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Résumé

La pollution plastiqgue marine constitue une menace majeure pour les écosystemes marins en
raison de la persistance et de la faible biodégradabilité des polyméres synthétiques dans
I’environnement. La présente étude a pour objectif d’isoler et d’identifier la communauté
fongique associée aux déchets plastiques marins constitués principalement de gobelets et de
bouteilles prélevés en avril 2026 sur trois sites du littoral de Mostaganem (Salamandre,
Sablettes et Sidi Medjdoub), puis & évaluer son potentiel de biodégradation du polyéthylene
(PE) et du polyéthyléne basse densité (LDPE).

L’¢étude des caractéres macroscopiques et microscopiques des souches fongiques isolées a
permis de mettre en évidence une diversité importante de champignons filamenteux. Au total,
367 isolats ont été obtenus et répartis en 13 genre fongiques. La communauté isolée était
dominee par Aspergillus versicolor (18,8 %), suivi de Rhizomucor sp. (12,53 %), Trichoderma
sp. (10,08 %), des mycéliums stériles non identifiés (10,08 %), Fusarium moniliforme (8,44
%), Absidia sp. (8,17 %), Alternaria spp. (7,08 %), Aspergillus niger (6,26 %), Penicillium spp.
(5,44 %), Aspergillus fumigatus (4,63 %), Acremonium sp. (3,5 %), Scytalidium hyalinum (3,27
%) et Aspergillus terreus (1,63 %). Le site des Sablettes a enregistré la plus forte abondance
(125 isolats), suivi de Sidi Medjdoub (115), tandis que Salamandre présente I'abondance la plus
faible (90 isolats).

L’¢évaluation du potentiel de biodégradation du PE et du LDPE a révéle, apres 10 jours
d’incubation, I’apparition de zones de dégradation autour de certains fragments plastiques chez
plusieurs souches fongiques notamment : Aspergillus niger (2 cm), Alternaria sp. (1,6 cm),
Penicillium spp. (1,1cm) et Scytalidium hyalinum (1 cm). Cette bioaltération s'accompagne
d’une perte de masse mesurable du matériau plastique enregistrée principalement chez
Alternaria sp., Aspergillus niger et Penicillium spp. indiquant leur potentiel dans la dégradation

de ces polymeres.

Ces résultats mettent en évidence la diversité des communautés fongiques associées aux déchets
plastiques marins du littoral de Mostaganem tout en soulignant le potentiel de ces souches dans
les processus d’altération et de biodégradation des polymeres plastiques étudiés pour ainsi

contribuer au développement de stratégies de bioremédiation des milieux marins contaminés.

Mots-clés : Communautés fongiques, biodégradation, déchets plastiques marins, littoral de

Mostaganem, polyéthyléne (PE), polyéthyléne basse densité (LDPE), bioremédiation.



Abstract

Marine plastic pollution poses a major threat to marine ecosystems due to the persistence and
low biodegradability of synthetic polymers in the environment. The objective of this study is to
isolate and identify the fungal community associated with marine plastic waste consisting
mainly of cups and bottles collected in April 2026 from three sites along the Mostaganem
coastline (Salamandre, Sablettes, and Sidi Medjdoub), and to evaluate its potential for
biodegrading polyethylene (PE) and low-density polyethylene (LDPE).

An analysis of the macroscopic and microscopic characteristics of the isolated fungal strains
revealed a significant diversity of filamentous fungi. A total of 367 isolates were obtained and
classified into 13 fungal genera. The isolated community was dominated by Aspergillus
versicolor (18.8%), followed by Rhizomucor sp. (12.53%), Trichoderma sp. (10.08%),
unidentified sterile mycelia (10.08%), Fusarium moniliforme (8.44%), Absidia sp. (8.17%),
Alternaria spp. (7.08%), Aspergillus niger (6.26%), Penicillium spp. (5.44%), Aspergillus
fumigatus (4.63%), Acremonium sp. (3.5%), Scytalidium hyalinum (3.27%), and Aspergillus
terreus (1.63%).

The Sablettes site recorded the highest abundance (125 isolates), followed by Sidi Medjdoub

(115), while Salamandre had the lowest abundance (90 isolates).

The assessment of the biodegradation potential of PE and LDPE revealed, after 10 days of
incubation, the appearance of degradation zones around certain plastic fragments in several
fungal strains, notably: Aspergillus niger (2 cm), Alternaria sp. (1.6 cm), Penicillium spp. (1.1
cm), and Scytalidium hyalinum (1 cm). This bioalteration was accompanied by a measurable
loss of mass in the plastic material, observed primarily in Alternaria sp., Aspergillus niger, and

Penicillium spp., indicating their potential to degrade these polymers.

These results highlight the diversity of fungal communities associated with marine plastic waste
along the Mostaganem coastline, while also underscoring the potential of these strains to
degrade and biodegrade the plastic polymers studied, thereby contributing to the development

of bioremediation strategies for contaminated marine environments.

Keywords: Fungal communities, biodegradation, marine plastic waste, Mostaganem coastline,

polyethylene (PE), low-density polyethylene (LDPE), bioremediation.
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% : Pourcentage.

C : degré Celsius.

ADN : acide desoxy-rebo nucléique.

cm : centimetre.

cm : centimetre.

FTIR : spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier.
g : gramme.

GR : Grossissement.

Km : kilometre.

LDPE : polyéthylene basse densité.

MEB/SEM : microscopie électronique a balayage.
mg : milligramme.

ml : millilitre.

mm : millimétre

MSA : milieu utilisé dans 1’étude.

NACL : chlorure de sodium.

PE : polyéthylene.

TSE : Tryptone-Sel-Eau.
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Introduction générale

La grande majorité des plastiques produits aujourd'hui sont fabriqués a partir de ressources
pétrochimiques non renouvelables telles que le pétrole fossile, le gaz naturel et le charbon
(Harshvardhan, 2013 ; Pathak, 2017). Depuis l'invention de la bakélite en 1907 par Leo
Baekeland, le premier polymére synthétique thermodurcissable et amorphe, la production
mondiale de plastique a connu une croissance exponentielle, passant d'environ 5 millions de
tonnes par an dans les années 1950 a plus de 390,7 millions de tonnes en 2021 (Fried, 2014 ;
Plastics Europe, 2022). Cette prolifération massive est attribuée a leurs propriétés matérielles
exceptionnelles, notamment leur légereté, leur polyvalence, leur faible codt, leur haute
durabilité et leurs résistances chimique et physique (Varghese et al., 2022). Le secteur de
I'emballage reste le principal consommateur, représentant a lui seul 44 % de cette production
mondiale (Smith et Vignieri, 2021).

Cependant, cette utilisation extensive et la gestion inadéquate des déchets plastiques ont
engendré une crise environnementale majeure. Sans aucun contréle, les prévisions indiquent
que la production annuelle pourrait atteindre 155 a 265 Mt d'ici I'année 2060 (Chen et al., 2020),
générant une quantité colossale de déchets plastiques estimée entre 20 et 90 Mt par an (Lebreton
et Andrady, 2019 ; Borrelle et al., 2020). Une fois rejetés volontairement ou non dans la nature,
ces polymeéres synthétiques (tels que le polyéthyléne basse densité - LDPE, le PVC ou le
polystyrene) subissent une dégradation physique et chimique lente au fil du temps, se
fragmentant en microplastiques (Banu et al., 2020 ; Bajt, 2021 ; Nanda et Berruti, 2021). Ces
microplastiques s'accumulent de maniere critique dans les écosystémes terrestres et aquatiques,
contaminant l'atmosphére, le sol et la chaine alimentaire, ce qui présente des risques
toxicologiques séveéres pour la santé humaine et les micro-organismes du sol (Rillig et al.,
2017 ; Yang et al., 2021).

Face a cette pollution omniprésente, I'exploration de méthodes d'élimination éco-responsables
est devenue une priorité scientifique majeure. Parmi les solutions biotechnologiques les plus
prometteuses figure la biodégradation par les micro-organismes, et plus particulierement par
les champignons (mycodégradation). Qu'ils soient issus d'écosystémes terrestres (sols
contaminés, depotoirs) ou marins (sédiments, plages, mangroves), les champignons possédent
un arsenal enzymatique hautement performant capable de rompre les liaisons chimiques des

polymeres complexes (Harley, 1971 ; Moore-Landecker, 1996 ; Nandhini et Anandhi, 2024).



Introduction générale

Dans I'environnement marin, qui abrite une biodiversité fongique encore largement sous-
explorée (moins de 1 500 espéces isolées), les champignons saprophytes jouent un rdle
écologique prédominant dans la dégradation de la matiére organique cotiére et océanique
(Mouzouras, 1986 ; Munn, 2004). Des études menées sur les cotes algériennes ont notamment
mis en évidence la présence d'une riche microflore fongique marine, dominée par des genres
tels que Penicillium, Aspergillus, Mucor, Trichoderma et Cladosporium (Matallah-Boutiba et
al., 2008). Parallelement, dans les agrosystemes et les décharges plastiques, des souches
fongiques terrestres (Trichoderma spp., Aspergillus spp.) ont démontré une capacité
remarquable a adhérer, coloniser et dégrader des films plastiques tels que le polyéthylene basse
densité (LDPE), entrainant une perte de masse significative du matériau (Gupta et al., 2020 ;
Nandhini et Anandhi, 2024).

L’objectif de ce travail s'inscrit ainsi dans cette dynamique de recherche environnementale. I
vise a isoler et caractériser les souches fongiques associées aux déchets plastiques marins
collectés au niveau du littoral de Mostaganem (plages de Mostaganem), puis a évaluer leur
potentiel de biodégradation vis-a-vis de deux types de polymeéres : le polyéthylene (PE) et le
polyéthyléne basse densité (LDPE). Cette approche permettra de mieux appréhender le role
écologique des micromycétes locaux dans la décomposition des polymeres et de contribuer au
développement de solutions biotechnologiques durables pour la gestion des déchets plastiques

en milieu marin.

La présente étude est structurée en trois chapitres :

Le premier chapitre présente les généralités sur les champignons, en particulier les

communautés fongiques marines, leur diversité, leur mode de vie et leur r6le écologique.

Le deuxiéme chapitre décrit le matériel et les méthodes utilisés pour I’échantillonnage des
déchets plastiques marins, 1’isolement et 1’identification des souches fongiques, ainsi que les

différentes méthodes d’évaluation de leur potentiel de biodégradation.

Le troisieme chapitre présente les résultats obtenus et leur discussion, notamment la diversité
des souches fongiques isolées et leur capacité a dégrader le polyéthyléne (PE) et le polyéthyléne
basse densité (LDPE).

Enfin, une conclusion générale synthétise les principaux résultats obtenus de cette étude.

2



Syntheése bibliographique




Chapitre 1 Synthese bibliographique

1. Présentation du régne fongique
1.1. Caractéres généraux

La mycologie est la branche de la biologie qui étudie les champignons, y compris leur
morphologie, leur physiologie, leur écologie, leur classification et leur interaction avec
I’environnement et les autres organismes. Elle comprend [’étude des micromycetes
(champignons microscopiques, comme les levures et moisissures) et des macromycétes

(champignons macroscopiques, comme les champignons de forét) (Alexopoulos et al.,1996).

Le régne fongique regroupe des organismes eucaryotes hétérotrophes dépourvus de
chlorophylle qui se nourrissent par absorption apres digestion extracellulaire. Les champignons
possedent généralement une paroi cellulaire composée principalement de chitine et peuvent étre
unicellulaire, comme les levures, ou pluricellulaires constitués de filaments appelés hyphes
formant un mycélium. lls se reproduisent principalement par des spores issues de processus
sexués ou asexués et jouent un rble essentiel dans les écosystemes, notamment dans la
décomposition de la matiere organique et le recyclage des nutriments (Wijayawardene et al.,
2024).

La diversité des champignons peut étre représentée de 2 fagons distinctes : (i) en fonction du
nombre d’especes décrites a ce jour et (ii) en fonction de 1’estimation du nombre total d’especes
fongiques présentes dans I’ensemble de la biosphére terrestre. Par leur richesse en nombre
d’espéces, les champignons représentent 1’un des grands réservoirs de biodiversité sur terre,
juste derricre les insectes et plus conséquent que celui des bactéries, le nombre total d’especes
fongiques décrites fluctue entre 74 000 et 120 000 (Hawksworth, 2001 ; Kis-Papo, 2005) (Fig.
01).

[J chordates

Al £
Al

Figure 01 : Estimation de la répartition des especes dans les regnes du vivant (Purvis & hector,
2000). Plus claire au centre est représentée la proportion d’espéce décrites dans le régne.
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1.2. Les microchampignons

Les champignons microscopiques constituent I’un des groupes d’organismes les plus variés et
plus importants sur le plan ecologique sur terre ; néanmoins, une partie substantielle de leur
richesse reste inexplorée et peu étudiée. Les microchampignons sont des organismes
omniprésents et ecologiquement polyvalents qui vivent dans presque tous les environnements,
des sols et tissus végétaux aux habitats aquatiques, batis et extréme tels que les grottes, les
déserts et les régions polaires.

Les levures, les moisissures et les champignons microcoloniaux jouent un role essentiel dans
les environnement naturels et artificiels. Ils remplissent des fonctions écologiques clés en tant
que décomposeurs favorisant le cycle des nutriments, en tant que mutualistes formant des
symbioses avec les plantes et les animaux, et en tant que parasites ou agents pathogenes
influencant la dynamique des populations. Grace a ces fonctions, les microchampignons
influencent fortement les processus, la stabilité et la résilience des écosystemes. Ainsi, les
études scientifiques sur ces micro-organismes sont cruciales pour améliorer la durabilité des
écosystemes, la santé publique, la préservation du patrimoine culturel et I’innovation dans le

domaine de la biotechnologie (Derksen et al., 2025 ; Wonglom, 2025).

Les progres récents dans les techniques moléculaires, en particulier le séquencage a haut débit
et les approches métagéonomiques, ont fondamentalement transformé 1’étude de la diversité
microfongique. Les méthodes indépendantes de la culture permettent désormais la détection et
la caractérisation taxonomique précise des taxons fongiques directement a partir d’échantillons
environnementaux, y compris les espéces rares, cryptiques et non cultivables qui étaient
auparavant inaccessibles a 1’aide des approches classiques basées sur la culture. Ces techniques
ont considérablement amélioré notre capacité a identifier la structure, la diversité et le potentiel
fonctionnel des communautés fongiques dans un large éventail d’écosystémes. A mesure que
les technologies de séquencage et les outils bio-informatiques continuent de se développer, les
approches métagénomiques devraient nous permettre d’approfondir notre compréhension de la
diversité des microchampignons et de leurs roles écologiques plus larges, ainsi que leurs
implications pratiques dans des domaines tels que la biotechnologie, 1’agriculture, la
surveillance environnementale et la santé humaine et végétale (Soto-Plancarte et al., 2025 ;
Pereira et al., 2025).
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1.2.1. Les formes morphologiques des microchampignons
1.2.1.1. Les moisissures

Sont des champignons microscopiques filamenteux se développant par un systeme de filaments

ramifiés appelé thalles ou hyphes.

Les moisissures proliférent et se reproduisent par I’intermédiaire de spores qui se disséminent
par I’air et I’eau. Des conditions favorables de température (2 a 40 C°, voire plus), de nutrition
(présente dans les aliments ainsi que divers supports organiques (bois, vétements, etc.) et
d’humidité sont nécessaires au développement des moisissures. Ce sont des organismes
saprophytes, hétérotrophes et ubiquitaires dans notre environnement (sol, plantes, air et eau

notamment) (Favro et al., 2023).
1.2.1.2. Les levures

Une levure est un champignon unicellulaire eucaryote, capable de provoquer la fermentation
des matieres organique, notamment en transformant les sucres en éthanol et dioxyde de carbone
(Abbas, 2022). Ils peuvent coloniser divers milieux a I’intérieur des étres vivants, dans les eaux,
I’air, et le sol. Leur habitat préféré sont surtout les environnements humides, riches en matiéres
organiques et sucres, comme les fruits murs, feuilles, fleurs, miel, mouts et sirops. Elles ont
comme température optimale généralement entre 25-30 °C, mais variation possible. Leur pH
optimal se trouve entre 4,5 et 6. Certains levures sont aérobies, d’autres anaérobies facultatives

(Bensalem et Horchi, 2021).

Forme hyphale

(filaments fongiques) Forme de levure
( W [ l
Mveéli Pseudomycélim
A Mycélium ramifié Levure Des cellules de levure

Fil fongique s'agglutinent

Figure 02: Différentes formes des microchampignons.
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1.2.2. Mode de reproduction

Les champignons se reproduisent essentiellement par la production de spores, qui sont des
structures reproductrices uni-ou pluricellulaire présentant une grande diversité de formes et de
tailles. Apres leur germination, ces spores sont capables de donner naissance a un nouvel
individu génétiquement identique ou proche de I’organisme parent. Elles se forment a partir du
mycélium selon des mécanismes de différenciation variables. Les spores peuvent étre isolées
ou regroupées en chaines ou en amas, portées a la surface du mycélium ou encore enfermées

dans des structures cellulaires spécialisées (Bousid, 2015).

La formation des spores peut résulter d’une reproduction asexuée, comparable a un processus
de bourgeonnement, ou d’une reproduction sexuée faisant suite a la fécondation. Par ailleurs,
certains phénomenes parasexuels peuvent également étre observés chez les champignons. La
reproduction asexuée se déroule sans caryogamie (fusion des noyaux) ni méiose. En revanche,
la reproduction sexuée est caractérisée par I’'union de deux noyaux, suivie d’une méiose. Ce
mode de reproduction engendre une forte recombinaison génétique et la formation de nouveaux

génotypes, conférant aux champignons une grande capacité d’adaptation aux conditions

environnementales (Bousid, 2015).

Spores
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Reproductlon
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cellule sexuée ®o® @@ Spores
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Stade dicaryotique

Ll Méiose
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former un zygote (2n)
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Figure 03 : Mode de reproduction chez les champignons (Urry et al., 2020).
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1.2.3. Classification des Champignons

La classification des espéces appartenant au regne de fungi a connu de nombreuses
modifications. A I’heure actuelle, la classification des champignons s’est considérablement
simplifiée et le regne fongique est divisé en quatre phylum définies par le caractére cloisonné
ou non du thalle, la présence ou I’absence de gamétes ou de spores mobiles et les caractéres

morphologiques des organes différenciés de la reproduction sexuée (Sylvie, 2015).
¢+ On reconnait quatre classes des champignons :

Phycomycetes : c’est un groupe tellement hétérogene que les taxonomistes le divisent en six
sous classes séparées. lIs sont typiquement cénocytiques.

Ascomycetes : les mycétes parfaits dont le mycélium est bien développé et cloisonné qui porte

des spores (ascospores).

Basidiomycetes : mycetes parfaits, qui se distinguent par la production de basidiospores

externes a I’extrémité ou sur le c6té d’une baside.

Deutéromycétes : regroupent temporairement les mycétes imparfaits jusqu’a ce qu’on

découvre leur phase sexuée.

Classification of Fungi

(Adopted from Gwynne-
Vaughan and Barnes, 1926)

Class 1 | Class2 | Class 4 I
Phycomycetes Ascomycetes Deuteromycetes
Class 3 (e.g., Fusarium)

I Basidiomycetes

= Archimycetes

nchvtrium
y yl
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= Plectomycetes

(e.g., Per
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= Hemibasidiomycetes
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- Discomycetes
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- Zygomycetes Series 3
(e.g., Rhizopus) - Pyrenomycetes Subclass 3
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Animesh Sahoo www.biologylearner.com

Figure 04 : Classification des champignons (Sahoo, 2024), adopté par Gwynne-Vaughan &
Barnes (1926).
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1.2.4. Réle écologique des microchampignons

Les micromycetes jouent un réle crucial et sont essentiels aux écosystéemes naturels en tant que
décomposeurs chargés de dégrader les matieres organiques mortes. Ils peuvent étre endophytes,
pathogenes ou saprophytes, ou encore épiphytes et symbiotes, selon I’environnement (Hyde et
al., 2014). Les microchampignons sont des organismes intervenant dans le cycle des nutriments,
qui est le moteur des écosystemes durables (Vandenkoornhuyse et al., 2002 ; Zhang et al.,
2017). Ce sont des organismes hétérotrophes diversifiés et omniprésents (Joshi et Chettri,
2019). Les champignons mycorhiziens entretiennent des relations symbiotiques avec les plantes
en colonisant leurs racines (Kehri et al., 2018). Ils sont essentiels a la productivité des terres
agricoles car ils fournissent des nutriments indispensables a la croissance des plantes (Chen et
al., 2018). Les microchampignons saprophytes pénetrent dans les substrats et libérent des
enzymes qui décomposent les composants (Bucher et al., 2004). En raison de la production de
divers métabolites secondaires, les microchampignons sont extrémement importants pour la
santé et le bien-étre humain (Jayakumar et al., 2016, Hyde et al., 2019). Par exemple, les
espéces Penicillium sont utilisées pour produire des antibiotiques béta-lactamines, qui entrent
dans la composition des pénicillines et des céphalosporines (Ozcengiz et Demain, 2013). Les
microchampignons jouent également un réle important dans les applications biotechnologiques
(Hyde et al., 2019).

1.3. Les champignons microscopiques marins

Les microchampignons ou micromycétes marins sont des champignons microscopiques qui
vivent dans les environnements marins tels que 1’eau de mer, les sédiments, les substrats
organiques et les organismes marins (algues, éponges, coraux, poissons). lls comprennent
principalement des champignons filamenteux (moisissures) et des levures capables de croitre,
de sporuler et de maintenir une activité métabolique dans des conditions marines caractérisées
par une salinité élevée, une pression variable et des températures parfois extrémes. Les
micromycétes marins jouent un rdle écologique essentiel dans les écosystemes marins,
notamment dans la décomposition de la matiére organique, le recyclage des nutriments et les
interactions symbiotiques ou parasitaires avec d’autres organismes marins (Pang et al., 2016 ;

Amend et al., 2019).



Chapitre 1

Synthese bibliographique

_/ Snail

Phytoplarikton

Bacteria iy
Detritis

' 1/ Microsporidia
2 spores

bt g - Mangroves
Ve

2 Kelp

Séprotrophic
fungi

Marine
snow

Hydrothermal vents

Current Biology

Figure 05 : Schéma conceptuel de I’écosystéme marin et des roles potentiels des

champignons (Richards et al., 2012).
1.3.1. Le rdle écologique

Les microchampignons marins jouent un réle fondamental dans les écosystemes océaniques en
décomposant la matiére organique, telle que les organismes morts et les débris d’algues,
contribuant ainsi au recyclage de nutriments essentiels comme le carbone, 1’azote et le
phosphore dans le milieu marin. Des études récentes ont également montré que les champignons
marins colonisent les surfaces plastiques, en particulier les microplastiques, ou ils forment des
biofilms et interagissent avec d’autres microbes de la plastisphére, créant ainsi une niche
écologique unique, distincte des communautés marines (Zhai et al., 2023). Certains de ces
champignons ont démontré leur capacité a dégrader les polymeres plastiques ou a les utiliser
comme source de carbone dans des conditions de laboratoire, ce qui indique un potentiel de
biodégradation du plastique (Kim et al., 2022 ; Philippe et al., 2024). Cette action enzymatique
peut décomposer partiellement les structures polymeres au fil du temps et contribuer a intégrer
les composants plastiques dans les cycles biogéochimiques naturels, bien que 1’efficacité varie
selon les espéces et les conditions environnementales (West et al., 2026). Les champignons
marins contribuent également a 1’équilibre des écosystémes en servant de source de nourriture
pour d’autres micro-organismes et en participant aux flux de nutriments au sein des réseaux

trophiques marins.



Chapitre 1 Synthese bibliographique

1.4. Pollution aux déchets plastiques
1.4.1. Définition du plastique

L’origine du mot plastique vient du mot grec « plastikos ». Qui signifie qu’il peut étre fagonné

sous diverses formes (Rajmohan et al., 2019).

Les plastiques sont des polymeéres organiques synthétiques, de longues chaines de molécules
hydrophobes, inertes et de poids moléculaire élevé (monomeres) qui sont liées par des liaisons
covalentes (Brigham et al., 2020).

Les plastiques sont durables et 1égers, malléables et peu couteux, ce qui les rend adaptés a la
fabrication d’une variété de produits, notamment des articles ménagers, des emballages de
produits et des sacs a provisions, qui sont pour la plupart des produits a usage unique (Andrew,
2018). lls sont également tres utilisés dans les secteurs du textile, de 1’automobile, de

I’électronique, du batiment ou encore de 1’agriculture (Fig. 7).

Autres
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ectrique & électronique produites en 2021
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Figure 06 : Secteurs d’utilisation des plastiques. Adapté de plastic- the facts 2022, Plastics
Europe.
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1.4.2. Types de plastiques

Les produits en plastique sont largement et couramment utilisés, et la composition des
polymeres plastiques varie en fonction des applications prévues des produits qu’ils servent a

fabriquer. Parmi les plastiques courants, on trouve :

> Le polyéthylene haute densité (PEHD)
Le polyéthyléne basse densité (PEBD)
Le polyéthylene téréphtalate (PET)
Polychlorure de vinyle (PVC)
Polypropyléne (PP)

Polystyréne (PS)

YV V. V V V V

Autres plastiques, notamment (1’acrylique, les polycarbonates, 1’acide poly lactique

(PLA), les fibres et le nylon (Baheti, 2021 ; Hardin, 2021).
Tableau 1 : Les différents types du plastique (I’escale verte) (ASTM International, 2020).

a Recyclable pour produire
D

des bouteilles, des plateaux
PET

Bouteilles d’eau et de boissons
Polyéthylene gazeuses, contenants pour le
Téréphtalate micro-onde, emballages de
meédicaments

de repas, des vétements,
des tapis, des pinceaux,
etc.

Bouteilles de laits, de jus, de R&cydlable poUl pradulce

LOZ Polyéthylene  produits ménagers, de savons, cas houtellias. das

haute densité de shampoing, caisses de 2ace spotbielids, des :
PE-HD plastique équipements de terrains de

Jeu, ete.
Pellicule plastique moulantes, Recyclable pour produire

' g jouets souples pour
&3 Polychlorure | _ o ™ ertaines bouteilles des tuyaux, des matériaux
PV

de vinyle : : : de construction des
alimentaires, tuyauterie, - ; -
bouteilles non alimentaires.
recouvrement
Emballages de plastiques Recyclable pour fabriquer
t 04 Eg?;itzgr?;fé souples, sacs a ordures, tubes de nouveaux sacs et films
de créme plastiques.
PE-LD
,\ Bouteilles et emballages Recyclable en pieces
05 Bailisronuisns alimentaires réutilisables de voiture, plateaux de
) YRRy résistants a la cuisson, mobilier cafétéria, tapis et fibres
PP de jardin, piéces moulées géotextiles.

Emballages alimentaires,

isolants thermiques, ustensiles, N’est pas recyclable a
tasses a cafés et vaisselles grande échelle au Québec.
jetables, barquettes d’aliments

06 Polystyréne

Avutres Contenants alimentaires, Recyclable en équipement
t 07 > I — biberons, bouteilles de sports, électronique, en
P q revétement de conserves, DVD accessoires automobiles

o
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1.4.3. Pollution marine aux déchets plastiques

En 2020, environ 367 millions de tonnes de produits en plastique ont été fabriqués. Le volume
de production de plastique a considérablement augmenté depuis les années 1990 (Plastics
Europe, 2021). Cependant, seuls environ 9 % de tous les déchets plastiques sont recyclés, et
jusqu’a 60 % d’entre eux sont enfouis dans des décharges ou jetés sous forme de déchets
sauvages dans les milieux terrestres (Geyer et al., 2017). La plupart des déchets plastiques
marins sont constitués de dechets plastiques terrestres mal éliminés qui ont pénétré dans les
océans via les rivieres, les rejets d’eaux usées, le vent et les marées. En 2010, 4 a 12 millions
de tonnes de déchets plastiques marins provenaient de la terre ferme (Jambeck et al., 2015). De
plus environ 1,15 a 2,41 millions de tonnes de déchets plastiques marins proviennent des cours
d’eau (Lebreton et al., 2017).

L’accumulation de déchets plastiques a eu un impact négatif direct et indirect sur les
écosystemes marins. Les fragments du plastique sont ingérés par les animaux marins et
endommagent leurs organes internes (Wright et al., 2013 ; Ahrendt et al., 2020). De plus,
I’action des vagues, 1’érosion et d’autres processus décomposent les morceaux du plastique en
microplastiques, qui sont des déchets plastiques dégradés en fragments et fibres plus petits
(Thompson et al., 2004), causant d’autres dangers supplémentaires. Les micro-plastiques
flottent a la surface des océans et contiennent des polluants organiques persistants (POP), qui
sont des perturbateurs endocriniens nuisibles au taux de survie des organismes marins (Rios et
al., 2007). Les micro plastiques transportent également des agents pathogénes microbiens et
des espéces exotiques, dangereux pour les écosystémes marins d’autres régions (Arias-Andres
et al., 2018 ; Bowley et al., 2021; Beloe et al., 2022). Ainsi, le plastique dans les écosystemes
marins est devenu un probleme environnemental grave. Cependant il n’existe aucune politique

ni solution permettant d’atténuer efficacement le probleme des déchets plastiques.

Des études récentes ont exploré la dégradation chimique, le recyclage et la biodégradation
comme mesures potentielles de remédiation des déchets plastiques marins. Au niveau des gyres
océaniques notamment, dans lesquels la densité de cette pollution peut atteindre plus de 200 000
particules du plastique par kilomeétre carré (Law et al., 2010). Des concentrations équivalentes
ont été retrouvées en surface au nord-ouest de la mer mediterranée, ou la masse du plastique est
jusqu’a deux fois supérieure a celle du méso-zooplancton dans certaines zones (Collignon et
al., 2012).

12



Chapitre 1 Synthese bibliographique

SOUPES INDIGESTES E
Estimation des quantités de plastique présentes dans plusieurs grandes zones maritimes ; quantités totales et répartition par taille, ]
enmilliards d'unités (chiffres arrondis) §
E
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Figure 07 : Nombre et taille du plastique dans les océans et les débris plastiques sont présents
dans tous les bassins océaniques, et sous une multitude de tailles, allant de I’objet (macro
plastique supérieur de 2,5 cm), aux mésoplastiques (entre 2,5 cm et 5 mm) et microplastique
(inférieur de 5 mm). Tiré de 1’Atlas du plastique (2020).

1.5. Dégradation du plastique

Le taux de dégradation naturel du plastique est extrémement lent, ce qui entraine une
accumulation des déchets plastiques dans tous les éléments de 1’environnement (Webb et al.,
2013 ; Kale et al., 2015). La structure polymere a longue chaine, le poids moléculaire élevé et
I’hydrophobicité du plastique le rendent résistant a la biodégradation (Wilkes et al., 2017). En
effet, certains plastiques mettent jusqu’a 1 000 ans a se dégrader (Pramila et al., 2011). Ces
faits expliquent I’accumulation rapide du plastique dans les milieux naturels. Par conséquent,
il est essentiel de mettre au point un procédeé efficace pour accélérer le taux de dégradation du
plastique afin d’éviter cette accumulation annuelle. Plusieurs solutions ont été proposees par la
communauté scientifique et ont été prouvées expérimentalement dans une certaine mesure. Ces
méthodes comprennent la photodégradation (dégradation par la lumiére), la dégradation
chimique, la dégradation thermique (dégradation par la chaleur), I’irradiation par rayon gamma
et la biodégradation (dégradation par des additifs biologiques ou des micro-organismes)
(Pramila et al., 2011 ; Soundararajan, 2021). Cependant, il est nécessaire de disposer d’une
méthode ayant un impact minimal sur la nature et ne produisant pas, ou tout au plus un

minimum, de sous-produits toxiques (Soundararajan, 2021).
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Les processus tels que la photodégradation, la dégradation chimique, la dégradation thermique
et I’irradiation par rayons gamma ont de nombreux effets négatifs sur la nature, comme
I’accumulation de métaux lourds dans les écosystémes et la perturbation du fonctionnement des
écosystemes naturels. De plus, ces méthodes sont couteuses et nécessitent une grande quantité
d’énergie. C’est pourquoi les scientifiques du monde entier se sont tournés vers la recherche de
meilleures méthodes de biodégradation qui n’entrainent pas d’effets nocifs et constituent une
approche respectueuse de I’environnement pour la gestion des plastiques (Soundararajan,
2021). De plus, la biodégradation constitue une solution appropriée, car elle est rentable et ne
nécessite pas beaucoup d’énergie. Plus de 400 micro-organismes ont été répertoriés comme
capables de dégrader les plastiques (Lear et al., 2021). La présente étude s’est concentré
uniquement sur les champignons dégradateurs du plastique parmi les micro-organismes

dégradateurs de ses matiéres.

Biodégradation

Mécano-chimique

Dégradation

Figure 08 : Les différents processus de dégradation du plastique.
1.5.1. Biodégradation du plastique par les champignons microscopiques

La biodégradation désigne la décomposition des plastiques par 1’activité microbienne, qui se
déroule en quatre étapes: la biodétérioration, la dépolymeérisation, 1’assimilation et la
minéralisation (Sheik et al., 2015 ; Sumathi et al., 2016). La vitesse de biodégradation des
micro-organismes dépend de divers facteurs, tels que les substrats, I’environnements, la
température et le poids moléculaire du matériau plastique (Gu et al., 2011; Muthukumar et al.,
2015 ; Sumathi et al., 2016). Ces taux peuvent étre augmentés par diverses réactions telles que

I’hydrolyse abiotique, la photo-oxydation et la désintégration physique (Suman et al., 2014).
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Divers genres fongiques ont déja été signalés dans le cadre de la biodégradation des plastiques,
tels que: Gliocladium, Cunninghamella, Penicillium, Aspergillus, Fusarium, Mucor et
Mortierella (Konduri et al., 2010 ; Sowmya et al., 2015). De plus, de nombreux champignons
filamenteux, notamment Aspergillus niger, Aspergillus terreus, Aureobasidium pullulans,
Paecilomyces varioti, Penicillium funiculosum, Penicillium ochorochloron, Scopulariopsis
brevicaulis et Trichoderma viride, ont été signalés comme possédant des capacités a
biodégrader les plastiques. Cette aptitude a été renforcée par la production d’enzymes
intracellulaires et extracellulaires spécifiques permettant de dégrader les polymeres en petits
oligomeéres, dimeres et monomeres (Kyaw et al., 2012 ; Wang et al., 2019). Ces produits sont
utilisés comme sources de carbone pour la croissance des champignons et sont convertis en eau,
en dioxyde de carbone ou en méthane (Ezziyyani et al., 2007). Ainsi, la découverte de la
biodiversité et de la présence de champignons capables de biodégrader efficacement les
plastiques a constitué un défi pour les chercheurs.

Plusieurs études ont été menées sur les champignons dégradant les plastiques. Par exemple :
Lacerda et al. (2020) ont étudié les champignons de la plastisphére présents dans les milieux
aquatiques de I’ouest de I’atlantique Sud et de la péninsule Antarctique. Les micro-organismes
et les enzymes capables de dégrader divers plastiques synthétiques couramment utilisés ont fait
I’objet d’une synthése exhaustive. Les voies métaboliques microbiennes des produits de
dépolymérisation du plastique et les tentatives actuelles visant a utiliser ces produits comme
matiéres premieres pour la production microbienne de produits chimiques a haute valeur ajoutée
ont été mises en évidence par Ru et al. (2020). Sanchez (2020) a décrit la capacité naturelle et
unique des champignons a envahir les substrats macro et microplastiques en utilisant des
enzymes capables de détoxifier les polluants. Sanenz et al. (2019) ont mené des expériences
sur la biodégradation du polyéthyléne basse densité (PEBD) par Aspergillus niger et Aspergillus
terreus afin d’augmenter le taux de dégradation sans aucun co-substrat ni traitement
photothermique. Iram et al. (2019) ont passé en revue certaines des stratégies les plus courantes
pour la dégradation de divers types de polymeres, ainsi qu’une liste de micro-organismes
potentiels capables de s’en nourrir. Le réle des champignons marins a également fait 1’objet
d’une revue récente par Zeghal et al. (2021). La dégradation microbienne des plastiques a fait
I’objet d’une synthese par Kale et al. (2015).

On distingue deux catégories de plastiques en fonction de leur biodégradabilité : les plastiques
non biodégradables et les plastiques biodégradables.
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e Plastiques non biodégradables : leurs poids moléculaires sont élevés en raison de la
grande répétition de petites unités monomeres. Ces plastiques sont extrémement stables
et n’entrent pas rapidement dans les processus de dégradation de la biospheére. Ils
comprennent des plastiques, tels que le PVC, le PP, le PS, le PET, le PUR et le PE.

e Plastiques biodégradables : les polymeéres d’origine biologique et d’origine fossile
peuvent tous deux étre classés parmi les plastiques biodégradables en fonction de leur

niveau de biodégradabilité et d’assimilation microbienne.

1.5.2. Biodégradations de plastiques par les champignons microscopiques marins

Le processus général de dégradation des polymeéres par les champignons marins est similaire a
celui mis en ceuvre par les bactéries et les algues. En effet, I’action des champignons se déroule
par fixation, colonisation, puis dégradation du polymeére. Des films en PEHD ont été dégradés
par deux champignons marins, Aspergillus tubingensis et Aspergillus flavus (Devi et al., 2015).
La morphologie de la surface du polymére a été fortement affectée par 1’action des champignons
avec ’apparition de fissures. Les polyméres qui n’ont pas été affectés par les champignons ont
conservé une surface lisse et intacte méme apres 30 jours, tandis que la présence et I’action des
enzymes provoquent l’apparition de fissures, indiquant ainsi une dégradation par les
champignons colonisateurs. Les champignons, a I’instar des bactéries, se développent et
utilisent le polymere comme seule source de carbone, le dégradant ainsi (Ameen et al., 2015).
Dans le processus d’adhérence fongique, les laccases jouent un rdle important ; il s’agit
d’oxydases a plusieurs atomes de cuivre qui oxydent une grande variété de substrats, y compris
les polymeéres ainsi que la lignine, le PE et le PVC (Mehra et al., 2018). Les estérases telles que
les cutinases et les lipases, se sont révélées trés utiles pour la dégradation du PET et du
polyuréthane (PUR), et sur ce dernier, les protéases et les uréases ont également donné de trés
bons résultats (Temporiti et al., 2022). Ce sont principalement les basidiomycétes et les
ascomycetes qui présentent une bonne efficacité dans la biodégradation des plastiques en

conditions de laboratoire.
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Figure 09 : Différentes étapes de la biodégradation du plastique dans I'eau de mer (Jacquin et
al., 2019).

1.6. Bioremediation

La bioremédiation est une branche des biotechnologies qui utilise des mécanismes biologiques
naturels ou détournés pour traiter des probléemes environnementaux. Les agents biologiques
utilisés peuvent étre des simples molécules organiques, comme de I’ADN ou des anticorps, ou
bien des organismes vivants ou morts (bactéries, microalgues, champignons, algues, plantes

supérieures) (Vavasseur, 2014).

1.6.1. Interaction entre la biodégradation fongique et bioremédiation des déchets

plastiques marins

Le potentiel des champignons dans les processus de bioremédiation est également mis en
évidence par leur capacité a dégrader les hydrocarbures pétroliers, notamment les alcanes, les
composés aromatiques et les composés azotés, soufrés et oxygénés (Mahmud et al., 2022). De
plus, les champignons marins, adaptés aux conditions marines difficiles (basses températures,
forte salinité, haute pression et conditions oligotrophes), constituent une source prometteuse de
nouveaux composés d’intérét, tels que des enzymes, absents chez leurs homologues terrestres
(Bonugli-Santos et al.,, 2015). La bioremédiation est une méthode respectueuse de
I’environnement et efficace, capable d’¢liminer les déchets plastiques (Sanchez, 2020). La
polyvalence métabolique des champignons et leur capacité a dégrader des composés complexes
indiquent que la biodégradation des plastiques dans I’environnement pourrait étre une

caractéristique métabolique potentielle de certains champignons (Vaksmaa et al., 2021).

17



Chapitre 1 Synthese bibliographique

Cependant, comme le montrent les études sur la biocolonisation, il existe également des
différences notables entre les procaryotes et les micro-eucaryotes, notamment les champignons,
bien que leur rdle potentiel dans la biodégradation des plastiques ait été mis en évidence. De
plus, les organismes capables de dégrader les plastiques ont été étudiés de maniére plus
approfondie dans les environnements terrestres que dans les environnements aquatiques, en

particulier les environnements marins.

Dans les environnements marins, les déchets plastiques constituent un substrat favorable a la
colonisation par des communautés fongiques formant la plastisphére. Ces micro-organismes
jouent un réle clé dans la transformation des polymeéres synthétiques grace a des processus de
biodégradation enzymatique. Ainsi, la biodégradation représente le mécanisme central de la
bioremédiation, permettant la conversion des plastiques en composés plus simple et moins
toxiques. Par conséquent, I’exploitation des communautés fongiques marines dans la bio
remédiation repose principalement sur leur capacité a biodégrader les polymeéres plastiques,

contribuant a la réduction de la pollution dans les écosystemes marins (Lacerda et al., 2020).
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1. Présentation de la zone d’étude
1.1. La mer méditerranée

La mer méditerranée est un bassin semi-fermé et un espace étroit avec un littoral qui s’étend
d’est en ouest sur 3700 km et du nord au sud sur 1600 km (Dubois-Dauphin, 2016), pour une
surface d’environ 3 millions de km? et étirement de 30 km de Gibraltar au littoral syrien, avec
une largeur maximale de 800 km (Claude, 2007). Sa profondeur moyenne est de 1500 m et

atteint un maximum de 5150 m en Mer lonienne (Dubois-Dauphin, 2016).

La méditerranée apparait comme un grand lac, entouré de trois continents, Europe, Asie et
Afrique, dont les cotes accueillent plus de vingt états et plus de 400 millions d’habitants,
desquels 130 millions environ, c’est-a-dire 35%, vivent dans les zones cotiéres (Albakjaji,
2010).
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Figure 10 : Carte géographique de la mer méditerranée (Dubois-Dauphin, 2016).
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Tableau 2 : Caractéristiques de la mer méditerranee (Kantin et al., 2006).

Superficie

Marée

Température

Salinité

Principaux fleuves

Echange en eau

Climat

20

3 millions de km? (mer noire comprise).

0,40 en moyenne.

La température de 1’eau en surface variable

suivant la saison, ( entre 21°C et 30°C I’été et

entre 10 et 15°C TI’hiver) elle augmente

d’ouest en est, a partir de 100 a 200 m la

température devient constante (plus ou moins
de 13°C).

En moyenne 38 %.

Elle augmente d’est en ouest (de 37%
a.39%).

Le Nil (Egypte).

Le po (ltalie).

L’Ebre (Espagne).

Le Rhone (France).

Le débit moyen pour les 69 fleuves
aboutissant en méditerranée 283
km /an.

Renouvellement 90 ans (entre 77 et
107 ans).

Brasage verticale 250 ans.

Il est tempéré

Automne pluvieux.
Hiver doux.
Printemps pluvieux.

Eté chaud et sec.
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1.1.1. Pollution de la méditerrané aux déchets plastiques

Considérée comme 1’une des mers les plus polluées au monde, la Méditerranée se transforme
en un gigantesque réservoir de déchets plastiques. Du fait d’une forte densité de population, de
flux touristiques et maritimes importants, mais aussi de 1’absence de systémes de gestion
efficace des déchets dans plusieurs pays du bassin, cette mer semi-fermée enregistre des
niveaux record de pollution qui mettent en danger les espéces marines et la santé humaine
(Echo, 2020).

Les causes principales des déchets marins en Méditerranée sont les mémes que partout ailleurs
dans le monde : une combinaison complexe de modes de production et de consommation, un
comportement irresponsable des individus et des secteurs économiques, une faible application
et/ou un mangue de cadres politiques et législatifs, de mauvaises pratiques de gestion des
déchets solides, des idées fausses quant aux possibles solutions, et une compréhension

parcellaire du probléme en raison du manque de données exploitables (Plastic Busters, 2022).
1.2. Le littoral algérien

L'Algérie (ou El Djazair) est située au nord du continent africain en bordure de la mer
méditerranée et fait partie de I’Union du Maghreb Arabe (UMA). Sa superficie est de 2 381 741
km?. L’Algérie est a la fois le plus grand pays d’Afrique et du monde arabe et du bassin
méditerranéen, et le dixieme plus grand pays au monde. Elle dispose de 1 622 km de littoral

méditerranéen (Alegria invest).

Le littoral algérien, qui s’étire sur environ 1622, 48 km ((M.A.T.E, 2015), constitue un
écosysteme fragile soumis a de nombreuses pressions. Il est continuellement menacé de
dégradation en raison de la forte concentration démographique, pres des deux tiers de la
population vivent sur seulement 4% du territoire national. Ainsi, que du développement des
activités économiques et des infrastructures implantées le long de la zone cétiere (M.A.T.E,
2000).

Dans la présente étude, les investigations ont été menées au niveau de la frange cotiere de la
wilaya de Mostaganem. Afin d'obtenir un apercu représentatif de cette zone, trois sites

d'échantillonnage ont été retenus : les plages de Salamandre, des Sablettes et de Sidi Medjdoub.
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1.2.1. Le littoral de Mostaganem

La wilaya de Mostaganem est située a 1’ouest du territoire algérien et couvre une superficie de
2269 km carré. Ayant une facade maritime s’étendant sur 150 km, elle est limitée : au par la
mer meéditerranée, a 1I’ouest par les wilayas d’Oran et de Mascara, a 1’est par la wilaya de Chlef
et au sud par la wilaya de Relizane (ANDI, 2010). Le littoral constitue un espace de transition

entre le milieu terrestre et le milieu marin.

Il est caractérise par des plages sableuses, des cordons dunaires et une forte activité anthropique.
11 constitue un espace écologique fragile soumis a des phénomenes de littoralisation, d’érosion

et de pollution environnementale (Senouci, 2022).
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Figure 11: Carte du littoral de Mostaganem (Bellal, 2015).

Le climat de la wilaya se caractérise par un climat semi-aride a hiver tempéré et une
pluviométrie qui varie entre 350 mm sur le plateau et 400 mm sur les piémonts du Dahra (Kies
et Taibi, 2011), et une température moyenne entre 10°C et 25°C jours pendant les mois de Mai
a Octobre (Lahouel, 2014). Sur le plan hydrographique deux régions s’opposent : la région
« Est » traversée par un réseau plus ou moins dense qui se diverse en totalité dans la mer et la
région « Ouest » qui n’a aucun cours d’eau de quelque importance que ce soit en dehors de

I’oued Chélif et les quelques oueds concentrés dans sa rive occidentale (Lahouel, 2014).
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1.2.1.1. Plage de Sidi Medjdoub

La plage de Sidi Medjdoub est située a 1’est du port de Mostaganem (35°, 57°31.
7°N/0°05426.8°E) et forme une anse vers l’est servant de protection pour les petites
embarcations des pécheurs. De nombreuses habitations se localisent au méme niveau de la cote.
Cette zone subit tout au long de I’année une pression touristique vu sa facilité d’acces et sa
proximité de la grande ville de Mostaganem. Située aux environs d’1km a I’est du port de
Mostaganem, le site de Sidi Medjdoub est exposé continuellement aux grands apports de
I’émissaire principal des égouts de la ville de Mostaganem. Cette frange c6tiere subit aussi une
forte pression anthropique due a I’implantation de plusieurs unités industrielles potentiellement
polluantes. C’est notamment le cas du complexe chimique des Sablettes et de ['unité
SOGEDIA. Situées sur une créte de faible altitude surplombant le secteur compris entre les
plages de Salamandre et d'Ouréah, ces structures rejettent quotidiennement, et a fort débit, des

effluents industriels non traités directement dans le milieu marin (Invest in Algeria, 2013).

Figure 12 : La plage de Sidi Medjdoub.

1.2.1.2. Plage de Salamandre

Située au nord-ouest de Mostaganem (35°54, 80° N et 0° 3,20’E) en face du complexe sonique
ou se déversent les rejets d’eau usées industrielles et urbaines. La crique de Salamandre est une
plage qui a I’apparence d’un golf qui s’ouvre vers le nord, sa partie arricre est limitée par une

falaise qui est constituée par des différentes roches. La partie ouest de la crique est formé par
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des paléo-dune situé a environ 500 métres a I’ouest de la crique. La zone est de la crique est
formée de rochers, Blok et tuf (Djelti, 2021).

Figure 13 : La plage de Salamandre.
1.2.1.3. Plage des Sablettes

La plage fait partie de la commune de Mazagran de la wilaya de Mostaganem située au nord-
ouest de I’Algérie de 5 kilometre de Mostaganem-ville, sa langueur est de 4 kilometres
(cordonnées 35° 53 N/ 0°02). Les Sablettes est parmi les plages les plus réputées sur 1’ouest
de 1’Algérie, durant le mois d’aout (2020) pendant seulement (15 jours) la plage a accueilli
500,000 d’estivants (Dahou, 2021).

Figure 14 : La plage des Sablettes.
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2. Echantillonnage

Le prélevement des échantillons a été effectué le méme jour au niveau des trois sites.
2.1. Etat climatique lors du prélevement des échantillons

La date : 12 avril 2026 ;

L’heure : 11h: 40 jusqu’a 14h: 30 ;

Climat : partiellement nuageux ;

Température : 21°C ;

Humidité : modérée ;

YV V. V V V V

Vent : léger vent marin.

2.2. Types d’échantillons

Les échantillons collectés dans le cadre de cette étude sont constitués de macroplastiques
prélevés au niveau de trois sites cotiers différents (plages de Salamandre, des Sablettes et de
Sidi Medjdoub). Les déchets plastiques selectionnés comprennent principalement des
bouteilles, des gobelets, des emballages alimentaires, ainsi que d’autres objets plastiques
visibles a I’ceil nu. Les prélévements ont été réalises a partir de deux compartiments
environnementaux : le sol littoral (sable/ plage) et ’eau de mer. Cette diversité d’échantillons
permet d’évaluer la présence et 1’adhésion éventuelle des microorganismes fongiques sur
différents types de déchets plastiques exposés aux conditions marines. Les échantillons ont été
collectés manuellement dans des conditions aseptiques, puis conservés dans des sacs stériles et

transportés au laboratoire pour les analyses microbiologiques et les essais de biodégradation.
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Figure 15 : Prélevements de macroplastiques dans les différents sites d’échantillonnage

(Présent travail).
3. Matériel et méthodes

3.1. Matériel du prélevement et de laboratoire

L’ensemble du matériel utilisé dans le cadre de cette étude est présenté dans le tableau suivant :

Tableau 3 : Inventaire du matériel de terrain et de laboratoire utilisé.

Catégorie Matériel utilisé

Bavettes et gants

Prélevement/ terrain Briquet

Sachets stériles

Etiquettes et stylo

Glaciére
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Pinces et ciseaux

Autoclave

Etuves (incubateurs)

Analyses (Laboratoire) Bain Marie

Balance de précision

Plaque chauffante

Microscope optique

Verrerie ( bécher de 1000 ml, les flacons de

100 ml et 250 ml, erlenmeyers)

Pipettes pasteur

Entonnoir

Boites de pétri

Milieux de culture (Sabouraud-
chloramphénicol, MSA, TSE)

Colorants (rouge Congo, bleu de coton)

Lames
Ruban adhésif (Scotch)
Briquet

Pinces et ciseaux

Bec benzéne

Bavettes et gants

Papier aluminium

Papier film et papier absorbant

Etiquettes

Eau distillée

Eau de mer

3.2. Méthodes d’analyses
3.2.1. Traitement des échantillons au laboratoire

Apreés le prélevement, les échantillons plastiques ont d’abord été lavés avec 1I’eau de mer afin
d’éliminer les impuretés superficielles. Ses derniers ont ensuite été découpés a 1’aide de ciseaux

en petits carrés d’environ 1cm? conformément & la méthode décrite par Kim et al. (2022). En
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paralléle, le milieu de culture sélectif Sabouraud-chloramphénicol a été liquéfié au bain-marie

jusqu'a I'obtention d'une solution parfaitement homogene et sterile, préte a I'emploi.

Apreés dissolution, le milieu de culture a été versé dans des boites de pétri en verre de 20 cm de
diametre a proximite de la flamme du bec benzene afin de limiter les contaminations et de
maintenir des conditions aseptiques. Enfin, les boites ont été laissées au repos jusqu’a

refroidissement et solidification compléte du milieu avant utilisation.
3.2.2. Isolement des champignons

Deux méthodes d’isolement de champignons ont été réalisées :

a- Méthode directe

Aprés solidification du milieu de culture stérile (gélose Sabouraud-chloramphénicol), des
fragments de plastique de diverses origines préalablement préparés ont été déposés
aseptiquement a la surface a I’aide d’une pince stérile (Kim et al., 2022). Les échantillons testés
comprenaient différentes natures de polymeres, issus notamment de la découpe de gobelets, de
bouteilles et d’autres emballages en plastique collectés dans les différentes zones d'étude. Cette
hétérogénéite des matrices plastiques permet d'évaluer comparativement leurs interactions avec

le milieu et les microchampignons colonisateurs.

Figure 16 : Isolement de champignons sur gélose Sabouraud-chloramphénicol (Méthode

directe).
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Les boites ont ensuite été incubées a 27 °C pendant 5 & 7 jours afin de permettre le

développement et I’observation des microchampignons.
b- Méthode de lavage

La solution de TSE (Tryptone- Sel- Eau) utilisée comme diluant, a été préparée en dissolvant 1
g de Tryptone et 8,5 g de NaCl dans un litre d’cau distillée. Le mélange a ét¢ homogénéisé sur
une plaque chauffante jusqu’a dissolution compléte des constituants. La solution obtenue a
ensuite été répartie dans des flacons de 250 ml, soigneusement fermes, puis stérilisee a

I’autoclave afin d’assurer son asepsie avant utilisation.

Les fragments de plastique préalablement découpés ont été placés dans la solution de TSE, puis
agités soigneusement pendant 5 minutes puis laissée au repos durant 30 minutes pour favoriser
la désorption des microorganismes. Afin d'éviter toute contamination croisée, les solutions ont
été individualisées par site et par matrice. Ainsi, chaque flacon renfermait uniquement les
fragments plastiques d'une seule origine (gobelets, bouteilles ou autres) issue d'un site de
prélevement donné. Par la suite, des aliquotes de 1 ml de cette chaque suspension de TSE ont
été déposées a la surface de la gélose Sabouraud-chloramphénicol en boites de pétri, puis étalées

de maniére aseptique pour assurer I'ensemencement.

Figure 17 : Isolement des micromyceétes sur gélose Sabouraud-chloramphénicol (Méthode de

lavage).
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Aprés I’ensemencement, les boites de pétri sont mise en culture a une température de 27°C (qui
est une température optimale de croissance pour la majorit¢ des champignons) jusqu’a

I’envahissement total de la surface de la gélose (7 jours).

3.2.3. Repiquage

Des leur apparition, les colonies fongiques présentant des aspects macroscopiques différents
ont été repiquées sur des boites de pétri de 9 cm de diameétre contenant le méme milieu de

culture (Sabouraud-chloramphénicol).

L’incubation a été réalisée a 27°C jusqu’a recouvrement complet de la surface de la gélose. Les

souches pures obtenues ont ensuite été identifiées.

3.3. Identification des champignons

3.3.1. Identification macroscopique

La caractérisation macroscopique des colonies fongiques développées sur milieu Sabouraud-
chloramphénicol a été effectuée selon la méthodologie de Botton et al. (1990) et Chabasse et al
.(2002). La différenciation des souches s'est appuyée sur I'étude de criteres morphologiques

visuelles clés notamment :

e Aspect du thalle : forme et texture (cotonneuse, poudreuse, veloutée).

o Chromatogenese : couleur de la surface, du revers et présence de pigments diffusibles.

3.3.2. Identification microscopique
3.3.2.1. Préparation des lames pour I’identification microscopique

Des lames propres et steriles ont éte préparées, puis quelques gouttes du colorant rouge Congo
et/ou bleu de coton ont été déposées au centre a I’aide d’une pipette pasteur. Ensuite, une petite
partie de chaque colonie fongique a identifier a été prélevée a 1’aide d’un ruban adhésif stérile,
puis déposée délicatement sur une lame préalablement préparée (Benmessaoud, 2010), en
veillant a éliminer toute bulle d'air afin d'optimiser la qualité de I'observation. Les préparations
ont été observées au microscope optique au grossissement x400 (objectif x40). L'analyse
morphologique s'est fondée sur la caractérisation des hyphes, des spores, des conidies, la forme
et les dimensions des conidiophores, ainsi que les structures de fructification (Bourgeois et
Leveau, (1980) ; Chabasse et al., (2002) ; Mouria et al., (2012)).
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Figure 18 : Préparation des lames pour I’identification microscopique des souches fongiques.

4. Test de biodégradation de plastiques par les champignons identifiés

Pour évaluer la biodégradation des plastiques par les microchampignons, deux méthodologies
distinctes ont été suivies : I'une développée par lbrahim et al. (2024) et I'autre par Nanhini et
Anandhi (2024).

4.1. Préparation du milieu de culture

Un milieu gélosé a base de sels minéraux (MSA) a été préparé afin d’évaluer ’activité des
champignons impliqués dans la biodégradation du plastique. Ensuite, le milieu de culture a été

stérilisé a ’autoclave afin d’éliminer toutes contaminations.

Aprés la stérilisation a 1’autoclave, deux méthodes différentes ont été adoptées selon la
démarche d’Ibrahim et al. (2024).

4.1.1. Méthode 1

Dans un litre de milieu MSA, 10 g de plastique poudre (PE) ont été rajoutés, puis le mélange a
été versé dans des boites de pétri de 9 cm de diameétre et laissé solidifier complétement. Apres
la solidification, des fragments de différentes souches de champignons microscopiques isolées
ont été déposés en surface (Fig. 20). Des boites de gélose servant de témoins, sans particules de
plastique, ont été ensemenceées. Les essais ont été réalisés en duplicatas. Les boites ont ensuite
été incubées a 27° C pendant 10 jours et plus.
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Figure 19 : Les différentes étapes de la premiére méthode de test de biodégradation.

4.1.2. Méthode 2

Le milieu de culture MSA a été réparti de maniere homogeéne dans des boites de pétri de 9 cm
de diamétre, en volumes égaux, puis laissé solidifier. Ensuite, des fragments de plastique type
LDPE (deux a trois morceaux) ont été placés de facon aléatoire dans chaque boite. Par la suite,
des fragments de différentes souches fongiques isolées ont été déposes au-dessus des morceaux
de plastique (Fig. 21). L’ensemble des manipulations a été réalisé sous une hotte a flux
laminaire afin d’éviter toute contamination et de garantir des conditions aseptiques durant

I’expérimentation. Toutes les boites ont ensuite été incubées a 27° C pendant 10 jours et plus.
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Figure 20 : Les différentes étapes de la deuxieme méthode de test de biodégradation.

4.2.3 Méthode de perte de masse

Le plastique a été découpé en morceaux de dimensions 2cm / 2cm. Ces derniers ont subi un
premier ringage soigneux a I’eau distillée, puis une désinfection a 1’éthanol 70% pendant 30
min. Aprés un nouveau ringage a I’eau distillée, les morceaux ont été pré-séches sur du papier
filtre stérile, puis transférés a I’étuve a 60°C pendant 24 heures jusqu’a séchage complet.
Chaque fragment a ensuite été pesé individuellement a 1’aide d'une balance analytique afin de
déterminer sa masse initiale (Wo = 30 mg). Pour le test de biodégradation, les échantillons du
plastique ont été introduits dans des flacons en verre stériles contenant un milieu minéral liquide
inoculé avec une souche fongique spécifique (un fragment par flacon). L’ensemble a été mis a
incuber a I’étuve réglée a 27°C pour une durée de 90 jours, selon le protocole décrit par Nanhini
et Anandhi (2024) (Fig. 22).

Figure 21 : Culture des souches fongiques en milieu minéral liquide supplémenté en
fragments de plastiques.
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Des témoins non traités ont été incubés dans les mémes conditions, en milieu exempt
d'inoculum fongique. A I'issue de la période d'incubation, les fragments de plastique ont été
récupérés, laves a I'eau distillée, séchés, puis peses afin de fixer leur masse finale. Le taux de
dégradation plastique a ensuite été évalué en calculant le pourcentage de perte de masse a partir
de la formule suivante :

masse initiale - masse finale de I'échantillon

% de dégradation = x 100
Masse initiale de I'échantillon
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Chapitre 3 Résultats et discussion

1. Résultats

Ce chapitre est consacreé a la présentation des résultats obtenus au cours de cette étude. Il aborde
en premier lieu l'isolement, l'identification et la caractérisation (macroscopique et
microscopique) des communautes fongiques associées aux déchets plastiques marins. La
diversité et la distribution de ces souches sont ensuite analysées. Enfin, le chapitre évalue et
discute leur potentiel biodégradatif vis-a-vis des déchets plastiques afin de mettre en évidence
leur capacité a participer aux processus de biodégradation et de bioremédiation en milieu marin.

1.1. Diversité morphologique des souches fongiques isolées a partir des plastiques marins

L’incubation des fragments de plastique sur milieu Sabouraud-chloramphénicol a révélé une
croissance fongique apres plusieurs jours. Les colonies observées ont présenté une nette
diversité morphologique (formes, aspect, taille, couleur). Un développement mycélien
préférentiel s’est manifesté en direction des échantillons plastiques, conduisant dans certains

cas a un recouvrement soit total ou partiel de la surface du matériau (Fig. 22).

Figure 22 : Apparition des colonies fongiques apreés I’incubation.
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L’analyse des isolats fongiques obtenus a partir des déchets plastiques marins a permis
d’identifier plusieurs genres et/ou especes de micromyceétes. La fréquence relative de chaque
genre a été déterminée afin d’évaluer leur représentativité au sein de la communauté fongique

isolée. Les résultats obtenus sont présentés ci-dessous sous forme de pourcentage.

Les micromycetes isolés sont les suivants : Aspergillus versicolor (18,8 %) ; Rhizomucor sp.
(12,53 %) ; Trichoderma sp. (10,08 %) ; Fusarium moniliforme (8, 44 %) ; Absidia sp. (8,
17%); Alternaria sp. (7,08 %); Aspergillus niger (6, 26 %) ; Penicilluim spp. (5,44 %) ;
Aspergillus fumigatus (4,63 %) ; Acremonuim sp. (3,54 %) ; Scytalidium hyalinum (3,26 %) ;

Aspergillus terreus (1,63 %), et mycéliums stériles (non identifiés) (10,08 %).
1.2. Description morphologique et illustration des différents genres fongiques isolés
1.2.1. Aspergillus terreus

Aspergillus terreus est une espéce de champignon filamenteux cosmopolite appartenant au
genre Aspergillus. Présente principalement dans les sols et les matiéres organiques en
décomposition, elle se distingue par ses colonies de couleur cannelle et par la production
d’aleurioconidies. Cette espéce est reconnue pour son intérét biotechnologique ainsi que pour

son potentiel pathogéne chez I’homme (Louis et al., 2021).

b |

Figure 23: Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) d’Aspergillus terreus
(GR x 400).
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1.2.2. Scytalidium hyalinum

Scytalidium hyalinum est un champignon filamenteux microscopique caractérisé par la
production d’arthroconidies hyalines (Spores transparentes issues de la fragmentation des
hyphes). 1l forme genéralement des colonies blanches a grisatres a croissance rapide et peut
étre isolé a partir du sol, de matieres organiques ou de prélévement clinique. Il est connu
comme agent potentiel de certaines infections cutanées et unguéales chez I’homme (Thomas
etal., 2018).

d
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Figure 24 : Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) de Scytalidium hyalinum
(GR % 400).

1.2.3. Alternaria sp.

Ce sont des champignons a reproduction asexuée, ils appartiennent au deutéromycetes. Les
colonies sont de croissance rapide, de couleur, blanc-gris au début deviennent rapidement
foncées (verte foncée a noire). La texture est duveteuse a laineuse. Les Alternaria sont des

saprophytes ou des parasites de plantes tres répandus (Chabasse et al., 2002).
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Figure 25: Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) d’Alternaria sp. (GR x
400).

1.2.4. Absidia sp.

Est un champignon filamenteux appartenant aux mucorales, fréqguemment rencontré dans le

sol et les matieres organiques en décomposition (Chabasse et al., 2002).

Figure 26 : Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) d’Absidia sp. (GR x
400).
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1.2.5. Trichoderma sp.

Les trichoderma spp, sont des champignons cosmopolites, caractérisés par leur croissance

rapide, leur capacité d’utiliser divers substrats et leur résistance a des agents chimiques nocifs
(Klein et Eveleigh, 1998).

Figure 27: Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) de Trichoderma sp. (GR
% 400).

1.2.6. Aspergillus niger

Aspergillus niger est une espéce fongique courante, répandue dans les climats chauds, connue
pour provoquer la pourriture post-récolte de divers fruits et cultures, et capable de produire la
mycotoxine et ocharatoxine A dans certains isolats. Elle se développe dans divers produits

stockés, ce qui témoigne de sa grande capacité d’adaptation et de sa résistance aux conditions

environnementales (Peronne et al., 2010).
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Figure 28 : Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) d’Aspergillus niger (GR
x 400).

1.2.7. Penicillium spp.

Au point de vue morphologique, les individus de genre Penicillium se distinguent par leur
organisation en pinceau. Le thalle cloisonné porte les conidiospores simples ou ramifiés se
terminant par un pénicille. Les conidiospores peuvent étre groupés en faisceaux laches ou
rassemblés en coréemies (colonne de conidiophore). Les phialides donnent naissance aux spores

qui se positionnent alors en chaines (Gauthier, 2016).

\
Figure 29 : Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) de Penicillium spp. (GR
x 400).
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1.2.8. Aspergillus versicolor

Aspergillus versicolor est une espece de moisissure appartenant au genre Aspergillus, un groupe
de moisissures communes présentes aussi bien a I’intérieur qu’a 1’extérieur. « Versicolor »
signifie «a couleur variée », ce qui est tout a fait approprié puisque cette moisissure peut
présenter des nuances de vert, de jaune, de brun, voire de rosé. Bien que les moisissures
Aspergillus soient omniprésentes dans la nature, 1’Aspergillus versicolor est particulierement
connu pour prospeérer dans les environnements intérieurs, surtout en présence d’une humidité

persistante (Samson et al., 2019).

Figure 30: Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) d’Aspergillus versicolor
(GR % 400).
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1.2.9. Aspergillus fumigatus

Aspergillus fumigatus est un champignon filamenteux saprophyte appartenant au genre
Aspergillus. 11 est largement répandu dans 1’environnement, notamment dans le sol, la matiére
organique en décomposition et les particules en suspension dans I’air, et est considéré comme
I’un des agents pathogénes fongiques opportunistes les plus importants chez ’homme (Kwon-

Chung et Sugui, 2013).

d

Figure 31 : Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) d’Aspergillus
fumigatus (GR x 400).

1.2.10. Acremonium sp.

Les espéces du genre Acremonium sont des champignons filamenteux que 1’on trouve
couramment dans le sol, les résidus végétaux et la matiére organique. Elles se caractérisent par
des hyphes minces et cloisonnés, ainsi que par des conidiophores simples produisant des
conidies. Bien qu’il s’agisse principalement de champignons environnementaux, certaines
especes peuvent agir comme des agents pathogenes opportunistes chez ’homme (Perdomo et

al., 2011).
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Figure 32 : Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) d’Acremonium sp. (GR
x 400).

1.2.11. Rhizomucor sp.

Les especes du genre Rhizomucor sont des champignons filamenteux thermophiles appartenant
a I’ordre des mucorales. Ces champignons sont couramment isolés dans le sol et dans la matiére
organique en décomposition, et peuvent provoquer des infections opportunistes chez les

patients immunodéprimeés (Hoog et al., 2020).
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Figure 33 : Observation macroscopique (a et b) et microscopique (¢) du Rhizomucor sp. (GR
x 400).

1.2.12. Fusarium moniliforme

Fusarium moniliforme est un champignon filamenteux appartenant au genre Fusarium, que I’on
trouve généralement dans le sol et qui est associé aux plantes et aux cultures céréaliéres. Il est
connu pour sa capacité a coloniser un large éventail de substrats et a produire des mycotoxines

pouvant affecter les plantes, les animaux et les étres humains (Leslie et Summerell, 2006).

Figure 34 : Observation macroscopique (a et b) et microscopique (c) de Fusarium
moniliforme (GR x 400).
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1.3. Répartition fongique globale

L’analyse de la répartition globale des isolats fongiques met en évidence une diversité de la
faune fongique entre les trois sites étudiés. Le site des Sablettes présente le nombre d’isolats le
plus élevé avec 125 isolats, suivi de Sidi Medjdoub (115), tandis que le site de Salamandre

enregistre le nombre le plus faible (90 isolats) (Tableau 4).
Tableau 04 : Répartition fongique globale

Sablettes

Sidi Medjdoub Salamandre
Genres/ Abondance Pourcentage

Espéces Gobelets | Bouteille = Gobelets Bouteille = Gobelets = Bouteille
Aspergillus 6 1,63 0 0 0 2 1 3
terreus
Scytalidium 12 3,26 1 0 0 0 6 5
hyalinum
Absidia sp. 30 8,17 15 7 2 0 3 3
Fusarium 31 8,44 8 5 4 3 9 2
moniliforme
Aspergillus 23 6,26 0 3 4 6 8 2
niger
Aspergillus 69 18,80 7 3 20 8 25 6
versicolor
Trichoderma 37 10,08 11 14 3 5 1 3
sp.

Penicillium 20 5,44 5 1 2 6 4 2
spp

Aspergillus 17 4,63 7 0 3 0 6 1
fumigatus

Alternaria sp. 26 7,08 1 8 4 0 6 7
Acremonium 13 3,54 2 0 0 4 2 5
sp.

Rhizomucor 46 12,53 13 4 1 13 3 12
sp.

Non identifiés 37 10,08 / / / / / /
Total 367 100% 70 45 43 47 74 51
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= Aspergillus terreus
m Scytalidium hyalinum
= Absidia sp

Fusarium moniliforme
m Aspergillus niger
m Aspergillus versicolor
mTrichoderma sp
® Pénicillium spp
m Aspergillus fumigatus
m Alternaria sp
mAcremonium sp
mRhizomucor sp

= non identifiée

Figure 35 : Répartition fongique globale.

La composition spécifique varie également selon les sites : Trichoderma sp. et Rhizomucor sp.
dominent a Sidi Medjdoub, alors qu’Aspergillus versicolor est 1’espéce la plus abondante a
Salamandre et aux Sablettes. A I’échelle des trois sites, Aspergillus versicolor occupe la
premiere place avec 69 isolats (18,8 %), suivi de Rhizomucor sp. avec 46 isolats (12,53 %). En
outre, les gobelets présentent globalement un nombre d’isolats supérieur a celui des bouteilles
dans les sites de Sidi Medjdoub et des Sablettes, contrairement a Salamandre ou les bouteilles

sont légérement plus colonisées.
1.4. Répartition fongique en fonction des sites

1.4.1. Plage de Sidi Medjdoub
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Tableau 5 : Répartition fongique dans le site de Sidi Medjdoub

Especes Abondance Pourcentage  Abondance Pourcentage
« gobelets » (%) « bouteilles » (%)

Scytalidium hyalinum 1 1,43 / 0
Absidia sp. 15 21,43 7 15, 55
Fusarium moniliforme 8 11,43 5 11,11
Aspergillus niger / 0 3 6, 66
Aspergillus versicolor 7 10 3 6, 66
Trichoderma sp. 11 15,71 14 31,11
Pénicillium spp. 5 7,14 1 2,22
Aspergillus fumigatus 7 10 / 0
Alternaria sp. 1 1,43 8 17,77
Acremonium sp. 2 2,86 / 0
Rhizomucor sp. 13 18, 57 4 8, 88
Total 70 100 % 45 100 %
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Figure 36 : Répartition fongique a Sidi Medjdoub.

Le tableau 5 et la figure 36 présentent la répartition des especes fongiques isolées des gobelets
et des bouteilles en plastiques au niveau du site de Sidi Medjdoub. Les résultats montrent que,
dans les gobelets, Absidia sp. est I’espéce la plus abondante (21,43 %), suivi de Rhizomucor sp.
(18,57 %) et de Trichoderma sp. (15,71 %). Pour les bouteilles, Trichoderma sp. domine avec

47



Chapitre 3

Résultats et discussion

(31,11 %) suivi d’Alternaria sp. (17,77 %) et d’Absidia sp. (15,55 %). Cette répartition met en

¢évidence une variation de I’abondance des espéces fongiques selon le type de plastique.

1.4.2. Plage de Salamandre

Tableau 6 : Répartition fongique dans le site de Salamandre

Especes Abondance Pourcentage Abondance Pourcentage
« gobelets » (%) « bouteilles » (%)
Aspergillus terreus / 0 2 4,26
Absidia sp. 2 4, 65 / 0
Fusarium 4 9,30 3 6, 38
moniliforme
Aspergillus niger 4 9,30 6 12, 77
Aspergillus versicolor 20 46, 51 8 17,02
Trichoderma sp. 3 6, 98 5 10, 64
Pénicillium spp. 2 4, 65 6 12,77
Aspergillus fumigatus 3 6, 98 / 0
Alternaria sp. 4 9,30 / 0
Acremonium sp. / 0 4 8,51
Rhizomucor sp. 1 2,33 13 27,66
Total 43 100 % 47 100 %
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Figure 37 : Répartition fongique a Salamandre.

Le tableau 6 et la figure 37 présentent la répartition des especes fongiques isolées des gobelets

et des bouteilles en plastique au niveau du site de Salamandre. Pour les gobelets, Aspergillus
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versicolor est I’espéce la plus abondante avec (46,51 %), tandis que pour les bouteilles,
Rhizomucor sp. domine avec (27,66 %), suivi d’Aspergillus versicolor avec (17,02 %). Les
autres especes présentent des abondances variables selon le type de plastique. Ces résultats
mettent ainsi en évidence une variation de la composition des communautés fongiques entre les

gobelets et les bouteilles.

1.4.3. Plage de sablletes

Tableau 7 : Répartition fongique dans le site des Sablettes

Abondance Pourcentage Abondance Pourcentage
« gobelets » % « bouteilles » %
Aspergillus 1 1,35 3 5, 88
terreus
Scytalidium 6 8,11 5 9, 80
hyalinum
Absidia sp. 3 4,05 3 5, 88
Fusarium 9 12,16 2 3,92
moniliforme
Aspergillus niger 8 10, 81 2 3,92
Aspergillus 25 33,78 6 11,76
versicolor
Trichoderma sp. 1 1,35 3 5, 88
Pénicillium spp. 4 5,41 2 3,92
Aspergillus 6 8,11 1 1,96
fumigatus
Alternaria sp. 6 8,11 7 13,73
Acremonium sp. 2 2,7 5 9,80
Rhizomucor sp. 3 4,05 12 23,53
Total 74 100 % 51 100 %
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Figure 38 : Répartition fongique dans le site des Sablettes.

Le tableau 7 et la figure 38 présentent la répartition fongiques isolées des gobelets et des
bouteilles en plastique au niveau du site des Sablettes. Pour les gobelets, Aspergilus versicolor
est I’espéce la plus abondante avec (33,78 %), suivi de Fusarium moniliforme (12,16 %) et
d’Aspergillus niger (10,81 %). Pour les bouteilles, Rhizomucor sp. présente 1’abondance la plus
élevée avec (23,53 %) suivi d’Alternaria sp. (13,73 %) et d’Aspergillus versicolor (11,76 %).
Ces résultats montrent une variation de la répartition des especes fongique selon le type du

plastique étudié.

1.5. Evaluation de la biodégradation du PE et du LDPE par les souches fongiques

isolées

La biodégradation des déchets plastiques constitue une approche prometteuse pour réduire leur
persistance dans I’environnement marin. Certaines souches fongiques possédent la capacité de
coloniser la surface des plastiques et de produire des enzymes capables d’altérer leur structure.
Dans cette étude, un essai de biodégradation a été réalisé afin d’évaluer le potentiel des souches
fongiques isolées a dégrader les déchets plastiques dans des conditions controlées de

laboratoire.

Dans le cadre de cet essai, certaines souches fongiques ont montré des signes préliminaires
d’altération des polyméres étudiés, notamment le PE et le LDPE. Les souches d’Aspergillus
niger, d’Alternaria sp, de Penicillium spp, et de Scytalidium hyalinum ont notamment présenté

une croissance et une colonisation a la surface des fragments plastiques, suggérant un potentiel
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de biodégradation. Les résultats obtenus sont présentés ci-dessous afin de comparer le

comportement des différentes souches fongiques vis-a-vis des deux types de plastiques étudiés.

Figure 39 : Aspect macroscopique des échantillons de PE et LDPE aprés incubation en
présence des différentes souches fongiques.

a : Penicillium spp. /LDPE ; b: Aspergillus niger /PE ; c: Scytalidium hyalinum /LDPE ; d:
Alternaria sp./ PE ; e: Témoin / PE.
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Aprés 10 jours d’incubation, 1’apparition d’halos ou de zones transparentes (zones de
dégradation) autour des fragments de plastique de type PE et LDPE a été observée. L apparition
de ces halos pourrait étre attribuée a la sécrétion, par les souches fongiques avoisinantes, d’un
ensemble d’enzymes extracellulaires hydrolytiques, susceptibles de contribuer a la dégradation
des composants du polymere et a I'utilisation des produits issus de cette dégradation comme
source potentielle de carbone et d’énergie. Il convient de noter que le milieu de culture utilisé
MSA est pauvre ou dépourvu de source de carbone organique, ce qui pourrait stimuler les
champignons a rechercher des sources alternatives de carbone. Une différence notable dans la
taille des halos formés entre les différentes souches fongiques a également été observée
(Aspergillus niger 2 cm, Alternaria sp 1,6 cm, Penicillium spp. 1,1cm, Scytalidium hyalinum
1 cm), ce qui pourrait refléter des différences dans leur capacité enzymatique a dégrader les
polymeres plastiques. Ces observations préliminaires suggérent une possible contribution des
souches fongiques a la dégradation de la surface des fragments de PE et LDPE, favorisant ainsi

leur croissance et leur colonisation progressive de la surface du milieu de culture.

En revanche, aucun changement visible n’a été observé au niveau du témoin, suggérant que les

zones de dégradation pourraient étre liées a 1’activité fongique.
1.6. Evaluation de la perte de masse du plastique apres incubation fongique

Aprés incubation de 90 jours, une diminution de la masse des fragments plastiques n’a été
observée que pour certaines souches fongiques, tandis qu’aucune variation notable n’a été
enregistrée pour d’autres souches testées ainsi que pour le témoin. Les résultats obtenus sont

présentés dans le tableau suivant :
Tableau 8 : Perte de masse des fragments plastiques (%) apres incubation fongique.

Espeéces Masse initiale Masse finale Perte de masse

(mg) (mg) (%)
Aspergillus niger
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Figure 40 : Evaluation de la perte de masse des fragments plastiques.

Le tableau 8 et la figure 40 montrent une diminution de la masse des fragments plastiques apres
incubation avec les différentes souches fongiques. La perte de masse varie selon les souches,
avec une valeur maximale de 10 % pour Alternaria sp. suivi de 6,66 % pour Aspergillus niger
et Penicillium spp, et de 3,33 % pour Aspergillus versicolor et Trichoderma sp. En revanche,
aucune perte de masse n’a été observée chez le témoin (0 %). Ces résultats suggérent une

variation de I’activité des souches fongiques vis-a-vis des fragments plastiques.
2. Discussion

La présente étude a permis de mettre en évidence une diversité fongique importante associée
aux déchets plastiques marins collectés au niveau des trois sites étudiés de la région de
Mostaganem, a savoir Sidi Medjdoub, Salamandre et Sablettes. Au total, 367 isolats fongiques
ont été obtenus. Cette diversité montre que les déchets plastiques peuvent constituer des
supports favorables a 1’installation et a la colonisation de différents microorganismes. Apres
leur arrivée dans le milieu marin, les surfaces plastiques peuvent subir différentes modifications
liées aux conditions environnementales, favorisant ainsi leur colonisation progressive par des

communautés microbiennes formant la plastisphere (Zhai et al., 2023).

Cette observation rejoint les résultats de Kim et al. (2022), qui ont isolé 262 souches fongiques
correspondant a 108 taxons a partir de 47 déchets plastiques en PET collectés sur les cotes
coréennes. Plusieurs genres identifiés dans leur étude, notamment Aspergillus, Trichoderma,
Fusarium et Alternaria ont également été retrouves dans notre étude. Cette similitude suggere

que certains groupes fongiques sont fréquemment associés aux substrats plastiques en milieu
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marin. Toutefois, les différences observées dans la richesse et la composition des communautés
peuvent étre liées a la localisation géographique, aux conditions environnementales, au type de

plastique étudié ainsi qu’aux méthode d’isolement utilisées.

La répartition des isolats fongiques variait également entre les trois sites. Sablettes a présenté
le nombre le plus élevé avec 125 isolats, suivie de Sidi Medjdoub avec 115 isolats, tandis que
Salamandre a enregistré le nombre le plus faible avec 90 isolats. Cette variation spatiale pourrait
refléter des différences dans les conditions écologiques locales. En effet, plusieurs facteurs tels
que la température, la salinité, [’humidité, 1’exposition aux rayonnements solaire,
I’hydrodynamisme, la disponibilit¢ des nutriments et la durée d’exposition des plastiques
peuvent influencer leur colonisation microbienne. Les travaux consacrés a la plastisphere
indiquent également que la composition des communautés microbiennes peut varier en fonction

du site et des caractéristiques du substrat plastique (Zhai et al., 2023).

L’abondance la plus élevée observée aux Sablettes et a Sidi Medjdoub pourrait également étre
associée a I’¢état de vieillissement et d’altération des déchets plastiques présents dans ces sites.
La dégradation physique progressive des surfaces plastiques peut entrainer une augmentation
de leur rugosité et I’apparition de microfissures, offrant ainsi davantage de sites favorables a
I’adhésion et au développement des microorganismes. Néanmoins, cette hypothese doit étre
considérée avec prudence, car les propriétés physicochimiques des plastiques et les parametres

environnementaux n’ont pas été mesurés de maniere comparative dans les trois sites.

L’analyse de la composition de la communauté¢ fongique a montré une prédominance de
1’Aspergillus versicolor, avec 69 isolats, soit 18,8 % du total, suivi de Rhizomucor sp. avec 46
isolats 12,53 % et de Trichoderma sp. avec 37 isolats 10,08 %. Cette composition met en
évidence la présence de plusieurs groupes fongiques capables de coloniser les dechets
plastiques eétudiés. La forte présence de I’Aspergillus versicolor constitue un résultat
particulierement intéressant. Cette espéce a été retrouvée dans plusieurs sites, avec 28 isolats a
Salamandre (31,11 %) et 31 isolats aux Sablettes (24,8 %). Sa présence importante dans deux
sites distincts pourrait indiquer une bonne capacité d’adaptation et de colonisation des substrats
étudiés. La presence récurrente de représentants du genre Aspergillus sur les plastiques marins
a également été rapportée par Kim et al. (2022). Cependant, I’abondance d’une espéce sur un
substrat plastique doit principalement étre considérée comme un indicateur de colonisation et

ne constitue pas, a elle seule, une preuve de biodégradation du polymere.
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Rhizomucor sp, représente le deuxieme taxon le plus abondant dans notre étude avec 46 isolats
(12,53 %). Sa présence contribue de maniere importante a la diversité observée dans les
communautés fongiques associées aux déchets plastiques. Les travaux de synthése consacrés
aux champignons et aux plastiques montrent que les microorganismes susceptibles d’interagir
avec les polymeres synthétiques appartiennent a des groupes taxonomiques trés diversifiés
(Ekanayaka et al., 2022). La présence de Rhizomucor sp. dans nos échantillons confirme donc

la diversité des groupes fongiques pouvant étre retrouvés sur ces substrats.

De méme, Trichoderma sp. a été représenté par 37 isolats (10,08 %) . Ce genre a également été
rapporté parmi les champignons associés aux déchets plastiques marins dans des travaux
antérieurs, notamment par Kim et al. (2022). Sa présence dans nos échantillons pourrait étre
liée a sa capacité a se développer dans des environnements présentant des conditions variables.
Toutefois, comme pour les autres taxons identifiés, sa présence sur les déchets plastiques ne

permet pas de conclure directement a une activité de dégradation du plastique.

Une autre observation importante concerne la répartition des isolats selon le type de déchet
plastique, notamment entre les bouteilles et les gobelets. A Sidi Medjdoub, Rhizomucor sp. était
d’avantage représenté sur les gobelets, alors que Trichoderma sp. était plus abondant sur les
bouteilles. A Salamandre et aux Sablette, Aspergillus versicolor était principalement retrouvé
sur les gobelets. Ces différences pourraient étre liées aux caractéristiques physiques des
surfaces plastiques, notamment leur rugosité, leur texture, leur degré d’altération et leur

exposition aux facteurs environnementaux.

Cette répartition différenciée est cohérente avec les travaux consacrés a la plastisphere, qui
montrent que les caractéristiques du substrat peuvent contribuer a la sélection de communautés
microbiennes différentes (Zhai et al., 2023). Cependant, en 1’absence d’une caractérisation
chimique précise des polyméres constituant les bouteilles et les gobelets, il serait prématuré
d’attribuer ces différences uniquement a la nature chimique du plastique. D’autre facteurs, tels
que I’age des déchets, leur état de vieillissement et les conditions locales d’exposition, peuvent

également intervenir.

Dans I’ensemble, les résultats obtenus montrent que les déchets plastiques marins de la région
de Mostaganem hébergent une communauté fongique diversifiée, dont 1’abondance et la
composition varient selon les sites et les types des déchets plastiques. La prédominance

d’Aspergillus versicolor, suivi de Rhizomucor sp. et de Trichoderma sp. ansi que la présence
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de plusieurs autres taxons, soulignent I’importance des champignons dans la colonisation de
ces substrats. Ces résultats constituent une premicére base pour la sélection d’isolats présentant
un intérét potentiel dans 1’étude de leur interaction avec les plastiques. Les résultats obtenus
dans notre étude montrent une croissance variable des champignons en présence des fragments

plastiques.

Aspergillus niger a présenté le diametre moyen de croissance le plus élevé (2 cm), suivi par
Alternaria sp. (1,6 cm), Penicillium sp. (1,1cm) et Scytalidium hyalinum (1 cm). Cette
différence suggére une capacité variable des isolats a coloniser et a se développer au contact du
substrat plastique. Ces résultats sont particulieérement intéressants pour 1’Aspergillus niger, dont
le potentiel de biodégradation des plastiques a été rapporté dans la littérature. Safdar et al.
(2024) ont notamment obtenu un taux de biodégradation de 16 % du PE par Aspergillus niger,
accompagneé de modifications de la surface des microplastiques. Les auteurs expliquent que la
colonisation de la surface du polymére et la formation d’un biofilm peuvent favoriser 1’action
des enzymes extracellulaires produites par les champignons. Ainsi, la croissance importante de
1I’Aspergillus niger observée dans notre étude pourrait constituer un premier indice de son

potentiel d’interaction avec le plastique.

La méthode de perte de masse a révélé une diminution du poids des fragments plastiques pour
certaines souches fongiques, avec un maximum d'environ 10 % enregistré chez Alternaria sp.
Ces données s'accordent avec les travaux de Nandhini et Anandhi (2024), qui rapportent une
réduction de masse des films de polyéthyléne allant de 23,5 % a 83,8 % apres 30 jours
d'incubation sous I'action de divers isolats fongiques. Cela souligne I'aptitude de certains isolats
a dégrader ce polymere, bien que l'intensité de I'activité dépende fortement de la souche (West
et al., 2026) et des conditions expérimentales. Toutefois, la seule diminution de masse ne
permet pas de confirmer a elle seule la biodégradation du polymeére ni de caractériser les
modifications physicochimiques qu’il subies. Des analyses complémentaires, telles que la
microscopie électronique a balayage (MEB/SEM) et la spectroscopie infrarouge a transformée
de Fourier (FTIR), seraient nécessaires pour confirmer et caractériser la dégradation du

plastique.

56



Conclusion générale et perspectives




Conclusion générale et perspectives

Cette étude s’inscrit dans le cadre de la lutte contre la contamination croissante des écosystémes
marins par les déchets plastiques, une problématique environnementale majeure accentuée par
la haute persistance et I'accumulation continue de ces polymeéres synthétiques. Dans ce
contexte, I’analyse des communautés fongiques colonisant la « plastisphére » offre des
perspectives clés pour appréhender les interactions microbiennes sur ces matrices et identifier

des souches a fort potentiel en bioremédiation.

Les travaux d'isolement réalisés a partir de déchets plastiques prélevés sur trois sites du littoral
de Mostaganem, Sidi Medjdoub, Salamandre et Sablettes ont permis d'obtenir un total de 367
isolats fongiques, illustrant une remarquable diversité taxonomique associée aux substrats

marins.

L'analyse de l'abondance relative révele une nette prédominance de I'espece Aspergillus
versicolor avec 69 isolats (18,80 %), suivie des genres Rhizomucor sp. (12,53 %) et
Trichoderma sp. (10,08 %), une proportion identique (10,08 %) correspondant aux isolats non
identifiés. Le reste du profil fongique est structuré par Fusarium moniliforme (8,45 %), Absidia
sp. (8,17 %), Alternaria sp. (7,08 %), Aspergillus niger (6,27 %), Penicillium spp. (5,45 %) et
Aspergillus fumigatus (4,63 %). Enfin, des fréquences plus faibles ont été enregistrées pour

Acremonium sp. (3,54 %), Scytalidium hyalinum (3,27 %) et Aspergillus terreus (1,63 %).

Ces variations de répartition quantitative, observées tant a I'échelle spatiale (entre les trois sites)
qu'en fonction de la nature des déchets (gobelets et bouteilles), suggere que plusieurs facteurs
environnementaux et caractéristiques du substrat peuvent intervenir dans la dynamique de

colonisation fongique.

Sur le plan de la mycodégradation, les essais d'évaluation ont montré que plusieurs souches
présentaient une capacité de croissance active en présence du plastique, avec un développement
des colonies autour ou au contact du matériau. Ces observations constituent un indice
d’interaction entre les micromycetes et le plastique, mais ne permettent pas a elles seules de
confirmer une biodégradation effective du polymere. Des analyses complémentaires sont donc

nécessaires pour démontrer et quantifier ce processus.

En conclusion, les micromyceétes colonisant les déchets plastiques du littoral de Mostaganem

représentent un réservoir biologique d'un grand intérét biotechnologique. Leur exploration
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ouvre des voies prometteuses pour la sélection de souches performantes capables de dégrader

ou de transformer les polymeres synthétiques en milieu marin.

Dans la continuité de ce travail de Master, plusieurs perspectives a court et moyen termes

peuvent étre envisagées :

» Confirmation taxonomique des champignons : déterminer avec exactitude l'espece
des souches prometteuses en combinant la microscopie et la biologie moléculaire.

> Analyses physico-chimiques des polymeéres : Evaluer la dégradation réelle du PE et
du LDPE par des techniques quantitatives et structurales telles que la spectroscopie
infrarouge a transformée de Fourier (FTIR).

» Criblage de I'activité enzymatique : par le dosage spectrophotométrique des enzymes
extracellulaires clés (laccases, estérases, péroxydases et d’autres).

> Tests comparatifs sur d'autres plastiques : étendre les essais a d'autres polymeres
synthétiques et biosourcés (Ex : Polypropyléne / PP, Polystyrene / PS, Polytéréphtalate
d'¢thyléne / PET ... etc).
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Annexe

Tableau n°1 : Description macroscopiques des champignons

NO

Description du thalle

Genres/ Especes

Couleur
dominante

Recto: thalle beige a noisette,
d’aspect poudreux a croissance rapide.
Revers : jaune & brun orange

Aspergillus terreus

Beige

Recto : thalle noire granuleux a
croissance relativement rapide.
Revers : blanc-jaune

Aspergillus niger

Noire

Recto : thalle vert tirant vers le bleu
entouré avec un trait blanc contient
des rides au centre, a croissance
rapide.

Revers : jaune

Aspergillus versicolor

Ver tirant vers le
bleu

Recto :Thalle d’abord blanc, puis vert
militaire, a forme rond avec une
croissance moyenne.

Revers : jaune a brun orange

Aspergillus fumigatus

Vert militaire

Recto : colonies visqueuses ridées
avec le vert au centre a croissance
moyenne.

Revers : blanc-creme

Penicillium spp.

Blanc

Recto : colonies blanches cotonneuse
bombée avec des gouttelettes d’eau au
centre, a croissance moyenne.

Revers : beige

Scytalidium hyalinum

Blanc

Recto : thalle blanc rosatre, cotonneux
a croissance faible.
Revers : rose pourpre.

Fusarium moniliforme

Rose

Recto : Thalle vert grisatre d’aspect
cotonneux & croissance tres rapide.
Revers : jaune.

Rhizomucor sp.

Vert grisatre

Recto : des petites colonies blanches
plissées, humides, a croissance
moyenne.

Revers : incolore

Acremonium sp.

Blanc

10

Recto : des colonies crémeuses au
centre entourée des granules jaunes a
croissance tres rapide.

Revers : marron

Absidia sp.

Blanc jaunatre




Recto : thalle marron foncé au centre,

Alternaria sp.

Annexe

11 et marron clair a la périphérie d’aspect Marron
cotonneux a croissance rapide.
Revers : marron foncé
Recto : thalle vert herbacé de forme Trichoderma sp. Vert herbacé
12 irréguliére contient le blanc au centre.

Revers : incolore

Milieux d’isolement

Sabouraud —chloramphénicol
Peptone

Glucose

Agar

Chloramphenicol

Eau de mer stérilisée q.s.p
pH : 5-5,6

TSE

Eau distillée
tryptone
NaCl

MSA
NH4NO3
K2HPO4
NaCl
MgS0O4.7H20
Agar
e Ajuster le pH a6.

Milieu méniral liquide
Pour 1 litre
KH2PO4
K2HPO4
NH4NO3
MgS04.7H20
NaCl
CaCl2
FeSO4.7H20
e Adjuster le pH a 6,5-7;

10g
209
20g
0,59
1000 ml

1L

19
8,59

30/L
59/L
1g/L
0,2 g/L
15 g/L

19
19
19
0,29
0,1g
0,029
0,019

e Distribuer 100 ml dans des Erlenmeyers de 250 Ml
e Stériliser a ’autoclave (121 °C jusqu’a 20 min).




