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 صخلملا

 ربتعُت يتلا ،ةیوعملا اتویبوركیملاو ةیذغتلا نیب تلاعافتلا ةسارد قایس يف لمعلا اذھ يتأی
 ةفاضملا داوملا ىلع يملعلا مامتھلاا زكرت دقو .ناسنلإا ةحصو ضیلأا ةیلمع يفً ایساسأً ارصنع
 ،AC (E129) ارولأ رمحلأا نوللا اھنیب نمو ،ةیوزلآا ةیعانطصلاا غابصلأا ةصاخو ،ةیئاذغلا
 هذھ نأ لاإ ،اھمادختسا صیخرت نم مغرلا ىلعو .ةیئاذغلا تاعانصلا يف عساو قاطن ىلع مدختسملا
 دق ةیوناث جتاون نیوكتو ةیوعملا اتویبوركیملا فرط نم اھبلاقتسا لامتحا ببسبً اقلق ریثت تابكرملا
 .ةیجولویسفلا فئاظولا ضعبو يبوركیملا نزاوتلا ىلع رثؤت

 ھللحت ةساردو ،ةیئاذغلا تاجتنملا فلتخم يف E129 دوجو مییقت ةساردلا هذھ نم فدھلا ناك
 ةنوكتملا ةیوناثلا جتاونلا ریثأتو صئاصخ لیلحتو ،ةیجولویبو )نوتنف( ةیئایمیك تایلمع ةطساوب

 ةعشلأا ةیفایطم ةطساوب ةغبصلا زیكرت سایق مت .ةیوعملا ارولفلل ةلثمملا ةقیقدلا تانئاكلا ضعب ىلع
 امك ً.ادیدشً افعض DPPH) رابتخا( ةدسكلأل داضملا اھطاشن رھظأ نیح يف ،ةیئرملا-ةیجسفنبلا قوف
 .ةربتخملا تلالاسلا هاجت تابوركیملل داضم طاشن يأ ةیقنلا ةغبصلا رھظُت مل

 ،ةسوردملا ةیئاذغلا تاجتنملا يف رتل/غلم 65.92و 8.45 نیب تحوارت زیكارت جئاتنلا ترھظأ
 ،%80.86 ىوصقلا للحتلا ةبسن تغلب دقو .(ADI) اھب حومسملا ةیمویلا ةعرجلا دودح نمض يھو
 ترھظأ دقو .للحتلل ةیوناث جتاون نیوكت (HPLC) و (CCM) ةیفارغوتاموركلا لیلاحتلا تدكأو
 .مم 10.7و 7.4 نیب حوارتت طیبثت راطقأ عم ةطسوتم ةجردب تابوركیمللً اداضمً اطاشن جتاونلا هذھ

 دودحلا نمض ةساقملا زیكارتلا نأوً ایجولویب ةطشن ریغ ةیقنلا ةغبصلا نأ مغر ،ماع لكشبو
 مھاستو ةیوعملا اتویبوركیملا ىلع رثؤت دق تابلقتسم نیوكت ىلإ يدؤی دق اھلوحت نأ لاإ ،اھب حومسملا
 .ةیكولسو ةیضیأو ةیمضھ تابارطضا يف

 ،ةیئاذغلا تافاضملا ،AC (E129) ارولأ رمحلأا نوللا ،ةیوعملا اتویبوركیملا :ةیحاتفملا تاملكلا
 .(ADI) اھب حومسملا ةیمویلا ةعرجلا ،تابوركیملل داضملا طاشنلا ،للحتلا جتاون ،يویحلا للحتلا

 

 

 

 

 

 



 

 

Abstract 

This work is situated within the context of studying the interactions between diet and the 

intestinal microbiota, which is considered a key actor in human metabolism and health. Scientific 

interest has focused on food additives, particularly azo synthetic dyes, including Allura Red AC 

(E129), which is widely used in the food industry. Despite their regulated use, these compounds raise 

concerns due to their potential metabolism by the intestinal microbiota and the formation of by-

products that may influence microbial balance and certain physiological functions. 

The aim of this study was to evaluate the presence of E129 in different food products, to 

investigate its degradation through chemical (Fenton) and biological processes, and to analyze the 

properties and impact of the resulting by-products on representative intestinal microbiota 

microorganisms. The dye quantification was performed using UV-Visible spectrophotometry, while 

its antioxidant activity (DPPH assay) was found to be very weak. The pure dye showed no 

antimicrobial activity against the tested strains. 

The results showed concentrations ranging from 8.45 to 65.92 mg/L in the analyzed food 

products, remaining compliant with the acceptable daily intake (ADI). The degradation of the dye 

reached a maximum rate of 80.86%, and chromatographic analyses (TLC, HPLC) confirmed the 

formation of degradation by-products. These by-products exhibited moderate antimicrobial activity, 

with inhibition zones ranging from 7.4 to 10.7 mm. 

Overall, although the pure dye is biologically inactive and the measured concentrations 

comply with safety standards, its transformation may generate metabolites capable of affecting the 

intestinal microbiota and being involved in digestive, metabolic, and behavioral disorders. 

 

Keywords: Intestinal microbiota, Allura Red AC (E129), food additives, biodegradation, degradation 

by-products, antimicrobial activity, ADI. 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Résumé 

Ce travail s’inscrit dans le contexte de l’étude des interactions entre l’alimentation et le 

microbiote intestinal, considéré comme un acteur essentiel du métabolisme et de la santé humaine. 

L’intérêt scientifique s’est porté sur les additifs alimentaires, en particulier les colorants synthétiques 

azoïques, dont le Rouge Allura AC (E129), largement utilisé dans l’industrie agroalimentaire. Malgré 

leur utilisation réglementée, ces composés suscitent des préoccupations en raison de leur métabolisme 

potentiel par le microbiote intestinal et de la formation de sous-produits pouvant influencer l’équilibre 

microbien et certaines fonctions physiologiques. 

L’objectif de ce travail était d’évaluer la présence du E129 dans différents produits 

alimentaires, d’étudier sa dégradation par des procédés chimiques (Fenton) et biologiques, et 

d’analyser les propriétés et l’impact des sous-produits formés sur des microorganismes représentatifs 

de la flore intestinale. Le dosage du colorant a été réalisé par spectrophotométrie UV-Visible, tandis 

que son activité antioxydante (test DPPH) s’est révélée très faible. L’activité antimicrobienne du 

colorant pur a montré une absence d’effet sur les souches testées. 

Les résultats ont montré des concentrations variant entre 8,45 et 65,92 mg/L dans les produits 

alimentaires analysés, restant conformes à la DJA. La dégradation du colorant a atteint un taux 

maximal de 80,86 %, et les analyses chromatographiques (CCM, HPLC) ont confirmé la formation 

de sous-produits. Ces derniers ont présenté une activité antimicrobienne modérée avec des zones 

d’inhibition comprises entre 7,4 et 10,7 mm. 

Globalement, bien que le colorant pur soit biologiquement inactif et que les concentrations 

mesurées respectent les normes de sécurité, sa transformation peut générer des métabolites 

susceptibles d’affecter le microbiote intestinal et d’être impliqués dans des désordres digestifs, 

métaboliques et comportementaux. 

 

Mots-clés : Microbiote intestinal, Rouge Allura AC (E129), additifs alimentaires, biodégradation,  

sous-produits de dégradation, activité antimicrobienne, DJA. 
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1 

La santé humaine est étroitement liée à l’alimentation, qui représente bien plus qu’une 

simple source d’énergie et de nutriments. En effet, les aliments apportent également une grande 

diversité de composés susceptibles d’interagir avec les différents systèmes biologiques de 

l’organisme. Parmi ces interactions, celles mettant en jeu le microbiote intestinal occupent une 

place centrale dans les recherches actuelles. Considéré comme un véritable organe 

métabolique, le microbiote intestinal est constitué d’une communauté complexe de milliards 

de micro-organismes qui participent à de nombreuses fonctions essentielles, telles que la 

digestion des aliments, la synthèse de vitamines, la régulation du système immunitaire et le 

maintien de l’équilibre physiologique de l’hôte (Rowland et al., 2018). 
 

L’équilibre du microbiote intestinal peut être facilement perturbé par divers facteurs 

externes, notamment l’alimentation, les médicaments et certains additifs alimentaires. Cette 

altération, appelée dysbiose, se caractérise par une modification de la composition et de la 

diversité microbienne au sein de l’intestin. Elle peut entraîner un déséquilibre des fonctions 

métaboliques et immunitaires, favorisant ainsi l’apparition de troubles digestifs et de diverses 

pathologies. Plusieurs études ont également montré que certains composés alimentaires, 

notamment les additifs synthétiques, sont susceptibles d’influencer négativement la stabilité du 

microbiote intestinal (Zhou et al., 2023 ; Gultekin et al., 2019). 
 

Ces dernières décennies, l’augmentation de la consommation d’aliments transformés 

s’est accompagnée d’un usage croissant d’additifs alimentaires destinés à améliorer l’aspect, 

la conservation et les qualités organoleptiques des produits. Bien que leur utilisation soit 

réglementée et évaluée sur le plan de la sécurité, leurs effets potentiels sur la santé suscitent un 

intérêt scientifique grandissant. En effet, plusieurs travaux récents indiquent que certains 

additifs peuvent modifier la composition et l’activité du microbiote intestinal, entraînant ainsi 

des perturbations de différentes fonctions physiologiques et métaboliques de l’organisme 

(Zhou et al., 2023). 
 

Parmi les différents additifs utilisés, les colorants alimentaires occupent une place 

importante. Leur principal rôle est d'améliorer l'aspect visuel des produits en leur conférant une 

coloration attrayante, uniforme et stable. Les colorants synthétiques, en particulier les colorants 

azoïques, sont largement employés dans l'industrie alimentaire en raison de leur fort pouvoir 

colorant, de leur excellente stabilité et de leur faible coût de fabrication. Toutefois, leur 

utilisation fait l'objet d'une attention particulière en raison des interrogations relatives à leur 
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métabolisme, à leurs effets toxicologiques potentiels ainsi qu'à leur persistance et leur impact 

sur l'environnement (Gultekin et al., 2019). 
 

Le Rouge Allura AC (E129) est un colorant azoïque synthétique largement utilisé dans 

l’industrie agroalimentaire pour la coloration de nombreux produits de consommation. Malgré 

son autorisation réglementaire, son innocuité fait l’objet de nombreuses études en raison de 

possibles effets indésirables, notamment des réactions d’hypersensibilité chez certains 

consommateurs. Après ingestion, ce colorant peut être métabolisé par le microbiote intestinal, 

conduisant à la réduction de sa liaison azoïque et à la formation de métabolites, tels que des 

amines aromatiques potentiellement toxiques. L’étude de ces mécanismes de biotransformation 

est essentielle pour mieux comprendre le devenir du E129 dans l’organisme et évaluer les 

risques associés à son utilisation (Rovina et al., 2016 ; Chung, 2016). 
 

Ce mémoire est structuré en quatre chapitres. Les deux premiers chapitres portent sur 

la synthèse bibliographique et traitent respectivement de la microflore intestinale et des additifs 

alimentaires, en particulier le Rouge Allura AC (E129). La partie expérimentale comprend un 

chapitre sur le matériel et les méthodes, incluant le dosage du colorant, les procédés de 

dégradation et les techniques d’analyse, suivi d’un chapitre consacré aux résultats et à la 

discussion, présentant les concentrations du colorant, les essais de dégradation et 

l’identification des sous-produits, interprétés et comparés aux données de la littérature. 



 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Chapitre 1 
 La flore intestinale Humaine 
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1.1. Définition et terminologie 

Le microbiote intestinal est constitué d’un écosystème riche et complexe, composé de 

milliards de micro-organismes. La mise en place de la flore intestinale humaine débute dès la 

naissance et évolue progressivement jusqu’à atteindre une relative stabilité à l’âge adulte. Ce 

processus est complexe, dynamique et influencé par plusieurs facteurs, notamment le mode de 

naissance, l’alimentation et l’environnement (Bäckhed et al., 2015). 

La colonisation intestinale débute à la naissance et dépend du mode d’accouchement : 

la voie basse favorise une flore d’origine maternelle, tandis que la césarienne entraîne une 

colonisation plus tardive et différente (Biasucci et al., 2010 ; EL Kaoutari et al., 2014). 

L’allaitement maternel enrichit le microbiote en bactéries bénéfiques, contrairement aux laits 

infantiles (Roger et al., 2010), et peut compenser en partie les effets de la césarienne (Arrietaet 

al., 2014). Le microbiote évolue ensuite avec l’âge, atteignant un profil adulte vers 2-3 ans, 

puis diminuant en diversité au cours du vieillissement (Yatsunenko et al., 2012 ; O’Toole et 

Jeffery, 2015). 

 Les altérations de la structure et de la fonction du microbiote peuvent affecter la 

perméabilité intestinale, la digestion, le métabolisme et les réponses immunitaires. Le 

déséquilibre du microbiote, ou dysbiose, est associé à un état pro-inflammatoire impliqué dans 

diverses pathologies gastro-intestinales, métaboliques, immunologiques et 

neuropsychiatriques (Gomaa, 2020). Le microbiote intestinal est un élément essentiel de la 

santé humaine et possède une fonction similaire à celle d'un organe métabolique. Il influence 

l'absorption des nutriments et le bien-être général, et co-évolue avec l'hôte. Comprendre cette 

interaction est crucial pour appréhender son rôle dans la santé et les maladies (Valencia et al., 

2025). 

Ainsi, si la flore intestinale se limite aux bactéries observables, le microbiote reflète la 

diversité et les fonctions complexes de l’écosystème intestinal (Inserm, 2021). Par ailleurs le 

Microbiome intestinal est le génome collectif et fonctions de ces micro-organismes dans leur 

habitat intestinal (Berg et al., 2020). 
 

1.2. Répartition topographique de la flore digestive humaine 

La répartition de la flore varie selon les segments du tube digestif (fig. 1), du point de 

vue microbiologique, le tube digestif humain est constitué successivement de la cavité buccale, 

de l’œsophage, de l’estomac, de l’intestin grêle (duodénum, jéjunum et iléon), du côlon, du 

rectum et de l’anus. La surface intestinale, estimée entre 150 et 200 m², offre une vaste interface 

pour les échanges avec l’environnement. Dans des conditions normales, la cavité buccale et le 



                 Chapitre 1. La flore intestinale humaine 

  

 

6 

tractus gastro-intestinal sont colonisés par une flore microbienne complexe, dont la répartition 

n’est pas uniforme le long du tube digestif. Cette distribution dépend de plusieurs facteurs 

locaux, tels que la teneur en oxygène, les sécrétions digestives, la disponibilité des nutriments 

et la vitesse du transit intestinal, qui est rapide de la bouche au cæcum et plus lent dans le côlon. 

En conséquence, on observe un gradient croissant de densité microbienne de la région orale 

vers le rectum (Zhang, 2025). 

L’environnement gastro-intestinal comprend trois régions (Estomac, intestins grêles et 

le colon) qui offrent des conditions très différentes pour la survie des différents 

microorganismes (Ebel, 2012). 
 

1.2.1. Estomac 

La prolifération microbienne dans l’estomac est très faible, souvent estimée à l’ordre 

de (10¹-10³ UFC/g), en raison de l’acidité élevée et des conditions physico-chimiques 

défavorables qui limitent fortement la croissance des microorganismes. Seules des espèces 

acido-tolérantes ou transitant rapidement peuvent être présentes dans ce milieu 

contraignant (Liu et al., 2024). 
 

1.2.2. Intestin grêle 

L’intestin grêle présente une augmentation progressive de la densité microbienne de la 

partie proximale (duodénum) vers la partie distale (iléon). 

• Duodénum et jéjunum : la charge bactérienne reste relativement faible (10³ à 10⁴ UFC/g) en 

raison du pH encore acide, du flux biliaire et des enzymes digestives. Les bactéries dominantes 

sont des anaérobies facultatifs telles que Lactobacillus, Enterococcus et Streptococcus. 

• Iléon : la densité microbienne augmente (jusqu’à 10⁷–10⁸ UFC/g), avec une proportion 

croissante de bactéries anaérobies strictes, comme Bacteroides et Clostridium (Sekirov et al., 

2010). 
 

1.2.3. Côlon 

Le côlon constitue le principal réservoir microbien de l’organisme humain. Il offre des 

conditions favorables à la prolifération bactérienne : pH proche de la neutralité, absence 

d’oxygène et abondance de substrats fermentescibles. La densité microbienne y atteint 10¹¹ à 

10¹²UFC/g. La flore colique est dominée par des bactéries anaérobies strictes, notamment 

Firmicutes (tels que Clostridium, Faecalibacterium et Ruminococcus) ; et Bacteroidetes tel que 

Bacteroides. Ces microorganismes jouent un rôle essentiel dans la fermentation des fibres 
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alimentaires, la production d’acides gras à chaîne courte et le maintien de l’homéostasie 

intestinale (Zhang et al., 2015). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1. Répartition topographique de la flore digestive humaine (Coudeyras et  Forestier, 2010). 
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1.3. Composition de la flore intestinale humaine 

La flore normale regroupe les microorganismes présents de façon stable dans le tube 

digestif et capables de s’y multiplier (Mountzouris et al., 2002). Sa composition varie 

fortement selon les méthodes d’analyse et les facteurs physiologiques et environnementaux. 

Elle reste encore imparfaitement connue, ce qui limite la compréhension de ses variations face 

à l’alimentation, aux bactéries exogènes et aux antibiotiques (Gronlund et al., 1999). 
 

1.3.1. Principaux groupes microbiens 

1.3.1.1. Flore dominante  

La flore dominante (fig. 2) représente la majorité des microorganismes intestinaux 

(environ 90 à 99 %). Elle est essentiellement composée de bactéries anaérobies strictes, 

notamment : 

• Firmicutes : incluant les genres Clostridium, Lactobacillus, Faecalibacterium et 

Ruminococcus. Ces bactéries jouent un rôle clé dans la fermentation des fibres alimentaires et 

la production d’acides gras à chaîne courte. 

• Bacteroidetes: dominés par le genre Bacteroides, ils participent à la dégradation des 

polysaccharides complexes et au métabolisme énergétique. 

• Actinobacteria : représentés principalement par le genre Bifidobacterium, particulièrement 

abondant chez le nourrisson et impliqué dans la protection contre les agents pathogènes. 

• Proteobacteria : comprenant Escherichia coli et d’autres entérobactéries, présentes en 

faible proportion chez l’individu sain. 
 

1.3.1.2. Flore sous-dominante  

La flore sous-dominante est présente en proportions plus faibles (1 à 10 %). Elle est 

principalement constituée de bactéries anaérobies facultatives, telles que : 

• Escherichia coli 

• Enterococcus spp. 

• Streptococcus spp. 

• Lactobacillus spp. 

Bien que moins abondantes, ces bactéries participent à l’équilibre intestinal et à la 

prévention de la colonisation par des agents pathogènes. 
 

1.3.1.3. Flore transitoire  

La flore transitoire est composée de microorganismes ingérés avec l’alimentation ou 

provenant de l’environnement. Elle ne s’implante pas durablement dans l’intestin et est 
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généralement éliminée par la flore résidente. Elle peut inclure des bactéries potentiellement 

pathogènes telles que Salmonella ou Shigella (Donaldson et al., 2016). 
 

1.3.1.4. Autres microorganismes (archées, levures et virus) 

Les archées intestinales, principalement des méthanogènes comme 

Methanobrevibacter smithii, participent à la méthanogenèse en consommant l’hydrogène issu 

de la fermentation bactérienne, améliorant ainsi l’efficacité du métabolisme microbien et 

influençant le transit intestinal (Levyet al., 2017). 

Les levures, constituant le micobiote intestinal (genres Candida, Saccharomyces, 

Malassezia), sont normalement présents en faible quantité chez l’individu sain, mais peuvent 

proliférer excessivement, notamment Candida albicans, en cas de dysbiose ou 

d’immunodépression (Shkoporov et Hill, 2019). Enfin, les virus intestinaux forment le 

virome, majoritairement composé de bactériophages qui régulent les populations bactériennes 

et maintiennent la diversité microbienne, tandis que certains virus eucaryotes interagissent avec 

le système immunitaire de l’hôte (Underhill et Iliev, 2014). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2. Composition du microbiote intestinal (Kassab, 2025). 
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1.4. Fonctions biologiques de la flore intestinale humaine 

La flore intestinale humaine, jouant un rôle fondamental dans le maintien de 

l’homéostasie physiologique de l’hôte. Elle intervient dans de nombreuses fonctions 

biologiques essentielles, notamment les fonctions métaboliques, immunitaires et protectrices. 

Parmi celles-ci, le rôle métabolique représente l’une des fonctions majeures, assurant la 

transformation de nombreux substrats alimentaires non digestibles par les enzymes humaines 

(Sekirov et al., 2010). 
 

1.4.1. Rôle métabolique 

Le microbiote intestinal assure un rôle métabolique fondamental, notamment à travers 

la fermentation des substrats alimentaires non digestibles tels que les fibres. Ces composés sont 

dégradés dans le côlon par des bactéries spécialisées produisant des métabolites intermédiaires, 

contribuant ainsi à l’équilibre énergétique et à la stabilité écologique du microbiote (Flint et 

al., 2015). Cette fermentation conduit à la production d’acides gras à chaîne courte (AGCC), 

principalement l’acétate, le propionate et le butyrate, dont la synthèse dépend de la composition 

du microbiote et de la disponibilité des substrats. Ces métabolites jouent un rôle clé dans le 

fonctionnement intestinal et le métabolisme global (Koh et al., 2016). 

En outre, le microbiote intestinal participe activement au métabolisme des 

xénobiotiques, incluant les médicaments et les additifs alimentaires tels que les colorants 

azoïques, en les transformant en différents métabolites pouvant être plus ou moins actifs ou 

toxiques que les composés initiaux (Feng et al., 2012). 
 

1.4.2. Rôle immunitaire 

 Le développement et la maturation du système immunitaire débutent dès la vie fœtale 

et se poursuivent après la naissance sous l’influence de facteurs génétiques et 

environnementaux. À la naissance, ce système reste immature, et sa maturation dépend 

largement de l’exposition aux antigènes et de l’établissement du microbiote intestinal, qui 

favorisent la différenciation des cellules immunitaires et l’acquisition d’une réponse 

immunitaire équilibrée (Kamada et al., 2013 ; Tarriño et al., 2025). 

La régulation de la réponse immunitaire repose sur un équilibre entre activation et 

tolérance, essentiel au maintien de l’homéostasie. Le microbiote intestinal intervient en 

modulant la production de cytokines et en induisant les lymphocytes T régulateurs, tandis que 

ses métabolites, notamment les acides gras à chaîne courte, participent à l’immunomodulation. 

Une perturbation de cet équilibre peut favoriser l’apparition de maladies inflammatoires ou 

auto-immunes (Arpaia et al., 2013 ; Belkaid et Hand, 2014 ; Honda et Littman, 2016). 
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Le microbiote intestinal joue également un rôle de barrière contre les agents pathogènes 

en limitant leur colonisation par compétition pour les nutriments et les niches écologiques, ainsi 

que par la production de substances antimicrobiennes. Il contribue aussi à moduler 

l’environnement intestinal et à renforcer les défenses immunitaires locales, assurant ainsi une 

protection efficace contre les infections (Buffie et Pamer, 2013). 
 

1.5. Déséquilibre de la flore intestinale (dysbiose) 

La dysbiose correspond à un déséquilibre durable du microbiote, caractérisé par une 

diminution des micro-organismes bénéfiques et/ou une augmentation de microbes 

potentiellement pathogènes. Cette altération affecte les fonctions métaboliques, immunitaires 

et l’homéostasie, et peut favoriser le développement de diverses maladies (Shen et al., 2025). 
 

1.5.1. Facteurs d’agression de la flore intestinale 

1.5.1.1. Âge  

 L’âge influence la composition du microbiote intestinal tout au long de la vie. Bien que 

la diversité microbienne puisse diminuer avec le vieillissement, certaines personnes âgées en 

bonne santé conservent une diversité comparable à celle des adultes plus jeunes, ce qui rend 

les résultats parfois contradictoires (Galkin et al., 2020). 
 

1.5.1.2. Antibiothérapie 

Les antibiotiques, en particulier à large spectre, entraînent une destruction non sélective 

des bactéries pathogènes et commensales, provoquant une perte de diversité microbienne et 

une perturbation durable de l’écosystème intestinal. Cette altération favorise la prolifération de 

bactéries opportunistes et peut persister plusieurs mois après l’arrêt du traitement, augmentant 

le risque de dysbiose et d’infections secondaires (Dethlefsen et Relman, 2011). 
 

1.5.1.3. Stress  

 Le stress et la dépression peuvent perturber l’alimentation et modifier la croissance de 

la microflore intestinale. Ils affectent également sa composition par la sécrétion excessive 

d’hormones de stress, l’inflammation et des déséquilibres du système nerveux autonome, ce 

qui peut aggraver l’état général du microbiote (Sri Sunarti, 2022). 
 

1.5.2.4. Régime alimentaire 

 Un régime alimentaire riche en produits animaux modifie rapidement la composition 

du microbiote intestinal en favorisant les bactéries tolérantes aux acides biliaires, telles que 

Alistipes, Bilophila et Bacteroides, tout en réduisant les bactéries impliquées dans la 
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dégradation des polysaccharides végétaux. Ces changements reflètent une adaptation du 

microbiote au type d’alimentation consommée et peuvent favoriser la prolifération de 

microorganismes associés aux maladies inflammatoires intestinales (David et al., 2014). 
 

1.5.2.5. Additifs alimentaires et xénobiotiques 

 L’exposition chronique aux additifs alimentaires, aux xénobiotiques et à divers facteurs 

environnementaux entraîne un contact continu de l’organisme avec des substances chimiques 

étrangères issues principalement de l’alimentation et de l’environnement. Certains additifs 

alimentaires, notamment les émulsifiants, les colorants et les édulcorants, peuvent interagir 

directement avec le microbiote intestinal, altérer sa composition et réduire sa diversité 

bactérienne. De même, les xénobiotiques, tels que les pesticides, les polluants ou les résidus 

médicamenteux, exercent des effets toxiques sur les bactéries commensales et favorisent la 

prolifération de micro-organismes opportunistes (Chassaing et al., 2015). Les infections 

gastro-intestinales contribuent également à cette perturbation en provoquant une diminution 

transitoire ou durable de la diversité microbienne. Par ailleurs, des facteurs environnementaux 

comme la pollution et les mauvaises conditions d’hygiène affectent négativement la stabilité 

de la flore intestinale. L’ensemble de ces altérations favorise l’installation d’une dysbiose 

intestinale, souvent associée à des maladies inflammatoires chroniques, à des troubles 

métaboliques ainsi qu’à des dysfonctionnements immunitaires (Zuo et Ng, 2018). 
 

1.5.2.6. Gastroentérite aiguë 

 Une banale gastro-entérite aigue (GEA) virale ou, plus rarement, d’origine bactérienne 

altère la flore intestinale. La plupart des enfants des pays à haut niveau de vie guérissent 

rapidement d’une GEA. Cependant, certains développent le classique tableau de diarrhée grave 

prolongée post-infectieuse dont l’une des composantes est un déséquilibre durable de la flore 

intestinale avec toutes les conséquences que ses nombreux rôles physiologiques laissent 

supposer (Arabi, 2018). 
 

1.6. Flore intestinale et santé humaine 

 La dysbiose intestinale, définie comme une altération de l’équilibre normal du 

microbiote intestinal, est fortement impliquée dans le développement de nombreuses 

pathologies inflammatoires et métaboliques. Dans les maladies inflammatoires chroniques de 

l’intestin (MICI), telles que la maladie de Crohn et la rectocolite hémorragique, cette dysbiose 

se manifeste par une diminution importante de la diversité microbienne ainsi qu’une réduction 

des bactéries bénéfiques, notamment certaines espèces productrices d’acides gras à chaîne 
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courte. Ce déséquilibre favorise la dégradation de la couche de mucus protectrice et l’altération 

de la barrière épithéliale intestinale, permettant le passage de toxines et d’antigènes bactériens 

vers les tissus sous-jacents. Cette situation stimule excessivement le système immunitaire et 

entraîne une inflammation chronique de la muqueuse intestinale (Desai et al., 2016 ; Iliev et 

al., 2025). 

 Les troubles métaboliques, en particulier l’obésité. Certaines modifications du 

microbiote intestinal augmentent la capacité d’extraction énergétique des aliments, notamment 

à partir des fibres alimentaires fermentescibles, conduisant à une production excessive 

d’énergie stockée sous forme de graisse. De plus, l’altération de la perméabilité intestinale 

favorise le passage de lipopolysaccharides bactériens (LPS) dans la circulation sanguine, 

phénomène appelé endotoxémie métabolique. Cette translocation induit une inflammation 

chronique de bas grade qui contribue au développement de la résistance à l’insuline et à 

l’accumulation de tissu adipeux (Hamjane et al., 2024). 

Le diabète de type 2 est également associé à des perturbations importantes du 

microbiote intestinal. Les patients diabétiques présentent souvent une diminution des bactéries 

bénéfiques productrices de butyrate ainsi qu’une augmentation des bactéries pro-

inflammatoires. Cette dysbiose participe à l’installation d’un état inflammatoire chronique et à 

l’insulinorésistance, perturbant ainsi le métabolisme du glucose et des lipides. Ces observations 

suggèrent que le microbiote intestinal joue un rôle clé dans la physiopathologie des maladies 

métaboliques (Alqahtani, 2025). 

 Le microbiote intestinal représente aujourd’hui une cible thérapeutique prometteuse. 

Plusieurs stratégies sont développées afin de restaurer l’équilibre microbien, notamment 

l’utilisation de probiotiques, de prébiotiques, de symbiotiques et d’interventions nutritionnelles 

ciblées. De plus, la transplantation de microbiote fécal apparaît comme une approche innovante 

visant à rétablir une flore intestinale saine chez certains patients. La modulation du microbiote 

ouvre ainsi de nouvelles perspectives pour la prévention et le traitement personnalisé des 

maladies inflammatoires et métaboliques (Gao et al., 2024). 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  

Chapitre 2 
 Les additifs alimentaires : classification, 

réglementation et impact du colorant Rouge 
Allura AC (E129) sur la santé 

 
 



Chapitre 2. Les additifs alimentaires : classification, réglementation et impact du colorant Rouge 
Allura (E129) sur la santé 

  

 

15 

2.1. Définition  

 Les additifs alimentaires sont définis comme étant des substances non consommées 

entant que denrées alimentaires, ayant ou non une valeur nutritive et dont l’addition 

intentionnelle a une denrée alimentaire dans un but technologique ou organoleptique, a une 

étape quelconque de la fabrication de ladite denrée entraine (directement ou indirectement) une 

modification des caractéristiques de l’aliment. L’incorporation intentionnelle de l’additif 

alimentaire a un aliment a pour but de garantir la qualité sanitaire des aliments, conférer une 

texture particulière à l’aliment, améliorer l’aspect et le gout d’une denrée alimentaire ou 

garantir la stabilité du produit (Gaouar et al., 2022). 
 

2.2. Classification des additifs alimentaires 

2.2.1. Classification selon la fonction technologique 

 Selon l’Autorité européenne de sécurité des aliments (2025), Les additifs 

alimentaires apparaissent sous de nombreuses formes, qu’il s’agisse de conservateurs, 

d’édulcorants, d’émulsifiants ou encore de colorants alimentaires. Ils jouent un rôle essentiel 

dans la production alimentaire, en assurant la sécurité des produits et le respect de bonnes 

conditions de conservation tout au long de la chaîne d’approvisionnement alimentaire, de 

l’usine à l’assiette. Voici quelques exemples d’additifs alimentaires :  

• Conservateurs : ajout de nitrates et de nitrites dans des produits à base de viande, de poisson 

ou de fromage. 

• Exhausteurs : ajout de dioxyde de soufre dans le vin, pour en préserver la saveur. 

• Couleurs alimentaires : naturels ou synthétiques renforçant l’attrait visuel d’un produit. 

• Épaississants : gomme xanthane (E415), souvent présente dans les sauces.  
 

2.2.2. Classification selon l’origine 

 L’origine des additifs alimentaires constitue l’un des principaux critères utilisés pour 

leur classification, ces substances pouvant provenir de sources diverses. 

• Additifs naturels : Provenant de substances naturelles d’origine minérale (sulfites, nitrite), 

végétale (épaississant extrait de graines, d’algues et curcumine, le bêta carotène, le paprika 

et le jus de betterave), animale (colorant comme le rouge cochenille).  

• Additifs synthétiques : Issu de la transformation chimique d’additif naturel tel que les 

édulcorants issus des fruits. 

• Additifs similaires aux naturels : Ce sont des substances utilisées pour substituer les AA 

naturels, mais elles sont obtenues par synthèse chimique. C’est le cas, par exemple, de 

l’acide ascorbique (vitamine C).  
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• Additifs artificiels : Ce sont ceux qui n’ont aucun homologue dans la nature. Ils sont 

entièrement artificiels et obtenus par synthèse chimique. C’est le cas de certains 

antioxygènes, colorant érythrosine, tartrazine ou édulcorants à l’instar de la saccharine 

(Carocho et al, 2014). 
 

2.3. Codification des additifs alimentaires 

2.3.1. Codification européenne « E » 

 L'utilisation des AA est réglementée en Europe par la directive 89/107/CEE, qui établit 

25 catégories d'additifs avec un système de codage standardisé. Chaque additif autorisé se voit 

attribuer un code du type "Exxx", où la lettre "E" représente l'Europe, suivie d'un numéro 

permettant d'identifier facilement la catégorie à laquelle il appartient (Gallen et Pla, 2013). 

 

Tableau 1. Codes des grandes familles d’additifs alimentaires (Gallen et Pla, 2013). 

Grandes familles d’additifs 

E 100 Colorants 
E 200 Conservateurs 
E 300 Antioxydants 
E 400 Agents de texture 
E 500 Antiagglomérants 
E 600 Exhausteurs de gout 
E 700 Agents de sapidité 
E 800 Aromes 
E 900 Edulcorants 
E 1400 Amidons modifiés 

 

2.3.2. Codification internationale (INS / SIN) 

 Le Système international de numérotation des additifs alimentaires (SIN) est destiné 

être un système de dénomination harmonise pour les additifs alimentaires en tant qu’alternative 

à l’emploi du nom spécifique qui peut être long. 

 Le SIN dans l’ordre numérique est disposé en quatre colonnes contenant le numéro 

d’identification, le nom de l’additif alimentaire, les catégories fonctionnelles et les fonctions 

technologiques. Le numéro d’identification constitue généralement en trois ou quatre chiffres 

comme 100 pour les curcumines et 1001 pour les esters et les sels de choline. Toutefois dans 

certains cas, le numéro est suivi d’un suffixe alphabétique, par exemple, 150a qui identifie le 

caramel I (caramel nature) et 150b identifie le caramel II (caramel sulfite). Les désignations 

alphabétiques sont introduites dans l’ordre afin de caractériser davantage les différents types 
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d’additifs (par exemple le caramel produit par différents procèdes). Dans la colonne 

correspondant au nom de l’additif, certains additifs sont encore subdivisés au moyen d’indices 

numériques. Par exemple les curcumines sont subdivisées en (i) curcumine et (ii) curcuma. Ces 

identifications identifient les sous-classes (dans ce cas celles des curcumines) qui sont 

couvertes par des spécifications distinctes du Codex (Codex alimentaires, 2021). 
 

2.4. Origine des additifs alimentaires 

2.4.1. Additifs alimentaires naturels 

 Les additifs d’origine naturelle sont obtenus directement à partir de sources végétales, 

animales ou minérales grâce à des procédés physiques ou thermiques simples. L’origine 

végétale représente la source la plus répandue de ces substances. Parmi les exemples les plus 

connus figurent la pectine (E440), extraite des pépins de pommes ou des écorces d’agrumes, la 

chlorophylle (E140) provenant des feuilles vertes, ainsi que la gomme arabique (E414) obtenue 

à partir de l’acacia. Certains additifs sont également d’origine animale, bien qu’ils soient moins 

nombreux. C’est notamment le cas du rouge cochenille (E120), extrait d’un insecte, de la cire 

d’abeille (E901) utilisée comme agent de glaçage, ou encore du lysozyme (E1105) obtenu à 

partir du blanc d’œuf. Enfin, les additifs d’origine minérale proviennent de roches ou de 

gisements naturels, comme le carbonate de calcium (E170), les oxydes de fer (E172) ou le 

chlorure de sodium, communément appelé sel (Carocho et al., 2015). 
 

2.4.2. Additifs issus de la modification de produits naturels 

 Ce sont des additifs obtenus par modification chimique d’un extrait naturel d’une 

substance végétale ou animale dans le but d’améliorer ses propriétés. C’est le cas, par exemple, 

des émulsifiants produits à partir des huiles végétales, des édulcorants issus des fruits et des 

acides organiques dérives d’huiles comestibles (Amrouche, 2011). 
 

2.4.3. Additifs alimentaires de synthèse 

 Un additif alimentaire synthétique (ou chimique) est obtenu par synthèse chimique, 

lorsque l’extraction des substances naturelles (additifs alimentaires naturelles) est couteuse, ces 

dernières peuvent être reconstituées par synthèse chimique. Les additifs ainsi fabriques sont 

identiques aux substances naturelles déjà existantes. La synthèse chimique peut également être 

utilisée pour la fabrication des additifs totalement artificiels. De nos jours, les additifs 

alimentaires de synthèse sont les plus largement utilises en industrie alimentaire, mais ces 

derniers provoquent des réactions allergiques chez les personnes sensibles, maladies cutanées, 

des troubles gastriques et intestinaux, problèmes de tension artérielle et des cancers et même 
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peut être dangereux pour les enfants. En outre, ils ne sont pas considérés comme dangereux, à 

condition de respecter un dosage quotidien. Autrement dit, respecter la dose journalière 

admissible (DJA) (Saci et Sahiri, 2020). 
 

2.5. Conditions d’utilisation des additifs alimentaires 

 Les additifs alimentaires sont soumis à des limites réglementaires strictes fondées sur 

des évaluations scientifiques approfondies visant à protéger la santé humaine. Ces évaluations 

sont réalisées par des organismes internationaux tels que l’Autorité européenne de sécurité des 

aliments et le Comité mixte FAO/OMS d'experts des additifs alimentaires, qui déterminent 

notamment la Dose Journalière Admissible (DJA). Celle-ci correspond à la quantité maximale 

d’un additif pouvant être consommée quotidiennement sans risque appréciable pour la santé, 

exprimée en mg/kg de poids corporel. Par ailleurs, des limites maximales d’incorporation sont 

fixées selon les catégories alimentaires, garantissant une exposition sécuritaire pour le 

consommateur. Dans certains cas, le principe de « quantum satis » est appliqué, autorisant 

l’utilisation de l’additif à la dose minimale nécessaire sans fixer de limite numérique précise. 

Les réglementations européennes, notamment le règlement (CE) n°1333/2008, encadrent 

également les conditions d’utilisation et prévoient une réévaluation continue des additifs en 

fonction des nouvelles données scientifiques (Commission européenne, 2020) 
 

2.6. Impact des additifs alimentaires sur la santé 

 De nombreux produits alimentaires commercialisés contiennent divers conservateurs 

destinés à prolonger leur durée de conservation. Parmi les conservateurs les plus utilisés 

figurent l’acide benzoïque, l’acide sorbique, les parabènes ainsi que leurs sels. Plusieurs études 

épidémiologiques ont montré que la consommation excessive de ces substances peut être 

associée à différents effets néfastes sur la santé humaine (Msagati, 2013). 

 Les principaux effets indésirables rapportés comprennent l’urticaire, l’angioœdème et 

l’asthme. Certains travaux suggèrent également une relation entre ces conservateurs et 

l’hyperactivité chez l’enfant. D’autres manifestations cliniques ont aussi été décrites, 

notamment la dermatite exfoliative, l’érythème, la rhinite, les nausées, les céphalées, le 

bronchospasme migraineux, les brûlures œsophagiennes, les vomissements, les diarrhées, la 

faiblesse musculaire, l’acidose métabolique, les convulsions ainsi qu’un amaigrissement 

important (Tighrine, 2019). 

 Par ailleurs, plusieurs recherches ont évoqué le potentiel neurotoxique, cancérogène et 

tératogène de certains conservateurs alimentaires. Une étude réalisée in vitro sur des 
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lymphocytes humains a démontré que ces composés peuvent provoquer des aberrations 

chromosomiques, révélant ainsi leur caractère clastogène (Zengin et al., 2011). 
 

2.7. Le colorant alimentaire Rouge Allura AC (E129) 

2.7.1. Définition et dénomination 

 Le Rouge Allura AC (E129) est un colorant 

alimentaire synthétique (fig. 3) appartenant à la famille 

des colorants azoïques, largement utilisé dans l’industrie 

agroalimentaire pour conférer une coloration rouge vif 

aux aliments et aux boissons (Rovina et al., 2016). 

 

 

  Il est identifié par la codification européenne E129 et correspond également à la 

dénomination internationale INS. Ce colorant est aussi connu sous l’appellation FD et C Red 

No. 40 aux États-Unis. Ainsi, le Rouge Allura AC est un additif colorant de synthèse 

couramment employé pour améliorer l’aspect visuel des produits alimentaires (Amchova et 

al., 2015). 
 

2.7.2. Origine et nature chimique 

 Le rouge Allura est fabriqué par couplage de l'acide 5-amino-4-méthoxy-2-

toluènesulfonique diazoté avec l'acide 6-hydroxy-2-naphtalènesulfonique. Sa formule 

moléculaire est C₁₈H₁₄N₂Na₂O₈S₂ (masse molaire : 496,42 g/mol). Il se présente sous forme de 

poudre ou de granulés rouge foncé, soluble dans l'eau, et légèrement soluble dans l'éthanol à 

50 %. Son absorption maximale dans l'eau est de 504 nm, à pH 7 (Carmen, 2008). 

 Le Rouge Allura AC appartient à la classe des colorants azoïques synthétiques, qui sont 

largement utilisés dans l’industrie alimentaire en raison de leur coût faible, de leur facilité de 

production et de leur forte capacité colorante. Cependant, certains colorants azoïques peuvent 

être métabolisés dans l’organisme en amines aromatiques, ce qui soulève des préoccupations 

toxicologiques (Chung, 2016). 

 
 

2.7.3. Structure chimique du Rouge Allura AC 

 La structure chimique du Rouge Allura AC est basée sur un système aromatique 

comportant une liaison azo (-N=N-) constitue le groupement chromophore principal 

Figure 3. Le rouge allura AC en poudre. 
https://french.alibaba.com/g/allura-red-e129.htm 
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responsable de la couleur rouge du colorant. Elle permet l’absorption de certaines longueurs 

d’onde de la lumière visible. Il contient plusieurs groupements fonctionnels (EFSA, 2009). 
 

2.7.3.1. Groupements fonctionnels  

 La molécule de Rouge Allura AC (fig. 4) 

présente quatre types de groupements fonctionnels 

principaux qui déterminent ses propriétés physico-

chimiques et biologiques :  

- Deux groupements sulfonâtes (-SO3Na) responsables 

de la forte solubilité dans l'eau et de la charge 

anionique ; 

- Un groupement hydroxyle phénolique (-OH) 

participant aux propriétés chromophores et à la réactivité biologique ;  

- Un groupement methoxy (-OCH3) influençant la lipophilicite et la réactivité métabolique ;  

- Un groupement methyle (-CH3) contribuant à la stabilité de la molécule (Rovina et al., 2016). 
 

2.7.4. Propriétés physico-chimiques 

2.7.4.1. Solubilité et stabilité  

 Grâce aux groupements sulfonâtes anioniques, le Rouge Allura AC présente une 

hydrosolubilité très élevée (supérieures à 200 g/L a 25°C), ce qui le rend particulièrement 

adapté aux applications en milieu aqueux telles que les boissons, les gèles et les sauces. Le 

Rouge Allura AC présente une stabilité physico-chimique remarquable dans les conditions 

habituelles de transformation et de stockage alimentaire. Sa stabilité thermique est maintenue 

jusqu'à 220°C (Barciela et al., 2023). 
 

2.7.5. Réglementation et dose journalière admissible (DJA) 

2.7.5.1. Normes internationales (EFSA, FAO/OMS) 

 Le rouge Allura AC a fait l'objet de deux évaluations majeures par le JECFA (1980) et 

le Comité scientifique européen pour les aliments (SCF) en 1984 et 1989, aboutissant toutes 

deux à l'établissement d'une DJA de 0-7 mg/kg de poids corporel par jour. En 2009, l'EFSA a 

conduit une réévaluation approfondie intégrant les nouvelles données de génotoxicité (Tsuda 

et al., 2001).  

2.7.5.2. Limites autorisées 

 En vertu du règlement (CE) n°1333/2008 et de ses annexes, les teneurs maximales 

autorisées en Rouge Allura AC varient selon les catégories d'aliments, avec des seuils 

Figure 4. Structure moléculaire du rouge 
allura AC (E129) (Rovina et al., 2016). 
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généralement compris entre 25 et 300 mg/kg ou mg/L. Les valeurs les plus élevées (300 mg/kg) 

sont autorisées pour les confiseries, tandis que les boissons aux fruits ne peuvent en contenir 

que 50 mg/L. Plusieurs États membres européens (Allemagne, Autriche, Suède, Norvège, 

Danemark) ont historiquement impose des restrictions plus sévères ou des interdictions 

nationales, bien que celles-ci aient été remises en cause par le processus d'harmonisation 

européenne (EFSA, 2009). 
 

2.7.6. Impact du Rouge Allura AC sur la santé 

 Les adultérants alimentaires sont des substances chimiques ou biologiques ajoutées 

intentionnellement aux aliments afin de réduire les coûts de production et d'en gonfler 

artificiellement la qualité, ce qui peut entraîner des maladies chez les consommateurs (Eunice 

et al., 2010). Certains colorants alimentaires synthétiques peuvent être toxiques pour les 

organismes aquatiques et cancérigènes pour l'homme, notamment en cas de consommation 

excessive (Ceyhan et al., 2013). 

  L'étude toxicologique du Rouge Allura a été réalisée par le JECFA en 1980 et par le 

SCF en 1984 et 1989, Le Rouge Allura est capable de se décomposer par les enzymes 

azoréductases présentes dans les bactéries intestinales et les cellules hépatiques, libérant ainsi 

des amines aromatiques dans l'organisme, Ces amines provoquent des maux de tête fréquents 

chez l'adulte et, chez l'enfant, une distraction et une hyperactivité TDAH (Huang et al., 2003). 

 L’avis scientifique du groupe scientifique de l’EFSA conclut que le rouge allura peut 

provoquer des réactions allergiques telles que l’urticaire et l’asthme, notamment lorsqu’il est 

mélangé à d’autres colorants synthétiques dans les produits alimentaires. Cependant, le groupe 

scientifique de l’EFSA a indiqué que la DJA (dose journalière admissible) n’était pas modifiée, 

car les niveaux d’utilisation actuels au sein de la population européenne sont loin d’atteindre 

la limite officielle de 0,4 à 0,6 mg par jour pour le 95e percentile de la population (Fallico et 

al., 2011).  
 

2.7.7. Devenir intestinal de l’E129 

 Après ingestion, le Rouge Allura AC traverse le tractus gastro-intestinal où son 

absorption est limitée au niveau de l’intestin grêle. Une proportion importante du colorant 

atteint le côlon, où elle est exposée à la flore intestinale (Chung, 2016). 

 Ainsi, le devenir intestinal de l’E129 est fortement influencé par le microbiote colique. 

Une fois dans le côlon, le colorant peut subir des transformations enzymatiques qui modifient 

sa structure chimique et ses propriétés biologiques. Par ailleurs, des études expérimentales ont 

montré que l’exposition chronique au Rouge Allura AC peut entraîner des modifications 
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fonctionnelles de l’environnement intestinal, notamment une augmentation de la sérotonine 

colique et une altération de la barrière épithéliale (Kwon et al., 2022). 

 Les colorants azoïques, tels que le Rouge Allura AC, possèdent dans leur structure un 

groupement azo caractéristique : −N=N−, Au niveau intestinal, ces composés subissent une 

biotransformation principalement sous l’action des bactéries du microbiote intestinal. Certaines 

bactéries anaérobies, notamment des genres Bacteroides, Clostridium et Escherichia, 

produisent des enzymes appelées azoréductases capables de réduire la liaison azoïque. Cette 

réaction enzymatique provoque la rupture du groupement azo (−N=N−) et conduit à la 

formation d’amines aromatiques (Chung, 2016). 

 Une revue récente indique également que le métabolisme du E129 dans le microbiote 

peut générer des composés comme l’acide sulfonique de crésidine et des dérivés 

naphtaléniques, soulignant la complexité de sa transformation (Elder et al., 2023). 
 

2.7.8. Effets de l’E129 sur la composition de la flore intestinale 

 Kwon et al. (2022), ont montré que L’exposition au Rouge Allura AC peut entraîner 

des modifications de la composition du microbiote intestinal. Des travaux expérimentaux ont 

montré que ce colorant est capable d’induire des changements dans la diversité et la structure 

des populations bactériennes, Ces résultats suggèrent que le E129 peut induire une dysbiose 

intestinale, caractérisée par un déséquilibre entre les différentes populations microbiennes.  

 Toutefois, les études chez l’humain restent encore limitées. Une étude récente in vitro 

a montré que, dans des conditions d’exposition aiguë, le E129 n’entraîne pas de perturbation 

majeure du microbiote humain, mais souligne la nécessité d’étudier les effets à long terme. 

Ainsi, l’impact du E129 sur la composition du microbiote semble dépendre de plusieurs 

facteurs, notamment la dose, la durée d’exposition et l’état initial de la flore intestinale 

(Granja-Iglesias et al., 2025). 
 

2.8. Techniques de dégradation du Rouge Allura AC (E129) 

2.8.1. Méthodes physico-chimiques  

2.8.1.1.  Dégradation par oxydation chimique	 

 La dégradation chimique du Rouge Allura AC repose essentiellement sur des réactions 

d’oxydation qui provoquent la rupture de la liaison azoïque et des structures aromatiques du 

colorant. Ces procédés transforment le composé en substances plus simples, généralement 

moins colorées et moins toxiques. Ils sont largement utilisés pour le traitement des effluents 

contenant des colorants alimentaires et textiles. Les méthodes oxydatives se distinguent par 

leur rapidité et leur grande efficacité dans la réduction de la charge organique. Cependant, elles 
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peuvent entraîner la formation de sous-produits aromatiques potentiellement toxiques, 

nécessitant parfois un traitement complémentaire (Gosetti et al., 2012). 

 Les procédés d’oxydation avancée (POA) r	egroupent plusieurs méthodes produisant 

des radicaux hydroxyles (•OH), considérés parmi les oxydants les plus puissants. Ces radicaux 

réagissent rapidement avec les molécules organiques et provoquent la rupture de la liaison 

azoïque du Rouge Allura AC. Les POA comprennent principalement les systèmes UV/H₂O₂, 

O₃/H₂O₂, photo-Fenton et TiO₂/UV. Ces procédés permettent une minéralisation partielle ou 

totale du colorant, avec formation finale de CO₂, H₂O et ions minéraux. L’efficacité dépend du 

pH, de la concentration en oxydant et du temps d’irradiation (Oturan et Aaron, 2014).	 
 

2.8.1.2. Dégradation par le peroxyde d'hydrogène (procédé de Fenton) 

 La dégradation du colorant Rouge Allura AC (E129) par le procédé de Fenton est une 

méthode d’oxydation avancée largement utilisée dans le traitement des effluents contenant des 

colorants organiques. Ce procédé repose sur la réaction entre le peroxyde d’hydrogène (H₂O₂) 

et les ions ferreux (Fe²⁺), générant des radicaux hydroxyles (•OH), extrêmement réactifs et 

oxydants. 

La réaction principale de Fenton est la suivante :	 

𝑭𝒆𝟐" +𝑯𝟐𝑶𝟐 → 𝑭𝒆𝟑" + 𝑶𝑯$ + 𝑶𝑯. 

Les radicaux hydroxyles produits attaquent les liaisons azoïques (–N=N–) et les cycles 

aromatiques du Rouge Allura, entraînant la rupture de la structure chromophore responsable 

de la coloration. Cette réaction conduit à une décoloration rapide du milieu ainsi qu’à la 

formation de composés organiques plus simples, pouvant être ensuite minéralisés en CO2 et 

H2O (Wakrim et al., 2018).  

 Ce procédé présente plusieurs avantages, notamment une forte efficacité de 

dégradation, une faible production de résidus secondaires et une application relativement 

simple dans le traitement des eaux usées. Cependant, une concentration excessive de H₂O₂ peut 

diminuer le rendement du procédé en consommant les radicaux hydroxyles produits (Pera-

Titus et al., 2004). 
 

2.8.1.3. Dégradation par l'ozone (O3) 

  L’ozonation est une technique d’oxydation chimique efficace utilisée pour 

éliminer les colorants azoïques tels que le Rouge Allura AC (E129). L’ozone (O₃) agit comme 

un puissant agent oxydant capable d’attaquer directement la liaison azoïque (-N=N-) ainsi que 

les structures aromatiques du colorant. Cette réaction entraîne la décoloration rapide du milieu 

et la formation de composés organiques plus simples. 
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𝑂& + 𝐻'𝑂 → 2. 𝑂𝐻 + 𝑂' 

En milieu aqueux, l’ozone peut également se décomposer pour produire des radicaux 

hydroxyles (.OH), ce qui augmente l’efficacité de dégradation du colorant. L’ozonation 

présente plusieurs avantages, notamment une action rapide, une forte capacité oxydante et une 

réduction importante de la charge organique des effluents. Cependant, ce procédé peut générer 

certains sous-produits aromatiques nécessitant parfois un traitement complémentaire (Al-

Shabib et al., 2023). 
 

2.8.1.4. Dégradation par photolyse 

2.8.1.4.1. Photolyse UV directe 

 Dans la photolyse UV directe, le colorant absorbe directement les rayonnements UV, 

ce qui provoque une excitation électronique suivie de la rupture des liaisons chimiques. La 

liaison azoïque du Rouge Allura AC est particulièrement sensible à ce type de traitement. Cette 

méthode permet une décoloration progressive du milieu et peut conduire à la formation 

d’amines aromatiques intermédiaires. L’efficacité dépend fortement de la longueur d’onde 

utilisée et de l’intensité lumineuse (Pera-Titus et al., 2004). 
 

2.8.1.4.2. Photocatalyse (TiO2/UV) 

 La photocatalyse hétérogène utilisant le dioxyde de titane (TiO₂) constitue l’une des 

techniques les plus efficaces pour la dégradation des colorants azoïques. Sous irradiation UV, 

le TiO₂ produit des électrons et des trous capables de générer des radicaux hydroxyles très 

réactifs.Ces espèces oxydantes attaquent les structures aromatiques du Rouge Allura AC et 

entraînent une dégradation progressive jusqu’à la minéralisation partielle du composé. Le TiO₂ 

présente l’avantage d’être peu coûteux, stable et non toxique (Al-Shabib et al., 2023). 

2.8.1.5. Dégradation par voie électrochimique 

2.8.1.5.1. Electrooxydation 

 L’électrooxydation repose sur l’oxydation directe ou indirecte des molécules 

organiques à la surface de l’anode. Ce procédé produit des espèces oxydantes très réactives, 

notamment les radicaux hydroxyles (OH), capables de dégrader la liaison azoïque du colorant 

jusqu’à former des composés plus simples. Cette technique est surtout utilisée pour la 

destruction chimique des polluants organiques et la réduction de la charge organique des 

effluents (Panizza et Cerisola, 2009). 
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2.8.1.5.2. Electrocoagulation 

 L’électrocoagulation repose sur la dissolution d’électrodes métalliques, généralement 

en fer ou en aluminium. Les ions métalliques libérés forment des hydroxydes métalliques qui 

adsorbent et précipitent les molécules du colorant présentes dans l’eau. Les hydroxydes formés 

agissent comme des coagulants permettant l’élimination des particules et des colorants par 

floculation. Cette méthode est particulièrement efficace pour réduire la turbidité et éliminer les 

matières en suspension (Mollah et al., 2001). 
 

2.8.1.6. Dégradation par adsorption chimique 

 L’adsorption est une technique de traitement largement utilisée pour éliminer les 

colorants organiques des effluents industriels. Ce procédé consiste à fixer les molécules du 

colorant sur la surface d’un matériau adsorbant. L’efficacité de l’adsorption dépend de 

plusieurs paramètres tels que le pH, la température, la surface spécifique de l’adsorbant et la 

structure chimique du colorant (Crini, 2006). 
 

2.8.1.6.1. Adsorption sur charbon actif 

 Le charbon actif est l’un des adsorbants les plus utilisés pour l’élimination des colorants 

azoïques grâce à sa très grande surface spécifique et sa porosité élevée. Les molécules du Rouge 

Allura AC sont retenues à la surface du charbon par des interactions physiques et chimiques. 

Cette technique permet une élimination rapide du colorant et une amélioration de la qualité des 

eaux traitées. Cependant, le coût élevé du charbon actif peut limiter son utilisation à grande 

échelle (Bhatnagar et Sillanpää, 2010). 
 

2.8.2. Méthodes de dégradation biologique par les bactéries intestinales 

 La dégradation biochimique du Rouge Allura AC dans l'intestin humain est 

principalement assurée par les enzymes azoréductases produites par les bactéries intestinales. 

Ces enzymes catalysent la réduction de la liaison azo (–N=N–) du E129 en présence de NADH 

ou NADPH comme cofacteurs, conduisant à la formation d'amines aromatiques. Des études 

ont montré que des bactéries comme Escherichia coli, Proteus spp et Klebsiella pneumoniae 

possèdent une activité azoréductase importante capable de dégrader efficacement le E129 

(Feng et al., 2020). 
 

2.8.2.1. Mécanisme de réduction azoïque 

 De nombreuses études ont démontré la capacité des bactéries à dégrader les colorants 

azoïques. Contrairement aux champignons et aux actinomycètes, qui réalisent cette dégradation 

principalement par des mécanismes extracellulaires faisant intervenir des enzymes telles que 
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les lignine peroxydases (LiP), les manganèse peroxydases (MnP) et les laccases, les bactéries 

agissent surtout par voie intracellulaire. Ainsi, le processus de décoloration dépend à la fois de 

l’activité enzymatique cytoplasmique et de la capacité des molécules colorantes à traverser la 

membrane cellulaire (Mansour et al., 2011). 

 La dégradation complète, ou minéralisation, des colorants azoïques par les bactéries se 

déroule généralement en deux étapes successives : une azoréduction en conditions anaérobies, 

suivie d’une oxydation aérobie des amines aromatiques générées lors de la première étape. Le 

mécanisme de réduction azoïque repose sur un transfert d’électrons assuré par des cofacteurs 

réduits tels que le NADH ou le NADPH, conduisant à la rupture de la liaison azoïque (-N=N) 

responsable de la coloration du composé. Cette réaction entraîne la formation de deux amines 

aromatiques distinctes, dont certaines peuvent présenter une toxicité plus élevée que le colorant 

initial et être associées à des effets mutagènes ou cancérogènes (Stolz, 2001). L’azoréduction 

constitue donc l’étape clé du processus de décoloration des colorants azoïques (fig. 5) 

Cependant, certaines souches bactériennes sont capables d’effectuer cette réduction même en 

présence d’oxygène, ce qui permet de distinguer des bactéries décolorantes aérobies et 

anaérobies. Parmi les microorganismes les plus étudiés pour cette propriété, les bactéries du 

genre Pseudomonas occupent une place importante en raison de leur efficacité dans la 

biodégradation des colorants azoïques (Mansour et al., 2011). 

  

 

 

 

Figure 5. Mécanisme de réduction azoïque du rouge allura AC (Mansour et al., 2011). 

Amine aromatique sulfonique 

Acide aminonaphtol sulfonique 
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2.9. Applications industrielles du colorant E129 

 Le Rouge Allura AC, également connu sous le nom de E129, est un colorant synthétique 

largement employé dans plusieurs secteurs industriels grâce à sa grande stabilité, sa forte 

solubilité dans l’eau et son important pouvoir colorant (Downham et Collins, 2000). 
 

2.9.1. Produits alimentaires 

 Dans l’industrie agroalimentaire, il est principalement utilisé pour donner une 

coloration rouge vif et attractive à différents produits destinés à la consommation. Son 

utilisation est autorisée dans de nombreux aliments conformément à la réglementation 

européenne (CE, 1994). Le colorant E129 est ainsi incorporé dans une large gamme de produits 

alimentaires, notamment les boissons telles que les sodas, les sirops, les boissons énergisantes 

et les boissons aux fruits. Il est également très utilisé dans les produits de confiserie comme les 

bonbons, les gommes, les gelées et les guimauves. Dans les produits laitiers, il entre dans la 

composition des yaourts aromatisés, des glaces et des desserts lactés. Ce colorant est aussi 

présent dans certains produits de boulangerie et de pâtisserie industrielle, notamment les 

gâteaux et les biscuits, ainsi que dans diverses sauces et condiments tels que le ketchup et les 

sauces cocktail. Enfin, il est utilisé pour colorer certaines céréales de petit déjeuner afin 

d’améliorer leur aspect visuel et leur attractivité auprès des consommateurs (EFSA, 2009). 
 

2.9.2. Produits pharmaceutiques 

 Dans l’industrie pharmaceutique, le colorant Rouge Allura AC (E129) est largement 

utilisé comme agent colorant dans la formulation de nombreux médicaments. Il intervient 

notamment dans la coloration des comprimés et des gélules afin de faciliter leur identification, 

ainsi que dans celle des sirops et des suspensions pédiatriques pour améliorer leur attractivité 

auprès des enfants. Le E129 est également utilisé dans les enrobages pharmaceutiques pour 

masquer le goût amer de certains principes actifs et permettre une distinction visuelle entre les 

différents dosages d’un même médicament (Amchova et al., 2015). 
 

2.9.3. Produits cosmétiques 

 Le Rouge Allura AC est également utilisé dans l’industrie cosmétique, où il est autorisé 

sous la dénomination CI 16035, Grâce à son pouvoir colorant intense, il entre dans la 

composition de nombreux produits de maquillage tels que les rouges à lèvres, les gloss et les 

fards à joues. Il est aussi incorporé dans certains soins capillaires, notamment les shampooings 

colorants et les après-shampooings, ainsi que dans des produits de soins du corps comme les 

gels douche et les savons liquides colorés. Par ailleurs, ce colorant est présent dans divers 
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produits d’hygiène, notamment les dentifrices et les bains de bouche, afin d’améliorer leur 

aspect visuel et leur attractivité pour le consommateur (SCCS, 2012). 
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3. Matériel et méthodes 
3.1. Objectif de travail 

 Le présent travail porte sur l’étude de l’impact d’un colorant alimentaire synthétique, 

le Rouge Allura AC (E129), sur certains microorganismes. Plusieurs études ont montré que des 

colorants alimentaires synthétiques peuvent être associés à divers effets indésirables, 

notamment l’hyperactivité ainsi que des perturbations du microbiote intestinal. Dans ce 

contexte, cette étude vise à évaluer l’effet du colorant E129 sur la croissance et la viabilité de 

microorganismes, à savoir les souches de références suivantes : Escherichia coli, Klebsiella 

pneumoniae, Proteus mirabilis, Citrobacter freundii, Pseudomonas aeruginosa, 

Staphylococcus aureus, Bacillus cereus ainsi que la levure Candida albicans. 
 

3.2. Cadre d’étude  

 Cette étude a été réalisée entre février et avril 2026 au sein du laboratoire de recherche 

de Microbiologie et Biologie Végétale à la faculté des sciences exactes et informatique, de 

l’Université Abdelhamid Ibn Badis de Mostaganem (Ex : INES). 
 

3.3. Matériel  

3.3.1. Matériel non biologique 

  Le matériel non biologique utilisé dans cette expérimentation été le 

colorant Rouge allura AC (E129) présenté en poudre dans des flacons de 50 

g de la marque (color’) intense fourni par un magasin des 

produits alimentaires (fig. 6). 

Cette étude a nécessité le recours à divers équipements, matériels, 

verrerie, produits chimiques et milieux de culture (Annexes). 

 

 

3.3.2. Matériel biologique (souches microbiennes) 

Afin de démontrer l’impact du colorant E129 sur les microorganismes testés, huit 

souches bactériennes de référence et une levure ont été étudiées (Tableau 2), fournis par le 

Laboratoire de microbiologie et de biologie végétale. 

 

 

 

 

Figure 6. Le colorant alimentaire 
E129 

E129 
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Tableau 2. Liste des souches microbiennes utilisées. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.4. Dosage du colorant E129 dans les produits alimentaires par spectrophotométrie UV-

Visible. 

 Le dosage du Rouge Allura AC (E129) dans les produits alimentaires a été effectué par 

spectrophotométrie UV-Visible, une méthode analytique couramment employée pour la 

quantification des colorants alimentaires. Cette technique est basée sur la mesure de 

l’absorbance du colorant à sa longueur d’onde maximale d’absorption (504 nm). Elle se 

distingue par sa rapidité, sa sensibilité ainsi que son faible coût pour l’analyse des différentes 

matrices alimentaires (EFSA, 2009). 
 

3.4.1. Élaboration de la courbe d’étalonnage du colorant E129 

 Une solution mère du colorant E129 a été préparée en dissolvant 10 mg de colorant 

dans 100 ml d’eau distillée, afin d’obtenir une concentration de 100 mg/L. À partir de cette 

solution, plusieurs solutions étalons de concentrations différentes (1, 2, 4, 6 et 8 mg/L) ont été 

préparées par dilution en vue de l’établissement de la courbe d’étalonnage. Les absorbances 

des différentes solutions standards ont ensuite été mesurées à 504 nm à l’aide d’un 

spectrophotomètre UV-Visible, en utilisant l’eau distillée comme blanc. 
 

3.4.2. Préparation des échantillons alimentaires 

 Les échantillons alimentaires (boissons, lait aromatisé, confiture et produit de 

charcuterie) ont été préparés en fonction de leur nature afin d’obtenir des solutions claires 

compatibles avec l’analyse par spectrophotométrie UV-Visible (Sobańska et al., 2017). 

N° Espèces Référence ATCC  

01 Escherichia coli ATCC 25922 

02 Klebsiella pneumoniae ATCC 700603 

03 Proteus mirabilis ATCC 35659 

04 Citrobacter freundi ATCC 13316 

05 Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 

06 Staphylococcus aureus ATCC 25923 

07 Bacillus cereus ATCC 10876 

08 Bacillus cereus ATCC 11778 

09 Candida albicans ATCC 10231 
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• Boisson : 10 ml de boisson ont été dégazés puis dilués dans 900 ml d’eau distillée.  

• Yaourt aromatisé : 5 ml d’échantillon ont été mélangés avec 10 ml d’éthanol afin de 

précipiter les protéines et les matières grasses. Après agitation et centrifugation à 5000 tpm 

pendant 10 minutes, le surnageant a été récupéré puis filtré. 

• Confiture : 5 g de confiture ont été dissous dans 50 ml d’eau distillée chaude sous agitation. 

La solution obtenue a ensuite été refroidie, puis centrifugée à 5000 tr/min pendant 10 

minutes. Le surnageant a été récupéré et filtré afin d’éliminer les particules solides. 

• Produit de charcuterie : 5 g de l’échantillon ont été broyés puis homogénéisés dans un 

mélange de 50 ml d’eau distillée chaude et de 20 ml d’éthanol afin de favoriser l’extraction 

du colorant et la précipitation des protéines. Le mélange a ensuite été agité pendant 10 

minutes, puis centrifugé à 5000 tpm pendant 10 min afin d’obtenir une solution limpide 

adaptée à la mesure spectrophotométrique UV –visible. 
 

3.4.3. Détermination de la concentration du E129 

La concentration du colorant dans les échantillons a été déterminée à partir de l’équation 

de la droite d’étalonnage obtenue selon la loi de Beer-Lambert : 

𝑨 = 𝜺 × 𝝉 × 𝒄 

Où : 

A : Absorbance mesurée, 
𝜀: Coefficient d’extinction molaire, 
𝜏 : Longueur de la cuve (1 cm), 
c : Concentration du colorant. 
 

 La concentration finale du colorant dans les produits alimentaires a été exprimée en 

mg/L ou mg/kg selon le type d’échantillon (Ntrallou et al., 2020). 

 

3.5. Évaluation des activités biologiques du colorant rouge allura AC (E129) 

3.5.1. Vérification de la pureté du colorant E129 par spectrophotométrie UV-Visible 

La vérification de la pureté du colorant alimentaire rouge allura AC (E129) a été réalisée 

par spectrophotométrie UV-Visible, une technique analytique largement utilisée pour 

l’identification et la quantification des colorants alimentaires. Cette méthode repose sur la 

mesure de l’absorbance de la solution du colorant à une longueur d’onde spécifique 

correspondant à son maximum d’absorption (λmax). Pour le colorant E129, le maximum 

d’absorption se situe généralement autour de 505–507 nm dans le domaine du visible (Thani, 

2018). 
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La méthode (fig. 7) consiste à dissoudre 10 mg du colorant Rouge allura AC (E129) 

dans 100 ml d’eau distillée, puis à analyser la solution à l’aide d’un spectrophotomètre UV-

Visible (6715 UV/Vis) en réalisant un balayage entre 300 et 700 nm afin de déterminer la 

longueur d’onde correspondant au maximum d’absorbance.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.5.2. Activité antioxydant 

L’activité antioxydant du colorant E129 a été évaluée par la méthode du radical libre 

2,2-diphenyl-1-picrylhydrazyl (DPPH). Ce radical stable présente une coloration violette en 

solution et possède un maximum d’absorption aux alentours de 504 nm. L’effet antioxydant du 

colorant étudié a été déterminé par comparaison avec un antioxydant de référence, l’acide 

ascorbique (vitamine C) (Shahzad Hussain et al., 2023). 

Une courbe d’étalonnage a été établie à partir de différentes concentrations d’acide 

ascorbique (10, 20, 40, 60, 80 et 100 mg/ml) préparées dans de l’éthanol absolu (96 %). Pour 

l’analyse, 200 µL de chacune des solutions ont été mélangés à 1000 µl de solution de DPPH 

(0,04% (p/v). Un tube témoin, contenant 200 µl d’éthanol et 1000 µl de solution de DPPH, a 

été utilisé comme contrôle. 

Le mélange a été incubé pendant 30 minutes à l’obscurité et à température ambiante, 

puis l’absorbance a été mesurée à 517 nm à l’aide d’un spectrophotomètre UV-Vis. L’activité 

de piégeage du radical DPPH par l’acide ascorbique a également été déterminée afin de servir 

de référence.  

L’activité antioxydante du colorant E129 a été évaluée par la mesure du pouvoir de piégeage 

du radical DPPH selon la méthode décrite par Archana et al. (2005). Un volume de 200 μl de 

chacune des solutions éthanoliques du colorant préparées à différentes concentrations est 

10 mg du colorant 
Rouge allura AC 

(E129) 
Agitation continue 
Jusqu’à dissolution 

complète   
Balayage entre 300 

et 700 nm 

Figure 7. Vérification de la pureté du colorant E129 par spectrophotométrie UV-Visible 
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mélangé avec 1000 µl d’une solution de DPPH° (0,04% p/v). Après 30 min d’incubation à 

l’obscurité et à température ambiante, l’absorbance est mesurée à 517 nm par 

spectrophotomètre (JENWAY 6715 UV-Visible). Un contrôle négatif composé de 200 μl 

d’éthanol et de 1000 µl de la solution de DPPH est également préparé. 

Les concentrations du colorant rouge allure AC testées sont comprises entre 5 et 50 µg/ml pour 

alors que celles de l’antioxydant standard, sont comprises entre 1,67 et 16,67 mg/ml. 

L’activité antiradicalaire est exprimée en pourcentage de réduction de la solution de DPPH 

(Dongmo et al., 2010). D’après Dung et al, (2008), le pouvoir de réduction est déterminé en 

appliquant la formule suivante : 

𝐼(%) = 100𝑥
(𝐴()*+,ô./ − 𝐴/(01*+2..)*)

𝐴()*+,ô./
 

Avec :  
Acontrôle : correspond à l’absorbance de la solution témoin (contenant tous les réactifs sauf 
l’échantillon), 
A échantillon : représente l’absorbance de la solution contenant l’échantillon testé. 
 

3.5.3. Activité antimicrobienne 

3.5.3.1. Repiquage des souches  

Avant l’évaluation de l’activité antimicrobienne, les souches microbiennes étudiées ont 

été repiquées sur des milieux de culture appropriés (Annexes) afin d’assurer leur revivification 

et l’obtention de cultures pures et actives. Le repiquage a été réalisé dans des conditions 

aseptiques à partir des souches conservées, suivi d’une incubation à une température adaptée 

au microorganisme étudié. Cette étape permet de garantir la viabilité, la pureté et la 

standardisation de l’inoculum utilisé lors des tests d’activité antimicrobienne. 
 

3.5.3.2. Examen macroscopique  

 L’examen macroscopique des souches étudiées a été réalisé après incubation afin 

d’observer les caractéristiques morphologiques des colonies développées sur les milieux de 

culture. Cette étape a permis d’évaluer plusieurs paramètres, notamment la taille, la forme, la 

couleur, l’aspect de surface, le relief, les contours ainsi que la consistance des colonies. 

L’observation macroscopique constitue une étape préliminaire importante dans l’identification 

des microorganismes et dans l’appréciation de la pureté des souches utilisées pour les essais 

d’activité antimicrobienne (Prescott et al., 2017). 
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3.5.3.3. Examen microscopique 

L’examen microscopique permet d’observer la morphologie et l’organisation des 

cellules microbiennes après coloration, notamment l’examen a état frais et après coloration de 

Gram. Il constitue une étape importante pour l’identification préliminaire des microorganismes 

et l’interprétation des résultats microbiologiques (Willey et al., 2020). 
 

a. Examen à l’état frais 

L’examen à l’état frais est une technique microscopique permettant l’observation 

directe des microorganismes vivants dans une goutte de suspension sans fixation ni coloration. 

Il est principalement utilisé pour étudier la mobilité bactérienne, la forme cellulaire et 

l’organisation des cellules dans leur état naturel. Cette méthode rapide fournit des informations 

préliminaires utiles pour l’orientation du diagnostic microbiologique (Madigan et al., 2021). 

b. La coloration de Gram 

 La coloration de Gram est une technique microbiologique fondamentale permettant de 

différencier les bactéries selon la structure de leur paroi cellulaire en bactéries Gram positif ou 

Gram négatif. Elle permet également d’observer leur morphologie (coques ou bâtonnets) ainsi 

que leur mode de regroupement. Réalisée selon le protocole standard, cette coloration constitue 

une étape essentielle (annexes) de l’identification préliminaire des bactéries. Les observations 

ont été effectuées au microscope optique (Cappuccino et Sherman, 2014). 
 

3.5.3.4. Tests biochimiques  

a. Test de catalase 

 Le test de catalase est une méthode microbiologique utilisée pour mettre en évidence la 

présence de l’enzyme catalase chez les bactéries. Cette enzyme permet de dégrader le peroxyde 

d’hydrogène (H₂O₂), composé toxique produit lors du métabolisme aérobie, en eau (H₂O) et en 

oxygène (O₂). Le test consiste à déposer quelques gouttes de peroxyde d’hydrogène sur une 

lame de verre propre, puis à y ajouter une colonie bactérienne prélevée à l’aide d’une anse de 

platine. L’apparition immédiate de bulles de dioxygène indique un résultat positif, confirmant 

la présence de l’enzyme catalase (ASM Protocols, 2024). 

b. Test d’oxydase  

Le test d'oxydase permet une identification présomptive de certaines bactéries qui 

produisent l'enzyme cytochrome oxydase. Le principe consiste à appliquer sur les disques de 

N-méthylé du paraphénylène diamine, quelques colonies bactériennes à l’aide d'une anse de 

platine stérile. On obtient instantanément une coloration violette si la réaction est positive 

(Hafed et al., 2015). 
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3.5.3.5. Évaluation de l'activité antimicrobienne du colorant E129 

3.5.3.5.1. Préparation de la solution du colorant 

 Une quantité de 10 mg a été pesée à l’aide d’une balance de précision, puis dissoute 

dans 1 ml d’eau distillée contenu dans un tube à hémolyse. La solution obtenue a été 

homogénéisée à l’aide d’un agitateur vortex, puis filtrée à travers un microfiltre de 0,22 µm de 

porosité. 
 

3.5.3.5.2. Préparation de l'inoculum  

 L’inoculum a été préparé à partir d’une culture jeune. Quelques colonies ont été 

prélevées à l’aide d’un écouvillon stérile puis mises en suspension dans un tube contenant 9 ml 

d’eau physiologique stérile. La suspension obtenue a été homogénéisée et sa turbidité ajustée 

à 0,5 McFarlane, correspondant à environ 1 à 2 × 10⁸ UFC/mL, en vérifiant la densité optique 

comprise entre 0,08 et 0,1 à 504 nm à l’aide d’un spectrophotomètre UV-visible (Amara et al., 

2022). 
 

3.5.3.5.3. Ensemencement et dépôt des disques 

La méthode utilisée pour évaluer l’activité antimicrobienne du Rouge Allura AC permet 

d’apprécier son effet sur les microorganismes testés en mesurant le diamètre des zones 

d’inhibition. L’activité antimicrobienne a été déterminée par la méthode de diffusion sur gélose 

(fig. 8), une technique classique utilisée pour évaluer la sensibilité des microorganismes aux 

agents antimicrobiens (OMS, 2005). 

Des boîtes de Petri (90 mm) ont été préparées en coulant 18 ml de gélose Mueller Hinton 

(MH), puis laissées solidifier et sécher sur une surface plane. Les suspensions microbiennes 

ajustées ont ensuite été ensemencées par écouvillonnage à l’aide d’écouvillons stériles afin 

d’obtenir une nappe microbienne homogène. Des disques stériles de papier filtre (6 mm de 

diamètre) ont été déposés à la surface de la gélose, puis imbibés avec 10 µl de la solution du 

colorant à l’aide d’une micropipette. Les boîtes ont été incubées à 37 °C pendant 24 heures 

pour les souches bactériennes et a 30 °C pendant 48 heures pour Condida albicans. 

Après incubation, les diamètres des zones d’inhibition ont été mesurés et interprétés 

selon Moreira et al. (2015) comme suit : résistante (R) pour un diamètre de 10 mm, sensible 

(S) entre 10 et 14 mm, très sensible (TS) entre 15 et 19 mm, et extrêmement sensible (ES) pour 

un diamètre supérieur à 20 mm. 

 

 

 



Chapitre 3. Matériel et Méthodes 

  

 

38 

 

. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Eau 
physiologique 
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Figure 8. Évaluation de l’activité antimicrobienne du colorant Rouge allura AC (E129). 
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3.6. Dégradation du colorant E129 et analyse des sous-produits 

3.6.1. Dégradation chimique 

 La réaction de Fenton est un procédé d’oxydation avancée largement utilisé pour la 

dégradation des composés organiques, notamment des colorants azoïques tels que le rouge 

allura (E129). Ce procédé repose sur la réaction entre le peroxyde d’hydrogène (H₂O₂) et les 

ions ferreux (Fe²⁺), conduisant à la formation de radicaux hydroxyles (•OH), qui sont des agents 

oxydants très puissants capables d’attaquer et de décomposer les molécules organiques en 

composés plus simples comme le CO₂, H₂O et les ions minéraux. Les paramètres influençant 

l’efficacité de cette réaction sont principalement le pH, optimal autour de 2,5–3, ainsi que les 

concentrations en H₂O₂ et en Fe²⁺, la température et le temps de réaction (Babuponnusami et 

Muthukumar, 2014). 
 

3.6.1.1. Cinétique de dégradation  

Dans cette étude, la cinétique de dégradation chimique du colorant E129 a été suivie 

par spectrophotométrie UV-Visible. Une solution de 85 ml à 30 mg/L a été préparée dans un 

bécher sous agitation continue afin d’assurer l’homogénéité du milieu réactionnel. Après ajout 

de 10 mL d’une solution de fer (1 mmol/l) et ajustement du pH à 3. Un volume de 5 ml de 

peroxyde d’hydrogène (H₂O₂, 30 %) a été introduit afin d’initier la réaction de Fenton. Des 

aliquotes ont ensuite été prélevées à différents temps (0, 5, 10, 15, 20, 25 et 30 minutes) pour 

mesurer l’absorbance à la longueur d’onde maximale (λmax = 504 nm). Le suivi de la 

décoloration a été effectué par le calcul du pourcentage de décoloration selon la relation 

suivante :  

%	𝑑𝑒	𝑑é𝑐𝑜𝑙𝑜𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 = [𝐴3 − 𝐴+/𝐴3] × 100 

Avec : 
A₀ : Représente l’absorbance initiale, 
At : Absorbance à l’instant t. 
 

3.6.1.2. Extraction des sous-produits 

Après 13 minutes de réaction, l’ajout de thiosulfate de sodium et d’EDTA permet de 

stopper la réaction de Fenton en neutralisant le peroxyde d’hydrogène résiduel et en chélatant 

les ions fer responsables des processus d’oxydation. Le pH est ensuite ajusté à 2 par addition 

d’acide chlorhydrique concentré afin de stabiliser les produits de dégradation et de faciliter leur 

extraction (Pignatello et al., 2006). 

Une extraction liquide-liquide a ensuite été réalisée afin d’isoler les composés de 

dégradation, par trois extractions successives avec de l’acétate d’éthyle (v/v). Les phases 
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aqueuse et organique ont été séparées à l’aide d’une ampoule à décanter, puis la phase 

organique a été séchée sur du sulfate de sodium anhydre afin d’éliminer les traces d’eau 

résiduelles. Enfin, le solvant a été évaporé sous vide à l’aide d’un évaporateur rotatif à 40 °C. 
 

3.6.1.3. Identification et caractérisation des sous-produits par chromatographie (CCM) 

 La chromatographie sur couche mince (CCM) est une technique simple et rapide 

permettant la séparation et l’identification des composés en fonction de leur migration entre 

une phase stationnaire (silice) et une phase mobile. Dans cette étude, des plaques de silice ont 

été utilisées avec un système d’élution constitué de butanol/acide acétique/eau (4:1:5). Deux 

dépôts ont été effectués sur chaque plaque, l’un correspondant au colorant pur et l’autre au 

colorant après dégradation, afin de permettre la comparaison des profils chromatographiques. 

Après développement dans une cuve saturée, les taches ont été visualisées sous UV, 

puis révélées chimiquement à la ninhydrine. D’après Starek (2025), le rapport frontal (Rf) de 

chaque composé a ensuite été calculé selon la relation suivante : 

𝑹𝒇 =
𝑑𝑖𝑠𝑡𝑎𝑛𝑐𝑒	𝑝𝑎𝑟𝑐𝑜𝑢𝑟𝑢𝑒	𝑝𝑎𝑟	𝑙𝑎	𝑡𝑎𝑐ℎ𝑒

𝑑𝑖𝑠𝑡𝑎𝑛𝑐𝑒	𝑝𝑎𝑟𝑐𝑜𝑢𝑟𝑢𝑒	𝑝𝑎𝑟	𝑙𝑒	𝑓𝑟𝑜𝑛𝑡	𝑑𝑢	𝑠𝑜𝑙𝑣𝑎𝑛𝑡		 

 

3.6.2. Dégradation biologique (microbienne) 

3.6.2.1. Cinétique de la dégradation microbienne 

 La dégradation biologique du colorant E129 a été réalisée à l’aide de bactéries et d’une 

levure. Pour cette étude, un milieu minéral minimal (MMM) a été préparé à partir de différents 

sels minéraux, notamment KH₂PO₄, K₂HPO₄, MgSO₄ et NH₄NO₃, ainsi que du glucose dissous 

dans de l’eau distillée. Le milieu obtenu a ensuite été stérilisé à l’autoclave à 121 °C pendant 

20 minutes (Ngo et Tischler, 2022). 

Après refroidissement, le milieu a été réparti dans des flacons à raison de 90 ml par 

flacon, puis complété par 10 ml d’une solution de colorant E129 à 30 mg/L. Chaque flacon a 

ensuite été ensemencé aseptiquement avec 1 ml d’un inoculum microbien standardisé à 10⁷ 

UFC/ml. Les cultures ont été incubées sous agitation continue à 150 tpm pendant 72 heures, à 

une température comprise entre 30 et 37 °C selon le microorganisme utilisé, dans des 

conditions aérobies ou anaérobies adaptées à ses exigences physiologiques (Chen, 2006). 

Au cours de l’incubation, des aliquotes de 1 ml ont été prélevées à différents temps (0, 6, 12, 

24, 48 et 72 heures), puis centrifugées à 8000 tpm pendant 10 minutes afin de séparer les 

cellules microbiennes du milieu. L’absorbance du surnageant a ensuite été mesurée à la 

longueur d’onde maximale du colorant (λmax = 504 nm) afin de suivre l’évolution du 

pourcentage de dégradation au cours du temps. 
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3.6.2.2. Extraction des sous-produits de dégradation 

Le pH du surnageant a ensuite été ajusté à 2, puis trois extractions liquide-liquide 

successives à l’acétate d’éthyle (v/v) ont été réalisées. La phase organique récupérée a été 

séchée sur du sulfate de sodium anhydre, avant évaporation du solvant sous vide afin d’obtenir 

les sous-produits de dégradation. 
 

3.6.2.3. Identification et caractérisation des sous-produits par chromatographie (CCM, 

HPLC) 

 L’identification des métabolites issus de la dégradation du colorant E129 est réalisée 

par chromatographie sur couche mince (CCM) et par chromatographie liquide haute 

performance (HPLC). La CCM est effectuée selon le protocole décrit précédemment. Les 

rapports frontaux (Rf) des composés obtenus sont ensuite comparés à ceux des produits issus 

de la dégradation chimique. 

L’analyse chromatographique du colorant Rouge Allura (E129) a été réalisée au Centre 

de Recherche en Analyses Physico-Chimiques (CRAPC) de Bou Ismaïl, Tipaza, Algérie.  

Le dosage a été effectué par chromatographie liquide haute performance (HPLC) à 

l’aide d’un système Agilent 1100 (fig. 9) piloté par le logiciel ChemStation. La séparation 

chromatographique a été réalisée sur une colonne C18 (250 × 

4,6 mm ; 5 µm) maintenue à 25 °C. L’élution a été conduite 

en mode gradient avec un débit de 0,4 mL/min et un volume 

d’injection de 20 µL. La phase mobile était constituée 

d’acétate d’ammonium 1 mM dans l’eau ultrapure (phase A) 

et d’acétate d’ammonium 1 mM dans le méthanol (phase B). 

Le programme de gradient a débuté avec 85 % de phase A et 

15 % de phase B pendant 2 min, puis a évolué 

progressivement jusqu’à 5 % de phase A et 95 % de phase B 

à 12 min, avant un retour aux conditions initiales pour la 

rééquilibration de la colonne. Le temps total d’analyse a été 

de 16 min. La détection a été assurée par un détecteur UV-

Visible réglé à 504 nm, longueur d’onde correspondant au 

maximum d’absorption du colorant rouge allura.  

 

 

 

Figure 9. Chromatographie liquide haute 
performance (HPLC) à l’aide d’un 

système Agilent 1100. 
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3.6.3. Activité antimicrobienne des sous-produits de dégradation biologique 

L’activité antimicrobienne des sous-produits issus de la dégradation du colorant E129 

a été évaluée par la méthode de diffusion sur gélose. Cette méthode a permis d’estimer l’effet 

inhibiteur des sous-produits obtenus vis-à-vis des microorganismes testés. 

Une suspension microbienne fraîche a été préparée puis ajustée à une turbidité 

équivalente à 0,5 McFarland. La surface d’une gélose Mueller-Hinton a ensuite été ensemencée 

à l’aide d’un écouvillon stérile. Après séchage de la surface, des disques stériles ont été déposés 

sur la gélose, puis imbibés avec 15 µl des sous-produits préalablement préparés dans le DMSO 

(2 %). Un témoin négatif (DMSO seul) a également été testé. 

Les boîtes ont ensuite été incubées à 37 °C pendant 24 heures pour les souches bactériennes et 

à 30 °C pendant 48 heures pour Candida albicans. Après incubation, l’activité antimicrobienne 

a été évaluée par la mesure du diamètre des zones d’inhibition autour des disques, exprimé en 

millimètres (EUCAST, 2025). 
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Le présent travail a porté sur l’évaluation de l’impact du colorant alimentaire 

synthétique Rouge Allura AC (E129) sur différents microorganismes. Cette étude a également 

permis d’examiner la biodégradation du colorant E129 ainsi que l’activité antimicrobienne des 

sous-produits générés, dans le but d’évaluer l’efficacité des méthodes analytiques et 

microbiologiques employées. 
 

4.1. Dosage du colorant E129 dans les produits alimentaires par spectrophotométrie UV-

Visible 

4.1.1. Élaboration de la courbe d’étalonnage du colorant E129 

 La courbe d’étalonnage du Rouge Allura AC (fig. 10) a été établie à partir des solutions 

standards de concentrations comprises entre 1 et 8 mg/L.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Les mesures d’absorbance effectuées à la longueur d’onde maximale d’absorption 

(λmax = 504 nm) ont permis d’obtenir une relation linéaire entre l’absorbance et la 

concentration du colorant, décrite par l’équation : 

[A = 0,0495C - 0,0015] 

Avec un coefficient de détermination élevé (R2 = 0,9986). 

La valeur élevée de (R2) indique une excellente corrélation entre la concentration du 

colorant et l’absorbance mesurée, démontrant la bonne linéarité de la méthode dans le domaine 

de concentrations étudié. Cette linéarité est conforme à la loi de Beer-Lambert, selon laquelle 

l’absorbance est proportionnelle à la concentration de l’espèce absorbante.  

y = 0,0491x - 0,0015
R² = 0,9986
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Figure 10. Courbe d’étalonnage du colorant rouge allura AC (E129) par 
spectrophotométrie UV-Vis. 
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Ces résultats confirment la fiabilité et la précision de la méthode spectrophotométrique 

utilisée pour le dosage du Rouge Allura AC dans les produits alimentaires. La courbe 

d’étalonnage obtenue constitue ainsi un outil analytique fiable pour la détermination 

quantitative du colorant dans les échantillons étudiés. 
 

4.1.2. Détermination de la concentration 

  Les concentrations de Rouge Allura AC (E129) déterminées dans les différents 

produits alimentaires montrent une variabilité importante selon la nature de la matrice analysée 

(tableau 3).  

Le dosage du Rouge Allura AC (E129) dans différents produits alimentaires a révélé des 

concentrations variables selon la nature de l’aliment. Les teneurs (fig. 11) les plus élevées ont 

été enregistrées dans le kachir (65,92 mg/L) et la boisson (65,10 mg/L), tandis que des 

concentrations plus faibles ont été observées dans la confiture (34,08 mg/L) et le yaourt 

aromatisé (8,45 mg/L). En tenant compte des quantités consommables de chaque produit, la 

charge en colorant E129 a été estimée à 316,4 mg pour la charcuterie, 20,83 mg pour la boisson, 

12,95 mg pour la confiture et 1,44 mg pour le yaourt. 

 

Tableau 3. Dosage du colorant E129 dans différents produits alimentaires et leur DJA. 
 

Produit 
Quantité du 

E129 (en mg) 

DJA 

(mg /Kg/jour) 

Enfant 

(20 Kg) 

Adulte 

(70 Kg) 

Boisson (320 ml) 20,83 

7 

(EFSA, 2009) 

140 

mg/jour 

490 

mg/jour 

Yaourt aromatisé 

gout fraise (170 ml) 
1,44 

Confiture (380 g) 12,95 

Kachir (480 g) 316,4 

   

La comparaison de ces valeurs avec la dose journalière admissible (DJA) fixée à 7 

mg/kg de poids corporel/jour par l’EFSA montre qu’aucun des produits analysés ne dépasse 

individuellement la DJA pour un adulte moyen de 70 kg (490 mg/jour). Toutefois, la 

charcuterie présente une teneur particulièrement élevée et constitue la principale source 

d’exposition au colorant parmi les produits étudiés. La consommation simultanée de plusieurs 

aliments contenant du E129 pourrait ainsi contribuer à une augmentation notable de l’apport 

quotidien total. 
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Ces résultats sont cohérents avec ceux rapportés par Amchova et al. (2015), qui ont 

montré que les colorants azoïques, dont le Rouge Allura AC, sont largement utilisés dans les 

boissons, les produits de confiserie et les produits carnés transformés, où leurs concentrations 

peuvent varier considérablement selon les formulations industrielles. De même, Shah et al. 

(2023) ont observé des teneurs élevées en colorants synthétiques dans certaines denrées 

alimentaires transformées, soulignant que les produits carnés et les boissons colorées figurent 

parmi les principales sources d’exposition alimentaire. 

Par ailleurs, la concentration relativement faible observée dans le yaourt aromatisé peut 

s’expliquer par l’utilisation de quantités plus limitées de colorant, destinées uniquement à 

renforcer la couleur du produit. Des observations similaires ont été rapportées par Scotter et 

Castle (2004), qui ont montré que les produits laitiers aromatisés contiennent généralement 

des teneurs plus faibles en colorants synthétiques que les boissons et les produits de charcuterie. 

Dans l’ensemble, les concentrations de Rouge Allura AC (E129) mesurées dans les 

produits analysés varient selon leur nature et leur procédé de fabrication, avec des teneurs plus 

élevées dans les produits carnés transformés, notamment le kachir, traduisant une exposition 

non négligeable du consommateur. Bien que ces niveaux restent globalement compatibles avec 

les limites de sécurité établies pour la population générale, une surveillance régulière demeure 
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Figure 11. Évaluation de la concentration du colorant E129 dans les 
produits alimentaires analysés. 
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nécessaire, en particulier pour les produits fortement colorés et les populations sensibles, 

notamment les enfants, en raison de leur exposition plus élevée par rapport au poids corporel. 

Dans ce contexte, et afin d’approfondir la compréhension du devenir de ce colorant, 

l’étude s’est orientée vers l’analyse de sa dégradation ainsi que vers l’identification et 

l’évaluation des sous-produits formés. Cette étape est essentielle pour appréhender non 

seulement l’efficacité des procédés de transformation appliqués, mais également l’impact 

potentiel des produits de dégradation sur le plan environnemental et sanitaire. 
 

4.2. Évaluation des activités biologiques du colorant rouge allura AC (E129) 

4.2.1. Vérification de la pureté du colorant E129 par spectrophotométrie UV-Visible 

Les résultats de l’analyse par spectrophotométrie UV-Visible ont montré un maximum 

d’absorbance du colorant E129 autour de 505–507 nm (fig. 12), confirmant ainsi son identité 

et sa pureté. Ces résultats sont en accord avec ceux rapportés par Thani (2018), qui a montré 

que l’E129 possède un pic d’absorption caractéristique dans cette région spectrale. Selon Kaur 

et Gupta (2012), les colorants azoïques tels que le Rouge Allura AC présentent des spectres 

d’absorption spécifiques permettant leur détection et leur suivi dans différentes matrices 

alimentaires les résultats obtenus au cours de cette étude concordent donc avec les données de 

la littérature, ce qui confirme l’efficacité de la méthode utilisée. 

 

Figure 12. Absorbance maximale du rouge allura AC (E129) par spectrophotométrie UV-visible. 
 
 

λmax 
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4.2.2. Activité antioxydant 

 Les résultats obtenus par la méthode de piégeage du radical DPPH ont montré que le 

colorant E129 présente une très faible activité antioxydante comparativement à la vitamine C 

utilisée comme référence (annexes). Cette différence peut être attribuée au fort pouvoir 

réducteur de la vitamine C, capable de neutraliser rapidement les radicaux libres par donation 

d’électrons ou d’atomes d’hydrogène. En revanche, le colorant E129 possède une capacité 

limitée de piégeage des radicaux libres, ce qui explique son faible pourcentage d’inhibition. La 

littérature indique que certains colorants synthétiques présentent une activité antioxydante 

faible ou limitée par rapport aux antioxydants naturels riches en composés réducteurs (Prior 

et al., 2005). 
 

4.2.3. Activité antimicrobienne 

4.2.3.1. Examen macroscopique  

 Après incubation, l’examen macroscopique (fig. 13) a permis une identification 

présomptive des différentes souches grâce à leurs caractéristiques culturales typiques. 

Escherichia coli a présenté des colonies lisses et grisâtres, tandis que Klebsiella pneumoniae a 

formé des colonies mucoïdes et brillantes, en accord avec Murray et al. (2020). Proteus 

mirabilis a montré un phénomène de swarming caractéristique, décrit également dans Bergey's 

Manual of Systematic Bacteriology par De Vos et al. (2009), et Citrobacter freundii des 

colonies lisses de taille moyenne. 

Pseudomonas aeruginosa a développé des colonies pigmentées verdâtres, Staphylococcus 

aureus des colonies jaune doré, et Bacillus cereus des colonies larges et rugueuses, 

conformément aux descriptions de Riedel et al. (2019). Enfin, Candida albicans a présenté des 

colonies crémeuses blanches, parfois plus rugueuses avec l’âge, confirmant son dimorphisme 

selon De Hoog et al. (2019). 
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Figure 13. Aspect macroscopique de différentes souches sur les milieux gélosés 
appropriés. 

 

Escherichia coli ATCC 25922 Klebsiella pneumoniae ATCC 700603 Proteus mirabilis ATCC 35659 

Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 Staphylococcus aureus ATCC 25923 

Bacillus cereus ATCC 10876 Bacillus cereus ATCC 11778 Candida albicans ATCC 10231 

Citrobacter freundii ATCC 13316 
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4.2.3.2. Examen microscopique 

a. Examen à l’état frais 

 L’examen à l’état frais des différentes souches a permis d’observer leurs 

caractéristiques morphologiques ainsi que leur mobilité (tableau 4). Escherichia coli, Proteus 

mirabilis et Pseudomonas aeruginosa ont présenté une mobilité active grâce à leurs flagelles, 

tandis que Klebsiella pneumoniae est apparue immobile, conformément aux observations 

rapportées par Willey et al. (2020). Staphylococcus aureus a été observé sous forme de cocci 

regroupés en amas sans mobilité, alors que Bacillus cereus a montré des bacilles mobiles, 

caractéristiques des Bacillus sporulés. 

Par ailleurs, Candida albicans a révélé des cellules levuriformes bourgeonnantes 

accompagnées parfois de pseudofilaments, ce qui concorde avec les descriptions de Koneman 

et al. (2017). L’ensemble des observations obtenues est en accord avec les données classiques 

de microbiologie et a contribué à l’identification présomptive des souches étudiées. 
 

b. La coloration de Gram 

 Après coloration de Gram, l’examen microscopique (fig. 14) des différentes souches a 

révélé des caractéristiques morphologiques typiques concordant avec les données de la 

littérature. Escherichia coli, Klebsiella pneumoniae, Proteus mirabilis, Citrobacter freundii et 

Pseudomonas aeruginosa ont été observées sous forme de bacilles Gram négatif, ce qui 

correspond aux descriptions rapportées par Riedel et al. (2019) et Murray et al. (2020). 

Staphylococcus aureus a présenté des coques Gram positif disposées en amas 

caractéristiques, similaires aux observations décrites dans les travaux de microbiologie 

clinique. Bacillus cereus est apparu sous forme de grands bacilles Gram positif sporulés, en 

accord avec les descriptions de (De Vos et al., 2009), concernant les Bacillus sporulés. 

Par ailleurs, Candida albicans a présenté des cellules levuriformes ovalaires 

bourgeonnantes, parfois accompagnées de pseudofilaments, conformément aux descriptions 

rapportées dans Medical Mycology selon de Hoog et al. (2019). L’ensemble des observations 

microscopiques obtenues (tableau 4), concorde avec les caractéristiques morphologiques 

classiques décrites dans la littérature et a permis de confirmer l’identification présomptive des 

souches étudiées. 
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Bacillus cereus ATCC 11778 

 

 

 

 

Figure 14. Aspect microscopique de différentes souches après coloration de Gram au 
grossissement X100. 

Escherichia coli ATCC 25922 Klebsiella pneumoniae ATCC 700603 Proteus mirabilis ATCC 356 59 

Citrobacter freundii ATCC 13316 Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 Staphylococcus aureus ATCC 25923 

Bacillus cereus ATCC 10876 Bacillus cereus ATCC 11778 Candida albicans ATCC 10231 
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4.2.3.3. Tests biochimiques 

 Les tests de la catalase et de l’oxydase (tableau 4) ont permis de préciser les profils 

biochimiques des souches étudiées et de contribuer à leur identification présomptive. Les 

souches de Staphylococcus aureus et Bacillus cereus ont présenté une activité catalase positive, 

traduite par un dégagement immédiat de bulles (fig. 15), confirmant leur capacité à dégrader le 

peroxyde d’hydrogène se la réaction suivante : 

𝟐𝑯𝟐𝑶𝟐→ 𝟐𝑯𝟐𝑶 + 𝑶𝟐 

 

 

 

 

À l’inverse, le test de l’oxydase a révélé une réaction positive uniquement chez 

Pseudomonas aeruginosa et Bacillus cereus, caractérisée par l’apparition rapide d’une 

coloration violette (fig. 16), alors que les entérobactéries (Escherichia coli, Klebsiella 

pneumoniae, Proteus mirabilis et Citrobacter freundii) ont montré une réaction négative. 

 

 

 

 

Ces résultats sont conformes aux données rapportées dans la littérature 

microbiologique, notamment par Mahon et al. (2022) et Collins et al. (2016). 
 

Tableau 4. Résultats des examens microscopique et biochimiques des souches étudiées. 

 

 

Souches Mobilité Gram Oxydase Catalase 
Escherichia coli ATCC 25922 + - - + 
Klebsiella pneumoniae ATCC 700603 - - - + 
Proteus mirabilis ATCC 35659 + - - + 
Citrobacter freundii ATCC 13316 + - - + 
Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 + - + + 
Staphylococcus aureus ATCC 25923 - + - + 
Bacillus cereus ATCC 10876 + + + + 
Bacillus cereus ATCC 11778 + + + + 
Candida albicans ATCC 10231 - + - + 

Catalase+ Temoin 

Oxydase + Temoin 

Figure 15. Test de catalase. 

Figure 16. Test d’oxydase. 
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4.2.4. Évaluation de l'activité antimicrobienne du colorant E129 

 L’évaluation de l’activité antimicrobienne du Rouge Allura AC (E129) vis-à-vis de 

plusieurs microorganismes, notamment Escherichia coli, Klebsiella pneumoniae, Proteus 

mirabilis, Citrobacter freundii, Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus aureus, Bacillus 

cereus et Candida albicans, n’a révélé aucune zone d’inhibition autour du colorant. Ces 

résultats indiquent l’absence d’effet antimicrobien du Rouge Allura AC dans les conditions 

expérimentales adoptées. 

Cette absence d’activité peut être attribuée à la nature du colorant. En effet, le Rouge 

Allura AC est un colorant azoïque synthétique destiné principalement à la coloration des 

produits alimentaires et ne possède pas de propriétés antimicrobiennes reconnues. Les travaux 

d’Amchova et al. (2015) soulignent d’ailleurs que les recherches portant sur ce composé 

concernent essentiellement sa toxicité, son métabolisme et ses mécanismes de dégradation 

plutôt que ses effets inhibiteurs sur les microorganismes. 

Les résultats obtenus concordent avec ceux rapportés par Hovor et al. (2023), qui ont 

montré que le Rouge Allura AC présentait une activité antibactérienne très faible, voire 

inexistante, comparativement à d’autres colorants alimentaires tels que l’érythrosine (E127). 

De plus, plusieurs études ont démontré que certaines bactéries sont capables de biodégrader les 

colorants azoïques grâce à la production d’azoréductases, enzymes qui réduisent la liaison 

azoïque sans affecter leur croissance (Foley et al., 2023). Cette capacité de biodégradation 

pourrait contribuer à l’absence d’effet inhibiteur observée. 

Dans l’ensemble, les résultats confirment que le Rouge Allura AC (E129) ne possède 

pas d’activité antimicrobienne significative contre les bactéries Gram négatif, les bactéries 

Gram positif et la levure Candida albicans. Son intérêt dans l’industrie alimentaire demeure 

donc essentiellement lié à son pouvoir colorant plutôt qu’à une éventuelle action conservatrice. 

Dans ce contexte, et afin de mieux comprendre son comportement environnemental ainsi que 

son devenir après exposition aux systèmes biologiques ou physico-chimiques, l’étude a été 

orientée vers l’évaluation de sa dégradation. Cette étape vise à analyser la transformation du 

colorant E129 et à identifier les éventuels sous-produits formés, dont la nature et la toxicité 

potentielle peuvent présenter un intérêt majeur sur le plan environnemental et sanitaire. 
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4.4. Dégradation du colorant E129 et analyse des sous-produits 

4.4.1. Dégradation chimique  

 Les résultats obtenus dans cette étude concordent avec les données de la littérature 

relatives à la dégradation des colorants azoïques par le procédé de Fenton. Une décoloration 

complète du Rouge Allura AC a été observée après 30 minutes de traitement, indiquant une 

cinétique de dégradation rapide, marquée par une diminution progressive et significative de 

l’absorbance au cours du temps (tableau 5 et fig. 17). Ce comportement reflète la forte réactivité 

des radicaux hydroxyles (•OH) générés au cours de la réaction. Avec un pourcentage de 

dégradation égal à 80,86%. 
 

Tableau 5. Cinétique de la dégradation chimique du colorant E129 en fonction du temps. 

Temps (min) 0 5 10 15 20 25 30 

Absorbance 1,113 0,233 0,108 0,069 0,035 0,017 0,009 
 

Des résultats comparables ont été rapportés par Thiam et al. (2015), qui ont montré une 

dégradation rapide du Rouge Allura AC par les procédés électro-Fenton et photoélectro-

Fenton, avec une disparition du colorant dès les premières minutes de traitement avec un taux 

de dégradation de 96%. De leur côté, Hsueh et al. (2005) ont également mis en évidence des 

cinétiques de décoloration élevées pour plusieurs colorants azoïques, notamment le Reactive 

Black 5 et l’Orange G, sous l’action du réactif de Fenton. 

L’ensemble de ces études confirme que la dégradation suit généralement une cinétique 

rapide, où la vitesse de réaction dépend principalement de la concentration du colorant.  
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Figure 17.  Suivie de la dégradation chimique du colorant E129 en fonction du temps 
par spectrophotométrie UV-Vis. 
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4.4.1.1. Extraction des sous-produits 

Les résultats de l’étape d’extraction des sous-produits de dégradation du colorant E129 

ont montré une séparation efficace des composés formés après traitement. Après acidification 

du milieu et réalisation des extractions successives par solvant organique, une phase organique 

nettement distincte a été obtenue. L’évaporation du solvant a permis de récupérer un résidu 

contenant les produits de transformation du colorant. L’aspect et la quantité de ce résidu 

témoignent de la présence de composés issus de la dégradation du Rouge Allura AC, qui seront 

par la suite soumis à une analyse approfondie afin d’en déterminer la nature et la structure 

chimique. 
 

4.4.1.2. Identification et caractérisation des sous-produits par chromatographie (CCM) 

 L’analyse par chromatographie sur couche mince (CCM) des extraits issus de la 

dégradation du Rouge Allura AC (fig. 18) a mis en évidence une modification nette du profil 

chromatographique après traitement. La tache correspondant au colorant initial (Rf ≈ 0,13) a 

présenté une diminution significative de son intensité, voire une quasi-disparition, traduisant 

sa dégradation. Parallèlement, l’apparition de plusieurs 

nouvelles taches visibles sous UV a été observée, indiquant la 

formation de différents composés secondaires. Ces résultats 

confirment la génération de sous-produits de dégradation 

présentant des polarités variées, probablement issus de l’attaque 

du colorant par les radicaux hydroxyles (•OH) et de la rupture 

des liaisons azoïques (-N=N-). 

Les rapports frontaux (Rf) calculés pour les principales tâches 

sont les suivants : 

• Tache rouge (E129 résiduel) : Rf ≈0,13 

• Tache bleue (zone basse) : Rf ≈0,11 

• Tache fluorescente haute (près du front du solvant) : Rf ≈0,94 

Ces observations sont en accord avec les travaux de Dhaouadi 

et Adhoum (2009), qui ont mis en évidence la formation de 

plusieurs intermédiaires lors de la dégradation oxydative de 

colorants azoïques par électro-Fenton.  

 

 

 

Figure 18. Identification et 
caractérisation des sous-produits par 

chromatographie (CCM). 
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De même, Babuponnusami et Muthukumar (2014) ont rapporté la formation transitoire 

d’amines aromatiques et d’autres composés intermédiaires après leur minéralisation.  

Ces résultats confirment l’efficacité du procédé de Fenton dans la dégradation du 

colorant E129 et la formation d’intermédiaires réactionnels au cours du processus d’oxydation. 
 

4.4.2. Dégradation biologique (microbienne) 

 L’étude de la cinétique de biodégradation du Rouge Allura AC (E129) a montré que 

parmi les microorganismes testés, Klebsiella pneumoniae, Pseudomonas aeruginosa, 

Escherichia coli et Bacillus cereus ont démontré une capacité notable à dégrader le colorant au 

cours de l’incubation (tableau 6). Cette dégradation s’est traduite par une diminution 

progressive de l’intensité de la coloration et de l’absorbance du milieu (fig. 19), indiquant la 

transformation du colorant en composés intermédiaires sous l’action du métabolisme bactérien. 

En revanche, les autres souches testées ont présenté une faible capacité de dégradation ou n’ont 

montré qu’une décoloration limitée dans les conditions expérimentales utilisées. 
 

Tableau 6. Cinétique de la biodégradation du colorant E129 en fonction du temps. 

  Temps (heure) 

  0 6 12 24 36 48 60 72 

So
uc

he
s m

ic
ro

bi
en

ne
s 

Escherichia coli 
ATCC 25922 

0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 0,140 0,123 0,095 

Klebsiella 
pneumoniae 

ATCC 700603 

0,153 0,127 0,105 0,07 0,062 0,044 0,042 0,042 

Proteus mirabilis 
ATCC 35659 

0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 

Citrobacter 
freundii ATCC 

13316 

0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 

Pseudomonas 
aeruginosa 

ATCC 27853 

0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 0,153 0,140 

Staphylococcus 
aureus ATCC 

25923 

0,153 0,150 0,144 0,14 0,138 0,13 0,128 0,127 

Bacillus cereus 
ATCC 10876 

0,153 0,133 0,121 0,12 0,114 0,11 0,1 0,067 

Bacillus cereus 
ATCC 11778 

0,153 0,133 0,12 0,12 0,118 0,114 0,11 0,065 

Candida albicans 
ATCC 10231 

0,153 0,150 0,15 0,15 0,15 0,15 0,15 0,15 
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Ces résultats sont en accord avec les données de la littérature concernant la 

biodégradation des colorants azoïques. Saratale et al. (2011) ont rapporté que des bactéries 

appartenant aux genres Pseudomonas, Bacillus, Escherichia et Klebsiella possèdent des 

systèmes enzymatiques, notamment des azoréductases, capables de réduire les liaisons 

azoïques (-N=N-) et de favoriser la décoloration des colorants synthétiques. De même, Solís et 

al. (2012) ont montré que la biodégradation des colorants azoïques est généralement 

caractérisée par une diminution progressive de leur concentration.  

Les résultats obtenus dans cette étude confirment ainsi le potentiel de K. pneumoniae, 

P. aeruginosa, E. coli et B. cereus pour la biodégradation du Rouge Allura AC. 
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Figure 19. Suivie de la biodégradation du colorant E129 en fonction du temps par 
spectrophotométrie UV-Vis. 
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4.4.2.1. Extraction des sous-produits de la biodégradation 

L’extraction des sous-produits issus de la biodégradation du colorant E129 a permis 

d’obtenir une phase organique contenant les composés formés après traitement. Après 

acidification du milieu réactionnel et réalisation de plusieurs extractions liquide-liquide 

successives, une séparation nette entre la phase aqueuse et la phase organique a été observée. 

L’évaporation du solvant a conduit à la récupération d’un résidu de nature variable, traduisant 

la présence de molécules issues de la transformation du colorant initial. La quantité et l’aspect 

de l’extrait obtenu confirment l’efficacité de l’étape d’extraction et indiquent la formation de 

produits de biodégradation, qui ont ensuite été soumis à une analyse chromatographique pour 

leur identification. 
 

4.4.2.2. Identification et caractérisation par chromatographie (CCM et HPLC) des sous-

produits de la biodégradation  

À partir de l’analyse de la plaque CCM (fig. 20) des produits issus de la biodégradation, 

la distance entre la ligne de dépôt (origine) et le front du solvant a été estimée, puis les 

migrations des taches ont été rapportées à cette distance pour le calcul des Rf. 

• Tache rouge (résidu de E129 non totalement dégradé) : Rf ≈ 0,12 

• Tache fluorescente haute (produit de biodégradation principal, proche 

du front du solvant) : Rf ≈ 0,93 

• Trace intermédiaire très faible (si considérée comme sous-produit 

mineur) : Rf ≈ 0,30 – 0,35 

Les résultats de la CCM montrent que le composé présentant un 

Rf faible (~0,12) correspond à une espèce encore relativement polaire, 

probablement le résidu du colorant E129 partiellement dégradé. À 

l’inverse, la tache caractérisée par un Rf élevé (~0,93) traduit la 

présence d’un composé peu polaire, fortement mobile, correspondant à 

un produit de dégradation avancée. Par ailleurs, la présence éventuelle 

d’une tache intermédiaire suggère une transformation progressive du 

colorant avec formation d’intermédiaires de polarité moyenne. Dans 

l’ensemble, ces observations confirment que la biodégradation du E129 

conduit à la formation de plusieurs sous-produits de polarité différente, 

mis en évidence par chromatographie sur couche mince. 

 Figure 20. Identification et 
caractérisation des sous-produits par 

chromatographie (CCM). 
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Ces résultats sont en accord avec ceux rapportés dans plusieurs travaux portant sur la 

dégradation des colorants azoïques. En effet, Chen (2006) a montré que la biodégradation des 

colorants azoïques conduit généralement à la formation d’un mélange d’intermédiaires 

aromatiques de polarités différentes, visibles en CCM par l’apparition de nouvelles taches 

associées à la disparition progressive du composé initial. De même, Forgacs et al. (2004) ont 

rapporté que la rupture des liaisons azoïques (-N=N-) entraîne la formation de fragments 

aromatiques plus simples, dont la mobilité chromatographique est souvent plus élevée que celle 

du colorant parent. 

Par ailleurs, des études récentes sur la biodégradation du Rouge Allura AC ont 

également mis en évidence la formation de métabolites intermédiaires avant minéralisation 

complète. Thiam et al. (2015) ont observé, lors de la dégradation du même colorant par des 

procédés d’oxydation avancée, l’apparition de plusieurs produits secondaires présentant des 

comportements chromatographiques similaires, confirmant un mécanisme de transformation 

progressive de la molécule. La présence d’une tache intermédiaire (Rf ≈ 0,30–0,35) observée 

dans la présente étude suggère également l’existence de composés de transition, correspondant 

probablement à des produits partiellement oxydés. 

Dans l’ensemble, ces résultats confirment que la biodégradation du E129 ne conduit 

pas à une élimination directe de la molécule, mais passe par une succession d’étapes impliquant 

la formation d’intermédiaires de polarité variable, comme largement décrit dans la littérature 

sur les colorants azoïques. 
 

 L’analyse par chromatographie liquide haute performance (HPLC) a mis en évidence 

la présence du Rouge Allura AC (E129) avant biodégradation, caractérisé par deux pics 

chromatographiques principaux observés à des temps de rétention de 4,177 et 4,373 min, pour 

une surface totale de 31159,7 mAU.s (fig. 21). Après biodégradation bactérienne, le 

chromatogramme a présenté des modifications importantes, accompagnées d’une diminution 

marquée de la surface totale, qui est passée à 1199,69 mAU.s. Cette réduction témoigne d’une 

dégradation significative du colorant et d’une forte diminution de sa concentration dans le 

milieu. Le chromatogramme (fig. 22) obtenu présente un pic principal à 5,083 min représentant 

67,92 % de la surface totale, ainsi que plusieurs pics secondaires à 4,370, 7,811, 8,353 et 8,517 

min. L’apparition de ces nouveaux pics témoigne de la formation de métabolites intermédiaires 

issus de la biodégradation du colorant. 
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Ces modifications chromatographiques indiquent une transformation importante de la 

structure moléculaire du Rouge Allura AC sous l’action des microorganismes, probablement 

liée à la rupture de la liaison azoïque (-N=N-). Le taux de dégradation estimé à partir des 

surfaces chromatographiques atteint environ 96,1 %, ce qui met en évidence la forte efficacité 

du procédé biologique.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 21. Analyse du Rouge Allura AC (E129) avant biodégradation par HPLC. 

Figure 22. Analyse du Rouge Allura AC (E129) après biodégradation par HPLC. 
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Ces résultats concordent avec ceux rapportés par Gosetti et al. (2012), qui ont observé 

la formation de nouveaux produits de transformation lors de la dégradation du Rouge Allura 

AC, ainsi qu’avec les travaux de Zilhadia et al. (2016), qui ont démontré l’intérêt de la HPLC 

pour le suivi de la disparition du colorant et l’identification de ses sous-produits. Ainsi, 

l’analyse HPLC confirme une biodégradation avancée du colorant E129 et la formation de 

métabolites intermédiaires au cours du processus. 

Il n'est pas possible d'identifier avec certitude les sous-produits de dégradation du 

Rouge Allura AC (E129). Une identification formelle nécessite généralement une analyse par 

HPLC-MS/MS, GC-MS, LC-MS ou RMN. Toutefois, en se basant sur les mécanismes connus 

de dégradation des colorants azoïques, il est possible de proposer des sous-produits susceptibles 

d'être formés. 

Le Rouge Allura AC (disodium 6-hydroxy-5-[(2-methoxy-5-methyl-4-sulfophenyl) 

azo]-2-naphthalenesulfonate) est un colorant azoïque dont la dégradation débute généralement 

par la rupture de la liaison azoïque (-N=N-), conduisant à la formation d'amines aromatiques 

et de composés hydroxylés. Selon Thiam et al. (2015), les principaux sous-produits 

susceptibles d'être générés sont : 

• Acide 1-amino-2-naphtol-6-sulfonique ;  

• 5-amino-6-méthoxy-2-méthylbenzène sulfonique ;  

• Acide 1,2-naphtoquinone-6-sulfonique (produit d'oxydation ultérieure) ;  

• Divers phénols sulfonés, catéchols et acides carboxyliques aromatiques résultant de 

l'ouverture progressive des cycles aromatiques ;  

• Des composés de faible masse moléculaire tels que les acides oxalique, maléique, formique 

ou acétique lors des étapes avancées de minéralisation. 
 

4.4.2.3. Activité antimicrobienne des sous-produits de dégradation 

 L’évaluation de l’activité antimicrobienne des sous-produits issus de la biodégradation 

du Rouge Allura AC (E129) a révélé la présence de zones d’inhibition de diamètres variables 

(tableau 7) selon les microorganismes testés (aux tours de 10,7 mm), indiquant une activité 

antimicrobienne faible à modérée. 

La plus importante activité antimicrobienne (fig. 23) a été observée vis-à-vis de Proteus 

mirabilis ATCC 35659, avec une zone d’inhibition de 10,7 mm, indiquant une sensibilité 

relativement élevée aux sous-produits issus de la dégradation du colorant. Des halos 

d’inhibition de taille intermédiaire ont également été enregistrés chez Bacillus cereus ATCC  

10876 et Bacillus cereus ATCC 11778 (8,6 mm) ainsi que chez Candida albicans ATCC 10231 
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(8,5 mm). En revanche, aucune inhibition de croissance n’a été observée pour Citrobacter 

freundii ATCC 13316 et Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853, témoignant de leur résistance 

aux composés formés lors du processus de dégradation. 
 

Tableau 7. Valeur du diamètre des zones d’inhibition (en mm) des sous-produits sur les 
microorganismes testés. 

Souches Diamètre de la Zone d’inhibition 
Escherichia coli ATCC 25922 7,4 mm 
Klebsiella pneumoniae ATCC 700603 7,8 mm 
Proteus mirabilis ATCC 35659 10,7 mm 
Citrobacter freundii ATCC 13316 6 mm 
Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 6 mm 
Staphylococcus aureus ATCC 25923 7,8 mm 
Bacillus cereus ATCC 10876 8,6 mm 
Bacillus cereus ATCC 11778 8,6 mm 
Candida albicans ATCC 10231 8,5 mm 

 

Les résultats obtenus sont cohérents avec les observations rapportées par Forgacs et al. 

(2004) et Saratale et al. (2011), qui ont montré que les produits intermédiaires issus de la 

dégradation des colorants azoïques peuvent présenter des propriétés biologiques différentes de 

celles du colorant initial, incluant parfois une toxicité ou une activité antimicrobienne accrue. 

De même, Stolz (2001) a souligné que la transformation des colorants azoïques peut conduire 

à la formation de métabolites plus réactifs sur le plan biologique. 

Ainsi, les résultats de cette étude indiquent que la dégradation du Rouge Allura AC 

modifie les propriétés biologiques du colorant et conduit à la formation de sous-produits 

présentant une activité antimicrobienne mesurable, bien que relativement faible. Ces 

observations soulignent l’importance d’évaluer non seulement la disparition du colorant initial, 

mais également les effets biologiques potentiels des composés générés lors de sa dégradation. 
 

 

 

 

 

 

 

Bacillus cereus Proteus mirabilis 

Figure 23. Activité antimicrobienne des sous-produits issus de la dégradation du colorant 
rouge allura AC vis-vis ls microorganismes testés. 
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Ce travail a porté sur l’étude du colorant alimentaire Rouge Allura AC (E129), un 

colorant azoïque largement utilisé dans l’industrie agroalimentaire. L’objectif était d’évaluer 

sa présence dans différents produits alimentaires commercialisés, d’étudier sa dégradation par 

des procédés chimiques et biologiques, et d’analyser les caractéristiques ainsi que l’impact 

potentiel des sous-produits formés sur certains microorganismes de la flore intestinale 

humaine. 
 

Le dosage du E129 a été réalisé par spectrophotométrie UV-Visible, et la pureté du 

colorant a été vérifiée par la même technique, avec un maximum d’absorption à 504 nm. Son 

activité antioxydante, évaluée par le test DPPH en comparaison avec la vitamine C, s’est 

révélée très faible. 
 

L’activité antimicrobienne du colorant a été étudiée par diffusion sur gélose vis-à-vis 

de plusieurs souches de référence (Escherichia coli ATCC 25922, Klebsiella pneumoniae 

ATCC 700603, Proteus mirabilis ATCC 35659, Citrobacter freundii ATCC 13316, 

Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853, Staphylococcus aureus ATCC 25923, Bacillus cereus 

ATCC 10876, Bacillus cereus ATCC 11778 et Candida albicans ATCC 10231), montrant une 

absence totale d’activité antimicrobienne du colorant pur. 
 

La dégradation du colorant a été réalisée par procédé de Fenton et par voie biologique 

en milieu liquide, avec un pourcentage maximal de décoloration atteignant 80,86 %. Les sous-

produits obtenus ont été caractérisés par CCM et HPLC, puis testés pour leur activité 

antimicrobienne. 
 

Les concentrations du Rouge Allura AC dans les produits alimentaires analysés étaient 

de 65,92 mg/L (kachir), 65,10 mg/L (boisson), 34,08 mg/L (confiture) et 8,45 mg/L (yaourt 

aromatisé), restant globalement conformes à la DJA. 

Enfin, les sous-produits issus de la biodégradation ont présenté une activité antimicrobienne 

avec des diamètres de zones d’inhibition compris entre 7,4 et 10,7 mm selon les souches 

étudiées. 
 

Bien que le colorant pur soit biologiquement inactif et que les niveaux détectés soient 

conformes à la DJA, sa dégradation peut générer des sous-produits susceptibles d’influencer le 

microbiote intestinal et d’être impliqués dans des désordres digestifs, métaboliques ainsi que 

dans des effets comportementaux chez l’enfant, notamment l’hyperactivité. 
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Les perspectives de ce travail incluent : 

- Identification plus précise des sous-produits de dégradation du Rouge Allura AC (E129) par 

des techniques avancées comme la LC-MS/MS ou la GC-MS. Il serait également important,  

- Évaluer leur toxicité à travers des tests in vitro et in vivo afin de mieux comprendre leurs 

effets sur la santé humaine, notamment sur le microbiote intestinal et les fonctions 

métaboliques.  

- Extension de ces études à d’autres colorants alimentaires et l’optimisation des procédés de 

dégradation permettraient d’améliorer l’évaluation globale de leur devenir et de leurs impacts 

environnementaux et sanitaires. 
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