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Résume

La pollution environnementale due a I’accumulation des déchets plastiques constitue un énorme
probléme écologique. La dégradation de ces polymeres dans I’environnement dépend de la
présence de micro-organismes susceptibles de les décomposer dans leur écosysteme. L’ objectif
de cette étude est de déterminer la contribution et I’efficacité des champignons indigeénes du sol
dans la dégradation des films d’un sac en plastique de type polyéthyléne basse densit¢ (PEBD),

un déchet plastique tres répandu dans la nature.

A cet égard, neuf especes fongiques ont été isolées sur milieu PDA (Potato-Dextrose-Agar)
apres 7 jours d’incubation a 27°C. Ces isolats ont été prélevés a partir de la décharge publique
de Boumehadjer située dans la ville de Collo a I’est de Skikda (Algérie). Cinq especes ont été
sélectionnées pour les tests de biodégradation et ont ¢été¢ identifiées par une analyse
phylogénétique comme étant Aspergillus niger, Rhizopus arrhizus, Penicillium hordei, Candida

tropicalis et Rhodotorula mucilaginosa.

Le potentiel de dégradation a été étudié in vitro dans des cultures discontinues dans un milieu
minimum liquide (MML) en agissant sur quelques parameétres tels que la température, le pH et
la biomasse fongique, dans le but d’optimiser la biodégradation. De plus, d’autres tests ont été
meneés in vitro dans une culture continue et ex situ dans différents milieux naturels (eau de mer,

eau du robinet et un échantillon de sol).

Les taux de dégradation obtenus apres 1’optimisation sont, respectivement, de 17.21 %, 23.77
%, 7.77 %, 7.60 % et 5.53 % pour A. niger, R. arrhizus, P. hordei, C. tropicalis et R.
mucilaginosa aprés un mois d’incubation. Cependant, des taux de dégradation faibles
(inférieurs a 1%) ont été obtenus pour les films incubes ex situ avec P. hordei, C. tropicalis et
R. mucilaginosa, contrairement aux films incubés avec A. niger et R. arrhizus présentant des
taux de dégradation supérieurs a 1% dans les milieux naturels. Quant a la culture continue, des
pourcentages de perte de poids plus élevés ont été trouvés, allant jusqu’a 29.74 % apres trois

mois d’incubation avec R. arrhizus.

La biodégradation a eté confirmée par microscopie €électronique a balayage (MEB) qui a révélé
plusieurs altérations telles que des fissures a la surface des films incubés avec les espéces
fongiques, contrairement aux films témoins présentant des surfaces lisses sans changements
apparents. De plus, des activités d’hydrolyse et d’oxydation biologiques des films de PEBD ont
été révélées par spectroscopie infrarouge a transformee de Fourier (FTIR), montrant diverses

modifications structurelles, notamment 1’apparition de groupements fonctionnels tels que les



esters, les aldéhydes et les cétones, présentant des groupes carbonyles. Enfin, la diffractométrie
des rayons X (DRX) a montré des pics d’intensité élevée dans la position angulaire 26 = 20 -
30°, confirmant la structure semi-cristalline des polymeéres testés. En outre, plusieurs altérations
ont été observées apres la dégradation par les isolats fongiques, notamment des variations

d’intensité et des décalages dans la position de certains pics.

Cette étude souligne I’efficacité des isolats identifiés dans la dégradation du PEBD. Ces espéces
fongiques sont prometteuses pour des applications de biodégradation des polymeres plastiques,

qui pourraient étre exploitées afin de développer de futurs systémes de mycoremédiation.

Mots-clés: Biodégradation, champignons, culture continue, déchets plastiques, ex situ, in vitro,
PEBD, pollution.



Abstract

Environmental pollution due to the accumulation of plastic waste constitutes a major ecological
problem. The degradation of these polymers in the environment depends on the presence of
microorganisms capable of decomposing them in their ecosystem. The objective of this study
is to determine the contribution and effectiveness of indigenous soil fungi in the degradation of

low-density polyethylene (LDPE) plastic bag films, a very common plastic waste in nature.

In this regard, nine fungal species were isolated on PDA (Potato-Dextrose-Agar) medium after
7 days of incubation at 27°C. These isolates were collected from the public landfill of
Boumehadier located in the city of Collo in the east of Skikda (Algeria). Five species were
selected for biodegradation tests and were identified through phylogenetic analysis as
Aspergillus niger, Rhizopus arrhizus, Penicillium hordei, Candida tropicalis, and Rhodotorula

mucilaginosa.

The degradation potential was studied in vitro in batch cultures, in a liquid minimal medium
(MML) by acting on several parameters, such as temperature, pH, and fungal biomass, in order
to optimize biodegradation. Furthermore, other tests were conducted in vitro in a continuous
culture and ex situ in different natural environments (seawater, tap water, and a soil sample).
The degradation rates obtained after optimization are respectively 17.21%, 23.77%, 7.77%,
7.60%, and 5.53% for A. niger, R. arrhizus, P. hordei, C. tropicalis, and R. mucilaginosa after
one month of incubation. However, low degradation rates (less than 1%) were obtained for
films incubated ex situ with P. hordei, C. tropicalis, and R. mucilaginosa, unlike films incubated
with A. niger and R. arrhizus showing degradation rates higher than 1% in natural
environments. As for the continuous culture, higher weight loss percentages were found, up to

29.74% after three months of incubation with R. arrhizus.

The biodegradation was confirmed by scanning electron microscopy (SEM), which revealed
several alterations such as surface cracks of the films incubated with fungal species, unlike
control films showing smooth surfaces without apparent changes. Furthermore, biological
hydrolysis and oxidation activities of LDPE films were revealed by Fourier-transform infrared
spectroscopy (FTIR), showing various structural modifications including the appearance of
functional groups such as esters, aldehydes, and ketones, presenting carbonyl groups. Finally,
X-ray diffraction (XRD) showed peaks of high intensity at the angular position 26 = 20 - 30°

confirming the semi-crystalline structure of the tested polymers. Moreover, several alterations



were observed after degradation by fungal isolates, including intensity variations and shifts in

the position of certain peaks.

This study highlights the effectiveness of the identified isolates in LDPE degradation. These
fungal species show promise for applications in plastic polymer biodegradation, which could

be exploited to develop future mycoremediation systems.

Keywords: Biodegradation, fungi, continuous culture, plastic waste, ex situ, in vitro, LDPE,
pollution.
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Introduction

« Ce n’est qu’apres les catastrophes que I’on prend conscience des dégats infligés par

[’homme a ’environnement. »
Introduction

La pollution par le plastique ne connait pas de frontieres. Récemment, ce polymeére s’est imposé
dans le monde entier comme un besoin fondamental essentiel pour notre vie quotidienne, sa
production mondiale est en augmentation continue et elle dépasse actuellement les 300 millions

de tonnes par an (Ekanayaka et al., 2022).

Des recherches antérieures ont montré que les plastiques sont susceptibles d’avoir des
répercussions sur 1’écosystéeme aquatique (Plummer et al., 2001; Lu et al., 2009; Rao et
Geckeler, 2011). Cependant, plusieurs études récentes ont indiqué que la contamination par le
plastique dans I’environnement terrestre pourrait étre encore plus grave que dans le systéme
marin (Horton et al., 2017; Mao et al., 2021), ¢’est pourquoi diverses questions connexes sur

les écosystémes terrestres ont attiré davantage d’attention (Chae et An, 2018).

Les déchets plastiques universels ont atteint environ 6300 millions de tonnes au cours des
derniéres années, et 79 % d’entre eux ont été¢ mis en décharge ou laissés dans I’environnement
naturel. En outre, des estimations récentes indiquent que 12 000 millions de tonnes de déchets
plastiques seront accumulées sur terre d’ici I’an 2050 (Ekanayaka et al., 2022). L’accumulation
de ces matieres récalcitrantes dans 1’environnement, en particulier le polyéthyléne, est une
menace majeure qui s’est répandue dans I’ensemble des écosystémes terrestres du monde entier
(Rochman et al., 2013; Huang et al., 2021). Parmi les différents types de polyéthyléne, le
polyéthyléne basse densité (PEBD) est le premier plastique largement employé dans les
emballages a la fin des années 1940 (Selke et Hernandez, 2001). Actuellement, c’est le
polymere le plus couramment utilisé et le plus répandu dans la nature. Il a été largement produit
sous forme de sacs en plastique comme matériau d’emballage en raison de sa légereté, sa

résistance et sa durabilité (Khruengsai et al.,2021).

L’ Algérie fait partie des grands consommateurs des sacs en plastique au niveau mondial avec
une estimation de 7 milliards de sacs plastiques par an (Chambre de Commerce et d’Industrie
Algeéro-Allemande 2019). Malheureusement, le taux de production et de consommation de ces
polyméres dépasse leur taux d’élimination ce qui fait de ces matieres des polluants
environnementaux importants (Abraham et al., 2016) qui nécessitent environ 1000 ans pour se
décomposer (Pramila et Ramesh, 2011). De plus, certains matériaux ont suscité une controverse

considérable quant a leurs risques toxicologiques en raison de la présence d’additifs tels que les
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phtalates ou le bisphénol A. C’est pourquoi de nombreux pays ont restreint 1’utilisation de

certains produits en plastique, notamment les sacs en plastique (Lewis, 2012).

Plusieurs approches ont été proposées pour faire face a cette situation, a savoir I’enfouissement,
I’incinération et le recyclage, mais elles étaient soit trop coliteuses, soit partiellement efficaces
en plus de leurs conséquences et de leurs éventuels effets négatifs sur I’environnement a court
ou a long terme. De plus, d’autres processus de dégradation impliquant des facteurs abiotiques
ont été proposés, notamment la photo-dégradation, 1’oxo-dégradation et la thermo-dégradation.
Or, ces approches engendrent d’énormes problémes environnementaux d’ou la nécessité d’une
réglementation adaptée pour le traitement des déchets genérés (Bonanni et al., 2012). A cet

égard, une solution alternative impliquant la biodégradation de ces déchets, a été proposeée.

Des études ont montré que la dégradation des déchets plastiques par les micro-organismes est
le principal processus de décontamination des sédiments et des sols profonds pour accelérer
leur dégradation naturelle, habituellement tres lente (Bonanni et al., 2012). 1l s’agit de la
conversion des atomes de carbone contenus dans les plastiques récalcitrants en composants
biologiques inoffensifs pour I’environnement qui peuvent étre facilement assimilés par d’autres

organismes vivants (Premraj et Doble, 2005).

Certes, plus de 400 micro-organismes ont été identifiés comme capables de dégrader le
plastique, notamment des bactéries et des micromycetes (Ekanayaka et al., 2022). Le plus
souvent, ces organismes sont isolés du sol, des sites d’enfouissement, de 1’eau de mer et des
boues actives (Montazer et al., 2020). Divers genres fongiques ont été signalés pour leur
capacité a dégrader le polyéthyléne dont Alternaria (Gao et al., 2022), Aspergillus, Penicillium,
Fusarium (Sheik et al., 2015; VVolke-Sepulveda et al., 2002; Zahra et al., 2010), Cladosporium
(Gong et al., 2023), Gliocladium, Mortierella (Nowak et al., 2011), Mucor (Pramila et Ramesh,
2011) et Zalerion (Paco et al., 2017).

En effet, les champignons possedent des systemes enzymatiques puissants et peuvent survivre
dans des conditions environnementales difficiles avec de faibles niveaux d’approvisionnement
en nutriments et en eau. De plus, ils peuvent largement étendre leurs hyphes sur les polymeres
plastiques, engendrant la formation de fissures et de creux superficiels visibles sous microscope

électronique a balayage (Jeyakumar et al., 2013; Dacco et al., 2020).

Avec I’avancée des recherches, il a été découvert que les micro-organismes capables de
dégrader le plastique varient en termes de diversité, d’abondance et d’activité, fournissant des
preuves de dégradation du plastique (Cai et al., 2023). Toutefois, le processus de dégradation

dépend des espéces microbiennes utilisées, ainsi, il est essentiel d’isoler un micro-organisme «
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parfait ». De méme, les facteurs affectant la biodégradation microbienne doivent étre compris

en détail pour accélérer le processus.

Toutefois, a ce jour, les recherches réalisées en Algérie sur la dégradation des déchets plastiques
par des champignons sont limitées, d’ou la nécessité de telles études qui permettraient de mettre
en évidence des méthodes écologiques de contréle de la pollution plastique. Cette étude vise a
identifier des champignons isolés d’une décharge publique située au nord-est de 1’Algérie, a
étudier la capacité de ces isolats a dégrader des films d’un sac plastique de type polyéthyléne
basse densité (PEBD) in vitro et ex situ, et enfin, a aborder une nouvelle approche de
dégradation in vitro (culture continue) afin de développer une méthode rentable de gestion des

déchets plastiques.

Pour répondre a ces questions, ce projet de thése s’articule autour de plusieurs axes, répartis en

quatre parties principales:

> Premiére partie: consacrée a 1’étude bibliographique et comportant quatre chapitres:
généralités sur le plastique, polyéthylene basse densité et problématique des sacs en
plastique, biodégradation et un chapitre sur les champignons.

» Deuxiéme partie: décrivant le matériel et les méthodes utilisés pour I’isolement, la
sélection et I’identification des isolats fongiques, 1’évaluation de la biodégradation in
vitro des sacs en plastique de type PEBD dans une culture discontinue avec variation
de quelques paramétres biotiques et abiotiques, 1’évaluation de la biodégradation in
vitro dans une culture continue, 1’évaluation de la biodégradation ex situ, et la
confirmation de la biodégradation par microscopie électronique a balayage,
spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier et par diffractométrie des rayons X.

» Troisiéme partie: présentant I’ensemble des résultats obtenus.

» Quatriéme partie: réservée aux discussions qui en découlent, et enfin, les conclusions

tirées de ce travail avec quelques perspectives de recherches.
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Partie 1. Synthese bibliographique
Chapitre I: Généralités sur le plastique

1. Définition

Le terme « plastique » est dérivé du mot grec « plastikos », signifiant une substance qui peut
étre moulée dans n’importe quelle forme, généralement a chaud et sous pression (Ghosh et al.,
2013). Chimiquement, c’est un polymére a longue chaine hydrocarbonée ayant un poids
moléculaire élevé. Les plastiques sont principalement dérivés de produits pétrochimiques qui
sont ensuite synthétisés par certains procédés chimiques pour produire ces polymeres a longue
chaine (Shimao, 2001).

Les plastiques se présentent sous de nombreuses formes: pieces moulées, tubes, films, fibres,
tissus, revétements, etc, et sont utilisés dans de nombreux secteurs (Candlin, 2008). Ces
polymeéres synthétiques encore utilisés aujourd'hui ont été créés entre 1862 et 1990.

2. Historique

L’histoire des matiéres plastiques a débuté en 1862 avec la fabrication de la Parkesine a base
de nitrocellulose par le chimiste britannique Alexander Parkes lors de I'exposition universelle
de Londres. En 1869, suite a un concours visant a trouver une matiére qui pourrait remplacer
I’ivoire naturel des boules de billard, les fréres Hyatt (Etats-Unis) ont mis au point le Celluloid,
un produit d’origine végétale composé essentiellement de nitrocellulose et du camphre
(Rasmussen, 2021). En 1893, Auguste Trillat, chimiste francais, constate que le formol (qu'il a
fabriqué en 1892) coagule la caséine du lait. Cependant, I'invention de Trillat passe inapercue
en France. Son brevet de fabrication est déposé en 1897 par deux allemands, Wilhelm Krische
et Adolf Spitteler, sous le nom de Galalithe (Gilbert, 2017). Les résines phénoliques ont été
découvertes par un chimiste belge, Leo Baekeland, en 1907, qui a créé la premiére matiére
plastique entierement synthétique: la Bakélite, marquant véritablement le début de I'ére des
plastiques (Crespy et al., 2008). En 1908, le chimiste suisse Jacques Brandenberger a fabriqué
le premier matériau souple et parfaitement transparent: la Cellophane (Kumar et Tamang,
2022). L’année 1930 a vu le début de la fabrication industrielle du polystyréne. En 1933, les
ingénieurs E. Fawcett et R. Gibson ont découvert le polyéthyléne basse densité (PEBD), utilisé

comme isolant électrique performant pour protéger les cables des radars (Feldman, 2008).

Au cours des années 1940 et 1941, pendant la seconde guerre mondiale, le silicone et le
Caoutchouc synthétique ont été fabriqués. Ces deux matériaux répondaient aux besoins en

matieres premiéres des pays en guerre (Feldman, 2008; Zare et al., 2021). En France, de 1940
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a 1955, la matiere premiére thermoplastique, le chlorure de polyvinyle plastifié, a vu le jour.
Cette matiere a eté utilisé pendant la guerre pour remplacer le caoutchouc, devenu impossible
a importer (Semon et Stahl, 1981). En Amérique, le premier polyamide, le « nylon », est apparu
pour remplacer les fibres textiles naturelles (Tyuftin et Kerry, 2020). Aprés la guerre, le
chlorure de polyvinyle rigide a contribué a la renaissance de l'industrie chimique grace a sa
bonne résistance chimique aux acides et aux alcalins (Semon et Stahl, 1981; Blackley, 1983).
Il est utilisé dans les applications & moyenne temperature, notamment dans la fabrication de
réservoirs de stockage ou de canalisations pour le transport de produits corrosifs (Dunnicliff,
1968).

En 1950, le transport automobile s’est développé et la demande de pétrole comme source
d’énergie a augmenté (Bilgen, 2014). La « pétrochimie » a donc pris le relais et a donné
naissance a une variété de matériaux thermoplastiques dérives d'oléfines carbonées obtenues
par craquage de produits pétroliers (a savoir I'éthyléne, le benzéne, le propylene, le phénol et le
cumene). Tous ces produits sont a la base de nombreuses synthéses aboutissant plus ou moins
directement a des matiéres plastiques (Shimao, 2001). Toutefois, les plastiques les plus
couramment utilisés ont été introduits sur le marché entre 1936 et 1984, notamment le
polychlorure de vinyle (1936), le Polystyréne (1937), le polyéthylene téréphtalate (1944), le
polyéthyléne (1955) et le polypropylene (1957) (Billmeyer, 1984).

3. Origine

La production du plastique commence par un processus de distillation dans une raffinerie de
pétrole. Le processus de distillation consiste a chauffer le pétrole brut aboutissant a un
phénomeéne physique qui implique la séparation du pétrole en différentes fractions avec des
températures d’ébullition variées (raffinage du pétrole). Chaque fraction est un mélange de
chaines d’hydrocarbures (composés chimiques composés de carbone et d’hydrogene), qui
different par la taille et la structure de leurs molécules. Le four de distillation chauffe le pétrole
a 370°C ce qui conduit a son craquage. En effet, 'augmentation progressive de la température
provoque I'évaporation successive de produits, des plus légers (butane, propane, essence 1égere
: le naphta) aux plus lourds (essence lourde, kéroséne, mazout et diesel (gazole), fioul
domestique), qui s'élevent dans la colonne de distillation et sont récupérés séparément. Le
naphta, utilis¢é notamment par la pétrochimie, est 1’élément crucial pour la production de

plastiques. Il est envoyé dans une usine de plasturgie (industrie du plastique) ou il est transformé
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en différents plastiques grace a de multiples procédés complexes. Ces polymeres, une fois

fondus, sont formés par différentes méthodes, telles que le moulage, selon les besoins.

Les plastiques sont également produits a partir de gaz naturel extrait des gisements de pétrole
et de gaz offshore (en pleine mer). Le pétrole brut et le gaz naturel sont raffinés en éthane, en
propane et en centaines d’autres produits pétrochimiques. Le méthane, principal constituant du
gaz naturel, est retiré. L’éthane et le propane sont séparés, purifiés et chauftés en mélange de
vapeur qui produit de I’éthyléne, du propyléne, de I’hydrogeéne et d’autres sous-produits. Le
catalyseur est combiné avec de I’éthyléne ou du propyléne dans un réacteur, ce qui donne un «
duvet », un matériau en poudre (polymeére) ressemblant a un détergent a lessive. Ces derniers
sont ensuite combinés avec des additifs dans un réacteur. Le polymere est acheminé vers une
extrudeuse ou il est fondu, refroidi et acheminé vers un granulateur qui coupe le produit en
petites granulés de plastique (Shaw et Sahni, 2014).

Chaque piece en plastique destinée a un objet doit avoir certaines caractéristiques (couleur,
dureté, transparence, etc.). Cependant, chaque objet a ses propres caractéristiques, c’est

pourquoi il existe plusieurs types de plastiques.

4. Classification des matieres plastiques

4. 1. Classification en fonction de la structure moléculaire

Si le monomere change, le plastique qui en résulte change de forme ainsi que de propriétés
chimiques, physiques et mécaniques, d’ou la polyvalence des maticres plastiques destinées a
plusieurs applications. Les thermoplastiques et les thermodurcissables sont les principales
divisions des plastiques, basées sur la liaison moléculaire et I’arrangement des structures de
résine dans la matrice. Les composés de résine s’organisent de manic€re autonome pendant le

processus de fusion-refroidissement-durcissement (Bhogayata, 2024).

4. 2. Classification en fonction des propriétés thermiques

Sur la base de leurs propriétés thermiques, les plastiques sont classés en trois groupes : les

thermoplastiques, les thermodurcissables et les élastomeres.

4. 2. 1. Les thermoplastiques

Les thermoplastiques sont des polymeres linéaires ou ramifiés qui se ramollissent et deviennent
souples sous l'action de la chaleur, ce qui leur permet d'étre moulés plusieurs fois. Cette

transformation est réversible et peut étre régénérée a plusieurs reprises, ce qui facilite le
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recyclage des thermoplastiques. Toutefois, ces polymeres ne peuvent pas subir de changements
chimiques dans leur composition. De plus, ils ne sont pas biodégradables et ont une « durée de
vie » de plusieurs centaines d’années. Ils sont également connus sous le nom de plastiques
courants, dont le poids moléculaire varie de 20 000 a 500 000 uma (unité de masse atomique).
Ils ont différents nombres d’unités répétitives dérivées d’une simple unité monomere (Ghosh
et al., 2013; Banerjee et Ray, 2022; Venkatesan et al., 2022). Ces polymeres thermoplastiques
sont représentés par une large gamme de matiéres plastiques, et il existe trois types (Amin S et
Amin M, 2011; Grigore, 2017):

» Thermoplastiques cristallins: généralement translucides, avec des chaines moléculaires
présentant un arrangement régulier. Par rapport a d’autres types, ces polyméres ont une
plus grande résistance aux chocs mecaniques. Ils ont des températures de fusion élevées
et fortes, et ils rétrécissent davantage que les thermoplastiques amorphes lors du

durcissement.
Exemples: le polypropyléene (PP) et le polyéthyléne (PE).

» Thermoplastiques amorphes: généralement transparents, avec des molécules disposées
de maniére aléatoire, ce qui explique le fait qu’ils ne s’écoulent pas aussi facilement
dans le moule que les polymeres cristallins. Ils ne présentent pas un point de fusion bien

défini et rétrécissent moins que les thermoplastiques cristallins lors du durcissement.

Exemples: le polychlorure de vinyle (PVC), le polyméthacrylate de méthyle (PMMA),
le polycarbonate (PC), le polystyréne (PS) et I’acrylonitrile butadiene styrene (ABS).

» Polymeéres semi-cristallins: présentent des propriétés combinées de polymeres

cristallins et de polymeres amorphes.

Exemples: le polybutylene téréphtalate (PBT) et le polyamide (Nylon).

4. 2. 2. Les thermodurcissables

Ces polymeres sont des produits (poudre de moulage solide ou résine liquide) qui se
transforment de maniére irréversible par polymérisation en un réseau tridimensionnel infusible
et insoluble, appelés matériaux thermodurcissables. Au premier refroidissement, ils prennent
une forme définitive: ils deviennent durs et ne peuvent pas étre fondus et modifiés a nouveau
en raison de la forte liaison moléculaire. Les matériaux produits sont trés solides et tres

résistants a la chaleur et aux agressions chimiques, ce qui les rend non recyclables (Ghosh et
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al., 2013). lls possedent une structure moléculaire réticulée et sont polymérisés en deux étapes:
la formation d’un polymeére avec des chaines linéaires, et la formation de la structure réticulée
finale qui peut étre rendue rigide ou flexible. La polymérisation est contrélée pour obtenir des
chaines courtes fortement réticulées pour les produits durs et des chaines longues Iégérement

réticulées pour les produits mous et flexibles (Amin S et Amin M, 2011).

Exemples: les époxydes, le polyuréthane (PUR) et le phénol-formaldéhyde (PF) (Olatunji,
2022).

4. 2. 3. Les élastomeres

Les élastomeres sont des polymeres linéaires ou ramifiés transformés par vulcanisation
(réticulation des élastomeres) en un réseau tridimensionnel faiblement réticulé, infusible et
insoluble. Leur particularité réside dans leur capacit¢ a subir de grandes déformations
réversibles sous 1’effet de contraintes mécaniques, ce qui les distingue des thermodurcissables.
Ils peuvent atteindre des allongements extrémement importants (jusqu'a 500 %) tout en étant
capables de récupérer leur forme initiale en restituant I'énergie qui leur a été apportée lors de la
déformation. Ces polymeres amorphes et souples présentent des liaisons covalentes qui assurent
leur cohésion. Toutefois, leur structure tridimensionnelle covalente limite leur utilisation
(Chassanieux et al., 2008).

Exemples: le caoutchouc naturel, le silicone, le polybutadiene (BR) et le néoprene.

4. 2. 4. Les élastomeéres thermoplastiques

Les élastomeéres thermoplastiques sont des polymeres linéaires ou ramifiés présentant a la fois
les propriétés d’utilisation d’un thermoplastique et d’élasticité d’un élastomére (Spontak et
Patel, 2000). IIs peuvent étre des copolyméres dont la structure solide résulte de 1’association
de deux phases distinctes non miscibles: une phase souple (ayant une température de transition
vitreuse comprise entre -90 °C et -40°C) combinée a une phase rigide (ayant une température
de transition vitreuse ou température de fusion supérieure a 90 °C) (Morawetz, 1992; Aiswarya
etal., 2022).

Exemple: le styrene-butadiéne-styrene (SBS).

4. 3. Classification en fonction des types de résine

Une résine est un monomere utilisé pour produire les maillons des matériaux plastiques. Ces

maillons représentent les unités de base qui composent la structure polymérique du plastique.
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On peut distinguer sept catégories de plastiques en fonction du type de résine. Pour chaque
catégorie, un numéro est attribué et fait référence au code d’identification des plastiques, au

code d'identification des résines ou au code de recyclage des plastiques (Bhogayata, 2024).

4. 3. 1. Polyéthylene téréphtalate (PET)

Le polyéthylene téréphtalate est un thermoplastique principalement utilisé¢ dans les applications
alimentaires, d’ou 1I’importance de maintenir la qualit¢ du produit. Cependant, des cycles de
recyclage répétés peuvent altérer sa qualité, c’est pourquoi un seul et unique recyclage est

privilégié. La résine primaire utilisée dans le PET est généralement 1’ester.

4. 3. 2. Polyéthylene haute densité (PEHD)

Le polyéthyléne haute densité est un thermoplastique qui peut résister a des températures

¢levées sans fondre. Il est produit a partir de monomeres d’éthyléne.

4. 3. 3. Polychlorure de vinyle (PVC)

Le polychlorure de vinyle est le deuxiéme polymeére le plus utilisé pour la fabrication de
plastiques. Il peut étre de nature rigide ou flexible. Il est couramment employé dans la
confection des tuyaux, des fils, des cables, des cadres de portes et de fenétres, et, dans certains
cas, pour la fabrication des bouteilles. Le PVC est classé sur la base de son poids moléculaire

comme faible, moyen et élevé.

4. 3. 4. Polyéthyléne basse densité (PEBD)

Le polyéthyléne basse densité est produit a partir de monomeres d’éthyléne et est largement
utilis¢é comme matériau d’emballage, notamment pour les denrées alimentaires pendant une

longue période de conservation. Il se présente sous forme opaque et translucide.

4. 3. 5. Polypropylene (PP)

Le polypropyléne est produit a partir de monomeres de propyléne et est largement utilisé pour
I’emballage et 1’étiquetage. Il peut également étre utilisé sous forme de film. Généralement, les
films BOPP (polypropyléne a orientation biaxiale) sont utilisés avec des couches
supplémentaires de matériaux tels que des couches métallisées ou d’autres plastiques. Ces films
sont couramment employés dans I’emballage des snacks pour maintenir la fraicheur et la qualité
des aliments en les protégeant de 1I’humidité. Ils sont fréquemment utilisés comme alternative

au PVC dans le processus de moulage.
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4. 3. 6. Polystyreéne (PS)

Le polystyréne est fabriqué a partir de monomeéres de styréne sous forme de mousse ou de
solide. Contrairement a d’autres plastiques, le PS présente une nature claire et dure mais
cassante et est solide a température ambiante, commengant a s’écouler au-dela de 100 °C. Le

taux de biodégradation des produits en PS est faible.

4. 3.7. Autres

Les plastiques modernes, tels que 1’acrylonitrile butadiéne styréne (ABS) et les élastomeéres,
sont inclus dans cette catégorie. Elle comprend également les polycarbonates, les acryliques,
les bioplastiques, etc. Lorsque ces plastiques sont utilisés pour fabriquer des produits, le
symbole de recyclage indique qu’ils sont toujours recyclables et respectueux de
I’environnement. Cependant, leur qualité dépend du traitement, des processus de fabrication

ainsi que de la qualité de la matiére premicre.

4. 4. Classification en fonction des propriétés de conception

Cette méthode de classification dépend de I’'importance des matieres plastiques dans le
processus de fabrication et de conception. Ainsi, les plastiques peuvent étre classés selon divers
parametres tels que la conductivité électrique, la durabilité, la résistance a la traction, la

décomposition et la stabilité thermique (Ghosh et al., 2013).

4. 5. Classification en fonction des propriétés de dégradabilité

Les propriétés chimiques des plastiques sont des critéres importants pour les différencier en
polymeres dégradables et non dégradables. Habituellement, les plastiques non dégradables sont
connus sous le nom de plastiques synthétiques et sont dérivés de produits pétrochimiques. Ils
se caractérisent par une répétition inhabituelle de petites unités monomeres et ont un poids
moléculaire tres élevé. En revanche, les plastiques dégradables sont fabriqués a partir d’amidon
et ont un poids moléculaire plus faible. Ils se décomposent généralement en interaction avec les
rayons ultraviolets (UV), I’eau, les enzymes et les changements progressifs du pH (Ghosh et

al., 2013).

10
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Chapitre 11: Polyéthylene basse densité et problématique des sacs

en plastique

Le polyéthyléne est le thermoplastique le plus utilisé a 1’échelle mondiale. Ce polymére
représente a lui seul environ un tiers de la production totale des matiéres synthétiques et
constitue la moitié des emballages plastiques. Environ 80 millions de tonnes de polyéthyléne

sont produites chaque année (Piringer and Baner, 2008; Gaston, 2009).

1. Définition du polyéthylene

Le polyéthylene (PE) est une résine synthétique a longue chaine obtenue par polymérisation de
monomeres d’éthyléne (C2Hs) (Figure 1). Dans sa forme la plus simple, une molecule de PE
est constituée de chaines d’atomes de carbone liés de maniére covalente, avec une paire
d’atomes d’hydrogéne attachés a chaque atome de carbone (—CHz—) (Figure 2). Les extrémités
de ces chaines sont terminées par des groupes méthyle (—CHz) (Peacock, 2000). Le PE se
caractérise par sa dureté, sa faible absorption d’humidité, sa bonne résistance chimique, sa
bonne résistance électrique, son faible coefficient de frottement et sa facilité de traitement
(Rosato Dominick et al., 2004).

Figure 2. Structure d’une molécule de polyéthyléne (Boriskina, 2019)

11
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2. Processus de fabrication du polyéthyléene

Le PE est un produit provenant de la distillation d’un pétrole brut dans une colonne de
fractionnement aboutissant a sa separation en différents produits selon leur densité, notamment
en naphta et en gaz naturel. Ces derniers subissent un vapo-craquage formant ainsi des sous-
produits, entre autres 1’éthyléne qui subit a son tour une polymérisation qui peut s’effectuer
selon la méthode Ziegler-Natta, la catalyse meétallocene, la polymérisation en phase gazeuse ou
en phase liquid, ou par polymérisation radicalaire, créant ainsi des chaines de polymere linéaires
ou ramifiées qui déterminent les propriétés finales du PE produit (Shaw et Sahni, 2014) (Figure
3).

La polymérisation Ziegler-Natta implique I’utilisation de complexes de métaux de transition,
tels que le titane et le zirconium, combinés a des co-catalyseurs organo-aluminiques pour
catalyser la réaction de polymérisation. Elle permet un contréle précis de la structure du
polymeére et est couramment utilisée pour la fabrication du PEHD et du PEBD (Shamiri et al.,
2014).

La catalyse métallocéne implique 1’utilisation de complexes de métallocénes comme
catalyseurs, généralement composés d’un métal de transition (titane, zirconium) li¢ a des
ligands organiques cyclopentadiényle. Elle permet un contrdle plus précis sur la structure et les
propriétés du polymere résultant et est souvent utilisée pour des applications nécessitant des

polymeres de haute performance. (Shamiri et al., 2014).

La polymérisation en phase gazeuse consiste a introduire le monomere d’éthyléne dans un
réacteur a haute pression, généralement avec un catalyseur (titane) qui active les molécules
d’éthylene et les transforme en radicaux réactifs. Ces radicaux réagissent entre eux pour former
des chaines de polymére de polyéthyléne qui croissent lorsque de nouvelles molécules
d’éthyléne s’y fixent. Le PE produit se présente sous forme de poudre ou de granules (Alves et
al., 2021).

La polymérisation en phase liquide consiste a dissoudre le monomere d’éthylene dans un
réacteur en présence d’un solvant liquide (heptane) et d’un catalyseur qui initie la réaction de
polymérisation. Les molécules d’éthyléne se lient entre elles pour former des chaines de
polymere dans le liquide. Ces chaines se précipitent hors de la solution sous forme de granules
de polyéthyléne a mesure qu’elles croissent en taille. Les granules sont ensuite récupéres et

purifiés pour éliminer tout résidu de catalyseur et autres impuretés (Zhong et al., 2018).

12
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La polymérisation radicalaire implique ’initiation de la réaction par des radicaux libres et est
souvent utilisee pour produire des polymeres de faible poids moléculaire et de basse densité
(Su, 2013).

Peétrole brut

Bitomes <4—— Raffinage

Ezzence Naphta Gaz naturel

Polymérisation

!

Polyéthyléne

Figure 3. Procédés de fabrication du polyéthyléne a partir du pétrole brut

3. Classification du polyéthylene

Selon les différents modes de polymeérisation, on peut distinguer le PE linéaire, ramifié et
réticulé, qui peuvent étre subdivisés en plusieurs types selon des propriétés distinctes (William,
2003; Vasile et Pascu, 2005; James, 2007).

3. 1. Classification des polyéthylénes linéaires ou ramifiés

Le polyéthyléne peut étre linéaire ou ramifié et peut étre classé en fonction de sa densité et de

sa masse molaire.

13
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3. 1. 1. Classification en fonction de la densité

Elle dépend du nombre et de la longueur des ramifications présentes sur les chaines

moléculaires et on peut distinguer cing types:

> Le polyéthyléne a trés basse densité (PETBD): 0.890-0.915 g/cm?®
Le polyéthyléne basse densité linéaire (PEBDL): 0.910-0.925 g/cm?
Le polyéthyléne basse densité (PEBD): 0.910-0.925 g/cm?®

Le polyéthyléne moyenne densité (PEMD): 0.926-0.940 g/cm?®

Le polyéthyléne haute densité (PEHD): 0.942-0.965 g/cm?®

YV V VYV V

3. 1. 2. Classification en fonction de la masse molaire

En fonction de leur masse molaire, les PE peuvent étre classés en trois types:
> Le polyéethylene a masse molaire tres basse
> Le polyéthyléne a masse molaire élevée

» Le polyéthyléne a masse molaire tres élevée (PEUHPM)

3. 2. Classification des polyéthylenes réticulés (PEX)

Le polyéthylene peut étre classé en fonction de son taux de reticulation, qui est lié a la présence
de liaisons covalentes transversales entre les chaines du polymeére, formant une structure
tridimensionnelle ou un réseau créé par des réactions chimiques aprés la polymérisation. Ces
liaisons croisées conferent au polymeére une rigidité et une résistance mécanique accrues. Cette

classification permet de distinguer trois principaux groupes:

» Le polyéthyléne non réticulé
> Le polyéthyléne faiblement réticulé

» Le polyéthylene fortement réticulé

4. Polyéthylene basse densité
Parmi les différents types de polyéthylene, le polyéthylene basse densité (PEBD) est le plus

couramment utilisé. C’est le premier plastique commercialis¢ dans les emballages a la fin des
années 1940. Il a été inventé en 1933 par les ingénieurs anglais Fawcett et Gibson (Selke et
Hernandez, 2001; Feldman, 2008).
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4. 1. Définition

Bien que sa structure chimique soit similaire a celle du PEHD, le PEBD possede une fréquence
plus élevée de ramification avec plus d’atomes de carbone tertiaires dans sa structure (Figure
4). Cette ramification empéche le rapprochement des molécules de polymeére et entraine une
diminution de la cristallinité (Peacock, 2000). Ce matériau est relativement doux, flexible mais
aussi résistant. 1l est largement utilisé pour la fabrication de sacs de transport, de matériaux
d’emballage et du plastique agricole. On estime que 500 milliards de tonnes de PEBD sont
produites annuellement sous forme de sacs en plastique (Knight, 2013). Ce polymére est
également utilisé pour le paillage du sol comme matériau de couverture pour empécher
1’évaporation de 1’eau du sol et maintenir le niveau d’humidité pendant la culture (Qiang et al.,

2023).
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Figure 4. Structures des différents types de polyéthyléne (A); structure chimique du PEBD
(B) (Willliam, 2003; Sen et Raut, 2015)

4. 2. Propriétés du polyéthylene basse densité

Le polyéthylene basse densité (PEBD) est un polymére thermoplastique obtenu par
polymérisation radicalaire de 1’éthyléne a trés haute pression (Na et al., 2018). C’est un
matériau semi-cristallin blanchétre fabriqué en des variations transparentes (films de PEBD) ou
semi-opaques (matériau plus épais). 1l est relativement souple, flexible et dur. Ce polymere est
non-réactif aux températures ambiantes sauf en présence d’agents fortement oxydants (certains
solvants le font gonfler). Il peut étre utilisé a des températures allant jusqu’a 95°C pendant de
courtes périodes et a 80°C en continu. Cependant, sa température de fusion est comprise entre
105-115°C (Vasile et Pascu, 2005; Sen et Raut, 2015). 1l est trés peu perméable & la vapeur
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d’eau, mais sa propriété barricre est assez faible pour d’autres gaz. En général, le PEBD
présente une bonne résistance chimique aux acides faibles, aux acides forts non oxydants, aux
bases faibles et fortes, et aux solvants organiques en dessous de 80°C. Il présente une bonne
résistance électrique et est considéré comme un excellent isolant électrique (Hernandez, 1997;
Carrega, 2009).

4. 3. Applications
Gréace a son faible colt de production, le PEBD est utilisé & grande échelle dans plusieurs
secteurs pour la fabrication de divers produits utilisés quotidiennement dans la vie courante,
notamment:
> Les emballages alimentaires, industriels et les produits hygiéniques
Les emballages a clapets
Les adhésifs
L’isolation des cables d’énergie et de télécommunications
Le gainage des cables téléphoniques

Les meubles d’extérieur, revétements, carrelages

V V V VYV V

Les articles ménagers souples: sacs en plastique, films, bidons, récipients et bouteilles
souples (sauces, shampooing, cremes, etc.) (Hernandez, 1997; Jambeck, 2015;
Bhogayata, 2024).

Toutefois, 1’utilisation la plus répandue de ce polymere est celle de la fabrication des sacs en

plastique (Khruengsai et al.,2021).

5. Problématique des sacs en plastique

5. 1. Définition d’un sac plastique

Un sac plastique est un conteneur non tissé en matiere plastique destiné au stockage, au
transport et a I’emballage d’une large gamme d’articles et de matériaux. Sa production est faite
le plus souvent a partir du polyéthyléne d’origine pétroliere. Ce polymére est formé de plusieurs
molécules d’éthyléne couramment extraites du gaz naturel. Le sac plastique est fabriqué en
polyéthyléne haute densité ou en polyéthylene basse densité. En fonction de son usage, on
trouve les sacs poubelles, les sacs de caisse, les sacs sous vide, etc. Leur principal impact

environnemental est qu’ils mettent plus de temps a se décomposer dans la nature (Battsetseg et
al., 2022).
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5. 2. Composition d’un sac plastique

Le sac plastique est constitué de polyéthylene ainsi que des pigments qui servent a le teindre.
Les pigments blancs tels que le dioxyde de titane (TiO>) et le carbonate de calcium (CaCOs)
peuvent étre ajoutés, respectivement, en tant qu’agent de renforcement et d’opacité et comme

élément améliorant la résistance et la rigidité du sac (Kimmel, 2014).

5. 3. Processus de fabrication d’un sac plastique

Les sacs plastiques sont le plus souvent fabriqués a partir de granules de PEBD et/ou de PEHD
par le procédé d’extrusion de film soufflé (Figure 5). Le processus consiste a chauffer les
granules dans une extrudeuse a une tempeérature particuliére. Une fois fondue, la matiere
obtenue est extrudée avec precision et soufflée a travers une filiere circulaire pour former un
film tubulaire de plusieurs métres de haut. La matiére refroidit graduellement le long du tube,
arrivée en haut, elle prend un aspect solide mais souple. Au sommet, le film est pris dans des
rouleaux successifs, travaillé, puis enroulé et coupé en rouleaux individuels de sacs plastiques.
Chaque rouleau est acheminé vers un autre departement ou il est fagconné et subit diverses
opérations de finition et de personnalisation selon les besoins (impression sur la matiére,
découpe et soudure sur les plis). Les sacs sont ensuite envoyés a la baie d’emballage et
d’expédition ou ils sont emballés par lots et expédiés vers des entrepdts de distribution ou des

points de vente de la grande distribution et seront disponibles pour les consommateurs (Deshkar

et al., 2018).

1. Préparation des 6. Emballage et
matiéres premiéres expédition

i :

2. Extrusion des films 5. Contrdle qualité
plastiques et scellage
F
Consommation
3. Mise en forme et > 4 Finition, impression
découpage des sacs et personnalisation

Figure 5. Processus de fabrication des sacs en plastique (Deshkar et al., 2018)

17



Partie 1. Synthese bibliographique

5. 4. Pollution par les sacs plastiques

La surconsommation de sacs plastiques est une problématique environnementale de plus en
plus prégnante. Depuis les années 1960, ces polymeéres ont connu une utilisation exponentielle
en tant que matiére d’emballage (Dilkes-Hoffman et al., 2019). Cependant, les mémes
propriétés qui ont été a 1’origine de leur succes, a savoir la durabilité et le faible colit, en ont
fait une source majeure de pollution atmosphérique, terrestre et marine (Bergmann et al., 2015).
En effet, un sac plastique peut étre fabriqué en seulement une seconde et est souvent utilisé
pendant environ 20 minutes, mais il se décompose durant 400 ans dans I’environnement, d’ou
la nécessité de reconsidérer I’utilisation de ces matériaux. D’ailleurs, de nombreux pays ont pris
des mesures specifiques pour lutter contre les sacs en plastique en introduisant des interdictions
ou des taxes/frais a leur utilisation (Lewis, 2012, Bergmann et al., 2015). lls peuvent bloquer
les cours d’eau et accentuer les catastrophes naturelles. De plus, en bouchant les égouts et en
fournissant des aires de reproduction pour les moustiques et les parasites, les sacs en plastique
peuvent augmenter la transmission de maladies a transmission vectorielle comme le paludisme
(Clapp et Swanston, 2009). Par ailleurs, des concentrations élevées de matieres plastiques, en
particulier de sacs en plastique, ont été retrouvées dans les voies respiratoires et 1’estomac de
centaines d’especes animales. En effet, ces polyméres sont souvent ingérés par les tortues et les

dauphins qui les prennent pour de la nourriture (Hussain et al., 2020).

D’autres part, des études ont montré que les produits chimiques toxiques ajoutés lors de la
fabrication du plastique sont transférés dans les tissus animaux pour finalement entrer dans
notre chaine alimentaire. Les produits en polystyréne, qui contiennent des produits chimiques
cancérigenes comme le styréne et le benzéne, sont trés toxiques lorsqu’ils sont ingérés et
endommagent le systéme nerveux, les poumons et les organes reproducteurs. Les toxines
contenues dans les récipients en polystyréne peuvent s’ infiltrer dans les aliments et les boissons.
Dans les pays pauvres, les déchets plastiques sont souvent brilés pour le chauffage ou la
cuisine, exposant ainsi les personnes a des émissions toxiques. L’élimination des déchets
plastiques par incinération dans des fosses a ciel ouvert libére des gaz nocifs comme le furane
et la dioxine (Verma et al., 2016, Hussain et al., 2020).

En outre, les océans sont considérés comme une destination finale des déchets plastiques non
traités qui sont meneés par différentes voies telles que les rivieres, les eaux de ruissellement, les
eaux usées et parfois par des phénoménes météorologiques extrémes comme les crues et les
tsunamis. D’ailleurs, une estimation de 4.8 a 12.7 millions de tonnes de ces polymeres

récalcitrants est retrouvée en mer chaque année (Jambeck et al., 2015). Par ailleurs, de
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nombreux fonds marins et sédiments ont été contaminés par du plastique (Matsuguma et al.,
2017; Gerigny et al., 2019; Harris 2020). En effet, I’exemple le plus connu étant la pollution de
la fosse océanique la plus profonde connue a ce jour: la fosse des Mariannes. Un sac plastique
a été trouvé a prés de 11 000 metres de profondeur, et plus inquiétant encore, des micro-
plastiques ont été détectés dans les intestins d’amphipodes situés entre 7000 et 10890 metres
(Chiba et al., 2018; Jamieson et al., 2019).

5. 5. Gestion des déchets plastiques

Les déchets plastiques causent des dommages considérables lorsqu’ils pénétrent dans
I’environnement. C’est pourquoi il est crucial de prendre des mesures pour faire face a ces
polymeéres récalcitrants. Au niveau mondial, la production globale de plastique entre 1950 et
2018 a generé 6.3 milliards de tonnes de déchets plastiques, dont 14 % ont été recyclés, 14 %

ont ét¢ incinérés et 72 % ont été éliminés dans des sites d’enfouissement ou rejetés dans

I’environnement (Geyer 2020; Ali et al., 2021) (Figure 6).
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Figure 6. Devenir des déchets plastiques et leurs impacts sur I’environnement (Ali etal., 2021)
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5. 5. 1. Recyclage

Le recyclage fait référence a la méthode de gestion des déchets qui consiste a collecter et
convertir les déchets en maticres premieres potentiellement réutilisables pour créer d’autres
produits de valeur. Les termes « renouvellement » et « réutilisation » sont également utilisés
pour prévenir les effets néfastes sur la société et préserver I’environnement. En tant que produits
a base de carbone et autres polymeres, les plastiques ne sont pas biodégradables et comprennent
des bouteilles, des sacs plastiques et d’autres matériaux qui peuvent étre fondus et transformés
en d’autres produits tels que les tables et les chaises en plastique. Ce processus s’effectue en
six étapes: la collecte des déchets plastiques, le tri ou le classement des plastiques par catégories,
le lavage pour I’¢limination des impuretés, le déchiquetage et le redimensionnement,

I’identification et la séparation des plastiques, et enfin le compoundage (Evode et al., 2021).

Le recyclage des déchets plastiques présente plusieurs avantages obtenus lorsque le plastique
est réutilisé plutét que jeté dans des endroits indésirables. L’un des avantages est la protection
de la vie humaine en diminuant le dioxyde de carbone et d’autres gaz nocifs dans 1’atmosphére
qui peuvent se produire lors de I’incinération ou de la combustion des déchets (\Vollmer et al.,
2020). Le recyclage réduit la pollution dans I’ensemble de 1’écosystéme; d’ailleurs, il nécessite
moins d’énergie et contribue a la conservation de la nature. Il permet d’économiser de I’espace
d’enfouissement et de réduire la demande de consommation de combustibles fossiles. De plus,
il promeut un mode de vie durable et contribue a 1’économie nationale. Bien qu’il présente
différents avantages pour la communauté, le recyclage présente également certains
inconvénients qui doivent étre gérés et contrdles. Au cours de ce processus, certains produits
chimiques sont rejetés dans 1’environnement, notamment des gaz volatils, des fumeées et des
cendres organiques qui affectent aussi bien la faune que la flore, notamment lorsqu’ils sont
inhalés par différents animaux qui vivent a proximité de la zone de recyclage. En outre, il
nécessite de la chaleur pour faire fondre les plastiques et, en revanche, il génére du soufre, du
carbone et d’autres gaz qui peuvent provoquer le réchauffement climatique, 1’effet de serre et
les pluies acides qui nuisent a I’environnement de différentes maniéres. Ces conséquences
peuvent également engendrer des problémes de santé pour la population qui fréquente la zone
de recyclage. Enfin, une fois que le processus est termingé, les matériaux recyclés peuvent étre
triés en fonction de leur qualité et de leur type. Cependant, certains plastiques recyclés peuvent
étre mélangés a d’autres matériaux ou contenir des contaminants qui les rendent inappropriés
pour un autre cycle de recyclage de haute qualité. Ces plastiques peuvent étre utilisés dans des

applications moins exigeantes ou étre dirigés vers les décharges (Evode et al., 2021).
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5. 5. 2. Incinération

L’incinération des déchets fait référence a leur combustion dans de I’oxygeéne, ce qui est
chimiquement connu sous le nom de combustion compléte qui libére des molécules d’eau et du
dioxyde de carbone dans 1’atmosphére (Saxena et Jotshi, 1994). Toutefois, certains déchets
plastiques sont résistants a 1’oxygene, a la chaleur et aux explosifs, par conséquent, ils ne
peuvent pas étre traités par incinération. La combustion de molécules organiques peut produire
de I’énergie sous forme de carburants, qui peuvent étre présents sous différents états physiques
(liquide, solide et gaz) utilisés par les véhicules et pour la propulsion des avions. De plus, elle
contribue énormément a la réduction des déchets dans 1’écosystéme et a la production de
chaleur et d’¢électricité, ce qui est trés nécessaire dans 1’industrialisation moderne. En outre,
I’incinération empéche la formation du méthane, et a joué un réle essentiel dans la production
d’énergie renouvelable a partir des ressources de biomasse. D’autre part, cette méthode, bien
que colteuse a installer, présente des inconvénients, notamment la libération de divers déchets,
tels que des composés chimiques volatils, des cendres et une petite quantit¢é d’acide

chlorhydrique, qui peuvent nuire a la santé publique et polluer I’environnement (Evode et al.,

2021).

5. 5. 3. Mise en décharge

L’¢élimination des plastiques usagés dans différentes poubelles finit dans les décharges. Par
définition, une décharge englobe les endroits et les zones ou tous les déchets plastiques a usage
unique sont jetés apres utilisation avant d’étre enterrés. Toutefois, I’aménagement des sites
d’enfouissement est crucial pour garantir une gestion sdre et efficace des déchets afin de
protéger I’environnement et d’éviter la contamination des eaux souterraines et la dégradation
du sol. Au cours de ce traitement, chaque molécule organique passe par la biodégradation et la
décomposition. Or, divers déchets plastiques prennent des années pour se dégrader en raison de
leurs propriétés spécifiques et des conditions environnementales telles que la lumiére du soleil,
le vent et les changements climatiques. D’ailleurs, les sacs en plastique et d’autres déchets de
polymeres longs peuvent prendre environ dix a cent ans pour se dégrader dans les décharges
(Evode et al., 2021). Par conséquent, le recyclage est plus conseillé pour 1’élimination des
déchets plastiques. Pourtant, les sites d’enfouissement sont une excellente source d’énergie en
raison du dioxyde de carbone et du méthane produits lors du processus de biodégradation. De
plus, il s’agit d’une méthode rentable de gestion des déchets plastiques qui maintient 1’hygi¢ne
et la propreté des villes, et sépare les déchets dangereux des autres types de déchets. Cependant,

elle présente certains inconvénients, notamment le fait d’étre partiellement responsable du
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changement climatique, la libération de produits chimiques, de gaz et de toxines dangereux qui
se mélangent au sol et aux eaux souterraines, provoquant une pollution terrestre et aquatique.
En outre, les métaux infiltrés, 'ammonium, le carbone, le méthane et d'autres toxines altérent
la texture et la naturalité du sol et affectent les plantes et les animaux, tels que les oiseaux qui
se nourrissent sur ces sites, ainsi que sur la santé humaine, pouvant provoquer de graves
maladies comme le cancer, les troubles respiratoires et les défauts de développement chez les

enfants aprés une exposition prolongée aux décharges (\rijheid, 2000; Alabi et al., 2019).

5. 5. 4. Dégradation

Selon I'ISO (International Standards Organisation), la dégradation d’un matériau peut étre
définie comme une « modification dans la structure chimique d'un plastique entrainant des
changements de propriétés » (Vert et al., 1992). De méme, I’ASTM (American Society for
Testing and Materials) définit la dégradation comme « un processus irréversible entrainant un
changement important de la structure d’un matériau généralement caractérisé par une perte de
propriétés (par exemple, poids moléculaire, structure ou résistance mécanique) et/ou une
fragmentation. La dégradation est influencée par les conditions environnementales, et se
poursuit sur une période de temps comprenant une ou plusieurs étapes ». En effet, il existe la
dégradation abiotique causée par des facteurs physiques (oxygene, eau ou lumiére) et la
dégradation biotique due a I’action des micro-organismes. En conditions naturelles, ces deux
types peuvent étre combinés et ménent a la dégradation des polymeres a différents degrés
(fragilisation, fragmentation, solubilisation) (Artham et Doble, 2008).

Plusieurs études ont montré que les polymeéres plastiques peuvent étre dégradés selon différents
mécanismes tels que la photo-degradation par les rayonnements UV ou la lumiere solaire
(Shang et al., 2003), I’oxo-dégradation par oxydation chimique ou enzymatique (Enoki et al.,
2003), la thermo-degradation par la chaleur (Lacoste et Carlsson, 1992), la dégradation
mécanique sous I’effet de contraintes mécaniques (Fare et al., 1999) et la biodégradation induite

par ’action des micro-organismes (Bode et al., 2001).

6. Pollution plastique en Algérie

6. 1. Problématique du plastique

Selon TEUROMAP (European Committee of Machinery Manufacturers for the Plastics and
Rubber Industries), I’ Algérie est le deuxiéme importateur de maticres plastiques, sous leurs
formes primaires, en Afrique et au Moyen-Orient avec un taux d’importation estimé a 931 Kt

en 2020. En outre, selon la VDM (Verband Deutscher Maschinen-und Anlagenbau), 1’ Algérie
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est le premier importateur de plasturgie au Maghreb et 1’'un des principaux importateurs de
technologies d’emballage en Afrique avec 126 M€ (Figure 7) et 127 M€ (Figure 8),
respectivement, en 2022 (Plast Alger, 2024). En effet, ’laugmentation des besoins en plastique
est relativement liée & la croissance de la population (Hossain et al., 2021). Or, les taux de
production élevés et le manque de sensibilisation des consommateurs ont conduit a une
production incontrélée de déchets plastiques (Singh et al., 2017).
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Figure 7. Importation de plastique en Algérie entre 2015 et 2022 (Plast Alger, 2024)
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Figure 8. Importation des technologies d’emballage en Algérie entre 2016 et 2022 (Plast
Alger, 2024)
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Selon I’AND (Agence Nationale des Déchets), environ 2.1 millions de tonnes de déchets
plastiques sont produits en Algérie, soit 15.31 % des déchets ménagers et assimilés (DMA)
générés annuellement (Figure 9). La répartition de ces déchets révele que le PEBD, représenté
par les sacs en plastique, est majoritaire avec pres de 8.14 % de la quantité globale des déchets
produits (Figure 10). En effet, environ 23 milliards de sacs plastiques, tous types confondus,

sont genérés annuellement par les ménages, soit environ 557 sacs par habitant (AND, 2020).
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Figure 9. Composition des déchets ménagers et assimilés en Algérie entre Avril 2018 et Mars
2019 (Bouadam, 2022)
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Figure 10. Répartition des déchets plastiques générés entre Avril 2018 et Mars 2019 (AND,
2020)
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6. 2. Gestion des déchets en Algeérie

En Algérie, la politique de gestion des déchets s’inscrit dans la Stratégie Nationale
Environnementale (SNE) et dans le Plan National d'Actions Environnementales et du
Développement Durable (PNAE-DD). Cette politique a été mise en place par la loi 01-19 du 12
décembre 2001 relative a la gestion, au contrdle et a I'élimination des déchets. Selon I’AND,
seuls 1 % des déchets produits en 2014 ont été destinés au compostage, environ 7 % au
recyclage, 36 % au centre d’enfouissement technique (CET), 46 % au décharges et 10 % ont
été dirigés vers d’autres types de traitements (Bouadam, 2022). Toutefois, la gestion des déchets
reste un défi important en Algérie en raison des niveaux élevés de déchets produis pour lesquels
seule une petite fraction est collectée. Bien que 1’Algérie ait investi 83 milliards de DA entre
2002 et 2017 pour ameéliorer les services de gestion des déchets, qui malheureusement ont
montré des limites, les déchets continuent a croitre et a s’accumuler sans cesse aussi bien dans
les décharges contrblées que dans les décharges sauvages. En outre, en raison de son codt
d’installation trés élevé, I’incinération avec récupération d’énergie n’est pas utilisée en Algeérie.
De plus, le taux de recyclage est trés faible, avec seulement 2 a 3 % des déchets d’emballages
plastiques recyclés, d’ou la nécessité de développer des réseaux de valorisation des déchets.
Une étude de I’AND a révélé que le taux de récupération du plastique est inférieur a 3 %, par
rapport au nombre de recycleurs enregistrés. Cette étude a mentionné que le manque a gagner
pour I’économie algérienne est d’environ 8 milliards de DA/an en raison des déchets non
valorisés. Par consequent, 34 millions de tonnes de déchets (0.8 kg/habitant) ont été générés en
2018, et ce taux est estimé étre doublé d’ici I’an 2035 pour atteindre environ 73 millions de
tonnes (1.23 kg/habitant) selon le Ministére de I’Environnement et des Energies Renouvelables

(MEER) (Rahmani, 2023).

6. 3. Réglementations régissant les déchets
Le gouvernement algérien a defini une stratégie nationale en matiere de protection de
I’environnement. Les déchets plastiques et les déchets d’emballages sont régis par un ensemble

de textes réglementaires (Journal Officiel de la République Algérienne):

Loin°®2001-19 du 27 Ramadhan 1422 correspondant au 12 décembre 2001 relative a la gestion,
au controle et a I'élimination des déchets;

Décret exécutif n° 02-175 du 7 Rabie El Aouel 1423 correspondant au 20 mai 2002 portant
création, organisation et fonctionnement de 1’ Agence nationale des déchets;

Décret exécutif n° 2002-372 du 6 Ramadhan 1423 correspondant au 11 novembre 2002 relatif

aux déchets d'emballages;
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Loi n° 2003-10 du 19 Joumada El Oula 1424 correspondant au 19 juillet 2003 relative a la
protection de I'environnement dans le cadre du développement durable;

Décret exécutif n° 2004-199 du Aouel Joumada Ethania 1425 correspondant au 19 juillet 2004
fixant les modalités de création, d'organisation, de fonctionnement et de financement du
systeme public de traitement des déchets d'emballages;

Décret exécutif n° 2006-104 du 29 Moharram 1427 correspondant au 28 février 2006 fixant la
nomenclature des déchets, y compris les déchets spéciaux dangereux;

Loi n° 19-14 du 14 Rabie Ethani 1441 correspondant au 11 décembre 2019 portant loi de
finances pour 2020 et comporte des mesures visant a relever les taxes relatives aux déchets

dangereux, produits pétroliers et sacs en plastique.
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Chapitre I11: Biodégradation

1. Définition

La biodégradation est la capacité des micro-organismes, tels que les bactéries et les

champignons, a convertir des composés organiques complexes en composes plus simples qui

peuvent étre intégrés dans les cycles biogéochimiques naturels (Trigo et al., 2009). Selon les

conditions, les polymeres sont transformés en eau, dioxyde de carbone, méthane et biomasse

microbienne par le processus de minéralisation (Vert et al., 2012) (Figure 11).

Conditions aérobiques

Polymere

@ Dépolymérisation

Oligomeére
Dimeére

Monomere

Biomasse microbienne

Eau

Dioxyde de carbone

Conditions anaérobiques

Biomasse microbienne

Meéthane/ sulfure
d’hydrogene

Eau

Dioxyde de carbone

Figure 11. Schéma de la biodégradation d’un polymeére en conditions aérobiques et

anaérobiques (Gu, 2003)

La biodégradation nécessite plusieurs eléments clés pour se produire efficacement, notamment

(Kaplan et al., 1993; Van der Zee, 1997):

> Les micro-organismes: ils sont incontournables pour tout processus de biodégradation.

Ils synthétisent des enzymes actives sur le polymeére cible afin d’initier le processus de

fragmentation et de minéralisation.

» L’environnement: ’efficacité de la biodégradation est stimulée par les conditions

environnementales telles que la température, le pH, I’humidité, les sels minéraux et

I’oxygene.
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> Le substrat: la biodégradation est influencée par la structure du polymeére, c’est-a-dire
les liaisons chimiques, le degre et le type de ramification, la cristallinité, la
stéréochimie, la distribution des masses moléculaires et d’autres aspects

morphologiques.

2. Différentes étapes de la biodegradation

La biodégradation des polymeres se déroule généralement en quatre étapes: la biodétérioration,
la biofragmentation, I’assimilation et la minéralisation (Kaplan et al., 1993; VVan der Zee, 1997,
Lucas et al., 2008; Silva et al., 2023) (Figure 12).

2. 1. Biodétérioration

Il s’agit de la premiere étape de la biodégradation qui implique la détérioration des polymeres
par des micro-organismes, notamment des bactéries et des champignons. Ces derniers
colonisent et alterent physiquement, chimiquement ou biologiquement les matériaux, les
rendant ainsi plus susceptibles a la décomposition ultérieure. Ce processus peut inclure des

phénomeénes tels que la corrosion microbienne et la formation de biofilms.

2. 2. Biofragmentation

La biofragmentation ou dépolymérisation est la deuxieme étape de la biodégradation. Elle se
déroule généralement a I’extérieur des cellules microbiennes en raison de la taille et de
I’insolubilité des macromolécules. Au cours de ce processus, les matériaux biodétériorés sont
décomposés en fragments plus petits par le biais d’agents catalytiques, tels que les enzymes
extracellulaires secrétées par les micro-organismes. Ces enzymes peuvent étre des endo-
enzymes (clivage au hasard des liaisons internes des chaines du polymere) ou des exo-enzymes
(clivage des unités monomeres terminales de la chaine principale). Le clivage des polyméres
permet de réduire progressivement leur taille et leur poids moléculaire, aboutissant a la
production de petites molécules (diméres et monomeéres) facilement assimilables par les micro-
organismes, ce qui favorise le processus global de la biodégradation. Durant cette étape, la
réduction de la taille macromoléculaire se produit sans modifier la composition chimique ou la

structure de 1’unité monomere.
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2. 3. Assimilation

L’assimilation est une étape clé de la biodégradation. Elle se produit dans le cytoplasme lorsque
de petites molécules produites lors de la dépolymérisation s’intégrent au métabolisme
microbien pour produire de I’énergie, de la biomasse et d’autres métabolites. Au cours de ce
processus, les micro-organismes absorbent et métabolisent les fragments des polymeéres comme
sources de carbone ou d’azote en convertissant le dioxyde de carbone COou le nitrate NOs™ en
composés cellulaires et en énergie. Cette assimilation peut se produire par les trois voies
cataboliques classiques selon les conditions environnementales: la respiration aérobie, la
respiration anaérobie et/ou la fermentation, et est essentielle pour la croissance et la survie des
micro-organismes impliqués dans la biodégradation, car elle fournit les ressources nécessaires
pour maintenir leur activité métabolique et continuer le processus de dégradation des substrats

organiques.

2. 4. Minéralisation

La minéralisation est la derniere étape de la biodégradation, elle peut se produire en méme
temps que 1’assimilation. Au cours de ce processus, les composés organiques dégradés sont
complétement décomposés en simples métabolites tels que le dioxyde de carbone, I’eau, les sels
minéraux et la biomasse microbiennes, qui peuvent étre absorbés a la fois par 1’environnement
et les micro-organismes. En effet, ces produits peuvent étre réintégres dans le cycle
biogéochimique de I’environnement. De plus, 1’énergic et les éléments nutritifs libérés sont
essentiels et contribuent ainsi a la fertilité du sol et au fonctionnement des écosystémes.
Toutefois, cette étape est cruciale mais implique généralement différents micro-organismes
avec des interactions complexes et une symbiose, ce qui rend difficile la simulation de la

dégradation dans un environnement naturel en laboratoire.
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Figure 12. Les différentes étapes de la biodégradation d’un sac en plastique (Zeenat et al.,
2021)
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3. Polymeres biodégradables

Les polymeres issus de la pétrochimie sont considérés comme non biodégradables. D’ailleurs,
leur minéralisation nécessite plusieurs siécles dans 1’environnement naturel, affectant ainsi tous
les écosystémes (Avérous et Pollet, 2012; Samir et al., 2022). C’est pourquoi une autre
alternative impliquant des polymeéres biodégradables a été développée. Ces matériaux sont
fabriqués soit a base de polyméres naturels modifiés afin d’en améliorer les propriétés
mécaniques, soit a base de polymeéres synthétiques susceptibles d’étre attaqués par les micro-
organismes. Les biopolymeres peuvent étre divisés en trois familles distinctes: les polymeéres
naturels, les polyméres synthétiques et les polyméres semi-synthétiques (Rajeswari et al.,
2017).

3. 1. Polymeres naturels

Ils sont généralement formés dans la nature au cours des cycles de croissance de tous les
organismes. Leur synthése est généralement catalysée par une enzyme (Chandra et Rustgi,
1998). Les biopolymeres les plus répandus sont les polysaccharides, avec différents types dont
la cellulose et ’amidon, qui représentent les principaux types d’intérét. La cellulose est le
principal constituant des parois cellulaires des plantes. C’est un polymere linéaire trés long qui
consiste en la répétition d’une seule unité monomere. Elle est particulierement cristalline et
insoluble dans les solvants. La biodégradation de la cellulose se fait en présence d’une enzyme
appelée la peroxydase (oxydation) et génére des produits inoffensifs pour I’environnement.
D’autre part, I’amidon, un composé dérivé principalement de la pomme de terre, du mais, du
blé et du riz, contient de ’amylose (polymeére linéaire et cristallin) et de 1’amylopectine
(polymere ramifié et amorphe). Selon leurs proportions, les matériaux obtenus a partir d’amidon
auront des propriétés mécaniques et biodégradables différentes (Fredriksson et al., 1998;
Ratnayake et al., 2001). La biodégradation de 1’amidon se fait en présence d’amylase et de
glucosidase et géneére des produits qui ne sont pas toxiques. L’amidon présente ainsi de forts
potentiels pour étre utilisé comme matériau biodégradable (Chandra et al., 1998; Yukata et al.,
1990).

D’autres polymeres naturels peuvent étre utilisés pour produire des matériaux biodégradables,
comme les protéines (la gélatine, la caséine, la soie et la laine) (Chandra et al., 1998). Ces
polymeres subissent des modifications chimiques afin d’augmenter les propriétés mécaniques
ou d’ajuster la vitesse de biodégradation. La modification de la cellulose consiste a synthétiser

des esters de cellulose, tels que 1’acétate de cellulose, qui est obtenu par la réaction entre
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I’anhydride acétique et la cellulose, avec possibilité de faire varier le degré de substitution.
Toutefois, les proprietés mécaniques et de biodegradation évoluent en sens inverse du degré de
substitution (Gu et al., 1993a; Gu et al., 1993b). L’amidon, quant a lui, est le plus souvent utilisé
sous forme thermoplastique. Pour cela, ’amidon natif est mélangé a de ’eau et a un plastifiant,
généralement le glycérol, et subit de fortes températures et pressions, aboutissant a la formation
d’un matériau de 1’état vitreux a caoutchouteux en fonction des conditions (Avérous et Fringant,
2001).

De méme que pour les polysaccharides, il est possible de greffer des groupements sur les
protéines afin d’ajuster la vitesse de dégradation. De nouveaux polymeres carbohydrates plus
complexes ont été produits par les bactéries et les champignons. En outre, les polyesters
naturels, fabriqués par une grande variété de bactéries a partir de ressources renouvelables, ont
connu un essor principalement sur les polyhydroxyalcanoates. Les constituants de cette famille
de biopolymeéres thermoplastiques présentent des propriétés mécaniques qui varient d’une
structure cassante et rigide a une structure flexible, suivant la taille du groupement alkyle. Leur
composition, leur masse moléculaire et le rendement de production dépendent de la source de
carbone et des nutriments. La biodégradation de ces polyméres naturels implique généralement
le détachement successif des groupements monomeéres de la chaine polymére, souvent par

I’intervention d’enzymes d’origine fongique ou bactérienne (Chandra et al., 1998; Lenz, 1993).

3. 2. Polymeres synthétiques

Les polymeéres synthétiques sont issus de la pétrochimie et ne sont pas biodégradables. En
revanche, ils renferment des liaisons hydrolysables telles que les esters ou les amides, qui sont
susceptibles d’étre biodégradables dans certaines conditions (Luckachan et Pillai, 2011). Les
premiéres recherches concernant les polyesters ont porté sur les polyesters aliphatiques, comme
le poly (acide glycolique), le poly (acide lactique) et le polycaprolactone ainsi que sur leurs
mélanges. Ces polymeres sont utilisés principalement dans le domaine médical (Vert et al.,
1997). Par ailleurs, il a été montré que les polyesters dérivant d’unités monomeéres moyennes
(Ce-C12) sont attaqués majoritairement par des espéces fongiques (Aspergillus niger et
Aspergillus flavus). Malgré leur grande taille, la flexibilité des chaines aliphatiques permet aux

liaisons esters d’étre facilement attaquées par les enzymes (Chandra et al., 1998).
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3. 3. Polymeéres semi-synthétiques

Ils sont obtenus a partir de polymeéres naturels qui ont subi des traitements chimiques pour
modifier leurs propriétés physiques, tels que I’amidon (Rajeswari et al., 2017). Parmi les
polymeres semi-synthétiques d’importance commerciale, on trouve 1’éthyl-cellulose (EC) et la

méthyl-cellulose (MC), destinés a des applications pharmaceutiques (Brady et al., 2017).

4. Applications des polymeres biodégradables

De nos jours, la vigilance écologique et I’impact environnemental liés aux polymeres plastiques
d’origine fossile ont conduit a davantage d’études et de recherches sur le développement de
matériaux d’origine biologique et de sources renouvelables, connus sous le nom de plastiques
biodégradables ou bioplastiques. Actuellement, ces biopolymeéres représentent prés de 1 % de
la production annuelle totale des plastiques, mais des études prévoient qu’une capacité de
production totale de six millions de tonnes sera atteinte dans les années a venir. Les
biopolymeres présentent plusieurs avantages par rapport aux plastiques conventionnels en
raison de leur dégradabilité, leur durabilité, leur biocompatibilité, et leur nature non toxique
(Alaswad et al., 2022). lls peuvent ainsi avoir de nombreuses applications dans divers
domaines, notamment dans la fabrication des emballages alimentaires jetables tels que les sacs,
la fabrication des films agricoles et de mulch, la fabrication de textiles biodégradables pour les
vétements et les articles menagers, ou pour la mise en ceuvre des articles jetables tels que les
ustensiles de cuisine. lls sont également utilisés dans les emballages non alimentaires tels que
les sacs poubelles. En outre, les polyméres biodégradables sont employés dans le domaine
medical, notamment dans les sutures, les implants et dans les emballages de produits
pharmaceutiques, et certains sont utilisés dans les produits cosmétiques tels que les microbilles
dans les exfoliants et les gels coiffants. Enfin, ils sont empruntés dans des applications
environnementales telles que les sacs de compostage, les géotextiles et les produits de lutte
contre I’érosion. Ces applications contribuent a réduire la pollution plastique et & promouvoir

la durabilité environnementale (Rai et al., 2021).

5. Parametres d’évaluation de la biodégradation

Les parametres d’évaluation de la biodégradation sont utilis€s pour mesurer, quantifier et/ou
confirmer le processus de dégradation des matériaux par des organismes vivants tels que les
micro-organismes (Miller, 2005; Mahalakshmi, 2014; Ameen et al., 2015; Zeghal et al., 2021):
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5. 1. Méthodes standards d’évaluation de la biodégradation des plastiques

5. 1. 1. Observations visuelles

L’¢évaluation des changements visibles dans les plastiques peut étre effectuée dans presque tous
les tests. Ces changements comprennent la rugosité de la surface, la formation de trous et de
fissures, ou la formation de biofilms. Cependant, ces critéres ne prouvent pas forcément un
métabolisme de biodégradation, mais peuvent étre utilisés comme premiére indication d’une

éventuelle attague microbienne.

5. 1. 2. Mesures de perte de masse/poids

Ce parametre consiste a mesurer la diminution de la masse d’un polymeére sur une période de
temps spécifique pendant lagquelle le matériau est exposé a des conditions contrdlées en
présence de micro-organismes. La perte de poids est généralement exprimée en pourcentage de

la masse initiale du matériau plastique.

5. 1. 3. Mesure de la consommation d’O: et/ou de la production de CO:

Ce test respiratoire consiste a mesurer la consommation d’oxygéne (O2) et/ou la production de
dioxyde de carbone (CO,) afin d’évaluer I’activité métabolique des micro-organismes présents
dans un environnement donné. Une augmentation de ces deux parameétres est indicative de la

dégradation des polymeres.

5. 1. 4. Formation de zones de clairance

Les zones de clairance se forment lorsque les micro-organismes sont capables de dégrader ou
de métaboliser une substance organique présente dans un substrat solide ou semi-solide. Ce
processus entraine la formation d’une zone décolorée ou transparente autour de la colonie
microbienne ou le substrat organique a été dégradé ou consommé. Ce paramétre peut étre utilisé
comme indicateur visuel de ’activité des micro-organismes dégradant le substrat organique.

Plus la zone de clairance est étendue et visible, plus I’activité de biodégradation est forte.

5. 1. 5. Tracage du carbone marque

Il s’agit d’une méthode avancée qui implique I’utilisation de polymeéres marqués avec des
isotopes stables du carbone tels que le carbone-13 (*3C), afin de suivre le devenir du carbone
dans le polymére lors de sa dégradation par les micro-organismes. Cependant, les matériaux

marques sont chers et ne sont pas toujours disponibles.
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5. 2. Techniques analytiques d’évaluation de la biodégradation

5. 2. 1. Microscopie électronique a balayage (MEB)

Cette technique implique 1’émission d’un faisceau d’¢électrons de haute intensité vers la surface
d’un polymeére en la balayant. Elle permet d’observer les changements morphologiques apparus
sur la surface des polymeéres apres leur dégradation par les micro-organismes. Cela inclut la
formation de fissures, de pores, de déformations ou d’autres altérations de la structure du

polymere.

5. 2. 2. Spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier (FTIR)
La spectroscopie infrarouge est une technique utilisée pour obtenir un spectre infrarouge
d’absorption ou d’émission d’un polymeére, permettant ainsi une analyse détaillée des

changements chimiques produits pendant le processus de biodégradation.

5. 2. 3. Microscopie a force atomique (AFM)

Il s’agit d’une technique d’imagerie a 1’échelle nanométrique qui permet de visualiser et de
caractériser la surface d’un polymere avec une trés haute résolution spatiale. L’ AFM peut étre
utilisée pour observer la topographie de la surface d’un polymére afin de détecter les
changements morphologiques apparus aprés la biodégradation. Elle peut également mesurer
quantitativement la rugosité de la surface avant et apres la dégradation, ou encore révéler la

présence de nanostructures, telles que les nanoparticules formées pendant ce processus.

5. 2. 4. Résonance magnetique nucléaire (RMN)

La RMN peut étre utilisée comme un outil complémentaire pour évaluer la biodégradation des
polymeres. Elle fournit des informations sur les changements moléculaires induits par le
processus de biodegradation, notamment en identifiant les groupes fonctionnels et les liaisons

chimiques présents dans les échantillons dégradés.

5. 2. 5. Chromatographie en phase gazeuse couplée a la spectrométrie de
masse (GC-MS)

Cette technique permet d’analyser les produits de dégradation formés lors du processus de

biodégradation et d’identifier les composés organiques présents dans les échantillons.
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Chapitre IV: Les champignons

1. Généralites

Le réegne Fungi (dérivé du latin "fungus™) ou mycétes (du grec "mykes"), désignant les
"champignons™, est 1’un des plus vastes groupes d’organismes sur terre avec une grande
diversité regroupant 1’ensemble des champignons (macro/microscopiques), des levures et des
moisissures. Ces organismes ubiquitaires jouent un réle crucial dans les écosystemes,
notamment dans la décomposition de la matiére organique, la régulation des cycles
biogéochimiques et les interactions symbiotiques avec d’autres organismes (Schmit et Mueller,
2007; Das et al., 2022).

Les mycetes regroupent des organismes eucaryotes, dont les cellules possédent un noyau et
d’autres organites cellulaires délimités par une membrane (Figure 13). Leur paroi cellulaire est
composée principalement de chitine, une substance qui les distingue des autres organismes
eucaryotes. La chitine offre aux champignons une structure solide et contribue a leur intégrité
cellulaire, leur permettant de s’adapter a une variété d’environnements et de remplir divers réles
écologiques. Les champignons sont des organismes hétérotrophes dépourvus de chlorophylle
et, par conséquent, contrairement aux plantes, ils ne peuvent pas produire leur propre nourriture.
Ils se nourrissent ainsi en absorbant des nutriments a partir de matiére organique morte
(saprophytes), de matiére vivante (parasites) ou en établissant des associations symbiotiques
avec d’autres organismes. Ils peuvent également adopter le mode de nutrition osmotrophe, qui
consiste a libérer dans un premier temps des enzymes hydrolytiques dans le milieu extérieur et
a digérer les aliments complexes en substrats simples a I'extérieur de la cellule (pénétration des
nutriments sous forme soluble) (Carlile et Watkinson, 1994; Redecker, 2002; Walker et White,
2005).

Il s’agit d’organismes thallophytes a mode de reproduction sexuée ou asexuée. Ils se
reproduisent généralement par des spores qui peuvent étre produites dans une variété de
structures spécialisées telles que les sporanges, les basides ou les asques. Ces spores peuvent
jouer un réle dans la dispersion des champignons ainsi que dans leur survie lorsque les

conditions environnementales deviennent défavorables (Madelin, 1994).

Les mycetes présentent une grande diversité morphologique allant des levures unicellulaires
aux champignons filamenteux multicellulaires. Toutefois, certains forment des structures
visibles a 1’ocil nu tels que les champignons a chapeau. Les champignons microscopiques,

quant a eux, comprennent deux principaux groupes, notamment les levures et les moisissures
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(Singh, 2006). Ces micro-organismes, en particulier les levures, sont essentiels dans plusieurs
procédeés industriels qui impliquent une fermentation (exemple: la fabrication d’antibiotiques)
(Kavanagh, 2005).
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Figure 13. Schéma d’une cellule fongique (Mankar et al., 2022)

2. Taxonomie

Les champignons ont longtemps été classés parmi les membres primitifs du regne végétal,
légérement plus avancés que les bactéries (Carris et al., 2012). Cependant, les études
taxonomiques récentes basées sur des méthodes phylogénétiques montrent que les
champignons représentent un groupe a part au sein du super-regne Opisthokonta (Baldauf et
al., 2013). Ces mycete sont classés selon différents rangs taxonomiques hiérarchiques (regne,
embranchement, classe, ordre, famille, genre et espece). Toutefois, la détermination du nom
scientifique d’un micro-organisme se fait par la nomenclature binomiale proposée par le
naturaliste suédois Carl Von Linné en 1753, qui fait référence au genre et a I’espéce (Martinez-
Goss et Arguelles, 2020). En outre, la nomenclature des différents taxons fongiques présente
une terminologie codifiée: -mycota pour le phylum, -mycotina pour la sous-division, -mycétes

pour la classe, - ales pour 1’ordre, et -aceae pour la famille (Rajeswari et al., 2021).
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Le régne des « champignons vrais » ou Fungi, appelé Eumycota, englobe la grande majorité des
champignons et constitue actuellement un sous-régne, Dikarya, comprenant deux phylums:
Ascomycota et Basidiomycota. Le phylum des Ascomycota inclut trois sous-divisions:
Pezizomycotina, Saccharomycotina et Taphrinomycotina, et comprend les levures et les
moisissures. Tandis que le phylum des Basidiomycota inclut trois sous-divisions:
Pucciniomycotina, Ustilaginomycotina et Agaricomycotina, et comprend les champignons a
spores nues (Hibbett et al., 2007). De plus, les champignons imparfaits ou Fungi imperfecti,
anciennement appelé Deuteromycota, sont maintenant inclus dans le regne des Eumycota et
plus particulierement dans le phylum des Ascomycota, lorsqu’une forme sexuée connue est
identifiée (Charya, 2015).

3. Classification des champignons

Les champignons microscopiques présentent des caractéristiques morphologiques distinctes qui
peuvent étre observees sous microscope. Toutefois, la plupart de ces micro-organismes
possedent une paroi constituée essentiellement de polysaccharides, de glycoprotéines et de
mannoprotéines. Les polysaccharides sont majoritairement la chitine et les glucanes. lls
assurent la protection des myceétes contre les agressions du milieu extérieur. La chitine joue un
role dans la rigidité de la paroi cellulaire, les glycoprotéines permettent la liaison et I’adhérence
des cellules fongiques a leur environnement, et enfin les mannoprotéines forment une matrice
autour de la paroi et contribuent ainsi a sa stabilité et son intégrité (Samanta, 2015). En fonction
de leurs propriétés morphologiques, les champignons peuvent étre classés en quatre groupes:
les levures, les champignons filamenteux (moisissures), les champignons ressemblant a des

levures et les champignons dimorphiques (Mankar et al., 2022).

3. 1. Les levures

Les levures sont des champignons unicellulaires qui se présentent généralement sous forme de
cellules sphériques ou ovales. Elles peuvent former des colonies visibles a 1’ceil nu lorsqu’elles
se multiplient sur des milieux de culture appropriés. Les levures se reproduisent par
bourgeonnement ou fission, et sexuellement par fermentation (Knop, 2011). Leur taille peut
varier selon 1’espéce et les conditions de croissance; généralement, elles sont microscopiques
et mesurent quelques micrometres de diametre (3-4 um). Ces micro-organismes appartenant au
régne des Fungi sont classés dans les phylums Ascomycota et Basidiomycota (Dix et Webster,
1995).

38



Partie 1. Synthese bibliographique

3. 2. Les champignons filamenteux (moisissures)

Les moisissures sont des champignons multicellulaires qui possedent un appareil végétatif
appelé thalle. Ce dernier est composé de filaments ou hyphes enchevétrés les uns par rapport
aux autres, formant un réseau appelé mycélium. Les hyphes sont diffus, tubulaires et fins avec
un diametre allant de 2 a 10 um et sont plus ou moins ramifiés (Samanta, 2015; Portnoy et Jara,
2015). Chez certaines moisissures, les cellules ne sont pas séparées par une cloison transversale,
et présente ainsi un thalle coenocytique ou « siphonné » alors que chez d’autres, le thalle est
cloisonné ou « septé ». Les cloisons, appelées septa posseédent des perforations assurant la
communication entre les cellules. D’autre part, les moisissures peuvent former un réseau de
mycelium visible a 1’ceil nu lorsqu’elles se développent sur des substrats tels que les aliments
en décomposition. Elles peuvent également se reproduire en formant des structures telles que
les sporangiophores ou les conidiophores qui liberent des spores pour la dispersion (Mankar et
al., 2022).

3. 3. Les champignons ressemblant a des levures

Les champignons ressemblant a des levures ou "yeast-like fungi* sont des organismes fongiques
qui partagent des caractéristiques morphologiques similaires a celles des levures, mais qui
peuvent également présenter d’autres formes de croissance, telles que des pseudo-hyphes ou de
véritables hyphes. Un exemple de ces micro-organismes est Candida. Il forme un bourgeon
qui reste attaché a la cellule mére et s’allonge, suivi d’un bourgeonnement répété formant des
chaines de cellules allongées, appelées "pseudo-hyphes”. lls peuvent étre des basidiomycétes
tels que Cryptococcus neoformans ou des ascomycetes tels que Candida albicans. Cependant,
certaines espéces comme C. albicans produisent également de véritables hyphes. Le test de
dépistage rapide de C. albicans a montré la capacité de cet isolat a former un tube germinatif

en deux heures lorsqu’il est incubé dans du sérum humain a 37°C (Mankar et al., 2022).

3. 4. Les champignons dimorphiques

Les champignons dimorphiques sont des organismes fongiques qui peuvent adopter deux
formes différentes de croissance, généralement une forme de levure a température élevée
(supérieure ou égale a 37°C) et une forme filamenteuse a température ambiante (20-25°C).
Cette capacité est souvent associée a des adaptations écologiques et a des stratégies de survie
dans des environnements variés. Toutefois, certains champignons dimorphiques sont des agents

pathogeénes opportunistes chez les humains et les animaux (Cleare et al., 2017).
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4. Développement des champignons

Les champignons microscopiques peuvent passer par plusieurs phases de développement qui

varient en fonction des especes et des conditions environnementales.

4. 1. Germination des spores

La phase de germination des spores correspond au premier stade du développement des
champignons microscopiques. Pendant cette phase, les spores, des cellules de reproduction
dormantes, commencent a se développer pour former un nouvel organisme fongique. Lorsque
les conditions environnementales sont favorables, telles que I’humidité et la présence de
nutriments, les spores absorbent de 1’eau et commencent a gonfler. Elles développent une
structure de croissance appelée tube germinatif ou germe, qui émerge de la spore et commence
a se développer dans le substrat environnant. Ce processus marque le début de la croissance

active du champignon et est crucial pour I’initiation du cycle de vie fongique (Jung etal., 2014).

4. 2. Phase vegétative

La phase végétative est essentielle pour la survie et la propagation des champignons. Elle
correspond a la phase de croissance active des champignons, au cours de laquelle ’appareil
vegétatif colonise le substrat environnant par extension et ramification des hyphes. La
ramification peut se faire par dichotomie (division a partir de 1’apex) ou par bourgeonnement
(division latérale a partir des cotés des hyphes). Il s’agit également d’une phase de nutrition ou
les hyphes absorbent a travers leur paroi 1’eau et les éléments nutritifs contenus dans le substrat
apres 1’avoir dégradé par sécrétion d’enzymes et d’acides. La forme mycélienne en expansion,
qui constitue une phase active de développement, est responsable de la dégradation et de
I’altération du substrat (Jung et al., 2014; Walker et White, 2018). Il peut s’agir d’un mycélium
végetatif qui pénétre a la surface du milieu et absorbe les nutriments, un mycélium aérien qui
se développe au-dessus de la surface des géloses, ou d’un mycélium fertile présentant un hyphe
aérien capable de former des structures reproductrices telles que des conidies ou des sporanges
(Bueno et Silva, 2014).

4. 3. Phase reproductive
Elle comprend deux types de reproduction: la reproduction asexuée, correspondant a la forme

anamorphe, et la reproduction sexuée, correspondant a la forme téléomorphe (Kirschner, 2018).
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4. 3. 1. Reproduction asexuée

Elle se fait sans fusion de gametes et implique généralement la production et la dispersion de
spores asexuées par mitose, permettant la propagation des champignons afin de coloniser
d’autres substrats. Cette forme de reproduction correspond a la sporulation, au cours de laquelle
se produisent des spores en grande quantité par des structures spécialisées développées a partir
du mycélium. Ces spores sont de petites cellules déshydratées a métabolisme réduit et sont
entourées d’une paroi protectrice les isolant du milieu environnant. Leur taille varie en fonction

des espéces et du type de spores produites (Koul et Sumbali, 2001).

La reproduction asexuée peut se présenter sous différentes formes, donnant lieu a la production

de différents types de spores (Money, 2016):

> Reproduction par fragmentation: elle implique la production de spores a partir de
fragments de mycélium cassés ou séparés, formant ainsi des arthrospores, des structures
de résistance, qui peuvent germer pour former de nouveaux individus fongiques sous
des conditions favorables.

> Reproduction par endogénese: elle implique la production de sporangiospores a
I’intérieur d’une structure spéciale appelée sporangium, qui se développe a I’intérieur
du mycélium.

» Reproduction par exogénese: elle implique la production de conidiospores a partir de
structures spécialisées appelées phialides, des cellules situées a 1’extrémité des
conidiophores.

Les spores peuvent se détacher du mycélium sous I’effet d’un léger choc mécanique, d’un
frottement ou d’un courant d’air, se propageant ainsi de différentes manieres selon leur structure
et leurs caractéristiques spécifiques. Apres leur dispersion et leur dépdt sur un nouveau substrat,
les spores peuvent rester inertes lorsque les conditions environnementales ne sont pas
favorables a leur développement. Cependant, une fois que les conditions deviennent favorables,
ces spores germent comme des graines et commencent a former un réseau de filaments ou un

mycélium (Money, 2016).

4. 3. 2. Reproduction sexuée

La reproduction sexuée des champignons implique la fusion de deux cellules sexuelles
différenciées ou gametes, appelées "gametangia”, les gametes males: antheridies, et les gamétes
femelles: oogonies. Ils peuvent se développer en phase terminale ou sub-terminale en position

intercalaire sur les hyphes principaux ou ramifiés, en tant qu’appendices terminaux ou latéraux

41



Partie 1. Synthese bibliographique

du thalle non mycélien, ou former le thalle entier. La reproduction sexuée est un processus qui
se déroule genéralement en trois phases distinctes: la plasmogamie, la karyogamie et la méiose
(Janaki, 2022; Mankar et al., 2022):

» La plasmogamie: elle correspond a 1’union des protoplastes d’hyphes ou de cellules
reproductrices males et femelles pour former un zygote diploide. Cependant, les deux
noyaux ne fusionnent pas 1I’un avec 1’autre, créant ainsi une cellule appelée "dikaryon".
L’état dikaryotique est unique aux champignons et peut se poursuivre pendant plusieurs
générations lorsque les deux noyaux (dikaryon) se divisent simultanément lors de la
division cellulaire.

> La karyogamie: cette étape correspond a la fusion des deux noyaux haploides
précedemment réunis par plasmogamie, entrainant la formation d’un zygote diploide,
ou "karyon".

> La méiose est le processus de division cellulaire qui réduit le nombre de chromosomes
dans le noyau diploide formé lors de la karyogamie. Cette phase aboutit a la formation
de quatre spores haploides genétiquement différentes, qui peuvent se développer en

gametes ou subir la germination pour former de nouveaux individus haploides.

5. Habitat et conditions de développement

Les champignons sont cosmopolites et hétérotrophes; leur développement dépend de plusieurs
facteurs, nutritifs et environnementaux. Ils présentent différents types d’habitats ou ils
établissent des interactions diverses avec leur environnement. Les éléments nutritifs les plus
importants sont le carbone et 1’azote sous forme de composés organiques, ainsi que les ions
minéraux tels que le potassium, le phosphore, le magnésium, le fer et le soufre. Toutefois, les
molécules simples telles que les acides aminés peuvent pénétrer dans la cellule fongique sans
transformation, tandis que les molécules complexes telles que 1’amidon, la cellulose et les
protéines nécessitent une digestion enzymatique préalable via des enzymes ou des acides
sécrétés par les moisissures. Cela permet une altération du substrat. Cette capacité de
décomposition permet aux especes fongiques de s’adapter a différents habitats et de jouer un

role clé dans le cycle des éléments nutritifs (Taherzadeh et al., 2023).
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5. 1. Modes de nutrition
Les champignons peuvent se nourrir selon différents modes (Rai et Agarkar, 2014; Janaki,
2022):

> Le saprophytisme: les champignons dégradent la matiére organique morte ou en
décomposition afin de prélever les minéraux essentiels. 1ls jouent un rdle crucial dans
le recyclage des matiéres mortes telles que les débris végétaux et animaux.

» La symbiose: les champignons obtiennent leurs nutriments grace a un autre organisme
en échange de certains bénéfices, tels que la protection, I’eau ou les sels minéraux. Les
deux organismes sont alors qualifiés de symbiotes.

» Le commensalisme: les champignons commensaux tirent un bénéfice de leur hote sans
lui nuire ni lui apporter un quelconque avantage. Les bénéfices observes peuvent étre la
récupération des débris nutritifs de I’hote, le transport ou le refuge.

» Le parasitisme: les champignons extraient leurs nutriments de la matiére vivante,

souvent au détriment de leur héte, entrainant parfois sa mort.

5. 2. Conditions de développement environnementales
Plusieurs facteurs environnementaux peuvent influencer la croissance et le développement des
champignons (Mannaa et Kim, 2018; Walker et White, 2018):

» L’humidité relative (HR) est le facteur environnemental le plus important. Elle est
évaluée par la formule suivante: HR (%) = aw x 100, ou "aw" représente 1’activité de
I’eau. Une valeur élevée de I’aw est nécessaire a la croissance de la plupart des
champignons, avec un minimum d’environ 0.65.

> La température et les exigences thermiques varient d’un champignon a un autre. La
plupart sont mésophiles et se développent généralement a des températures autour de
25°C. Cependant, certaines espéces sont thermophiles, thermotolérantes ou
psychrophiles.

» L’oxygene: la plupart des champignons dépendent de 1I’oxygene pour leur métabolisme
et leur croissance, et sont dits aérobies. Cependant, quelques especes sont anaérobies,
mais elles sont beaucoup moins courantes.

» Le pH: les champignons peuvent se développer dans un pH compris entre 3 et 8, bien

que leur pH optimal se situe généralement entre 4 et 6.
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6. Métabolites fongiques
Les métabolites fongiques sont des composés chimiques produits par les champignons, tels que
les enzymes, les pigments, les toxines et les antibiotiques. Ces métabolites peuvent avoir des
applications industrielles, médicales et agricoles importantes (Jewett et al., 2006; Azizan et al.,
2016). Parmi ces composés, on trouve:
> Les enzymes ligninolytiques telles que les laccases et les peroxydases, qui sont
essentielles pour la décomposition de la lignine dans les écosystemes forestiers et
peuvent également étre utilisées dans des processus industriels, tels que le blanchiment
du papier (Cagide et Castro-Sowinski, 2020).
> Les hydrolases, y compris les estérases et les cutinases, qui sont importantes pour la
dégradation des esters et des polymeres présents dans les matieres organiques. Elles ont
des applications dans divers domaines industriels, notamment le lavage des textiles et
la dégradation des polluants environnementaux (Martinez et Maicas, 2021).
» Les oxydases comme les mono-oxygénases et les di-oxygénases, qui catalysent des
réactions d’oxydation et sont impliquées dans la dégradation de composés aromatiques.
Ces enzymes sont également utilisées dans des applications industrielles telles que le
traitement des eaux usées (Leja et Lewandowicz, 2010).
> Les pigments, tels que la mélanine, jouent plusieurs roles essentiels dans la survie des
champignons et leur adaptation aux environnements hostiles. Ce pigment confére des
avantages écologiques, médicaux, cosmetiques et biotechnologiques aux champignons
producteurs (Toledo et al., 2017).

7. Role des champignons dans la dégradation des plastiques
Les capacités métaboliques des champignons sont extrémement diversifiées et leur permettent
de jouer des rdles ecologiques essentiels, notamment dans le cycle des nutriments, la

décomposition de la matiére organique et la bioremédiation (Shourie et Vijayalakshmi, 2022).

7. 1. Mécanismes de la biodégradation

Les champignons jouent un réle crucial dans la biodégradation des plastiques grace a plusieurs
mécanismes enzymatiques et métaboliques (Amobonye et al., 2020; Jaiswal et al., 2020;
Temporiti et al., 2022; Varshney et al., 2023):
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7. 1. 1. Adhésion, colonisation et formation de radicaux libres

7.1. 1. 1. Adhésion et colonisation

La premiere étape de la dégradation des plastiques par les champignons consiste en la sécrétion
de substances adhésives et d’hydrophobines qui leur permettent de s’attacher et d’adhérer a la
surface du polymeére. Les hyphes fongiques peuvent alors se développer et se ramifier a la
surface, formant des biofilms qui favorisent la colonisation du plastique. Cependant, la capacité
des champignons a coloniser le plastique dépend de la nature du polymeére et de ses propriétés

physico-chimiques.

7.1.1. 2. Production et sécrétion d’enzymes extracellulaires

Les champignons sécretent des enzymes telles que les laccases, les estérases et les cutinases qui
peuvent attaquer et décomposer les polyméres complexes des plastiques. Ces enzymes clivent
les liaisons chimiques des polymeres, transformant les plastiques en molécules plus petites et

plus simples.

7. 1. 1. 3. Formation des radicaux libres

Certaines enzymes fongiques, notamment les laccases et les peroxydases, catalysent la
formation de radicaux libres. Ces radicaux sont des especes hautement réactives qui peuvent
initier la dégradation des polymeéres plastiques. Les laccases, entre autres, catalysent
I’oxydation de substrats phénoliques, générant des radicaux phénoxyles qui peuvent attaquer
les liaisons polymériques. Quant aux peroxydases, elles utilisent le peroxyde d’hydrogene pour
générer des radicaux hydroxyles (OH) et d’autres especes réactives de I’oxygene qui attaquent

les chaines polymériques des plastiques.

7. 1. 2. Dégradation oxydative et hydrolytique
Les enzymes fongiques peuvent catalyser des réactions d’oxydation et d’hydrolyse importantes
pour la rupture des chaines de polymeres. Les oxydases et les peroxydases sont particulierement
efficaces pour la dégradation des plastiques.
» Oxydation: les radicaux libres générés par les enzymes fongiques provoquent
I’oxydation des chaines polymériques. Ces réactions oxydatives entrainent la formation
de groupes fonctionnels tels que les hydroxyles, les carbonyles et les carboxyles sur les

chaines polymeériques, les rendant plus susceptibles a la dégradation.
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» Hydrolyse: les enzymes hydrolytiques, telles que les estérases et les amidases, clivent
les liaisons ester et amide dans les polymeéres, produisant des fragments plus petits.

L’oxydation préalable facilite souvent ces réactions hydrolytiques.

7. 1. 3. Fragmentation des polymeres
Les réactions enzymatiques et la formation de radicaux libres entrainent la fragmentation des
chaines polymériques en oligomeres, diméres et monomeres. Ces fragments plus petits sont

plus facilement assimilés par les champignons.

7. 1. 4. Assimilation et minéralisation

Les fragments de plastique dégradés sont transportés dans les cellules fongiques et intégrés dans
les voies métaboliques centrales comme la glycolyse et le cycle de krebs. Les fragments
organiques sont finalement convertis en dioxyde de carbone, eau et biomasse fongique. La
minéralisation complete réduit les fragments plastiques en composants inoffensifs pour

I’environnement.

7. 1. 5. Synergie microbienne

Les champignons peuvent collaborer avec des bactéries et d’autres micro-organismes pour
dégrader plus efficacement les plastiques. Les communautés microbiennes coopératives
peuvent métaboliser les fragments de plastiques que les champignons seuls ne peuvent pas

décomposer completement. Cette synergie permet d’optimiser le processus de dégradation.

7. 2. Exemples de champignons impliqués dans la dégradation des polymeéres
L’¢étude de la capacité des champignons a dégrader les plastiques remonte a plusieurs décennies,
et plusieurs espéces ont été identifiées pour leur potentiel de dégradation de ces polymeres. En
effet, les premiéres études sur la biodégradation des plastiques par les micro-organismes ont
commencé dans les années 1970. Les chercheurs ont découvert que certains champignons
pouvaient coloniser et dégrader divers types de plastiques, suscitant un intérét croissant pour le
potentiel de ces mycetes en bioremédiation (Miri et al., 2022; VVaksmaa et al., 2023a), (Tableau
1).
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Tableau 1. Exemples d’espéces fongiques et les types de plastiques qu’elles dégradent

Phylums Espeéces fongiques Polymeéres Références
dégradés
Aspergi”us g|aucus PE Kathil‘esan, 2003
Aspergillus japonicus Raaman et al., 2012
: . PEBD -
Aspergillus nidulans Muhonja et al., 2018a
Aspergi”us oryzae Muhonja et al., 2018b
PE Raghavan et Torma, 1992
PEBD Séenz et al., 2019
Aspergillus niger
Ascomycota PEHD Rani et Singh, 2015
PVC Ali et al., 2014
Candida guilliermondii PHB Matavuly et Molitoris,
2015
PEBD Zahraet al., 2010
Fusarium solani PEHD Rani et al., 2020
PCL Murphy et al., 1996
Penicillium oxalicum PEBD, PEHD tha et al., 2017
Mucor sp. PVC Pardo-Rodriguez et Zorro-
Mateus, 2021
Zygomycota
PET Tokiwa et al., 2009

Rhizopus delemar

PCL: polycaprolactone; PE: polyéthylene; PEBD: polyéthyléne basse densité; PEHD:
polyéthyléne haute densité; PET: polyéthylene téréphtalate; PHB: polyhydroxybutyrate;

PVC: polychlorure de vinyle
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1. Echantillonnage

Trois échantillons de sol ont été collectés a partir de trois sites différents de la décharge publique
de Boumehadjer (36°59'35"N, 6°3323"E), située a I’entrée de la ville de Collo, a I’Est de
Skikda (Nord-Est de 1I’Algérie) (Figures 14, 15 et 16). Les échantillons ont été prelevés en
Avril 2021, apres avoir éliminé les cing premiers centimétres de la surface du sol. Chaque
échantillon a été transporté au laboratoire dans un sac en plastique noir stérile, conservé a 4 °C,
et utilisé dans les 24 heures suivant le prélevement (Boughachiche et al., 2005).
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Figure 14. Localisation géographique de la décharge de Boumehadjer (Collo)

Figure 15. Photographies de la décharge publique de Boumehadjer (Collo)
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Figure 16. Echantillons de sol prélevés de la décharge de Boumehadijer (Collo)

2. Isolement des champignons indigénes du sol

Dix grammes de sol ont été ajoutés a 90 ml d’eau physiologique stérile (EPS). Le mélange
contenu dans un Erlenmeyer stérile de 250 ml, a été soumis a une agitation pendant 30 minutes,
suivie d’une heure de repos. Cette préparation a servi de solution mere. Ensuite, une série de
dilutions décimales 1071, 102 et 107 a été préparée a partir de la solution mére, et 0.1 ml de
chaque dilution a été inoculé a la surface d’une boite de Petri contenant le milieu Potato-
Dextrose-Agar (PDA, pH 5.6 + 0.2) additionné de 20 pug/ml de la gentamicine pour inhiber la
croissance bactérienne. Les boites ont été incubées a 27°C pendant une semaine (Davet et

Rouxel, 1997). Ces étapes ont été appliquées pour les trois échantillons de sol (Figure 17).

1 ml 1 ml 1 ml

10 g de sol + 90 ml d’EPS

9 ml d’EPS u J

Inoculation sur PDA l l l

Lecture apres 7 jours
d’incubation

Figure 17. Schéma représentatif des étapes de 1’isolement des isolats fongiques
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2. 1. Purification des isolats fongiques

La purification des isolats fongiques a éte faite par des repiquages de thalles et de colonies bien
isolées sur boites de Petri de PDA (pour les champignons filamenteux) et Sabouraud (pour les
levures), respectivement (Annexe 1). Ces boites ont été incubées a 27°C pendant 72 heures. La
pureté des isolats a été confirmée par une observation des aspects macroscopiques et

microscopiques de chaque isolat (Shumi et al., 2004).

2. 2. Conservation des isolats fongiques
Deux méthodes de conservation des isolats fongiques ont été employées :
» Conservation de courte durée
Les isolats purifiés ont été ensemences sur gelose inclinée (PDA), incubés a 27°C pendant sept
jours, et conservés a 4°C pendant 6 a 12 mois (Botton et al., 1990).
» Conservation de longue durée
La conservation a long terme des isolats fongiques a été réalisée a — 20°C dans des microtubes

stériles de 1.5 ml contenant 1 ml de solution de glycérol a 20 %.

3. ldentification des isolats fongiques

L’identification des isolats a été réalisée en fonction de leurs caractéristiques macroscopiques
et microscopiques pour déeterminer leurs genres fongiques (Pardo-Rodriguez et Zorro-Mateus,
2021). De plus, une analyse moléculaire a été réalisée pour identifier les especes fongiques

sélectionnées pour les tests de la biodégradation.

3. 1. Identification macroscopique

L’observation macroscopiques des isolats fongiques cultivés sur gélose PDA, pour les
moisissures, et sur gélose Sabouraud, pour les levures, a été basée sur plusieurs criteres et
aspects distinctifs a I’ceil nu (Alsohaili et Bani-Hasan, 2018) a savoir:

» L’aspect des thalles / colonies: les champignons filamenteux forment des thalles
duveteux avec une texture épaisse, laineuse, ou veloutée ; quant aux levures, les
colonies sont souvent crémeuses, lisses et brillantes;

» Le relief des colonies peut étre plat ou surélevé;

» Lataille des colonies peut varier en fonction des genres fongiques;

» La couleur des colonies: les couleurs les plus fréquentes sont vert-olive, brunes ou
noires, blanches ou jaunes;

» Les pigments diffusés dans le milieu de culture.
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3. 2. Identification microscopique
L’identification microscopique consiste a étaler une culture fongique jeune sur une lame
contenant une goutte d’EPS et la recouvrir d’une lamelle. L’observation a été réalisée en
utilisant un microscope optique (Zeiss Axiostar Plus) avec les objectifs 10x et 40x (Figure 18).
Cette identification a été basée sur 1’observation de plusieurs caractéres tels que (Alsohaili et
Bani-Hasan, 2018):
» L’appareil végétatif (thalle): la structure du mycélium (septé ou siphonné) et le type de
conidiophores;
> Les organes de fructification: la formation des conidies et leurs formes, présence ou
absence d’organes protecteurs des conidies;
> Les spores: mode de production et aspect des spores, présence ou absence de
chlamydospores;

> Taille, forme et mode de reproduction des levures.

Figure 18. Microscope optique Zeiss Axiostar Plus

3. 3. Caractérisation moléculaire des isolats fongiques

L’identification moléculaire de quatre isolats fongiques a été réalisée au Laboratoire
Universitaire de Biodiversité et d’Ecologie Microbienne (LUBEM) de 1’Université de Bretagne
Occidentale (Brest, France). Un cinquiéme isolat a été identifié au Laboratoire Gene Life
Sciences (Sidi Bel Abbes, Algérie).

3. 3. 1. Extraction de ’ADN fongique

L’extraction de ’ADN a été effectuée en utilisant un kit commercial FastDNA Spin (MP
Biomedicals) (Figure 19 et 20) en suivant les directives du fabricant (Annexe 11.1).
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C. RotoFlex, R2001 D. Eppendorf ThermoStat Plus

Figure 20. Appareillage utilisé pour 1’extraction de I’ADN fongique

3. 3. 2. Dosage et standardisation de la concentration d’ADN

La concentration et la puret¢ de I’ADN fongique ont été mesurées a 1’aide d’un
spectrophotométre (Nanodrop 1000) avant de procéder a 1I’amplification des génes par PCR
(Polymerase Chain Reaction). La puret¢ de I’ADN a été déterminée lorsque le rapport de
densite optique (DO) 260/280 nm est compris entre 1.8 et 2. Une purification a été realisée par

un kit commercial NucleoSpin Inhibitor Removal (Macherey-Nagel) pour un isolat fortement
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pigmenté (pigment noir, inhibiteur de PCR), et des dilutions ont été nécessaires pour les isolats

tres concentrés.

3. 3. 3. Amplification des génes d’intérét par PCR

Chaque isolat a été identifié sur la base de deux genes d’intérét: (i) les ITS ont été amplifiés et
séquenceés pour tous les isolats, et (ii) un marqueur complémentaire a été amplifié et séquencé
en fonction des informations taxonomiques issues des observations macro- et microscopiques,
soit I’actine, la B-tubuline, la grande sous-unité ribosomale (28S), et la région D1/D2 de la

grande sous-unité ribosomale des levures (26S) (Figure2l).

3. 3. 3. 1. Amorces utilisées
Les génes ITS, actine; ITS, LSU; ITS, B-tubuline et ITS, D1/D2 ont été ciblés pour

I’amplification par PCR. Pour chaque géne, deux amorces ont été utilisées (Tableau 2):

Tableau 2. Amorces utilisées pour 1’amplification des génes ITS, Actine, LSU, B-tubuline et
D1/D2

Geénes , s~ Tailledes ...
(régions) Amorces  Séquences (5’—3’) génes (pb) Références
ITS1 CTT GGT CAT TTA GAG GAA
GTAA Gardes et Bruns,

ITS 600

1993
ITS4 TCCTCCGCTTATTGATATGC

ACT-512F ATGTGCAAGGCCGGTTTCGC
Actine 300 Shi et al., 2017
ACT-783R TACGAGTCCTTCTGGCCCAT

LSU LROR ACCCGCTGACTTAAGC Vilgalys et Hester,
(285) 680 1990 :; Rehner et
LR5 TCCTGAGGGAAACTTCG Samuels, 1994
Bt2a GGTAACCAAATCGGTGCTGCT
B- T1C Glass et
tubuline 500 Donaldson, 1995
Bt2b ACCCTCAGTGTAGTGACCCTT ’
GGC
NL1 GCATATCAATAAGCGGAGGAA
AAG Kurtzman et
D1/D2 500 Robnett, 1997
NL4 GGTCCGTGTTTCAAGACGG
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3. 3. 3. 2. Préparation de la solution Mix PCR
Pour chaque isolat, un microtube contenant le mélange réactionnel de la PCR a été préparé. Ce
mélange est constitué de 24 ul de la solution Mix PCR additionnée de 1 ul d’ADN fongique
pour les genes ITS, Actine, B-tubuline et D1/D2. Pour le géne LSU, le mélange réactionnel est
composé de 23 pl de la solution Mix PCR + 2 ul d’ADN.

La composition de la solution Mix PCR est présentée dans le tableau 3.

Tableau 3. Composition du mélange réactionnel de la PCR

Volume & prélever (ul)

Réactifs

ITS Actine ITS/LSU p-tubuline  D1/D2
Eau ultra pure 15.38 13.75 14.1 15.875 16.6875
Tampon 5 5 5 5) 5)
MgCl; 2 2 15 1.5 15
Amorce 1 0.5 1.25 1 0.5 0.5
Amorce 2 0.5 1.25 1 0.5 0.5
dNTP 0.5 0.5 0.2 0.5 0.5
Taqg polymérase 0.125 0.25 0.2 0.125 0.0625
ADN génomique 1 1 2 1 1

3. 3. 3. 3. Conditions d’amplification des génes d’intérét
Les réactions d’amplification par PCR comprennent plusieurs étapes qui différent dans le temps
et la température selon le géne a amplifier. Les conditions d’amplification de chaque géne sont

présentées dans le tableau 4.

Tableau 4. Conditions d’amplification des génes d’intérét

ITS Actine ITS/LSU B-tubuline D1/D2
T(°C) t T(°C) t T(°C) t T(°C) t T(°C) t

Etapes

DENaralion g5 5min 95 gmin 95 5min 94 5min 95  2min

initiale

Nombrede 4, 30 35 40 37

Cycles

Dénaturation 95 1min 95 15s 95 30s 94 1min 95 1 min
Hybridation oo 4 o0 58 205 5552 30s 61  1min 52 rlnfn

Elongation 72 1min 72 60 s 72 45s 72 1min 72 2 min
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Elongation 2, 19min 72 5min 72 7min 72 S5min 72 0
finale min
Stockage

avant 16 o0 16 o0 10 0 16 0 16 0

révélation

T: Température (°C); t: temps (min, s)

3. 3. 4. Révélation des produits PCR

La présence des produits de 1’amplification a été confirmée par une électrophorése sur gel
d’agarose a 2 % (Annexe I1.2). Pour chaque échantillon, 5 pl ont été déposés dans un puits sur
gel d’agarose placé dans une cuve de migration contenant du TAE (Tris-Acétate, EDTA) a 1x.
Des marqueurs de taille de 1 kb et 100 pb ont été utilisés pour estimer la taille des genes
d’intérét. De plus, un témoin négatif (eau ultra pure) et un témoin positif (ADN fongique) ont
été utilisés. Apreés 30 minutes de migration a 100V, les fragments ont été visualisés sous lumicre

UV dans un Quantum ST4 avec le logiciel Quantum-Capt.

3. 3. 5. Séquencage des produits PCR
3. 3. 5. 1. Analyse bioinformatique

Le séquengage des amplicons a été réalisé par la société Eurofins (Allemagne) par approche
Sanger. Les séquences obtenues ont été vérifiées et corrigées manuellement a I'aide du logiciel
Geneious. Les séquences résultantes ont ét¢ analysées en utilisant I’ outil BLAST (Basic Local
Alignment Search Tools) pour vérifier leur homologie avec les séquences de la banque NCBI
(National Center for Biotechnology Information). L’outil BLAST permet d’aligner nos
séquences avec celles les plus proches dans la base de données du NCBI et propose un ensemble

de séquences ADN ayant un taux d’identité (pourcentage de ressemblance) ¢levé (Annexe I1.3).

3. 3. 5. 2. Analyse phylogénétique

Les séquences des génes ont été assemblées et alignées a I’aide du logiciel MEGA 11. Les
arbres phylogénétiques ont été construits en utilisant la méthode du maximum de vraisemblance

(ML) avec une analyse bootstrap de 1000 répétitions et en appliquant le modele Tamura-Nei.
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3. 3. 5. 3. Numéros d’accession des séquences nucléotidiques

Les séquences représentatives des isolats ont été soumises a la base de données nucléotidique

NCBI Genbank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov) et des numéros d’accession ont été attribués

pour chaque isolat.

ADN fongique m \
l Amplification des ' i

Révélation des produits
génes d’intérét <Tos dela PCR

@S TN

Solutions Mix PCR
Vortex
\\"/ Electrophorése sur

Thermocycleur (PCR) gel d’agarose

|
Aufelefol- —{ ..u,.wu..l.
i —— s — JE — Wil

Lo - ; nnnnnmm
Attribution des numeéros Analyse phylogénétique Analyse bioinformatique Séquencage
d’accession

Figure 21. Protocole expérimental de I’amplification et du séquengage des génes d’intérét

Remarque: L’isolat identifié au Laboratoire Gene Life Sciences (Sidi Bel Abbes, Algérie) a

subi un protocole différent.

- L’extraction de son ADN a été effectuée en utilisant un kit commercial NucleoSpin Plant II

de "Macherey-Nagel” (Allemagne);

- Deux génes ont été ciblés pour I’identification de cet isolat: ITS et LSU. Les amorces utilisées
pour chaque géne, la composition de la solution mix PCR ainsi que les conditions

d’amplification par PCR sont décrites, respectivement, dans les tableaux 2, 3 et 4;

- Les produits de la PCR ont été visualisés apres électrophorése sur gel d’agarose a 1.5 %, puis
colorés avec du GelRed (Biotium, Etats-Unis). L’ imagerie a été effectuée sous lumiére UV avec

le systéme GelDoc de Biorad (Etats-Unis);

- Les produits amplifiés ont été purifiés a I’aide du kit NucleoSpin Gel and PCR Clean-up de
"Macherey-Nagel" (Allemagne);

- Les échantillons purifies ont été sequencés via la technique de Sanger en utilisant le kit BigDye
v3.1 et les mémes amorces utilisées pour la PCR;
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- Les séquences ont été analysées avec le logiciel CHROMAS PRO, assemblées et alignées
avec le logiciel MEGAT7. L’approche du maximum de vraisemblance (ML), utilisant 1000
répétitions bootstrap et le modeéle Tamura-Nei sur MEGA7, a été utilisée pour construire 1’arbre
phylogéneétique des séquences ITS-LSU combinées dérivées des résultats d’alignement. Les
séquences générées ont été soumises a GenBank pour obtenir des numéros d’accession (Hurdeal

et al., 2021; Sadrati et al., 2023; Saidi et al., 2023).

4. Tests de biodégradation des films de PEBD

Les especes fongiques isolées ont été testées pour leurs capacités a dégrader des films d’un sac
en plastique de type PEBD. Les essais de biodégradation ont été effectués in vitro et ex situ.
Les tests réalisés in vitro ont été menés dans un milieu minimum solide et liquide (cultures
discontinues et culture continue). Quant aux tests réalisés ex situ, ils ont été menés dans des
échantillons d’eau de mer, d’eau du robinet et dans un échantillon de sol. Chacun de ces milieux
a ¢t¢ additionné d’un film de PEBD. Ces films représentent la seule source de carbone dans les
cultures in vitro (Khruengsai et al., 2021).

Les Erlenmeyers dépourvus des isolats fongiques ont servi de témoins négatifs.

Chaque expérience a été réalisée avec trois répétitions pour assurer la fiabilité des résultats.

4. 1. Préparation du milieu minimum liquide et solide

Le milieu minimum liquide (MML) a été préparé par 1’ajout de 16 g KoHPO4, 2 g KH2PO4, 1 g
(NH4)2S04, 0.475 g MgSOQa4, 0.2 g NaCl, 0.01 g CuSOs, 1 g CaCOs et 1 g ZnSO4 a 1000 ml
d’eau distillée. Le milieu minimum solide (MMS) a été obtenu en ajoutant 20 g d’agar-agar a
1l du MML. Ces milieux ont été homogéneisés pendant 30 minutes a I’aide d’un agitateur
magnétique. Ensuite, ils ont été répartis dans des flacons de 250 ml et stérilises pendant 20

minutes dans un autoclave a 120°C (Nakajima-Kambe et al., 1999).

4. 2. S¢lection des isolats pour les tests de biodégradation

Les premiers essais de biodégradation ont été réalisés sur des granulés de PEBD translucides a
blancs de type "TASNEE LD 1925AS", fournis par la société algérienne de fabrication du
plastique "Serrar Plast " (Figure 22). Il s’agit d’un thermoplastique obtenu par polymérisation
de I’éthyléne a 1’aide d’un procédé a haute pression, présentant une densité de 0.925 g/cm?® et
une température de fusion suggérée entre 160-190°C (Tableau 5). Les propriétés de ce
polymeére en font un matériau idéal pour la production de sacs en plastique utilisés comme

modele d’étude.
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Les tests de biodégradation ont été réalisés in vitro en ajoutant des disques d’isolats fongiques
(disques d’agar fongique obtenus a partir des isolats cultivés sur milieu PDA ou Sabouraud.
Ces isolats ont été prélevés a 1’aide de la partie supérieure d’un embout stérile d’une
micropipette de 1000 ul) dans des Erlenmeyers stériles contenant chacun 150 ml du milieu
minimum liquide et des granulés de PEBD de 0.13 g. Ces Erlenmeyers ont été incubés dans un
incubateur agitateur (Edmund Biihler GmbH, TH15) a 27°C et a 150 tours/min pendant un
mois. Les polymeéres ont été collectés chaque dix jours de maniére aseptique et pesés a 1’aide

d’une balance analytique (Radwag ®).

Figure 22. Granulés de PEBD de type TASNEE LD 1925AS

Tableau 5. Propriétés typiques des granulés de PEBD de type TASNEE LD 1925AS

Propriétés Valeurs
Densité 0.925 g/cm®
Physiques
Indice de fluidité 1.9 g/10min a 190°C/ 2.16 kg
Thermiques Température de fusion 111°C
Module de traction 260 MPa
Mécaniques Allongement a la rupture 250 %
Contrainte a la limite d’élasticité 11 MPa

Les propriétés mécaniques sont mesurées sur un film soufflé de 50 pm d’épaisseur, extrudé a

une température de fusion de 180°C et un rapport de soufflage de 2:1.

58



Partie Il. Matériel et méthodes

4. 3. Préparation du polymere a tester

Dans cette étude, des sacs en plastique ordinaires de couleur blanche, fabriqués en PEBD de
marque SABIC® LDPE, ont été utilisés comme modéle expérimental (Figure 23, Tableau 6).
Ce polymére thermoplastique, dépourvu d’additifs, présente une densité de 0.922 g/cm?®. Pour
les tests de biodégradation, les sacs ont été découpés en petits morceaux de 0.2 g, désinfectés
avec une solution d’éthanol a 70 % pendant 30 minutes, puis transférés dans de 1’eau distillée

stérile pendant 20 minutes afin d’éliminer toute contamination potentielle (Alshehrei, 2017).

Figure 23. Films de PEBD utilisés comme modé¢le d’étude

Tableau 6. Propriétés typiques des films de PEBD utilisés comme modéle d’étude

Propriétes Valeurs
Physiques Densité 0.922 g/cm?®
Indice de fluidité 0.33 g/10min a 190°C/ 2.16 kg
Thermiques Température de fusion 190°C
Module secant 190 MPa
Mécaniques Allongement a la rupture 450 %
Contrainte a la limite d’élasticité 11 MPa

Les propriétés du polymeére sont mesurées sur un film soufflé¢ de 50 pm d’épaisseur.

4. 4. Tests de biodégradation des films de PEBD in vitro

Les especes fongiques sélectionnées ont été évaluées pour leurs capacités a dégrader des films
de PEBD dans un MML (cultures discontinues et culture continue) et un MMS contenant un

film de PEBD comme seule source de carbone (Khruengsai et al., 2021).
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4. 4. 1. Sur milieu minimum solide

Un film de PEBD a ét¢ ajouté dans une boite de Petri contenant le MMS. Ces boites ont ensuite
¢€té inoculées avec les especes fongiques sélectionnées et incubées pendant 30 jours a 27+2°C
(Bourzama er al., 2021). Les boites de Petri contenant le MMS sans les films de PEBD ont servi
de témoins négatifs. La croissance des especes dans les boites contenant les films de PEBD

indique I'utilisation de ces polymeres comme source de carbone par les isolats fongiques.

4. 4. 2. Sur milieu minimum liquide
4. 4. 2. 1. Optimisation de la biodégradation en culture discontinue (culture

en batch)

Les tests de biodégradation in vitro consistent & ajouter des disques d’isolats fongiques dans
des Erlenmeyers stériles contenant chacun 150 ml du MML et un film de PEBD. Ces
Erlenmeyers ont été incubés dans un incubateur agitateur (Edmund Bihler GmbH, TH15) a
27°C et a 150 tours/min pendant un mois. Les films ont été collectés de maniere aseptique a
intervalles réguliers (tous les dix jours pendant un mois) et pesés a 1’aide d’une balance

analytique (Radwag ®) (Figure 24).

Témoin
\‘h Récupération, désinfection et
ringage des films de PEBD d
- £ Thi
i > — S l l___::_
Culture fongique Erl . -
rienmeyers contenant Agitateur - Incubateur Balance analytique
150 ml du MML + 27°C. 150 te/min, 30 jours v
un film de PEBD

Figure 24. Protocole expérimental de la biodégradation in vitro des films de PEBD sur MML

Plusieurs facteurs peuvent influencer la dégradation des films de PEBD, notamment la
température, le pH, I’agitation du milieu, la présence d’une source de carbone autre que le

PEBD, le poids des films et la biomasse fongique.

4.4.2. 1. 1. Influence de ’agitation

Le premier facteur a tester étant 1’agitation du milieu. En effet, 1’agitation permet I’oxygénation

du milieu et donc un apport d’oxygene nécessaire au bon fonctionnement des espéces
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fongiques. Les Erlenmeyers ont été incubés pendant un mois dans deux conditions: la premiére

dans un agitateur incubateur a 150 tours/min, et la deuxiéme sans agitation.

4.4.2.1. 2. Influence du poids des films
Ce test consiste a peser les films de PEBD par une balance analytique de 0.0001g de précision.
Pour cela des films de 0.2, 0.4 et 0.6g ont été incubes avec chaque isolat fongique afin de

déterminer le poids optimal de la biodégradation.

4.4.2.1. 3. Influence du pH initial

Ces expériences ont été réalisées afin de déterminer le pH optimal pour la dégradation fongique
du polymere. Pour cela, les champignons ont été incubés pendant un mois dans un MML ajusté
a des intervalles de pH réguliers de 2, 4, 6 jusqu’a pH=12, apres avoir confirmé la croissance
de chaque isolat dans les valeurs de pH données. Ces valeurs ont été ajustées en utilisant des
solutions de 0.1N de NaOH (solution basique) et 0.1N de HCL (solution acide) a I’aide d’un
pH metre Ohaus Starter 2C (Figure 25).

Figure 25. Ajustement du pH du MML par un pH meétre Ohaus Starter2C

4. 4. 2. 1. 4. Influence de la température

Ces expérimentations ont été réalisées pour déterminer la température de dégradation optimale
de chaque isolat. Les échantillons de PEBD ont été incubés pendant un mois dans le MML avec
les espéces sélectionnées a 5°C, 15°C, 25°C et 35+2°C aprées avoir confirmé la croissance de

chaque isolat a chacune des températures décrites.
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4.4.2. 1. 5. Influence de la biomasse fongique

Pour déterminer 1’influence de la biomasse fongique sur le processus de biodégradation, 1, 3 et
5 disques de chaque espéce fongique ont été incubés dans des Erlenmeyers contenant les films
de PEBD. La biomasse fongique contenue dans chaque disque a été déterminée par
dénombrement sur cellule de Malassez (Annexe I11).

4. 4. 2. 1. 6. Influence de la composition du milieu

Le carbone est un élément essentiel a la croissance fongique. Ce test consiste a ajouter une
source de carbone autre que les films de PEBD dans le milieu pour comparer la dégradation
engendrée par les especes fongiques dans les deux conditions. Pour cela, le MML a été remplacé
par le bouillon Czapek Dox. Ce bouillon a été préparé en ajoutant 30 g de sucrose, 3 g de
NaNOs, 0.5 g de MgSO4 x 7 H20, 0.5 g de KCI, 0.01 g de FeSO4 x 7 H20 et 1 g de KoHPO4 a
1000 ml d’eau distillée (EI-Wakil et al., 2020).

4. 4.2.1.7. Influence des caractéristiques du polymere

Les isolats sélectionnés ont été testés pour leurs capacités a dégrader le méme type de polymere
(PEBD) présentant des caractéristiques différentes. Il s’agit d’un sac en plastique (Dow™
LDPE 310E) présentant une densité de 0.923 g/cm? et une température de fusion suggérée entre
160-195°C. Les propriétés de ce polymére (PEBD2) sont présentées dans le tableau 7. Ces
propriétés différent d’un polymére a un autre et peuvent influencer le processus de

biodégradation.

Tableau 7. Propriétés typiques des films de PEBD2

Propriétés Valeurs
e s 3

Physiques Densité 0.923 g/cm

Indice de fluidité 0.75 g/10min a 190°C/ 2.16 kg
Thermiques  Temperature de fusion 160-195°C

Module secant 175 MPa
Mécaniques  Allongement 2 la rupture 390 %

Contrainte a la limite d’élasticité 11 MPa

Les propriétés mécaniques sont mesurées sur un film soufflé de 50 um d’épaisseur.
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4. 4. 2. 2. Culture continue

Le test de biodégradation en culture continue a été réalisé selon Ouartsi et al., (2019), avec
quelques modifications, pour une seule espéce representant le potentiel de dégradation le plus
élevé en culture discontinue. Ce test a eté réalise dans un bioréacteur a lit fluidisé, comme
illustré dans la Figure 26. L’expérimentation s’est déroulée dans des conditions d’asepsie
rigoureuses. Elle consiste en I’utilisation d’un filtre construit a partir d’une colonne de verre de
45 c¢m de hauteur (diamétre intérieur de 8.5 cm, surface intérieure de 56.75 cm?), rempli de
1000 ml de MML comme milieu de culture, de 33 disques par litre (5 mm de diamétre) de
I’isolat fongique testé (culture jeune de 7 jours), et de six films de PEBD (F1, F2, F3, F4, F5 et
F6) d’un poids connu (0.2 g chacun). La recirculation de cette phase aqueuse a été controlée
par une pompe péristaltique (MasterFlex; Cole-Parmer). L’air comprimé a été distribué a I’aide
d’un compresseur et contrlé par un débitmétre (Aalborg) a un débit de 20 litres/min. La
température du réacteur a été maintenue a 25°C. La culture a été incubée pendant 90 jours, et

les films de PEBD ont été collectés et pesés de maniere aseptique aprés 10, 20, 30, 60 et 90

jours.
Sortie de gaz
Débimétre
> |
Pompe péristaltique
— 5, t i
ol . -
Radiateur
'i polystat . ., l
T o M Effluent
K -+ »
SR Compresseur
Air
MML
¢ Films de PEBD Disques de I'isolat fongique testé

Figure 26. Dispositif de la culture continue
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4. 5. Tests de biodegradation ex situ

Les espéces fongiques ont été testées pour leurs capacités a dégrader des films de PEBD de 0.2
g dans différents milieux naturels (eau de mer, eau du robinet et un échantillon de sol) (Figure
27). Pour chaque Erlenmeyer contenant 150 ml d’eau de mer (stérile et non stérile), 150 ml
d’eau du robinet (stérile et non stérile) et 200 g de sol (stérile et non stérile), un film de PEBD
et un disque de 1’espece fongique a tester ont été ajoutés. Les films, incubés a température
ambiante sans agitation, ont été¢ récupérés de maniere aseptique et pesés tous les 10 jours
pendant un mois.

Les Erlenmeyers contenant les films de PEBD avec 150 ml d’eau de mer (stérile et non stérile),
150 ml d’eau du robinet (stérile et non stérile) et 200 g de sol (stérile et non stérile), sans ajout

des isolats fongiques, ont servi de témoins négatifs.

-
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Figure 27. Protocole expérimental de la biodégradation ex situ: (A) dans I’eau de mer, (B) dans

I’eau du robinet et (C) dans un échantillon de sol

4. 6. Suivi de la biodégradation des films de PEBD apres trois mois

d’incubation
Les films de PEBD, incubés avec les isolats sélectionnés in vitro et ex situ pendant 30 jours,
ont été ré-incubés pendant deux mois supplémentaires afin d’évaluer ’influence de la période

d’incubation sur la biodégradation dans les cultures discontinues.

5. Evaluation de la biodégradation des films de PEBD

Apres la période d’incubation, les films de PEBD ont été retirés de leurs milieux respectifs,
désinfectés avec de 1’éthanol a 70 % pendant 30 minutes, puis nettoyés doucement pour
¢éliminer tout biofilm fongique formé a leur surface. Ensuite, les films ont été rincés a 1’eau

distillée stérile et séchés a I’air libre a température ambiante avant chaque analyse.

5. 1. Pourcentage de perte de poids

Le poids de chaque film récupéré a été déterminé a I’aide d’une balance analytique Radwag ®
(AS 60/220/C/2). La perte de poids d’un film de PEBD (W) a été définie sur la base de son
poids initial (Wo), avant la dégradation, et son poids final (W1), aprés sa dégradation, et a été

calculée selon la formule suivante (Dsouza et al., 2021):

W (%) = [(Wo - W1) /W] x 100

Les valeurs obtenues ont été comparées aux témoins.
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Toutefois, seuls les films de PEBD présentant un pourcentage de perte de poids important
(>1%) ont été analysés par microscopie electronique a balayage (MEB), spectroscopie
infrarouge a transformée de Fourier avec réflexion totale atténuée (ATR-FTIR) et par
diffractométrie des rayons X (DRX).

5. 2. Microscopie électronique a balayage (MEB)

Les films de PEBD présentant des pourcentages de perte de poids importants ont été analysés
par microscope électronique a balayage (Quanta 250) (Figure 28) a I’Ecole Nationale
Supérieure des Mines et de la Métallurgie d’Annaba (ENSMM, Algérie) pour détecter tout
changement a la surface des polymeres. Les films de PEBD ont été fixés avec un support scotch-
charbon et placés dans une chambre ionisée avec pulvérisation d’eau. Ces films ont été capturés
a un grossissement de 1000x, 1500x et 2000x (Dsouza et al., 2021).

Deux films de PEBD, celui incubé en culture continue présentant le meilleur pourcentage de
perte de poids ainsi que le film incubé en culture discontinue avec la méme espéce fongique,
ont été analysés par spectroscopie a dispersion d’énergie (EDS) pour analyser leur composition

élémentaire.

Figure 28. Microscope électronique a balayage Quanta 250

5. 3. Spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier (FTIR)

Les structures chimiques et les groupes fonctionnels des films sélectionnés ont été déterminés
par spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier avec réflexion totale atténuée (ATR-
FTIR) 4 I’Ecole Nationale Polytechnique de Constantine -Malek Bennabi (Algérie), 4 I’aide du
spectrometre FTIR INVENIO-R (329) (Bruker, Allemagne) (Figure 29), avec 30 scans a une

résolution de 4 cm™ pour chaque échantillon. Les films de PEBD ont été testés pour une gamme
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de nombres d’onde allant de 200 a 5000 cm™. Les différents pics dans les graphes obtenus
correspondent aux groupes fonctionnels de chaque échantillon. L analyse FTIR a été réalisée

pour I’échantillon témoin et les échantillons dégradés (Dsouza et al., 2021).

De plus, la valeur de I’indice carbonyle a été calculée sous la forme -1C- pour le film cultivé en
culture continue présentant le meilleur pourcentage de perte de poids, ainsi que pour les films
cultivés en cultures discontinues in vitro et ex situ avec les espéces fongiques identifiées. L’IC
est défini comme le rapport entre 1’absorbance de la bande intégrée du pic carbonyle (C=0) de
1850 a1 650 cm ™ et celle du pic de méthyléne (CH,) de 1500 a 1 420 cm 2. Les valeurs d’IC

ont été calculées a I’aide de 1’équation suivante (Almond et al., 2020):

Zone sous la bande 1850—-1650 cm—1
Zone sous la bande 1500—1420 cm—1

IC =

Figure 29. Spectrométre INVENIO-R (329) -Bruker-

5. 4. Diffractométrie (Cristallographie) des rayons X (DRX)

Les films de PEBD présentant des taux de dégradation importants ont été soumis & une analyse
DRX. La diffractométrie des rayons X a été utilisée pour déterminer la cristallinité des films de
PEBD avant et aprés la dégradation. Les échantillons ont été examinés a 1’aide d’un
diffractométre & rayons X de type D8 ADVANCE (Bruker, Allemagne) (Figure 30) a I’Ecole
Nationale des Sciences et Technologies Avancées de Borj Cedria (Tunisie). Chaque film a été
désinfecté et positionné sur un support en verre, puis placé sur un porte-échantillon dans la
chambre DRX ou il a été soumis a des rayons X. Le rayonnement X est produit par une

anticathode de cuivre dont la longueur d’onde est AKq (Cu) = 1.5418 A. L’échantillon est
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analysé a un angle 26 dont la valeur varie de 5 © a 80 ° (El-Sayed et al., 2021). Le pourcentage

de cristallinité a été calculé selon la formule suivante:

Tc
Tc+Ta

Pourcentage de cristallinité = x 100 (Kyaw et al., 2012):

Ta: Zone intégrée de tous les pics (amorphes et cristallins)

Tc: Zone intégrée des pics cristallins.

Figure 30. Diffractomeétre a rayons X D8 ADVANCE -Bruker-
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1. Obtention d’isolats fongiques a partir du sol d’une décharge publique

L’isolement des espéces fongiques a été effectué a partir de trois échantillons de sol prélevés
de trois sites différents, tous pollués par des déchets plastiques, notamment des sacs en
plastique, dans la décharge publique de Boumehadjer (Collo, Algérie).

Apres sept jours d’incubation a 27 °C, une multitude d’espéces ont crl a la surface des boites
de Petri contenant le milieu PDA, aprés dilution des échantillons & 107 et 102, Cependant, une
Iégére croissance de quelques espéces a été observée a la dilution 10 (Tableau 8). L’apparition
et la croissance des champignons (neuf isolats) ont été repérées par leurs aspects
macroscopiques caractéristiques. Les isolats ont ensuite été purifiés afin d’obtenir des cultures

pures.

Tableau 8. Lecture des boites aprés isolement sur gélose PDA et incubation a 27°C pendant

sept jours

Dilution Observation

Dilution 10!

Dilution 1072

Dilution 1073
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Dilution 10!

Dilution 1072

Dilution 107

Dilution 10!

Dilution 1072
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Dilution 107

D’aprés les résultats obtenus, le nombre réduit de champignons dans le sol de la décharge de
Boumehadjer peut s’expliquer par plusieurs facteurs, notamment les conditions extrémes et la
présence de divers polluants et contaminants. En effet, cette décharge contient une variété de
déchets, y compris des cadavres de bétes, des déchets ménagers, des céramiques, des métaux,
du verre et des tonnes de plastique. Certains de ces matériaux sont potentiellement toxiques
pour les champignons, ce qui peut entrainer une diminution de leur abondance. De plus,
certaines conditions extrémes peuvent limiter la survie et la croissance de ces micro-
organismes, telles que les températures élevées, une forte acidité ou alcalinité, et une teneur
élevée en toxines. Cependant, la présence des champignons dans ces environnements leur

permet de participer a plusieurs processus, notamment en tant qu’agents de dépollution.

2. ldentification des isolats fongiques

Neuf isolats fongiques, comprenant sept moisissures et deux levures, ont été obtenus a partir
des trois échantillons de sol de la décharge de Boumehadjer. Ces micro-organismes ont été
purifiés et identifiés en fonction de leurs caractéristiques macroscopiques et microscopiques.
Les isolats sélectionnés pour les tests de biodégradation ont été identifiés par une approche

moléculaire.

2. 1. Identification macroscopique et microscopique

Les caractéristiques macroscopiques (observées sur gélose PDA et sabouraud) et
microscopiques (visualisées sous microscope optique aux grossissements 100x et/ou 400x) des
isolats purifiés ont été examinées apres une période d’incubation de sept jours et sont présentées

dans le tableau 9.
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Tableau 9. Observations macroscopiques (sur PDA et sabouraud) et microscopiques (100x,

400x) des isolats fongiques purifiés apres sept jours d’incubation a 27°C

Isolats

Observations macroscopiques et microscopiques

Isolat Al
PDA
(400x)

Isolat A2
PDA

(100x,
400x)

Isolat C1
Sabouraud
(400x)

Isolat C2
PDA
(400x)
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Isolat F1

A

D

p
(400x)

Isolat P1

Isolat R1

PDA

Isolat R2
Sabouraud

(400x)

Isolat T1

A

PD
(400x)
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Les observations macroscopiques et microscopiques des isolats obtenus ont révélé les

caractéristiques suivantes (Tableau 10):

Tableau 10. Aspects macroscopiques et microscopiques des isolats fongiques purifiés

Aspects Macroscopiques et Microscopiques des isolats fongiques

Macroscopique

Microscopique

Isolat Al

Colonies poudreuses, duveteuses et granuleuses, de couleur jaunatre au
départ, puis elles virent vers des tons vert-jaune et, avec le temps, elles
deviennent plus foncées.

Des conidiophores incolores, trés longs, a paroi épaisse et d'aspect
rugueux, avec une vésicule globuleuse autour de laquelle sont insérées les
phialides. Les phialides sont monosériées, avec une seule rangée de
conidies. Les conidies sont de forme globuleuse et lisse, formant des
chaines relativement longues.

Aspergillus flavus

Macroscopique

Microscopique

Isolat A2

Colonies a croissance rapide ayant un aspect de velours ou de feutre, de
couleur blanche, cotonneuses au départ, puis elles deviennent poudreuses
avec l'apparition de spores noires.

Un conidiophore lisse et tres long, portant une vésicule globuleuse de
couleur marron, autour de laquelle sont insérées les phialides. Présence
également des conidies globuleuses et échinulées. L’ensemble forme la
téte aspergillaire.

Aspergillus sp.

Macroscopique

Microscopique

Isolat C1

Colonies blanches, crémeuses, lisses, rondes et bombées.

Colonies de forme arrondie ou ovale, éventuellement bourgeonnantes.

Candida sp.

Macroscopique

Microscopique

Isolat C2
Colonies a croissance lente ayant un aspect velouté de couleur vert olive
a noir
Des filaments mycéliens cloisonnés, une conidiogenese de type blastique
acropeéte et de petites conidies ovales.

Cladosporium sp.
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Isolat F1

Colonies d’un aspect duveteux ou laineux, de couleur blanche au depart,
puis elles deviennent rose péle.

Des filaments mycéliens fins et septés avec des blastospores abondantes
groupées en chainettes ou en amas. Présence également de microconidies
unicellulaires et isolées.

Fusarium sp.

Macroscopique

Microscopique

Isolat P1

Colonies de couleur verte avec une marge blanche, a croissance moyenne
et un aspect velouté

un mycelium cloisonné avec des conidiophores isolés et ramifiés. Ces
conidiophores sont composés de branches qui menent aux metula, qui a
leur tour conduisent aux phialides libérant des conidies.

Penicillium sp.

Macroscopique

Microscopique

Isolat R1

Thalle de couleur blanche avec un centre marron a noir, présentant un
aspect duveteux, et un mycélium lache et étendu envahissant toute la boite.

Des sporocystes marron a noir sont présents a la surface du mycélium. Le
sporocyste est globulaire et coiffé d’une columelle distincte, il libére des
conidies qui peuvent donner naissance a un autre mycélium.

Rhizopus sp.

Macroscopique

Microscopique

Isolat R2

Colonies crémeuses et pigmentées en rose, avec une surface lisse ou
finement plissée.

Cellules de forme ovoide, assez allongées, avec des bourgeonnements

Rhodotorula sp.

Macroscopique

Microscopique

Isolat T1

Colonies envahissantes a croissance rapide ayant 1’aspect d’un enduit
verdatre pulvérulent.

Hyphes septés et conidiophores ramifiés sur lesquels sont insérées les
phialides. Ces derniéres ont la forme d’une bouteille renflée a la base et
sont isolées ou groupées

Trichoderma sp.
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2. 2. ldentification moléculaire

Les isolats fongiques ont été identifiés sur la base de deux génes d’intérét en fonction des

informations taxonomiques issues des observations macro et microscopiques (Tableau 11).

Tableau 11. Génes d’intérét pour chaque isolat fongique

Isolats Génes d’intérét
A2 Espaceur transcrit interne (ITS), Actine
C1l Espaceur transcrit interne (ITS), région D1/D2
P1 Espaceur transcrit interne (ITS), B-tubuline
R1 Espaceur transcrit interne (ITS), Grande sous unité (LSU)
R2 Espaceur transcrit interne (ITS), région D1/D2

L’isolat fongique A2 a été identifi¢ au niveau de I’espeéce grace a 1’analyse des fragments
partiels de I’espaceur transcrit interne (ITS) et de I’actine. Ces séquences nucléotidiques ont été
utilisées comme requéte et ont été comparées avec des séquences connues dans le National
Center for Biotechnology Information (NCBI) a I’aide de 1’outil BLAST (Basic Local

Alignment Search tool).

La recherche d’homologie de séquences ITS a révélé que I’isolat A2 présente une homologie
compléte (100 %) avec Aspergillus niger A228 (KT898794). Le « Query coverage » est de 100
% avec un « E-value » zéro. Les séquences de la région ITS (517 pb) et Actine (301 pb) ont été
déposées dans GenBank sous les numéros d’accession PP854571 et PP893245, respectivement.
Le test bootstrap de phylogenie, basé sur le modéle Tamura-Nei, a été réalisé a I’aide d’une

analyse de maximum de vraisemblance des données de séquences ITS des especes Aspergillus.

Comme I’illustre la Figure 31, I’arbre phylogénétique des régions ITS, généré par des analyses
de maximum de vraisemblance, valide la classification de SLNEAO2 au sein du clade
Aspergillus niger. Cette constatation a été étayee par une valeur significative de maximum de
vraisemblance (ML) de 74 %.
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———Aspergillus piperis CBS 112811 DQ900603
———Aspergillus vadensis CBS 113365 AY585549
——Aspergillus tubingensis CBS 134.48 AJ223853
74— O SLNEA02

——Aspergillus coreanus CBS 119883 F/491684
———Aspergillus neoniger CBS 115656 F/491682
——Aspergillus eucalypticola CBS 122712 OL711732
95 —Aspergillus luchuensis KACC 46772 NR 135449
Aspergillus costaricaensis CBS 115574 DQ900602
—Aspergillus lacticoffeatus CBS 101883 DQ900604
83 70 |—Aspergfﬁus niger CBS 554.65 AJ223852
Aspergillus brasiliensis CBS 101740 MH862749

{Aspergmus carbonarius CBS 111.26 DQ900605
Aspergillus sclerotioniger CBS 115572 DQ900606
89 {Aspergmus ibericus CBS 121593 AY656625
64 Aspergillus sclerotiicarbonarius CBS 121057 EU159216
—Aspergillus ellipticus CBS 707.79 AJ280014
88 |—Aspergfﬁus heteromorphus CBS 117.55 A/280013
Aspergillus homomorphus CBS 101889 EF166063

Aspergillus indologenus CBS 114.80 A[280005
Aspergillus saccharolyticus CBS 127449 HM853552

77

» {Aspergfﬁus aculeatinus CBS 121060 EU159211
Aspergillus fijiensis CBS 313.89 /491680
88 Aspergillus aculeatus CBS 172.66 NR 111412

Aspergillus japonicus CBS 114.51 AJ279985
Aspergillus uvarum CBS 121591 MH863120
Aspergillus violaceofuscus CBS 102.03 £/491677
Aspergillus flavus CBS 100927 MH862714

Figure 31. Arbre phylogenétique généré par I’analyse de maximum de vraisemblance des
données de séquences ITS des espéces du genre Aspergillus. L’arbre a été enraciné a I’aide de
Aspergillus flavus CBS 100927. Les valeurs bootstrap ML supérieures a 50 % sont affichées
pres des neeuds. L’isolat SLNEAOQ2 est indiqué en gras.
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L’isolat fongique C1 a été identifié¢ au niveau de I’espece grace a 1’analyse des fragments
partiels d’espaceur transcrit interne (ITS) et de la région D1/D2 de I’ARN 26S. Ces séquences
nucléotidiques ont été utilisées comme requéte et ont été comparées avec des séquences
connues dans le National Center for Biotechnology Information (NCBI) a ’aide de 1’outil

BLAST (Basic Local Alignment Search tool).

La recherche d’homologie de séquences des régions D1/D2 a révélé que I’isolat C1 présente
une homologie trés élevée (99.63 %) avec Candida tropicalis NRRL Y-12968 (U45749). Le «
Query coverage » est de 96 % avec un « E-value » zéro. Les séquences de la région ITS (468
pb) et D1/D2 (484 pb) ont été déposées dans GenBank sous les numéros d’accession PP854593
et PP882831, respectivement. Le test bootstrap de phylogénie, basé sur le modéle Tamura-Nei,
a été réalisé a 1’aide d’une analyse de maximum de vraisemblance des données de séquences
D1/D2 des especes Candida et Rhodotorula.

Comme [’illustre la Figure 32, I’arbre phylogénétique des régions D1/D2, généré par des
analyses de maximum de vraisemblance, valide la classification de SLNEAOQ4 au sein du groupe
Candida tropicalis. Cette constatation a été étayée par une valeur significative de maximum de
vraisemblance (ML) de 64 %.
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—m:Candida chauliodes NRRL Y-27909 DQ655678
Candida parachauliodes CBS13928 KP054271

{Candida sakaeoensis LM078 AB617978
80 Candida xiaguanensis CBS13923 KM586731

Candida morakotiae ST-18 DQ400364

Candida coleopterorum CBS14180 KU128722

Candida corydali NRRL Y-27910 DQ655679

Candida verbasci CBS12699 JX515981

Candida bohioensis CBS9897 AY520317
Candida jiufengensis CBS10846 EU402935

Candida cetoniae CBS12463 KC118128
Candida pseudojiufengensis CBS10847 EU402937

88

Candida hyderabadensis NRRL Y-27953 AM159100

Candida margitis CBS14175 KU128721

Candida parapsilosis NRRL Y-12969 U45754

Candida metapsilosis MCO448 DQ213057
r—Candida orthopsilosis MCO456 DQ213056

63 ————Candida theae ATCC MYA-4746 ]Q812701

Candida oxycetoniae CBS10844 EU402933

91

96

—(:Lodderomyces beijingensis CBS14171 KU128720
57 Lodderomyces elongisporus NRRL YB-4239 U45763

{Candida maltosa NRRL Y-17677 U45745
Candida yunnanensis NYNU 17948 MG255709

52

Candida baotianmanensis NYNU 14719 KM586733
_M: (O SLNEA04
Candida tropicalis NRRL Y-12968 U45749

50

Candida sanyaensis HN-26 Q647914

Candida sojae NRRL Y-17909 U71070

60

Candida kantuleensis DMKU-XE11 LC317097

Candida tetrigidarum NRRL Y-48142 EF120599
99 —Candida pseudoviswanathii NYNU14772 KM586735

51

;Candida viswanathii NRRL Y-6660 U45752

Candida neerlandica NRRL Y-27057 AF245404

63

—:Candida frijolesensis NRRL Y-48060 EF120596
59 Candida labiduridarum NRRL Y-27940 DQ655687

63

Candida buenavistaensis CBS9895 AY242341

{Candida albicans NRRL Y-12983 U45776
Candida dubliniensis NRRL Y-17841 U57685

66

{Candida blackwelliae CBS10843 EU402939
99 Candida parablackwelliae NYNU 17763 MG255702

Rhodotorula mucilaginosa CBS316 NG055716

Figure 32. Arbre phylogénétique généré par I’analyse de maximum de vraisemblance des

données de sequences D1/D2 des espéces du genre Candida. L’arbre a été enraciné a ’aide de

Rhodotorula mucilaginosa CBS 316. Les valeurs bootstrap ML supérieures a 50 % sont

affichées prés des nceuds. L’isolat SLNEAO4 est indique en gras.
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L’isolat fongique P1 a été identifié¢ au niveau de I’espece grace a I’analyse des fragments partiels
d’espaceur transcrit interne (ITS) et des séquences de B-tubuline. Ces séquences nucléotidiques
ont été utilisées comme requéte et ont été comparées avec des séquences connues dans le
National Center for Biotechnology Information (NCBI) a I’aide de 1’outil BLAST (Basic Local

Alignment Search tool).

La recherche d’homologie de séquences BenA a révélé que 1’isolat P1 présente une homologie
tres élevée (98.37 %) avec la souche type de Penicillium hordei CBS 70168 (AY674347). Le «
Query coverage » est de 100 % avec un « E-value » zéro. Les séquences de la région ITS (523
pb) et B-tubuline (363 pb) ont été déposées dans GenBank sous les numéros d’accession
PP853661 et PP893244, respectivement. Le test bootstrap de phylogénie, basé sur le modéle
Tamura-Nei, a été réalisé a I’aide d’une analyse de maximum de vraisemblance des données de

séquences BenA des espéces Penicillium.

Comme Pillustre la Figure 33, I’arbre phylogénétique des régions BenA, généré par des
analyses de maximum de vraisemblance, valide la classification de SLNEAQ3 au sein du groupe
Penicillium hordei. Cette constatation a été étayée par une valeur significative de maximum de
vraisemblance (ML) de 95 %.
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Penicillium freii CBS 476.84 KU896813
Penicillium neoechinulatum NRRL 13486 AF003237
Penicillium viridicatum CBS 39048 AY674295
Penicillium aurantiogriseum CBS 32489 AY674296
Penicillium tricolor CBS 63595 AY674313
Penicillium cyclopium CBS 14445 AY674310
Penicillium polonicum CBS 22228 AY674305
Penicillium melanoconidium CBS 115506 AY674304
Penicillium venetum CBS 20157 AY674335
Penicillium thymicola CBS 111225 AY674321
Penicillium nordicum ATCC44219 K|834476
Penicillium verrucosum CBS 60374 AY674323
Penicillium cavernicola CBS100540 K/834439
Penicillium discolor CBS 47484 AY674348
Penicillium solitum CBS 42489 AY674354
Penicillium echinulatum CBS 31748 AY674341
Penicillium biforme CBS29748 F/930944
Penicillium palitans CBS 107.11 K/834480
Penicillium commune CBS 31148 AY674366
Penicillium camemberti MUCL29790 F/930956
Penicillium caseifulvum CBS 101134 AY674372
Penicillium gladioli CBS 33248 AY674287

O SLNEA03
Penicillium hordei CBS 70168 AY674347
Penicillium hirsutum var. hirsutum CBS135.41 AF003243
Penicillium albocoremium CBS 472.84 KU896812
Penicillium allii CBS 13189 AY674331
Penicillium brevicompactum CBS 25729 AY674437

Figure 33. Arbre phylogénétique généré par I’analyse de maximum de vraisemblance des

données de séquences BenA des espéces du genr

e Penicillium. L’arbre a été enraciné a I’aide

de Penicillium brevicompactum CBS 25729. Les valeurs bootstrap ML supérieures a 50 % sont

affichées prés des nceuds. L’isolat SLNEAO3 est indiqué en gras.
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L’isolat fongique R1 a été identifié¢ au niveau de I’espece grace a 1’analyse des fragments
partiels d’espaceur transcrit interne (ITS) et la grande sous-unité ribosomale (LSU). Ces
séquences nucléotidiques ont été utilisées comme requéte et ont été comparées avec des
séquences connues dans le National Center for Biotechnology Information (NCBI) a I’aide de

I’outil BLAST (Basic Local Alignment Search tool).

La recherche d’homologie de séquences ITS-LSU a révélé que I’isolat R1 présente une
homologie tres élevée (99.48 %) avec la souche type de Rhizopus arrhizus CBS 112.07T
(JN206323). Le « Query coverage » est de 98 % avec un « E-value » zéro. Les séquences de la
région ITS (588 pb) et LSU (649 pb) ont été déposées dans GenBank sous les numéros
d’accession OR584306 et OR584305, respectivement. Le test bootstrap de phylogénie, basé sur
le modele Tamura-Nei, a été réalisé a 1’aide d’une analyse de maximum de vraisemblance des

données combinées de séquences ITS-LSU des espéces Rhizopus et Phycomyces.

Comme I’illustre la Figure 34, I’arbre phylogénétique concaténé des régions ITS-LSU, généré
par des analyses de maximum de vraisemblance, valide la classification de SLNEA1 au sein de
Rhizopus arrhizus sensu lato (complexe d’espéces de Rhizopus arrhizus) et a été placé dans le
groupe Rhizopus arrhizus. Cette constatation a été etayée par une valeur significative de
maximum de vraisemblance (ML) de 90 %.
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Figure 34. Arbre phylogénétique généré par I’analyse de maximum de vraisemblance des

données combinées des séquences ITS-LSU des espéces du genre Rhizopus. L’arbre a été

enraciné a 1’aide de Phycomyces blakesleeanus CBS 284.35. Les valeurs bootstrap ML

supérieures a 50 % sont affichées pres des nceuds. L’isolat SLNEAT est indiqué en gras.
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L’isolat fongique R2 a été identifié¢ au niveau de I’espece grace a 1’analyse des fragments
partiels d’espaceur transcrit interne (ITS) et de la région D1/D2 de I’ARN 26S. Ces séquences
nucléotidiques ont été utilisées comme requéte et ont été comparées avec des séquences
connues dans le National Center for Biotechnology Information (NCBI) a ’aide de 1’outil

BLAST (Basic Local Alignment Search tool).

La recherche d’homologie de séquences des régions D1/D2 a révélé que I’isolat R2 présente
une homologie compléte (100 %) avec Rhodotorula mucilaginosa CBS 2772 (KY109129). Le
« Query coverage » est de 100 % avec un « E-value » zéro. Les séquences de la région ITS (519
pb) et D1/D2 (507 pb) ont été déposées dans GenBank sous les numéros d’accession PP854582
et PP882834, respectivement. Le test bootstrap de phylogénie, basé sur le modéle Tamura-Nei,
a été réalisé a 1’aide d’une analyse de maximum de vraisemblance des données de séquences

D1/D2 des especes Rhodotorula et Candida.

Comme [’illustre la Figure 35, ’arbre phylogénétique des régions D1/D2, généré par des
analyses de maximum de vraisemblance, valide la classification de SLNEAOQ5 au sein du groupe
Rhodotorula mucilaginosa. Cette constatation a été étayée par une valeur significative de
maximum de vraisemblance (ML) de 94 %.
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Rhodotorula babjevae CB5322 ky108988
Rhodotorula graminis CBS 2826 NG068963
Rhodotorula glutinis CBS2890 KY109043
Rhodotorula graminis CBS3043 AF387130
Rhodotorula glutinis CBS2889 KY109044
Rhodotorula babjevae CBS7808 NG042339
76 [ Rhodotorula diobovata CBS6085 NG042340
84 “——Rhodotorula diobovata CBS11328 KY109040
Rhodotorula ngohengohe ICMP22106 NG059770
Rhodotorula evergladensis CBST0880 NG057805
9 ———Rhodotorula araucariae CBS6031 NG058387
L Rhodotorula araucariae CBS7797 KY108983
72 —Rhodotorula kratochvilovae CB55992 KY109047
98 ——Rhodotorula kratochvilovae CBS7436 NG042345
Rhodotorula sampaioana DMKU-5V44 AB752241
Rhodotorula sampaioana CRUB1124 EF595748
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>2 Rhodotorula paludigena CBS6566 NG042383
—Rhodotorula toruloides CBS6016 KY109167
o1 “——Rhodotorula toruloides UCDFST68-264 KY037823
Rhodotorula sphaerocarpa CBS5939 KY109155
Rhodotorula taiwanensis CBS11729 NG063944
97 ——Rhodotorula dairenensis CBS4406 KY1083996
L Rhodotorula dairenensis CBS7715 KY108998
8 Rhodotorula mucilaginosa CBS2772 KY109129
O SLNEA0S
Rhodotorula mucilaginosa CBS316 NG055716
Rhodotorula nothofagi CBS8166 KY109141
Candida albicans NRRL Y-12983 U45776
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Figure 35. Arbre phylogénétique généré par I’analyse de maximum de vraisemblance des
données de séquences D1/D2 des espéces du genre Rhodotorula. L’arbre a été enraciné a I’aide
de Candida albicans NRRL Y-12983. Les valeurs bootstrap ML supérieures a 50 % sont
affichées prés des nceuds. L’isolat SLNEAOS est indiqué en gras.
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3. Sélection des isolats pour les tests de biodégradation

Les espéces fongiques identifiées ont été testées pour leurs capacités a degrader les granulés de
polyéthyléne, qui représentent les composants élémentaires des sacs plastiques. Les essais ont
été menés in vitro dans un MML a pH neutre avec agitation continue (150 tours/min) dans un
incubateur agitateur a 27°C pendant un mois. Le pourcentage de perte de poids des granulés

de polyéthyléne a été évalué tous les 10 jours, par rapport au témoin (Figure 36).

Les granulés de polyéthyléne inoculés avec les especes identifiées ont montré une perte de poids
pendant toute la période d’incubation, mais avec des pourcentages différents comparés au
témoin, ou aucun changement de poids n’a été observé. Apres 30 jours d’incubation, les
pourcentages de perte de poids ont été estimés a 0,15 %, 6,12 %, 1.36 %, 0.51 %, 0.56 %, 3.34
%, 6.14 %, 1.39 % et 0.66 % pour A. flavus, A. niger, C. tropicalis, Cladosporium sp., Fusarium
sp., P. hordei, R. arrhizus, R. mucilaginosa et Trichoderma sp. Les films incubés avec les
champignons filamenteux A. niger, R. arrhizus et P. hordei, ainsi qu’avec les levures C.
tropicalis et R. mucilaginosa, présentent les pourcentages de perte de poids les plus élevés. Ceci
est attribué a la bonne adaptation de ces espéces dans le milieu et a leur capacité a produire des
enzymes extracellulaires qui décomposent les granulés de polyéthyléne en petites molécules

qui peuvent étre utilisées comme source de carbone par ces isolats fongiques.
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Pourcentage de poids final (%

10 20 30
Période d'incubation (jours)

Témoin A. flavus A. niger C. tropicalis Cladosporium sp.
Fusarium sp. P. hordei R. arvhizus R. mucilaginosa Trichoderma sp.

Figure 36. Pourcentages des poids finaux des granulés de polyéthylene aprés 30 jours
d’incubation avec A. flavus, A. niger, C. tropicalis, Cladosporium sp., Fusarium sp., P. hordei,

R. arrhizus, R. mucilaginosa et Trichoderma sp., comparés au témoin
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4. Résultats des tests de la biodégradation

Les isolats fongiques: A. niger, C. tropicalis, P. hordei, R. arrhizus et R. mucilaginosa ont été

sélectionnés pour les tests de la biodégradation.

4. 1. Biodégradation in vitro

Les tests de biodégradation in vitro ont été réalisés sur milieu minimum solide (MMS) et dans

un milieu minimum liquide (MML).

4. 1. 1. Biodégradation sur milieu minimum solide
Les tests de biodégradation sur MMS ont ét¢ menés afin de confirmer 1’utilisation des
polymeres plastiques par les isolats fongiques dans un milieu ou le film de PEBD est la seule

source de carbone. Les résultats obtenus sont présentés dans le tableau 12.

Aprés un mois d’incubation a 27°C, la croissance des especes fongiques a été observée dans les
boites contenant un film de PEBD. A. niger est apparu sous forme de thalle ayant un aspect de
velours ou de feutre avec des spores noires. R. arrhizus s’est présenté comme un
enchevétrement de filaments blancs et de petits points noirs et blancs. De méme, P. hordei a
évolué lentement et a pris un aspect différent de celui en milieu PDA. Ceci peut étre attribué a
la différence des sources de carbone présentes dans chaque milieu. Les levures ont également
poussé: C. tropicalis s’est développée en colonies lisses et crémeuses de couleur blanchétre.
Quant a R. mucilaginosa, une lente croissance a été observée avec des colonies lisses de couleur
rose. Cependant, aucune croissance n’a été observée dans les boites témoins dépourvues des
films de PEBD.
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Tableau 12. Résultats des tests de biodégradation sur milieu minimum solide aprés 30 jours

d’incubation a 27°C

Isolats fongiques

Aspergillus niger

MMS avec film de PEBD

TR e e

Témoins

Candida tropicalis

Penicillium hordei

Rhizopus arrhizus
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Rhodotorula mucilaginosa

4. 1. 2. Biodégradation sur milieu minimum liquide (cultures en batch)
Aprés avoir confirmé I’utilisation des films de PEBD par les isolats fongiques comme source
de carbone, d’autres tests visant a optimiser la biodégradation ont été réalises en agissant sur

différents parametres qui influencent ce processus biologique.

4.1.2. 1. Influence de ’agitation du milieu
Les films de PEBD ont été incubés avec les isolats fongiques sélectionnés pendant 30 jours a
27 + 2°C avec agitation (AG) et sans agitation (SAG) du milieu. Les pourcentages des poids

obtenus apres incubation sont illustrés dans la figure 37.

La figure 37 (A) représente les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec
A. niger, avec et sans agitation du milieu. Aprés 10 jours d’incubation, le poids des films de
PEBD a diminué de 3.51 % pour la culture avec agitation et de 0.89 % pour la culture sans
agitation. Le poids des films des deux cultures a continué & diminuer, et au 30°™ jour, il a atteint
7.89 % et 3.57 % pour la culture AG et SAG, respectivement.

La figure 37 (B) représente les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec
C. tropicalis, avec et sans agitation du milieu. Aprées 10 jours d’incubation, le poids des films
de PEBD a diminué de 0.37 % pour la culture avec agitation et de 0.94 % pour la culture sans
agitation. Apres 20 jours, le poids du film de la culture AG a continué a diminuer, atteignant
4.11 % au 30°™ jour. En revanche, le poids du film incubé sans agitation n’a pas changé aprés

20 jours (0,94%), mais a atteint une diminution de 1.89 % aprés 30 jours.

La figure 37 (C) représente les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec
P. hordei, avec et sans agitation du milieu. Aprés 10 jours d’incubation, le poids des films de
PEBD a diminué de 0.64 % pour la culture avec agitation et de 0.44 % pour la culture sans
agitation. Le poids du film incubé avec agitation a continué a diminuer, atteignant 1.41 % au
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30°™ jour. Cependant, le poids du film de la culture sans agitation n’a pas changé (0.44 %)

aprées 20 et 30 jours d’incubation.

La figure 37 (D) représente les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec
R. arrhizus, avec et sans agitation du milieu. Aprés 10 jours d’incubation, le poids du film de
PEBD soumis a I’agitation a diminué de 1.71 %, tandis qu’aucun changement de poids n’a été
observé pour le film incubé sans agitation. Apres 20 jours, le poids des films des deux cultures
a diminué, atteignant 8.55 % et 4.12 % aprés un mois d’incubation dans la culture AG et SAG,

respectivement.

La figure 37 (E) représente les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec
R. mucilaginosa, avec et sans agitation du milieu. Aprés 10 jours d’incubation, le poids des
films de PEBD a diminué de 0.61 % pour la culture avec agitation et de 0.95 % pour la culture
sans agitation. Apres 30 jours, le pourcentage de perte de poids a atteint 2.44 % et 1.90 % pour

la culture AG et SAG, respectivement.

Enfin, aucune perte de poids n’a été observée dans les films témoins.
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Figure 37. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD aprés 30 jours d’incubation avec
et sans agitation du milieu avec: (A) A. niger, (B) C. tropicalis, (C) P. hordei, (D) R. arrhizus

et (E) R. mucilaginosa, comparés aux témoins

4. 1. 2. 2. Influence du poids des films de PEBD

Les films de PEBD (0.2, 0.4 et 0.6 g) ont été incubés avec les isolats fongiques sélectionnés
pendant 30 jours a 27 + 2°C avec agitation continue. Les pourcentages des poids finaux obtenus

aprées incubation sont représentés dans la figure 38.

La figure 38 (A) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD de 0.2, 0.4 et
0.6 g incubés avec A. niger. Le poids du film de 0.2 g a diminué de 7.32 % apres 10 jours
d’incubation, atteignant 8.55 % aprés un mois. Quant au film de 0.4 g, le poids a diminué de
0.60 %, 0.87 % et 2.83 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. De méme, le filmde 0.6 g a
montré une légére diminution de poids estimée a 0.09 %, 1.67 % et 1.86 % apres 10, 20 et 30

jours d’incubation, respectivement.

La figure 38 (B) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD de 0.2, 0.4 et 0.6
g incubés avec C. tropicalis. Le poids du film de 0.2 g a diminué de 0.35 % apres 10 jours
d’incubation, atteignant 4.82 % aprés un mois. Quant au film de 0.4 g, le poids a diminué de
0.58 %, 1.30 % et 1.59 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. De méme, le filmde 0.6 g a
montré une légere diminution de poids estimée a 0.18 %, 0.76 % et 1 % apres 10, 20 et 30 jours

d’incubation, respectivement.

La figure 38 (C) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD de 0.2, 0.4 et
0.6 g incubés avec P. hordei. Le poids du film de 0.2 g a diminué de 0.17 % apres 10 jours

d’incubation, atteignant 2.69 % apres un mois. Quant au film de 0.4g, le poids a diminué de
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0.31 %, 0.72 % et 1.15 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. Cependant, le film de 0.6 g
a montré une faible diminution de poids estimée a 0.20 %, 0.62 % et 0.98 % apres 10, 20 et 30

jours d’incubation, respectivement.

La figure 38 (D) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD de 0.2, 0.4 et
0.6 g incubés avec R. arrhizus. Le poids du film de 0.2 g a diminué de 16.34 % apres 10 jours
d’incubation, atteignant 21.79 % aprées un mois. Quant au film de 0.4 g, le poids a diminué de
7.40 %, 7.94 % et 8.13 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. De méme, le filmde 0.6 g a
montré une diminution de poids estimée a 4.31 %, 4.36 % et 4.52 % apres 10, 20 et 30 jours

d’incubation, respectivement.

La figure 38 (E) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD de 0.2, 0.4 et 0.6
g incubés avec R. mucilaginosa. Le poids du film de 0.2 g a diminué de 0.10 % apres 10 jours
d’incubation, atteignant 3.15 % aprés un mois. Quant au film de 0.4 g, le poids a diminué de
0.64 %, 1.41 % et 1.83 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. De méme, le filmde 0.6 g a
montré une faible diminution de poids estimée a 0.19 %, 0.63 % et 1.04 % aprées 10, 20 et 30

jours d’incubation, respectivement.

Cependant, aucun changement de poids n’a été observé dans les films témoins.
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Figure 38. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD (0.2 g, 0.4 g et 0.6 g) aprés 30
jours d’incubation avec: (A) A. niger, (B) C. tropicalis, (C) P. hordei, (D) R. arrhizus et (E) R.
mucilaginosa, comparés aux témoins

4. 1. 2. 3. Influence du pH du milieu
4,1.2.3.1. Test de croissance

Avant de procéder aux tests de biodégradation avec variation du pH du milieu, les isolats
fongiques ont été testés pour leur croissance dans un milieu PDA a des pH de 2, 4, 6, 8, 10, 12
et 14. Les résultats obtenus sont présentés dans le tableau 13.

Tableau 13. Evaluation de la croissance des isolats fongiques sur milieu PDA a différents pH

pH 2 4 6 8 10 12 14
A. niger + + + + + + -
C. tropicalis - + + + + + -
P. hordei - + + + + + -
R. arrhizus - + + + + - -
R. mucilaginosa - + + + + + -

(+) croissance fongique, (-) absence de croissance fongique

4. 1. 2. 3. 2. Test de biodégradation

Les films de PEBD de 0.2 g ont été incubés avec les isolats fongiques sélectionnés, avec
variation du pH du MML, pendant 30 jours a 27 + 2°C avec agitation continue. Les

pourcentages des poids obtenus aprés incubation sont représentés dans la figure 39.
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La figure 39 (A) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD de 0.2 g incubés
avec A. niger dans un MML a pH 2, 4, 6, 8, 10 et 12. Le poids du film incubé dans un MML a
pH 2 a diminué de 2.71 % apres 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué jusqu’au
30°™ jour, atteignant un pourcentage de 4.53 %. Quant au film incubé dans un MML & pH 4,
son poids a diminué de 0.83 %, 2.37 % et 6.55 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. Par
ailleurs, le pourcentage de perte de poids le plus élevé a été observé pour le film incubé dans
un MML a pH 6 apres 30 jours d’incubation, estimé a 10.35 %. D’autre part, les films incubés
dans un MML a pH basiques 8, 10 et 12 ont montré des pourcentages de perte de poids moins

éleves, estimés a 4.03 %, 1.86 % et 1.81 %, respectivement, aprés un mois d’incubation.

La figure 39 (B) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD de 0.2 g incubés
avec C. tropicalis dans un MML a pH 4, 6, 8, 10 et 12. Le poids du film incubé dans un MML
apH4adiminué de 1.19 % apres 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué jusqu’au
30°™ jour, ol elle a atteint un pourcentage de 3.38 %. Par ailleurs, le pourcentage de perte de
poids le plus élevé a été observé pour le film incubé dans un MML a pH 6 aprés 30 jours
d’incubation, estimé a 5.42 %. Quant au film incubé dans un MML a pH 8, son poids a diminué
de 0.75 %, 1.64 % et 2.25 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. D’autre part, les films
incubés dans un MML a pH basiques 10 et 12 ont montré des pourcentages de perte de poids

faibles, estimés, respectivement, a 1.01 % et 0.94 % aprés un mois d’incubation.

La figure 39 (C) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD de 0.2 g incubés
avec P. hordei dans un MML a pH 4, 6, 8, 10 et 12. Le poids du film incubé dans un MML &
pH 4 a diminué de 1.03 % apres 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué jusqu’au
30°™ jour, atteignant 3.04 %. Par ailleurs, le pourcentage de perte de poids le plus élevé a été
observé pour le film incubé dans un MML a pH 6 aprés 30 jours d’incubation, estimé a 5.15 %.
Quant au film incubé dans un MML a pH 8, son poids a diminué de 0.65 %, 1.29 % et 2.46 %
apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. En revanche, les films incubés dans un MML a pH 10
et 12 ont montré des pourcentages faibles de perte de poids, estimés, respectivement, a 1.14 %

et 1.05 % apres un mois d’incubation.

La figure 39 (D) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD de 0.2 g incubés
avec R. arrhizus dans un MML a pH 4, 6, 8 et 10. Le poids du film incubé dans un MML a pH
4 a diminué de 1.89 % apres 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué jusqu’au
30°™ jour, atteignant 8.76 %. Par ailleurs, le pourcentage de perte de poids le plus élevé a été
observé pour le film incubé dans un MML a pH 6 apres 30 jours d’incubation, estimé a 20.04
%. Quant au film incubé dans un MML a pH 8, la perte de poids a été de 3.31 %, 3.63 % et
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5.28 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. En revanche, le film incubé dans un MML a
pH 10 a montre le pourcentage de perte de poids le plus faible, estimé a 2.50 % aprés un mois

d’incubation.

La figure 39 (E) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD de 0.2 g incubés
avec R. mucilaginosa dans un MML a pH 4, 6, 8, 10 et 12. Le poids du film incubé dans un
MML a pH 4 a diminué de 0.95 % apres 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué
jusqu’au 30°™ jour, atteignant 2.27 %. Par ailleurs, le pourcentage de perte de poids le plus
éleveé a été observe pour le film incubé dans un MML a pH 6 apres 30 jours d’incubation, estimé
a 4.05 %. Quant au film incubé dans un MML a pH 8, la perte de poids a été de 0.19 %, 0.98
% et 1.55 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. En revanche, les films incubés dans un
MML a pH 10 et 12 ont montré des pourcentages faibles de perte de poids, estimés,

respectivement, a 0.96 % et 0.85 % aprés un mois d’incubation.

Cependant, aucun changement de poids n’a été observé dans les films témoins.
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Figure 39. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD en fonction du pH du milieu apres

30 jours d’incubation avec: (A) A. niger, (B) C. tropicalis, (C) P. hordei, (D) R. arrhizus et (E)

R. mucilaginosa, comparés aux témoins
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4. 1. 2. 4. Influence de la température

4.1.2.4. 1. Test de croissance

Avant de procéder aux tests de biodégradation avec variation de la tempeérature d’incubation,
les isolats fongiques ont été testés pour leur croissance dans un milieu PDA apres incubation &
0, 5, 15, 25, 35 et 45 + 2°C. Les résultats obtenus sont présentés dans le tableau 14.

Tableau 14. Evaluation de la croissance des isolats fongiques sur milieu PDA aprés incubation

a différentes températures

pH 0+2 °C 5+2 °C 1542 °C 252 °C 35+2 °C 4542
A. niger - . i + + i
C. tropicalis - + + + + -
P. hordei - + + + - -
R. arrhizus - + + + + -
R. mucilaginosa - + + + + -

(+) croissance fongique, (-) absence de croissance fongique

4.1.2.4.2. Test de biodégradation

Les films de PEBD de 0.2 g ont été incubés avec les isolats fongiques sélectionnés dans un
MML a pH 6 pendant 30 jours avec agitation continue a différentes températures. Les

pourcentages des poids obtenus aprés incubation sont représentés dans la figure 40.

La figure 40 (A) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubes avec A.
niger a 15, 25 et 35°C. Le poids du film incubé a 15°C a diminué de 0.83 % apres 10 jours
d’incubation, atteignant 2.97 % aprés un mois. Quant au film incubé a 25°C, son poids a
diminué de 1.16 %, 5.27 % et 9.73 % aprées 10, 20 et 30 jours, respectivement. Par ailleurs, le
pourcentage de perte de poids le plus éleve a eté observé pour le film incubé a 35°C aprés 30

jours d’incubation, estimé a 11.41 %.

La figure 40 (B) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec C.
tropicalis a 5, 15, 25 et 35°C. Les pourcentages de perte de poids des films incubés a 5 et 15°C
ont été les plus faibles, estimés, respectivement, a 0.90 % et 0.95 %. Quant au film incubé a
25°C, il a présenté le pourcentage de perte de poids le plus éleve, estimé a 4.85 %. Tandis qu’a
35°C, le poids du film a diminué de 0.20 %, 0.76 % et 1.27 % apres 10, 20 et 30 jours,

respectivement.
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La figure 40 (C) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec P.
hordei a 5, 15 et 25°C. Le pourcentage de perte de poids du film incubé a 5°C a été le plus
faible, estimé & 1.01 %. Quant au poids du film incubé a 15°C, il a diminué de 0.25 % aprés 10
jours d’incubation, atteignant 1.68 % apres un mois. Par ailleurs, le pourcentage de perte de
poids le plus élevé a été observé pour le film incubé a 25°C aprés 30 jours d’incubation, estimé
a5.10 %.

La figure 40 (D) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec R.
arrhizus a 5, 15, 25 et 35°C. Le pourcentage de perte de poids du film incubé a 5°C a été le plus
faible, estimé a 1 %. Quant au film incubé a 15°C, son poids a diminué de 2.19 %, 2.87 % et
3.06 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. Par ailleurs, le pourcentage de perte de poids
le plus élevé a été observe pour le film incubé a 25°C apres 30 jours d’incubation, estimé a
20.50%. Tandis qu’a 35°C, le poids du film a diminué de 3.57 %, 9.06 % et 11.80 % apres 10,
20 et 30 jours, respectivement.

La figure 40 (E) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec R.
mucilaginosa a 5, 15, 25 et 35°C. Le poids du film incubé a 5°C a diminué de 1.39 % aprés un
mois d’incubation. Quant au film incubé a 15°C, son poids a diminué de 0.38 %, 0.85 % et 1 %
apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. Par ailleurs, le pourcentage de perte de poids le plus
éleve a eté observe pour le film incubé a 25°C aprés 30 jours d’incubation, estimé a 3.91%.
Tandis qu’a 35°C, le poids du film a diminué de 0.30 %, 1.34 % et 2.53 % apres 10, 20 et 30

jours, respectivement.

Cependant, aucun changement de poids n’a été observé dans les films témoins.
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Figure 40. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD en fonction de la température

apres 30 jours d’incubation avec: (A) A. niger, (B) C. tropicalis, (C) P. hordei, (D) R. arrhizus

et (E) R. mucilaginosa, comparés aux témoins

4. 1. 2. 5. Influence de la biomasse fongique

Les films de PEBD de 0.2 g ont été incubés dans un MML a pH 6 pendant 30 jours avec
agitation continue a 25°C (pour C. tropicalis, P. hordei, R. arrhizus et R. mucilaginosa) et a
35°C (pour A. niger) avec variation de la biomasse fongique (1, 3 et 5 disques) afin de
déterminer son influence sur le processus de biodégradation. Les pourcentages des poids apres
incubation sont représentés dans la figure 41.

La figure 41 (A) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubeés avec A.
niger a 1 disque (75x%10° cellules/ml), 3 disques (225x10° cellules/ml) et 5 disques (375x10°
cellules/ml). Le poids du film incubé avec un seul disque (1D) a diminué de 1.68 % apreés 10
jours d’incubation. Cette perte de poids a continué jusqu’au 30°™ jour, atteignant 11.45 %.
Quant au film incubé avec 3 disques (3D), son poids a diminué de 3.10 %, 13.09 % et 14.96 %
apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. Par ailleurs, le pourcentage de perte de poids le plus
élevé a été observé pour le film incubé avec 5 disques (5D) apres 30 jours d’incubation, estimé
a17.21 %.

La figure 41 (B) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec C.
tropicalis & 1 disque (86.25x10° cellules/ml), 3 disques (258.75x10° cellules/ml) et 5 disques
(431.25%x10° cellules/ml). Le poids du film incubé avec un seul disque (1D) a diminué de 0.95
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% aprés 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué jusqu’au 30°™ jour, atteignant
4.18 %. Quant au film incubé avec 3 disques (3D), son poids a diminué de 1.25 %, 3.27 % et
6.23 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. Par ailleurs, le pourcentage de perte de poids
le plus élevé a été observé pour le film incubé avec 5 disques (5D) aprés 30 jours d’incubation,

estimé a 7.60 %.

La figure 41 (C) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubes avec P.
hordei a 1 disque (18.5x10° cellules/ml), 3 disques (55.5x10° cellules/ml) et 5 disques (92.5x
10° cellules/ml). Le poids du film incubé avec un seul disque (1D) a diminué de 1.02 % aprés
10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué jusqu’au 30°™ jour, atteignant un
pourcentage de 5.08 %. Quant au film incubé avec 3 disques (3D), son poids a diminué de 1.75
%, 4.83 % et 6.75 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. Par ailleurs, le pourcentage de
perte de poids le plus élevé a été observé pour le film incubé avec 5 disques (5D) aprées 30 jours

d’incubation, estimé a 7.77 %.

La figure 41 (D) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubeés avec R.
arrhizus a 1 disque (9x10° cellules/ml), 3 disques (27x10° cellules/ml) et 5 disques (45x10°
cellules/ml). Le poids du film incubé avec un seul disque (1D) a diminué de 7.88 % apreés 10
jours d’incubation. Cette perte de poids a continué jusqu’au 30°™ jour, atteignant un
pourcentage de 20.06 %. Quant au film incubé avec 3 disques (3D), son poids a diminué de
8.96 %, 17.63 % et 22.36 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. Par ailleurs, le pourcentage
de perte de poids le plus élevé a été observé pour le film incubé avec 5 disques (5D) aprés 30

jours d’incubation, estimé a 23.77 %.

La figure 41 (E) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec R.
mucilaginosa a 1 disque (83x10° cellules/ml), 3 disques (249x10° cellules/ml) et 5 disques
(415%10° cellules/ml). Le poids du film incubé avec un seul disque (1D) a diminué de 0.88 %
aprés 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué jusqu’au 30°™ jour, atteignant 3.50
%. Quant au film incubé avec 3 disques (3D), son poids a diminué de 1.10 %, 3.29 % et 4.86
% apres 10, 20 et 30 jours, respectivement. Par ailleurs, le pourcentage de perte de poids le plus
élevé a été observe pour le film incubé avec 5 disques (5D) apres 30 jours d’incubation, estimeé
a5.53 %.

Cependant, aucun changement de poids n’a été observé dans les films témoins.
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Figure 41. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD aprés 30 jours d’incubation en
fonction de la biomasse fongique de: (A) A. niger, (B) C. tropicalis, (C) P. hordei, (D) R.

arrhizus et (E) R. mucilaginosa, comparés aux témoins

4. 1. 2. 6. Influence de la composition du milieu: Milieu Czapek Dox

Les films de PEBD de 0.2 g ont été incubés avec les especes fongiques sélectionnées dans un
milieu contenant une source de carbone (saccharose), bouillon Czapek Dox, de pH 6, avec
agitation continue pendant 30 jours afin de déterminer 1’influence de la composition du milieu
sur le processus de biodégradation. Les pourcentages des poids finaux sont représentés dans la

figure 42.

Une tres faible perte de poids des films de PEBD a été observée aprés un mois d’incubation
avec les isolats fongiques. Le pourcentage de perte de poids du film incubé avec P. hordei a été
le plus faible avec 0.31 %, suivi de ceux des films incubés avec R. mucilaginosa et C. tropicalis,
avec 0.34 % et 0.37 %, respectivement. Par ailleurs, le poids des films incubés avec A. niger et
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R. arrhizus a diminué de 0.41 % et 0.50 %, respectivement. Quant au témoin, aucun changement

de poids n’a été observé.
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Figure 42. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD aprés 30 jours d’incubation dans

le milieu Czapek avec A. niger, C. tropicalis, P. hordei, R. arrhizus et R. mucilaginosa,
comparés au témoin

4. 1. 2. 7. Influence des caractéristiques du polymere

Les films de PEBD2 de 0.2 g ont été incubés avec les isolats fongiques sélectionnés dans un
MML a pH 6 pendant 30 jours avec agitation continue afin d’évaluer la capacité des especes
identifiées a dégrader des films d’un autre sac plastique (PEBD2). Les pourcentages des poids
finaux des films apres incubation avec les isolats fongiques sont représentés dans la figure 43.
Le pourcentage de perte de poids du film incubé avec A. niger est estimé a 2.20 %, 5.44 % et
8.52 % apres 10, 20 et 30 jours d’incubation, respectivement. Quant au film incubé avec R.
arrhizus, la perte de poids n’a été constatée qu’aprés un mois d’incubation, atteignant 5 %.
Cependant, de faibles pourcentages de perte de poids estimés a 0.42 %, 0.75 % et 0.61 %, ont
été observeés, respectivement, pour les films incubés avec P. hordei, C. tropicalis et R.

mucilaginosa. D’autre part, le poids du film témoin n’a pas changé.
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Figure 43. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD2 apreés 30 jours d’incubation dans
un MML avec A. niger, C. tropicalis, P. hordei, R. arrhizus et R. mucilaginosa, comparés au

témoin

4. 1. 3. Biodégradation sur milieu minimum liquide dans une culture continue
Les films de PEBD (F1, F2, F3, F4, F5 et F6) ont été incubés avec 1’isolat fongique R. arrhizus
dans une culture continue pendant 90 jours. La perte de poids de chaque film a été évaluée a

’aide d’une balance analytique aprées 10, 20, 30, 60 et 90 jours d’incubation (Figures 44 et 45).

Le poids du film témoin n’a pas changé. Cependant, tous les films de PEBD incubés avec R.
arrhizus ont montré une perte de poids pendant toute la période d’incubation. Aprés 10 jours
d’incubation, les poids des films F1, F2, F3, F4, F5 et F6 ont diminué, respectivement, de 5.80
%, 2.45 %, 7.85 %, 3.44 %, 9.43 % et 10 %. Apres 20 jours, le poids de chaque film a continué
a diminuer. Aprés un mois, F5 a montré le pourcentage de perte de poids le plus élevé avec
25.61 %, tandis que le poids de F1, F2, F3 et F6 a diminué de 23.91 %, 17.74 %, 23.59 % et
25.56 %, respectivement. Cependant, le pourcentage de perte de poids le plus faible (11.67 %)

a été observé pour le film F4.
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Figure 44. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD (F1, F2, F3, F4, F5 et F6) apres

30 jours d’incubation avec R. arrhizus dans une culture continue, comparés au témoin

L’¢évaluation de la biodégradation des films de PEBD apres trois mois d’incubation avec R.
arrhizus dans une culture continue a révelé une véritable perte de poids tout au long de la
période d’incubation. Aprés deux mois, le poids de F1, F2, F3, F4, F5 et F6 a diminué,
respectivement, de 24.75 %, 20.09 %, 24.19 %, 12.88 %, 28.80 % et 25.75 %. Apres trois mois,
F5 a montré le pourcentage de perte de poids le plus élevé avec 29.74 %, tandis que le poids de
F1, F2, F3 et F6 a diminué de 24.80 %, 27.76 %, 25.41 % et 26.03 %, respectivement. En outre,
F4 a présenté le pourcentage de perte de poids le plus faible estimé a 16.50 % (Figure 45).
Cette diminution de poids a été attribuée a plusieurs facteurs inhérents, notamment la
régénération des nutriments qui permettent a I’isolat fongique une croissance active et assurent
une production continue d’enzymes de dégradation, 1’élimination des produits de dégradation
et des métabolites inhibiteurs, ainsi que le maintien et la prolongation des conditions optimales.
La culture continue a offert un environnement dynamique et stable, propice a une dégradation

prolongée et continue des films de PEBD par I’espéce fongique.
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Figure 45. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD (F1, F2, F3, F4, F5 et F6) apreés

90 jours d’incubation avec R. arrhizus dans une culture continue, comparés au témoin

4. 2. Biodégradation ex situ
Les tests de biodégradation ont également été réalisés ex situ pour évaluer la capacité des
especes sélectionnées a dégrader les films de PEBD dans des milieux naturels : eau de mer, eau

du robinet et dans un échantillon de sol.

4.2.1. Eau de mer

Les films de PEBD de 0.2 g ont été incubés avec les isolats fongiques dans 1’eau de mer a pH
7.50 pendant 30 jours sans agitation du milieu et a température ambiante. Les pourcentages des
poids finaux apres incubation sont représentés dans la figure 46.

La figure 46 (A) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec A.
niger dans I’eau de mer stérile (EMS) et non stérile (EMNS). Le poids du film incubé dans
I’EMS a diminué de 0.10 % aprés 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué
jusqu’au 30°™ jour, atteignant un pourcentage de 1.90 %. Quant au film incubé dans ’EMNS,
son poids a diminué de 0.05 %, 0.33 % et 2.26 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement.

La figure 46 (B) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec C.
tropicalis dans I’eau de mer stérile (EMS) et non stérile (EMNS). Aprés 10 jours d’incubation,
aucun changement de poids n’a été observé pour le film incubé dans ’EMS. Cependant, il a

diminué de 0.09 % et 0.19 aprées 20 et 30 jours d’incubation, respectivement. Par ailleurs, le
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poids du film incubé dans ’EMNS a diminué aprés 20 jours d’incubation de 0.19 %, atteignant

0.42 % apres un mois.

La figure 46 (C) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec P.
hordei dans 1’eau de mer stérile (EMS) et non stérile (EMNS). Aprés 10 jours d’incubation, le
poids du film incubé dans I’EMS n’a pas changé. Par ailleurs, il a diminué, respectivement, de
0.25 % et 0.44 % apres 20 et 30 jours d’incubation. Quant au film incubé dans ’EMNS, son
poids a diminué de 0.09 %, 0.42 % et 0.47 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement.

La figure 46 (D) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec R.
arrhizus dans I’eau de mer stérile (EMS) et non stérile (EMNS). Le poids du film incubé dans
IPEMS a diminué de 0.20 % aprés 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué
jusqu’au 30°™ jour, atteignant un pourcentage de 2.50 %. Quant au film incubé dans ’EMNS,

son poids a diminué de 0.14 %, 1.81 % et 2.74 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement.

La figure 46 (E) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec R.
mucilaginosa dans I’eau de mer stérile (EMS) et non stérile (EMNS). Le poids du film incubé
dans ’EMS a diminué de 0.19 % aprées 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué
jusqu’au 30°™ jour, atteignant un pourcentage de 0.81 %. Quant au film incubé dans ’EMNS,
son poids a diminué de 0.24 %, 0.66 % et 0.95 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement.

Cependant, aucune perte de poids n’a été observée dans les films témoins.
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Figure 46. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD aprés 30 jours d’incubation dans
I’eau de mer stérile et non stérile avec: (A) A. niger ; (B) C. tropicalis ; (C) P. hordei ; (D) R.

arrhizus et (E) R. mucilaginosa, comparés aux témoins

4. 2. 2. Eau du robinet
Les films de PEBD de 0.2 g ont été incubés avec les isolats fongiques dans 1’eau du robinet a
pH 6.88 pendant 30 jours sans agitation du milieu et a température ambiante. Les pourcentages

des poids finaux aprés incubation sont représentés dans la figure 47.

La figure 47 (A) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec A.
niger dans 1’eau du robinet stérile (ERS) et non stérile (ERNS). Le poids du film incubé dans
I’ERS a diminué de 0.05 % apres 10 jours d’incubation, atteignant 1.72 % aprés un mois. Quant
au film incubé dans I’ERNS, son poids a diminué de 0.24 %, 0.62 % et 1.81 % aprés 10, 20 et

30 jours, respectivement.

La figure 47 (B) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec C.
tropicalis dans 1’eau du robinet stérile (ERS) et non stérile (ERNS). Aprés 10 jours
d’incubation, aucun changement de poids du film incubé dans I’ERS n’a été observé.
Cependant, il a faiblement diminué de 0.15 % et 0.24 % apres 20 et 30 jours d’incubation,
respectivement. Par ailleurs, le poids du film incubé dans I’ERNS a diminué de 0.14 %, 0.33 %

et 0.57 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement.

La figure 47 (C) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec P.
hordei dans I’cau du robinet stérile (ERS) et non stérile (ERNS). Une faible réduction de poids
du film incubé dans I’ERS, estimée & 0.10 %, a été observée aprés 10 jours d’incubation. Cette

perte de poids a continué apres 20 jours d’incubation (0.49%) atteignant un pourcentage de 0.68
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% apres un mois. Quant au film incubé dans I’ERNS, son poids a diminué de 0.28 %, 0.55 %

et 0.74 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement.

La figure 47 (D) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec R.
arrhizus dans I’eau du robinet stérile (ERS) et non stérile (ERNS). Une trés faible perte de poids
du film incubé dans I’ERS a été observée apres 10 jours d’incubation, estimée a 0.05 %. Cette
réduction de poids a continué jusqu’au 30°™ jour, atteignant un pourcentage de 1.39 %. Quant
au film incubé dans ’ERNS, son poids a diminué de 0.14 %, 0.28 % et 2.22 % aprés 10, 20 et

30 jours, respectivement.

La figure 47 (E) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec R.
mucilaginosa dans 1’eau du robinet stérile (ERS) et non stérile (ERNS). Une tres faible perte de
poids du film incubé dans I’ERS, estimée a 0.05 %, a été observée apres 10 jours d’incubation,
atteignant un pourcentage de 0.19 % aprés un mois. Quant au film incubé dans I’ERNS, son
poids a diminué de 0.05 %, 0.28 % et 0.46 % apres 10, 20 et 30 jours d’incubation,

respectivement.

Cependant, aucune perte de poids n’a été observée dans les films témoins.
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Figure 47. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD aprées 30 jours d’incubation dans
I’eau du robinet stérile et non stérile avec: (A) A. niger ; (B) C. tropicalis ; (C) P. hordei ; (D)

R. arrhizus et (E) R. mucilaginosa, comparés aux témoins

4, 2. 3. Sol
Les films de PEBD de 0.2 g ont été incubés avec les isolats fongiques dans un échantillon de
sol pendant 30 jours sans agitation du milieu et a température ambiante. Les pourcentages des

poids finaux sont représentés dans la figure 48.

La figure 48 (A) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec A.
niger dans un échantillon de sol stérile (SS) et non stérile (SNS). Le poids du film incubé dans
le SS a diminué de 0.10 % apres 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué jusqu’au
30°™ jour, atteignant un pourcentage de 1.03 %. Quant au film incubé dans le SNS, son poids

n’a diminué qu’apres 20 jours d’incubation de 0.18 %, atteignant 1.11 % aprés un mois.

La figure 48 (B) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec C.
tropicalis dans un échantillon de sol stérile (SS) et non stérile (SNS). Apres 10 jours
d’incubation dans le SS, aucun changement de poids n’a été observé. Cependant, il a légerement
diminué de 0.15 % et 0.20 % aprés 20 et 30 jours, respectivement. Par ailleurs, le poids du film
incubé dans le SNS a diminué de 0.09 %, 0.37 % et 0.75 % aprés 10, 20 et 30 jours d’incubation,

respectivement.

La figure 48 (C) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubes avec P.
hordei dans un échantillon de sol stérile (SS) et non stérile (SNS). Le poids du film incube dans

le SS a diminué de 0.10 % aprés 10 jours d’incubation, atteignant 0.20 % aprés un mois. Quant
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au film incubé dans le SNS, son poids a diminué de 0.14 %, 0.37 % et 0.51 % aprés 10, 20 et

30 jours d’incubation, respectivement.

La figure 48 (D) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec R.
arrhizus dans un échantillon de sol stérile (SS) et non stérile (SNS). Le poids du film incubé
dans le SS a diminué de 0.10 % apres 10 jours d’incubation. Cette perte de poids a continué
jusqu’au 30°™ jour, atteignant un pourcentage de 2.05 %. Quant au film incubé dans le SNS,

son poids a diminué de 0.05 %, 0.33 % et 2.19 % apres 10, 20 et 30 jours, respectivement,

La figure 48 (E) montre les pourcentages des poids finaux des films de PEBD incubés avec R.
mucilaginosa dans un échantillon de sol stérile (SS) et non stérile (SNS). Une faible perte de
poids du film incubé dans le SS, estimée a 0.10 %, a été observée aprés 10 jours d’incubation
et a atteint un pourcentage de 0.25 % aprés un mois. Quant au film incubé dans le SNS, son
poids a diminué de 0.19 %, 0.47 % et 0.66 % aprés 10, 20 et 30 jours d’incubation,

respectivement.

Cependant, aucune variation de poids n’a été observée dans les films témoins.
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Figure 48. Pourcentages des poids finaux des films de PEBD aprés 30 jours d’incubation dans
un échantillon de sol stérile et non stérile avec: (A) A. niger ; (B) C. tropicalis ; (C) P. hordei ;

(D) R. arrhizus et (E) R. mucilaginosa, comparés aux témoins

4. 3. Suivi de la biodegradation des films de PEBD aprés trois mois

d’incubation in vitro et ex situ

La biodégradation des films de PEBD a été évaluée aprés deux et trois mois d’incubation in
vitro et ex situ dans des cultures discontinues (Tableau 15). Les résultats obtenus ont montré
qu’au-dela d’un mois d’incubation, aucune perte de poids n’a été observée. Cela a été attribué
a la saturation des sites actifs (zones amorphes, extrémités des chaines polymériques, etc.), a
I’épuisement des nutriments dans le milieu, et/ou a I’inhibition de I’activité enzymatique ou de

la croissance fongique par les produits de dégradation sécrétés pendant le premier mois.

Tableau 15. Pourcentages de perte de poids des films de PEBD incubés avec A. niger, C.

tropicalis, P. hordei, R. arrhizus et R. mucilaginosa pendant trois mois in vitro et ex situ

Tests Cultures Isolats fongiques X . . . . ;
apres 1 mois  apres 2 mois  aprés 3 mois
A. niger 17.21 17.21 17.21
) ) C. tropicalis 7.60 7.60 7.60
nvi Discontinue
n vitro i
(en batch) P. hordei 7.77 7.77 7.77
R. arrhizus 23.77 23.77 23.77
R. mucilaginosa ~ 5.53 5.53 5.53
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A. niger 1.90/2.26 1.90/2.26 1.90/2.26
Discontinue C. tropicalis 0.19/0.42 0.19/0.42 0.19/0.42
(Eau de mer )
stérile/ non P. hordei 0.44/0.47  0.44/0.47 0.44/0.47
téril
stérile) R. arrhizus 250/2.74  250/274  250/2.74
R. mucilaginosa  0.81/0.95 0.81/0.95 0.81/0.95
A. niger 1.72/1.81 1.72/181 1.72/181
Discontinue C. tropicalis 0.24/0.57 0.24/0.57 0.24/0.57
Ex si (Eau du robinet )
XSItU sile/non P. hordei 0.68/0.74 0.68/0.74 0.68/0.74
téril
sterile) R. arrhizus 139/222  139/222  139/2.22
R. mucilaginosa 0.19/0.46 0.19/0.46 0.19/0.46
A. niger 1.03/1.11 1.03/1.11 1.03/1.11
Discontinue C. tropicalis 0.20/0.75  0.20/0.75 0.20/0.75
(sol stérile/non
stérile) P. hordei 0.20/0.51 0.20/0.51 0.20/0.51
R. arrhizus 2.05/2.19 2.05/2.19 2.05/2.19
R. mucilaginosa 0.25/0.66 0.25/0.66 0.25/0.66

5. Confirmation de la biodégradation

Afin de confirmer la biodégradation des films de PEBD par les isolats fongiques sélectionnés,
ces polymeres ont été analysés par microscopie €lectronique a balayage afin de détecter tout
changement de surface, par spectroscopie infrarouge pour identifier toute altération de leur
structure chimique, et par diffractométrie des rayons X pour détecter d’éventuels changements

dans la structure cristalline du polymeére induits par le processus de biodégradation.
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5. 1. Microscopie électronique a balayage (MEB)

5. 1. 1. Observations des films de PEBD sous microscope électronique a
balayage

Les films de PEBD ont été soumis a des grossissements de 1000x, 1500x et 2000x sous

microscope €lectronique a balayage afin d’observer la morphologie de la surface avant et apres

la dégradation.

L’observation des films témoins a montré une surface lisse sans changements apparents a tous
les niveaux de grossissement (Figure 49). Quant aux films incubés avec les isolats fongiques,
sous différentes conditions, ils ont montré diverses altérations telles que la rugosité de la surface
(couche endommagée) (Figures 50-62).

En effet, ’adhésion et la pénétration fongiques ont été observées par la présence de spores et
de fragments d’hyphes. Cependant, une érosion superficielle avec des aspects ridés et la
formation de cavités sur la surface des films fortement perforés ont été remarquées. De plus, la
présence de structures ressemblant a des fibres, des signes évidents de plissement et de pigdres
visibles sous forme de fissures, de rainures, de trous et de crevasses a également été observée.
Ainsi, I'évidente rupture des structures fibreuses a de nombreux endroits suggeére que la chaine

carbonée du polyéthyléne a été brisée (décomposée) par des actions fongiques. Il s’agit de

critéres typiques associés a la biodégradation du PEBD.

(A) (B) ©)
Figure 49. Observation du film témoin de PEBD sous microscope électronique a balayage aux
grossissements: 1000x (A), 1500x (B) et 2000x (C)
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(A) e ©)
Figure 50. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage aprés 30
jours d’incubation avec A. niger dans le MML (culture en batch) aux grossissements: 1000x
(A), 1500x (B) et 2000x (C)

o y , o iR LR Ry ~
Figure 51. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage aprés 30
jours d’incubation avec C. tropicalis dans le MML (culture en batch) aux grossissements: 1000x
(A), 1500x (B) et 2000x (C)

A) S e (©)
Figure 52. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage aprés 30
jours d’incubation avec P. hordei dans le MML (culture en batch) aux grossissements: 1000x
(A), 1500x (B) et 2000x (C)
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Figure 53. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage aprés 30
jours d’incubation avec R. arrhizus dans le MML (culture en batch) aux grossissements: 1000x
(A), 1500x (B) et 2000x (C)
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Figure 54. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage aprés 30
jours d’incubation avec R. mucilaginosa dans le MML (culture en batch) aux grossissements:
1000x (A), 1500x (B) et 2000x (C)

A B’ | (©)
Figure 55. Observation du film de PEBD (F5) sous microscope électronique a balayage aprés

30 jours d’incubation avec R. arrhizus dans le MML (culture continue) aux grossissements:
1000x (A), 1500x (B) et 2000x (C)

124



Partie I11. Résultats

(A) O
Figure 56. Observation du film de PEBD (F5) sous microscope électronique a balayage apres

90 jours d’incubation avec R. arrhizus dans le MML (culture continue) aux grossissements:
1000x (A), 1500x (B) et 2000x (C)

A B | S ©
Figure 57. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage aprés 30
jours d’incubation avec A. niger dans I’eau de mer non stérile (culture en batch) aux

grossissements: 1000x (A), 1500x (B) et 2000x (C)

(A) B - ©
Figure 58. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage apres 30

jours d’incubation avec A. niger dans I’cau du robinet non stérile (culture en batch) aux

grossissements: 1000x (A), 1500x (B) et 2000x (C)
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Figure 59. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage apres 30
jours d’incubation avec A. niger dans un échantillon de sol non stérile (culture en batch) aux
grossissements: 1000x (A), 1500x (B) et 2000x (C)

©)
Figure 60. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage apres 30

jours d’incubation avec R. arrhizus dans 1’eau de mer non stérile (culture en batch) aux

grossissements: 1000x (A), 1500x (B) et 2000x (C)

(A) B) ©)
Figure 61. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage aprés 30

jours d’incubation avec R. arrhizus dans I’eau du robinet non stérile (culture en batch) aux

grossissements: 1000x (A), 1500x (B) et 2000x (C)
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@ ® ‘ (©)
Figure 62. Observation du film de PEBD sous microscope électronique a balayage aprés 30

jours d’incubation avec R. arrhizus dans un échantillon de sol non stérile (culture en batch) aux
grossissements: 1000x (A), 1500x (B) et 2000x (C)

5. 1. 2. Analyse des films de PEBD par spectroscopie a dispersion d’énergie (EDS)

Dans cette étude, le film de PEBD incubé avec R. arrhizus dans une culture discontinue et le
film F5 incubé dans une culture continue avec la méme espéce fongique ont été exposés a un
faisceau d’¢lectrons a ’intérieur d’un microscope ¢lectronique a balayage (MEB) pour une
analyse par spectroscopie des rayons X a dispersion d’énergie (EDS). Les résultats ont révélé
la présence de quatre éléments clés - le carbone, 1I’oxygene, le titane et le calcium - dans tous
les films de PEBD, avec des pourcentages variables. Les sacs en PEBD contiennent
généralement du polyéthyléne [C2Ha]n, du dioxyde de titane (TiO>) et du carbonate de calcium

(CaCO0:3), qui servent de pigments blancs pour assurer 1’opacité du polymére.

L’analyse du film témoin a montré une composition constituée principalement de carbone, avec
une proportion de 94.83 %. De plus, de petites quantités d’oxygeéne, de calcium et de titane ont
été détectées avec 4.04 %, 0.93 % et 0.21 %, respectivement (Figure 63). Les films de PEBD
cultivés avec R. arrhizus dans une culture discontinue et une culture continue ont présenté une
composition similaire, bien qu’avec des pourcentages variables, en particulier en masse de
carbone et d’oxygene. Plus précisément, les teneurs en carbone et en oxygene pour la culture
discontinue ont été, respectivement, de 69.26 % et 19.87 %, tandis que pour la culture continue,
elles ont éte, respectivement, de 56.84 % et 26.30 % (Figures 64 et 65).
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Figure 63. Analyse du film témoin par spectroscopie des rayons X a dispersion d’énergie
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Figure 64. Analyse du film de PEBD par spectroscopie des rayons X a dispersion d’énergie

apres incubation avec R. arrhizus dans une culture discontinue
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Analyse du film de PEBD (F5) par spectroscopie des rayons X a dispersion

d’énergie aprés incubation avec R. arrhizus dans une culture continue
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5. 2. Spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier (FTIR)
5.2.1. Analyse ATR-FTIR

Les films de PEBD sélectionnés ont été soumis a une analyse ATR-FTIR pour confirmer leur
dégradation par les espéces fongiques. Cette méthode permet de révéler les changements

structurels qui se sont produits dans les films dégradés par rapport au film témoin.

Le spectre FTIR du film témoin de PEBD a montré des pics caractéristiques a 2912.478,
2845.155, 1463.002, 1432.965 et 718.746 cm™}(Figures 66-69). Les bandes fortes & 2912 et
2845 cm™ correspondent, respectivement, aux vibrations d’élongation asymétriques et
symétriques des groupements aliphatiques C-H dans les molécules d’alcanes. Les pics intenses
obtenus a 1463, 1432 et 718 cm™ ont été, respectivement, attribués aux déformations
asymétriques des liaisons C-H (groupement méthyléne -CHy) et a la vibration de déformation
angulaire « Rocking » du groupement methyléne (CHz). De plus, des bandes moyennes ont été
observées dans la zone de 227 4 874 cm™, qui sont généralement associées aux vibrations de la
structure du squelette du polymeére. Ces vibrations sont principalement liées aux étirements,

flexions et torsions des liaisons C-C et C-H dans les chaines polymeres.

En outre, les films de PEBD cultives avec les isolats fongiques in vitro (dans des cultures
discontinues et une culture continue) et ex situ (dans 1’eau de mer, 1’eau du robinet et dans un
échantillon de sol) ont montré les mémes pics que le film témoin avec des intensités plus
¢levées, a ’exception du film incubé avec R. mucilaginosa qui a présenté une diminution de
I’intensité des pics FTIR. Cette diminution peut étre due a des ruptures de liaisons ou des
modifications de groupes fonctionnels. De plus, le pic obtenu & 1432.965 cm™ dans le film
témoin s’est déplacé a 1429.108, 1425.251, 1435.158, 1425.251 et 1429.108 cm™ avec des
intensités assez fortes aprés incubation des films de PEBD, respectivement, avec A. niger, C.
tropicalis, P. hordei, R. arrhizus et R. mucilaginosa in vitro en cultures discontinues.
Cependant, de nouveaux pics de faible intensité sont apparus dans tous les échantillons incubés
avec les isolats fongiques, comme représenté dans le tableau 16.
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Tableau 16. Fréquences de vibrations de valence obtenues par ATR-FTIR des films de PEBD

cultivés avec les isolats fongiques in vitro

Isolat fongique Fréquence (cm™) Liaison  Vibration Groupes fonctionnels
3850.144, 3746.397 O-H Elongation Alcools
A. niger 2357.348, 2161.383 C=C Elongation Alcynes terminaux
1579.250, 1538.904 C=C Elongation Alcenes aromatiques
3855.907, 3740.634  O-H Elongation  Alcools
2360.633, 2335.560, ) ) _
C=C Elongation Alcynes terminaux
2155.619
C. tropicalis , ) ) )
1697.187 C=0 Elongation Aldehydes aromatiques
1648.971 c=C Elongation Alcénes
1512.039 c=C Elongation Alcénes aromatiques
3746397,  3855.907, 4 Elongation Alcools
4328.530
P. hordei )
2357.348, 2167.146  C=C Elongation Alcynes terminaux
1642.651 c=C Elongation Alcénes
3739.815, 3850.144  O-H Elongation  Alcools
2358.704, 2329.775  C=C Elongation Alcynes terminaux
R. arrhizus
1836.047,1739.886 C=0 Elongation Esters aliphatiques
1697.187 C=0 Elongation Aldéhydes aromatiques
3621.951 - 3847.600 O-H Elongation  Alcools
2363.112 — 2335.560 C=C Elongation  Alcynes terminaux
R. mucilaginosa 1700.288 Cc=0 Elongation ~ Cétones aromatiques
1648.414 c=C Elongation Alcénes
1504.322 Cc=C Elongation Alcénes aromatiques
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Figure 66. Analyse ATR-FTIR des films de PEBD incubés pendant un mois dans un MML en
cultures discontinues avec: (A) A. niger ; (B) C. tropicalis ; (C) P. hordei ; (D) R. arrhizus et

(E) R. mucilaginosa, comparés au témoin

De méme, I’analyse ATR-FTIR du film de PEBD (F5) cultivé avec R. arrhizus dans une culture
continue a révélé 1’apparition de nouveaux pics d’une intensité faible a 3648.309, 2359.765,
2159.014, 1836.047, 1741.5454, 1648.971, 1424.068, 1263.2472, et 1107.858 cm™. Ces pics
correspondent, respectivement, a des vibrations d’¢longation des groupements O-H, C-C (triple
liaison), C=0 (anhydride), C=C, des vibrations de flexion CH: et des vibrations d’élongation
des liaisons C-O. Apres 3 mois d’incubation, 1’analyse du méme film a montré les mémes pics
avec des intensités élevées. Cependant, les bandes obtenues & 3648, 2359 et 1107 cm se sont
déplacées a 3650.105, 2357.926 et 1105.495 cm™, respectivement. De plus, la bande obtenue &
2159 cm™ a disparu. D’autre part, de nouveaux pics d’intensité moyenne sont apparus dans la
zone 3347-4912 cm™ et 41262.660 cm™. Ces pics correspondent, respectivement, & 1’élongation
des liaisons O-H et a la vibration d’élongation des liaisons C-O (acides carboxyliques et
dérivés). Des pics de faible intensité ont également été observés a 2208.931, 2161.667,
1841.833, 1648.742 et 800.906 cm™. Ces pics sont attribués, respectivement, a des vibrations
d’¢élongation C=C (alcynes terminaux), C=0, C=C et a la déformation des liaisons C-H

aromatique (bandes caractéristiques de type substitution) (Figure 67).
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Figure 67. Analyse ATR-FTIR du film de PEBD (F5) incubé pendant 30 et 90 jours dans un

MML en culture continue avec R. arrhizus, comparé au témoin

L’analyse des films de PEBD incubés ex situ avec A. niger et R. arrhizus a également montré
I’apparition de nouvelles bandes d’une intensité moyenne a faible (Figures 68 et 69).
Cependant, le pic obtenu a 1432.965 cm™ dans le film témoin s’est déplacé a 1431.037,
1423.322 et 1425.251 cm'!, respectivement, dans les films incubés avec A. niger dans ’eau de
mer, 1’eau du robinet et dans 1’échantillon de sol. Quant aux films incubés avec R. arrhizus,
cette bande s’est déplacée a 1429.108, 1425.251 et 1432.965 cm™, respectivement, pour les
films cultivés dans 1’eau de mer, ’cau du robinet et dans I’échantillon de sol. Ces pics
correspondent aux déformations (flexions) des liaisons C-H des groupements alcanes (CH>).
Les fréquences de vibrations de valence obtenues pour chaque film sont représentées dans le
tableau 17.
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Tableau 17. Fréquences de vibrations de valence obtenues par ATR-FTIR des films de PEBD

cultivés avec A. niger et R. arrhizus ex situ

Isolat fongique Fréquence (cm™) Liaison  Vibration Groupes fonctionnels
Eau de mer
3620.023 - 3897.744 O-H Elongation Alcools
2360.633, 2335.560 C=C Elongation Alcynes terminaux
1834.119,1741.545 C=0 Elongation Esters aliphatiques
1697.187 C=0 Elongation Aldéhydes aromatiques
1648.971 c=C Elongation Alcénes
1535.182, 1500.467 C=C Elongation Alcenes aromatiques
Eau du robinet

3620.023 - 3897.744 O-H Elongation Alcools
2358.704, 2331.703  C=C Elongation Alcynes terminaux
1741.545 C=0 Elongation Esters aliphatiques

A niger 1695.258 Cc=0 Elongation Aldéhydes aromatiques
1647.042 c=C Elongation Alcénes
1539.040, 1504.324 C=C Elongation Alcenes aromatiques

Sol

3564.093 — 3897.744 O-H Elongation Alcools
2360.633, 2335.560, ,
2160.056 =C Elongation Alcynes terminaux
1832.190, 1741.545 C=0 Elongation Esters aliphatiques
1697.187 C=0 Elongation Aldehydes aromatiques
1648.971 c=C Elongation Alcénes
1537.111, 1510.110 C=C Elongation Alcénes aromatiques
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Eau de mer

3566.021 — 3897.744 O-H Elongation Alcools

2360.633, 2333.632 C=C Elongation Alcynes terminaux

1836.047,1739.616  C=0 Elongation Esters aliphatiques

1697.187 C=0 Elongation Aldéhydes aromatiques

1647.042 c=C Elongation Alcénes

1498.539 Cc=C Elongation Alcenes aromatiques

Eau du robinet

3521.663 — 3897.744 O-H Elongation Alcools

2360.633, 2088.697 — ,

2023124 C=C Elongation Alcynes terminaux
R.arrhizus  1969.122,1915.121 C=C Elongation  Alcénes

1741.545 C=0 Elongation Esters aliphatiques

1697.187 C=0 Elongation Aldéhydes aromatiques

1648.971 c=C Elongation Alcénes

1533.254,1504.324 C=C Elongation Alceénes aromatiques

Sol

3564.093 - 3897.744 O-H Elongation Alcools

2360.633, 2335.560, ,

2239.129 2206.343 C=C Elongation Alcynes terminaux

1741.545 Cc=0 Elongation Esters aliphatiques

1697.187 C=0 Elongation Aldéhydes aromatiques

1648.971 c=C Elongation Alcénes

1533.254, 1500.467 C=C Elongation Alcenes aromatiques

Ces changements dans la structure chimique des films de PEBD sont attribués a leur

dépolymérisation par le biais des enzymes sécrétées par les isolats fongiques testés.
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Figure 68. Analyse ATR-FTIR des films de PEBD incubés avec A. niger pendant 30 jours en
cultures discontinues dans: (A) I’eau de mer ; (B) 1’eau du robinet et (C) un échantillon de sol,

comparés au témoin
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Figure 69. Analyse ATR-FTIR des films de PEBD incubés avec R. arrhizus pendant 30 jours
en cultures discontinues dans: (A) I’eau de mer ; (B) 1’eau du robinet et (C) un échantillon de

sol, comparés au témoin
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5. 2. 2. Mesure de I’indice carbonyle (IC)

L’indice carbonyle (IC) des films de PEBD a été calculé et est représenté dans le tableau 18.
Le film témoin a présenté la valeur d’IC la plus faible, de 0.50. En revanche, les films de PEBD
incubés avec les espéces fongiques in vitro et ex situ ont montré des valeurs d’IC plus élevées,
atteignant 0.898 pour le film incubé avec A. niger dans un échantillon de sol pendant un mois.
Ces augmentations de I’IC témoignent des modifications chimiques et structurales produites
lors du processus de dégradation. Cela signifie que davantage de liaisons carbonyle se sont
formées dans la structure des polymeéres, suite a la rupture et a I’oxydation des longues chaines

de polyéthyléne par les isolats fongiques.

Tableau 18. Indice carbonyle des films de PEBD aprés incubation avec les isolats fongiques

Type de culture Test Isolat fongique IC
A. niger 0.554169
C. tropicalis 0.790574
Discontinue In vitro P. hordei 0.507280
R. arrhizus 0.709265
R. mucilaginosa 0.553643
R. arrhizus (30 jours) 0.809938
Continue In vitro
R. arrhizus (90 jours) 0.763616
A. niger 0.797158
Ex situ (eau de mer)
R. arrhizus 0.693254
A. niger 0.744066
Discontinue Ex situ (eau du robinet)
R. arrhizus 0.848153
A. niger 0.898054
Ex situ (sol)
R. arrhizus 0.690998
Témoin 0.504906
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5. 3. Diffractométrie des rayons X (DRX)
5. 3. 1. Analyse DRX

Les films de PEBD ont été soumis & une analyse par diffractométrie des rayons X afin de
déterminer les changements de cristallinité liés a la dégradation par les isolats fongiques
identifiés. Le profil DRX des films sélectionnés, incubés in vitro, dans des cultures discontinues
et une culture continue, et ex situ, est illustré dans les figures 70, 71, 72 et 73, respectivement.
Les différents diffractogrammes révelent une structure semi-cristalline pour les films de PEBD,
ou la phase cristalline se manifeste par des pics de diffraction typiques, qui sont intenses et

nettement aigus.

Le spectre DRX du film témoin a montré des pics caractéristiques des régions cristallines aux
positions angulaires 26 a 11.20°, 21.26°, 23.71°, 27.11°, 29.11°, 31.26°, 35.96° et 47.37°.

La figure 70 (A) illustre le profil DRX du film de PEBD incubé avec A. niger in vitro dans une
culture discontinue, comparé au témoin. Cette analyse a révélé I’apparition des mémes pics que
ceux du film témoin, avec une intensité plus élevée a 11.20°, 21.26°, 23.71° et 31.26°, et une
faible intensité a 27.11°. Cependant, les pics obtenus a 29.11°, 35.96° et 47.37° se sont
déplacés, respectivement, a 29.06°, 35.91° et 47.22°.

La figure 70 (B) illustre le profil DRX du film de PEBD incubé avec C. tropicalis in vitro dans
une culture discontinue, comparé au témoin. Cette analyse a révélé ’apparition des mémes pics
que ceux du film témoin, avec une intensité plus élevée a 11.20°, 21.26° et 31.26°. Cependant,
les pics obtenus a 23.71°, 27.11°, 29.11° et 47.37° se sont deplacés (décalés), respectivement,
a23.61°, 27.06°, 29.06° et 47.12°.

La figure 70 (C) illustre le profil DRX du film de PEBD incubé avec P. hordei in vitro dans
une culture discontinue, comparé au témoin. Cette analyse a révélé 1’apparition des mémes pics
que ceux du film témoin, avec une intensité plus élevée a 11.20°, 21.26°, 27.11° et 31.26°.
Cependant, les pics obtenus a 23.71°, 29.11° et 35.96° se sont déplacés, respectivement, a
23.56°, 29.06° et 35.91°. Par ailleurs, le pic présent a la position 26 = 47.37° a disparu et un

nouveau pic est apparu a 56.28°.

La figure 70 (D) illustre le profil DRX du film de PEBD incubé avec R. arrhizus in vitro dans
une culture discontinue, comparé au témoin. Cette analyse a révélé ’apparition des mémes pics
que ceux du film témoin, avec une intensité plus élevée a 11.20°, 21.26° et 31.26°. Cependant,
les pics obtenus a 23.71°, 27.11°, 29.11°, 35.96° et 47.37° se sont déplacés, respectivement, a
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23.61°, 27.16°, 29.06°, 35.76° et 47.22°. Par ailleurs, un nouveau pic est apparu a la position
20 =40.27°.

La figure 70 (E) illustre le profil DRX du film de PEBD incube avec R. mucilaginosa in vitro
dans une culture discontinue, comparé au t¢émoin. Cette analyse a révélé 1I’apparition des mémes
pics que ceux du film témoin, avec une intensité plus élevée a 11.20°, et une intensité plus faible
a31.26°. Cependant, les pics obtenus a 21.26°, 23.71°, 27.11°, 29.11°, 35.96° et 47.37° se sont
déplacés, respectivement, a 21.36°, 23.66°, 27.26°, 29.21°, 36.16° et 47.42°. Par ailleurs, deux

nouveaux pics sont apparus aux positions 20 = 43.82° et 56.38°.
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Figure 70. Diffractogrammes des films de PEBD incubés pendant un mois dans un MML en
cultures discontinues avec: (A) A. niger ; (B) C. tropicalis ; (C) P. hordei ;(D) R. arrhizus et

(E) R. mucilaginosa, compares au témoin
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La figure 71 illustre le profil DRX du film de PEBD (F5) incubé avec R. arrhizus in vitro dans
une culture continue, comparé au témoin. Cette analyse a révélé 1’apparition des mémes pics
que ceux du film témoin, avec une intensité plus faible a 11.20° et 31.26°. Cependant, les pics
obtenus a 21.26°, 23.71°, 27.11°, 29.11°, 35.96° et 47.37° se sont déplacés, respectivement, a
21.31°, 23.66°, 27.21°, 29.16°, 36.06° et 47.27°. Par ailleurs, deux nouveaux pics sont apparus
aux positions 26 = 42.92° et 43.77°.
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Figure 71. Diffractogramme du film de PEBD (F5) incubé pendant 90 jours dans un MML en

culture continue avec R. arrhizus, comparé au témoin

La figure 72 (A) illustre le profil DRX du film de PEBD incubé avec A. niger ex situ dans 1’eau
de mer, comparé au témoin. Cette analyse a révélé 1’apparition des mémes pics que ceux du
film témoin, avec une intensité plus élevée a 11.20°, et une intensité plus faible a 31.26°.
Cependant, les pics obtenus a 21.26°, 23.71°, 27.11°, 29.11°, 35.96° et 47.37° se sont déplaceés,
respectivement, a 21.66°, 24.06°, 27.56°, 29.66°, 36.21° et 47.67°. Par ailleurs, deux nouveaux
pics sont apparus aux positions 20 = 43.27° et 56.78°.

La figure 72 (B) illustre le profil DRX du film de PEBD incube avec A. niger ex situ dans I’eau
du robinet, comparé au témoin. Cette analyse a révélé I’apparition des mémes pics que ceux du

film témoin, avec une intensité plus élevée a 11.20°, et une intensité plus faible a 31.26°.
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Cependant, les pics obtenus a 21.26°, 23.71°, 27.11°, 29.11°, 35.96° et 47.37° se sont déplacés,
respectivement, a 21.66°, 24.01°, 27.56°, 29.51°, 36.36° et 47.57°. Par ailleurs, trois nouveaux
pics sont apparus aux positions 20 = 40.77°, 43.17° et 48.57°.

La figure 72 (C) illustre le profil DRX du film de PEBD incubé avec A. niger ex situ dans un
échantillon de sol, comparé au témoin. Cette analyse a révélé I’apparition des mémes pics que
ceux du film témoin, avec une intensité plus faible a 11.20° et 31.26°. Cependant, les pics
obtenus a 21.26°, 23.71°, 27.11°, 29.11°, 35.96° et 47.37° se sont déplacés, respectivement, a
21.31°, 23.61°, 27.16°, 29.16°, 35.96° et 47.27°. Par ailleurs, un nouveau pic est apparu a la
position 20 = 56.33°.
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Figure 72. Diffractogrammes des films de PEBD incubés ex situ avec A. niger pendant 30 jours
en cultures discontinues dans: (A) I’eau de mer ; (B) I’eau du robinet et (C) un eéchantillon de

sol, comparés au témoin
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La figure 73 (A) illustre le profil DRX du film de PEBD incubé avec R. arrhizus ex situ dans
I’eau de mer, comparé au témoin. Cette analyse a révélé 1’apparition des mémes pics que ceux
du film témoin, avec une intensité plus élevée a 11.20°, 21.26° et 29.11°, et une intensité plus
faible a 31.26°. Cependant, les pics obtenus a 23.71°, 27.11°, 35.96° et 47.37° se sont déplacés,
respectivement, a 23.56°, 27.06°, 36.01° et 47.22°.

La figure 73 (B) illustre le profil DRX du film de PEBD incubé avec R. arrhizus ex situ dans
I’eau du robinet, comparé au témoin. Cette analyse a révélé 1’apparition des mémes pics que
ceux du film témoin, avec une intensité plus faible a 11.20° et 31.26°. Cependant, les pics
obtenus a 21.26°, 23.71°, 27.11°, 29.11°, 35.96° et 47.37° se sont déplacés, respectivement, a
21.31°, 23.76°, 27.21°, 29.16°, 36.11° et 47.32°. Par ailleurs, un nouveau pic est apparu a la
position 20 = 56.38°.

La figure 73 (C) illustre le profil DRX du film de PEBD incube avec R. arrhizus ex situ dans
un échantillon de sol, comparé au témoin. Cette analyse a révélé I’apparition des mémes pics
que ceux du film témoin, avec une intensité plus élevée a 11.20°, et une intensité plus faible a
31.26°. Cependant, les pics obtenus a 21.26°, 23.71°, 27.11°, 29.11°, 35.96° et 47.37° se sont
déplacés, respectivement, a 21.21°, 23.56°, 27.06°, 29.06°, 35.71° et 47.17°. Par ailleurs, deux
nouveaux pics sont apparus aux positions 20 = 42.82° et 56.23°.
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Figure 73. Diffractogrammes des films de PEBD incubés ex situ avec R. arrhizus pendant 30

jours en cultures discontinues dans : (A) I’eau de mer ; (B) I’ecau du robinet et (C) un échantillon

de sol, comparés au témoin
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5. 3. 2. Taux de cristallinité

Le taux de cristallinité des films de PEBD a €té calculé et est représenté dans le tableau 19. Le
film témoin présente une cristallinité de 37.4 %. Par ailleurs, les films de PEBD incubés avec
les especes fongiques in vitro présentent des taux de cristallinité plus éleveés, estimés a 79.99
%, 53.8 %, 39 %, 58.3 %, 41.7 % et 40.3 %, respectivement, pour A. niger, C. tropicalis, P.
hordei, R. arrhizus (en culture discontinue), R. mucilaginosa et R. arrhizus (en culture
continue). Quant aux films incubés ex situ avec A. niger, le pourcentage de cristallinité est
estimé, respectivement, a 35.9 %, 54.6 % et 40.3 % dans I’eau de mer, I’eau du robinet et dans
I’échantillon de sol. Enfin, des taux de 38.6 %, 35.2 % et 36.3 % ont été, respectivement,
attribués aux films incubés avec R. arrhizus dans I’eau de mer, 1’eau du robinet et dans

I’échantillon de sol.

Tableau 19. Taux de cristallinité des films de PEBD aprés incubation avec les isolats fongiques

Type de culture Test Isolat fongique Taux de cristallinité
A. niger 79.99 %
C. tropicalis 53.8 %
Discontinue In vitro P. hordei 39 %
R. arrhizus 58.3 %
R. mucilaginosa 41.7 %
Continue In vitro R. arrhizus (90 jours) 40.3%
A. niger 35.9 %
Ex situ (eau de mer)
R. arrhizus 38.6 %
A. niger 54.6 %
Discontinue Ex situ (eau du robinet)
R. arrhizus 35.2%
A. niger 40.3 %
Ex situ (sol)
R. arrhizus 36.3 %
Témoin 374 %
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L’augmentation de l’intensité des pics cristallins et des taux de cristallinité, ainsi que
I’apparition de nouveaux pics, suggerent la scission des chaines du polymeére suite a une attaque
fongique des régions amorphes, qui sont moins résistantes aux micro-organismes. Ainsi, seule
la région cristalline des films de PEBD est laissée derriére, ce qui conduit a une augmentation
de la cristallinité. En revanche, la diminution de I’intensité de certains pics cristallins et du
pourcentage de cristallinité peut étre attribuée a la réticulation des chaines et a 1’altération de
cristaux plus petits situés dans la phase amorphe-cristalline du polymere, ou produits par la

consommation initiale de la phase amorphe.
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1. Obtention d’isolats fongiques a partir du sol d’une décharge publique

L’accumulation de déchets plastiques dans I’environnement constitue une menace majeure pour
tous les écosystemes, avec des effets néfastes sur la santé humaine et animale, ainsi que des
impacts environnementaux significatifs (Gao et al., 2022), expliquant 1’idée que les plastiques
sont désormais considérés comme un marqueur de 1’Anthropocéne (Zalasiewicz et al. 2016).
En 2021, 90.2 % des plastiques d’origine fossile ont été produits dans le monde. Le PP et le PE
(PEBD, PEBDL) ont éte les principaux polymeres fabriqués, representant, respectivement, 19.3
% et 14.4 % de la production globale (Plastics Europe, 2021). D’ailleurs, les décharges stockent
jusqu’a 42 % des déchets plastiques dans le monde (Lin et al., 2023). En Algérie, les déchets
plastiques représentent 15.31 % des déchets ménagers et assimilés générés annuellement, soit
environ 2.1 millions de tonnes. Le PEBD est majoritaire avec prés de 8.14 % de la quantité
globale des déchets plastiques produits. Ce polymere est principalement utilisé dans la
fabrication des sacs, films, sachets poubelles, etc. De par leurs caractéristiques (faible densité,
souplesse, légerete, etc.), les produits en PEBD, et notamment les sacs plastiques, sont aisément
dispersés dans 1’environnement, notamment par le vent et le ruissellement, et persistent dans
les environnements terrestre et marin, entrainant des impacts significatifs sur la faune et la flore
(AND, 2020). Toutefois, les méthodes de traitement des déchets plastiques utilisées présentent
des inconvénients considérables, c’est pourquoi les recherches portant sur la dégradation du
PEBD par les micro-organismes, y compris les champignons et les bactéries, sont fortement
encouragées pour aller vers un mode de dégradation durable de ces polymeéres. La
biodégradation consiste en une conversion des atomes de carbone contenus dans les plastiques
récalcitrants en composés biologiques inoffensifs pour 1’environnement (Anderson et al.,

1995).

Dans plusieurs études, les champignons ont été considérés comme des microorganismes
prometteurs pour la dégradation du PEBD en raison de leur capacité a former des protéines aux
propriétés surfactantes telles que les hydrophobines, qui permettent 1’adhésion des cellules
fongiques aux surfaces des polymeéres (Seneviratne et al., 2006; Kershaw et al., 1998), de plus
de leur capacité a générer des exo-enzymes capables de dégrader un grand nombre de polymeres
complexes (Shah et al., 2008).

La présente étude consiste a identifier des isolats fongiques provenant d’une décharge située
dans le nord-est de I’ Algérie et a étudier leurs capacités a dégrader des films de PEBD in vitro
dans des cultures discontinues (MML) en agissant sur différents parametres (agitation, poids,

pH, température, biomasse fongique et composition du milieu) dans le but d’optimiser la
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biodégradation. Elle vise également a évaluer la dégradation ex situ et a aborder une nouvelle
approche de dégradation in vitro (culture continue) afin de développer une méthode rentable de

controle de la pollution plastique.

A cet égard, neuf espéces fongiques ont été isolées, dont sept champignons filamenteux
identifiés comme Aspergillus flavus, Aspergillus niger, Cladosporium sp., Fusarium sp.,
Penicillium hordei, Rhizopus arrhizus et Trichoderma sp. et deux levures: Candida tropicalis
et Rhodotorula mucilaginosa. Le faible nombre de champignons isolés peut étre attribué aux
conditions extrémes du lieu d’étude et a la présence de polluants et de contaminants, des
facteurs limitant la croissance des champignons. Dineshraj et Ganesh (2016) ont identifié neuf
champignons appartenant aux genres Aspergillus, Mucor, Penicilium et Fusarium provenant de
sites contaminés par le plastique a Cuddalore (Inde). De plus, Williams et Hakam (2016) ont
isolé cing especes fongiques: Aspergillus sp., Fusarium sp., Mucor sp., Penicillium sp. et
Rhodotorula sp. a partir de quatre sols de décharge publique au Nigeria. Une autre étude faite
par Verma et Gupta (2019) révele que 18 isolats fongiques ont été obtenus a partir de différents
sites d’une décharge de déchets plastiques, notamment Aspergillus flavus et Aspergillus terreus.
Des études récentes ont ¢galement rapporté la présence d’isolats fongiques dans les zones de
décharges publiques: 16 isolats fongiques ont été obtenus de sols d’une décharge de déchets
plastiques a Bhopal en Inde (Khan et al., 2023). Puliga et al. (2023) ont isolé 47 espéces
fongiques réparties en 10 genres appartenant aux phylums des Ascomycota et Mucoromycota,

a partir des débris plastiques collectés dans deux champs agricoles différents.

Au cours des derniéres années, de nombreuses espéeces ayant un potentiel de dégradation du PE
ont été découvertes a partir de différentes sources, notamment le sol d’un jardin (Albertsson,
1980), les riviéres (El-Shafei et al., 1998), le sol de mangrove (Kathiresan, 2003), le sol des
déchets agricoles en polyéthylene (Gilan et al., 2004 ;Santo et al., 2013 ;Sivan et al., 2006), les
eaux peu profondes de 1’océan (Sudhakar et al., 2008), les eaux pélagiques (Harshvardhan et
Jha, 2013), le sol forestier (Koutny et al., 2009 ;Nowak et al., 2011), un site d’élimination des
déchets (Nanda et Sahu, 2010), des sols d’ordures (Usha et Palaniswamy, 2011), des sols
d’enfouissement (Esmaeili et al., 2013), des sols de plage contaminés par le pétrole (Jeon et
Kim, 2015), ainsi que des intestins de vers de cire (Yang et al., 2014) et de teigne de la cire
(Renetal., 2019). Ces potentiels de dégradation dans cette diversité d’échantillons et d habitats
sont liés a la dispersion globale des déchets plastiques et & leur occurrence dans I’ensemble de
la biosphere. Cela pourrait également indiquer que la dégradation du PE par des micro-

organismes fongiques est effectuée par des processus non spécifiques impliquant la production
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d’exo-enzymes multifonctionnelles capables de dégrader un grand nombre de polymeres

complexes.

En effet, les champignons du sol sont des acteurs cruciaux dans le fonctionnement des
écosystemes terrestres (Janowski et Leski, 2022). Selon plusieurs études, ils peuvent constituer
jusqu’a 30 % de la biomasse des micro-organismes du sol (Bar-on et al., 2018) et présentent
une grande diversité d’espéces fongiques, estimées a plus de six millions (Baldrian et al., 2022).
Cependant, leur croissance et leur répartition sont principalement influencées par des facteurs
génétiques et environnementaux. De plus, I’adaptation de ces micro-organismes dans leur
environnement naturel joue un réle important dans la structuration des pools génétiques et
affecte tous les niveaux de la diversité biologique, de la molécule aux individus, aux populations

et aux communautés écologiques entieres (Branco, 2019).
2. Sélection des isolats pour les tests de biodégradation

Bien qu’il existe plusieurs études sur la biodégradation du polyéthyléne sous ses différentes
formes (poudres, films), les rapports sur les micro-organismes capables de dégrader des

granulés de polyéthylene ne sont pas beaucoup mis en évidence.

Dans cette étude, la selection des espéces fongiques pour les tests de biodégradation a été basée
sur I’évaluation de la capacité des isolats a dégrader des granulés de polyéthyléne dans un
MML. Apres un mois d’incubation a 27°C, une véritable perte de poids des polymeéres incubés
avec Aspergillus niger (6.12%), Rhizopus arrhizus (6.14%), Penicillium hordei (3.34%),
Candida tropicalis (1.36%) et Rhodotorula mucilaginosa (1.39%) a été observee. Cette perte
résulte de I'utilisation du polyéthyléne comme seule source de carbone par ces espéeces
fongiques. Ces résultats indiquent que ces isolats sont capables de dégrader le polyéthyléne,

comparés au témoin ou aucun changement de poids n’a été signalé.

En effet, le potentiel de dégradation des isolats fongiques testés s’explique par leur bonne
adaptation dans le MML et leur capacité a produire les enzymes nécessaire au processus de
degradation, qui aboutissent a la conversion des polymeéres en oligomeres, puis en monomeres.
Ces produits finaux solubles dans I’eau sont ensuite absorbés par les cellules fongiques en tant

que source de carbone ou ils sont métabolises (Vasile, 1993).

Par ailleurs, une tres faible perte de poids du polyéthyléne incubé avec Aspergillus flavus,
Cladosporium sp., Fusarium sp. et Trichoderma sp. a été observée, estimée, respectivement, a
0.15 % 0.51 %, 0.56 % et 0.66 %. Cette faible perte de poids peut étre attribuée a plusieurs

facteurs tels que la nature du polymere, la température d’incubation, le pH du milieu, etc.
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En effet, les premieres études sur la biodégradation du PE remontent a 1980, lorsque des
chercheurs ont isolé Fusarium redolens dans le sol d’un jardin en utilisant le PE marqué au **C
(carbone 14) comme substrat et ont observé la libération du 4CO, (Albertsson, 1980).
Cependant, les tests de biodégradation in vitro (sur MML) menés jusqu’a ce jour n’ont pas été
réalisés sur les granulés de polyéthyléne. Par ailleurs, plusieurs genres fongiques, dont
Aspergillus, Cladosporium, Fusarium, Penicillium, et Phanerochaete, ont été signalés pour leur
capacité a dégrader le polyéthylene (Restrepo-Florez et al., 2014; Sen et Raut, 2015; Danso et
al., 2019; Glaser, 2019). Singh et Gupta (2014) ont isolé diverses especes fongiques a partir
d’un site pollué par le polyéthylene et ont confirmé leurs capacités a dégrader ce polymeére in
vitro. Les isolats fongiques affiliés a Aspergillus japonicus (36 %), Fusarium sp. (32 %) et
Aspergillus flavus (30 %) ont montré des résultats de dégradation plus efficaces en 4 semaines
par rapport a Penicillium sp. (24 %), Aspergillus niger (20 %) et Mucor sp. (16 %). De plus,
Saxena et al. (2022) ont obtenu dix isolats fongiques: Aspergillus flavus, A. fumigatus, A. niger,
Chaetomium globosum, C. murorum, Fusarium oxysporum, Memnoniella echinata, Penicillium
chrysogenum, Rhizopus nigricans et Stachybotrys chartarum, pour lesquels, A. flavus, A.
fumigatus, A. niger, P. chrysogenum et R. nigricans,ont montré les meilleurs résultats en termes
de dégradation du polyéthylene basse densité et du bio-polyéthylene . Sangeetha Devi et al.
(2015) ont signalé que ’espéce Aspergillus flavus a dégradé 8.5 % des films de PE aprés 30
jours d’incubation. Vinay et al. (2016) ont également isolé plusieurs genres fongiques capables
de dégrader les films de polyethylene, notamment Aspergillus niger qui présente le pourcentage
de perte de poids le plus élevé de 4.32 %. Das et Kumar (2014) ont rapporté la capacité de
Fusarium sp. a dégrader des films de PEBD avec un pourcentage de perte de poids de 9 %.
Douglas et al. (2020) ont confirmé que des especes appartenant aux genres Aspergillus, Mucor,
Penicillium, Rhizopus et diverses levures, notamment Candida sp. et Rhodotorula sp., ont été
associées a la biodégradation des déchets plastiques. Hegazy et al. (2024) ont rapporté le
potentiel de Candida tropicalis dans la bioremédiation de I’huile de pétrole dans les
environnements marins. Chandran et Das (2011) ont signalé¢ la formation d’un biofilm de
Candida tropicalis sur des graviers, aboutissant a une dégradation de 97 % du carburant diesel
sur une periode de 10 jours. Enfin, Wrobel et al. (2023) ont identifié sept champignons (quatre
Fusarium spp., deux Lecanicillium spp. et Trichoderma sp.) ayant un potentiel de dégradation
du PE. D’autre part, la faible perte de poids obtenue dans cette étude est confirmée par Sowmya
et al. (2015), qui ont rapporté une réduction de 0.7 % de disque de PE aprés incubation avec
Fusarium sp. Cependant, le potentiel de dégradation de chaque espéce fongique est attribué a
sa disposition en genes codant pour des enzymes intervenant dans le processus de la
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biodégradation. Muhonja et al. (2018a) ont signalé que la capacité de production de laccases,
estérases et alcane-hydroxylases est suggérée comme base moléculaire clé pour la dégradation
du PEBD.

3. Biodégradation in vitro

3. 1. Biodégradation sur milieu minimum solide

La croissance des isolats fongiques selectionnés, A. niger, R. arrhizus, P. hordei, C. tropicalis
et R. mucilaginosa, sur les films de PEBD additionnés au MMS affirme leur capacité a utiliser
ce polymére comme source de carbone et, de fait, a le dégrader. Ces résultats sont en conformité
avec ceux rapportés par Khruengsai et al. (2021), qui ont évalué la dégradation des films de
PEBD par 30 espéces fongiques dans un MMS contenant un film de PEBD comme seule source

de carbone, sur lequel les champignons se sont développés de maniere significative.

Khan et al. (2023) ont montré la capacité du champignon filamenteux, P. citrinum, a crofitre
rapidement dans un MMS amendé avec 3 % de poudre de PEBD comme seule source de
carbone. La biodégradation du polyéthyléne a également été étudiée par Deepika et Jaya
Madhuri (2015) dans un MMS additionné de granulés de PE. La croissance fongique a été
observée apres une période d’incubation de 4 a 5 jours, en se fixant a la surface des granulés et
s’étendant autour d’eux en 10 a 15 jours. Apres 40 a 45 jours, un halo central distinct a été
clairement observé, comparé a 1’échantillon témoin non inoculé. Augusta et al. (1993) ont
signalé que la zone de clairance autour des polymeres est due a 1’hydrolyse extracellulaire par
des enzymes sécrétées par I’organisme cible dans le MMS. Deepika et Jaya Madhuri (2015) ont
rajouté que la biodégradation des granulés de polyéthyléne s’est produite en trois étapes: dans
la premiére étape, les micro-organismes se sont attachés aux granulés de PE; dans la deuxiéme
étape, ils se sont développés autour de ces derniers; et dans la derniére étape, ces micro-
organismes ont dégradé¢ le polymere et I’ont utilis€é comme source de carbone. Enfin, Nwogu et
al. (2012) ont rapporté la capacité de Pleurotus tuber-regium dan Pleurotus pulmonarius a
croitre dans un MMS contenant 3 g/l de poudre de PEBD.

156



Partie 1V. Discussion

3. 2. Biodégradation sur milieu minimum liquide: facteurs clés et
optimisation

Les deux principaux facteurs ayant un impact sur la biodégradation sont les facteurs biotiques
et les facteurs abiotiques. Ces deux groupes sont cruciaux car tout cycle naturel ou écosysteme
est composé a la fois d’éléments biotiques et abiotiques (Shahriar et al., 2023). La biomasse
microbienne et les enzymes microbiennes idoines sont des variables biotiques qui influencent
la biodégradation (Hamamura et al., 2006). Parallelement, les conditions de culture et les
facteurs naturels tels que la température, le pH, la salinité, I’humidité, 1’oxygene et la lumiere
du soleil peuvent affecter la dégradation des polymeéres et présenter un effet important sur la
population microbienne et ’activité des enzymes (Zekri et Chaalal, 2005). Mallisetty et al.
(2023) ont signalé que le développement et le potentiel de dégradation de chaque micro-
organisme sont régis par des facteurs physiques et chimiques tels que la durée d’incubation, le
poids du PEBD, le volume de I’inoculum, la température d’incubation et le pH du milieu. Dans
cette étude, on a évalué la biodégradation des films de PEBD par différentes especes fongiques
en agissant sur I’agitation du milieu (apport en oxygéne), le poids des films, le pH du milieu, la
température d’incubation et la biomasse fongique afin de déterminer les conditions optimales
de dégradation par les espéces sélectionnées. Nos résultats ont montré que les taux de
dégradation les plus élevés ont été obtenus dans les conditions suivantes:

- Une perte de poids de 17.21 % du film de 0.2g incubé pendant un mois avec 5 disques d’ A.

niger a 35£2°C dans un MML de pH 6, soumis a une agitation continue.

- Une perte de poids de 23.77 % du film de 0.2g incubé pendant un mois avec 5 disques de R.
arrhizus a 25+2°C dans un MML de pH 6, soumis & une agitation continue.

- Une perte de poids de 7.77 % du film de 0.2g incubé pendant un mois avec 5 disques de P.

hordei a 25+2°C dans un MML de pH 6, soumis a une agitation continue.

- Une perte de poids de 7.60 % du film de 0.2g incubé pendant un mois avec 5 disques de C.
tropicalis a 25+2°C dans un MML de pH 6, soumis a une agitation continue.

- Une perte de poids de 5.53 % du film de 0.2g incubé pendant un mois avec 5 disques de R.

mucilaginosa a 25+2°C dans un MML de pH 6, soumis a une agitation continue.

En effet, I’efficacité de la dégradation par ces champignons a été confirmée en utilisant le MML
dans lequel la seule source de carbone nécessaire a la croissance des isolats fongiques a été
limitée (films de PEBD). Par ailleurs, le taux de dégradation optimal de chaque espéce varie

selon les conditions favorables a sa croissance. Leur potentiel de dégradation a été amélioré par
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la production d’enzymes extracellulaires qui provoquent la dépolymérisation des polymeres en
oligomeéres puis dimeres, formant un biofilm (Gu, 2003; Jumaah, 2017). Ces produits seront
ensuite décomposés en fragments plus petits (monomeres) qui sont facilement absorbés et
métabolisés par des enzymes intracellulaires, utilisés comme sources de carbone pour la
croissance des champignons et sont convertis en eau et en dioxyde de carbone (Ezziyyani et al.,
2007; Shah et al., 2008; Bahl et al., 2021). Nos résultats sont en contraste avec ceux rapportés
par Ali et al. (2022) qui ont signalé une perte de poids optimale des films de PEBD estimée a
45 % a ’état statique par rapport a ceux soumis a 1’agitation, aprés 21 jours d’incubation sur

MML avec Fusarium equiseti.

D’autre part, la température a été identifiée comme ’un des facteurs les plus critiques de la
biodégradation. Les cellules microbiennes réagissent aux fluctuations de température par des
voies biochimiques ou enzymatiques, la température ambiante et I’activité fongique sont
directement liées (Mallisetty et al., 2023). D’ailleurs, le taux de biodégradation est souvent
faible a basse temperature, tandis qu’a des températures modérées, ce taux est élevé. En outre,
la plupart des enzymes microbiennes peuvent étre détruites ou endommageées a des températures
extrémement élevées (supérieures a 50°C) ou inactivées a des températures extrémement
basses. De méme, la biomasse fongique peut subir une détérioration thermique a des
températures aussi élevées. Cependant, jusqu’a ce jour, une température maximale de
croissance de 62°C est attribuée a des espéces thermophiles, notamment Thermomyces
lanuginosus (Maheshwari et al., 2000). Tazkiaturrizki et al. (2023) ont signalé que la
température ambiante a un impact sur le processus de biodégradation, et ont rapporté qu’a 30°C,
ils ont observé le plus de changements dans la structure morphologique du PEBD. Fachrul et
al. (2021) ont rapporté qu’une température de 30 °C est optimale pour la dégradation du PEBD
par les champignons. De plus, la biodégradation est influencée par 1’aération car I’activité
microbienne nécessite de 1’oxygene, ce qui implique souvent 1’agitation du milieu qui favorise
le transfert d’oxygene vers les micro-organismes aérobies (Pang et al., 2020). Le pH a
également un impact sur la biodégradation. La capacité des micro-organismes a survivre, a se
développer, a se reproduire et a fonctionner différe selon le pH du milieu, qui affecte egalement
I’efficacité des enzymes. En général, la biodégradation est mieux adaptée aux niveaux de pH
intermédiaires. Des niveaux de pH compris entre 6 et 7.5 sont idéaux pour la croissance
fongique (Bahmani et al., 2018). Il a été rapporté par Neina (2019) que les enzymes sont
principalement plus actives entre un pH de 6.8 et 8. Une autre étude menée par Kwiatkowski et

al, (2020) a démontré des niveaux plus élevés d’activité enzymatique a un pH de 6.5.
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Les résultats obtenus dans cette étude se rapprochent de ceux fournis par Saira et al. (2022), qui
ont obtenu un taux de dégradation estimé a 22.9 % aprés avoir incubé un film de PEBD (2 x 2
cm?) avec A. niger pendant un mois & 28°C avec agitation continue dans un MML. De plus,
Raaman et al. (2012) ont rapporté un taux de dégradation de 5.8 % par A. niger aprés un mois
d’incubation dans un shaker a 37°C. Bien que la capacité de R. arrhizus a dégrader le PEBD
n’a pas été rapportée, certaines souches de Rhizopus sp. sont capables de dégrader les polymeéres
complexes. Une étude faite par Harrat et al. (2022) sur la biodégradation des films de PEBD de
0.2, 0.4 et 0.6g par Rhizopus sp. a montré des taux de dégradation estimes, respectivement, a 5
%, 20 % et 20 %, apres 30 jours d’incubation avec agitation continue dans un MML de pH 7 a
27+2°C. Saxena et Pareek, (2017) ont isolé 10 espéces fongiques a partir d’une décharge de la
ville de Jhansi (Inde) et ont étudie leurs capacités a dégrader les films de PEBD (1x 1 cm)
pendant 30 jours d’incubation a 27°C avec agitation continue dans un milieu de pH 5.6. Parmi
les especes isolées, Penicillium chrysogenum, Rhizopus nigricans, Aspergillus fumigatus,
Aspergillus niger et Aspergillus flavus ont présenté les pourcentages de dégradation les plus
élevés, estimes, respectivement, a 8 %, 6 %, 7 %, 9 % et 7 %. R. arrhizus a été anciennement
connu sous le nom de R. oryzae (Davies et Thornton, 2022). Une étude réalisée par Awasthi et
al. (2017) en utilisant un isolat fongique de laboratoire Rhizopus oryzae NS5 a rapporté une
diminution de 8.4 + 3 % du poids du PEBD. D’autres résultats ont été obtenus par Saxena et al.
(2022) et ont révélé que 6 % de perte de poids du PEBD a été notée apres 30 jours d’incubation
avec Rhizopus nigricans. Par ailleurs, I’implication de P. hordei dans la dégradation du
plastique n’a jamais été relatée, cependant, plusieurs études ont rapporté la dégradation des
polymeres par des espéces du genre Penicillium. Ojha et al. (2017) ont signalé la capacité de
Penicillium oxalicum a dégrader des films de PEBD aprés un mois d’incubation a température
ambiante avec agitation continue dans un bouillon Czapek-Dox de pH 7.03+0.2. Néanmoins,
une étude faite par Saira et al. (2022) sur la biodégradation du PEBD dans un MML avec
agitation continue a 28°C a signalé qu’aucune perte de poids du polymeére n’a été observée
apres 30 jours d’incubation avec Penicillium. Cependant, ils ont relaté la dégradation du PEBD
par Aspergillus niger et Aspergillus flavus avec, respectivement, 22.9 % et 16.1 % de perte de
poids. En outre, les espéces du genre Candida sont riches en diverses enzymes extracellulaires
capables de dégrader de grosses macromolécules en plus petites (Neji et al., 2017). Hadibarata
et al. (2017) ont isolé une nouvelle souche Candida sp. S1 a partir de la forét tropicale humide
et ont signal€ sa capacité a dégrader le pyrene a 35 % apres 15 jours d’incubation. Ils ont ajouté
que I’agitation du milieu a une trés grande influence sur le processus de biodégradation. Une

autre etude réalisée par Farag et Soliman (2011) a montré la capacité de 1’espece Candida
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tropicalis a dégrader I’huile de pétrole ainsi que certains hydrocarbures. En outre, certaines
especes de la classe Saccharomycétes ont été largement utilisées dans les processus industriels
et biotechnologiques, notamment les genres Arxula, Candida et Debaryomyces, qui ont été
impliqués dans la dégradation du plastique (Bischoff et al., 2015; Gonda et al., 2000).
Drailleurs, Zahari et al. (2021) confirment la capacité de C. tropicalis a dégrader le PEBD avec
3.2 % de perte de poids. De plus, des especes telles que Saccharomyces cerevisiae sont des
organismes modeles dans de nombreuses études (Suh et al., 2006). Une recherche réalisée par
Issa en 2021 a utilisé des techniques de génie génétique sur deux souches de Saccharomyces
cerevisiae pour produire I’enzyme hydrolase polyéthyléne téréphtalate (PET) (protéine
hétérologue), qui s’est avérée avoir la capacité de dégrader le PET en monoméres. D’autre part,
une etude réalisée par VVaksmaa et al. (2023b) a montré le potentiel de R. mucilaginosa isolee
d’un environnement marin a minéraliser et a assimiler le carbone contenu dans le polyéthyléne,
en suivant la biodégradation par le tragage d’isotopes stables avec du polyéthyléne marqué au

13C, qui s’est trouvé incorporé dans la biomasse fongique.

Les facteurs environnementaux tels que 1’exposition aux UV et la température peuvent diminuer
I’hydrophobicité des plastiques ou introduire des groupes carbonyle, carboxyle ou hydroxyle,
augmentant ainsi leur biodégradation (Taghavi et al., 2021; Arutchelvi et al., 2008). Ces
facteurs environnementaux peuvent entrainer une altération de la surface, des fissures et des
changements moléculaires dans les plastiques (Jacquin et al., 2019). De méme, la croissance
des micro-organismes sur les surfaces de plastique peut modifier les propriétés physiques du
polymeére en créant des fissures et en agrandissant la taille des pores (Dussud et Ghiglione,
2014). Effectivement, ces altérations ont été observées dans cette étude par microscopie
électronique a balayage (MEB) et par spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier
(FTIR).

Certainement, la perte de poids dans les échantillons de PEBD peut étre attribuée a la
dégradation du squelette carboné par les enzymes fongiques. En fait, les champignons
produisent plusieurs enzymes qui peuvent rompre les liaisons chimiques des polyméres
plastiques pour les utiliser comme source de carbone. Aprés adhésion et colonisation a la
surface des films de PEBD, notamment par la production de surfactants, les micro-organismes
fongiques produisent des enzymes extracellulaires telles que des hydrolases (cutinases,
carboxylestérases, protéases, amidases) et des oxydoréductases (laccases et peroxydases), qui
entrainent la dépolymérisation des longues chaines carbonées du polymere en oligomeéres,

dimeéres et monomeres plus simples et davantage degradables. Ces fragments peuvent ensuite
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étre transportes a travers la membrane cellulaire, pénétrer a I’intérieur de la cellule fongique et
étre introduits dans la ou les voies métaboliques appropriees et assimilés (Srikanth et al., 2022;
Puliga et al., 2023; Varshney et al., 2023). Dacco et al. (2020) ont signalé que la croissance
apicale des champignons filamenteux par un hyphe typique permet d’étendre leurs réseaux
myceliens dans différents polymeéres. Sanchez (2020) a indique que la capacité de pénétration
des hyphes fongiques est associée a leur sécrétion d’exoenzymes et d’hydrophobines qui
augmentent leur adhérence aux substrats hydrophobes. Les hydrophobines sont des protéines
de surface cruciales pour le processus de bioremédiation en raison de leur r6le de biosurfactants,
qui améliorent la biodisponibilité du substrat (Wu et al., 2017). De plus, la non-spécificité des
exoenzymes fongiques leur permet de décomposer différents polymeres plastiques (Rodrigues
da Luz et al., 2019). Cette dépolymérisation augmentera ainsi leur assimilation cellulaire
(Zhang et al., 2020). D’ailleurs, les principales enzymes fongiques impliquées dans la
biodégradation du polyéthyléne sont les enzymes lignolytiques de type laccases (Lac, EC
1.10.3.2.) et peroxydases (EC 1.11.1.7) (Santacruz-Juarez et al., 2021; Malachova et al., 2020
; Sowmya et al., 2014 ; Shimao, 2001). Santacruz-Juarez et al. (2021) ont proposé des voies
hypothétiques pour la dégradation enzymatique du PE en conditions aérobies par des micro-
organismes fongiques, dont une voie centrée sur les laccases, en combinaison avec 1’action
d’hydrophobines qui agissent comme biosurfactants permettant ainsi la catalyse enzymatique.
Dans cette voie hypothétique, les laccases, possédant un haut potentiel rédox, entrainent
I’oxydation des molécules avoisinantes et générent des radicaux libres du PE, qui seraient
ensuite clivés pour générer des radicaux libres d’alcanes, eux-mémes oxydeés en alcools (e.g.
éthanol) puis en aldéhydes (e.g. éthanal), qui sont ensuite transformés en acides carboxyliques
(e.g. acide acétique) entrant dans le cycle de Krebs pour étre minéralises en CO; et H20. Ces
auteurs ont également proposé une voie centrée sur les lignine-peroxidases et les peroxydases
a manganese. Ces enzymes ont été largement étudiées chez les Basidiomycota, mais elles sont
également présentes chez les Ascomycota, dont Trichoderma harzianum, un ascomycete
capable de produire a la fois de la laccase (Mw 88 kDa) et de la peroxydase (Mw 55 kDa) lors
de la dégradation du PE (Sowmya et al., 2014). En effet, le traitement du PE avec 0,01071
Ul/ml de sa laccase a provoqué une réduction de masse de 0,5% apres 10 jours d’incubation,
tandis que le traitement du PE avec 0,01080 Ul/ml de sa peroxydase a provoqué une perte de
masse de 0,6%. Ce traitement a abouti a la formation de groupes d’acides carboxyliques,
d’aldéhydes, d’aromatiques, d’alcools, d’esters, d’éthers et d’halogénures d’alkyle qui ont été
détectés par FTIR. D’autre part, une espéce de basidiomycete, Pleurotus ostreatus a éte

impliquée dans la dégradation du PE. Cet isolat a été capable d’hydrolyser les liaisons C-C en
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produisant des enzymes lignolytiques extracellulaires, notamment la lignine peroxydase (LiP),
la peroxydase de manganese (MnP) et les laccases (Lac). De plus, au cours de la croissance sur
milieu semi-solide modifié en présence de film de PEBD, une production enzymatique élevée
a été détectée. Plus précisément, les activités les plus élevées en Lac et en LiP ont été de 2.817
U/g et 70.755 U/g aprées 30 et 90 jours, respectivement, tandis que la production la plus élevée
de MnP a été observée au 120eme jour (1.097 U/g) (Gomez-Méndez et al., 2018).

Plusieurs autres études ont identifié des enzymes fongiques impliquées dans la dégradation des
polymeres plastiques telles que les peroxydases et les oxydases (Ojha et al., 2017; Munir et al.,
2018; Muhonja et al., 2018a; Sangale et al., 2019; Sanchez, 2020). La dégradation du
polyéthyléne par ’enzyme laccase produite par Pleurotus ostreatus et Aspergillus flavus a été
rapportée, respectivement, par Gomez-Mendez et al. (2018) et Zhang et al. (2020). Bholay et
al. (2012) ont signalé la capacité des espéces fongiques, Aspergillus flavus, Aspergillus niger
et Fusarium graminearum, a produire I’enzyme peroxydase de manganese, et la lignine
peroxydase qui induisent la biodégradation des sacs de polyéthylene, avec une production
maximale de peroxydes de lignine chez Aspergillus niger et Aspergillus flavus. Les enzymes
produites par le genre Rhizopus ont également été étudiées. De Souza et al. (2015) ont rapporté
que les especes du genre Rhizopus sont parmi les espéces fongiques importantes qui produisent
des protéases pour dégrader les polymeres plastiques. Une autre étude réalisée par Walter et al.
(1995) a montré que 1’excrétion de lipases a eté impliquée dans la dégradation du plastique par
la souche Rhizopus delemar. Ces enzymes fongiques créent des groupes fonctionnels qui
augmentent I’hydrophilie du polymére et améliorent sa biodégradation (Shah et al., 2008). De
plus, Abraham et al. (2016) et Awasthi et al. (2017) ont observé une augmentation de la quantité
des groupements carbonyles dans le PEBD en présence d’Aspergillus nomius et Rhizopus
oryzae, respectivement, un signe directement associé a 1’attaque de la peroxydase (Sudhakar et
al., 2008). Sowmya et al. (2015) ont révélé la sécrétion de la laccase et la manganéese
peroxydase chez Penicillium simplicissimum. Manzur et al. (2004) ont évalué la production de
I’enzyme dépolymérase, responsable de I’hydrolyse et de la rupture des polymeéres chez

Penicillium pinophyllum.

Cependant, les enzymes sécrétées par les levures impliquées dans la dégradation du PE n’ont
pas été identifiées. Or, les enzymes impliquées dans la dégradation d’autres polymeéres ont été
signalées. Gautam et al. (2007) ont indiqué que les lipases impliquées dans la dégradation
hydrolytique du polyester polyuréthane sont sécrétées principalement par des levures

appartenant au genre Candida. Singh et Mukhopadhyay (2012) et Chandra et al. (2020) ont
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rapporté les principaux genres de champignons producteurs de lipase, dont Acremonium,
Alternaria, Aspergillus, Beauveria, Candida, Eremothecium, Fusarium, Geotrichum,
Humicola, Mucor, Ophiostoma, Penicillium, Rhizomucor, Rhizopus et Trichoderma. Cette
enzyme a été impliquée dans la dégradation du polyéthyléne téréphtalate (PET) (Carr et al.,
2020) par Aspergillus oryzae CCUG 33812 (Wang et al., 2008) et Candida antarctica (CALB)
(De Castro et al., 2017; Carniel et al., 2017). Issa (2021) a démontreé la capacité de 1’enzyme
polyéthyléne téréphthalate hydrolase (PETase) produite par Saccharomyces cerevisiae a
dégrader et a provoquer des changements de surface sur des déchets de PET et a montré que
cette levure a la capacité de former des amas cellulaires similaires a des biofilms sur la surface
du PET.

Enfin, tous les facteurs biotiques et abiotiques doivent étre pris en compte au cours du processus
de la biodégradation. De méme, les caractéristiques des polymeres telles que la cristallinité, le
poids moléculaire, les groupes fonctionnels, la flexibilité de la chaine et la structure de
réticulation contribuent a la dégradation enzymatique des plastiques (Artham et Doble, 2008).
Ces criteres peuvent étre la cause des faibles pourcentages de perte de poids obtenus dans cette
étude apres avoir incubé les espéces fongiques sélectionnées avec des films de PEBD2. De plus,
diverses forces physiques et biologiques sont aussi nécessaires pour décomposer la grande

structure des polymeéres en fragments plus petits (Swift, 1997).

3. 3. Influence de la composition du milieu sur la biodégradation

Un autre facteur a été étudié pour évaluer son influence sur le processus de biodégradation: la
composition du milieu de culture. C’est pourquoi le milieu Czapek contenant du saccharose a
été utilisé. Cependant, les résultats obtenus ont montré qu’en présence d’une autre source de
carbone, autre que le polymeére plastique, I’affinité des especes fongiques aux films de PEBD
diminue, ce qui explique les faibles taux de dégradation obtenus dans cette étude. Nos résultats
sont en conformité avec ceux rapportés par Ali et al. (2022) qui ont étudié I’influence du type
de milieu sur la biodégradation des films de PEBD par Fusarium equiseti et ont signalé que le
pourcentage de perte de poids a été plus éleve sur le MML. Ils ont ajouté que cela pourrait étre
dd a I’absence d’une source de carbone dans le MML et sa présence dans le milieu Czapek, ce
qui favorise ’utilisation des films de PEBD comme source de carbone. De plus, Malachova et
al. (2020) ont signalé un faible pourcentage de perte de poids (0.5 + 0.4) des films de PEBD
incubés avec Trichoderma hamatum pendant deux mois dans le milieu Czapek. En revanche,

plusieurs études ont rapporté des taux de dégradation importants dans le milieu Czapek. Des
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valeurs de 2.6 £ 1.51 %, 9.65 + 1.52 % et 2.5 + 1.51 ont été obtenues par Perera et al. (2021)
aprés avoir incubé des films de PEBD de 20 microns, respectivement, avec Phlebiopsis
flavidoalba, Schizophyllum commune et Phanerodontia chrysosporium dans le milieu Czapek
pendant 60 jours a température ambiante. Par ailleurs, une étude réalisée par Ojha et al. (2017)
a révélé qu’aucune perte de poids n’a été observée dans les films de PEBD apres 30 jours
d’incubation dans le milieu Czapek, ce qui est attribué au fait que les isolats fongiques ont

utilisé le saccharose comme source de carbone, qui est plus facile a décomposer que le plastique.

4. Biodégradation ex situ

Le processus de bioremédiation peut étre appliqué in situ, dans lequel le traitement est effectué
directement dans la région contaminée, ou ex situ, dans lequel il est nécessaire d'excaver et de
retirer la région contaminée de son lieu d'origine. Cette technique peut étre utilisée pour
éliminer différents polluants, y compris les plastiques (Bardaji et al., 2019). Dans cette étude,
la biodégradation des films de PEBD a été évaluée ex situ, dans 1’eau de mer, 1’eau du robinet
et dans un échantillon de sol, pour étudier I’influence de la composition des milieux naturels
sur ’activité fongique et donc sur le processus de biodégradation. Les résultats obtenus ont
montré des valeurs non négligeables en termes de perte de poids pour A. niger et R. arrhizus
dans les trois différents milieux utilisés, avec des pourcentages allant de 1.03 a 2.74 % aprées 30
jours d’incubation. Cependant, les films incubés avec P. hordei, C. tropicalis et R. mucilaginosa
ont présenté des pourcentages de perte de poids plus ou moins faibles (inférieurs a 1 %). En
effet, trés peu d’études ont rapporté la biodégradation des polymeéres plastiques ex situ. \Webb
et al. (2000) ont étudié la colonisation fongique et la biodétérioration du chlorure de polyvinyle
plastifié in situ et ex situ et ont suggéré que la succession microbienne peut se produire pendant
de longues périodes d'exposition in situ. Ils ont également identifié un champignon ressemblant
a une levure (yeast-like fungus), Aureobasidium pullulans, comme principal colonisateur, et un
groupe de levures, notamment Rhodotorula aurantiaca et Kluyveromyces spp. Une autre étude
meneée par Harrat et al. (2022) a signalé que les taux de dégradation les plus élevés obtenus
dans I’eau du robinet (10%), dans le sol (8%) et dans 1’eau de mer (5%) ont été attribués,
respectivement, aux films de PEBD de 0.4 g, 0.4 g et 0.2 g. Cependant, aucune perte de poids
n’a été observée dans cette étude au-dela du 30 ®™ jour d’incubation dans les trois milieux
utilisés. Nos résultats sont en contraste avec ceux obtenus par Verma et Gupta (2019) qui ont
signalé des pourcentages de perte de poids des films de PEBD estimés a 30.6 et 13.1 % apres 9

mois d’incubation dans le sol avec A. flavus et A. terreus, respectivement.
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Les micro-organismes présentant les potentiels de dégradation les plus importants doivent étre
testés au niveau ex situ avant de les utiliser sur le site de décharge pour se débarrasser des
déchets plastiques (Shahnawaz et al., 2019). Néanmoins, le taux de dégradation ex situ se
produit généralement a un rythme plus lent par rapport a la dégradation in vitro ce qui explique
les faibles pourcentages de dégradation obtenus dans cette étude. Ceci peut étre attribué a la
présence de sources de carbone autres que le polyéthyléne dans les milieux naturels utilisés
et/ou a des phénomenes de compétition avec les micro-organismes endémiques. De plus, les
facteurs environnementaux tels que la température, I’humidité et le pH des milieux ont une
influence importante sur I’activité biologique des espéces fongiques et, par conséquent, sur la

dégradation des polymeéres carbonés (Lefaux, 2005).

5. Suivi de la biodégradation des films de PEBD apreés trois mois d’incubation
Les films de PEBD, incubés avec A. niger, R. arrhizus, P. hordei, C. tropicalis et R.
mucilaginosa dans des cultures discontinues, ont démontré des pourcentages de perte de poids
augmentant avec le temps d’incubation jusqu’au 30°™ jour. Ces résultats suggérent que la durée
d’incubation, notamment le temps de contact des especes fongiques avec les polymeres, est
également un élément important dans le processus de biodégradation. Cependant, le taux de
dégradation reste inchangé apres 30 jours. Des études ont été menées pour évaluer I’influence
de la période d’incubation sur la dégradation du PEBD par des communautés microbiennes. Il
est recommandé que les résultats de dégradation soient fiables et mesurables dans les 72 heures
(Mallisetty et al.,2023). Nos résultats sont similaires a ceux rapportés par Tazkiaturrizki et al.
(2023) qui ont trouvé des changements morphologiques plus importants a la surface du PEBD
aprés 30 jours d’incubation. Les résultats obtenus par Khruengsai et al. (2021) confirment la
capacité du champignon filamenteux A. niger a dégrader et a utiliser les films de PEBD comme
seule source de carbone aprés 30 jours d’incubation, avec un pourcentage de perte de poids
estimé a 8.85 %. D’autre part, Dsouza et al. (2021) ont étudié la dégradation du PEBD par un
consortium fongique composé d’Aspergillus niger, A. flavus et A. oryzae ou une perte de poids
de 26.15 % a été observée aprés 55 jours d’incubation sous des conditions controlées. En effet,
nos resultats sont en conformité avec ceux réalisés par Awasthi et al. (2017) et Harrat et al.
(2022), qui ont rapporté la dégradation du PEBD par Rhizopus oryzae NS5 et Rhizopus sp.,
respectivement, aprés un mois d’incubation. Cependant, plusicurs études ont relaté la
biodégradation des films de PEBD avec une durée d’incubation prolongée in vitro, apres
I’application d’un prétraitement aux polymeéres testés ou I’enrichissement du milieu de culture.

Vinay et al. (2016) ont étudié la dégradation du PEBD pré-exposé aux rayons UV par
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Aspergillus niger (2.94, 4.32 et 5.11%) et Penicillium sp. (2.02, 3.11 et 3.87%) aprées 30, 60 et
90 jours d’incubation, respectivement. Verma et Gupta (2019) ont rapporté la dégradation des
films de PEBD aprés 4 mois d’incubation avec A. terreus (11.4 %) et A. flavus (14.3 %). De
méme, Khruengsai et al. (2021) ont obtenu des pourcentages de perte de poids du PEBD estimés
a 16.83 et 28.78 % apres 60 et 90 jours d’incubation, respectivement, avec A. niger. Une autre
étude réalisée par Muhonja et al. (2018a) a enregistré un taux élevé de dégradation du PEBD
estimé a 36.4+5.53 aprés incubation avec A. oryzae A5, 1 (MG779508) pendant 112 jours.
Séaenz et al. (2019) ont obtenu des taux élevés de biodégradation des films de PEBD estimés a
35.3 % et 22.14% aprés incubation avec Aspergillus niger et Aspergillus terreus,
respectivement, pendant 77 jours. Khan et al. (2023) ont également rapporté des pourcentages
élevés de perte de poids des films de PEBD incubés pendant 90 jours avec Penicillium citrinum,
estimés a 38.82 + 1.08 % et 47.22 +2.04 % pour, respectivement, les polymeéres non traités et

pré-traités a I’acide nitrique.

Par ailleurs, une perte de poids importante des films de PEBD a été observée aprés 90 jours
d’incubation avec R. arrhizus dans la culture continue, atteignant 29.74 %. Cette perte est
attribuée aux conditions du milieu, dans lequel il y a un apport continu en nutriments et en
paralléle un soutirage de la biomasse produite, ce qui permettra a 1’isolat fongique de croitre et
de sécréter les enzymes nécessaires a la biodégradation tout au long de la période d’incubation.
Contrairement aux conditions des cultures discontinues, dans lesquelles la phase exponentielle
est courte a cause de 1’épuisement des éléments nutritifs dans le milieu et I’accumulation des
produits de la dégradation. Ces derniers peuvent entrainer la mort cellulaire et, par conséquent,
I’arrét du processus de biodégradation au bout d’un mois. En effet, jusqu’a présent, la
dégradation du PEBD dans une culture continue par des champignons n’a pas encore été
étudiée. Cependant, Kumar et al. (2016) ont rapporté la dégradation des plastiques
commerciaux dans le sol en utilisant un bioréacteur et ont constaté que le consortium bactérien,
composé¢ d’especes de Anabaena, Burkholderia, Flavobacterium, Pseudomonas aeruginosa, P.
fluorescens, P. putida, P. stutzeri et Vibrio alginolyticus, peut dégrader des films de PEBD avec

19,8% de perte de poids apres 100 jours d’incubation.

166



Partie 1V. Discussion

6. Changements morphologiques sous MEB et altéerations structurelles sous
FTIR

La biodégradation des films de PEBD a été confirmée par des analyses au MEB et FTIR. C’est
pourquoi les films incubés avec A. niger, R. arrhizus, P. hordei, C. tropicalis et R.
mucilaginosa, présentant les pourcentages de perte de poids les plus élevés, ont été analysés par
MEB et FTIR. Les résultats obtenus sous MEB ont montré des perturbations et des altérations
morphologiques de la surface des films de PEBD incubés avec ces especes fongiques, comparés
au témoin. Des changements structuraux, notamment la formation de fissures et de pores, ont
été mis en évidence sur les polymeres plastiques incubés en cultures discontinues apres 30 jours
(in vitro et ex situ) et en culture continue apres 30 et 90 jours. Ces résultats confirment que les
cing isolats fongiques sont capables de décomposer la structure complexe du PEBD. De méme,
les fissures formées ont confirmé la fragilité des films de PEBD cultivés avec les espéces
fongiques qui ont colonisé ces polyméres. D’ailleurs, les images obtenues suggérent que les
isolats ont utilisé le polyéthyléene comme seule source de carbone en se développant sur sa
surface et en fusionnant avec succes leurs hyphes fongiques sur les films de PEBD (Khruengsai
et al., 2021). Nos résultats sont similaires a ceux rapportés préecédemment montrant des
changements structuraux et des érosions a la surface des films de PEBD en termes de porosité,
de cavités et de trous engendrés par des isolats fongiques tels que Aspergillus et Penicillium
(Volke-Sepulveda et al., 2002; Das et Kumar, 2014), notamment Aspergillus flavus et Mucor
circinelloides (Pramila et Ramesh, 2011). De plus, cette analyse a permis I'observation de la
croissance superficielle du mycélium fongique et la biodégradation du polyéthyléne clairement
visible a travers la formation de pores et de fissures a la surface des films suite a la pénétration
et la colonisation du mycélium fongique (Gong et al., 2023). Bonhomme et al. (2003) ont
confirmé que les champignons s’accumulent a la surface du polyéthyléne et apreés leur
élimination, cette derniére devient physiquement piquée et érodée. Khan et al. (2023) ont étudié
la dégradation du PEBD par Penicillium citricola et ont observe la formation de cavités et de
fissures a la surface du polymeére sous MEB aprés 90 jours d’incubation. D’autres études ont
rapporté des modifications a la surface des films de PEBD suite a leur dégradation par des
especes fongiques (Ameen et al., 2015; Alshehrei, 2017; Verma et Gupta, 2019; Khruengsai et
al., 2021; Kuci¢ Grgi¢ et al., 2023). La microscopie a balayage a fourni une observation
détaillée des changements de surface dans les polymeéres de PEBD. Des hyphes fongiques, des
cavités et des fosses ont été remarqués. La biodégradation des polymeéres est généralement un

processus de corrosion de surface en raison de l’incapacité de pénétration des enzymes
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extracellulaires dans le polymeére (Gnanavel et al., 2014). En outre, I'analyse EDS a fourni des
preuves claires d’oxydation, confirmant 1’altération et la décomposition des chaines carbonées
du polyéthylene par I’isolat fongique testé. Avant la dégradation, le taux de carbone dans le
film témoin a été trés élevé (94.83%). Cependant, apres la dégradation par R arrhizus, la teneur
en carbone a diminué et est estimée a 69.26% et 56.84% pour, respectivement, le film de PEBD
incubé dans une culture discontinue et une culture continue. En revanche, la teneur en oxygene
a augmenté. En effet, lorsque le polyéthyléne se dégrade suite a son utilisation par 1’espéce
fongique, la teneur en carbone diminue. De plus, les vides qui se forment dans la matrice du
polymeére augmentent sa surface de contact avec le milieu extérieur. Cela favorise I’adsorption
de I'oxygéne et 1’oxydation des chaines de PE, conduisant a la formation de groupes
fonctionnels riches en oxygene tels que les groupes hydroxyles (-OH) et les groupes carbonyles
(C=0). Ces composés sont plus oxygénés que les chaines de polymeres d’origine, ce qui

explique I’augmentation observée de la teneur en oxygene.

D’autre part, les films de PEBD ont ét¢ soumis a une analyse FTIR pour évaluer toute
transformation chimique ou modification des groupes fonctionnels de ces polyméres (Montazer
et al., 2018; Ghatge et al., 2020; El-Sayed et al., 2021). Dans cette étude, 1’augmentation de
I’intensité des bandes d’absorption a 2912, 2845, 1463 et 718 cm ™! dans les films cultivés avec
les isolats fongiques a été attribuée au clivage des liaisons C-H et la formation de nouveaux
produits intermédiaires (Esmaeili et al., 2013). L apparition des pics a 3521-4912 cm™ et 2088-
2363 cm™* dans tous les échantillons dégradés indique que les liaisons -OH (d’alcool) et C=C
(d’alcyne) ont été altérées et que des composés carboxylés se sont formés. De plus, les bandes
obtenues entre 1739 et 1841 cm™, dans les films incubés avec R. arrhizus dans la culture
continue (F5) et la culture discontinue ainsi que les films incubés ex situ, résultent de
I’¢longation des groupements C=0 des esters aliphatiques. La formation de ces groupements
esters suggéere une activité d’hydrolyse biologique par les dépolymérases. En outre, les bandes
obtenues a 1695, 1697 et 1700 cm-1 sont attribuées, respectivement, a 1’¢longation des liaisons
C=0 des aldéhydes et des cétones aromatiques. Ces composés carbonyleés résultent du
phénomene d’oxydation par les oxydo-réductases. Das et Kumar (2015) ont mentionné que les
groupes carbonyles, une fois formés, peuvent étre attaqués par des micro-organismes. Hasan et
al. (2007) ont attribué les changements au nombre d’onde 1812.8 cm ™! a I’utilisation du groupe
carbonyle par les champignons au cours de la biodégradation du PEBD. D’autre part, les bandes
apparues entre 1424 et 1435 cm™ ont été attribuées aux déformations des liaisons C-H des

groupements méthylénes (alcanes). De plus, I’apparition de nouveaux pics a 1107 et
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1105 cm™ dans le film de PEBD incubé avec R. arrhizus en culture continue pendant 30 et 90
jours, respectivement, confirme la biodégradation et la formation de nouveaux produits
intermédiaires présentant des vibrations d’élongation C-O (alcools secondaires). L’ introduction
de ces bandes favorise 1’oxydation du PEBD par les enzymes médiées par des champignons
(Das et al., 2018). L analyse FTIR a montré que les films de PEBD ont été dégradés par A.
niger, R. arrhizus, P. hordei, C. tropicalis et R. mucilaginosa, et ce, via la réaction d’hydrolyse
enzymatique favorisant 1’action microbienne (Khruengsai et al., 2021). En outre, la valeur de
I’IC des films dégradés a été supérieure a celle du film témoin. L’augmentation de I’'IC a
confirmé que des changements oxydatifs se sont produits lors de la dégradation des films de
PEBD par les isolats fongiques (Ratanakamnuan et Aht-Ong, 2006). D’autre part, 1I’exposition
prolongée du film incubé dans une culture continue a I’isolat fongique pendant 90 jours a
conduit a une faible diminution de I’indice carbonyle suite a la formation des groupements
esters au cours du processus de dégradation (Sudhakar et al., 2008). Lorsque le PEBD est
oxydé, des groupements carbonyles sont introduits dans la chaine du polymeére conduisant a la
formation d’acides carboxyliques et d’autres produits de faible poids moléculaire. Ces
altérations rendent le matériau plus hydrophile, ce qui augmente et accélére le taux de
dégradation. Enfin, les changements conformationnels des spectres d'absorption dans les films
de PEBD dégradés ont confirmé la dépolymérisation de ces polymeres et leur utilisation comme

source de carbone (Nowak et al., 2011).

7. Détermination des changements de cristallinité par DRX

La structure des films de PEBD a été étudiée par diffractométrie des rayons X afin d’examiner
I’évolution du taux de cristallinité apres la dégradation par les différents isolats fongiques. Les
spectres obtenus ont montré des pics de diffraction d’intensité élevée dans la zone 20 entre 20
et 30°, confirmant la structure semi-cristalline des polymeéres testés. Les pics observés entre 21°
et 22° de I’angle 20, représentant les réflexions (110), et les pics formés a 20 = 23.5 - 24°,
correspondant aux réflexions (200) (Musuc ef al., 2013), sont attribués a la structure cristalline
orthorhombique du PEBD (Morancho et al., 2006). Par ailleurs, des changements dans le profil
DRX des films de PEBD ont été observés aprés la biodégradation, notamment une
augmentation ou une diminution de I’intensité de certains pics, des variations dans les taux de
cristallinité, des décalages de quelques pics et I’apparition de nouvelles bandes. Ces altérations
sont conformes aux résultats obtenus par El Sayed er al. (2021), qui ont signalé des

modifications de la structure cristalline des films de PEBD pré-traités thermiquement et exposés
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a une culture mixte de deux isolats fongiques, Aspergillus carbonarius et A. fumigatus, pendant
16 semaines. IIs ont observé un déplacement de la position des pics a 20 =21.6, 24.06 et 36.39°,
une disparition du pic a 20= 69.558°, ainsi qu’une diminution de I’intensité des pics a 20 =21.5
et 36.12°, indiquant une réduction de la taille des cristaux et de la cristallinité au cours de la
biodégradation (EI Sayed er a/.,2021). Une autre étude menée par Manzur et al. (2004) a révélé
une augmentation de la cristallinité relative du PEBD aprés 3 mois d’incubation avec un
consortium de quatre champignons filamenteux : Aspergillus niger, Gliocladium virens,
Penicillium pinophilum et Phanerochaete chrysosporium. En effet, les micro-organismes
agissent sur les polymeéres semi-cristallins au niveau des phases amorphes, du fait que les
régions cristallines sont plus résistantes aux attaques enzymatiques (Shogren et al., 1992). La
fraction amorphe entoure les particules cristallines et/ou délimite les blocs cristallins de la
mosaique cristalline (Manzur et al., 1997). Nos résultats suggérent que les isolats fongiques, A.
niger, R. arrhizus, P. hordei, C. tropicalis et R. mucilaginosa, agissent principalement sur la
phase amorphe, provogquant une augmentation de la cristallinité et la séparation des blocs
cristallins, formant ainsi des cristaux plus petits. Toutefois, ces composés situés dans I’interface
amorphe-cristalline du polymere ou formeés au cours de la premiére étape peuvent étre assimilés
par les especes fongiques, conduisant a une augmentation de la fraction amorphe et une
diminution de la fraction cristalline (Manzur et al., 2004; Weiland et al., 1995). Ces deux
mécanismes expliguent les augmentations et les diminutions de cristallinité obtenues dans cette
étude. Par ailleurs, les décalages dans la position des pics de diffraction résultent d’un faible
changement dans les dimensions du réseau cristallin. Enfin, le type de traitements biologiques
et physico-chimiques ainsi que la durée d’incubation peuvent étre a 1’origine des différences de

cristallinité observées (Volke-Sepulveda et al., 2002).
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Conclusion et perspectives

La pollution environnementale due a I’accumulation des polymeéres sous forme de déchets
plastiques pose un énorme probleme écologique. La biodégradation est considérée comme la
méthode la plus efficace de contrdle de cette pollution et constitue le principal processus de
décontamination des sédiments et des sols. En effet, les micro-organismes impliqués dans le
processus de dégradation se distinguent par leurs caractéristiques uniques, ils présentent des
exigences spécifiques en termes de conditions environnementales favorables a leur croissance.
Cependant, il est crucial d’isoler des espéeces capables de dégrader le plastique et de déterminer

les conditions optimales pour leurs activités.

L’objectif de la présente étude est d’identifier des champignons isolés de la décharge publique
de Boumehadjer située a 1’est de Skikda (Algérie), et d’étudier leurs capacités a dégrader des
films de polyéthyléne basse densite (PEBD) in vitro dans des cultures discontinues (milieu
minimum liquide, MML) en agissant sur quelques parameétres dans le but d’optimiser la
biodégradation. De plus, cette étude vise a évaluer la biodégradation ex situ (dans 1’eau de mer,
I’eau du robinet et dans un échantillon de sol) et a aborder une nouvelle approche de dégradation
in vitro (culture continue) afin de développer une méthode rentable de contrdle de la pollution

plastique.

L’examen macroscopique et microscopique des isolats fongiques sélectionnés a permis leur
identification. Ils appartiennent aux genres Aspergillus, Rhizopus, Penicillium, Candida et
Rhodotorula. L’analyse phylogénétique des régions ITS, Actine; ITS, LSU; ITS, B-tubuline et
ITS, D1D2 a révélé que ces isolats correspondent, respectivement, a Aspergillus niger,

Rhizopus arrhizus, Penicillium hordei, Candida tropicalis et Rhodotorula mucilaginosa.

Notre étude a montré la capacité de ces especes fongiques a dégrader des films de sacs
plastiques de type PEBD in vitro et ex situ, en observant la perte de poids, les changements
morphologiques par microscopie électronique a balayage (MEB), les altérations structurelles
par spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier (FTIR) et les modifications de
cristallinité par diffractométrie des rayons X (DRX) des polymeéres étudiés. Cependant, les taux
de dégradation ont éte plus élevés dans les tests réalisés sur MML que dans les tests menés dans
des milieux naturels, car ces derniers contiennent des sources de carbone autres que le

polyéthyléne.

Notre étude a également mis en évidence la nécessité d’un apport en oxygene pour les cing
especes identifiées lors du processus de dégradation. De plus, un pH de 6 a été trouvé comme
optimal pour tous les isolats testés. En outre, une température optimale de 25°C été attribuée a
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toutes les espéces fongiques a 1’exception d’Aspergillus niger, pour lequel la température
optimale a été de 35°C. Quant aux poids des films, les meilleurs résultats ont été obtenus avec
les films de 0.2 g incubés avec une biomasse fongique estimée, respectivement, a 375 x 10°
cellules/ml, 431.25 x 10° cellules/ml, 92.5 x 106 cellules/ml, 45 x 10° cellules/ml et 415 x 10°

cellules/ml pour A. niger, C. tropicalis, P. hordei, R. arrhizus et R. mucilaginosa

L’optimisation de ces paramétres biotiques et abiotiques a permis d’améliorer ’activité
fongique et d’obtenir des pourcentages de perte de poids prometteurs apres 30 jours
d’incubation, estimés a 17.21 %, 23.77 %, 7.77 %, 7.60 % et 5.53 % pour, respectivement, A.
niger, R. arrhizus, P. hordei, C. tropicalis et R. mucilaginosa. En outre, I’évaluation de la
biodégradation dans une culture continue a permis d’obtenir des taux de dégradation plus €élevés

qu’en cultures discontinues, atteignant 29.74 % apres 90 jours d’incubation avec R. arrhizus.

La microscopie électronique a balayage a révélé des changements structurels évidents,
notamment des fissures et des rugosités a la surface des films de PEBD incubés avec les cing
isolats fongiques. De plus, I’analyse ATR-FTIR a montré que ces polymeres ont été dégradeés
par A. niger, R. arrhizus, P. hordei, C. tropicalis et R. mucilaginosa, via des réactions
enzymatiques favorisant 1’action microbienne. En effet, 1’apparition des groupements
fonctionnels, notamment des esters, des aldéhydes et des cétones présentant des groupes
carbonyles, suggere des activités d’hydrolyse par des dépolymérases et une oxydation par des
oxydo-réductases. En outre, I’augmentation de I’indice carbonyle (IC) confirme que des
changements oxydatifs se sont produits lors de la dégradation des films de PEBD. D’autre part,
la diffractométrie des rayons X (DRX) a révélé des pics d’intensité élevée dans la position
angulaire 20 =20 - 30°, confirmant la structure semi-cristalline du polymeére testé. Par ailleurs,
plusieurs altérations ont été remarquées apres la dégradation par les isolats fongiques,
notamment des changements d’intensité des pics cristallins suite a I’attaque des régions
amorphes et/ou des petits cristaux, ainsi que des décalages dans la position de certains pics qui

résultent d’un faible changement dans les dimensions du réseau cristallin.

Enfin, I'utilisation des plastiques biodégradables est fortement encouragée; néanmoins, leur
colt élevé rend leur adoption limitée, augmentant ainsi la demande pour les plastiques
traditionnels, d’ou la nécessité d’instaurer des systémes de gestion des déchets, notamment la
biodégradation. Ce processus biologique se distingue comme une solution idéale pour réduire
les déchets plastiques et préserver les écosystemes. Pour conclure, investir dans des méthodes
de biodegradation efficaces et promouvoir la recherche dans ce domaine sont des initiatives

essentielles pour faire face a cette problématique mondiale.
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Perspectives

Les résultats obtenus dans cette étude ouvrent des perspectives intéressantes et pourraient
également servir de base pour des travaux ultérieurs:

- Des approches de génomique et de transcriptomique afin de mettre en évidence les génes
impliqués dans la dégradation des polymeéres

- Une caractérisation des enzymes impliquées dans le processus de la biodégradation

- Le suivi de la biodégradation par le marquage des molécules de carbone (**C) contenues dans
les polymeres de PEBD par RMN

- L*étude in situ de la biodégradation du PEBD par les especes fongiques identifiées

- Evaluation de la dégradation d’autres polymeres par les especes identifiées afin de déterminer

leur spectre d’activité.
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Annexe |I. Composition des milieux de culture

Milieu Potato Dextrose Agar (PDA)

Pomme de terre
Glucose

Agar

Eau distillée

pH du milieu

200 g
209
209
1000 ml

5.6+0.2

Milieu Sabouraud Dextrose Agar

Peptone
Dextrose
Agar

Eau distillée

pH du milieu

10 g
409
159
1000 ml

5.6+0.2
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Annexe Il. Caractérisation moléculaire des isolats fongiques

I1.1. Extraction de ’ADN fongique

L’extraction d’ADN (acide désoxyribonucléique) a été effectuée en utilisant un kit commercial
FastDNA Spin (MP Biomedicals). Le protocole consiste a déposer 1ml de solution de lyse
cellulaire (CLS-Y) dans des tubes de Lysing Matrix A, puis a ajouter I'équivalent de 200 mg de
structures fongiques (spores et mycélium pour les champignons filamenteux), prélevées a partir
de cultures sur boites PDA a l'aide d'un scalpel stérile ou d’une anse a usage unique. Cette
préparation a été homogénéisée dans un vibro-broyeur (Retsch MM400) pendant 40s a une
fréquence de 60 Hz, puis centrifugée a 14000 xg pendant 10 min. Un volume de 800ul de
surnageant a été transféré dans un tube Eppendorf de 2 ml, et 800ul de la solution Binding
Matrix (suspension de silice, agissant comme matrice de liaison) y ont été ajoutés. La
préparation a été incubée pendant 5 min a température ambiante, avec une agitation douce sur
un support rotatif (RotoFlex, R2001). La moitié de cette préparation a été transférée dans des
tubes SPIN Filter, puis centrifugée a 14000 x g pendant une minute. Le tube de récupération a
été vide et le reste de la préparation a eté ajouté dans le tube SPIN Filter et centrifugé une
seconde fois (Figure I).

<. N\ |

R \
Homogeneisation, 40s \

1 ml de la suspension o @

— 0

Culture fongique

de lyse + 200 mg 800 pl du
de structures fongiques e . surnageant
Centrifugation, \ o
T 10 min ‘
| 800ul de la
P /" suspension de
800 ul - silice (matrice
6 h N st i
& 1 ScAWe de liaison)
! | \ Y (2000
. 7 4y — /
Agitation, 5 min
Centrifugation, Vider le tube Centrifugation,

1 min 1 min

Figure I. Protocole expérimental de la lyse cellulaire et la fixation de I’ADN a la matrice de
silice
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Le tube de récupération a été vidé a nouveau, et 500 pul de la solution de lavage SEWS-M
additionnée de 1’éthanol a 100 % ont été ajoutés, tout en remettant le culot en suspension a
I’aide de la pointe d’une pipette. Le mélange a été centrifugé a 14000 xg pendant une minute.
Le tube de récupération a été vidé et remplacé par un autre. Le mélange a été centrifugé une
nouvelle fois & 14000 xg pendant 2 minutes afin d’assurer I’¢limination compléte de 1’éthanol.
Enfin, le tube de récupération a été remplacé par un nouveau tube propre et I’ADN a été ¢élué
en remettant doucement en suspension la matrice de liaison contenue dans le tube SPIN Filter
avec 100 pl de DES. Cette suspension a été incubée pendant 5 minutes a 55°C dans un
Eppendorf ThermoStat Plus, puis centrifugée a 14000 xg pendant une minute afin de récupérer
I’ADN élué dans le tube de récupération. Le tube SPIN Filter a ensuite été jeté et I’ADN
fongique est prét. La conservation de I’ADN se fait a -20°C (a long terme) ou a 4°C (a court

terme) (Figure I1).

‘ 500 pl dela
solution de

\Z I lavage

(-)
J

.
\

)

—> i —

——3, - R
Vider le tube de = = = =
récupération Centrifugation, l}iemplace_mept du tube Centrifugation, Remplacement
T e récupération par un ) du tube de
autre tube propre pi récupération
par un autre
tube propre
Jeter le tube \ "
SPIN Filter
- 100 pl de DES‘
I v -, a \z
N —— — Siid s <«

N
’

¥ ADN fongique Incubation a 55°C, 5 min
a conserver au

congélateur

Centrifugation,
1 min

Figure Il. Protocole expérimental de 1’¢lution et la récupération de I’ADN fongique
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I1.2. Electrophorése sur gel d’agarose

1. Préparation du gel d’agarose a 2 %

- Verser 2 g d’agarose dans un Erlenmeyer et ajouter 100 ml de tampon TAE (Tris-acétate
EDTA) a 1x;

- Dissoudre 1’agarose en chauffant la solution dans un micro-ondes jusqu’a ce que I’agarose

soit complétement dissoute, obtenant ainsi une solution claire et homogéne;

- Refroidir la solution en la plagant sous une eau froide, en tournant délicatement 1’Erlenmeyer

pour permettre une dissipation réguliére de la chaleur;

- Ajouter 5 pl de I’intercalant Midori Green dans le gel et mélanger délicatement.

2. Préparation de la cuve de migration

- Installer les parois amovibles du support de coulage et insérer le peigne;

- Verser la solution d’agarose préparée dans le support et laisser refroidir pendant 20 minutes;
- Retirer les parois amovibles et le peigne en veillant a ne pas endommager les puits;

- Placer le support dans la cassette d’électrophorése et recouvrir le gel avec le tampon TAE a

1x, en veillant a ce que le gel soit completement submergé;

- Ajouter 5 ul du marqueur de taille BenchTop DNA Ladder (100 pb) dans le premier et le
dernier puits, et 5 ul de chaque échantillon (amplicons, témoin positif, t¢moin négatif) dans les

autres puits;

- Fermer le couvercle de sécurité et vérifier le positionnement correct du gel.

3. Migration et observation
- Effectuer 1’électrophorése a 100 V pendant 30 minutes;

- Apres la migration, retirer le gel de la cuve et I’observer sous lumiére UV avec un Quantum

ST4 équipé du logiciel Quantum-Capt.
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Annexe I1.3. Séquences nucléotidiques des génes d’intérét (3°-5°)

>A2 ITS: Aspergillus niger

TGGAAAACGTCGGCAGGCGCCGGCCAATCCTACAGAGCATGTGACAAAGCCCCATACGCTCGAGGA
TCGGACGCGGTGCCGCCGCTGCCTTTCGGGCCCGTCCCCCCGGAGAGGGGGACGGCGACCCAACAC
ACAAGCCGGGCTTGAGGGCAGCAATGACGCTCGGACAGGCATGCCCCCCGGAATACCAGGGGGCLG
CAATGTGCGTTCAAAGACTCGATGATTCACTGAATTCTGCAATTCACATTAGTTATCGCATTTCGCTGC
GTTCTTCATCGATGCCGGAACCAAGAGATCCATTGTTGAAAGTTTTAACTGATTGCATTCAATCAACT
CAGACTGCACGCTTTCAGACAGTGTTCGTGTTGGGGTCTCCGGCGGGCACGGGCCCGGGGGGCAAA
GGCGCCCCCCCGGCGGCCGACAAGCGGCGGGCCCGCCGAAGCAACAGGGTATAATAGACACGGAT
GGGAGGTTGGGCCCAAAGGACCCGCACTCGGTAATGATCCTTCCGCAGGTTC

>A2_ Actine: Aspergillus niger

TGTGCAAGGCCGGTTTCGCCGGTGACGATGCTCCCCGTGCCGTCTTCCGTAAGTCAACCTCCTCCTTG
TCCACTGTGCTGGACGTTCTACCTACTGGCTTGATGGATTCTTCCCGCTCTTTCATGGCAATTGCCACC
CATTGCGTCTTCGCGCCGGGCTGCTAGCTCATGTGGGGGCGGTGAATTACCCGCCATGTCAGCACCA
GTTCGAATAGTGAACTAACTTGCGGTACAGCCTCCATTGTCGGTCGTCCCCGTCACCATGGGTAAAG
CTCCCCTTTGTTCTCTCCTAATTGGCCTGCCAGGCTGGTTGATCAGTTTTGTCTAATGCCGCCCACAGT
ATCATGATTGGTATGGGCCAGAAGGACTCG

>R1_ITS: Rhizopus arrhizus

AGAAAGTAAGCGCCTTACCTTAGGGTTTCCTCTGGGGGTAGTGATTGCTTCTACAC
TGTGAAAATTTGGCTGAGAGACTCAGACTGGTCATGGGTAGACCTATCTGGGGTTT
GATCGATGCCACTCCTGGTTTCAGGAGTACCCTTCATAATAAACCTAGAAATTCAGT
ATTATAAAGTTTAATAAAAAACAACTTTTAACAATGGATCTCTTGGTTCTCGCATCG
ATGAAGAACGTAGCAAAGTGCGATAACTAGTGTGAATTGCATATTCAGTGAATCAT
CGAGTCTTTGAACGCAGCTTGCACTCTATGGTTTTTCTATAGAGTACGCCTGCTTCA
GTATCATCACAAACCCACACATAACATTTGTTTATGTGGTGATGGGTCGCATCGCTG
TTTTATTACAGTGAGCACCTAAAATGTGTGTGATTTTCTGTCTGGCTTGCTAGGCAG
GAATATTACGCTGGTCTCAGGATCTTTTTTTTTGGTTCGCCCAGGAAGTAAAGTACA
AGAGTATAATCCAGTAACTTTCAAACTATGATCTGAAGTCAGGTGGGATTACCCGC
TGAACTTAAGCATATCATAAGC

>R1_LSU: Rhizopus arrhizus

AGGCCACACCTAAGCGAATAGAAGTATAACCAAAAAGACAACCTTGATACCGTAG
TACCTCAGAAAACCTTCCTGGAAAACTCGCCAATAAGCATTCGCTGCGTTCCTCAA
TCCAACCCAAGGTATTTTCTAAGGGACTATAACACCCACAAGTGGGCCACATTTCC
CCTAGTTTTTTCCCTCAAGTCAAATTGTCGTTGGCAGGCATAGCCTGCAAGTGCAT
CCAGGCCGAAGCCTAGATTGATTACAGACAAGCCAGTCTGGCTCCAAACGGTTCC
CTTTTAACAATTTCACATACTGTTTAACTCTCTTTTCAAAGTTCTTTTCATCTTTCCC
TCACGGTACTTGTTCGCTATCGGTTTCTCGCCAATATTTAGCTTTAGGTGAGATTTAC
CACCCAATTTAGGCTGCATTCCCAAACAACCTGACTCTTTGAAAGCGTATCACAAA
AGGCAAATGCTCAAGCCAAAGACGGGATTCTCACCCTCTATGATGCCCTGTTCCAA
AGGACTTATTTACTCGGCTTGCCTGGAAAACACTTCTACAGTCTACAATCCGGTTTA
GCTAGGCCAAACAGGTTCCAACTTTGAGCTCTTTCCTCTTCACTCGCCGTTACTAG
GGAAATCATTGTTATTTTCTTTTCCTCGTA
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>P1 _ITS: Penicillium hordei

ATAAAATTTGGGTTGATCGGCAAGCGCCGGCCGGGCCTACAGAGCGGGTGACAAAGCCCCATACGC
TCGAGGACCGGACGCGGTGCCGCCGCTGCCTTTCGGGCCCGTCCCCCGGAAATCGGAGGACGGGGC
CCAACACACAAGCCGGGCTTGAGGGCAGCAATGACGCTCGGACAGGCATGCCCCCCGGAATACCAG
GGGGCGCAATGTGCGTTCAAAGACTCGATGATTCACTGAATTTGCAATTCACATTACGTATCGCATTT
CGCTGCGTTCTTCATCGATGCCGGAACCAAGAGATCCGTTGTTGAAAGTTTTAAATAATTTATATTTTC
ACTCAGACTTCAATCTTCAGACAGAGTTCGAGGGTGTCTTCGGCGGGCGCGGGCCCGGGGGCGTGA
GCCCCCCGGCGGCCAGTAAAGGCGGGCCCGCCGAAGCAACAAGGTAAAATAAACACGGGTGGGAG
GTTGGACCCAGAGGGCCCTCACTCGGTAATGATCCTTCCGCAGGTTCCCCTACGGAA

>P1_bétatubuline: Penicillium hordei

AGCTTGCCGAAGGGACCGGAGCGGACAGCGTCCATGGTACCGGGCTCCAAATCGACGAGAACGGC
ACGGGGAACGTACTTGTCACCGCTGGCCTAGATTATGAGAAGCATCCGATCAGATGATGCACGATTA
TTCGGTTTCCAGTCGTTGGACTCACATGGTTGAAGTAGACGTTCATACGCTCGAGCTGGAGGTCGGA
GGTACCATTGTACCTAGCAAGATATCAGACGTGTGATCCACCGGAAACCCCCATCACAGTTAAAACTT
ACTGTCCATCGCCATCGAGACCGTGCTCGCCAGAGATGGTTTGCCTGTAATCCAGTTAGCAACCTGTC
AATTGATACCCAACGCGGGAAAAAAAAAA

>C1_ITS: Candida tropicalis

AAGTTATGAAATAAATTGTGGTGGCCACTAGCAAAATAAGCGTTTTTGGATAAACCTAAGTCGCTTA
AAATAAGTTTCCACGTTAAATTCTTTCAAACAAACCTAGCGTATTGCTCAACACCAAACCCGGGGGTT
TGAGGGAGAAATGACGCTCAAACAGGCATGCCCTTTGGAATACCAAAGGGCGCAATGTGCGTTCAA
AGATTCGATGATTCACGAATATCTGCAATTCATATTACGTATCGCATTTCGCTGCGTTCTTCATCGATG
CGAGAACCAAGAGATCCGTTGTTGAAAGTTTTGACTATTGTAATAATAAATCAAGTTTGACTGTAAAT
AAAAAGTTTGGTTTAGTTATAACCTCTGGCGGTGGGATTGCTCCCGCCACCAAAGAAATTTGTTCAAT
AAAAAACACATGTGGTGCAATTAAGCAAATCAGTAATGATCCTTCCGCAGGTTCCCCTACGG

>C1_D1D2: Candida tropicalis

TCCGTGTTTCAAGACGGGCGACTTAAGATCATTATGCCAACATCCTAGGTATAAACCGCAGTCCTCAG
TCTAGGCTGGCAGTATCGACGAAGGCTATAACACACAACCAAAGTCGTGCCACATTCCAACGCAATT
CTCCTACCGCCCAAACTGATGCTGGCCCGATAAACTGTAGAGGCCACCCCCGAAGAAGTAACATACA
AAATACCAAGTCTGATCTCAAGCCCTTCCCTTTCAACAATTTCACGTACTTTTTCACTCTCTTTTCAAAG
TTCTTTTCATCTTTCCATCACTGTACTTGTTCGCTATCGGTCTCTCGCCAATATTTAGCTTTAGATGGAA
TTTACCACCCACTTAGAGCTGCATTCCCAAACAACTCGACTCTTCGAAGGAACTTTACATAGGCCTGG
ATCATCTCATCGCACGGGATTCTCACCCTCTGTGACGTTCTGTTCCAAGAAACATAGACAAGAGCCAG
ACCCAAAGATACCTTCTTCAAATTACAACTCGGACTCTGAAAGAGCCAGATTTCAAATTTGAGCTTTT
GCCGC
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>R2_ITS: Rhodotorula mucilaginosa

AGAAGCTTCCTTTAACCCAACCCGGCTCTAATCCGAAGACTAGAATTCCTCAGCGAATAGTCTATTAC
GCCAAGTCAATCCGAAGTTCGATTGCGGATGCTAATGCATTACGAACGAGCTAGACCGTAAAGGCCA
GCAGCGCTCAGAAACCAAACACCTCTTCAATCATTAAGAAAGAGGAGGGTTGAAGTATTCATGACAC
TCAAACAGGCATGCTCCACGGAATACCATGGAGCGCAAGGTGCGTTCAAAGATTCGATGATTCACTG
AATTCTGCAATTCACATTACTTATCGCATTTCGCTGCGTTCTTCATCGATGCGAGAGCCAAGAGATCC
GTTGTTGAAAGTTTTATTTTGTTATAAAATTTAATACATTCATAGACTTTGTGTTTATAAGTGAATAGG
AGTTCGCTCTCTTGCGAGAGTTACTATCCCAAACAAGTGCACAGGGTTAGAAAGTGAGAGTTCGGAC
TCCAAGTTAAGTTGGACGTCCTATATTCACTAATGATCCTTCCGCA

>R2_D1D2: Rhodotorula mucilaginosa

TCCTAAGTGTGAAGAGGTCGAAACCCCCGCCAAAGGCACACTGCGTTCCTCAGTCCCCCAAGATGTA

TCCAGCAGAGAGCTATAACACAGCCGAAACTGCTACCTTCTCTCTACCATTATCCATCCCGGAAAACT

GATGCTGGCCTGCAAACCGATTGCTCGGCAAGCAAGTCTGACTTCAAGCGTTTCCCTTCCAACAATTT
CACGTACTGTTAACTCTCTTTCCAAAGTGCTTTTCATCTTTCCCTCACGGTACTTGTTCGCTATCGGTCT
CTCGCCAATATTTAGCTTTAGATGGAATTTACCACCCAATTTGAGCTGCATTCCCAAACAACTCGACTC
TTCGAAAATGTATCACAAAGCGCTGGGCGTCCGCACCATATACGGGGGTCTCACCACTATGCCGCTG

TATTCCAACAGACTTGTGTGCGGTCCAACGCGGAAAACATTTCTAGAGATTACAACTCGGACACCGA

AGGTGCCAGATTATAAATTTGAGCTCTTCCCGCTTCGCTCGCCGCTACTAGGGGAATCCTTGTTAGTT

TCTTTTCCT
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Annexe I11. Dénombrement par la cellule de Malassez

1. Préparation de la solution mere

- Verser 9 ml d’eau physiologique stérile dans un tube a essai

- Ajouter un disque de I’isolat fongique (culture jeune de 7 jours)

- Homogénéiser la solution a I’aide d’un vortex

2. Préparation d’une série de dilutions (10 et 102

3. Préparation de la cellule de comptage

- Placer la cellule de Malassez sur une surface plane

- Humidifier les glissieres latérales sur lesquelles va reposer la lamelle
- Placer la lamelle (adhérence par un effet ventouse)

- Déposer, a I’aide d’une micropipette, la suspension a dénombrer dans la chambre de comptage
en évitant tout débordement vers les rigoles (la capillarité permettra I’entrée du liquide dans

I’espace entre la lamelle et la cellule)
- Attendre 5 a 10 minutes pour que les cellules sédimentent avant de réaliser le comptage
4. Comptage des cellules

- Observer au microscope optique avec un objectif x10 pour visualiser le quadrillage de la

cellule de Malassez

- Observer au microscope optique avec un objectif x40 pour compter toutes les cellules
présentes dans un rectangle (unité de comptage), ainsi que celles qui chevauchent le bord haut

et droit. Chaque rectangle correspond & un volume de 0.01mm?,
5. Calcul du nombre de cellules par ml
="

- Utiliser la formule: N = x Fd, ou:
axv

N: nombre de cellules par unité de volume
n: nombre de cellules comptées

a: nombre d’unités de comptage dénombrées
V: volume d’une unité de comptage

Fd: facteur de dilution
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