µm, et sont 

souvent isolées, par paires ou parfois en chaînette (Figure 22). Après croissance, les cellules de 

TX forment des spores ellipsoïdales terminales ou subterminales (Samain et al., 1991b; Touzel et 

al., 2000). TX est strictement aérobie, Gram-positive et non mobile, avec une activité catalase 

positive, contrairement aux activités oxydases et uréases. Le CO2 ainsi que le bicarbonate se sont 

révélés être nécessaires pour sa croissance, en effet leur absence entraîne une augmentation de 

la phase de latence et une croissance globale plus faible. TX est capable d’assimiler un grand 

nombre de sucres dont le xylose, le glucose et les polymères comme le xylane. C’est une bactérie 

modérément thermophile avec une température optimale de croissance de 55°C (Touzel et al., 

2000). 

 

Figure 22 : Images de microscopie optique de la souche Thermobacillus xylanilyticus (Barre = 2 

mm). A) Cellules à l'état végétatif. B) Cellules en cours de sporulation. C) Cellules en phase de 

croissance exponentielle tardive observées en microscopie électronique à balayage (adaptée de 

Touzel et al., 2000). 
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V.2. Potentiel enzymatique de TX et fractionnement des biomasses lignocellulosiques  

T. xylanilyticus est une bactérie hémicellulolytique. Elle excrète une grande quantité 

d’activité xylanase sans produire d’activité cellulase (Samain et al., 1997). TX est capable de 

fractionner les arabinoxylanes des biomasses lignocellulosiques grâce à plusieurs catégories 

d’activités et d’enzymes hémicellulolytiques (glycoside hydrolases GH ou Carbohydrate Esterases 

CE). Ces enzymes peuvent être utilisées soit dans des cocktails complexes soit sous forme 

d’enzymes pures (Remond-Zilliox et al., 1997; Zilliox and Debeire, 1998; Lequart et al., 1999; 

Benamrouche et al., 2002; Rakotoarivonina et al., 2012; Rakotoarivonina et al., 2016). Les 

xylanases réduisent la chaine principale de xylane en oligomères de faibles degrés de 

polymérisation (xylobiose, xylotriose, xylotétraose et xylopentose) en clivant les liaisons β-1,4 

entre les unités xyloses. Les xylanases appartiennent aux familles 10 et 11 des Glycosyde 

Hydrolases principalement (Henrissat, 1991). Les enzymes débranchantes peuvent cliver d’autres 

liaisons plus spécifiques des sucres substituant la chaine principale des arabinoxylanes (Sunna 

and Antranikian, 1997; Lagaert et al., 2014). Les arabinofuranosidases coupent les liaisons α 1,3 

ou α 1,5 entre les D-xyloses et les L-arabinoses. Les estérases comme les acétyle-xylane 

estérases déacétylent les xylooligosides. Les féruloyl-estérases sont capables de couper les 

liaisons ester entre les acides phénoliques et des résidus arabinoses. Les xylosidases 

convertissent en xyloses les extrémités non réductrices des xylanes, ou les xylooligosides produits 

par l’action des xylanases. La xylanase de la famille des GH11 de TX (Tx-xyn11) est secrétée 

dans le milieu extracellulaire et possède une haute thermostabilité (à 60°C, l'activité résiduelle est 

de 60 à 70 % après 24 heures d'incubation, alors qu’à 75°C et 80°C, les demi-vies sont de 40 et 

25 minutes respectivement), ainsi qu’une bonne résistance à l’alcalinité (Debeire-Gosselin et al., 

1992; Samain et al., 1997; Harris et al., 1997; Connerton et al., 1999). Ces caractéristiques sont 

intéressantes pour des applications en particulier dans l'industrie de la pâte à papier où le 

blanchiment de la pâte nécessite des xylanases hautement spécifiques et pures (Viikari et al., 

1994; Beg et al., 2001; Haki and Rakshit, 2003). Cette enzyme très efficace a été utilisée dans 

plusieurs études de fractionnement de la biomasse lignocellulosique seule ou en association avec 

différents prétraitements. Tx-xyn11 est capable de libérer 49 % des arabinoxylanes du son de blé 

(Beaugrand et al., 2004a; Rakotoarivonina et al., 2014). Des combinaisons de prétraitements à 

l’ammoniaque ou aux liquides ioniques avec Tx-xyn11 sur la paille de blé ont permis d’optimiser 

la libération des sucres, avec des rendements d’hydrolyse de 56 et 97.6 % respectivement 

(Rémond et al., 2010; Husson et al., 2018). 

 



50 
 

Par ailleurs, TX dispose de plusieurs enzymes hémicellulolytiques telles qu’une 

endoxylanase de la famille des GH10, une arabinofuranosidase AbfD3 Txyl-Abf51 (GH51) et une 

féruloyl-estérase Tx-est1 (CE1) qui ont été purifiées et caractérisées (Debeche et al., 2000; 

Rakotoarivonina et al., 2011). Les enzymes débranchantes de TX seules sont peu actives sur les 

biomasses lignocellulosiques. L’arabinofuranosidase AbfD3 présente une faible activité 

débranchante sur le son de blé, moins de 1% de l’arabinose total est libéré. Par contre, elle est 

très active en présence de xylooligosides (Rémond et al., 2008). Tx-est1 libère moins de 1% des 

acides férulique et p-coumarique du son de blé (Rakotoarivonina et al., 2011). L’association des 

différentes enzymes pures (xylanases, arabinosidases et estérases) ou sous forme de cocktails 

complexes sont efficaces pour fractionner la paille et son de blé sans d’autres prétraitements, et 

permet de libérer des pentoses (xylose et arabinose) en quantité importante (Rakotoarivonina et 

al., 2011; Rakotoarivonina et al., 2014; Rakotoarivonina et al., 2016). L’utilisation des cocktails 

complexes de TX permet également d’hydrolyser le son de blé et de libérer de l’acide férulique 

qui peut être récupéré par différents procédés de séparation (Dupoiron et al., 2017; Dupoiron et 

al., 2018). 

L’arsenal enzymatique de TX est fortement dépendant du substrat de croissance utilisé 

(Rakotoarivonina et al., 2012). Cette bactérie est capable de croître sur glucose, xylane, son et 

paille de blé non pré-traitée avec des taux de croissance aussi importants en présence de 

biomasse lignocellulosique (son de blé) qu’en présence de xylane. Les biomasses 

lignocellulosiques induisent la production d’enzymes hémicellulolytiques mais les activités qui 

sont produites par la bactérie varient en fonction du substrat en présence (Rakotoarivonina et al., 

2012; Rakotoarivonina et al., 2016). L’activité xylanase est toujours la principale activité détectée, 

mais il a été observé des changements au niveau de la production d’enzymes débranchantes. 

Les activités estérases sont importantes dans les cultures en présence de paille de blé, alors 

qu’en présence de son de blé, les activités arabinosidases sont prédominantes. On observe 

également une dynamique dans la production temporelle de ces différentes activités 

hémicellulolytiques. Les activités xylanases sont maximales en début de phase stationnaire de 

croissance alors que les activités débranchantes sont détectées dès le début de la phase 

exponentielle de croissance en présence de son et paille de blé. Ce profil de production d’activité 

est corrélé avec l’expression des gènes codant les deux xylanases, l’arabinosidase et l’esterase 

de TX pendant la croissance sur ces deux substrats.  
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Le séquençage du génome de la bactérie ainsi que son annotation a permis de mettre en 

évidence 90 gènes codant pour des Glycosyde Hydrolases, 32 gènes codant pour des 

Carbohydrate Estérases, 44 gènes codant pour des Glycosyl Transférases et 3 gènes codant 

pour des Polysaccharides Lyases (Tableau 11). Par ailleurs, 155 oxydoréductases ont été 

annotées et parmi lesquelles on retrouve des peroxydases, plusieurs « multicopper oxidases », 

des enzymes accessoires putatives (aryl alcool oxydases, alcool déshydrogénase, quinone 

déshydrogénase,…) ou encore des enzymes qui pourraient être impliquées dans les 

métabolismes intracellulaires des molécules aromatiques (comme les dioxygénases). Certaines 

de ces enzymes portent les signatures d'activités auxiliaires (Tableau 12). Une étude 

transcriptomique par séquençage des ARN messagers de TX cultivée en présence de xylane, 

paille de blé et son de blé a révélé la surexpression de 24 oxydoréductases en présence de paille 

de blé un substrat riche en lignine (Meline et al., en préparation).  

Tableau 11 : Gènes codant pour des enzymes d’intérêt chez TX (adaptée de Meline et al., en 

préparation) 

Enzymes Nombre Caractérisée 

Glycosyl hydrolases 90 3 
Carbohydrate estérases 32 1 
Glycosyl transférases 44 / 

Polysaccharides lyases 3 / 

Oxydoréductases 155 / 

 

Tableau 12 : Gènes codant pour des oxydoréductases d’intérêt chez TX (adaptée de Meline et 

al., en préparation) 

Gène 
identifiés 

Identifiant 
protéine 

Activités 
Auxiliaires (AA)  

Annotation 
Actuelle 

TXYL_03575 Txyl#0563 AA6  1-4 Benzoquinone reducatse 
TXYL_05065 Txyl#1179 AA6 FMN-dependante azoréductase 
TXYL_06510 Txyl#1364 AA1 Multicopper-oxydase 
TXYL_17475 Txyl#3231 AA2 Peroxydase 
TXYL_19475 Txyl#3577 AA3 Amine oxydase 
TXYL_19190 Txyl#3719 AA4 Vanilyl-alcool oxydase 
TXYL_10985 Txyl#2182 AA12  
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Problématique 

 Cette thèse s’inscrit dans le contexte de la valorisation totale de la biomasse 

lignocellulosique dans les bioraffineries. La récalcitrance de ces biomasses nécessite des 

procédés drastiques pour permettre la séparation des constituants et/ou leur dépolymérisation et 

ainsi la valoriser. Actuellement, les procédés industriels que ce soit pour la production de 

biocarburants ou de papier consistent à délignifier la biomasse pour récupérer les fibres 

cellulosiques et/ou les sucres qui seront transformés en éthanol. Ces procédés nécessitent des 

traitements thermiques, chimiques ou mécaniques qui sont énergivores, polluants et non 

spécifiques. De plus ils génèrent des coproduits fortement lignifiés, notamment la lignine kraft 

dans l’industrie papetière et la biomasse explosée à la vapeur dans les unités de bioéthanol 

actuellement en développement. Ces coproduits sont généralement brulés pour la production 

d’énergie. Or, cette valorisation n’est pas optimale car ces coproduits, riches en lignine, pourraient 

fournir une large gamme de molécules aromatiques qui sont actuellement produites par l’industrie 

pétrochimique. C’est pourquoi, aujourd’hui, de nombreuses études cherchent à déconstruire la 

biomasse lignocellulosique ou dépolymériser les lignines industrielles pour les valoriser par des 

voies biologiques qui sont moins énergivores, plus spécifiques et plus respectueuses de 

l’environnement.  

Ces traitements biologiques sont différenciés en deux voies, la dégradation 

microbiologique et la biocatalyse qui consistent à utiliser les enzymes produites par les 

microorganismes capables d’utiliser la biomasse lignocellulosique ou la lignine et ses dérivés 

comme source d’énergie pour leur croissance. En l’état actuel des connaissances, de nombreux 

verrous technologiques empêchent leurs applications industrielles, notamment l’identification de 

microorganismes (isolés ou consortia) capables de délignifier les biomasses lignocellulosiques en 

épargnant ou en limitant l’utilisation des sucres, ou encore l’identification d’une enzyme ou de 

cocktails enzymatiques capables de déconstruire/dépolymériser efficacement les biomasses ou 

les lignines industrielles issues des bioraffineries. C’est pourquoi, les études actuelles se 

concentrent sur l’exploration de nouveaux microorganismes capables de métaboliser la lignine ou 

ses constituants; ces microorganismes pourront par la suite servir de réserve génétique pour 

l’identification et la production d’enzymes pour la biocatalyse. Dans un même temps, les voies 

microbiennes de catabolisme interne des composés aromatiques impliquent de nombreuses 

oxydoréductases qui peuvent être exploitées pour permettre d’identifier de biocatalyseurs 

efficaces pour dépolymériser les biomasses lignocellulosiques et les lignines. 



53 
 

Objectifs 

Thermobacillus xylanilyticus (TX) est une bactérie hémicellulolytique capable de croître 

sur un certain nombre de biomasse lignocellulosique. Le séquençage du génome a récemment 

permis d’identifier un grand nombre d’oxydoréductases ayant un potentiel ligninolytique. Ses 

capacités hémicellulolytiques couplées à son potentiel ligninolytique en font donc un candidat 

naturel pour la valorisation de la biomasse et de la lignine dans le cadre de la bio-raffinerie du 

futur.  

C’est pourquoi, le projet LIGNOFRAC avait pour ambition d’évaluer le potentiel 

ligninolytique de cette bactérie pour la dépolymérisation de la lignine et le catabolisme de celle-ci 

et de ses dérivés, la production de molécules aromatiques de faibles masses moléculaires à partir 

de divers substrats riches en lignine et ainsi contribuer plus largement à la valorisation de 

l’ensemble de la biomasse lignocellulosique aromatique.  

 

Questions scientifiques 

 L’évaluation de ce potentiel ligninolytique se décline à travers plusieurs questions 

auxquelles nous essayerons de répondre dans ce mémoire : 

1) TX est-elle capable de croître sur des substrats lignifiés ? 

2) Cette croissance conduit-elle à la production d’activités oxydoréductases ? 

3) Ces activités enzymatiques permettent-elles de dépolymériser les substrats lignifiés et de 

produire des molécules aromatiques ? 

4) Quelles sont les oxydoréductases produites par TX en présence de substrats lignifiés ? 
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Matériel et Méthodes  

I : Nature et caractérisation des substrats lignifiés 

I.1. Nature des substrats 

Trois substrats lignifiés sont utilisés dans cette étude (Figure 23) :  

-Paille de blé (PB) : (variété Apache) fournie par la société ARD (Pomacle, France) sous forme 

de particules de taille variant de 0,5 mm à 2 mm. Elle est issue de différentes parties de la plante 

(feuilles, nœuds, entre-noeuds). 

 -Paille traitée par explosion à la vapeur (PBEV) : le traitement a été effectué à l’IFPEN (IFP 

Energie nouvelles) selon les conditions décrites précédemment (170 °C; 7,5 min; 0,35 % H2SO4) 

(Paës et al., 2019). Les résidus ont été lavés à l’eau et séchés à 50°C (Auxenfans et al., 2017) et 

sont sous forme d’une fine poudre de particules ; 90% des particules ont une taille inférieure à 

100 µm (Paës et al., 2019). 

-Lignine kraft (LK) : commercialisée par Sigma Aldrich (471003; France). Selon la fiche technique 

du fournisseur, ce substrat a une faible teneur en sulfonates (< 3,6 %) et en eau (3 %) et ne 

contient pas de sucres. 

Figure 23 : Présentation des substrats riches en lignine utilisés dans cette étude. 

I.2. Composition en glucides 

I.2.1. Hydrolyse acide 

La composition en glucides est déterminée après hydrolyse acide des différents substrats 

lignocellulosiques. Les échantillons (10 mg) subissent une première étape de gonflement en 

présence de 125 µl d’acide sulfurique à 72 % (12 M) pendant 2 h sous agitation à 20°C. L’acide 

est ensuite dilué à 1 M et l’hydrolyse acide se poursuit pendant 2 h sous agitation magnétique à 

100°C. Les tubes sont placés dans un bain de glace pour arrêter la réaction, puis les hydrolysats 

sont centrifugés 5 min à 10 000 tours.min-1 (Belmokhtar et al., 2013). Le surnageant est prélevé 

pour l’analyse des sucres monomères par chromatographie liquide haute performance 

échangeuse d'anions avec détection ampérométrique pulsée. 
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I.2.2. Analyse des monosaccharides par chromatographie liquide HPAE-PAD  

 Les sucres monomères libérés par hydrolyse acide sont séparés, identifiés et quantifiés 

par chromatographie liquide à haute performance échangeuse d'anions avec détection 

ampérométrique pulsée (HPAE-PAD). La chromatographie HPAE-PAD utilise la nature faiblement 

acide des glucides (monosaccharides, oligosaccharides, sucres acides, sucres alcools) pour les 

séparer sélectivement en utilisant une phase stationnaire greffée avec des échangeurs d’anions 

forts. Les glucides sont détectés par ampérométrie en mesurant le courant électrique généré par 

leur oxydation à la surface d'une électrode en or.   

Une fraction du surnageant (200 µl) issu de l’hydrolyse acide des substrats est additionnée 

d’eau ultra pure et 200 µl de solution de 2-déoxy-D-ribose (330 µg.ml-1 en concentration finale) 

utilisée comme étalon interne pour un volume final de 1,5 ml. Le mélange est filtré sur filtre PTFE 

de porosité 0,45 μm et placé dans un flacon adapté au système analytique, avant d’être injecté 

sur une colonne CarboPac PA-1 échangeuse d’anions de 4 × 250 mm (Thermo Fisher Scientific, 

Dionex) maintenue à 22°C. L’élution est effectuée à un débit de 1,2 ml.min-1 avec différents 

solvants (eau ultra pure, mélange de 300mM d’acétate de sodium et 300 mM d’hydroxyde de 

sodium, 300 mM d’hydroxyde de sodium) afin de séparer les sucres neutres et les acides 

uroniques. Les sucres monomères sont détectés en sortie de colonne à l’aide du détecteur à 

ampérométrie pulsée PAD-2 maintenu à 30°C et à un pH basique par passage d’une solution 

post-colonne d’hydroxyde de sodium 300 mM dans l’eau ultra pure à un débit de 0,4 ml.min-1. Les 

sucres monomères sont identifiés et quantifiés sur la base de leur temps de rétention par l’analyse 

de solutions standards de concentrations croissantes contenant l’étalon interne (2-déoxy-D-

ribose) et différents sucres de référence (D-fucose, D-arabinose, L-rhamnose, D-galactose, D-

glucose, D-xylose, D-mannose, acide D-galacturonique, acide D-glucuronique). Ceci permet de 

définir un coefficient de réponse pour chaque composé (Herbaut et al., 2018). 

Les potentiels en glucanes (cellulose) et en hémicelluloses des substrats sont calculés à 

partir des teneurs en sucres monomères mesurés par HPAE-PAD (Sluiter et al., 2008). Ce calcul 

tient compte de la perte d’une molécule d’eau liée aux liaisons glycosidiques: 

Potentiel en glucane = teneur en glucose x 0,90 

Potentiel en hémicellulose = teneur en (xylose + arabinose) x 0,88  
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I.3. Composition en composés phénoliques  

Les acides phénoliques des substrats lignocellulosiques sont quantifiés par 

chromatographie liquide haute performance (CLHP) après un traitement alcalin de sévérité 

croissante permettant de libérer soit les formes liées en esters  soit l’ensemble des formes 

associées en liaisons esters et éthers (Iiyama et al., 1990; Belmokhtar et al., 2013). 

I.3.1 Hydrolyse alcaline douce 

Les acides phénoliques liés en esters dans les substrats lignocellulosiques sont libérés 

après une hydrolyse alcaline de 40 mg à 35°C pendant 2 h sous agitation à 200 rpm et en 

présence de NaOH 2 M placé sous atmosphère azotée pour éliminer l’O2 évitant l’oxydation des 

phénols libérés. Cette hydrolyse provoque la rupture des liaisons esters dans le substrat, 

permettant la libération des monomères phénoliques. L’hydrolyse est ensuite laissée 10 min au 

repos à température ambiante, avant ajout de l’étalon interne, l’acide 3,4,5-triméthoxycinnamique, 

à une concentration finale de 5 µg.ml-1 et acidification à pH 1 à l’aide d’une solution d’HCl 6 M 

pour faciliter leur extraction en phase organique. Les monomères phénoliques sont extraits de la 

phase aqueuse par 3 extractions successives à l’éther diéthylique. Les phases organiques sont 

recueillies sur sulfate de sodium puis évaporées à sec à 40°C sous pression de 700 mbar. Le 

résidu est repris dans 1,5 ml de mélange méthanol/eau (50/50) avant d’être filtré à 0,45 µm et 

transféré en flacon adapté puis analysé en CLHP en phase inverse. 

I.3.2 Hydrolyse alcaline sévère 

Les acides phénoliques liés en éthers et en esters des substrats lignocellulosiques sont 

analysés de la même manière que les acides phénoliques liés en esters sauf que les substrats 

subissent une hydrolyse de 2 h à 170°C en présence de NaOH 4 M dans une gaine en téflon 

placée dans un réacteur de minéralisation (Parr). Les solutions de soude sont préalablement 

placées sous atmosphère azotée. Après refroidissement des milieux réactionnels à 4°C, les 

acides phénoliques sont isolés comme précédemment avant analyse en CLHP. Les monomères 

phénoliques liés en éthers sont quantifiés par différence entre les teneurs en acides phénoliques 

totaux et estérifiés.  
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I.3.3 Quantification des monomères phénoliques par chromatographie liquide en phase inverse  

 La chromatographie en phase liquide à haute performance (CLHP) en phase inverse est 

une technique analytique permettant de séparer les molécules en fonction de leur polarité. La 

phase mobile (mélange eau solvant) va entrainer l’échantillon dans la colonne qui est la phase 

stationnaire. Au cours de l’analyse, la composition de la phase mobile est modifiée selon un 

gradient qui permet d’éluer progressivement les molécules. Les composés phénoliques sont 

détectés en sortie de colonne par un détecteur UV.  

Les échantillons sont analysés comme décrit par Beaugrand et al (2004b). Brièvement, ils 

sont injectés sur une colonne Sphérisorb S5 ODS2, 4,6 x 250 mm, 5µm (Waters, Life Sciences) 

maintenue à 30°C (Beaugrand et al., 2004b). L’élution est réalisée à un débit de 1 ml.min-1 avec 

le solvant A (eau ultra pure à 90 %, acétonitrile 10 % et acide orthophosphorique 1 ‰), le solvant 

B (méthanol 80 %, eau ultra pure 20 % et acide orthophosphorique 1 ‰), le solvant C (acétonitrile 

80, Eau ultra pure 20 % et Acide orthophosphorique 1 ‰) et le solvant D (Eau ultra pure 95 % et 

acétonitrile 5 %). Les composés élués sont détectés en sortie de colonne entre 200 et 380 nm 

avec une résolution de 1,2 nm à l’aide d’un détecteur à barrette de diode Waters 996. Les 

composés phénoliques sont identifiés et quantifiés sur la base de leur temps de rétention et de 

leur spectre d’absorption par l’analyse en CLHP de solutions de phénols de référence (Beaugrand 

et al., 2004b).   

I.4. Teneurs en lignine 

La teneur en lignine des échantillons est déterminée par une méthode 

spectrophotométrique après solubilisation des échantillons par le bromure d’acétyle en milieu 

acide (Johnson et al., 1961). Le bromure d’acétyle en présence d’acide acétique conduit à des 

réactions d’acétylation et bromination des résidus lignocellulosiques, provoquant la rupture de 

liaisons covalentes au sein des polymères et leur solubilisation. Les échantillons (10 mg) sont 

solubilisés pendant 30 min à 70°C par 5 ml de réactif (bromure d’acétyle à 25 % v/v dans l’acide 

acétique). Après refroidissement, une fraction du milieu réactionnel (1 à 3 ml selon la teneur en 

lignine) est transférée dans un tube gradué contenant 5 ml de soude 2 M et 6 ml d’acide acétique. 

Le volume est ajusté à 20 ml puis les solutions sont placées à l’obscurité pendant 45 minutes 

avant mesure de l’absorption à 280 nm au spectrophotomètre (Belmokhtar et al., 2013). La teneur 

en lignine est calculée en utilisant le coefficient d’extinction de lignine de graminée (20 l.g–1.cm–1) 

(Iiyama and Wallis, 1988). 
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II : Cultures de TX en présence de substrats lignifiés 

II.1. Mise en culture de la bactérie  

II.1.1. Milieu de culture de la bactérie    

La bactérie Thermobacillus xylanilyticus (TX) est cultivée sur un milieu de base (MB) 

contenant des macro- et micro-minéraux, des traces minérales, des vitamines, une source d’azote 

(NH4Cl 1 g.l-1) et de l’extrait de levures (2 g.l-1) comme décrit par Touzel et al., 2000 (Tableau 13). 

Ce milieu est tamponné avec du bicarbonate de potassium (KHCO3, 5 g.l-1).  La composition des 

différents constituants du milieu de base est présentée dans le Tableau 13. Les cultures sont 

effectuées dans des bouteilles de 100 ml ou 500 ml scellées contenant 10 ml ou 50 ml de volume 

utile de MB respectivement et complémenté avec les différentes sources de carbone (C)  (glucose, 

PB, PBEV, LK, xylane) à 5 g.l-1 ou 2,5 g.l-1 ou 1 g.l-1 selon les expérimentations. Pour finir, 10 % 

(v/v) de CO2 sont ajoutés pour permettre une croissance optimale des bactéries et le contenant 

est scellé avec un septum avant autoclavage à 121°C pendant 20 min (Touzel et al., 2000).  

Tableau 13 : Composition macro-minéraux, vitamines et en traces minérales du milieu de culture. 

Macro-minéraux (mg.l-1) Vitamines (µg.l-1) Traces minérales (mg.l-1) 

KH2PO4 300  Acide Folique (B9) 2  C6H9N1O6 128  
NaCl 600  Acide Lipoïque 5  FeCl3, 6H2O 13,5  

MgSO4, 7H2O 120  Biotine (B8) 2  MnCl2, 4H2O 1  
CaCl2, 2H2O 80  Pyridoxine (B6) 10  CoCl2, 6H2O 0,24  

  Thiamine (B1) 5  CaCl2, 2H2O 1  
  Riboflavine (B2) 5  ZnCl2 anhydre 1  
  Acide nicotinique (B3) 5  CuCl2, 2H2O 0,25  
  Acide pantothénique (B5) 5  H3BO3 0,1  
  Cobalamine (B12) 0,1  Na2MoO4 0,24  
  Acide 4-aminobenzoïque 5  NaCl 10  

    Na2SeO3, 5H2O 0,26  
    NiCl2, 6H2O 1,2  

II.1.2. Croissance microbienne en présence de substrats complexes 

La bactérie TX est stockée sous forme de spores à 4°C. Dans un premier temps, il faut 

effectuer une culture de régénération qui consiste à ensemencer à 1 % (vol/vol) trois milieux MB 

contenant du glucose (5 g.l-1) comme source de carbone, avec des dilutions entre 10-4 et 10-6 des 

spores. (Figure 24A). La culture est incubée une nuit à 50°C et sous agitation à 150 rpm. La 

régénération de cette bactérie conduit à des cellules en phase végétative (non sporulées) 

permettant d’ensemencer une pré-culture (MB – glucose) à 1 % (v/v) pendant 2 à 5 h. Pour vérifier 

l’état de la pré-culture (forme végétative et phase exponentielle), un suivi de la densité optique à 

600 nm (DO600nm) au spectrophotomètre (Uvikon 9X3 W) est réalisé et les cellules sont observées 

au microscope optique avec un grossissement X 100 en immersion (5 µl de milieu de culture 
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déposés entre une lame en verre et une lamelle). Ces observations visent à évaluer l’état des 

cellules, en particulier si elles sont en sporulation ou sous forme végétative. La pré-culture est 

arrêtée quand une DO600nm est obtenue entre 1,5 et 2 et que les cellules ne sporulent pas. 

La pré-culture de TX en phase exponentielle de croissance sert à ensemencer en triplicat 

les milieux de culture contenant les différents substrats (xylane, substrats lignifiés 5 g.l-1) ou les 

cultures complémentées avec du xylane 2,5 g.l-1 (50 %) ou 1 g.l-1 (20 %) en utilisant un inoculum 

de 1 % (vol/vol). Ces cultures sont incubées 30 h à 50°C et 150 rpm, avec des prélèvements de 

1 ml toutes les 5 h pour permettre les suivis de croissance de la bactérie ainsi que leur état 

physiologique (présence de spores et forme végétative) (Figure 24B). Des milieux de culture 

contenant les sources de carbone adéquates mais non inoculés sont incubés dans les mêmes 

conditions. Ces milieux sont utilisés comme témoins (blancs) pour toutes les expérimentations 

(Figure 24B).  

 

Figure 24 : A) Régénération de la souche XE de TX pour la pré-culture. B) Culture de TX en 

présence des substrats lignifiés : témoins (T), xylane (X), paille de blé (PB), paille de blé explosée 

à la vapeur (PBEV) et lignine kraft (LK).  
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II.1.3. Préparation des différents échantillons issus des cultures microbiennes 

II.1.3.1. Récupération des résidus issus des milieux de culture  

Une fois les cultures arrêtées (après 30 h de croissance), les phases liquides (milieux de 

culture + bactéries) sont transférées dans des tubes de 15 ou 50 ml pour laisser les résidus PB 

et PBEV dans les bouteilles de milieux de culture. Les résidus sont remis en suspension dans 5 

ml d’eau distillée et transvasés dans des tubes de centrifugation. Après trois lavages successifs 

dans 5 ml d’eau distillée puis centrifugation 5 min à 5500 rpm, les résidus sont séchés dans une 

étuve ventilée à 45°C pendant 24 à 48 h puis conservés à 4°C dans des récipients. 

Les résidus de LK étant en partie solubles dans le milieu de culture, il est nécessaire pour 

les analyser, de passer par une étape de lyophilisation. Pour cela, 3 ml de milieu de culture sont 

centrifugés à 5500 rpm pendant 10 min pour éliminer les bactéries et ensuite, le surnageant est 

lyophilisé pendant 24 h pour récupérer les résidus. Une fois déshydratés, ces résidus sont 

conservés à 4°C. 

II.1.3.2. Préparation des extraits intracellulaires et extracellulaires  

Ces extraits ont été préparés avec les différents prélèvements effectués (toutes les 5 h). 

Le milieu de culture correspondant à 500 µl, toutes les 5 h, puis 7 ml en fin de culture, est 

centrifugé à 5500 rpm pendant 10 min pour séparer le culot cellulaire du milieu extracellulaire. 

Ces extraits extracellulaires sont directement stockés à -20 °C. Les culots cellulaires sont remis 

en suspension dans 1ml de tampon Tris-HCl 25 mM à pH 7. Les cellules sont cassées 

mécaniquement pour libérer les protéines intracellulaires, à l’aide d’un homogénéiseur FastPrep-

24TM 5G (MP biomedicals). Pour cela, 600 mg de billes de verres de diamètre 0,25 mm de 

diamètre (MP biomedicals) sont placés dans un tube de 2 ml avec bouchon à vis. Puis, les cellules 

subissent une lyse comportant 4 cycles de broyage de 40 sec à 6,5 m.sec-1 avec des pauses de 

5 min entre chaque cycle pour éviter la dégradation des protéines par échauffement. Les lysats 

sont centrifugés à 8000 rpm pendant 5 min. La fraction intracellulaire récupérée dans le 

surnageant est stockée à -20°C. Pour l’analyse protéomique, des extraits intracellulaires et 

extracellulaires ont été obtenus à partir de 50 ml de cultures microbiennes après 30 h de cultures 

sur les différents substrats. 

II.2. Analyse des différents échantillons obtenus (milieu de culture et résidus de culture) 

II.2.1. Croissance bactérienne  

La production de biomasse bactérienne et la vérification de l’état des cellules sont 

réalisées comme décrit précédemment. Les mesures de DO600nm des milieux de cultures avec 
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substrats lignifiés sont effectuées en utilisant comme référence un milieu de culture avec le 

substrat adéquat non ensemencé.  

II.2.2. Quantification des protéines 

Les quantités de protéines contenues dans les extraits sont mesurées selon la méthode 

de Bradford (Bradford, 1976) ou par dosage d’azote élémentaire.  

La méthode de dosage de Bradford permet de quantifier la concentration en protéine par 

spectroscopie en mesurant un changement d’absorbance à 595 nm après incubation entre 5 et 

20 min à température ambiante de 100 µl d’échantillon (dilué ou non) mélangé avec 1 ml de réactif 

de Bradford (Sigma-Aldrich). La concentration en protéines de l’échantillon est déterminée au 

moyen d’une gamme étalon de différentes concentrations (0 à 500 μg.ml-1), obtenue avec de 

l’albumine de sérum de bœuf (BSA; bovine serum albumine; Sigma Aldrich) (Figure 25). 

 

Figure 25 : Gamme étalon de la BSA pour le dosage des protéines par la méthode de Bradford. 

Le dosage de l’azote élémentaire a été utilisé afin d’estimer la quantité de protéines 

présente dans les échantillons contenant des substances pouvant perturber le dosage de 

Bradford. C’est un dosage isotopique par analyse de la quantification de l’abondance relative du 

15N et du 13C, après combustion catalytique des composés organiques, par l’intermédiaire d’un 

spectromètre de masse isotopique. Il permet de déterminer la quantité d’azote total présente au 

sein d’un échantillon. Les extraits extracellulaires ou intracellulaires (50 µl) sont placés dans une 

capsule d’aluminium en les mélangeant avec 200 µl de l’eau ultra pure. L’ensemble est ensuite 

congelé durant une nuit à -80°C avant d’être lyophilisé. Le principe consiste à chauffer à 1000°C 

l’échantillon dans un four à oxydation en présence d’O2 pur. L’oxydation totale libère tout l’azote 
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de l’échantillon sous forme de N2, et tout le carbone sous forme de CO2. Les gaz de combustion 

traversent ensuite plusieurs fours qui piègent l’excès d’oxygène. Le gaz N2 est ensuite séparé 

dans une colonne chromatographique puis détecté par un détecteur TCD (Thermal Conductivity 

Detector). L’analyseur élémentaire utilisé est EURAVECTOR EuroEA 3000 qui est connecté au 

spectromètre de masse isotopique (Delat Plus Advantage, Thermo Electron). Le spectromètre de 

masse permet de mesurer très précisément les faisceaux d’ions issus des différents isotopes. Ces 

signaux, permettent de calculer la proportion des différents isotopes (rapport 15N/14N) et de 

calculer les concentrations en azote dans les échantillons. 

II.2.3. Dosage des activités xylanases  

Cette activité est mesurée par dosage des sucres réducteurs issus de l’hydrolyse 

enzymatique des xylanes (Kidby and Davidson, 1973). Ce dosage repose sur la réduction du 

ferricyanure de potassium par la fonction réductrice des xylooligosides ou des xyloses issus de 

l’hydrolyse du xylane (Schales and Schales, 1945). A pH basique et à 100°C, les extrémités 

réductrices des sucres réduisent le ferricyanure de potassium (jaune, qui absorbe à 420 nm) en 

ion ferrocyanate incolore de manière linéaire. Le dosage des activités xylanases, est réalisé à 

l’aide d’une cinétique d’hydrolyse des xylanes de hêtre (Roth) à 50°C pendant 10 min. Pour cela, 

100 μl des extraits intracellulaires ou extracellulaires dilués ou non sont mis en présence de 900 

μl de xylane de hêtre (0,5 %) (p/v) dans du tampon Tris-HCl à 25 mM et pH 7. Des prélèvements 

de 100 μl sont effectués toutes les 2 min et placés dans 1,5 mL de réactif (composé d’une solution 

aqueuse de Na2CO3 (10 % (p/v)) et de K3Fe(CN)6 (3 % (p/v)) pour arrêter la réaction d’hydrolyse 

enzymatique. Le mélange est chauffé à 100°C pendant 5 min pour la révélation. Les absorbances 

sont lues à 420 nm à l’aide d’un spectrophotomètre (Uvikon 9X3 W).  

Une gamme étalon avec des concentrations connues de xylose (0 et 400 µg.ml-1) est 

réalisée dans les mêmes conditions que les cinétiques de dosage. La teneur en extrémités 

réductrices libérées est déterminée à l’aide de l’équation de la droite représentant l’absorbance 

du ferricyanure à 420 nm en fonction de la concentration en xylose (Figure 26). L’activité xylanase 

exprimée en UI.ml-1 est calculée par l’équation ci-dessous, une unité internationale (UI) 

correspond à 1 μmole de substrat transformée en 1 minute (MM xylose = 150 g.mol-1). 

Activité (
UI

ml
) =

Pente de la réaction

Masse molaire du xylose
X Dilution de l′échantillon 
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Figure 26 : Gamme étalon du xylose par la méthode de Kidby et Davidson pour le dosage de 

l’activité xylanase.  

II.2.4. Activités ligninolytiques  

Ce dosage permet de déterminer les activités phénol oxydases (laccases + peroxydases) 

par l’oxydation d’un substrat phénolique, le pyrogallol (PYGL) en purpurogalline (Tauber, 1953; 

Bach et al., 2013). Ce substrat est choisi car il permet un dosage de l’activité à un pH neutre et 

alcalin contrairement à d’autres substrats comme l'acide 2,2'-azino-bis(3-éthylbenzothiazoline-6-

sulphonique (ABTS) (German et al., 2011). L’acide éthylènediamine tétraacétique (EDTA) est 

ajouté dans le milieu réactionnel comme agent chélatant permettant de réduire l'autohydrolyse du 

pyrogallol (Allison, 2006). L'activité phénol oxydase est déterminée par le suivi de la libération du 

produit oxydé (purpurogalline), à 420 nm toutes les 30 secondes pendant 5 min à l’aide du mode 

cinétique du spectrophotomètre thermostaté (Uvikon 9X3 W) à 50°C. Le milieu réactionnel 

(volume total 2 ml), est constitué par le tampon Tris-HCl à 25 mM et pH 7, le substrat PYGL 8 mM 

(concentration finale), l’EDTA 1 mM, l’H2O2 0,5 mM et 100 µl d’extraits intracellulaires ou 

extracellulaires. Afin de limiter les interférences dues à l’auto-oxydation du substrat et des 

composés oxydés résiduels présents dans le milieu, des cinétiques avec des milieux de culture 

non ensemencés sont réalisées dans les mêmes conditions que les essais. La quantité de 

purpurogalline libérée est déterminée selon la gamme étalon obtenue à l’aide de concentrations 

croissantes en purpurogalline (0 - 0,3 mM) (Figure 27). Cette gamme de purpurogalline est 

obtenue avec une oxydation totale du pyrogallol en présence d’une laccase de Trametes 

versicolor (8 UI.mg-1) à 30°C. Deux gammes étalon sont réalisées, une première en présence de 

milieu MB, pour les extraits extracellulaires et une deuxième en présence uniquement du tampon 

Tris-HCl à 25 mM et pH 7, pour les extraits intracellulaires (Gamme étalon sans MB). Les activités 
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ligninolytiques exprimées en mUI.ml-1 sont calculées par l’équation ci-dessous, avec une unité 

internationale (UI) correspond à 1 μmole de substrat transformée en 1 minute. 

Activité (
mUI

ml
) =

(Pente réaction − Pente témoin)

Pente gamme étalon
 

  

Figure 27 : Courbe d’étalonnage de la purpurogalline pour le dosage des activités phénol 

oxydases. 

II.3. Caractérisation chimique des résidus solides et liquides des cultures bactériennes  

II.3.1. Analyse du milieu de culture avec et sans croissance 

II.3.1.1. Analyse des sucres  

Les surnageants de culture (extraits extracellulaires, 750 µL) sont décongelés avant hydrolyse 

acide avec l’acide sulfurique 1 M (par addition de 750 µL H2SO4 2M) pendant 2 h sous agitation 

magnétique à 100°C. Les sucres monomères libérés sont analysés comme précédemment par 

chromatographie liquide haute performance échangeuse d'anions avec détection 

ampérométrique pulsée 

II.3.1.2. Analyse des composés phénoliques  

Les surnageants de fin de culture (extraits extracellulaires, 5 ml) sont décongelés avant 

l’ajout de l’étalon interne (acide 3,4,5-tri méthoxycinnamique) à une concentration finale de 5 

µg.ml-1, puis ils sont acidifiés à pH 1 avec HCl 6 M. Trois extractions avec 3 ml d’éther diéthylique 

sont ensuite réalisées avant évaporation de la phase organique à 40°C. Les composés 

phénoliques sont repris dans une solution de méthanol/eau (50/50 %), avant d’être filtrés à 0,45 

µm et analysés en CLHP comme décrit précédemment.  
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II.3.2. Analyse des résidus lignifiés 

II.3.2.1. Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (IRTF)  

 Le principe de l’IRTF est basé sur l’absorption d’un rayonnement infrarouge par le matériau 

analysé. Lorsque la longueur d’onde (l’énergie) apportée par le faisceau IR est voisine de l’énergie 

de vibration de la molécule, cette dernière va l’absorber induisant une diminution de l’intensité 

émise. Cette technique analytique consiste à faire interagir une onde d'interférence avec 

l'échantillon. Cette onde d'interférence est produite dans un interféromètre, le plus commun étant 

l'interféromètre de Michelson. Chaque variation de l’intensité émise sera analysée puis transcrite 

sous forme de spectre obtenu après transformée de Fourier (Faix and Bottcher, 1992). La 

spectroscopie en moyen infrarouge correspond à la région spectrale de 4000 cm-1 (2,5 µm) à 400 

cm-1 (25 µm). 

L’analyse en spectroscopie infrarouge à transmission est effectuée sur des échantillons 

solides dispersés au sein d’une structure vitrifiée de bromure de potassium (sel n’absorbant pas 

dans l’infrarouge) sous forme de pastilles. Le résidu sec (2-3 mg PB, PBEV, LK) est broyé 

finement à l’aide d’un pilon et d’un mortier en présence de KBr (environ 100 mg). Le broyat est 

placé sous vide au moyen d’une presse hydraulique pendant 1 à 2 min, puis soumis à une 

pression de 10 kg/m2 pendant 3 min. Les spectres sont obtenus par spectroscopie à infrarouge 

(Nicolet 6700, Thermo Fisher Scientifique) à partir de 16 scans réalisés entre 400 à 4000 cm-1 

avec une résolution spectrale de 4 cm-1.  

II.3.2.2. Analyse des spectres   

Les spectres sont traités et analysés par le logiciel The Unscrambler® X (Camo Analytics). 

Après correction de la ligne de base sur l’ensemble de la gamme moyen infrarouge (400-4000 

cm-1), les spectres sont normalisés afin de s’affranchir de la variation de masse entre les 

échantillons analysés. La normalisation consiste à fixer l’aire sous le spectre dans la région 800-

2000 cm-1 à 1000 cm-1. Le traitement statistique des spectres normalisés est réalisé par une 

analyse en composante principale (ACP). Ce traitement statistique est une méthode d’analyse 

multivariée exploratoire des données ayant un grand nombre de variables. L’ACP permet de 

visualiser les résultats dans un espace réduit, pour synthétiser l’information contenue dans le jeu 

de données. Concrètement, les individus ou échantillons sont représentés dans un tableau par 

une ligne (Figure 28A), qui elle-même sera translatée en point dans un espace vectoriel constitué 

par les variables initiales (Figure 28B). Des composantes principales (CP), vont venir redéfinir 

l’espace vectoriel pour mieux prendre en compte la forme du nuage de points. Le plan constitué 

des deux premières CP s'appelle une carte factorielle des individus, ou score plot et permet de 
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visualiser la proximité et les différences entre les individus (Figure 28C). Chaque CP représente 

un certain pourcentage de variance expliquée, par rapport aux 100 % de variance totale du jeu 

de données. Les CP sont toujours ordonnées en ordre décroissant du pourcentage de variance 

expliquée. Enfin, les distances entre la projection des variables initiales sur les CP correspondent 

au « loading » ou contribution factorielle, c’est-à-dire à leurs poids ou leurs contributions dans la 

construction des CP. 

 

Figure 28 : Principe de l’ACP, avec l’ensemble des individus représentés sous forme de tableau 

(A), ou sous forme d’espace vectoriel (B) et la carte factorielle des individus (C).  

II.3.2.3. Analyse par résonance magnétique nucléaire (RMN)  

 La spectroscopie RMN (résonance magnétique nucléaire) est basée sur la propriété de 

certains noyaux à absorber l’énergie du rayonnement lorsqu’ils sont placés dans un champ 

électromagnétique puis à la relâcher lors de la relaxation. L'énergie mise en jeu lors de ce 

phénomène de résonance correspond à une fréquence précise, dépendant du champ magnétique 

et d'autres facteurs moléculaires. Ce phénomène permet d'observer les propriétés magnétiques 

de certains noyaux comme 1H, 13C et renseigne sur la structure chimique des molécules. 

  La RMN 2D permet d’observer la corrélation entre un proton et un carbone directement 

lié. Cette technique consiste, à l'aide de séquences d'impulsions adaptées, à établir entre le 

spectre RMN du proton (représenté sur l'axe des x) et le spectre RMN du carbone 13C (représenté 

sur l'axe des y) des tâches de corrélation associant à un déplacement chimique du proton un 

déplacement chimique du 13C. Les spectres HSQC (Heteronuclear Single Quantum Correlation) 

permettent d'associer un carbone protoné aux atomes d’hydrogène qu'il porte et de renseigner 

sur les groupements et les liaisons chimiques. Pour la caractérisation en RMN en phase liquide, 

les échantillons solides sont au préalable ultra-broyés. Le broyage des résidus lignifiés (environ 

200 mg) est réalisé dans des jarres de dioxyde de Zirconium ZrO2 au moyen du broyeur planétaire 
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MM 2000, contenant une bille en ZrO2 de 10 mm de diamètre. Quatre cycles de broyages de 20 

min sont entrecoupés de pauses de 10 min.  

Pour cette étude, les échantillons ultra-broyés sont préparés selon deux méthodes en vue 

de l’analyse RMN-2D. La première consiste à solubiliser directement l’échantillon ultra-broyé dans 

un mélange de solvants deutérés de DMSO-d6 et de Pyridine-d5. Pour cela, l’échantillon (60 mg) 

est solubilisé dans un volume (600 µl) d’un mélange de DMSO/Pyr (4v/1v) une nuit à température 

ambiante (Kim and Ralph, 2014) dans un tube RMN de 5 mm de diamètre. La seconde méthode 

est utilisée lorsque l’échantillon reste insoluble ou partiellement insoluble dans le mélange de 

DMSO-d6/Pyr-d5. Elle consiste à acétyler tous les groupements hydroxyles libres afin de 

solubiliser l’échantillon dans un solvant deutéré approprié. L’acétylation est réalisée en ajoutant 

du DMSO (3,6 ml) et du N-méthylimidazole (1,8 ml) à l’échantillon (100 mg). L’anhydride acétique 

(1,8 ml) est ajouté après incubation du mélange une nuit à température ambiante puis la réaction 

d’acétylation se poursuit pendant 4 h à température ambiante (Hedenström et al., 2009). L’addition 

du milieu réactionnel dans un grand volume d’eau déminéralisé (600 ml) permet de faire floculer 

les échantillons acétylés. Les échantillons acétylés sont laissés à 4°C pendant une nuit, avant 

d’être centrifugés pendant 15 min, à 8000 rpm, à 10°C puis lavés à l’eau ultra-pure et centrifugés. 

Le culot est séché puis 60 mg sont transférés dans un tube RMN de 5 mm de diamètre avant 

d’être solubilisés dans du chloroforme deutéré (CDCl3, 600 µl) pour analyse RMN (Kim and Ralph, 

2014).   

L’acquisition des spectres est réalisée par un spectromètre Bruker de 600 MHz équipé du 

logiciel TopSpin 3.1 (Plateforme PLANET, CNRS 7312). Pour les échantillons solubilisés dans le 

DMSO, les profils 2D sont calibrés sur le DMSO-d6 : 1H : 2,50 ppm ; 13C : 39,5 ppm. Pour les 

échantillons acétylés, les profils 2D sont calibrés sur le CDCl3 : 1H : 7.26 ppm ; 13C : 77.2 ppm. 

Ces spectres sont normalisés sur la quantité d’unité G sur le carbone 2. Les unités S avec le 

carbone 2 et 6, ainsi que les liaisons β-O-4 (A), β-β (B) et β-5 (C) avec les atomes de carbone α 

et β sont quantifiées de manière relative et exprimées en pourcentage de l’unité G (Crestini et al., 

2011). 

II.3.2.4. Analyse par RMN du phosphore  

La spectroscopie RMN du phosphore permet de quantifier les groupements hydroxyles 

disponibles après phosphitylation. A partir d’un échantillon soluble dans un mélange 

pyridine/chloroforme deutéré (v/v : 1,6/1), une phosphitylation de l’ensemble des groupements 

hydroxyles libres (-OH) révèle l’existence d’hydroxyles aromatiques, d’hydroxyles aliphatiques et 
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les acides carboxyliques. La réaction de phosphitylation est réalisée dans du solvant 

pyridine/chlorofome deutéré (v/v : 1,6/1), avec des concentrations finales en cyclohexane (étalon 

interne) à 10,85 mg.ml-1, un agent de relaxation (chromium (III) acétylacétone) à 5 mg.ml-1, et un 

agent de phosphitylation (2-Chloro-4,4,5,5-tetramethyl 1,3,2-dioxophospholane marqué au 31P) à 

1,1 g.ml-1. Après une nuit à température ambiante, le milieu réactionnel (1 ml) est transféré dans 

un tube RMN de 5 mm de diamètre pour sonde BBFO de 600 MHz. L’acquisition est réalisée sur 

un spectromètre Bruker de 600 MHz équipé du logiciel TopSpin 3.1 (Plateforme PLANET, CNRS 

7312). Le profil RMN est obtenu à partir de 256 scans avec une séquence de découplage de délai 

d1 de 6s. Les profils sont calibrés à 132.2 ppm. Les signaux, assignés et intégrés manuellement 

à partir de la base de données 31P NMR Chemical Shifts Ranges, sont quantifiés par rapport au 

signal de l’étalon interne (cyclohexanol) et exprimés en µmol de OH / mg d’échantillon (Granata 

and Argyropoulos, 1995; Crestini et al., 2010). 

III. Protéomique 

III.1. Electrophorèse des protéines en conditions dénaturantes (SDS-Page) 

Une électrophorèse des protéines en conditions SDS-PAGE permet la séparation des 

protéines dénaturées par le SDS (détergent anionique), selon leur taille, sous l’action d’un champ 

électrique. Le maillage du gel est choisi selon la taille attendue des protéines. Plus les protéines 

sont de petite taille, plus elles sont ralenties dans leur migration par la porosité du gel. Un premier 

gel de concentration permet de concentrer les échantillons de protéines avant leur séparation 

dans un gel de séparation. La concentration des gels de séparation est adaptée selon la masse 

moléculaire de la protéine d’intérêt étudiée : un gel de concentration avec entre 10 et 12 % 

d’acrylamide permet de séparer et visualiser les protéines dont les masses moléculaires varient 

de 15 kDa à 100 kDa. Les compositions des gels de séparation et de concentration sont données 

dans le Tableau 14. L’électrophorèse est réalisée avec l’appareil de Mini Protean Tetra Cell (Bio-

Rad). 

Pour les analyses des protéines intracellulaires et extracellulaires issues des cultures de 

TX, 5 µl de protéines extracellulaires ou protéines intracellulaires sont mélangées avec 

respectivement 2,5 µl de tampon de charge, puis concentrées 5 fois avant d’être dénaturées à 

95°C pendant 5 minutes. Les protéines dénaturées sont déposées dans les puits en vue de leur 

migration, avec 5 µl de marqueurs de masse moléculaire déposé dans un puit du gel (Dual Color 

Precision Plus Protein Standards, Bio-Rad) afin de pouvoir déterminer la taille des protéines. La 

migration dure entre une et deux heures, sous l’action d’un champ électrique 100 à 150 volts. 
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Après la migration, le gel est coloré avec une solution à 0,1 % (p/vol) de bleu de coomassie (R-

250) dans de l’éthanol/acide acétique glacial (40/10 %) complété à 1 L avec de l’eau distillée 

pendant 1 h sous agitation, puis le gel est lavé trois fois 5 min sous agitation avec de l’eau distillée. 

Le gel est décoloré dans de l’acide acétique 10 % (vol/vol). Les gels sont ensuite photographiés 

(Biovision, Fisher Bioblock Scientific) et analysés avec le logiciel VisioCapt (Vilber Loumat). 

Tableau 14 : Composition des solutions pour l’analyse des protéines par électrophorèse SDS-

Page 

Gel  
Concentration 

Volume 
(ml) 

Gel  
Séparation 

Volume 
(ml) 

H2O 4,8 H2O 7,3 
Tampon Tris-HCl, pH 8,8 et 1,5 M 2,5 Tampon Tris-HCl, pH 6,8 et 1 M 2,5 
Acrylamide 40% 2,5 Acrylamide 40% 1,25 
Laurylsulfate de sodium 10% (SDS) 0,1 Laurylsulfate de sodium 10% (SDS) 0,1 
Ammonium Persulfate 10% 0,1 Ammonium Persulfate 10% 0,1 
TEMED pur 4 µl TEMED pur 10 µl 

 

III.2. Préparation des échantillons 

 Les analyses protéomiques ont été réalisées avec des extraits intracellulaires et 

extracellulaires traités comme décrit précédemment.  

Les échantillons intracellulaires, sont utilisés après avoir été concentrés 10 fois dans du 

tampon Tris-HCl 25 mM à pH 7. Pour les échantillons extracellulaires (12,5 ml), après 

décongélation, une centrifugation à 5500 rpm pendant 10 min permet de récupérer le surnageant. 

Ce surnageant est ensuite filtré à l’aide d’un filtre 0,45 µm, puis concentré 35 fois et purifié à l’aide 

de filtres Amicon Ultra-15 (seuil de séparation 3 kDa) (Millipore). Les quantités de protéines 

concentrées sont estimées par dosage d’azote élémentaire. 50 µg de protéines concentrées sont 

utilisées pour être précipitées à l’acétone. Pour cela, 5 fois le volume des échantillons en acétone 

est ajouté à l’échantillon. Le mélange est incubé à -20 °C pendant une nuit. Le lendemain, 

l’acétone est éliminé après une centrifugation à 12 000 rpm pendant 30 min et le précipité 

protéique est solubilisé dans 50 µl de tampon de charge (Laemmli, 1970). Une étape de chauffage 

à 95°C pendant 10 min est réalisée pour dénaturer les protéines. Des électrophorèses (SDS-

PAGE) avec 10 µl pour les fractions EC brute ou après concentration Amicon, ou 10 µg après 

l’ensemble des étapes, de protéines sont réalisées afin de vérifier l’état des différents échantillons 

obtenus. 
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 Des quantités identiques de protéines intracellulaires et extracellulaires (10 µg basé sur 

les dosages d’azote élémentaire) sont analysées pour pouvoir comparer l’effet des différents 

substrats (PB, PBEV, LK, Xylane). Les protéines sont déposées sur gel SDS-PAGE. Une 

migration lente à 70 V durant environ 1 h permet aux échantillons de pénétrer totalement dans le 

gel de séparation de quelques mm. La migration est arrêtée et chaque bande correspondant à un 

échantillon est découpée à l’aide d’un scalpel et placée dans un tube stérile. 

Les protéines récupérées sur gel SDS-PAGE subissent des étapes de réduction et 

d’alkylation par incubations successives dans différentes solutions (Meienhofer et al., 1971). La 

réduction consiste à incuber l’échantillon dans du tampon bicarbonate d’ammonium 50 mM dans 

50 % d’éthanol (20 minutes à température ambiante). Ce tampon est éliminé et les bandes sont 

déshydratées avec de l’éthanol pur pendant 15 minutes. L’éthanol est à son tour retiré et un 

tampon dithiothréitol (DTT) 10 mM dissous dans une solution de bicarbonate d’ammonium 50 mM 

est ajouté pour réduire les ponts disulfures durant 1 heure. Le mélange est incubé à 56°C dans 

un incubateur HB-1D Hybridiser (Techne). Les protéines sont ensuite alkylées pendant 30 min à 

l’abri de la lumière avec un tampon contenant de l’iodoacétamide 55 mM dissous dans une 

solution de bicarbonate d’ammonium 50 mM. La solution d’alkylation est éliminée. Enfin, les 

bandes sont lavées avec du tampon bicarbonate d’ammonium 50 mM, pendant 15 min. 

Après l’alkylation, les échantillons subissent une décoloration par des bains successifs de 

tampon bicarbonate d’ammonium et acétonitrile de 15 min (25 mM-5 % respectivement) et de 2 

fois 30 min (25 mM-50 % respectivement), sous agitation afin d’accélérer la décoloration. Le 

tampon est retiré et le gel subit une étape de déshydratation par incubation durant 10 min dans 

l’acétonitrile 100%. L’acétonitrile est ensuite retiré et les échantillons sont centrifugés au 

speedVac (Labconco) 15 min à 50 °C pour éliminer l’acétonitrile et compléter la déshydratation. 

Les échantillons sont conservés à -20°C.   

Les analyses protéomiques ont été effectuées à la Plate-Forme d’Exploration du 

Métabolisme, composante protéomique (PFEMcp) INRA Clermont-Ferrand. Les gels protéiques 

subissent une étape d’hydrolyse à la trypsine (Promega) in situ durant 5 heures avec 600 ng 

d’enzyme par bande. L’extraction des peptides a été réalisée sous ultrasons pendant 15 min avec 

de l’acétonitrile/acide trifluoroacétique à 99,9-0,1% puis les surnageants sont concentrés sous 

vide au speedvac pendant 45 min. Ceux-ci sont repris dans une solution d’H2O/acétonitrile/acide 

trifluoroacétique à 95-5-0,05 % puis après un passage au bain à ultrasons, les échantillons sont 

transférés dans un insert avant analyse par chromatographie liquide couplée à un spectromètre 

de masse en tandem (LC-MS/MS). Les hydrolysats sont injectés dans une chaine nano HPLC 
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(Ultimate 3000, Dionex) sur une colonne de concentration permettant de retenir les peptides et 

d’éliminer les contaminants. Les peptides sont séparés selon leur hydrophobicité sur une colonne 

C18 (25 cm x 75 µm, SN75096). La nano HPLC est couplée à un spectromètre de masse de type 

LTQ velos Orbitrap (ThermoFisher).  

III.3. Traitements des données  

III.3.1. Conditions de l’analyse 

Après analyse en LC-MS/MS, les protéines sont identifiées à l’aide du moteur de 

recherche Mascot v2.5.1 (Matrix Science). Ce moteur de recherche permet de faire le lien entre 

les spectres acquis durant l’ensemble des analyses et les protéines présentes dans la banque de 

données utilisée (génome de TX avec 3956 séquences). Les filtres de validation appliqués sont 

les suivants : Significance Threshold Mascot p < 0.05 et un taux de faux positif (FDR) ajusté autour 

de 3 %. Pour qu’un peptide soit validé, il faut que son score Mascot, issu des spectres MS/MS 

soit supérieur à 16 (Score limite de validation de distribution du peptide). Une fois les données 

brutes récupérées, les peptides identifiés une seule fois par protéine sont retirés, car ils sont 

considérés comme non significatifs.  

III.3.2. Approche globale  

L’approche globale permet d’identifier les protéines et leur abondance. L’analyse globale 

des protéines est réalisée à l’aide du logiciel Proteome Discoverer 1.4 (ThermoElectron), qui 

permet d’identifier et quantifier les protéines produites dans l’ensemble des conditions de culture 

et sur les différents substrats. Ce logiciel est couplé au moteur de recherche Mascot (p < 0.05). 

Cette analyse permet d’avoir l’abondance des protéines qui correspond au nombre de chaque 

protéine individuelle par rapport au nombre de protéines totales présentes dans l’échantillon (%), 

dans chacune des conditions de culture. Elle permet également d’identifier les protéines présentes 

uniquement sur un ou plusieurs substrats.  

L’abondance est calculée à partir de l’indice d’abondance des protéines dans un mélange 

complexe (PAI). Il correspond au nombre de peptides observés divisé par le nombre de peptides 

observables par protéine. Pour la quantification absolue, le PAI a été converti en PAI modifié 

exponentiellement (emPAI). Ce dernier est proportionnel à la teneur en protéines dans un 

mélange de protéines (Ishihama et al., 2005).   
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III.3.3. Approche comparative  

L’analyse comparative des protéines dans les différentes conditions de culture est réalisée 

à l’aide du logiciel QI Progenesis (Nonlinear Dynamics, Waters), qui est couplé au moteur de 

recherche Mascot v2.5.1. Elle permet de quantifier le niveau d’expression des différents 

protéomes étudiés. Une comparaison de ces niveaux d’expression entre les différentes 

conditions, mais aussi la comparaison avec une condition témoin (xylane) sont effectuées grâce 

à une analyse ANOVA  (p < 0.05 et faux positif <0,05) 

IV : Clonage d’un gène d’intérêt 

IV.1. Les bactéries utilisées  

Les génotypes des bactéries d’E.coli d’amplifications (XL1-Blue MRF’) et les bactéries 

d’expressions JM109 (DE3) et Tuner (DE3), sont présentés dans le Tableau 15. Ces bactéries 

sont conservées à -80°C et remises en culture sur un milieu gélosé de Luria Bertani (lysogeny 

broth, LB), avec ou sans antibiotique. Les bactéries sont cultivées à 37°C une nuit sous agitation 

à 130 rpm.  

Tableau 15 : Présentation des génotypes des bactéries d’amplification et d’expression.   

Nom de la souche Génotype 

JM109 (DE3) 
endA1, recA1, gyrA96, thi, hsdR17 (rk

–, mk
+), relA1, supE44, λ–

, Δ(lac-proAB), [F´, traD36, proAB, lacIqZΔM15], lDE3. 

XL1-Blue MRF’ 
∆(mcrA)183, ∆(mcrCB-hsdSMR-mrr)173, endA1, supE44, thi-

1, recA1, gyrA96, relA1, lac[F‘proAB, lacIqZ∆M15, Tn10(Tetr)]. 

Tuner (DE3) F– ompT hsdSB (rB
– mB

–) gal dcm lacY1(DE3) 

 

IV.2. Le vecteur   

 Le vecteur bactérien utilisé est le plasmide pET-28 (Novagen), (5368 paires de bases 

(pb)). Il possède une His-Tag®/thrombin/T7-Tag® en N-terminale ou une séquence His-Tag en 

C-terminale selon le cadre de lecture utilisé. Il possède un site de clonage multiple permettant 

l’insertion de gènes d’intérêt. Le plasmide contient aussi la présence du gène pour la production 

d’une aminoglycoside phosphotransférase (entre les pb 3995 et 4807) permettant de résister à 

l’antibiotique kanamycine. Enfin, la présence d’un opéron lactose permet d’induire la production 

du gène d’intérêt cloné en présence d’isopropyl β-D-1-thiogalactopyranoside (IPTG) (Figure 29). 
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Figure 29 : Carte du vecteur pET-28b.  

IV.3. Amplification du gène d’intérêt  

IV.3.1. Les oligonucléotides 

Les amorces ou oligonucléotides sont synthétisées chez Eurogentec. Les amorces 

spécifiques du gène codant la peroxydase Txyl-3231 ont été définies. L’amorce sens est préparée 

avec l’ajout du site de restriction NdeI. Pour les amorces anti-sens, le site de restriction XhoI est 

ajouté, car celui-ci est le plus proche du Tag-histidine et limite ainsi le nombre de nucléotide 

superflus ajoutés au gène. Pour permettre la présence du Tag-histidine en C terminale, le codon 

stop du gène codant Txyl-3231 est enlevé. Quelques nucléotides sont ajoutés en bout des 

amorces afin de permettre une bonne activité des enzymes de restrictions. Les amorces et leurs 

températures de fusion (Tm°C) sont présentées dans le Tableau 16, avec en rouge la séquence 

correspondant au site de restriction NdeI et en vert le site de restriction XhoI.  

Tableau 16 : Amorces utilisés pour le clonage de Txyl-3231.  

Amorces Séquences des amorces Tm°C Pb 

Txyl-3231_S gcgccatatggacacgacggcaagcac 67 27 

Txyl-3231_AS1 gctcgagatgcgataaagccaaatcgtagcgatccg 67 36 
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IV.3.2. Isolement du gène d’intérêt  

IV.3.2.1. Extraction de l’ADN génomique  

L’ADN génomique (ADNg) de TX est extrait par l’utilisation d’un Kit commercial PureLink® 

Genomic DNA (ThermoFisher) en suivant les recommandations du fournisseur. TX est cultivé sur 

milieu MB-glucose. Une culture de 10 ml en phase végétative est centrifugée à 7500 rpm pendant 

10 min. Le culot est re-suspendu dans 180 µl de tampon de digestion à Tris-HCl 25 mM, pH 8, 

EDTA 2,5 mM, Triton X-100 1 % et complémenté avec du lysozyme 10 X (200 mg/ml). Le mélange 

est incubé 30 min à 37°C. Une solution de 20 µl de protéinase K et de 200 µl de tampon PureLink® 

Genomic lyse est ajoutée et le mélange est incubé 30 min à 55°C. Après une étape de 

centrifugation de 1 min à 13000 rpm, 200 µl d’éthanol 96°C sont ajoutés avant de transférer 

l’ensemble dans une colonne. La colonne remplie avec la solution de lyse est centrifugée à 13 000 

rpm pendant 1 min. La colonne est lavée 2 fois par l’ajout de 500 µl de tampon de lavage avant 

de récupérer l’ADN par l’élution en présence d’eau MilliQ (50 µl).  

L’état de l’ADNg extrait est vérifié par électrophorèse sur gel d’agarose 1 % en présence 

de tampon TBE 1X (Tris 89 mM, acide borique 89 mM, et 2 mM d’EDTA) en présence de 2 % de 

bromure d’éthidium. 5 µl d’ADNg mélangés avec 1 µl de tampon de charge sont déposés dans 

les puits. Afin d’évaluer la taille des ADN extraits, un marqueur de masse moléculaire Smart ladder 

(Eurogentec) est utilisé. La migration se fait dans du tampon TBE 0.5 X pendant 1 h à 75 V. Les 

ADNg sont visualisés sous UV à 365 nm avec l’appareil Biovision (Fisher Bioblock Scientific) et 

analysés avec le logiciel Visiocapt (Vilber Loumat). La concentration d’ADNg obtenue est 

quantifiée par un fluorimètre (Qubit ThermoFisher) à l’aide du kit Quant-iTTM dsDNA HS Assay 

(Invitrogen) et selon les recommandations du fournisseur. 

IV.3.2.2. Isolement du gène codant la protéine Txyl-3231 

Pour isoler le gène d’intérêt, une amplification par PCR est réalisée à l’aide d’un mélange 

réactionnel de 50 µl contenant une concentration finale de 350 ng d’ADNg de TX, des 

oligonucléotides 1 µM, du tampon 1x spécifique pour une bonne activité de la polymérase utilisée, 

des dNTP à 200 µM et 1 unité de Phusion HotStart II DNA polymerase (ThermoFisher). Le 

programme d’amplification est constitué de cycles d'amplification comprenant, une phase de 

dénaturation à 98°C pendant 10 sec, une phase d’hybridation à 62°C pendant 30 sec, une phase 

d’élongation à 72°C pendant 2 min. Ces trois phases sont répétées 25 fois pour permettre la 

multiplication exponentielle de la séquence d’ADN cible. Puis 5 µl de gènes d’intérêt amplifiés 

sont déposés sur gel d’agarose comme décrit précédemment.  
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IV.3.2.3. Extraction et purification du gène isolé  

La purification des produits d’amplification consiste à récupérer l’ADN après migration sur 

gel d’agarose à l’aide du kit GeneJET PCR Purification (ThermoFisher). Pour cela, le fragment de 

gel contenant la bande d’intérêt, visualisée aux UV, est découpé, puis incubé à 50°C avec 100 µl 

d’une solution de solubilisation fournie dans le kit. Après 10 min, l’ensemble est transféré dans 

une colonne permettant de fixer l'ADN. Un lavage avec 700 µl d’une solution de lavage du kit est 

effectué avant l’élution avec 40 µl de solution d’élution (eau stérile) qui permet de récupérer l’ADN 

purifié. La purification est vérifiée et l’ADN est quantifié par migration sur gel d’agarose. 

IV.3.2.4. Extraction du vecteur plasmidique  

Le plasmide pET-28b est extrait à partir de culot de culture de la bactérie E. coli XL1Blue 

cultivée sur LB complémenté avec de la kanamycine 50 µg.ml-1 à 37°C et 120 rpm pendant une 

nuit. Le plasmide est extrait à l’aide du kit commercial QIAprep Miniprep (QIAGEN). Pour cela, 5 

ml de la culture sont centrifugés pendant 3 min à 10 000 rpm, puis le culot est re-suspendu dans 

250 µl de tampon (noté P1) avant d’ajouter 250 µl de tampon de lyse cellulaire (noté P2) pendant 

5 min. Un tampon de neutralisation (350 µl, noté N3) permet d’arrêter la lyse, puis le mélange est 

centrifugé pendant 10 min à 13 000 rpm. Le surnageant est transféré dans une colonne fournie 

dans le kit et une centrifugation permet de faire passer le surnageant à travers la colonne. Deux 

lavages successifs sont réalisés avec 500 µl de tampon de lavage PB et 750 µl de tampon de 

lavage PE directement dans la colonne, avant que le plasmide ne soit élué avec 50 µl de tampon 

EB. Le plasmide extrait est vérifié par migration sur gel d’agarose et quantifié comme décrit 

précédemment. 

IV.3.2.5. Double digestion du gène d’intérêt et du vecteur  

200 ng de gène (produit PCR purifié) d’intérêt et 800 ng de plasmide sont digérés. Pour 

cela, ils sont placés dans un mélange contenant les enzymes de restriction XhoI et NdeI (1 U) 

ainsi que le tampon enzymatique adéquat CutSmart 1X concentré (New England Biolabs). Le 

volume réactionnel est de 20 µl, celui-ci est incubé à 37°C pendant 2 h. Après l’incubation, les 

enzymes de restriction sont inactivées par choc thermique à 65°C pendant 20 min. Ces produits 

de digestion sont purifiés et analysés comme décrits précédemment. 

IV.3.3. Ligation du gène d’intérêt et du vecteur  

L’étape de ligation entre le gène d’intérêt et le plasmide pET-28b est réalisée par 

l’intermédiaire du kit Rapid DNA Ligation (ThermoFisher), avec l’utilisation de l’enzyme T4 DNA 

ligase. Pour cela, un milieu réactionnel (20 µl) contenant une concentration finale de 1X de tampon 
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Rapid Liagtion, 5 U d’enzyme T4 DNA Ligase, ainsi que le plasmide pET-28b et le gène d’intérêt 

est préparé. Différents ratio plasmide/gène d’intérêt, (1/3 et 1/5) avec entre 50 et 100 ng de 

plasmide sont testés. La ligation s’effectue à 22°C pendant 20 min.  

IV.3.4. Transformation  

IV.3.4.1. Préparation des cellules compétentes 

Les bactéries réceptrices chimio-compétentes sont préparées à partir de colonies isolées 

issues de milieu LB sans antibiotique. Après une nuit de culture à 37°C sous agitation à 130 rpm, 

cette pré-culture est utilisée pour ensemencer de nouveau du milieu LB à 1 %. La croissance est 

arrêtée quand une DO600nm de 0,5 est obtenue. Les cultures sont ensuite centrifugées à 4000 rpm 

pendant 10 min et à 4°C. Le culot des cultures est repris dans une solution de nettoyage qui 

contient une concentration finale de 16,8 mM en NaCH3COO, de 5 mM en NaCl, de 50 mM en 

MnCl2 à pH 5,6. Le mélange est laissé 20 min à 4°C puis de nouveau centrifugé à 4000 rpm 

pendant 10 min et à 4°C. Enfin, le culot est repris dans une solution de reprise (10 mM en 

NaCH3COO, 70 mM en CaCl2, 5 % vol/vol glycérol, 5 mM en MnCl2 à pH 5,6). Ces cellules 

compétentes sont aliquotées par 250 µl avant d’être conservées à -80°C. 

IV.3.4.2. Transformation dans des bactéries d’amplification et d’expression  

La transformation de bactéries d’amplification E. coli XL1-blue permet la multiplication des 

plasmides contenant le gène d’intérêt. Pour réaliser cette transformation, 5 µl de plasmide 

contenant le gène d’intérêt sont mis en contact avec 50 µl de cellules compétentes dans la glace 

pendant 30 min, pour favoriser l'adhésion des plasmides à la membrane des bactéries, puis un 

choc thermique à 42°C, pendant 1 min, permet une fragilisation momentanée des membranes 

bactériennes et ainsi facilite l’entrée des plasmides dans les bactéries compétentes. L’ensemble 

est ensuite placé dans la glace pendant 5 min. Ensuite, une étape de régénération des bactéries 

est réalisée avec un ajout de 250 µl de milieu LB placé à 37°C pendant 1 h avant d’étaler 150 µl 

de suspension microbienne sur une boîte de pétri contenant du LB (complémenté avec de la 

Kanamycine à 30 µg.ml-1) pour permettre la sélection des transformants (cellules compétentes 

avec le plasmide d’intérêt contenant le gène d’intérêt et la résistance à l’antibiotique). Les milieux 

sont incubés une nuit à 37°C. Plusieurs colonies sont ensuite vérifiées. Pour cela, ces colonies 

sont repiquées dans du milieu LB Kanamycine à 30 µg.ml-1 et placées sous agitation à 130 rpm 

et à 37°C pendant une nuit. Les clones identifiés comme positifs contenant le plasmide avec le 

gène d’intérêt, sont ensuite remis en culture dans du milieu LB Kanamycine 30 µg.ml-1 et 

conservées à -80°C. Les plasmides sont ensuite extraits et validés par séquençage (Eurofins 
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Genomics) avant d’être transférés dans des bactéries d’expression JM109 DE3, Tuner DE3 avec 

le même mode opératoire que pour les bactéries d’amplification.  

V : Production et purification de Txyl-3231-His 

V.1. Conditions d’induction de la production de Txyl-3231-His par les bactéries d’expression  

 Les bactéries d’expression (Txyl-3231-TunerDE3, Txyl-3231-JM109DE3) sont mises en 

culture avec un inoculum de 1 % vol/vol dans 20 ml de milieu LB Kanamycine 50 µg.ml-1. La 

culture est incubée à 37°C et 100 rpm. Pour induire l’expression de la protéine recombinante, de 

l’IPTG à 1 mM est ajoutée quand la culture atteint une DO600nm comprise entre 0,4 et 0,5. La 

culture est laissée à 30°C ou à 37°C et agitée à 100 rpm pendant une nuit. Des cultures non 

induites avec les bactéries recombinantes, et avec les bactéries Tuner DE3, JM109 DE3 seules 

sont effectuées dans les mêmes conditions et serviront de témoins de production. Des 

prélèvements réguliers de 2 ml (2 h, 6 h et 15 h) sont effectués dans les différentes conditions 

afin de vérifier les conditions de production de l’enzyme. Pour cela, les prélèvements sont 

centrifugés à 6000 rpm pendant 5 min et les culots cellulaires sont repris dans 200 µl d’eau. Par 

SDS-PAGE, 10 µl de culots cellulaires sont analysés (gel à 10 %) comme décrit précédemment. 

Pour vérifier la présence de la protéine recombinante, une révélation au western blot avec 

un anticorps spécifique de la queue polyhistidine est effectuée (Sambrook et al., 1989). Pour cela 

le gel de SDS-PAGE est incubé dans un tampon de transfert (Tris HCl 25 mM, Glycine 192 mM 

pH 8,3 et méthanol 15 % vol/vol) pendant 15 min. Les protéines sont transférées sur de la 

membrane de nitrocellulose avec l’appareil Trans-Blot SD Semi-Dry Transfert (Biorad). Le 

transfert a lieu pendant 15 à 30 min à 15 volts. Après transfert, la membrane est lavée à l’eau 

ultrapure puis incubée dans un tampon de saturation (10 % p/v de poudre de lait écrémé dans 

tampon phosphate sels 1X (PBS : 10 g.l-1 de NaCl, 250 mg.l-1 de KCl, 1,4 g.l-1 de Na2HPO4 et 300 

mg.l-1 de KH2PO4.) pendant 1 h. Cette étape est suivie d’une incubation dans une solution du 

premier anticorps (Anti HisTag, Sigma Aldrich) préparée à une concentration de 1/1000ème (dans 

tampon 0,1 % v/v de Tween20 et 2 % poudre de lait écrémé dans PBS 1X) pendant 2 h. Après 

lavage de la membrane (PBS 0,1 % v/v Tween20 puis PBS 1 X). Le second anticorps à une 

concentration de 1/2500ème (Anti Mouse IgG (Sigma Aldrich)) est appliqué pendant 1 h. La 

membrane est lavée comme décrite ci-dessus avant d’être révélée en utilisant le kit de révélation 

“BCIP/NBT Color development substrate” selon les recommandations du fournisseur (Promega). 
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V.2. Production de Txyl-3231-His et purification  

 Des cultures en grand volume (500 ml) de Txyl-3231-His-Tuner DE3 sont effectuées à 

30°C pendant 24 h, sans induction afin de produire en grande quantité Txyl3231-His. La culture 

est centrifugée à 6000 rpm pendant 10 min. Le culot cellulaire (Fraction totale; FT) est repris dans 

50 ml de tampon de lyse (300 mM NaCl, 100 mM NaH2PO4 et 20 mM Imidazole) et les cellules 

sont lysées pour libérer les protéines intracellulaires, à l’aide du FastPrep-24TM 5G 

(MPbiomedicals) comme décrit précédemment mais avec un programme adapté au broyage de 

E. coli (2 cycles de 30 sec à 6,5 m.sec-1 avec des pauses de 1 min entre chaque cycle). La solution 

obtenue est de nouveau centrifugée à 6000 rpm pendant 10 min. Deux fractions, la fraction soluble 

(FS, contenant la protéine recombinante et les protéines intracellulaires) et les débris cellulaires 

(fractions insolubles ; FI) sont obtenues. 10 µl de FT, FS et FI sont analysés par SDS-PAGE et 

Western blot comme décrit précédemment. 

 La Fraction soluble (FS) est purifiée par chromatographie d’affinité en condition native, en 

utilisant la résine Ni-NTA (Qiagen). En effet, la queue polyhistidine ajoutée à la protéine 

recombinante possède une forte affinité pour les ions Nickel à pH basique. Après fixation sur la 

résine, la protéine peut être éluée par compétition en utilisant une concentration croissante d’une 

molécule compétitrice, l’imidazole. Une mise au point de la purification en petit volume a été 

effectuée afin d’identifier les conditions d’élution de la protéine. Pour cela, 500 µl de résine est 

lavée 2X avec 1 ml d’eau ultra-pure puis elle est équilibrée avec 1 ml de tampon d’équilibrage 

(300 mM NaCl et 50 mM NaH2PO4). Une fois la résine préparée, 1 ml de FS est placé en présence 

de la résine pendant 10 min sous agitation douce à température ambiante. Le mélange est 

centrifugé pendant 5 min à 2000 rpm. Une succession de trois lavages de la résine avec 1 ml de 

tampon de lavage (tampon d’équilibrage complémenté avec 0 mM, 10 mM et 20 mM d’imidazole 

respectivement) est effectuée pour éliminer les protéines qui ne se sont pas fixées spécifiquement 

sur la résine. Plusieurs élutions avec 500 µl des tampons d’élution contenant une concentration 

croissante d’imidazole (100 mM, 200 mM, 300 mM, 400 mM et 500 mM) sont réalisées afin 

d’identifier la condition d’élution de Txyl3231-His. Toutes les fractions de purification obtenues 

sont collectées pour vérifier la présence de la protéine recombinante par SDS-PAGE suivi d’un 

Western Blot. Une purification avec un plus grand volume de FS est effectuée dans les conditions 

optimales identifiées (10 ml de FS ; 1 ml de résine ; 3 lavages avec 5 ml de tampon de lavage 

élution avec 5 ml de tampon d’élution contenant 300 mM d’imidazole deux fois de suite). 

L’absorbance de cette fraction est mesurée à 280 nm pour permettre de déterminer la masse de 

protéine purifiée obtenue. 
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VI : Mesure des paramètres biochimiques de Txyl-3231-His et de son activité 

VI.1. Détermination de la température et du pH optimal 

 Pour déterminer le pH optimal de Txyl-3231-His, des mesures d’activités enzymatiques 

ont été réalisées dans une gamme de pH (de 4 à 10) à une température fixe de 30 °C. Une 

cinétique de 5 min est effectuée aux différents pH. Pour l’activité peroxydase, l’ABTS (2,5 mM) 

est utilisé comme substrat pour le test d’activité à pH acide (≤ 7). A pH basique, le substrat testé 

est le pyrogallol (2,5 mM). Les réactions sont réalisées dans du tampon phosphate citrate (100 

mM) et du tampon Tris HCl 25 mM respectivement, et avec 100 µl d’enzyme purifiée (diluée ou 

non) et 10 mM H2O2. L’absorbance des mélanges réactionnels est mesurée à 405 nm (ABTS) et 

420 nm (Pyrogallol). Pour l’activité catalase, le substrat utilisé est H2O2 (10 mM) uniquement et 

sa disparition est mesurée à 240 nm. Les activités sont mesurées en triple. En parallèle, une 

détermination des coefficients d’extinction molaire de l’ABTS et du pyrogallol oxydé est effectuée 

dans les différentes conditions. Les activités sont calculées comme décrit précédemment. 

L’autohydrolyse des substrats dans les différentes conditions de cinétique est évaluée. Les 

valeurs obtenues sont déduites des activités mesurées lors des essais. Le pH optimal est le pH 

où l’activité mesurée est maximale. Des pertes d’activité en fonction du pH sont également 

exprimées en % d’activité relative. 

 La température optimale est déterminée comme la méthode décrite pour le pH sauf que 

dans ce cas, le pH utilisé est le pH optimal (pH 7) et différentes températures (40 à 70 °C par 

trance de 5 °C) sont testées. Les réactions sont réalisées dans du tampon Tris HCl 25 mM. Les 

coefficients d’extinction molaire de l’ABTS et du pyrogallol oxydé sont déterminés aux différentes 

températures ainsi que l’autohydrolyse des substrats. Les valeurs obtenues sont déduites des 

activités mesurées lors des essais. La température optimale est la température où l’activité 

mesurée est maximale. Des pertes d’activités en fonction de la température sont également 

exprimées en % d’activité relative. 

 

  



80 
 

Résultats 

L’objectif de ce chapitre est d’étudier la physiologie de TX et son impact en présence de 

de différents substrats lignifiés ou de lignine industrielle. Une première partie sera consacrée à la 

caractérisation des différents substrats utilisés. La deuxième partie s’attachera à étudier la 

croissance de TX sur ces substrats et à évaluer la production de protéine ainsi que les activités 

enzymatiques au cours de la croissance. Enfin, une dernière partie sera dédiée aux effets de la 

croissance de TX sur les résidus de substrats et l’évolution des sucres et des molécules 

phénoliques présents dans le milieu de culture.  

 

I : Caractérisation des substrats utilisés 

I.1. Composition en lignines et polysaccharides  

Les différents substrats utilisés dans cette étude sont la paille de blé (PB), la paille de blé 

explosée à la vapeur (PBEV) et la lignine Kraft (LK). Les analyses révèlent que ces substrats ont 

des compositions chimiques contrastées avec des teneurs en lignine et en polysaccharides 

différentes (Tableau 17). 

Ces substrats possèdent des teneurs en lignines variées. Ainsi la teneur en lignines de la 

PB est plus faible que la teneur en lignines de la PBEV ou de la LK avec 23,7 ± 2,0 ; 30,3 ± 0,9 et 

85,3 ± 1,0 % de matière sèche (MS) respectivement. L’hydrolyse acide des résidus permet de 

libérer les monomères constitutifs des polysaccharides. Les principaux sucres monomères 

obtenus à partir de la PB et de la PBEV sont le glucose, le xylose et l’arabinose. Dans le cas de 

la PB, le glucose est le sucre principal suivi par le xylose et l’arabinose. Dans la PBEV, le glucose 

est le sucre majoritairement obtenu et un contenu plus faible en xylose est observé 

comparativement à la PB. Ces trois sucres monomères sont attribuables aux glucanes (cellulose) 

et aux hémicelluloses (arabinoxylanes) dont les teneurs varient selon le substrat. La PB est riche 

en hémicellulose contrairement à la PBEV avec respectivement 20,7 ± 0,3 et 5,4 ± 0,0 % de la 

matière sèche. A l’inverse, la PBEV possède une plus forte proportion de glucanes que la PB avec 

respectivement 43,2 ± 0,4 et 30,8 ± 0,4 % de la matière sèche. Dans l’ensemble, les glucanes et 

les arabinoxylanes représentent la moitié de la matière sèche de la PB et la PBEV. En revanche, 

la LK est quasiment dépourvue de sucre dont la teneur est de 0,6 ± 0,0 % de la matière sèche. 
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Tableau 17 : Teneurs en lignines et en sucres des substrats lignifiés (% de matière sèche). 

 

   

 PB PBEV LK 

Lignine  23,7 ± 2,0 30,3 ± 0,9         85,3 ± 1,0 

Glucose  34,2 ± 0,5 48,0 ± 0,5 0,1 ± 0,0 

Xylose  20,6 ± 0,2   5,8 ± 0,0 0,3 ± 0,0 

Arabinose    2,9 ± 0,1   0,4 ± 0,0 0,2 ± 0,0 

Glucanes 30,8 ± 0,4 43,2 ± 0,4 0,1 ± 0,0 

Hémicelluloses 20,7 ± 0,3   5,4 ± 0,0 0,5 ± 0,0 

Polysaccharides 51,6 ± 0,7  48,6 ± 0,5 0,6 ± 0,0 

I.2. Composition en molécules phénoliques 

 Les parois de graminées sont caractérisées par la présence d’acides phénoliques 

estérifiés ou éthérifiés (acide p-coumarique, acide férulique et acide β-O-4 di-férulique) aux 

polymères pariétaux. Ces acides ont été quantifiés dans les substrats lignifiés par CLHP après 

hydrolyse alcaline. Les résultats obtenus pour les 2 substrats PB et PBEV sont présentés dans le 

Tableau 18. Ces composés sont détectés à l’état de traces après hydrolyse de la LK. La teneur 

en acides phénoliques de la PB est de 11,3 ± 0,2 mg.g-1 de matière sèche (MS), avec 

principalement de l’acide p-coumarique (5769,6 ± 118,2 µg.g-1 de substrat) et de l’acide férulique 

(5240,7 ± 68,2 µg.g-1 de substrat). Dans la PBEV, les acides phénoliques représentent 9,0 ± 0,4 

mg.g-1 de substrat, avec principalement l’acide p-coumarique (5843,1 ± 224,1 µg.g-1 MS) et l’acide 

férulique (2859,7 ± 119,0 µg.g-1 MS). Ces composés sont majoritairement liés en éther avec 54,8 

et 53,5 % pour la PB et la PBEV respectivement. Cependant, dans la PB, 35,2 % des acides 

féruliques sont liés en ester ainsi que 56,5 % des acides p-coumariques sont sous forme 

estérifiée. Dans la PBEV 45,5 % des acides féruliques sont estérifiés et on retrouve autant 

d'acides p-coumariques estérifiés et éthérifiés.  
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Tableau 18 : Composition en acides phénoliques liés en éthers et esters (µg.g-1 de matière sèche). 

 

  
 PB  PBEV  

Acide p-coumarique    5769,6 ± 118,2   5843,1 ± 244,1 

Ester 3261,6 ± 13,5 2878,3 ± 74,5 

Ether   2508,0 ± 104,6   2964,8 ± 169,5 

Acide férulique  5240,7 ± 68,2   2859,7 ± 119,0 

Ester 1843,5 ± 36,0 1300,2 ± 91,5 

Ether 3397,1 ± 32,2 1559,5 ± 27,6 

Acide Di-férulique (β-O-4)   281,0 ± 17,1   287,7 ± 12,9 

        Ester nd nd 

        Ether   281,0 ± 17,1   287,7 ± 12,9 

Total 11291,3 ± 203,4   8990,4 ± 376,1 

nd = non détecté 

La principale différence entre PB et PBEV se situe au niveau de la teneur en acide 

férulique qui est deux fois moins importante dans PBEV avec une diminution plus importante de 

la fraction éthérifiée (54 %) par rapport aux formes estérifiées (30 %). Les dimères d’acide 

férulique qui sont sous forme β-O-4 sont exclusivement retrouvés sous forme éther et ne 

représentent qu’une très faible proportion des acides phénoliques (0,25 % et 0,32 % des acides 

phénoliques de PB et PBVE respectivement). Ces acides phénoliques ne sont pas détectés dans 

la LK. 
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I.3. Potentiels en lignines et en acides phénoliques dans les milieux de culture 

Les potentiels en lignine et en acides phénoliques apportés par les différents substrats (50 

mg) dans chaque culture (10 ml) sont présentés dans le Tableau 19. 

Tableau 19 : Potentiels en lignines et acides phénoliques (µg.50 mg-1 matière sèche)  

 

   
 PB  PBEV  LK 

Potentiel en lignine   11850,0 
± 1000,0 

15150,0  
± 136,4 

42650,0 
± 50,0 

Potentiel en acides 
phénoliques totaux 

  564,6 ± 10,2   449,6 ± 18,8 nd 

Acide p-coumarique 288,5 ± 5,9   292,2 ± 12,2 nd 

Acide férulique 262,1 ± 3,4 143,0 ± 5,9 nd  

Di-férulique (β-O-4)   14,1 ± 0,4   14,4 ± 0,7 nd 

Potentiel en lignine = Pourcentage massique de lignine x Masse de substrat présent dans le milieu de 
culture  
Potentiel en acides phénoliques = Acides phénoliques x (Volume milieu de culture / masse de substrat) 

II : Croissance de TX sur des substrats lignifiés 

II.1. Croissance bactérienne en présence de substrats lignifiés 

II.1.1. La croissance bactérienne 

Croissance sur les substrats lignifiés et la lignine Kraft 

La croissance bactérienne sur les différents substrats lignifiés a été suivie pendant 30h. 

La bactérie cultivée dans le milieu de culture sans aucun substrat (Xylane 0 %), montre une 

croissance très faible avec une DO600nm max de 0,13 ± 0,03 (Figure 30). La bactérie est capable 

de se développer sur l’ensemble des substrats lignifiés, avec des taux de croissance (µmax) de 

0,48 ± 0,12 ; 0,23 ± 0,02 et 0,58 ± 0,08 h-1 ainsi que des DO600nm max de 0,79 ± 0,02 ; 0,29 ± 0,02 

et 0,56 ± 0,01 respectivement pour PB, PBEV et LK (Tableau 20). La comparaison des cultures 

de TX sur les trois substrats lignifiés montre que la phase exponentielle de croissance et les temps 

de génération de la bactérie sont deux fois plus faibles en présence de PBEV par rapport aux 

cultures sur PB et LK où ces paramètres sont davantage similaires. 
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Effet de la complémentation en xylane sur la croissance  

L’ajout de 20 % ou 50 % de xylane dans les différents milieux de culture permet 

d’augmenter significativement la quantité de cellules obtenues sur l’ensemble des substrats. En 

effet, sur la PB, la DO600nm max augmente de 0,79 ± 0,02 à 1,34 ± 0,11 et 2,37 ± 0,11 

respectivement pour les complémentations à 20 % et 50 % de xylane. Sur la PBEV la DO600nm 

max passe de 0,29 ± 0,02 à 0,38 ± 0,04 et 1,16 ± 0,05, et sur la LK la DO600nm max varie de 0,56 

± 0,01 à 0,93 ± 0,07 et 2,09 ± 0,19 (Figure 30). Les cultures en présence de PB et PBEV, ont des 

paramètres de croissance similaires (Tableau 20). En revanche, en présence de LK, la 

complémentation en xylane conduit à une augmentation significative du taux de croissance 

(µmax). En parallèle, le temps de génération diminue avec l’augmentation de l’apport de xylane 

dans le milieu pour la LK complémentée. En présence de xylane seul, les taux de croissance sont 

similaires malgré une augmentation de la durée de la phase exponentielle de croissance et de la 

DO600nm max (1,00 ± 0,10 et 2,11 ± 0,07 pour les cultures avec xylane 20 % et 50 % 

respectivement). Les taux de croissance en présence des substrats complémentés sont environ 

de deux à sept fois plus faibles qu’en présence de xylane seul. Parmi les substrats complémentés 

à 50 %, le taux de croissance le plus élevée est obtenu avec la LK (µmax = 0,70 ± 0,14 h-1) suivie 

de la PB (µmax = 0,60 ± 0,19 h-1) et la PBEV (µmax = 0,25 ± 0,03h-1). Ces variations sont illustrées 

sur la Figure 31, avec notamment une DO600nm deux fois plus faible pour la PBEV par rapport aux 

autres substrats.  

Temps de culture et latence sur l’ensemble des cultures 

Pour l’ensemble des cultures sur substrats lignifiés, avec ou sans complémentation, des 

temps de latence sont observés avant le début de la phase exponentielle de croissance (Figure 

30). Les durées de ces temps de latence sont de 5 h pour les cultures avec PB et PBEV, et 10 h 

pour la LK. Les durées des phases exponentielles de croissance sont également variables (de 3 

à 15 h). En effet, ces phases exponentielles de croissance sont très rapides dans le cas de culture 

sur xylane seul (entre 3 et 5 h) et durent environ 10 h en présence de PB complémentée ou non 

(Tableau 4). En revanche, elles varient selon l’apport de xylane pour les cultures en présence de 

PBEV et LK. Pour ces deux substrats, ces phases exponentielles de croissance active durent 10 h 

et 15 h respectivement pour PBEV et LK complémentées avec 50 % de xylane et sont 2 à 3 fois 

plus longues par rapport aux cultures avec ces mêmes substrats complémentés à 20 % ou sans 

xylane (Figure 31). Nous observons également que les cellules en fin de culture (30h) sur 

l’ensemble des substrats sont en début de sporulation.  
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Tableau 20 : Comparaison des paramètres de croissance de TX sur les différents substrats 

lignifiés sans complémentation en xylane (0 %) ou avec complémentation en xylane (20 % et 50 

%). 

 Taux de 
croissance 
(µmax ; h-1) 

Temps de 
génération  

(Tg ; h) 

Temps de 
Latence 

(h) 

Durée de phase 
de croissance  

(h) 

PB 0% 0,47 ± 0,12 1,53 ± 0,38 5 10 

PB 20% 0,56 ± 0,08 1,25 ± 0,16 5 10 

PB 50% 0,60 ± 0,19 1,24 ± 0,41 5 10 

PBEV 0% 0,23 ± 0,02 2,99 ± 0,24 5 5 

PBEV 20% 0,26 ± 0,02 2,64 ± 0,24 5 5 

PBEV 50% 0,25 ± 0,03 2,77 ± 0,32 5 15 

LK 0% 0,58 ± 0,08 1,21 ± 0,15 10 5 

LK 20% 0,77 ± 0,02 0,90 ± 0,02 10 5 

LK 50% 0,70 ± 0,14 1,01 ± 0,19 10 10 

Xylane 0% / / / / 

Xylane 20% 1,30 ± 0,03 0,53 ± 0,01 0 3 

Xylane 50% 1,33 ± 0,04 0,52 ± 0,02 0 5 

 

 

Figure 30 : Croissance de TX en présence de : A) PB, B) PBEV, C) LK et D) Xylane. Ces substrats 

sont complémentés ou non avec du xylane à 20 % et à 50 %.  
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Figure 31 : Croissance de TX sur l’ensemble des substrats complémentés avec 50 % de xylane.  

II.1.2. La production de protéines durant la croissance 

Les productions de protéiques extracellulaires (EC) et intracellulaires (IC) durant la 

croissance bactérienne sur les différents substrats ainsi que les ratios EC/IC ont été évaluées en 

fonction du temps (Figure 32).  

Production de protéines sur substrats lignifiés 

Pour la culture avec PB, la production de protéines EC, exprimées par rapport à la 

croissance est importante en début de phase exponentielle de croissance (10 h) et reste stable 

jusqu’à la fin de cette phase (entre 88,1 ± 30,1 et 103,5 ± 17,8 µg.DO600nm
-1) où elle diminue (47,4 

± 9,6 µg.DO600nm
-1) en fin de culture. Pour les protéines IC, la production de protéine augmente de 

36,6 ± 6,9 à 86,1 ± 27,8 µg.DO600nm
-1 au cours du temps avec un maximum en fin de phase 

exponentielle de croissance à 20 h. Ensuite elle décroit en fin de culture comme pour les protéines 

EC. Les protéines EC sont trois fois plus importantes pendant la croissance (ratio EC/IC = 3,3 ± 

0,3). Cette asymétrie dans la production de protéines s’atténue pendant la phase stationnaire pour 

arriver à l’équilibre avec un ratio EC/IC égal à 0,9 ± 0,5 en fin de culture. 

En ce qui concerne le substrat PBEV, la production de protéine EC ne varie pas 

significativement au cours de la culture (entre 47,4 ± 22,9 et 79,1 ± 10,5 µg.DO600nm
-1). En 

revanche, la production en protéines IC diminue au cours du temps avec un maximum en début 

de croissance (10 h) avec 94,6 ± 20,8 µg.DO600nm
-1, et un minimum de 25,8 ± 16,8 µg.DO600nm

-1.  

La dynamique de production des protéines est inversée par rapport au substrat PB, avec une 

production de protéines IC plus importante que les protéines EC en début de croissance (ratio 

EC/IC de 0,7 ± 0,2). En fin de phase de croissance (25h), la bactérie produit 2 fois plus de 

protéines EC que de protéines IC (ratio EC/IC de 2,2 ± 0,2). 
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Pour la culture avec LK, les concentrations en protéines augmentent au cours du temps 

avec 73,4 ± 13,3 µg.DO600nm
-1 pendant la croissance (15 h), pour atteindre 170,0 ± 32,0 

µg.DO600nm
-1 en phase stationnaire. De manière similaire, la production des protéines IC augmente 

de 11,7 ± 6,0 au début de la croissance à 59,7 ± 20,5 µg.DO600nm
-1 en fin de culture. Les quantités 

de protéines EC sont plus importantes par rapport aux IC durant toute la culture ; cependant cette 

différence s’atténue au cours du temps : le ratio EC/IC diminue entre le début de croissance 

(EC/IC = 5,0 ± 1,6) et la fin de culture (EC/IC = 2,4 ± 0,3). 

Les protéines n’ont pu être quantifiées dans le milieu de culture sans aucun substrat 

(Xylane 0 %) en raison de faibles concentrations en protéines. En revanche, en présence de 

xylane seul, les protéines EC sont détectables en fin de phase exponentielle de croissance (5 h) 

puis leur concentration augmente jusqu’à la fin de la culture pour atteindre 127,5 ± 23,3 et 137,5 

± 19,4 µg.DO600nm
-1 en présence de xylane 20 et 50 % respectivement. A l’inverse, les protéines 

IC sont importantes dès le début de la croissance à 3 h (avec 128,1 ± 3,3 et 129,0 ± 30,13 

µg.DO600nm
-1 pour les cultures avec xylane 20 et 50 % respectivement) et augmentent légèrement 

durant le temps de culture (137,5 ± 19,4 et 196,9 ± 1,4 µg.DO600nm
-1 en présence de xylane 20 et 

50 % respectivement). Les dynamiques de production des protéines sont similaires avec la 

présence uniquement de protéines IC en début de culture, puis la concentration en protéines EC 

augmente pour se rapprocher du niveau de production de protéines IC en fin de culture (ratios 

EC/IC de 1,0 ± 0,4 et 0,7 ± 0,1 pour xylane 20 et 50 % respectivement). 

Effet de la complémentation en xylane sur la production de protéines 

Pour les cultures PB complémentées, la production de protéine EC et IC reste similaire 

par rapport à PB seule. En effet, la production de protéines EC est importante durant la phase 

exponentielle de croissance (entre 105,0 ± 9,7 et 114,5 ± 7,1 µg.DO600nm
-1), puis diminue en fin de 

culture (83,4 ± 5,6 et 84,3 ± 8,5 µg.DO600nm
-1 pour PB avec xylane 20% et 50 % respectivement). 

De même, pour les protéines IC, la production de protéines augmente au cours du temps (avec 

31,5 ± 9,9 et 44,3 ± 4,7 µg.DO600nm
-1, en début de croissance et atteint un maximum de 62,4 ± 

15,5 et 62,8 ± 0,7 µg.DO600nm
-1 pour la complémentation à 20 et 50 % respectivement. Les 

dynamiques de production de protéines sur PB 20 % et PB 50 %, sont similaires à celles 

observées sur la PB seule, avec une prédominance de protéines EC par rapport aux protéines IC 

en début de croissance (ratio EC/IC = 4,4 ± 1,0 et 8,3 ± 0,7 pour PB 20 % et PB 50 % 

respectivement) et une répartition similaire en fin de culture, avec des ratios EC/IC proches de 1. 
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En ce qui concerne le substrat PBEV, l’ajout de xylane se traduit par une nette 

augmentation de la production de protéines EC, en particulier avec la complémentation à 20 %, 

alors que la production de protéines IC reste similaire par rapport à la croissance sur PBEV seule. 

Les concentrations maximales de protéines EC sont de 221,3 ± 19,4 et 143,0 ± 36,0µg.DO600nm
-1 

durant la phase exponentielle de croissance, pour PBEV 20 % et PBEV 50 % respectivement.  En 

revanche, comme pour la culture sans complémentation, la production en protéines IC diminue 

au cours du temps. Le maximum de production intervient en début de phase exponentielle de 

croissance (82,7 ± 9,0 et 98,3 ± 33,4 µg.DO600nm
-1 pour PBEV 20 % et PBEV 50 % respectivement) 

et les concentrations minimales sont détectées en fin de culture (33,8 ± 20,1 et 40,1 ± 10,1 

µg.DO600nm
-1 pour PBEV 20 % et PBEV 50 % respectivement). Les dynamiques de production de 

protéines sont similaires à celles sur la PBEV seule, avec une production de protéines IC 

équivalente aux protéines EC en début de croissance (ratio EC/IC proche de 1), et une production 

de protéines EC plus importante en fin de culture (ratio EC/IC de 5,4 ± 0,5 et 2,1 ± 0,6 pour PBEV 

20 % et PBEV 50 %). 

Dans le cas de culture avec LK, l’ajout de xylane à 20 et 50 %, conduit à une production 

de protéines EC et IC plus importante en début et pendant la phase exponentielle de croissance. 

La concentration en protéines EC est maximale en phase stationnaire (202,4 ± 36,9 µg.DO600nm
- 1) 

pour LK 20 %, alors que cette valeur maximale est obtenue durant la phase exponentielle 

croissance (150,7 ± 20,3 µg.DO600nm
-1) pour LK 50 %. La concentration baisse fortement en fin de 

culture (49,9 ± 2,4 et 33,2 ± 1,1 µg.DO600nm
-1 en présence de LK 20 % et LK 50 % respectivement). 

En ce qui concerne les productions des protéines IC, celles-ci sont les plus importantes en fin de 

phase exponentielle de croissance, avec 100,5 ± 16,9 et 49,4 ± 1,4 µg.DO600nm
-1 pour les cultures 

LK 20 et LK 50 % respectivement. La dynamique de production des protéines est similaire à celle 

observée sur la LK seule, mais l’ajout de xylane atténue l’importance de la production de protéines 

EC en début de croissance. Dans tous les cas, la production de protéines EC reste toujours 

supérieure à la production de protéines IC contrairement aux autres substrats, en particulier en 

début de croissance (ratio EC/IC de 3,3 ± 0,4 et 2,4 ± 0,6 avec LK 20 % et LK 50 % 

respectivement). Ces différences de production s’atténuent au cours de la croissance ; les ratios 

EC/IC sont respectivement de 1,9 ± 0,4 et 2,0 ± 0,5 avec LK 20 % et LK 50 % en fin de culture.  

 Dans l’ensemble, la concentration en protéines produites durant la croissance augmente 

dans les cultures complémentées en xylane. C’est l’ajout de 50 % de xylane qui a permis la 

production de protéines la plus élevée pour le substrat PB, alors que pour les substrats PBEV et 

LK, c’est la complémentation à 20 % qui a permis la meilleure production de protéines.  
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Figure 32 : Cinétique de production de protéines en fonction de la croissance (DO600nm), et 

évolution du ratio EC/IC, en présence de : A) PB, B) PBEV, C) LK et D) Xylane. Les concentrations 

protéiques extracellulaires (EC) sont en couleurs unies et les concentrations protéiques 

intracellulaires (IC) sont hachurées. 
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II.2. Les activités enzymatiques 

II.2.1. Les activités xylanases 

Les productions de xylanases par TX au cours du temps sur les différents substrats sont 

présentées en fonction de la croissance (DO600nm) et en fonction de la concentration protéique 

(Figure 33). Ces activités xylanases sont presque uniquement extracellulaires. En effet, aucune 

activité xylanase intracellulaire n’est détectée en présence de LK et PBEV alors que celles-ci sont 

très faibles en présence de PB et de xylane avec un maximum de 0,3 UI.DO600nm
-1 et 5 UI.mg-1 

avec une complémentation en xylane (données non présentées). 

Activités xylanases sur des substrats lignifiés 

Sur les substrats seuls, aucune activité xylanase n’est observée dans les milieux de 

cultures contenant la PBEV et la LK. En revanche, en présence de PB, l’activité xylanase EC 

augmente au cours du temps avec 1,1 ± 0,8 UI.DO600nm
-1 en début de phase exponentielle 

croissance et s’élève à 3,7 ± 0,5 UI.DO600nm
-1 en fin de culture. De même, cette activité xylanase 

EC, exprimée en fonction de la production de protéines, augmente de 5,3 ± 2,4 UI.mg-1 en début 

de croissance à 80,5 ± 18,5 UI.mg-1 en fin de culture avec la PB. 

Effet de la complémentation en xylane sur la production d’activités 

Après complémentation en xylane, des activités xylanases EC sont détectées pour 

l’ensemble des substrats. Pour la PB 20 % et PB 50 %, les activités xylanases EC (en fonction de 

la croissance ou de la production protéiques) augmentent par rapport à la PB seule. La 

complémentation de 20 % en xylane permet de passer en début de phase exponentielle de 

croissance de 1,1 ± 0,2 UI.DO600nm
-1 et 11,4 ± 2,4 UI.mg-1 à 10,9 ± 0,7 UI.DO600nm

-1 et 131,2 ± 3,0 

UI.mg-1 en fin de culture. Des évolutions et des niveaux de productions similaires sont observés 

avec PB 50 %. 

Pour la PBEV 20 % et PBEV 50 %, la dynamique globale d’augmentation des activités 

xylanases au cours du temps est la même que sur la PB seule. Les activités xylanases 

augmentent durant la phase exponentielle de croissance. En revanche, contrairement à la PB 

seule, le niveau de la complémentation a un impact sur les concentrations de ces activités. Avec 

la complémentation de 20 % en xylane, l’activité augmente de 0,4 ± 0,3 UI.DO600nm
-1 (13,0 ± 6,7 

UI.mg-1) en début de culture à 2,2 ± 0,3 UI.DO600nm
-1 (33,8 ± 4,5 UI.mg-1) en fin de culture. La 

complémentation de PBEV avec du xylane 50 % permet d’augmenter davantage les activités 

xylanases en passant en début de croissance de 0,6 ± 0,2 UI.DO600nm
-1 (6,0 ± 1,5 UI.mg-1) à 7,9 ± 

1,0 UI.DO600nm
-1 (98,0 ± 10,5 UI.mg-1) en fin de culture. 
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Pour la LK complémentée avec 20 et 50 % de xylane, il est observé comme précédemment 

une augmentation des activités xylanases au cours du temps et un effet moins marqué de la 

complémentation de 20 % en xylane par rapport 50 % de xylane. Après ajout de xylane 20 %, les 

activités varient de 0,3 ± 0,2 UI.DO600nm
-1 et 2,0 ± 1,2 UI.mg-1 en début de culture à 1,9 ± 0,2 

UI.DO600nm
-1 et 14,8 ± 3,2 UI.mg-1 en fin de culture. Pour la complémentation en xylane de 50 %, 

ces activités augmentent de 1,3 ± 0,7 UI.DO600nm
-1 et 6,5 ± 3,6 UI.mg-1 à 5,6 ± 0,4 UI.DO600nm

-1 et 

70,2 ± 14,6 UI.mg-1 en fin de culture. 

Enfin, en présence de xylane à 20 et 50 %, le niveau de xylane ajouté dans le milieu de 

culture a un impact sur la production de xylanases. Les xylanases augmentent au cours du temps 

en fonction de la croissance (de 0,3 ± 0,1 UI.DO600nm
-1 et 0,2 ± 0,0 UI.DO600nm

-1 en début de phase 

exponentielle de croissance à 4,6 ± 0,4 UI.DO600nm
-1 et 10,1 ± 2,3 UI.DO600nm

-1 en fin de culture 

pour Xylane 20 % et Xylane 50 % respectivement). En revanche, les activités xylanases en 

UI.mg- 1 de protéines, sont à leur niveau maximal en début de phase exponentielle de croissance 

(~ 80 UI.mg-1). En présence de Xylane 20 %, les activités diminuent à 37,2 ± 8,4 UI.mg-1 en phase 

stationnaire et en fin de culture alors qu’elles restent stables (73,0 ± 8,7 UI.mg-1) en présence de 

Xylane 50 %. 

Globalement, les complémentations en xylane permettent d’augmenter les activités 

xylanases EC sur l’ensemble des substrats lignifiés et de LK. Les activités xylanases sont plus 

importantes en fin de culture (phase stationnaire), sauf pour la culture avec xylane qui, à l’inverse, 

a une production d’activités xylanases maximale en début de phase exponentielle de croissance. 

La comparaison des niveaux de production entre les différents substrats (à la fin de culture) 

montre que c’est la PB qui permet la meilleure production de xylanase suivie par la PBEV puis la 

LK et le xylane qui conduisent à des niveaux de production similaires. 

 



92 
 

  

Figure 33 : Cinétique de production d’activités xylanases en fonction de la croissance (DO600nm) 

et en fonction de la production de protéines (mg) au cours du temps en présence de : A) PB, B) 

PBEV, C) LK et D) Xylane. 
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II.2.2. Les activités phénol-oxydases 

Les productions de phénol-oxydases (POX) par TX au cours du temps selon les différents 

substrats utilisés ainsi que les ratios EC/IC sont présentés en fonction de la croissance (DO600nm) 

(Figure 34) et en fonction de la concentration en protéine (mg) (Figure 35). Ces résultats 

permettent de visualiser des dynamiques de productions des activités POX aussi bien au niveau 

de leur compartimentation cellulaire qu’au cours du temps. 

Activités phénol-oxydases sur des substrats lignifiés  

Aucune activité POX n’est retrouvée sur le milieu de culture sans substrat (Xylane 0 %). Sur 

les substrats seuls, les activités POX EC en fonction de la croissance et de la concentration 

protéique sont uniquement présentes sur les cultures PB et PBEV et sont maximales au début de 

la phase exponentielle de croissance. En revanche, au niveau IC, les activités POX en fonction 

de la croissance sont prédominantes sur la PB, tandis que les activités POX en fonction des 

protéines sont importantes sur l’ensemble des substrats lignifiés.  

En ce qui concerne le substrat PB, les activités POX en fonction de la croissance et de la 

production protéique sont similaires, avec de fortes activités EC en début de phase exponentielle 

de croissance (10 h) (2,3 ± 0,7 UI.DO600nm
-1 et 3,0 ± 0,5 UI.mg-1). Elles diminuent progressivement 

au cours du temps et représentent en fin de culture 0,7 ± 0,3 UI.DO600nm
-1 (1,5 ± 0,8 UI.mg-1). Pour 

les activités POX IC, c’est l’inverse, les activités apparaissent durant la phase exponentielle de 

croissance et atteignent leur niveau maximum en fin de phase exponentielle de croissance ou en 

début de phase stationnaire (20 h) avec 2,8 ± 0,2 UI.DO600nm
-1 (4,4 ± 0,2 UI.mg-1). 

Pour la PBEV, l’évolution des activités POX EC suit la même dynamique que les activités 

obtenues sur la PB, mais avec des niveaux de production plus importants (5,17 ± 1,01 

UI.DO600nm
- 1 et 8,05 ± 0,75 UI.mg-1 en début de phase exponentielle de croissance (10 h)). Parmi 

les cultures sur substrats sans complémentation, la production maximale de POX EC est obtenue 

sur PBEV. En revanche, l’évolution des activités IC en UI.DO600nm
-1 ou UI.mg-1 est différente. En 

effet, les activités IC exprimées en UI.DO600nm
-1 restent constantes mais faibles durant toute la 

culture (entre 0,8 ± 0,1 UI.DO600nm
-1 et 0,3 ± 0,1 UI.DO600nm

-1) alors que les activités IC POX en 

UI.mg-1 de protéine montrent une augmentation au cours du temps et une activité maximale en 

fin de croissance après 10 h de culture (9,3 ± 0,9 UI.mg-1).  

TX a une production d’activités POX exclusivement IC en présence de LK. Au niveau des 

activités POX IC en UI.DO600nm
-1, comme sur la PBEV, les activités sont constantes mais faibles 

durant l’ensemble de la culture (elles varient de 0,3 ± 0,1 UI.DO600nm
-1 à 0,6 ± 0,2 UI.DO600nm

-1). 
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En revanche, les activités POX IC en UI.mg-1 sur la LK sont prédominantes en début de culture 

(15 h) avec 5,2 ± 0,4 UI.mg-1 puis une diminution progressive est observée. Après 25 h de culture, 

les activités POX IC ne représentent plus que 1,2 ± 0,9 UI.mg-1. Parmi les substrats non 

complémentés testés, la production maximale de POX IC (en UI.mg-1) est obtenue sur LK. 

En présence de xylane, les activités POX sont uniquement IC. Les dynamiques des activités 

POX sont identiques pour les deux conditions Xylane 20 % et 50 %. Ces activités augmentent au 

cours du temps et sont maximales en phase stationnaire (après 20 h de culture). Elles 

représentent 1,2 ± 0,3 UI.DO600nm
-1 et 0,7 ± 0,1 UI.mg-1. Ces activités sont largement inférieures à 

celles obtenues en présence de PB, PBEV et LK. 

Effet de la complémentation en xylane sur la production d’activités 

L’effet de la complémentation en xylane sur le niveau de productions d’activités POX, ainsi 

que la compartimentation cellulaire au cours du temps sont très variables en fonction des 

substrats.  

Globalement, les activités POX EC et IC diminuent dans les cultures sur PB 

complémentée. Par ailleurs, plus la quantité de xylane ajoutée augmente, plus ces activités POX 

diminuent. En revanche, ces complémentations n’ont aucun effet sur les dynamiques de 

localisation des activités POX (POX EC maximale en début de phase exponentielle de croissance 

et POX IC maximale en phase stationnaire). Les activités POX EC sur PB complémentées sont 3 

à 6 fois inférieures pendant la phase de croissance comparativement à la PB seule. Les activités 

POX IC diminuent de 2 à 3 fois par rapport aux activités mesurées sur la PB seule en fin de 

croissance et début de phase stationnaire (20 h). Au niveau de la localisation de ces activités, les 

ratios EC/IC, que ce soit en fonction de la croissance ou des protéines, les dynamiques observées 

sont similaires avec POX essentiellement EC en début de croissance (10 h) (ratios EC/IC > 1). 

Puis la dynamique s’inverse avec une production POX principalement IC avec des différences 

plus importantes après la fin de la croissance (20 h). Les activités POX IC sont 5 et 8 fois plus 

importantes que les activités POX EC (en UI.DO600nm
-1 et en UI.mg-1 respectivement). 

Dans les milieux contenant de la PBEV et de la LK, l’ajout de xylane à 20 et 50 % conduit 

à une augmentation significative des activités POX EC et IC. Ces complémentations ont un impact 

sur la compartimentation de ces activités. En effet, plus l’addition de xylane est importante et plus 

les activités POX sont localisées dans les cellules (IC).  
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 En ce qui concerne la PBEV, la complémentation induit de plus fortes activités POX EC. 

Les activités maximales POX EC (UI.DO600nm
-1) sur PBEV 50 % sont de 1,5 fois (en début de 

croissance 10 h) et 3 fois (en fin de croissance après 25 h de culture) plus importantes que les 

activités sur PBEV seule. En revanche, pour les activités en fonction de la production de protéines, 

les activités POX EC ne sont pas modifiées significativement par la complémentation. Pour les 

activités POX IC (UI.DO600nm
-1 ou UI.mg-1), la complémentation permet d’augmenter les activités 

entre 2 et 5 fois au cours du temps pour PBEV 20 % et PBEV 50 % par rapport à PBEV seule. 

Les dynamiques globales de la répartition des POX (EC/IC) sont peu modifiées par la 

complémentation en xylane. La principale variation est observée en début de croissance où la 

production relative de POX EC augmente par rapport à la culture PBEV seule (ratio EC/IC entre 

10 et 15 en fonction de la croissance et entre 3 et 10 en fonction des protéines produites). Ces 

dynamiques s’atténuent au cours du temps en fonction de la croissance (ratio EC/IC entre 1 et 

2,5, Figure 34), voire finissent par s’inverser avec une plus grande production d’activités IC (ratio 

EC/IC entre 0,3 et 0,4) pour les activités en fonction des protéines (Figure 35).  

Après complémentation de la LK, on observe une production d’activités EC, qui n’était pas 

détectable en présence de LK seule. Les activités POX EC sur LK 20 % sont maximales en phase 

stationnaire (25 h) (1,9 ± 0,2 UI. DO600nm
-1 et 1,6 ± 0,5 UI.mg-1) et elles sont supérieures aux 

activités obtenues en présence de LK 50 % (0,8 ± 0,1 UI. DO600nm
-1 et 1,8 ± 0,6 UI.mg-1). Ces 

évolutions sont aussi observées au niveau des activités POX IC, avec des activités maximales de 

2,4 ± 0,3 UI.DO600nm
-1 et 10,8 ± 1,2 UI.mg-1 avec LK 20 % et LK 50 % respectivement en début de 

phase exponentielle de croissance (15 h). Ces augmentations d’activités POX IC varient de 2 à 5 

fois (UI.DO600nm
-1) et 2 à 3 fois (UI.mg-1) comparativement aux activités obtenues sur LK sans 

complémentation. Concernant les dynamiques de localisation des activités, plus la 

complémentation en xylane est importante plus les activités POX IC sont importantes. En début 

de croissance (15 h) les ratios EC/IC sur LK 50 % sont inférieurs à 1 en début de croissance (15 

h), puis ces ratios augmentent pour finir au-dessus de 1 en fin de croissance. Ces différences de 

production d’activités vont s’atténuer au cours du temps ; TX produit en fin de culture 1,5 fois 

(UI.DO600nm
-1) et 4 fois (UI.mg-1) plus d’activités POX IC que d’activités POX EC. 
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Figure 34 : Cinétique de production des activités phénol-oxydases en fonction de la croissance 

(DO600nm) et évolution du ratio EC/IC, au cours du temps en présence de : A) PB, B) PBEV, C) LK 

et D) Xylane. Les activités extracellulaires (EC) sont en couleurs unies et les activités intracellulaires 

(IC) sont hachurées. 
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Figure 35 : Cinétique de production d’activités phénol-oxydases en fonction des protéines et 

évolution du ratio EC/IC, au cours du temps en présence de : A) PB, B) PBEV, C) LK et D) Xylane. 

Les activités extracellulaires (EC) sont en couleurs unies et les activités intracellulaires (IC) sont 

hachurées.   
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III : Effet sur les résidus et composés phénoliques 

III.1. Caractérisation des résidus  

III.1.1. Analyse infra-rouge 

L’infrarouge à transformée de Fourier (IRTF) est une technique rapide d’analyse qualitative 

et semi-quantitative, non destructive permettant de visualiser les modifications des fonctions 

chimiques associées aux composés des résidus. Les bandes de vibrations correspondent à 

différentes fonctions chimiques, qui peuvent être retrouvées dans plusieurs composés. 

Néanmoins, certaines bandes sont plus précisément attribuées que d’autres, comme la bande à 

1510 cm-1, qui est caractéristique des noyaux aromatiques de la lignine dans le cas de résidus 

lignifiés. Les spectres des différents résidus des substrats riches en lignine avec et sans 

croissance bactérienne (Témoin 30 h) sont présentés dans la Figure 36. Les différentes bandes 

d’absorption et leurs attributions sont présentées dans le Tableau 21.  

Les profils des spectres obtenus pour PB et PBEV, sont proches avec des intensités 

importantes au niveau de la bande caractéristique de la lignine (1510 cm-1) et dans la région 1400 

et 1000 cm-1, région spectrale correspondant aux bandes principalement attribuées aux fonctions 

chimiques de la cellulose et des hémicelluloses (par exemple les bandes 1315, 1200, 1115 et 900 

cm-1 sont des bandes attribuées à la cellulose et à l’hémicellulose). Une diminution d’intensité est 

observée dans le cas de PBEV au niveau de la bande à 1730 cm-1 caractéristique des fonctions 

esters, attribuables aux xylanes. Contrairement à PB et PBEV, il n’a pas été possible d’isoler le 

résidu LK en raison de sa solubilité dans le milieu de culture. Dans ce cas, le milieu de culture a 

été lyophilisé avant analyse, la contribution de composés présents dans le milieu ne peut être 

exclue. Néanmoins, les spectres de LK se distinguent nettement des spectres PB et PBEV, en 

révélant une moindre intensité dans la région correspondant aux polysaccharides (1400 à 1000 

cm-1). Plusieurs bandes correspondant à un étirement ou une vibration des noyaux aromatiques 

(1650, 1595, 1510, 1400, 1035 cm-1 ou encore à 850 et à 840 cm-1) sont présentes dans les 

spectres infrarouge.  

Dans un premier temps, une analyse en composantes principales (ACP) a été réalisée 

afin de comparer visuellement l’ensemble des spectres des résidus lignifiés avec et sans 

croissance bactérienne (Figure 37A). En accord avec les données chimiques présentées 

précédemment, cette analyse montre des différences marquées entre la LK et la PB/PBEV, 

illustrée par la composante principale 1 (CP1) qui représente 98 % de la variance des spectres 

(Figure 37B). Les différences entre la LK avec la PB/PBEV sont matérialisées par le vecteur ou 
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« loading score » associée à la CP1, avec des intensités de bandes plus importantes pour la LK 

entre 2000-1360 cm-1 et 860-800 cm-1 ; à l’inverse les bandes sont plus intenses pour la PB et la 

PBEV entre 1360 et 860 cm-1. Cette première analyse en composante principale montre que les 

spectres des résidus avec croissance (C) se distinguent des témoins sans croissance (T) pour PB 

et PBEV avec ou sans complémentation.  

Suite à l’analyse globale des spectres, une deuxième analyse a été réalisée en 

considérant chaque résidu avec et sans croissance. Dans le cas de la PB, l’ACP des spectres 

infrarouge permet par l’intermédiaire de la CP1 de séparer les spectres des résidus avec et sans 

croissance bactérienne avec un score CP1 90 % (Figure 38). Ceci montre que la croissance 

bactérienne, a un effet significatif sur PB avec complémentation. Le loading score associé à la 

CP1 permet de visualiser les bandes dont les intensités sont les plus impactées avec croissance 

bactérienne. Celles-ci sont comprises dans la région spectrale (entre 1200 et 950 cm-1) 

correspondant aux bandes de vibration des fonctions chimiques associées aux polysaccharides 

(cellulose et hémicellulose). Les bandes identifiées comme fortement modifiées sont les bandes 

à 1165, 1115 et 1050 cm-1 ou encore la bande à 990 cm-1 qui est caractéristique des 

arabinoxylanes. 

Contrairement à l’analyse des spectres de PB, l’ACP des spectres correspondant à la 

PBEV avec et sans complémentation ne permet pas de séparer totalement les résidus avec et 

sans croissance bactérienne (Figure 39). Néanmoins, le loading score associé à la CP1 (83 %), 

montre que les spectres sont modifiés après croissance au niveau de la région correspondant aux 

bandes de vibrations des composés aromatiques entre 1800 et 1400 cm-1 (bandes 1650, 1510 et 

1400 cm-1). En revanche, la zone des polysaccharides (1200-950 cm-1) révélée par le loading 

score de la CP1 correspond à une région spectrale dont l’intensité augmente après croissance. 

Compte tenu de la très faible teneur en xylane de PBEV, la région 1200 - 950 cm-1 révélée par la 

CP1 pourrait être attribuée aux bandes de vibration de la cellulose qui n’est pas dégradée par TX. 

Concernant l’analyse des spectres correspondant à la LK, l’ACP montre que la CP1 

permet de séparer les spectres avant et après croissance bactérienne (84 %). Le loading score 

associé à la CP1, permet de visualiser les bandes les plus impactées par cette croissance 

bactérienne. Comme pour la PB, les bandes associées aux polysaccharides 1165, 1115, 1050, 

1035 et 990 cm-1 sont impactées par la croissance bactérienne. Dans ce cas, ces bandes seraient 

associées au xylane ajouté en complémentation à la LK (spectre du milieu de culture lyophilisé). 

Le loading score montre également des bandes dans la région attribuable aux composés 

aromatiques (Figure 40). Toutefois les deux bandes principales (1540 et 1650 cm-1) peuvent 
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correspondre aux vibrations des fonctions amides et refléter la présence de protéines dans le 

milieu de culture. 

Les ACP ont été complétées par une analyse par soustraction de spectres des résidus 

sans croissance et avec croissance pour chaque substrat et chaque condition de 

complémentation. Les résultats sont concordants avec les ACP précédentes, en particulier 

l’intensité des bandes arabinoxylanes diminue après croissance de TX sur PB ; cet effet est 

renforcé pas la complémentation en xylane. Après croissance sur PBEV, les spectres de 

différence suggèrent une diminution de l’intensité des bandes aromatiques sans effet de la 

complémentation. Dans le cas de la LK, les spectres de différences montrent des variations plus 

marquées avec la complémentation au niveau de la région associée aux xylanes, illustrant la 

consommation du xylane ajouté au milieu de culture (Annexe). 

 

Figure 36 : Spectres infrarouge à transformée de Fourier des substrats avec ou sans croissance 

bactérienne  des résidus. Les spectres bleus, rouges et verts correspondent respectivement aux 

résidus PB, PBEV et LK. 
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Tableau 21 : Attribution des différentes bandes d’absorption. 

Bandes Attribution Réf 

1730 cm-1 Étirement du C=O non conjugué chez les hémicelluloses ou noyau aromatique 1 2 3 4 7 

1650 cm-1 Étirement du C-O conjugués carboxylique ou O-H dans le noyau aromatique 4 5 7 

1595 cm-1 Étirement du C=C ou C=O dans le noyau aromatique de la lignine 1 4 5 6 8-12 

1510 cm-1 Étirement du C-C ou C=C dans le noyau aromatique dans la lignine 
1 4 5 6 
8-12 

1460 cm-1 
Déformation du C–H dans la lignine (ou xylane) 

Déformation d’un -CH3 ou –CH2- asymétrique (lignine kraft) 

1 4 5 6 
9-11 

1425 cm-1 Déformation du C-H dans la cellulose ou la lignine  4 5 6 7 

1400 cm-1 
Déformation du C-H  

Déformation d’un C-O d’un alcool aromatique (lignine kraft) 

3 
9 11 

1360 cm-1 Déformation du C-H d’un alcool aliphatique ou phénolique 2 5 7 

1325 cm-1 Étirement du C-O le noyau aromatique (Unité S) 3 5 

1315 cm-1 Vibration du C-H au niveau dans cellulose/hémicellulose/Lignine 1 4 

1255 cm-1 
Étirement du C-O dans l’hémicellulose 

Etirement d’un C-O d’un groupe méthoxyle aromatique (Unité Gaïacyle) 

4 6 7 
10 12 

1200 cm-1 Étirement ou déformation du C-O dans la cellulose et hémicellulose 5 7 

1165 cm-1 Étirement du C-O-C asymétrique de la liaison glycosidique β-(1,4)  1 3 4 6 

1115 cm-1 Étirement du C-H dans la cellulose ou lignine (Unité S) 4 5 

1050 cm-1 Étirement du C-O dans la structure de la cellulose ou hémicellulose  4 6 7 

1035 cm-1 
Étirement du C-O ou C-H dans la cellulose  

Étirement du C-O(H) ou C-O(C) d’un aliphatique ou aromatique (lignine) 

1 3 6 
8 9-12 

1025 cm-1 Étirement du C-O ou du C-H  6 

990 cm-1 Étirement du -HC=C-H- dans les chaines latérales des arabinoxylanes 3 

900 cm-1 Vibration du C-H dans les liaisons glycosidiques  

850 cm-1 Déformation d’un C-H dans le noyau aromatique (Unité G)  8 9 12 

840 cm-1 Déformation d’un C-H dans le noyau aromatique (Unité G) 8 12 

(1) Auxenfans et al., 2017 ; (2) Hermosilla et al., 2017 ; (3) Pereira et al., 2017 ; (4) Bekiaris et al., 2015 ; 
(5) Domínguez-Robles et al., 2017 ; (6) Adapa et al., 2011 ; (7) Cui et al., 2012 ; (8) Abdelaziz and 
Hulteberg, 2017 ; (9) Kumar et al., 2015 ; (10) Liu et al., 2014 ; (11) Chai et al., 2014 ; (12) El Mansouri et 
al., 2011.  
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Figure 37 : Analyse en composantes principales de l’ensemble des spectres. A) Score plot, B) 

Loading CP1. Les échantillons notés T (T0, T20 et T50) correspondent aux résidus témoins sans 

croissance, tandis que les échantillons notés C (C0, C20 et C50), correspondent aux résidus avec 

croissance bactérienne. Les spectres bleus, rouges et verts correspondent respectivement aux 

résidus PB, PBEV et LK.   
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Figure 38 : Analyse en composantes principales des spectres de la PB. A) Score plot, B) Loading 

CP1. Les échantillons notés T (T0, T20 et T50) correspondent aux résidus témoins sans 

croissance, tandis que les échantillons notés C (C0, C20 et C50), correspondent aux résidus avec 

croissance bactérienne.  
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Figure 39 : Analyse en composantes principales des spectres de la PBEV. A) Score plot, B) 

Loading CP1. Les échantillons notés T (T0, T20 et T50) correspondent aux résidus témoins sans 

croissance, tandis que les échantillons notés C (C0, C20 et C50), correspondent aux résidus avec 

croissance bactérienne.  
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Figure 40 : Analyse en composantes principales sur la LK. A) Score plot, B) Loading CP1. Les 

échantillons notés T (T0, T20 et T50) correspondent aux résidus témoins sans croissance, tandis 

que les échantillons notés C (C0, C20 et C50), correspondent aux résidus avec croissance 

bactérienne.  
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III.1.2. Analyse RMN 

Structure des résidus par RMN-2D  

Afin de préciser de possibles modifications de la lignine sur les résidus après croissance 

bactérienne, une analyse par résonance magnétique nucléaire RMN-2D a été réalisée sur les 

résidus avec et sans croissance bactérienne sur les substrats complémentés avec 50 % de 

xylane. Le choix de ces résidus complémentés découle de l’analyse IRTF montrant que les 

modifications des résidus avec croissance bactérienne sont les plus importantes. La RMN-2D en 

phase liquide permet une analyse qualitative et semi-quantitative des groupements constitutifs 

des résidus lignifiés, en particulier les unités phénoliques de la lignine et les principales liaisons 

inter-unités notamment les liaisons β-O-4 (A), les liaisons β-5 (B) et les liaisons β-β (C).  

Les analyses RMN-2D ont été réalisées après ultra-broyage et acétylation des résidus de 

la PB et de la PBEV avec et sans croissance bactérienne (Figure 41 et Figure 42). L’analyse des 

spectres permet de quantifier les proportions relatives en syringyle et guaiacyle (ratio S/G), ainsi 

que les proportions de liaisons inter-unités de la lignine (en pourcentage du total des liaisons 

analysées) (Tableau 22). Les liaisons présentes sont majoritairement des liaisons β-O-4, avec de 

faibles proportions en liaisons β-5 et β-β. Les résidus PBEV renferment une moindre proportion 

de liaisons β-O-4, par rapport à la PB et une légère diminution du ratio S/G. En revanche, ce ratio 

n’évolue pas après croissance bactérienne et la proportion de ces liaisons varie peu avec et sans 

croissance. En effet, les liaisons β-O-4 représentent 95,0 ± 0,6 et 86,2 ± 0,8 % des liaisons 

analysées dans les résidus PB et PBEV sans croissance et 91,6 ± 1,6 et 83,8 ± 1,9 % sur ces 

résidus PB et PBEV avec croissance. Le même résultat est observé au niveau des liaisons 

phénylcoumarane et résinol. Ces résultats indiquent de faibles changements de proportions de 

liaisons dans les résidus, après croissance bactérienne. (Figure 41 et Figure 42).  

Tableau 22 : Analyse RMN-2D des résidus de la PB et de la PBEV 

Groupement chimique 
PB 50 % 
Témoin  

PB 50 % 
Croissance 

PBEV 50 % 
Témoin  

PBEV 50 % 
Croissance 

Syringyle/Gaiacyle (S/G)   0,7 ± 0,0   0,7 ± 0,0   0,6 ± 0,0   0,6 ± 0,01 

% Aryle-Ether (β-O-4) 95,0 ± 0,6 91,6 ± 1,6 86,2 ± 0,8 83,8 ± 1,9 

% Phénylcoumarane (β-5)   2,0 ± 0,8   4,9 ± 1,2   7,4 ± 0,1   9,4 ± 1,3 

% Résinol (β-β)   3,0 ± 0,6   3,5 ± 0,4   6,4 ± 0,6   6,8 ± 0,6 
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Figure 41 : Analyse RMN-2D des résidus de la PB avec et sans croissance complémenté avec 

50 % de xylane. En bleu clair, les liaisons aryle-éther (β-O-4), en vert les liaisons 

phenylcoumarane (β-5), en violet les liaisons résinol (β-β), en vert pale les unités G et en rouge 

les unités S. 
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Figure 42 : Analyse RMN-2D des résidus de la PBEV avec et sans croissance complémenté avec 

50 % de xylane. En bleu clair, les liaisons aryle-éther (β-O-4), en vert les liaisons 

phenylcoumarane (β-5), en violet les liaisons résinol (β-β), en vert pale les unités G et en rouge 

les unités S.  

  



109 
 

Structure des résidus par RMN du phosphore  

Différentes méthodologies ont été mises en œuvre pour tenter de solubiliser les résidus. 

Néanmoins, ces méthodes, dont l’acétylation, se sont révélées infructueuses dans le cas des 

résidus LK (lyophilisat des milieux de cultures avec LK), avec ou sans croissance bactérienne. 

C’est pourquoi, les résidus de LK, ont été analysés en RMN du phosphore après dérivation de la 

lignine par phosphitylation et solubilisation dans le solvant pyridine/CDCL3. Ces analyses, 

réalisées elles aussi sur les résidus complémentés avec 50 % de xylane, permettent la 

quantification des différents groupes hydroxyles présents dans la lignine avec notamment les OH 

aliphatiques, les OH des noyaux syringyle, guaiacyle, p-hydroxyphényle et les OH des acides 

carboxyliques (Figure 43).  

Les analyses en RMN du phosphore de la LK avec et sans croissance bactérienne sont 

présentées dans la Figure 43. Sur l’ensemble des groupements hydroxyles des modifications 

significatives sont observées après croissance bactérienne. En particulier, les hydroxyles des 

acides carboxyliques varient de 0,2 ± 0,0 à 1,6 ± 0,1 µmol.mg-1, les hydroxyles aliphatiques varient 

de 0,4 ± 0,0 à 1,0 ± 0,1 µmol.mg-1 et enfin les hydroxyles aromatiques passent de 0,2 ± 0,0 à 0,7 

± 0,1 µmol.mg-1 de résidus (Tableau 23). Ces résultats mettent en évidence une plus grande 

disponibilité des groupements hydroxyles dans les résidus après une croissance bactérienne. 

Néanmoins, ces résultats sont à considérer avec précaution, car les résidus n’ont pas 

complètement été solubilisés après dérivation (Tableau 23).  

Tableau 23 : RMN du phosphore des résidus de LK avec et sans croissance (µmol.mg-1). 

Echantillon LK 50 %Témoin  LK 50 % Croissance 

OH Aliphatique   0,4 ± 0,0 1,0 ± 0,1 

            OH Syringyle   0,1 ± 0,0 0,3 ± 0,0 

            OH Guaiacyle   0,1 ± 0,0 0,3 ± 0,0 

            OH p-Hydroxyphényle 0,02 ± 0,0 0,1 ± 0,0 

Totaux OH aromatique   0,2 ± 0,0 0,7 ± 0,1 

OH acides carboxylique     0,2 ± 0,01 1,6 ± 0,1 

S/G 31P    1,0 ± 0,0 1,1 ± 0,0 

Résidus après dérivation, 

partiellement solubilisés  
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Figure 43 : Analyse RMN du phosphore des résidus de LK avec et sans croissance complémenté 

avec 50 % de xylane. OH A = Aliphatique ; Ei = Etalon interne ; OH S = Syringyle ; OH G 

= Guaiacyle ; OH H = p-Hyroxyphényle.  
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III.2. Composition des milieux de culture au cours de la croissance  

L’analyse des sucres et des molécules phénoliques dans les milieux de culture a été 

effectuée dans la condition de complémentation en xylane 50 %. Cette condition permet d’obtenir 

les taux de croissance bactérienne les plus élevés, de plus l’analyse infrarouge montre que les 

modifications des résidus avec croissance bactérienne sont les plus importantes. 

III.2.1. Composition en sucres 

L’analyse des sucres présents dans la culture avec complémentation 50 % avec et sans 

croissance a été effectuée après hydrolyse acide du milieu de culture et quantification par CLHP. 

Les principaux sucres monomères sont le xylose, le glucose et l’arabinose dont les proportions 

représentent entre 84 et 90 % des sucres quantifiés. En absence de croissance, le xylose est 

majoritaire, et correspond à la complémentation en xylane. La présence de glucose pourrait être 

liée au relargage d’oligomères à partir des résidus dans les milieux de culture. La différence entre 

les teneurs en sucre des milieux avec et sans croissance représente environ 90 % des xyloses 

quantifiés dans les témoins pour les cultures avec PB et LK, et 80 % des xyloses pour la culture 

avec PBEV. La perte en xylose est légèrement plus faible pour la culture avec PBEV. La perte en 

glucose montre une tendance similaire alors que l’arabinose diminue dans les mêmes proportions 

pour les trois substrats (Tableau 24). 

Tableau 24 : Sucres présents dans les milieux de culture avec et sans croissance. 

 PB 50 % PBEV 50 %  LK 50 % 

 Témoin Croissance Témoin Croissance Témoin Croissance 

Ara/Glc/Xyl  5/22/73 24/30/46 2/10/88 6/21/73 3/14/83 14/12/74 

Perte en 

sucres (%) 
      

Arabinose 

Glucose 

Xylose 

34,4 ± 4,2 

82,7 ± 0,8  

91,7 ± 1,0 

35,9 ± 0,2 

68,9 ± 0,7  

79,7 ± 2,3 

35,1 ± 6,1 

89,1 ± 1,1  

87,2 ± 4,2 
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III.2.2. Composition en molécules phénoliques 

Les molécules phénoliques présentes dans les milieux de culture avec et sans croissance 

bactérienne ont été déterminées par CLHP. Les composés détectables, sont principalement 

constitués par des acides phénoliques en C6-C3 (p-coumarique, férulique et di-férulique) et en 

C6-C1 (acide p-hydroxybenzoïque, vanillique, syringique), ainsi que des aldéhydes en C6-C1 (p-

hydroxybenzaldéhyde, vanilline, syringladéhyde). Les molécules phénoliques présentes dans les 

milieux de culture avec et sans croissance bactérienne sont présentées dans la Figure 44. 

Composition en phénols totaux sans croissance 

Les milieux de culture après autoclavage (Témoin 0 h) et les milieux de culture sans 

croissance (Témoin 30 h), ont des teneurs similaires sur l’ensemble des composés identifiés 

(données non présentées), à l’exception de l’acide férulique pour lequel des différences 

importantes sont observées. En effet, dans le cas des milieux de culture avec PB, 2,8 ± 0,0 et 0,9 

± 0,2 µg.50 mg-1 d’acide férulique sont quantifiés dans les Témoins 0 h et les Témoins 30 h 

respectivement. On peut faire le même constat pour les milieux avec PBEV, 1,6 ± 0,3 et 0,1 ± 0,0 

µg.50 mg-1 d’acide férulique sont quantifiés dans les milieux de culture après autoclavage et sans 

croissance respectivement.  

Les composés phénoliques totaux détectés dans les Témoins 30 h sont similaires et 

représentent 58,7 ± 3,9 ; 55,6 ± 9,7 et 56,3 ± 2,3 µg.50 mg-1 pour les cultures avec PB, la PBEV 

et la LK respectivement. Sur la LK, l’acide vanillique représente la principale molécule phénolique 

(63,7 % des composés phénoliques totaux), contrairement aux Témoins 30 h PB où les acides p-

coumarique, vanillique et férulique sont majoritaires (avec 41,1 ; 17,7 et 15,9 % des composés 

phénoliques totaux respectivement). Dans le cas des Témoins 30 h PBEV, ce sont l’acide p-

coumarique et la vanilline qui sont principalement présents (avec 37,4 et 23,0 % des composés 

phénoliques totaux respectivement). 



113 
 

 

Figure 44 : Molécules phénoliques présentes dans les milieux de culture sans (Témoin 30 h) et 

avec croissance (Croissance 30 h) en présence de PB (A), PBEV (B) et LK (C) complémentée 

par le xylane 50 %. Acide p-Coumarique (pCA) ; Acide Férulique (FA) ; Acide Di-Férulique (Di-FA) ; Acide 

p-Hydroxybenzoïque (pHA) ; Acide Vanillique (VA) ; Acide Syringique (SA) ; p-Hydroxybenzaldhéyde (pH) ; 

Vanilline (V) et Syringaldéhyde (S). 
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Composition en phénols totaux après croissance bactérienne 

La quantité totale de composés phénoliques détectés dans les milieux de culture après 

croissance sont différents des teneurs sans croissance et représentent 87,3 ± 4,7 ; 50,2 ± 6,7 et 

66,0 ± 9,0 µg.50 mg-1 pour la PB, la PBEV et la LK respectivement. Sur la LK, l’acide vanillique 

représente toujours la principale molécule phénolique (79,9 % des composés phénoliques totaux), 

contrairement aux cultures avec PB où les acides férulique et p-coumarique sont majoritaires dans 

les milieux (39,3 et 37,2 % des composés phénoliques totaux respectivement). Dans le cas des 

cultures avec PBEV, ce sont les acides vanillique et p-coumarique qui sont principalement 

présents (32,5 et 22,7 % des composés phénoliques totaux respectivement). 

Des variations significatives des quantités de composés phénoliques sont donc observées 

dans les milieux de culture après croissance (Figure 44). Ces variations dépendent des substrats. 

Une augmentation des quantités d’acides férulique, p-coumarique, syringique et di-férulique avec 

respectivement 24,9 ± 0,7 ; 8,3 ± 0,1 ; 2,9 ± 0,3 et 2,5 ± 0,0 µg.50 mg-1 sont observés après 

croissance bactérienne sur la PB. De même sur la PBEV, les acides vanillique, p-

hydroxybenzoïque et férulique représentent respectivement 10,7 ± 0,6 ; 5,2 ± 0,5 et 2,8 ± 

0,1 µg.50 mg-1 après croissance. Enfin, sur la LK, la concentration en acide vanillique augmente 

à 16,9 ± 4,3 µg.50 mg-1 après croissance bactérienne. 

De nombreux composés phénoliques subissent une diminution de concentration après la 

croissance bactérienne. En effet, dans les cultures avec PB, les concentrations en acide 

vanillique, en p-hydroxybenzaldéhyde et en vanilline diminuent et représentent 3,6 ± 0,7 ; 3,2 ± 

0,1 et 2,8 ± 0,7 µg.50 mg-1 respectivement. Des variations de concentrations encore plus fortes 

sont observées après croissance sur PBEV où les teneurs en vanilline, acide p-coumarique et p-

hydroxybenzaldhéyde sont respectivement de 12,8 ± 1,6 ; 9,4 ± 0,5 et 2,8 ± 0,4 µg.50 mg-1. Sur 

la LK, les concentrations en p-hydroxybenzaldhéyde, en acide p-coumarique et en vanilline 

diminuent et atteignent respectivement 3,1 ± 0,0 ; 2,2 ± 0,4 et 1,5 ± 0,1 µg.50 mg-1.  

 Globalement, l’acide férulique augmente dans les milieux de culture avec la croissance 

bactérienne, alors que l’acide p-coumarique et les aldéhydes comme la vanilline et le p-

hydroxybenzaldhéyde diminuent après la croissance bactérienne dans les milieux de culture.   
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Potentiel en phénols totaux et en acides phénoliques  

L’ensemble des phénols totaux analysés dans les milieux de culture avec et sans 

croissance sont présentés dans le Tableau 25. Sans croissance, ces phénols totaux représentent 

respectivement 0,5 ± 0,0; 0,4 ± 0,1 et 0,1 ± 0,0 % du potentiel en lignine apporté par les substrats 

PB, PBEV et LK. Ces phénols totaux sont détectés dans les milieux de culture après croissance 

représentent respectivement 0,7 ± 0,0; 0,3 ± 0,0 et 0,1 ± 0,0 % du potentiel en lignine apporté par 

les substrats PB, PBEV et LK. 

Tableau 25 : Phénols totaux présents dans les milieux de cultures avec et sans croissance. 

 PB 50 % PBEV 50 %  LK 50 % 

 Témoin Croissance Témoin Croissance Témoin Croissance 

Potentiel en Lignine  

(µg/50 mg substrat) 

  11850,0 

± 1000,0 

15150,0 

± 136,4 

42650,0 

± 50,0 

Phénols Totaux 

(µg/50 mg résidus) 

58,7  

± 3,9 

87,3  

± 4,7 

55,6 

± 9,7 

50,2 

± 6,7 

56,3 

± 2,3 

66,0  

± 9,00 

Potentiel en composés 

phénoliques (%)* 

0,5 

± 0,0 

0,7 

± 0,0 

0,4 

± 0,1 

0,3 

± 0,0 

0,1 

± 0,0 

0,1 

± 0,0 

*Potentiel en composés phénoliques = Phénols totaux / Potentiel en lignine 

Les concentrations en acide p-coumarique, férulique et di-férulique quantifiées dans les 

milieux de culture témoins représentent 6,3 ± 0,5 et 5,6 ± 0,6 % du potentiel apporté par les 

substrats PB et la PBEV (Tableau 26). Après croissance, les concentrations en acides 

phénoliques détectés représentent 12,7 ± 0,6 et 4,2 ± 0,5 % du potentiel apporté par la PB et la 

PBEV.  

Tableau 26 : Acides phénoliques présents dans les milieux de culture avec et sans croissance. 

 PB 50 % PBEV 50 %  

 Témoin Croissance Témoin Croissance 

Potentiel en acide phénolique  

(µg/50 mg substrat) 

  564,6  

± 10,2 

  449,6 

± 18,8 

Acides phénoliques totaux 

(µg/50 mg résidus) 

35,9 

± 2,7 

71,5 

± 3,3 

25,1  

± 2,9 

18,7 

± 2,2 

Potentiel en acides 

phénoliques (%) 

6,6 

± 0,5 

12,7 

± 0,6 

5,6 

± 0,6 

4,2 

± 0,5 
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IV : Analyse protéomique 

IV.1. Analyse globale  

 L’analyse globale permet d’identifier et de quantifier les protéines produites dans 

l’ensemble des conditions de cultures et sur les différents substrats après 30 h de culture au 

niveau intracellulaire (IC) et extracellulaire (EC). Le nombre de protéines différentes et de 

protéines totales peut être déterminé dans chacune des conditions, ce qui permet d’obtenir 

l’abondance des protéines en fonction des protéines totales (% d’abondance). Il est donc possible 

d’identifier la stratégie spécifique de production protéique mise en œuvre par la bactérie en 

présence des différents substrats. Il est aussi possible de comparer les profils de protéines 

exprimées uniquement sur un ou plusieurs substrats riches en lignine, en comparaison avec le 

substrat témoin (Xylane), ce qui permet d’identifier une partie des protéines clés dans la 

transformation bactérienne des substrats lignifiés. 

IV.1.1. Stratégie de production protéique 

Le nombre total de protéines est similaire sur PB, PBEV et Xylane et représente ~400 

protéines différentes. Ce nombre est légèrement plus faible sur LK (~375 protéines différentes) 

(Tableau 27). Les protéines IC sont majoritaires pour l’ensemble des substrats et représentent 

entre 83 et 89 % des protéines détectées. Globalement le nombre total de protéines produites au 

niveau IC est compris entre 316 et 358, avec un nombre de protéines IC légèrement supérieur 

sur la PB et la PBEV comparativement au xylane et LK. Dans les milieux de culture, entre 144 et 

263 protéines différentes sont détectées. Cependant, parmi ces protéines, les protéines EC ne 

représentent que 25 à 30 % de toutes les protéines détectées dans les milieux de culture. Les 

autres protéines sont probablement issues de lyse cellulaire après la croissance ou pendant la 

préparation des échantillons. Le nombre de protéines EC identifiées varie de 47 à 69 protéines 

selon les substrats (entre 11 et 17 % des protéines totales), ce nombre étant le plus important 

dans les cultures avec xylane seul (Figure 45).  

Tableau 27 : Analyse globale des protéines exprimées en fonction des substrats : nombre de 

protéines exprimées (Nb) et pourcentage (%) de protéines intracellulaires (IC) et extracellulaires 

(EC). 

 PB 50 % PBEV 50 % LK 50 % Xylane 50 % 

 Nb % Nb % Nb % Nb % 
IC 358 89 350 87 316 84 338 83 

EC  47 11 53 13 58 16 69 17 

Total 405  403  374  407  
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L’annotation fonctionnelle des protéines identifiées est représentée sur la Figure 45. Les 

différentes fonctions des protéines IC sont globalement similaires sur l’ensemble des substrats 

(Figure 45A). La répartition de ces fonctions (% d’abondance) au niveau des différents substrats 

est également similaire. La plupart des protéines sont impliquées dans différentes voies 

métaboliques intracellulaires comme les métabolismes des acides aminés (~15 %) ou des sucres 

(~21 %), ou de la synthèse des protéines (entre 9 et 16 %). On retrouve également entre 4 et 7 

% de protéines de transport et seulement 3 % d’ hémicellulases. Par contre ces protéines de 

transport et ces hémicellulases sont très diverses. Dans le compartiment  IC, le nombre de 

transporteurs varie de 18 à 24 en fonction des substrats et on retrouve entre 14 et 19 

hémicellulases différentes. Les oxydoréductases potentielles ont également été détectées et 

représentent entre 32 et 36% des protéines IC exprimées en présence des différents substrats. 

Entre 68 et 80 protéines différentes sont identifiées.  

Les profils des fonctions des protéines EC sont très différents des protéines IC. Les 

protéines de fonction inconnue, les protéines de transport et les hémicellulases sont les plus 

abondantes et représentent respectivement entre 18 et 26 %, entre 10 et 20 %, et entre 25 et 35 

% de toutes les protéines présentes pour l’ensemble des substrats (Figure 45B). Contrairement 

aux hémicellulases IC qui sont très diverses, le nombre d’hémicellulases secrétées est faible (4 à 

5 enzymes uniquement selon le substrat). Le nombre de transporteurs différents détectés dans le 

milieu EC est également plus faible que dans milieu IC. On retrouve entre 9 et 16 transporteurs 

différents sur l’ensemble des substrats. L’abondance des oxydoréductases dans les protéines EC 

est significativement plus faible par rapport au milieu IC. En effet, elles représentent 18 %, 13 %, 

16 % des protéines EC dans le cas des substrats xylane, la PB et la PBEV respectivement. Sur 

LK leur abondance est de seulement 7 %. Par ailleurs le nombre d’oxydoréductases identifiées 

est aussi plus faible avec entre 3 et 5 protéines seulement.  
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Figure 45 : Fonctions des différentes protéines intracellulaires IC (A) et extracellulaires EC (B) 

identifiées sur les différents substrats ainsi que leur abondance en pourcentage (%) et le nombre 

de protéines exprimées (Nb). 

IV.1.2. Identification des protéines produites uniquement sur les substrats riches en lignine 

 Cette première analyse a également permis d’identifier les protéines produites uniquement 

en présence des substrats lignifiés ou les protéines communes (Figure 46). Au niveau IC, 256 

protéines sont communes aux 4 substrats (72 à 81 % des protéines totales selon les substrats), 

alors qu’au niveau EC, seules 22 protéines (32 à 47 % des protéines totales selon les substrats) 

sont communes. Parmi ces protéines communes, on trouve 75 et 5 oxydoréductases IC et EC 

respectivement dont plusieurs peroxydases, déshydrogénases et oxydases. 18 et 5 

hémicellulases IC et EC respectivement sont également identifiées (Tableau 28). Dans le milieu 

IC on note la présence essentiellement d’exoenzymes comme des xylosidases, arabinosidases, 

estérases et glucosidases. Dans le milieu EC, les seules xylanases identifiées sont deux 

xylanases de la famille des GH11. 

Tableau 28 : Identification des oxydoréductases et hémicellulases intracellulaires (IC) et 

extracellulaires (EC) communes à l’ensemble des substrats.    

Gene ID Oxydoréductases IC 
TXYL_00125 Aldo/keto reductase, Aryl-alcohol dehydrogese 
TXYL_00155 3-ketoacyl-(Acyl-carrier-protein) reductase, fabG 
TXYL_00455 Aspartate-semialdehyde dehydrogese 
TXYL_00570 Oxidoreductase domain-containing protein 

TXYL_00580 Oxidoreductase, D-binding domain protein 
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TXYL_02400 Acyl-CoA dehydrogese YdbM 
TXYL_02885 Acireductone dioxygese mtnD 
TXYL_03010 Pyruvate dehydrogese E1 component, alpha subunit 
TXYL_03015 2-oxoisovalerate dehydrogese subunit beta bkdA 
TXYL_03025 Dihydrolipoyl dehydrogese 
TXYL_03085 Short chain alcohol dehydrogese 
TXYL_03090 Pyruvate flavodoxin/ferredoxin oxidoreductase domain protein 
TXYL_03095 Pyruvate synthase PorA, Pyruvate flavodoxin/ferrédoxine oxydoréductase  
TXYL_03130 Oxidoreductase, aldo/keto reductase family 
TXYL_03135 Oxidoreductase related to aryl-alcohol dehydrogeses 
TXYL_03165 Aldo/keto reductase YrpG, oxidoreductase 
TXYL_03190 Oxidoreductase domain protein 
TXYL_03220 Manganese catalase 
TXYL_03475 Glyoxal reductase,related to aryl-alcohol dehydrogeses 
TXYL_03795 Aldehyde dehydrogese, thermostable, AldHT 
TXYL_04250 Aldo/keto reductase, Oxidoreductase, aldo/keto reductase family protein 
TXYL_04605 Copper amine oxidase domain protein 
TXYL_05420 Enolase 2-phosphoglycerate dehydratase 
TXYL_05660 Putative oxidoreductase 
TXYL_05670 Trans-1,2-dihydrobenzene-1,2-diol dehydrogese 
TXYL_05700 Superoxide dismutase, iron/manganese superoxide dismutase family, manganese oxidoreductase 
TXYL_07335 DPH dehydrogese 
TXYL_07940 Rhamnulose-1-phosphate aldolase/alcohol dehydrogese 
TXYL_08345 Oxidoreductase Yc=vaA 
TXYL_08355 Trans-1,2-dihydrobenzene-1,2-diol dehydrogese, Dimeric dihydrodiol dehydrogese 
TXYL_08835 6-phosphoglucote dehydrogese, DP(+)-dependent, decarboxylating GndA 
TXYL_09330 Peroxiredoxin hydroperoxide oxidoreductase, trxA, 
TXYL_09340 Glutathione peroxidase 
TXYL_09800 Aldo/keto reductase 
TXYL_10010 6-phosphoglucote dehydrogese D-binding 
TXYL_10210 Oxidoreductase domain-containing protein 
TXYL_10495 Mequinol-cytochrome c reductase, iron-sulfur subunit 
TXYL_10535 Dihydrodipicolite reductase 
TXYL_10620 3-hydroxybutyryl-CoA dehydrogese 
TXYL_10690 3-isopropylmalate dehydratase large subunit 
TXYL_10695 3-isopropylmalate dehydratase small subunit 
TXYL_11265 3-oxoacyl-[acyl-carrier-protein] reductase 
TXYL_11820 Thiol peroxidase 
TXYL_12560 Inosine-5 -monophosphate dehydrogese 
TXYL_12645 Glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogese, type I 
TXYL_12685 Pyruvate ferredoxin oxidoreductase, alpha subunit 
TXYL_12690 Pyruvate ferredoxin oxidoreductase, beta subunit 
TXYL_13155 Delta-aminolevulinic acid dehydratase 
TXYL_13395 Histidinol dehydrogese 

TXYL_13440 Thioredoxin reductase 
TXYL_13610 Bifunctiol protein FolD 2 
TXYL_13685 2-oxoisovalerate dehydrogese beta subunit 
TXYL_13935 D-3-phosphoglycerate dehydrogese 
TXYL_14210 Oxidoreductase, short chain dehydrogese/reductase family protein, UxuB 
TXYL_14250 Meso-diaminopimelate dehydrogese 
TXYL_14255 DP-specific glutamate dehydrogese 
TXYL_14695 Peroxiredoxin, Alkyl hydroperoxide reductase 
TXYL_14705 DH-peroxiredoxin reductase 
TXYL_14760 Predicted Cytochrome c oxidase subunit II 
TXYL_14770 Cytochrome c oxidase subunit 2 
TXYL_14775 Cytochrome c oxidase subunit 1 
TXYL_16200 Oxidoreductase 
TXYL_16280 GutB2, Alcohol dehydrogese zinc-binding domain protein 
TXYL_16365 Ferredoxin DP reductase, Pyridine nucleotide-disulfide oxidoreductase 
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TXYL_16370 DH dehydrogese-like protein YumB 
TXYL_16380 Putative heme-dependent peroxidase GK3416 
TXYL_16405 Oxidoreductase domain protein 
TXYL_16575 Alcohol/aldehyde dehydrogese 
TXYL_17155 Isocitrate dehydrogese [DP] 
TXYL_17240 Oxidoreductase domain protein 
TXYL_17380 2,5-didehydroglucote reductase 
TXYL_17475 Catalase-peroxidase 2 
TXYL_17780 Dihydroxy-acid dehydratase 
TXYL_18625 Oxidoreductase, aldo/keto reductase family 
TXYL_19830 3-isopropylmalate dehydrogese 
TXYL_19845 Ketol-acid reductoisomerase 

  

Gene ID Oxydoréductases EC 
TXYL_00730 Cytochrome c oxidase subunit 2 
TXYL_08660 Copper amine oxidase N-termil domain 
TXYL_08800 Putative uncharacterized protein/Copper amine oxidase domain protein 
TXYL_10110 Alanine dehydrogese 
TXYL_13315 AsnO 

 

Gene ID Hémicellulases IC 
TXYL_00055 Endo-1,4-beta-xylase A with CBM22 and CBM9 and SLH domain 

TXYL_00800 Cephalosporin C deacetylase -  acetyl-xylan esterase 

TXYL_03720 XynB2, 1,4-beta-xylosidase GH43 

TXYL_04380 Endo-1,4-beta-xylase 

TXYL_07365 BglA 

TXYL_09645 Uncharacterized -L-arabinofuranosidase protein araN 

TXYL_10005 BglA 

TXYL_10250 Acetyl xylan esterase 

TXYL_10260 Alpha-galactosidase 

TXYL_11180 1,4- beta xylosidase 

TXYL_15335 Putative xylosidase 

TXYL_16065 Glycoside hydrolase family 2 sugar binding protein 

TXYL_16175 Reducing end xylose-releasing exo-oligoxylase Xyn8A 

TXYL_16195 Alpha-glucuronidase GH67 

TXYL_16210 Endo-1,4-beta-xylase Xyn10 

TXYL_16220 Alpha-L-arabinofuranosidase 

TXYL_19775 Glycoside hydrolase family 3 domain protein 
 

Gene ID Hémicellulases EC 
TXYL_00785 Endoglucase D 

TXYL_04380 Endo-1,4-beta-xylase GH11 

TXYL_04370 Endo-1,4-beta-xylase 

TXYL_15245 Putative Phospholipase/carboxylesterase family protein 
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L’analyse des données obtenues avec les substrats lignifiés montre que 10 protéines IC 

sont communes à PB, PBEV et LK dont 2 oxydoréductases (Txyl_03505 et Txyl_18830) et 1 

carboxylestérase appartenant à la famille 10 des carbohydrate estérases (Txyl_16830) (Tableau 

29). En revanche, seule 1 protéine (Txyl_15510) est retrouvée dans les milieux EC sur les 3 

substrats lignifiés et celle-ci est inconnue. Pour la PB, 30 protéines IC et 11 protéines EC sont 

uniques. Sur la PBEV, 19 protéines IC et 5 protéines EC sont uniques. Enfin, sur la LK, 13 

protéines IC et 19 protéines EC sont uniques. Dans tous les cas, le nombre d’oxydoréductases et 

d’hémicellulases uniques pour chacun des substrats est relativement faible (Tableau 29). Sur PB, 

seules 4 oxydoréductases et 2 arabinosidases/xylosidases GH43 sont detectées dans les 

protéines IC et dans le milieu EC. Sur PBEV, on retrouve deux galactosidases IC et 4 

oxydoréductases dont une correspond à une déshydrogénase EC. Enfin sur LK, on identifie 2 

oxydoréductases et 1 arabinanase en IC et 2 oxydoréductases en EC (Tableau 29). 

 

Figure 46 : Diagramme de Venn sur les protéines intracellulaires (A) et extracellulaires (B).   

Tableau 29 : Identification des oxydoréductases et des hémicellulases intracellulaires (IC) et 

extracellulaires (EC) exprimées uniquement sur les substrats riches en lignine   

Gene ID Oxydoréductases IC 
PB 

50% 
PBEV 
50 % 

LK  
50 % 

TXYL_05255 
TXYL_09135  
TXYL_10375  
TXYL_18850  

Copper amine oxidase domain protein 
Short-chain dehydrogese/reductase SDR 

Ribonucleoside-diphosphate reductase NrdZ 
3-oxoacyl-[acyl-carrier-protein] reductase 

X 
X 
X 
X 

  

TXYL_00550  
TXYL_11125  
TXYL_13680  

Short-chain dehydrogese/reductase SDR, FabG 
FAD dependent oxidoreductase, Monomeric sarcosine oxidase 

2-oxoisovalerate dehydrogese subunit alpha 
 

X 
X 
X 

 

TXYL_05820 
TXYL_08140   

Enoyl-[acyl-carrier-protein] reductase [DH] FabI 
Probable DH-dependent butanol dehydrogese 1 YugJ 

  
X  
X 
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TXYL_05625 
TXYL_09355 
TXYL_09870 

FAD-dependent pyridine nucleotide-disulfide oxidoreductase 
UDP-glucose 6-dehydrogese, RkpK 

Oxidoreductase, aldo/keto reductase family protein 

X 
X 
X 

X 
X 
X 

 

TXYL_03290 Aryl-alcohol dehydrogese (DP(+)), Aldo/keto reductase X  X 

TXYL_07985 
TXYL_15090 

Oxidoreductase, aryl-alcohol dehydrogese 
Glucose-6-phosphate 1-dehydrogese 

 
X 
X 

X 
X 

TXYL_03505  
TXYL_18830 

Triphenylmethane reductase,DPH-dependent quinine oxidoreductase 
Putative Copper amine oxidase domain protein 

X 
X 

X 
X 

X 
X 

     

Gene ID Oxydoréductases EC 
PB 

50% 
PBEV 
50 % 

LK  
50 % 

TXYL_04070   Glucose-6-phosphate 1-dehydrogese  X  

TXYL_03515  
TXYL_11890   

Alkylhydroperoxidase like protein, AhpD family 
Ferredoxin 

  
X 
X 

TXYL_18080  Cytochrome c oxidase subunit II X X  
 

Gene ID Hémicellulases IC 
PB 

50% 
PBEV 
50 % 

LK  
50 % 

TXYL_09595  
TXYL_14985   

Xylosidase / Arabinosidase GH43 
Glycoside hydrolase GH43 

X 
X 

  

TXYL_08595 Beta-galactosidase GH42  X  

TXYL_10200 Alpha-galactosidase GH36  X  

TXYL_00090 Arabinase GH43   X 

TXYL_15880 Carboxylesterase CE10 X X  

TXYL_00645  Alpha-N-arabinofuranosidase  GH 51 X  X 

TXYL_16830 Carboxylesterase CE10 X X X 

     

Gene ID Hémicellulases EC 
PB 

50% 

PBEV 
50 % 

LK  
50 % 

TXYL_09630   Bifunctionl Glycoside hydrolase 10 and Carbohydrate esterase 1  X   
TXYL_14685  Beta-glucase (Endo-beta-1,3-1,4 glucase) X   

     

IV.2. Comparaison de l’expression des  protéines clés 

L’analyse des niveaux d’expression des protéines identifiées permet de quantifier les 

protéines produites par rapport à une condition témoin qui est la culture sur xylane. Les taux de 

sur-expression ou de sous-expression ont été obtenus en normalisant les niveaux d’expression 

obtenus en appliquant la valeur 1 à l’ensemble des protéines produites exprimées sur le xylane.  

 Globalement, parmi les protéines qui sont significativement régulées (p < 0,05 et taux de 

faux positif < 0,05%), ~57 % des protéines IC produites par TX en présence de substrats lignifiés 

sont sur-exprimées par rapport au xylane. Sur PB, PBEV et LK, 42%, 30% et 9% des protéines 

EC respectivement sont sur-exprimées (Tableau 30).  
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Tableau 30 : Nombre de protéines IC et EC sur-exprimées et sous-exprimées, (% de sur-

expressions des protéines (%) sur l’ensemble des substrats lignifiés par rapport au xylane). 

 PB 50 % PBEV 50 % LK 50 % 

 Up Down % Up Down % Up Down % 
IC 61 46 57 60 47 56 63 44 59 

EC  14 19 42 10 23 30 3 30 9 

Total 75 65  70 70  66 74  

 

Le Tableau 31 montre les niveaux d’expression des différentes oxydoréductases et 

hémicellulases dans les différents compartiments cellulaires de TX. Au niveau des 

oxydoréductases IC identifiées dans tous les substrats, 11 oxydoréductases sont 

significativement sur-exprimées sur tous les substrats lignifiés. Les niveaux d’expression varient 

de 1,2 à 3,3 fois. Parmi les oxydoréductases sur-exprimées, c’est sur LK que la majorité de ces 

enzymes sont sur-exprimées à l’exception de deux copper amine oxidase Txyl_18830 et 

Txyl_05255 (niveau d’expression maximal sur PB) et Txyl_03505 codant pour une quinone 

reductase (niveau d’expression maximal sur PBEV). Les deux oxydoréductases les plus 

exprimées (sur-expression de 5,1x et 4,8 fois respectivement) sont Txyl_05820 (NADH réductase) 

et Txyl_17475 (catalase/peroxydase). Cette dernière enzyme n’est sur-exprimée que sur PBEV 

et LK. Dans le milieu de culture, la seule protéine exprimée de manière différentielle est 

Txyl_08800 (copper amine oxidase) ; elle est sur-exprimée uniquement sur PB et PBEV et sous 

exprimée sur LK.   

Pour les hémicellulases, au niveau IC deux enzymes sont sur-exprimées quel que soit le 

substrat Txyl_00800 (Carbohydrate estérase 7) et Txyl_00645 (Arabinofuranosidase GH51).  

Txyl_00800 a des niveaux d’expression de 1,4 ± 0,0 ; 1,9 ± 0,2 et 1,6 ± 0,4 sur la PB, la PBEV et 

la LK respectivement alors que le niveau d’expression de Txyl_00645 est de 1,3 ± 0,2 sur PB et 

PBEV et 2,1 ± 0,8 sur la LK. Au niveau EC, les protéines Txyl_04370 (xylanase GH11) et 

Txyl_09630 (estérase CE1) sont sur-exprimées sur PB et PBEV et sous-exprimées sur LK. C’est 

sur paille de blé que les niveaux d’expression de ces deux enzymes sont les plus importants.  

(Tableau 31). 
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Tableau 31 : Expression des oxydoréductases et des hémicellulases en présence de substrats 

riches en lignine par rapport au xylane (Témoin). Un niveau d’expression >1 traduit une sur-

expression par rapport au xylane  alors qu’un niveau <1 montre une sous-expression.  

Gene ID 

 

Oxydoréductases IC 

Niveaux d’expression 

PB 
50 % 

PBEV 
50 % 

LK  
50 % 

TXYL_17475  Catalase-peroxydase 2 0,6 ± 0,2 1,7 ± 0,8 4,8 ± 1,9 

TXYL_03095  
Pyruvate flavodoxin/ferredoxin 
oxidoreductase domain protein  1,7 ± 0,3 1,4 ± 0,5 2,2 ± 0,6 

TXYL_03475  
Glyoxal reductase,related to aryl-alcohol 

dehydrogenases 1,2 ± 0,1 1,8 ± 0,2 0,8 ± 0,2 

TXYL_12685  Pyruvate ferredoxin oxidoreductase 1,3 ± 0,1 1,3 ± 0,1 2,0 ± 0,7 
TXYL_14695  Peroxiredoxin, Alkyl hydroperoxide reductase 1,4 ± 0,0 1,1 ± 0,2 1,7 ± 0,3 
TXYL_16380  Peroxydase GK3416 (heme-dependent) 1,4 ± 0,1 1,3 ± 0,2 1,4 ± 0,2 
TXYL_12560  Inosine-5 -monophosphate dehydrogenase 1,6 ± 0,1 1,0 ± 0,2 1,8 ± 0,5 

TXYL_16280  
GutB2, Alcohol dehydrogenase zinc-binding 

domain protein 1,3 ± 0,1 1,7 ± 0,2 2,0 ± 0,8 

TXYL_03505  NADPH-dependent quinone oxidoreductase 1,7 ± 0,3 2,5 ± 0,3 1,8 ± 0,2 

TXYL_05670  
Trans-1,2-dihydrobenzene-1,2-diol 

dehydrogenase 1,3 ± 0,1 1,6 ± 0,0 1,7 ± 0,2 

TXYL_14705  NADH-peroxiredoxin reductase 1,7 ± 0,5 2,1 ± 0,2 3,1 ± 0,9 
TXYL_08345  Oxidoreductase Yc=vaA 0,8 ± 0,2 1,1 ± 0,3 1,4 ± 0,3 
TXYL_10620  3-hydroxybutyryl-CoA dehydrogenase 2,1 ± 0,3 1,0 ± 0,4 0,4 ± 0,1 
TXYL_10375  Ribonucleoside-diphosphate reductase NrdZ 0,9 ± 0,2 1,1 ± 0,1 1,4 ± 0,3 
TXYL_03220  Manganese catalase 0,7 ± 0,0 0,9 ± 0,1 1,0 ± 0,1 
TXYL_18830  Copper amine oxidase  3,3 ± 0,4 1,4 ± 0,4 1,4 ± 0,2 
TXYL_11820  Thiol peroxidase 1,2 ± 0,2 0,8 ± 0,1 0,5 ± 0,1 
TXYL_05820  Enoyl-[acyl-carrier-protein] reductase [NADH]  1,7 ± 0,2 1,3 ± 0,3 5,1 ± 4,1 
TXYL_14760  Predicted Cytochrome c oxidase subunit II 1,7 ± 0,3 1,1 ± 0,1 0,8 ± 0,3 
TXYL_09870  Oxidoreductase, aldo/keto reductase  0,9 ± 0,0 1,2 ± 0,1 1,4 ± 0,1 
TXYL_05255  Copper amine oxidase  2,6 ± 0,2 1,5 ± 0,7 1,2 ± 0,3 
TXYL_10495  Menaquinol-cytochrome c reductase 1,0 ± 0,1 1,2 ± 0,1 1,5 ± 0,3 

Gene ID 
 

Oxydoréductases EC 
PB 

50 % 
PBEV 
50 % 

LK  
50 % 

TXYL_08800  Copper amine oxidase  2,1 ± 0,5 1,6 ± 0,4 0,3 ± 0,2 
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Hémicellulases IC 
PB 

50 % 
PBEV 
50 % 

LK  
50 % 

Acetyl-xylane Esterase CE7 1,4 ± 0,0 1,9 ± 0,2 1,6 ± 0,4 
Alpha-L-arabinofuranosidase GH51 0,7 ± 0,0 0,8 ± 0,0 1,5 ± 0,5 

Xylosidase/Arabinosidase  43 1,7 ± 0,3 0,8 ± 0,3 0,6 ± 0,3 
Alpha-N-arabinofuranosidase GH  51 1,3 ± 0,2 1,3 ± 0,2 2,1 ± 0,8 

b-L-arabinofuranosidase GH127 0,8 ± 0,2 1,2 ± 0,5 1,7 ± 0,5 

Gene ID 
 

Hémicellulases EC 
PB 

50 % 
PBEV 
50 % 

LK  
50 % 

TXYL_04370  Endo-1,4-bêta-xylanase GH11 3,1 ± 3,0 1,9 ± 0,9 0,3  ± 0,4 
TXYL_09630  Carbohydrate esterase CE1  9,2 ± 9,1 1,3 ± 1,7 0,7  ± 0,0 

V : Production et caractérisation d’une peroxydase d’intérêt 

Dans l’objectif de produire des oxydoréductases d’intérêt, nous nous sommes intéressés 

au gène Txyl_17475 (Tx-3231) qui code pour une peroxydase catalase (Tx-3231) intracellulaire 

Cette  protéine est présente pour tous les substrats et sur-exprimée 1,7x et 4,8x sur les substrats 

lignifiés PBEV et LK. 

V.1. Isolement du gène d’intérêt par PCR 

Afin d’isoler le gène d’intérêt Txyl_17475 (Tx-3231) codant pour la peroxydase catalase 

putative Tx-3231, l’ADN génomique de TX précédemment extrait est utilisé comme matrice. Le 

gène est isolé et amplifié par PCR en utilisant des amorces amont et aval spécifiques. Les produits 

obtenus par PCR sont observés sous UV après migration électrophorétique sur gel d’agarose, 

(Figure 47). Ce profil électrophorétique met en évidence une bande d’environ 2200 pb 

correspondant à la taille attendue du gène Tx-3231. L‘amplification à partir de l’ADN génomique 

a donc bien permis de confirmer la présence de ce gène dans le génome de TX. Cette 

amplification n’est pas spécifique puisqu’une bande d’environ 500 pb est également amplifiée 

(Figure 47A). Une purification de la bande d’intérêt après extraction sur gel a été effectuée en 

vue de réaliser le clonage (Figure 47B). 
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Figure 47 : Analyse électrophorétique du gène Tx-3231 amplifié par PCR ; A) après amplification, 

B) après purification ; (M : marqueurs de masse moléculaire, T+ témoin d’amplification)  

V.2. Expression de Tx-3231 

Le plasmide recombinant Tx-3231 pEt28-His, a été introduit chez E. coli XL1Blue (bactérie 

de clonage). Après sélection des clones positifs, une extraction d’ADN plasmidiques et leurs 

séquençages ont permis de confirmer la présence du gène Tx-3231. Ces plasmides ont été 

introduits chez des bactéries d’expression E. coli Tuner DE3 et E. coli JM109 DE3 afin d’effectuer 

la production de la protéine recombinante. 

Plusieurs tests d’induction avec différentes concentrations en IPTG ont permis de montrer 

que la protéine est produite de façon importante avec une concentration de 1 mM (données non 

présentées). La Figure 48 montre l’expression de Tx-3231 avec 1 mM d’IPTG à 30°C et à 37°C 

avec les deux bactéries d’expression après 1 nuit d’induction.  Avec Tx-3231-pEt28His-TunerDE3, 

une protéine de taille attendue (environ 80 kDa) est obtenue aussi bien dans les conditions de 

non induction qu’à 37°C ou à 30°C. Le niveau de production est plus important à 30°C. Avec Tx-

3231-pEt28His-JM109DE3, aucune production n’est observée dans les cultures non induites. En 

revanche, la production est plus importante avec 1 mM d’IPTG à 37°C comparativement à la 

culture induite avec 1 mM d’IPTG à 30°C. 
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Figure 48 : Profil électrophorétique des différents extraits de culture de E. coli Tuner DE3 et 

JM109DE3 contenant le plasmide recombinant Tx-3231 pEt28 His obtenus après différentes 

conditions d’induction (M : marqueurs de masses moléculaire) 

V.3. Purification de Tx-3231 recombinante 

Suite à l’obtention de la protéine recombinante Tx-3231, après une culture cellulaire dans 

les conditions optimales déterminées précédemment (avec Tx-3231-pEt28His-TunerDE3 induite 

avec 1 mM d’IPTG et à 30°C), une purification protéique est réalisée suivie d’une électrophorèse 

SDS-PAGE (Figure 49A).  

La protéine Tx-3231 est présente sous forme soluble. Elle est parfaitement retenue dans 

la colonne de purification, et commence à être éluée en présence de 100 mM d’imidazole mais 

avec des protéines contaminantes (données non présentées). Elle est majoritairement éluée en 

présence de 300 mM d’imidazole. Après électrophorèse, la protéine est reconnue spécifiquement 

par les anticorps anti-Histidine (Figure 49B). On constate également la co-élution de bandes de 

plus hautes masses moléculaires (> 130 kDa) reconnues par les anticorps. Ces bandes pourraient 

représenter des états d’oligomérisation de la protéine qui n’aurait pas été dénaturée lors de la 

migration. Par ailleurs, les extraits de protéines purifiées ont une coloration orange, suggérant la 

présence de cofacteur hème dans les extraits. 
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Figure 49 : Profil électrophorétique de la purification de Tx-3231. A) révélation au bleu de 

Coomassie, B) révélation en Western Blot avec des anticorps anti-Histidine ; (M marqueurs de 

masses moléculaire). 

 

V.4. Caractérisation partielle de Tx-3231 : pH et température optimaux 

Afin de procéder à la détermination de l’activité de Tx-3231, nous avons dans un premier 

temps identifié les conditions de pH et de température optimales à son activité (Figure 50). Les 

activités peroxydases ont été déterminées avec de l’ABTS et du pyrogallol comme substrat à pH 

acide et pH basique respectivement. Les activités enzymatiques sont testées aux différents pH à 

50°C afin de déterminer le pH optimal (Figure 50A). L’enzyme est complètement inhibée aux pH 

inférieurs à 4. Les activités augmentent avec le pH pour atteindre une valeur maximale de 72 

UI.mg-1 à pH 7 (avec le pyrogallol). Une diminution de l’activité à pH basique (supérieur à 8) est 

ensuite observée (activité résiduelle de 55 % à pH 8 et pH 9).  De ce fait, il peut être établi que le 

pH optimal des activités peroxydases de Tx-3231 est de 7. Pour l’activité catalase (mesurée en 

présence du substrat H2O2), le pH optimal est de 8 dans le Tris-HCl 100 mM. L’enzyme conserve 

80 % et 42 % de son activité à pH 9 et pH 10 respectivement dans le tampon Tris-HCl (Figure 

50C). 

Les expériences pour déterminer les températures optimales d’activité de Tx-3231 ont été 

réalisées aux pH optimaux, à pH 7 pour l’activité peroxydase (avec le pyrogallol) et à pH 8 pour 
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l’activité catalase. Dans le cas de la peroxydase, une augmentation progressive de l’activité est 

observée pour atteindre une valeur maximale à 55°C. A 50°C et 60°C, l’enzyme conserve environ 

60% de l’activité. En revanche, des activités résiduelles de 10% et 25% sont mesurées à 70°C et 

30°C (Figure 50B). La température optimale de l’activité catalase est de 30°C. On observe une 

baisse de l’activité entre 74% et 55% de l’activité maximale entre 40°C et 50°C (Figure 50D). 

Les activités spécifiques peroxydases et catalase de Tx-3231 (déterminées dans les 

conditions de température et pH optimaux) sont 65.8 ± 4.0 UI.mg-1 et 50,4 ± 0,7 UI.mg-1 

respectivement. 

 

  

Figure 50 : pH et Température optimaux de Tx-3231. A-B) activité peroxydase; C-D) activité 

catalase 

 

  

0

200

400

600

800

1000

0

20

40

60

80

2 3 4 5 6 7 8 9 10

A
ct

iv
it

é
  (

m
U

I.
m

g-1
) A

ctivité
  (U

I.m
l -1)

pH

PYG (2,5mM)

ABTS (2,5 mM)
0

100

200

300

400

20 30 40 50 60 70 80

A
ct

iv
it

é
 (

U
I.

m
g-1

)

Température (°C)

0

20

40

60

80

2 3 4 5 6 7 8 9 10

A
ct

iv
it

é
 (

U
I.

m
g-1

)

pH

Phosphate citrate 100 mM

Tris-HCl 100mM

0

20

40

60

80

100

20 30 40 50 60 70 80

A
ct

iv
it

é
 (

U
I.

m
g-1

)

Température (°C)

Phosphate-Citrate

TRIS-HCl 100 mM

C) 

A) B) 

D) 



130 
 

Discussion 

I. Choix des substrats utilisés 

Pour étudier la capacité ligninolytique de TX, des sources de carbone  à la fois riches en 

lignines et de compositions chimiques ou structurales contrastées ont été sélectionnées. L’origine 

de ces substrats et leur disponibilité ont également été des critères importants à prendre en 

considération. La paille de blé (PB) a été retenue car c’est un coproduit agricole abondant et très 

utilisé dans de nombreuses études de fractionnement de la biomasse lignocellulosique (Kaparaju 

et al., 2009; Talebnia et al., 2010). Cette biomasse est riche en cellulose (30.8%) et en 

hémicellulose (20.7%) et possède une concentration en lignine non négligeable (23.7%) sous sa 

forme native. Plusieurs études ont montré la capacité de nombreux microorganismes à utiliser ce 

substrat lignifié (Ball and Mccarthy, 1988; Godden et al., 1989; Arias et al., 2016). Des travaux 

récents au laboratoire ont mis en évidence la croissance de TX sur la paille de blé 

(Rakotoarivonina et al., 2012; Rakotoarivonina et al., 2014). Le deuxième substrat sélectionné 

pour l’étude de la physiologie de TX est la paille de blé explosée à la vapeur (PBEV), qui est issue 

d’un prétraitement de la biomasse permettant d’améliorer l’accessibilité à la cellulose dans le 

cadre de la bioraffinerie (Sun et al., 2005; Alvira et al., 2016). En revanche, dans ce substrat, les 

hémicelluloses sont souvent éliminées et la lignine est modifiée, en particulier au niveau des 

liaisons inter-monomères (Li et al., 2007; Auxenfans et al., 2017). La PBEV utilisée dans cette 

étude ne contient plus que 5,4% d’hémicelluloses mais, à l’inverse, possède une fraction plus 

importante de cellulose (43,2 %) et de lignine (30,3 %) en comparaison avec la PB. Les substrats 

lignocellulosiques contiennent également des acides phénoliques en quantité variable en fonction 

de leur origine botanique (Ralph, 2010; Santiago et al., 2013; Lapierre et al., 2019). Ces acides 

sont associés à la lignine et aux hémicelluloses par des liaisons ester et éther chez les graminées 

(Iiyama et al., 1994; Ralph, 2010). Les teneurs en acide p-coumarique (pCA) dans la PB et la 

PBEV sont identiques (5,8 mg.g-1), mais varient au niveau des formes estérifiées et éthérifiées. 

En effet, la proportion des formes estérifiées diminue de 56 % dans la PB à 50 % dans PBEV.  En 

revanche, pour les acides féruliques (FA), non seulement la concentration varie entre ces deux 

substrats (5,2 vs 2,9 mg.g-1 pour la PB et la PBEV respectivement), mais aussi la proportion des 

modes de liaisons : 64,8 % des FA sont éthérifiés dans la PB et 54,5 % des FA pour la PBEV. On 

observe également la présence d’acides di-féruliques (β-O-4) qui sont retrouvés en quantité 

similaire dans PB et PBEV suggérant une résistance de ces structures à l’explosion à la vapeur. 

La présence de ces acides phénoliques, en particulier les formes dimériques, peut jouer un rôle 

négatif au niveau de l’accessibilité des enzymes et microorganismes à ces substrats, du fait de la 
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présence de multiples interactions inter-polymères (e.g. entre lignines et hémicelluloses) 

(Santiago et al., 2013; Li et al., 2016). D’un autre côté, ces acides phénoliques peuvent être 

valorisés par extraction enzymatique (Dupoiron et al., 2017; Dupoiron et al., 2018). Les 

compositions des résidus PB et PBEV sont en accord avec les travaux publiés au laboratoire sur 

des résidus similaires (Rakotoarivonina et al., 2012; Rakotoarivonina et al., 2014; Rakotoarivonina 

et al., 2016; Auxenfans et al., 2017; Paës et al., 2019). 

Enfin, le troisième substrat retenu est la lignine Kraft. Il s’agit d’une lignine issue de liqueurs 

de cuisson papetière, dont la production est abondante avec environ 130 millions t/an et dont la 

plus grande quantité est brulée pour produire de l’énergie dans les industries papetières (Davis et 

al., 2016; Fernández-Rodríguez et al., 2019; Tribot et al., 2019). Ce substrat est composé presque 

uniquement de lignine (85,3%), et sa structure et sa composition diffèrent de celles de lignines 

natives (PB) et modifiées (PBEV) (Chakar and Ragauskas, 2004). L’origine botanique de cette 

lignine commerciale n’est pas précisée par le fournisseur. Néanmoins, l’analyse RMN du 

phosphore indique la présence de groupements hydroxyles de type syringyle et guaiacyle 

suggérant que cette lignine provient d’angiospermes et non de conifères (Boerjan et al., 2003). 

Les profils de ces substrats sont très différents, ce qui a permis de confronter la bactérie 

TX à une diversité de substrats et de source de carbone (lignine technique, lignine native associée 

dans des polymères glucidiques,…). De nombreuses études de microorganismes en présence de 

substrats de composition complexe ont démontré des comportements physiologiques très 

différents en fonction des sources de carbone disponibles (Rakotoarivonina et al., 2012; Taylor et 

al., 2012; Sainsbury et al., 2013). Dans cette étude, l’utilisation de la PB, de la PBEV et de la LK 

a permis d’identifier des stratégies variables mises en place par TX pour s’adapter à chaque 

substrat. 

II : Croissance et activités enzymatiques de TX sur des substrats lignifiés 

Croissance et effet de la complémentation sur des substrats lignifiés 

La croissance de TX en présence du substrat PB avait déjà été démontrée précédemment. 

Les temps de génération et les temps de latence observés en présence de ce substrat sont 

cohérents avec les résultats obtenus antérieurement (Rakotoarivonina et al., 2012). Ici, nous 

montrons pour la première fois que cette bactérie est capable de croitre en présence de PBEV ou 

de LK comme seule source de carbone. A notre connaissance, c’est la première fois que la 

croissance d’une bactérie en présence de PBEV est rapportée. Cependant, la croissance et les 
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temps de génération de la bactérie sont deux fois plus faibles en présence de PBEV par rapport 

aux cultures sur PB. Plusieurs facteurs peuvent expliquer cette faible croissance : i/ l’accessibilité 

restreinte aux différents polymères due à leurs modifications structurales lors du prétraitement ; 

ii/ la présence éventuelle de produits inhibiteurs comme le furfural (issu des pentoses lors de 

l’explosion à la vapeur ou de l’autoclavage) iii/ la faible teneur en hémicellulose de ce substrat 

(Palmqvist and Hahn-Hägerdal, 2000; Klinke et al., 2004; Pu et al., 2015; Li et al., 2016). TX est 

également capable de croitre en présence de LK, avec un taux de croissance similaire à celui 

obtenu avec la PB. Ceci montre la capacité de cette bactérie à utiliser la lignine (et par extension 

ses molécules aromatiques constitutives) comme unique source de carbone. Cependant, la 

croissance n’a débuté qu’après une longue phase de latence. De nombreuses études montrent 

que cette phase de latence permet aux microorganismes de s'adapter aux milieux environnants 

(production des enzymes nécessaires à l’utilisation d’un substrat complexe, détoxification des 

milieux,…), avant de pouvoir démarrer leur croissance (Loh and Tan, 2000; Glaser and Venus, 

2017). Dans notre étude, nous avons montré une variation des temps de latence en fonction des 

substrats (LK > PB = PBEV). Leurs durées relativement longues pourraient être dues à la 

présence de composés inhibiteurs dans les milieux de culture. Ces composés peuvent être 

associés à des dérivés de furane issus de l’hémicellulose ou encore des composés phénoliques 

issus de la lignine, tous deux libérés par l’autoclavage dans les milieux de culture (Palmqvist and 

Hahn-Hägerdal, 2000; Klinke et al., 2004; Monlau et al., 2014; Aston et al., 2016). Il a notamment 

été démontré que les acides aliphatiques étaient beaucoup moins inhibiteurs que les acides 

aromatiques et que la vanilline et l’acide vanillique étaient 5 fois plus inhibiteurs que le 5-

hydroxymethylfurfural (Clark and Mackie, 1987; Jönsson and Martín, 2016). Plus récemment, une 

étude a montré une augmentation de la phase de latence d’Alicyclobacillus acidocaldarius en 

présence de composés comme les acides férulique, p-coumarique et sinapique (substrats), ce qui 

tend à conforter cette hypothèse (Aston et al., 2016).  

L’ajout de xylane dans les cultures permet d’augmenter significativement la croissance de 

TX sur l’ensemble des substrats lignifiés. La croissance rapide sur xylane seul, sans temps de 

latence contrairement aux cultures avec substrats lignifiés, met en évidence l’impact négatif de la 

lignine ou de ses constituants sur la croissance de TX. Quel que soit le substrat lignifié, le temps 

de latence ne varie pas avec l’ajout de xylane, contrairement à la durée de croissance qui 

augmente en présence de 50 % de xylane sur la PBEV et la LK et devient 2 à 3 fois plus longue 

par rapport aux cultures avec les mêmes substrats complémentés à 20% ou sans xylane. Malgré 

la concentration importante en lignine, les cultures avec LK complémentées ou non en xylane 

montrent des taux de croissance supérieurs aux cultures avec des substrats dont les structures 
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sont plus complexes (PB et PBEV, constituées de lignines, celluloses et d’hémicelluloses). Il est 

possible que la réticulation des lignines et des hémicelluloses par de nombreuses liaisons inter-

polymères impliquant les acides phénoliques limitent leur utilisation par les microorganismes 

(Santiago et al., 2013). La détection de dimère férulique dans la PBEV suggère qu’une fraction 

de ces interactions résiste à l’explosion à la vapeur, comme récemment proposé (Auxenfans et 

al., 2017). Néanmoins, la production de biomasse bactérienne en culture complémentée reste 

plus faible avec PBEV par rapport à PB et LK avec xylanes. Ce résultat est en accord avec 

l’analyse des sucres dans les milieux de culture complémentée, la perte en xylanes est plus faible 

quand TX est cultivée avec PBEV. 

La croissance de TX sur les substrats lignifiés peut être comparée à celle d’autres 

microorganismes lignocellulolytiques. Une étude sur la culture de Rhodococcus jostii RHA en 

présence de 2,5 g.l-1 de PB et 0,5 g.l-1 de LK avec une complémentation en glucose de 50 mg.l-1 

conduit à des résultats similaires à ceux de notre étude avec une DO600nm de 1,2 sur la PB après 

48 h et une DO600nm de 0,6 après 72 h sur LK (Sainsbury et al., 2013). Une deuxième étude menée 

dans des conditions similaires à nos travaux révèle que Bacillus ligniniphilus L1 se développe 

avec 1 g.l-1 de LK (Zhu et al., 2017). Les résultats obtenus sont aussi similaires à ceux de notre 

étude, avec une DO600nm de 0,2 et une DO600nm de 1 après 6 jours de croissance en présence de 

LK seule ou LK complémentée en glucose à 1 g.l-1.  De plus, les auteurs observent qu’en présence 

de LK et de glucose, ce dernier est rapidement consommé pendant les premières 48 h, ce qui 

permet à la bactérie d’utiliser ensuite la LK comme source d’énergie pour soutenir sa croissance 

pendant les 4 jours suivants (Zhu et al., 2017). Ces observations sont également retrouvées chez 

les bactéries Aneurinibacillus aneurinilyticus, et Enterobacter lignolyticus ou encore chez 

Pseudomonas et Rhodococcus dont la croissance sur LK nécessite une complémentation avec 

d’autres sources de carbone (glucose ou xylose) (Raj et al., 2007; Chandra et al., 2007; DeAngelis 

et al., 2013; Ravi et al., 2019). L’ensemble de ces résultats souligne le besoin d’une autre source 

de carbone pour amorcer la croissance et permettre ensuite l’utilisation de la lignine comme 

source de carbone. En effet, la dégradation de la lignine est probablement trop lente pour que ce 

substrat apporte seul une source d’énergie suffisante pour soutenir une croissance optimale 

(DeAngelis et al., 2013; Zhu et al., 2017).  

Sur LK, TX présente un meilleur taux de croissance que sur les deux autres substrats 

lignifiés complexes (PB et PBEV). Ce résultat pourrait être expliqué par la présence de composés 

dont les groupements phénoliques libres, une fois l’inhibition levée, seraient plus facilement 

accessibles comme source de carbone pour TX (Chakar and Ragauskas, 2004). De plus, l’ajout 
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d’une source de carbone (xylane) a permis d’augmenter significativement les taux de croissance 

sur LK. Ceci a déjà été démontré chez d’autres microorganismes comme Anerinibacillus 

aneurinilyticus qui est capable d’utiliser la LK mais uniquement quand la culture est complémentée 

avec du glucose (Raj et al., 2007). Différentes études ont mis en évidence une levée de l’inhibition 

de la croissance et une dégradation accrue des composés phénoliques, avec des 

complémentations par d’autres sources de carbone (Wang and Loh, 1999; Loh and Tan, 2000; 

Polymenakou and Stephanou, 2005; Sainsbury et al., 2013). Plusieurs mécanismes sont 

proposés : 1) la consommation des sources de carbone facilement assimilables (glucose, xylose, 

xylane,..) permettrait l’obtention d’un nombre de cellules suffisant, les bactéries peuvent alors 

consommer plus efficacement la LK (Mamma et al., 2004; Zhu et al., 2017) ; 2) l’ajout d’une source 

de carbone permettrait d’augmenter la tolérance des bactéries à la toxicité  des composés 

phénoliques. Par ailleurs, l’acclimatation des cellules a un impact sur la croissance bactérienne en 

présence de ces composés phénoliques inhibiteurs. Par exemple, les bactéries Pseudomonas 

putida et Pseudomonas pseudoalcaligenes, cultivées en présence de phénol et de glucose, 

utilisent dans un premier temps le glucose pour croitre avant de consommer les phénols présents. 

Dans ces études, les auteurs suggèrent que les bactéries doivent s’acclimater aux composés 

inhibiteurs avant de pouvoir les utiliser correctement et efficacement (Mamma et al., 2004; 

Polymenakou and Stephanou, 2005). Notre étude montre également que TX est capable de 

croître en présence de LK (5 g.l-1) sans être inhibée. Des effets inhibiteurs de LK importants sur 

la croissance de bactéries ont été montrés même à faible concentration. La croissance 

d’Acetoanaerobium sp. WJDL‐Y2 est inhibée en présence de LK à partir d’une concentration de 

4 g.l-1 alors que cet effet inhibiteur est observé dès 0,5 g.l-1 sur la croissance de Planococcus sp. 

et Pseudomonas fluorescens (Priyadarshinee et al., 2015; Duan et al., 2016).  

Protéines produites et dynamiques en fonction des substrats 

La production de protéines par TX est dépendante des substrats présents dans le milieu 

de culture. Les quantités de protéines totales produites sur PB et xylane sont similaires à celles 

obtenues dans les études antérieures (~300 µg.DO600nm
-1 en phase stationnaire) (Rakotoarivonina 

et al., 2012). Ces concentrations en protéines totales produites sur PB sont aussi retrouvées chez 

d’autres microorganismes lignocellulolytiques comme Cellulomonas sp. lequel produit ~400 

µg.DO600nm
-1 après 96 h sur ce substrat (Emtiazi and Nahvi, 2000). Nous observons que les 

protéines EC sont fortement induites par la présence de substrats lignifiés. Ce résultat est similaire 

aux travaux précédents montrant la stimulation de la production de protéines EC en présence de 

PB et de son de blé tout au long de la croissance de TX (Rakotoarivonina et al., 2012). Plusieurs 
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études ont démontré une amélioration de la sécrétion de protéines, en particulier des enzymes, 

en présence de substrats lignocellulosiques complexes (Godden et al., 1989; Rakotoarivonina et 

al., 2012). Nos résultats confirment ces observations et suggèrent une corrélation entre la teneur 

en lignine et la production de protéines EC. En effet, des productions de protéines EC plus 

importantes sont observées sur les substrats les plus riches en lignines (PBEV et LK).  

Sur les substrats lignifiés, la concentration en protéines EC est toujours supérieure aux 

protéines IC contrairement à la culture bactérienne sur le xylane seul. Dans ce dernier cas, la 

production de protéines EC n’intervient qu’en phase de croissance stationnaire. Des tendances 

similaires de production de protéines ont été observées durant la croissance de Bacillus 

atrophaeus LSSC3 avec deux fois plus de protéines EC que IC produites sur la LK (Huang et al., 

2013).  

Les dynamiques de production des protéines sont également très variables en fonction 

des substrats. Les niveaux de production de protéines EC sont supérieurs à ceux de de protéines 

IC sur PB et LK. Les niveaux de protéines EC restent importants pendant la durée de la culture 

mais une augmentation de protéines IC est observée. Sur la PBEV, les niveaux de production EC 

et IC sont équivalents en début de croissance puis une production de protéines EC est observée 

et les protéines IC diminuent. En présence de substrat complexe, la stratégie de la bactérie devrait 

consister à produire majoritairement des protéines EC en début de croissance pour dégrader et 

permettre l’assimilation de la source de carbone (Falade et al., 2019a). C’est ce phénomène qui 

est observé en présence de PB et LK. En revanche, en présence de la PBEV, dès le début de la 

croissance ,TX produit beaucoup de protéines IC qui pourraient lui servir pour s’adapter à ce 

substrat ou le détoxifier, et qui semble en tout cas plus difficile à utiliser (milieu de culture 

contenant potentiellement des composés inhibiteurs et/ou toxiques variés comme des dérivés 

furanes et phénoliques issus du prétraitement) (Klinke et al., 2004; Aston et al., 2016).  

Activités Xylanases et effet de la complémentation 

TX est une bactérie produisant des activités hémicellulolytiques et la production de ces 

activités est variable en fonction des substrats (Rakotoarivonina et al., 2012). Nous confirmons 

ces résultats dans ce travail avec une production d’activité xylanase, laquelle est majoritairement 

extracellulaire en présence de PB, et plus importante en phase stationnaire (Rakotoarivonina et 

al., 2012; Rakotoarivonina et al., 2014; Rakotoarivonina et al., 2016). Une xylanase de la famille 

11 (Tx-xyn11) déjà caractérisée est la principale xylanase sécrétée dans le milieu de culture de 

la bactérie en présence d'hémicellulose ou de parois végétales (Samain et al., 1997; Harris et al., 
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1997; Rakotoarivonina et al., 2012). Les activités xylanases mesurées par unité de protéines sont 

plus importantes que chez d’autres bactéries lignocellulolytiques comme Cellulomonas sp. ou 

Streptomyces sp. F2621, qui en présence de PB produisent ~8 UI.mg-1 de protéines, soit 10 fois 

moins que TX (Emtiazi and Nahvi, 2000; Tuncer et al., 2004). En revanche sur PBEV et LK seules, 

aucune activité xylanase n’est détectée. TX étant une bactérie hémicellulolytique, cette absence 

de production est probablement corrélée avec l’absence ou la quasi absence d’hémicellulose dans 

ces substrats. La production de ces activités est souvent induite par des xylooligosaccharides 

issus des hémicelluloses des parois végétales (Samain et al., 1997; Jørgensen et al., 2005; 

Chávez et al., 2006; Fukuda et al., 2010). Ainsi, quand les milieux de culture sont complémentés 

avec du xylane, une augmentation significative des activités xylanases sur l’ensemble des 

substrats lignifiés est observée.  

L’examen des dynamiques d’activités xylanases exprimées par rapport à la teneur en 

protéines permet de différencier les cultures avec xylane seul, des cultures avec substrats lignifiés 

complémentés avec du xylane. Une production importante de xylanases est observée dès le début 

de la croissance avec xylane seul, alors que ces activités augmentent progressivement sur les 

substrats lignifiés complémentés jusqu’à la phase stationnaire de croissance. Cette dynamique a 

déjà été démontrée dans les cultures de TX en présence de PB et de son de blé (Rakotoarivonina 

et al., 2014). Cette dynamique peut être expliquée par le fait que les activités xylanases sont 

souvent induites par la présence de xylane ou les oligosides produits par les enzymes elles-

mêmes (Jørgensen et al., 2005; Chávez et al., 2006). En présence de petits oligosides (xylobiose) 

ou de sucres simples comme du xylose, les microorganismes lignocellulolytiques produiraient des 

xylanases à un niveau d’activité basal pour dégrader rapidement le xylane présent dans le milieu 

(Jørgensen et al., 2004; Jørgensen et al., 2005). Ainsi, une libération possible de xylooligosides 

ou xylose après autoclavage du milieu de culture peut induire directement la production de 

xylanases dès le début de la croissance. En présence de substrats lignocellulosiques complexes, 

plusieurs xylanases peuvent être exprimées ; cette diversité pourrait être associée à la nature des 

hémicelluloses et leur degré de ramification. En effet, il est connu que les xylanases n’ont pas 

toutes les mêmes profils d’activité (Beaugrand, Chambat, et al., 2004; Moon et al., 2011; 

Podkaminer et al., 2012; Broeker et al., 2018; Malgas et al., 2019). Ainsi pour dégrader les 

hémicelluloses dans les substrats lignifiés, la bactérie doit produire des xylanases spécifiques (par 

la production d’oligosides inducteurs spécifiques), ce qui peut entraîner un décalage dans le 

temps de ces productions.  

 



137 
 

Activités phénol-oxydases et effet de la complémentation 

 Nos travaux ont montré, pour la première fois, des activités phénol-oxydases (POX) chez 

TX. Les activités phénol-oxydases ont été dosées en présence et absence de H2O2 (activités 

peroxydase et laccase). Les activités laccases étant très faibles, l’activité POX mesurée 

correspond majoritairement aux activités peroxydases. Les profils de production au cours du 

temps de ces activités enzymatiques sont différents et dépendent de la composition de la 

biomasse lignocellulosique présente dans les milieux de culture. Des différences d’activités 

ligninolytiques sont observées aussi bien chez les bactéries que chez les champignons en 

présence de différents substrats plus ou moins lignifiés (Stajić et al., 2006; Mikiashvili et al., 2006; 

Jing and Wang, 2012). Nous  avons essayé de comparer nos activités avec les résultats de la 

littérature, même si les conditions de mesures sont souvent variables d’une étude à une autre et  

ne sont pas toujours bien précisées. Les niveaux d’activités détectés chez TX (6 UI.mg-1) en 

présence de PB, sont comparables aux niveaux d’activités obtenus avec d’autres bactéries 

comme Streptomyces albus ATCC, Ensifer adhaerens, Streptomyces sp. F6616 et Raoultella 

ornithinolytica, avec des activités POX de 3,4; 5,2; 6,2 et 7,2 UI.mg-1 de protéines respectivement 

(Antonopoulos et al., 2001; Tuncer et al., 2009; A., Falade et al., 2019a; Falade et al., 2019c). 

Toutefois, aucune activité POX en UI.mg-1 de protéines en présence de LK pour des bactéries, 

n’est décrite dans la littérature. C’est pourquoi, nous comparons ici les activités obtenus en UI.l-1, 

même si ces comparaisons ne prennent pas en compte l’importance de la croissance et donc de 

la production protéique. En présence de LK seule, la production d’activité POX IC de TX (15 UI.l-

1) est plus importante que celle de Bacillus atrophaeus (0,5 UI.l-1), Bacillus pumilus (0,7 UI.l-1) et 

de Bacillus sp. (3,5 UI.l-1) (Huang et al., 2013; Chang et al., 2014). De même, en présence de LK 

complémenté avec une autre source de carbone, les activités POX EC de TX (115 UI.l-1) sont 

supérieures à celles déterminées chez Nonomuraea gerenzanensis (70 UI.l-1), mais sont 

inférieures à celles retrouvées chez Klebsiella pneumoniae NX-1 (250 UI.l-1) et Pseudomonas 

putida NX-1 (600 UI.l-1) (Casciello et al., 2017; Xu et al., 2018b).  

Les activités POX sont détectées aussi bien dans le milieu extracellulaire que dans les 

cellules, car ces différents types d’activités sont nécessaires pour dépolymériser la lignine dans 

milieu EC et pour le catabolisme intracellulaire des composés aromatiques (Huang et al., 2013; 

Kamimura et al., 2017a). La localisation et les dynamiques de production d’activités POX varient 

fortement selon les substrats lignifiés. En effet, les variations de composition et teneur en lignine 

impliquent des besoins en enzymes variables (Stajić et al., 2006; Mikiashvili et al., 2006; Jing and 

Wang, 2012). Ainsi, en présence du substrat xylane (hémicellulose) les activités POX sont 
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uniquement IC et sont très faibles, comparativement aux activités POX détectées dans les 

cultures avec substrats lignifiés qui nécessitent la production d’activités ligninolytiques EC. La 

production d’activité IC par TX cultivée en présence de xylane seul est probablement liée à la 

régulation de l’H2O2 intracellulaire ou des activités antioxydantes (La Carbona et al., 2007; Mishra 

and Imlay, 2012). Pour la culture avec PB, les activités sont majoritairement EC en début de 

croissance puis la dynamique s’inverse et les activités deviennent principalement IC. La 

production d‘activité EC en début de croissance s’explique par le besoin de dépolymériser ce 

substrat complexe, puis la production d’activité IC permettrait de métaboliser une partie des 

composés phénoliques issus de cette dépolymérisation. Une production importante d’activités 

POX EC sur la PB en début de croissance, suivie par une diminution au cours du temps est aussi 

observée chez Streptomyces sp. F6616 (Tuncer et al., 2009). En présence de LK, la bactérie 

produit principalement des activités IC avec le développement d’activité EC après la fin de la 

phase stationnaire de croissance. Cette localisation majoritairement IC et ces dynamiques de 

production d’activité POX s’expliquent en partie par la structure de la LK, qui n’est pas associée 

dans un réseau de polysaccharides contrairement à PB et PBEV. Cette lignine montre une 

polydispersité au niveau de son masses moléculaire, et les composés aromatiques de faible 

masse qui la constituent, pourraient être internalisés puis métabolisés à l’aide des activités 

ligninolytiques IC (Chakar and Ragauskas, 2004; Abdelaziz and Hulteberg, 2017). L’évolution des 

activités POX IC, détectées dès le début de la croissance et de manière plus importante que les 

activités EC, a aussi été décrite chez Bacillus atrophaeus, Bacillus pumilus, Bacillus sp. et 

Pandoraea sp. ISTKB (Huang et al., 2013; Chang et al., 2014; Kumar et al., 2015). L’apparition 

des activités POX EC en fin de phase exponentielle de croissance est également rencontrée chez 

un très grand nombre de bactéries avec notamment Comamonas B-9, Novosphingobium sp., 

Cupriavidus basilensis B-8, Nonomuraea gerenzanensis Pseudomonas pudita, Raoultella 

ornithinolytica et Ensifer adhaerens (Chen et al., 2012a; Chen et al., 2012b; Shi et al., 2013a; 

Casciello et al., 2017; Xu et al., 2018b; Falade et al., 2019a; Falade et al., 2019c). Enfin, pour la 

culture avec PBEV, les activités POX sont essentiellement EC contrairement aux substrats PB et 

LK qui conduisent à la production de POX principalement IC. En présence de PBEV, la production 

est majoritairement EC en début de croissance, puis diminue au cours du temps à l’inverse des 

activités POX IC qui sont détectées en fin de culture. Cette localisation des activités POX 

principalement EC en début de croissance peut s’expliquer par la structure plus condensée de la 

lignine de la PBEV par rapport à celle de la PB (Ballesteros et al., 2006; Li et al., 2007). La 

production importante d’activité POX IC après la fin de la phase exponentielle de croissance, est 
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probablement liée à l’augmentation des composés phénoliques issus de la dépolymérisation du 

substrat.  

Les activités POX sont toujours détectées après le début de la croissance et comme pour 

TX, l’ajout d’une source de carbone supplémentaire a permis d’améliorer la production d’activité 

POX chez Nonomuraea gerenzanensis en présence de LK (Casciello et al., 2017). La dégradation 

de la lignine est probablement trop lente pour que ce composé apporte l’énergie suffisante pour 

soutenir une croissance optimale (DeAngelis et al., 2013; Zhu et al., 2017). Une autre source de 

carbone apporterait aux bactéries l’énergie nécessaire pour produire les activités POX et ainsi par 

la suite utiliser la lignine et ces dérivés comme source d’énergie. Cette hypothèse est appuyée 

par les résultats obtenus chez Nonomuraea gerenzanensis qui, en présence de LK, produit des 

activités POX après avoir consommé l’ensemble du glucose à disposition (Casciello et al., 2017). 

III : Effet sur les résidus et composés phénoliques 

Modifications des résidus  

L’IRTF est généralement une méthode analytique adaptée pour donner une indication 

rapide et qualitative de l’évolution chimique des lignocelluloses après croissance microbienne 

(Fackler and Schwanninger, 2012). Toutefois, la plupart des bandes ne sont pas attribuables à 

des constituants spécifiques en raison de possibles recouvrements de bandes de vibration 

associées à la cellulose, les hémicelluloses et la lignine ou d’autres produits de la fermentation 

ou du métabolisme microbien, dans notre cas, potentiellement en interaction avec les 

lignocelluloses (Schwanninger et al., 2004; Adapa et al., 2011). L’analyse des spectres 

infrarouges (avec et sans croissance bactérienne) montre que les substrats lignifiés sont modifiés 

après croissance. Dans le cas de la paille de blé (PB), la diminution de l’absorption des bandes 

de vibration dans la région 1200 et 900 cm-1 correspond principalement à la région d’absorption 

des polysaccharides (Schwanninger et al., 2004; Bekiaris et al., 2015; Pereira et al., 2017). La 

bactérie TX ne produisant pas d’activité celullolytique, nous pouvons en déduire que ces 

modifications portent principalement sur les hémicelluloses. En revanche, l’absence de variation 

d’intensité des bandes de vibration correspondant au domaine aromatique (1200-1700 cm-1) 

suggère un effet peu marqué de la bactérie sur le compartiment lignine de la paille de blé. Ce 

résultat est concordant avec l’analyse infrarouge de la paille de blé après croissance de la bactérie 

Streptomyces viridosporus (Zeng et al., 2013). Les auteurs ont principalement observé une 

modification des bandes correspondant aux hémicelluloses et suggèrent une possible variation 

de bandes attribuées à la lignine. En revanche, de nombreux travaux ont mis en évidence l’action 
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ligninolytique de différents champignons sur la biomasse lignocellulosique grâce à la 

spectroscopie infrarouge (Fackler and Schwanninger, 2012). Par exemple, après culture du 

champignon Ganoderma lobatum, les spectres IR de PB montrent une baisse d’absorbance à 

1505 cm-1 attribuée à la lignine (Hermosilla et al., 2017). Contrairement aux résultats obtenus sur 

la PB, les variations de spectres IR de PBEV après culture bactérienne correspondent à des 

augmentations d’intensité dans la région des polysaccharides (1200-900 cm-1). L’hypothèse 

formulée est qu’une partie du xylane ajouté en complémentation dans les milieux de culture se 

serait physiquement lié au résidu de PBEV au cours de la culture. Ce résultat suggère que TX 

utilise moins de xylane en présence de PBEV, comme l’indique l’analyse des sucres dans les 

milieux de culture. En effet, dans les cultures complémentées par du xylane, sa perte atteint 92% 

dans le cas de la PB contre 72% dans le cas de PBEV, en fin d’expérimentation. Cette hypothèse 

est en accord avec les croissances deux fois plus faibles observées sur la PBEV par rapport aux 

substrats PB et LK complémentés. A notre connaissance, aucune donnée n’est décrite dans la 

littérature sur l’analyse infrarouge des substrats explosés à la vapeur après culture microbienne. 

Récemment, il a été montré que les spectres infrarouges de biomasses explosées à la vapeur 

varient par l'intensité plus élevée des bandes de la région de la lignine (1512 et 1600 cm-1), suite 

à la disparition des sucres provoquée par le sécrétome d’un champignon cellulolytique, T. reesei 

(Paës et al., 2019). Après culture de TX en présence de LK complémentée, les modifications sont 

principalement liées à la diminution d’intensité des bandes d’absorption du xylane. Toutefois la 

modification de la bande 1035 cm-1 pourrait refléter une altération des groupements aliphatiques 

ou aromatiques dans la lignine (Kumar et al., 2015; Abdelaziz and Hulteberg, 2017). En effet, la 

culture de champignons et de bactéries comme Serratia marcescens, Penicillium simplicissimum 

et Pandoraea sp. ISTKB en présence de LK entraîne aussi la modification des bandes 

d’absorbance 1115 et/ou 1035 cm-1 qui ont été attribuées à la lignine (Manangeeswaran et al., 

2007; Liu et al., 2014b; Kumar et al., 2015). Il reste néanmoins très difficile de conclure sur 

l’altération des lignines kraft dans ces études, en effet l’analyse infrarouge porte généralement 

sur les milieux de culture contenant la lignine, avec ou sans croissance bactérienne.  

 Les variations mises en évidence dans notre étude ne sont pas suffisantes pour conclure 

à une modification ou dégradation de la lignine. En effet, ces modifications semblent 

principalement dues à la diminution du xylane. C’est pourquoi une analyse RMN a été effectuée 

pour identifier plus spécifiquement de potentielles modifications de la lignine par la croissance de 

TX. En effet à notre connaissance, l’action des bactéries sur les substrats lignifiés complexes 

comme la paille de blé est rarement étudiée par des approches en spectroscopie RMN en phase 

liquide (Akinosho et al., 2017). 
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 L’analyse des spectres RMN-2D des substrats PB et PBEV ne met pas en évidence une 

variation significative de la lignine dans ces substrats après culture bactérienne. En effet, les ratios 

S/G ainsi que les pourcentages des principales liaisons inter-unités de la lignine (alkyle aryle 

éther, phénylcoumarane, résinol), des résidus PB et PBEV avec et sans croissance ne sont pas 

significativement différents et ne permettent pas de conclure à des modifications de la lignine par 

la croissance de TX. De même, l’analyse RMN 2D de peuplier ne montre pas de variations 

structurales majeures de la lignine par la bactérie cellulolytique Clostridium thermocellum 

(Akinosho et al., 2017). Dans le cas des cultures avec la lignine kraft, l’analyse des milieux avec 

LK par RMN du phosphore ne permet pas de conclure à des modifications significatives des 

groupements hydroxyles de la lignine car les résidus n’ont pu être entièrement solubilisés après 

dérivation et donc peuvent ne pas contenir toutes les structures de départ et/ou altérées par TX. 

De plus, dans ce cas, l’analyse porte sur l’ensemble des composés retrouvés dans le milieu, et 

pas uniquement la lignine kraft résiduelle, dont des composés phénoliques libérés dans le milieu 

de culture par la fermentation ou l’autoclavage.  

Modifications des composés dans les milieux de cultures 

Les composés aromatiques détectés dans les milieux de culture après 30h sans 

croissance diffèrent selon les substrats lignifiés. L’acide vanillique est le principal monomère 

phénolique quantifié dans les milieux avec LK contrairement aux milieux avec PB et PBEV où 

sont détectés d’autres composés phénoliques, notamment l’acide p-coumarique PCA et l’acide 

férulique (FA), di-férulique (Di-FA) ainsi que la vanilline. La présence de ces composés dans les 

milieux sans croissance bactérienne peut provenir d’une modification des substrats après 

autoclavage, avec la rupture partielle de liaisons esters entre acides phénoliques avec la lignine 

ou les hémicelluloses et une altération des unités de la lignine conduisant à la libération de 

différents composés phénoliques à partir des unités Hydroxyphényle (p-hydroxybenzaldéhyde, 

pH ; acide p-hydroxybenzoïque, pHA), guaiacyle (vanilline, V ; acide vanillique,VA) et syringyle 

(acide syringique, SA ; syringaldéhyde, S).  

Les teneurs en acides phénoliques présents dans les milieux de cultures sans croissance 

représentent 6,6 et 5,6 % pour la PB et la PBEV respectivement. Ces quantités d’acides 

phénoliques libérées sont faibles par rapport au potentiel total présent dans ces substrats. Après 

croissance bactérienne, la teneur en acides phénoliques passe à 12,7 et 4,2 % pour la PB et la 

PBEV respectivement, ce qui suggère une libération d’acides phénoliques après croissance 

bactérienne sur PB et une diminution sur PBEV. Pour la LK, la teneur en composés phénoliques 

libéré dans les milieux de cultures sans croissance ne représente que 0,1 % du potentiel totales 
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en équivalent phénol. Après croissance bactérienne, la teneur en composé phénoliques 

augmente très légèrement principalement due à la libération de VA dans le milieu de culture. Dans 

l’ensemble des milieux avec croissance bactérienne, des variations de concentration en 

composés phénoliques sont observés et dépendent des substrats utilisés. En effet, en présence 

de PB une augmentation des teneurs en pCA, FA, di-FA et SA, ainsi qu’une diminution de VA et 

V sont observées. Après culture de la bactérie avec la PBEV, les teneurs en pHA, FA et VA 

augmentent contrairement aux teneurs en pCA, V et pH. Enfin sur la LK, une augmentation 

importante des VA, ainsi qu’une diminution des pH sont observées après croissance.  

L’évolution des acides phénoliques libérés en présence de PB, peuvent provenir des 

acides phénoliques liés aux hémicelluloses ou à la lignine. En effet, les activités 

hémicellulolytiques tels que les estérases sécrétées par TX, peuvent cliver les liaisons esters ou 

bien encore l’action d’activités ligninolytiques qui peuvent cliver les liaisons éthers pour expliquer 

la libération d‘acides phénoliques (Iiyama et al., 1990; Rakotoarivonina et al., 2014). En ce qui 

concerne la PBEV, la plus faible présence de FA par rapport à la PB, peut s’expliquer pas une 

teneur en hémicelluloses plus faible dans ce substrat (Li et al., 2007).  La diminution en pCA et V, 

corrélé avec la libération de pHA et VA, semble indiquer un mécanisme de métabolisation duent 

à des activités ligninolytiques des composés phénolique par TX en présence de PBEV, de même 

que la libération de VA en présence de LK (Ravi et al., 2017; Wang et al., 2017).  

 Ces résultats permettent donc de mettre en évidence pour la première fois que TX est 

capable de s’adapter à la présence de composés phénoliques dans son environnement. 

Toutefois, compte tenu des limites expérimentales discutées dans les sections ci-dessus, il n’est 

pas possible de conclure sur une ligninolyse de lignine polymérique, ou sur un catabolisme de 

phénols de petite masse, et provenant de diverses sources (les LC et le métabolisme de TX, 

principalement). 

Plusieurs études ont également rapporté une relation entre la libération d’acides 

phénoliques, ainsi que celle des composés aromatiques issus de la PB après la croissance de 

bactéries sur ce substrat (Ball et al., 1989; Ball et al., 1990; Tuncer and Ball, 2002; Tuncer et al., 

2004b). En présence de PB, Rhodococcus jostii RHA1, les acides vanillique et férulique sont 

libérés après croissance bactérienne (Sainsbury et al., 2013). Sur la LK, de nombreuses études 

rapportent des modifications de milieux de culture et des productions de composés aromatiques 

après croissance bactérienne. En effet, Comamonas sp. B-9 consomme la vanilline et l’acide 

vanillique après 7 jours de croissance sur LK, pour produire des alcools et des aldéhydes (Chen 

et al., 2012a). En revanche, Bacillus ligniniphilus L1, tout comme TX, produit et/ou libère de 
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grande quantité d’acide vanillique à partir de la LK, avec une diminution de la concentration en 

vanilline dans le milieu de culture (Zhu et al., 2017). 

IV : Identification d’oxydoreductases clés par approches omiques et caractérisation 

d’enzyme d’intérêt 

 Globalement, sur l’ensemble des substrats lignifiés, les protéines sont sur-exprimées, au 

niveau IC (entre 56 et 59 %), ce qui suggère une activité métabolique plus importante sur ces 

substrats complexes par rapport au xylane. En revanche, le nombre de protéines EC sur-

exprimées est beaucoup plus important en présence de PB et PBEV que de LK, ce qui s’explique 

par le fait que la PB et la PBEV sont des substrats plus complexes que la LK. La bactérie doit 

mettre en œuvre une plus grande diversité de protéines EC pour utiliser ces substrats. Dans tous 

les cas, plusieurs oxydoréductases et hémicellulases sont communes aux différents substrats 

lignifiés et xylane mais avec des niveaux d’expression variables. D’autres protéines sont 

uniquement sur-exprimées en présence de substrats lignifiés. Sur PB et PBEV, des enzymes 

comme des déshydrogénases, des aryl alcool oxydases, des cytochrome C oxydases et des 

enzymes de stress comme les superoxydes dismutases sont sur-exprimées. Nos résultats sont 

similaires à ceux rapportés dans d’autres études de protéomiques en présence de substrats 

complexes (Brown et al., 2011; DeAngelis et al., 2013; Zhu et al., 2017; Kumar et al., 2018).  

Une étude protéomique récente réalisée en présence de PB (avec de la cellulose comme 

témoin) chez Pedobacter O48 et Luteibacter L214, deux bactéries retrouvées dans le sol 

organique d'une forêt de chênes, montre la sur-expression des mêmes types d’oxydoréductases 

en présence de PB (López-Mondéjar et al., 2016). Parmi ces enzymes, une manganèse 

superoxyde dismutase, une cytochrome C oxydase et une 6-phosphogluconate déshydrogénase 

sont sur-exprimées 1,3 et 2,0 fois ; 1,5 et 1,6 fois ; 1,6 fois et 1,1 chez Luteibacter L214 et 

Pedobacter O48 respectivement en présence de PB (López-Mondéjar et al., 2016).   

En présence de LK, les oxydoréductases sur-exprimées chez TX ont également été 

retrouvées sur-exprimées chez d’autres bactéries ligninolytiques comme Bacillus ligniniphilus L1, 

Pandoraea sp ISTKB ou Enterobacter lignolyticus SCF1 (DeAngelis et al., 2013; Zhu et al., 2017; 

Kumar et al., 2018). Une ferredoxine et une peroxyrédoxine réductase sont exprimées 2 et 2,6 

fois respectivement sur LK (avec du glucose comme témoin) par Bacillus ligniniphilus L1. Ces 

mêmes types d’enzymes sont exprimés entre 2 et 3,1 fois chez TX. Une catalase/peroxydase est 

aussi sur-exprimée 3,5 fois chez Enterobacter lignolyticus SCF1 en présence de LK avec du 

xylane comme témoin, alors que la catalase/peroxydase de TX est sur-exprimée 4,8 fois sur LK 
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par rapport au xylane (DeAngelis et al., 2013). De nombreuses autres oxydoréductases incluant 

des aldo/keto réductases, des alcool déshydrogénases, des Enoyl-[acyl-carrier-protein] 

réductases [NADH] sont sur-exprimées par Pandoraea sp. ISTKB, et par Cedecea lapagei une 

bactérie intestinale de grillons en présence de LK, ou liqueur noir riche en lignines (Kumar et al., 

2018; Mathews et al., 2019). 

Les oxydoréductases sur-exprimées en présence des substrats lignifiés chez TX sont en 

particulier la manganèse superoxyde dismutase, la glutathionne peroxydase, une NADH 

peroxyrédoxine réductase, des copper amine oxydases et des ferrédoxines oxydoréductases. 

Récemment, de nombreuses études ont observé ces oxydoréductases en présence de substrats 

lignifiés en réponse au stress et pour détoxifier les milieux de culture (en présence de lignine et 

de ces dérivés) (Bandounas et al., 2013; Zhu et al., 2017; Kumar et al., 2018; Mathews et al., 

2019). En effet, les glutathionne peroxydases et les peroxyrédoxines ont été identifiées comme 

des acteurs antioxydants qui protègent les cellules contre le peroxyde d’hydrogène et les espèces 

d’oxygènes réactives (ROS), tandis que les Aldo/keto réductases sont plutôt associées à la 

détoxification des composés carbonylés (Bandounas et al., 2013; Kumar et al., 2018; Mathews et 

al., 2019). La manganèse superoxyde dismutase, est probablement impliquée dans la 

dégradation de la lignine ou la détoxification de ses dérivés (Rashid et al., 2015; Kumar et al., 

2018). Les copper amine oxydases permettent la production d’aldéhyde et de peroxyde 

d’hydrogène par l’oxydation d’amines primaires et pourraient avoir un rôle dans la dégradation de 

la lignine avec notamment la rupture de cycles aromatiques (Kishishita et al., 2003; Kameshwar 

and Qin, 2017; Nagakubo et al., 2019; Chan et al., 2019). L’enoyl-[acyl-carrier-protein] réductase 

[NADH] est une enzyme capable de dégrader certains phénols et en particulier le triclosan qui est 

bactériostatique et peut inhiber la croissance bactérienne, d’où la production de celle-ci par TX 

pour détoxifier le milieu de culture (Huang et al., 2016). Une alkylperoxydase (AhpD) est présente 

uniquement en présence de LK chez TX, cette enzyme aurait un rôle dans le métabolisme de 

l’acide protocatéchique (Ito et al., 2006). Enfin, la 3-Oxoacyl-[Acyl-carrier-portein] réductase, 

(uniquement exprimée en présence de PB chez TX), est identifiée comme une enzyme capable 

de détoxifier les composés furfurals, qui sont issus de la dégradation des hémicelluloses et sont 

inhibiteurs de la croissance bactérienne (Allen et al., 2010; Mathews et al., 2019). Ainsi, notre 

approche permet de mettre en évidence l’expression de nombreuses oxydoréductases en 

présence de substrats lignifiés de teneurs variables en lignines. Ces enzymes pourraient être 

impliquées soit dans le métabolisme des molécules aromatiques soit  pour lutter contre le stress 

soit lors de procédés de détoxification de molécules aromatiques. 
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 Il est aussi important de préciser que de nombreux transporteurs (19, 16 et 21 protéines 

IC et EC pour la PB, PBEV et la LK respectivement)  dont des transporteurs de type ABC sont 

sur-exprimés  par TX en présence de substrats lignifiés (les plus exprimés sont TXYL_03945 et 

TXYL_09615 au niveau EC et TXYL_05395 et TXYL_15045 au niveau IC). Dans la littérature, ces 

protéines transporteurs ABC ont aussi été retrouvées sur-exprimées en présence de lignine et de 

ces dérivés (Brown et al., 2011; DeAngelis et al., 2013; Raut et al., 2016; Zhu et al., 2017; Kumar 

et al., 2018). Ces résultats peuvent être mis en lien avec les mécanismes d’absorption des 

composés aromatiques à travers la membrane des bactéries qui se font souvent  par des 

transporteurs actifs. En effet, plusieurs études ont mis en évidence la capacité de ces 

transporteurs ABC, à transporter à travers la membrane divers composés aromatiques, 

notamment les acides p-hydroxybenzoique, gallique, vanillique, syringique, p-coumarique,  

protocatéchique, férulique et  di-férulique (Giuliani et al., 2011; MacLean et al., 2011; Tan et al., 

2013; Salmon et al., 2013; Vermaas et al., 2019).  

Plusieurs oxydoreductases ont été ainsi identifiées par analyse protéomique. Parmi ces 

enzymes, les deux enzymes les plus fortement exprimées tous substrats lignifiés confondus sont  

une enoyl-[acyl-carrier-protein] reductase [NADH]  et une catalase-peroxydase. Nous avons choisi 

de caractériser cette dernière du fait de ses implications connues dans le catabolisme des lignines 

des peroxydases. Les catalase/peroxydases sont des enzymes bifonctionnelles. Leur 

classification enzymatique n'est pas claire car, outre leur activité catalase (EC 1.11.1.6), elles 

présentent une activité peroxydase similaire à celle des peroxydases classiques (EC 1.11.1.7). 

Actuellement 544 catalase/peroxydase sont répertoriées dans RedoxiBase 

(http://peroxibase.toulouse.inra.fr/home; consulté le 16/01/20) dont 339 bactériennes. Ces 

enzymes oxydent les substrats artificiels typiques de la peroxydase (tels que la o-dianisidine, le 

gaïacol, l'ABTS ou le pyrogallol) et possèdent une activité catalasique (plus faible par rapport aux 

activités catalases typiques) (Bernroitner et al., 2009). Ces catalase-peroxydases sont 

physiologiquement actives principalement en tant que catalases avec un rôle protecteur contre 

l’H2O2 mais leur fonctionnalité peroxydase in vivo reste inconnue (Bernroitner et al., 2009). De 

plus, il a été signalé que ces enzymes ont également des activités d'halogénation et des activités 

de NADH oxydase (Jakopitsch et al., 2001; Singh et al., 2004). 

La catalase/peroxydase (Tx-3231) a été exprimée et produite avec succès. La 

caractérisation a permis de déterminer des températures optimales des activités catalase et 

peroxydase de 30 et 55°C, et des pH optimaux de 8 et 7 respectivement. Sachant que TX est une 

bactérie thermophile qui possède une croissance optimale à température élevée et à pH neutre, 

http://peroxibase.toulouse.inra.fr/home
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ces premiers résultats de caractérisation suggèrent que l’activité peroxydase serait prépondérante 

dans les conditions physiologiques optimales de la bactérie. Plusieurs peroxydases sont annotées 

dans le génome de TX. Seules deux enzymes  IC sont sur-exprimées en présence de substrats 

lignifiés. Cette catalase/peroxydase possède un niveau d’expression élevé. Il est donc possible 

qu’elle participe aux activités phénol-oxydases (majoritairement peroxydase) détectées chez TX.  

Récemment, une catalase/peroxydase de Sphingobacterium sp. a été produite et 

caractérisée, cette protéine de 86 kDa est active en présence d’H2O2 et d’ABTS ou de guaïacol, 

ainsi qu’en présence de plusieurs colorants. Cependant, cette enzyme recombinante n'a montré 

aucune réaction détectable sur la paille de blé et la lignine kraft. Les auteurs ont conclu que cette 

enzyme ne serait pas responsable de l'activité d'oxydation de la lignine chez Sphingobacterium 

sp. (Rashid et al., 2015). En revanche, une catalase/peroxydase avec une température optimale 

de 75°C a été caractérisée chez Amycolatopsis sp. 75iv2 et cette enzyme a permis la dégradation 

d‘un dimère de lignine (guaiacylglycerol-β-guaiacol ether) (Brown et al., 2011).  

Enfin, plusieurs autres études mettent en avant l’implication possible de 

catalase/peroxydase dans des activités peroxydases en présence de substrats lignifiés.  

Pandoraea sp. B-6, Ensifer adhaerens et Bacillus sp. des bactéries ligninolytiques, sont  capables 

de croître sur LK, avec des activités peroxydases et dont la seule peroxydase identifiée dans leurs 

génomes est une catalase/peroxydase. Les auteurs suggèrent que ces catalases/peroxydases 

seraient responsables des activités peroxydases détectées en présence de LK (Liu et al., 2019b; 

A., Falade et al., 2019a; Falade et al., 2019b).   
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Discussion générale et perspective 

Le principal objectif de la thèse était d’explorer le potentiel ligninolytique de Thermobacillus 

xylanilyticus, une bactérie connue pour son activité hémicellulolytique importante. Plusieurs 

applications sont visées comme l’identification du mode de fonctionnement  de T. xylanilyticus en 

présence de substrats lignifiés (capacités métaboliques de la bactérie) mais également 

l’identification des biocatalyseurs efficaces (oxydoréductases ou hémicellulases) qui pourraient 

être importants lors de l’utilisation et le fractionnement de ces substrats lignifiés. Plusieurs 

approches ont été mises en œuvre afin d’identifier les verrous pour l’utilisation ou le 

fractionnement des substrats lignifiés par cette bactérie : 1)  croissance bactérienne en présence 

de différents substrats lignifiés ayant des compositions et teneurs variables en lignines (PB, PBEV 

et LK); 2) dosages d’activités phénol-oxydases et xylanases dans les différents compartiments 

cellulaires ; 3) identification des protéines ainsi que des molécules aromatiques produites durant 

la croissance ; 4) l’impact de la croissance bactérienne sur les résidus lignifiés. L’ensemble de 

ces approches nous a permis d’apporter des éléments de compréhension sur le comportement et 

le métabolisme de TX en présence de différents substrats lignifiés, ainsi que l’identification de 

protéines qui sont potentiellement impliquées dans la ligninolyse ou le métabolisme des composés 

aromatiques, permettant notamment la détoxification du milieu de culture.  

Concernant la croissance, TX est capable d’utiliser les différents substrats lignifiés PB, LK 

et PBEV comme unique source de C. Cette croissance est toujours précédée par un temps de 

latence de durée plus ou moins important. Des protéines et des activités enzymatiques sont 

produites dès le début de la croissance en quantité et avec une séquence de production variables 

en fonction des substrats. Ceci suggère une adaptation de la bactérie aux différentes biomasses 

ainsi qu’aux molécules potentiellement inhibitrices présentes dans ces milieux qui pourraient être 

issues du prétraitement (cas du PBEV) ou issues de l’autoclavage du milieu de culture (cas des 

trois substrats). En effet des molécules aromatiques sont détectées dans le milieu de culture après 

autoclavage (milieu témoin) et une baisse d’un certain nombre de ces molécules est observée 

après croissance microbienne. Nous avons observé la consommation de molécules aromatiques 

comme la vanilline et le p-hydroxybenzaldhéyde sur l’ensemble des substrats. En même temps, 

nous avons observé la production d’acide vanillique en présence de PBEV et LK qui est 

probablement liée au métabolisme intracellulaire des molécules aromatiques. TX semble donc 

utiliser ces molécules, par contre nous ne pouvons pas déterminer à quel moment puisque le 

dosage des molécules phénoliques n’a été effectué qu’en fin de croissance. L’analyse 

protéomique, montrant un grand nombre d’oxydoréductases potentiellement reliées au 
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métabolisme des composés aromatiques (manganèse superoxyde dismutase, glutathionne 

peroxydase, NADH peroxyredoxine réductase, des copper amine oxydases et des ferredoxines 

oxydoréductases) sur-exprimées uniquement sur l’ensemble des substrats lignifiés, semble 

indiquer la capacité de TX à lutter contre le stress et détoxifier les milieux de culture contenant 

ces molécules aromatiques. Il serait intéressant d’identifier les mécanismes moléculaires mis en 

œuvre par la bactérie pour s’adapter au milieu de culture  (contenant des lignines et de molécules 

aromatiques) pendant la phase de latence et lors de la croissance. Ceci permettrait de valider sa 

capacité de détoxification ou non. Une première approche pour vérifier ces hypothèses serait de 

confirmer l’aptitude de TX à utiliser réellement les molécules aromatiques (en présence de 

monomères aromatiques), mais aussi d’autres types d’inhibiteurs de fermentation. 

Un point clé de la thèse est la compréhension du mode de fonctionnement de cette 

bactérie  en présence de substrats lignifiés et sa capacité à transformer les lignines et à produire 

des molécules aromatiques tout en produisant des activités d’intérêt. Concernant la production 

d’activités phénol-oxydases (POX), elles sont détectées tout au long des différentes cultures 

microbiennes, mais l’intensité de leurs activités reste faible. Par contre, la bactérie semble 

développer des stratégies différentes selon la biomasse. En présence de PBEV et PB, les activités 

POX EC sont produites en début de croissance puis elles diminuent alors que les activités IC 

augmentent. Sur LK, les activités produites sont essentiellement intracellulaires. On peut suggérer 

qu’en présence de PB et PBEV les activités POX EC induites permettraient de dépolymériser la 

lignine en molécules aromatiques, ces dernières seront internalisées et induiraient une production 

de POX IC. Sur LK, sa richesse en molécules aromatiques entraine directement l’activation rapide 

d’activités POX IC qui pourraient être impliquées dans le métabolisme intracellulaire. Cette 

production de POX s’accompagne d’une coproduction d’activités xylanases EC et une baisse 

importante de sucres dans les substrats, confirmée par la composition chimique de substrats et 

la modification importante des bandes d’absorption des polysaccharides en IRTF. Ceci n’est pas 

surprenant puisque la bactérie est hémicellulolytique. Elle utilise donc le xylane mais également 

les hémicelluloses incluses dans la biomasse quand celle-ci est accessible (paille de blé), grâce 

aux activités hémicellulasiques qu’elle produit. Concernant les variations de molécules 

phénoliques, bien qu’une dynamique de production d’activité POX ait été mise en évidence, nous 

n’avons pas pu faire un lien direct entre la présence de ces activités et la présence de molécules 

aromatiques dans le milieu pour plusieurs raisons : 

-les activités POX détectées sont faibles, ce qui pourrait induire de faibles modifications 

sur les lignines complexes.  
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-plusieurs hémicellulases peuvent être coproduites par TX avec les xylanases, en 

particulier des estérases (dont plusieurs ont été identifiées par analyse protéomique) ; ces 

enzymes peuvent également libérer des molécules phénoliques comme les acides férulique, p-

coumarique et diféruliques, comme observée après culture sur paille de blé 

-la bactérie pourrait avoir consommé un certain nombre de molécules aromatiques ce qui 

ne permet pas d’évaluer la part des molécules libérées lors d’un fractionnement éventuel.  

-la caractérisation des substrats n’a pas permis non plus d’identifier des modifications 

majeures dans les structures des lignines. Les activités POX mesurées étant faibles, les 

modifications des lignines sont probablement peu visibles. 

Dans tous les cas, nous avons observé la libération de molécules phénoliques (acides 

férulique, p-coumarique, p-hydroxybenzoïque et vanillique) variable en fonction des substrats. 

Cette production est probablement liée à l’arsenal enzymatique produite par TX lors de la 

croissance (des hémicellulases comme des estérases, mais également des oxydoréductases 

liées au métabolisme intracellulaire des molécules aromatiques). Bien que les concentrations 

produites restent faibles, la capacité de bioproduction de molécules aromatiques de cette bactérie 

serait intéressante à explorer.  

Une poursuite de la compréhension du fonctionnement de TX en présence de substrats 

lignifiés semble également importante afin d’identifier les applications potentielles de cette 

bactérie. Dans un premier temps il est important de se poser des questions sur la manière de 

préparer les biomasses dans les milieux de culture. L’autoclavage libérant déjà des molécules 

aromatiques pouvant être directement utilisées par la bactérie, d’autres moyens de stérilisation 

des substrats comme l’irradiation seraient peut-être plus judicieux. Ces méthodes permettraient 

de ne pas libérer directement des molécules phénoliques dans le milieu et  d’évaluer correctement 

l’effet de la bactérie sur les polymères de lignines et substrats lignifiés. Pour pouvoir identifier 

correctement les modifications des substrats, des quantités de culture plus importantes mais 

également des cultures plus longues seraient nécessaires car il a été démontré que le catabolisme 

des composés aromatiques et des lignines chez les bactéries est plus important bien après la fin 

de la phase exponentielle de croissance. Ceci pourrait entrainer une augmentation des niveaux 

d’activités produites, des modifications sur les substrats et des molécules aromatiques libérées. 

Dans ce cas, il faudrait aussi limiter la sporulation de la bactérie par la complémentation avec 

d’autres sources de carbone complexes riches en hémicellulose (son de blé ou paille de blé) qui 

sont aussi connues pour induire la production d’enzymes chez TX. Dans tous les cas, l’utilisation 

de substrats marqués (par exemple au 13C) permettrait à la fois de montrer le catabolisme des 
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lignines et des substrats lignifiés, en suivant leurs minéralisations et les modifications des résidus. 

De plus, cette approche faciliterait l’analyse RMN-2D des substrats lignifiés. L’évaluation des 

activités phénol-oxydases devrait s’accompagner d’une évaluation plus complète des activités 

hémicellulases (activités débranchantes comme les estérases) afin de mettre en évidence les 

synergies enzymatiques mises en œuvre par la bactérie lors de l’utilisation des substrats lignifiés 

et la libération des acides phénoliques pariétaux de la paille de blé. 

Enfin, une autre perspective de cette étude est l’identification d’enzymes efficaces de 

fractionnement des lignines et des lignocelluloses. Bien que les activités phénol-oxydases 

produites par la bactérie soient faibles, les approches que nous avons utilisées (particulièrement 

l’approche protéomique) ont permis d’identifier des enzymes (hémicellulases et oxydoréductases) 

dont les niveaux d’expression suggèrent une implication dans l’utilisation des substrats lignifiés. 

Parmi les hémicellulases, nous avons identifié des estérases (féruloyl estérases) spécifiques des 

substrats lignifiés. Concernant les oxydoréductases, bien que dans le génome de TX plusieurs 

laccases putatives (multicopper oxidase) aient été identifiées, aucune d’entre elles n’a été 

détectée en protéomique sur les différents substrats. Ceci peut expliquer l’absence d’activité 

laccase dans les milieux de culture. Aucune activité lignine peroxydase n’a été identifiée dans le 

génome de TX, cependant nous avons détecté des activités peroxydases majoritairement 

présentes aussi bien dans les compartiments IC que EC. Nous avons identifié de nombreuses 

peroxydases (dont une catalase peroxydase thermoactive) ainsi que plusieurs oxydoréductases  

IC qui pourraient être impliquées dans ces activités. Concernant l’approche que nous avons 

développée, les résultats sont similaires à des données omiques obtenues chez de nombreuses 

bactéries identifiées comme ligninolytiques dans la littérature. Ceci souligne l’intérêt d’approfondir 

le fonctionnement de TX en présence de substrats aromatiques et d’exploiter la diversité des 

oxydoréductases (IC ou EC). La caractérisation de ces enzymes permettrait de préciser leur rôle 

dans le métabolisme et le fractionnement des lignines ainsi que la libération de molécules 

aromatiques par le biais d’études de synergie enzymatique. Une autre approche intéressante 

serait d’appliquer directement des cocktails enzymatiques adaptés issus de cultures de TX en 

présence de différents substrats. Dans ce cas, une amélioration de la production d’enzymes et 

particulièrement l’induction des activités ligninolytiques par la bactérie serait au préalable 

nécessaire. Dans tous les cas, la mise en place de différentes approches analytiques (analyse 

des monomères ou oligomères phénoliques dans les milieux réactionnels (LC/MS-MS)), la 

composition des substrats ainsi que leurs structures et leurs tailles (SEC, RMN,…) sont 

indispensables afin d’identifier les verrous sur le fractionnement enzymatique des lignines et des 

substrats lignifiés. 
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Résumé 

Dans cette étude, nous avons évalué le potentiel ligninolytique de la bactérie Thermobacillus 

xylanilyliticus, en étudiant son comportement en présence de différents substrats riches en lignine, comme 

la paille de blé, la paille de blé explosée à la vapeur et la lignine kraft. Après avoir caractérisé ces substrats, 

des cultures ont été réalisées en présence de ces substrats complémentés ou non avec du xylane Des 

activités phénol-oxydases ont été mises en évidence avec des profils dépendant de la nature de ces 

substrats. Par la suite, les modifications des résidus et des milieux de culture ont été évaluées pour mesurer 

l’impact de la croissance bactérienne. Les changements observés sur les résidus n’ont pu être reliés de 

manière certaine à la dégradation de la lignine. En revanche, dans les milieux de culture, des modifications 

des concentrations de plusieurs molécules phénoliques ont été observées et pourraient être reliées au 

métabolisme de ces composés par la bactérie. Pour identifier les enzymes responsables des activités 

phénol-oxydases et des modifications de composés phénoliques, les protéines produites par la bactérie et 

spécifiquement induites en présence de substrats riches en lignine ont été étudiées. Plusieurs protéines ont 

été identifiées comme des enzymes ayant potentiellement un rôle dans le métabolisme des composés 

aromatiques et/ou dans la réponse au stress probablement due à la présence de ces composés 

phénoliques. Enfin, parmi les enzymes identifiées, une catalase/peroxydase a été clonée, produite et 

caractérisée. Cette enzyme est thermoactive, et possède une activité peroxydase optimale, à pH 7 et 55°C. 

Mots clés : Thermobacillus xylanilyticus, Lignine, Molécules aromatiques, Oxydoréductases, Valorisation, 

Bioraffinerie. 

In this study, we evaluated the ligninolytic potential of the bacterium Thermobacillus xylanilyliticus 

by studying its behaviour in the presence of different lignin-rich substrates, such as wheat straw, steam-

exploded wheat straw and kraft lignin. After characterizing these lignified substrates, cultures were carried 

out with these substrates supplemented or not with xylan. Phenol-oxidases activities were produced with 

dissimilar profiles depending on the nature of the substrates used. Subsequently, modifications in residues 

and culture media were evaluated to measure the impact of bacterial growth. The changes observed in the 

residues could not be reliably related to the lignin degradation. On the other hand, modifications of phenolic 

compounds concentrations were observed in the culture media and could be related to the metabolism of 

these molecules by the bacterium. To identify enzymes related to phenol oxidases activities and 

modifications of phenolic compounds, the proteins produced by the bacterium and induced by lignin rich 

substrates were studied. Several proteins were identified as enzymes with a potential role in the metabolism 

of aromatic compounds and/or in stress response probably due to the presence of these phenolic 

compounds. Finally, a catalase/peroxidase was cloned, produced and characterized. This enzyme is 

thermoactive, with a peroxidase optimal activity, at pH 7 and 55°C.   

Keywords: Thermobacillus xylanilyticus, Lignin, Aromatic compounds, Oxidoreductases, Valorization, 

Biorefinery. 


