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Article

DETERMINATION DE LA FLORE FONGIQUE AU NIVEAU DES SERVICES DE
REANIMATION CHIRURGICALE ET D’HEMATOLOGIE DU CHU TI1ZI OUZOU

AMARA Bochra! * , HEBBOUL Hanine! * , KALAI Chaimaa! * , SEKLAOUI Nacera? -
TAKHERBOUCHT Mohammed 2.

! Département de pharmacie, Faculté de Médecine de Tizi Ouzou. Université Mouloud Mammeri de Tizi-Ouzou
2 Laboratoire de Parasitologie et Mycologie médicale du CHU de TI1ZI-OUZOU, Algérie
* Ces auteurs ont contribué de maniére égale a la réalisation de cet article.

Résumé: Les infections fongiques nosocomiales représentent un probleme majeur en milieu hospitalier,
notamment dans les unités de soins intensifs et les services a haut risque tels que le service de la
réanimation chirurgicale et d’hématologie. L’air et les surfaces de ces services constituent une source
potentielle de ces infections, en particulier chez le patient immunodéprimé.

Dans notre étude, nous avons réalisé 102 prélévements pour déterminer et évaluer la flore fongique a la
fois dans I’air ambiant et sur les surfaces dans ces deux services du CHU de TIZI-OUZOU, 18
prélévements ont concerné I’air ambiant, tandis que 84 ont porté sur les surfaces. Les prélévements d’air
ont été effectués par la méthode de sédimentation passive, tandis que ceux des surfaces ont été réalisés
selon deux méthodes : boite de contact et écouvillonnage. Apres incubation, les cultures obtenues ont
été examinées et évaluées selon les criteres macroscopiques et microscopiques des champignons,
conformément aux références mycologiques standards. Les résultats ont montré que I’ Aspergillus niger
a ¢té I’espéce la plus isolée (21/102) dans I’ensemble des échantillons, suivie par Penicillium spp.
(14/102). D’autres espéces fongiques ont également été identifiées au cours de 1’étude en proportion
faible, telles que, Fusarium spp., Trichosporon spp. et Alternaria spp.

Ces résultats présentent ’importance de renforcer les mesures d’hygiéne environnementale et
d’appliquer une surveillance réguliére du milieu hospitalier afin de limiter le risque d’infections
fongiques nosocomiales.

Mots-clés : infections fongiques , nosocomiale, champignon, Aspergillus niger.

Abstract: Nosocomial fungal infections are a major problem in hospitals, particularly in intensive care
units and high-risk wards such as surgical resuscitation and hematology. The air and surfaces of these
wards are a potential source of these infections, particularly in immunocompromised patients.

In our study, we took 102 samples to determine and evaluate the fungal flora both in ambient air and on
surfaces in these two departments of the CHU of TIZI-OUZOU; 18 concerned ambient air, while 84
concerned surfaces. Air samples were taken using the passive sedimentation method, while surface
samples were taken using two methods: contact plates and swabbing. After incubation, the cultures
obtained were examined and evaluated according to macroscopic and microscopic fungal criteria, in line
with standard mycological references. The results showed that Aspergillus niger was the most isolated
species (21/102) in all samples, followed by Penicillium spp. (14/102). Other fungal species were also
identified during the course of the study in low proportions, such as Fusarium spp., Trichosporon spp.
and Alternaria spp.

These results confirm the importance of reinforcing environmental hygiene measures and applying
regular surveillance of the hospital
environment in order to limit the risk of nosocomial fungal infections.

Keywords: fungal infections, Nosocomial, fungi, Aspergillus niger.



I. INTRODUCTION

nviron 13 millions d'infections fongiques surviennent chaque année dans le monde,
entrainant pres de 1,5 million de déces, selon les dernieres statistiques publiées, ce qui
en fait un enjeu majeur de santé publique [1], notamment dans le contexte des infections
nosocomiales au sein des établissements de soins. Ces infections, contractées lors d'une
hospitalisation, ont des conséquences sanitaires, économiques et sociales importantes [2,3,4,5].
Elles allongent la durée d'hospitalisation, augmentent la morbidité et la mortalité, et engendrent
des colts supplémentaires pour les systémes de santé [2,6,7]. Parmi elles, les infections
fongiques occupent une place de plus en plus importante, en particulier dans les services de
soins intensifs [7]. Ces environnements, ou sont concentrés des patients fragilisés par de graves
maladies soumis a des traitements lourds, constituent un terrain propice au développement de
ces infections [1,2,8,9,10,11,12].
Les patients en réanimation chirurgicale et en hématologie médicale sont particulierement
vulnérables [11,13] a cause de leur immunodeépression, de la présence de dispositifs médicaux
invasifs, de I'antibiothérapie a large spectre, de la durée prolongée d'hospitalisation et le recours
a la nutrition parentérale [1,9]. Cette vulnérabilité rend les patients plus sensibles aux agents
pathogénes opportunistes, notamment d’origine fongique [2,7,14]. Parmi les agents
responsables, les champignons filamenteux et les levures qui peuvent coloniser
I’environnement hospitalier et constituer un point de départ des infections nosocomiales
[9,10,11].

Les champignons sont des microorganismes ubiquitaires présents dans l'environnement
hospitalier [15]. Ces champignons produisent des spores qui peuvent contaminer l'air, les
surfaces et les équipements médicaux [2,15]. L’air intérieur des hopitaux est un moyen de
transmission majeur de contamination fongique, notamment dans les unités de soins intensifs
ou la qualité de I’air est un paramétre trés important a controler [2,5,15,16]. La flore fongique
aéroportée, constituée principalement de spores de genres tels qu’Aspergillus, Cladosporium
ou Penicillium [2,17,18]. Par ailleurs, les surfaces des services et des unités de soins intensifs
représentent des réservoirs majeurs de champignons potentiellement pathogenes [18,19]. La
contamination des surfaces favorise la formation de biofilms fongiques, surtout par des levures
comme Candida albicans, qui adherent solidement et résistent aux traitements antiseptiques
classiques. L environnement hospitalier est donc une source exogene importante d’infections
fongiques [12], et cela souligne I’importance de mener des études approfondies sur la flore
fongique au sein des différents services de soins hospitaliers [15].

Les espéces fongiques les plus rencontrées et les plus isolées dans le milieu hospitalier sont
Aspergillus spp., Penicillium spp., Fusarium spp., Alternaria spp. et Cladosporium spp. [5,15].
Parmi les genres fongiques isolés, Aspergillus occupe une place prépondérante en pathologie
nosocomiale. L'aspergillose invasive (Al), principalement causée par Aspergillus fumigatus,
mais aussi par d'autres espéces comme A. flavus, A. niger ou A. terreus, est une complication
redoutée chez les patients immunodéprimés (neutropéniques, transplantés, hémopathies
malignes) et tend a étre de plus en plus reconnue comme une infection courante chez les
patients en soins intensifs, méme sans immunodépression classique [14].

Dans ce contexte, la surveillance environnementale des champignons dans les services a haut
risque s’impose comme un outil stratégique dans la lutte contre les infections fongiques
nosocomiales [10]. Elle permet non seulement de détecter la présence de contaminants



fongiques dans les zones sensibles, mais aussi d’évaluer ’efficacité des protocoles d’hygi¢ne
et des mesures de prévention en place.

L'objectif de notre étude était de déterminer la flore fongique de l'air et des surfaces dans les
services de réanimation chirurgicale et d'hématologie médicale de CHU NEDIR Mohamed Tizi
Ouzou Algérie, en utilisant des méthodes standardisées conformes aux normes internationales
ISO, afin d'évaluer le niveau de contamination fongique et d'identifier les especes
prédominantes dans ces services.

Il. MATERIELS ET METHODES

1. Type, lieu et période de I’étude

Il s’agit d’une étude prospective descriptive, elle vise a déterminer la flore fongique présente

dans les services d’Hématologie médicale et de Réanimation chirurgicale, sur une période de
deux mois, allant de 13 Février 2025 a 13 Avril 2025.

2. Matériels de I’étude

Tableau 1 : Matériels et réactifs utilisés pour I’étude de la flore fongique

Matériels de Matériels Réactifs et Matériels Matériels de lecture
Prélévement d’ensemencement Colorants d’identification et de culture
- Boites de Petri - Pipette Pasteur - Bleu de - Lame porte-objet - Microscope optique
-Ecouvillons - L’eau coton - Lamelle - Bec Bunsen
(Tige en bois) physiologique - Pipette Pasteur - Agitateur
- Masse de 500g. - Gélose Sabouraud - Etuve
- Gants stériles  chloramphénicol - Milieu d’isolement
- Chronometre (SC) Sabouraud
- Conteneur de chloramphénicol
transport (SC)

3. Critéres d’inclusion et de non inclusion
3.1 Critéres d’inclusion
Ont été inclus dans 1’étude :
e Les chambres d’hospitalisation des services d’Hématologie Meédicale et de
Réanimation Chirurgicale accessibles au moment de I’étude.
e Les chariots de préparation des médicaments présents dans chaque chambre .
e Lessurfaces a haut risque de contamination (poignées de porte, interrupteurs, plans de
travail)
e Lessites pour lesquels les conditions de prélévements étaient réunies (materiel, acces,
disponibilité des milieux de culture).
3.2 Critéres de non inclusion
Ont été exclus
e Les unités ou pieces soumises a des restrictions d’acceés (ex : isolement strict, soins en
cours).
e Les surfaces ne permettant pas de prélevement conforme aux norme (ex:
inaccessibles).



e Les investigations environnementales portant sur I’eau ou les mains (manuportage) sont
limitées en raison du manque de milieux spécifiques.
e Les échantillons dégradés, mal conservés ou contaminés pendant le transport.

4. Méthodologie de I’étude

4.1 Sites de prélévement

Nous avons ciblé plusieurs sites de prélévement afin d’avoir une vision compléte de la
contamination fongique de 1’environnement hospitalier, conformément a la norme frangaise
S90-351 [20]. Dans la présente étude, nos prélévements ont porté sur les sites suivants :

» Surfaces : poignées de portes, fenétres, interrupteurs, murs, lits, paillasses de travail, chariots
de préparation des médicaments, chariot collecteur de déchets, tables de chevet, dispositifs
médicaux.

» Climatiseurs : individuel et local.

* Points d'eau : lavabos, robinets et tuyauterie pour la recherche de levures ou de moisissures.
* Air ambiant : salles des patients.

Figure 1 : Sites de prélévement

4.2 Techniques de prélévement
e Latechnique du prélévement est adaptée au site ciblé [21].



e La zone a prélever doit étre choisi soigneusement ou la flore fongique est vivante
[20,21].

e |l est important que le laboratoire recoive un échantillon représentatif de la surface
soumise a I'essai et n'ayant pas été endommagé ou altéré au cours du transport ou du
stockage [22].

A/ Les surfaces : Notre protocole de prélevement repose sur les recommandations de la norme
internationale 1SO 18593, qui spécifie des méthodes horizontales pour le prélevement
d'échantillons sur les surfaces de I'environnement, en vue de détecter ou de quantifier les micro-
organismes viables. Conformément a cette norme, nous avons utilisé deux techniques
principales : la méthode de contact avec la surface réalisée a I’aide de boites de contact
(applicable uniquement aux surfaces planes) et la méthode par écouvillonnage (adaptée a tous
les types de surfaces) [21].

A.1 Méthode a la boite de contact

Dans notre protocole, nous avons utilisé des boites de Petri circulaires de 60 mm de diamétre,
contenant une gélose Sabouraud au chloramphénicol (SC). Apres leur retrait des conteneurs de
transport, nous avons appliqué fermement la surface de gélose contre la surface d'essai, sans
décrire de mouvement latéral. Selon la littérature, les meilleurs résultats obtenus avec cette
méthode nécessitent un temps de contact de 10 s et une pression exercée par une masse de 500
grammes. Une fois I’ensemencement effectué, nous avons immédiatement refermé les boites,
puis les avons replacées dans leurs conteneurs de transport. Elles ont ensuite été incubées dans
des conditions appropriées, avant d’étre examinées pour identifier et quantifier les micro-
organismes isolés [21].

e La préparation des boites de contact

La détection et I’isolement des champignons (moisissures et levures) reposent sur 1’utilisation
de milieux de culture spécifiques, tels que la gélose Sabouraud au chloramphénicol (SC),
adaptés a la croissance de la flore fongique. Le chloramphénicol, additionné a ce milieu, est un
antibiotique qui permet d’inhiber la croissance des bactéries pouvant interférer avec 1’isolement
et I’identification des champignons [22]. Ces milieux doivent étre stériles, soit préts a I’emploi
(sous forme de flacons ou de boites), soit préparés en conditions aseptiques a partir de poudre
déshydratée [23].

Figure 2 : Gélose Sabouraud Chloramphenicol



Conformément a la norme ISO 11133, lorsqu’un flacon de gélose prét a I’emploi est utilisé, il
doit étre placé dans un bain-marie a 100 °C jusqu’a compléte liquéfaction (environ 20 minutes).
Une fois fondue et tiédie, la gélose est versée délicatement au centre de chaque boite de Petri,
de maniére a former un ménisque convexe (surface légérement bombée), puis les boites sont
refermées immédiatement aprés le coulage. Elles sont ensuite solidifiées a température
ambiante pendant 20 a 30 minutes. Il est essentiel de ne pas trop remplir les boites, afin d’éviter
tout débordement lors de leur application sur les surfaces. Une fois solidifiée, la gélose peut
étre utilisée immédiatement ou bien conservée au réfrigérateur, entre 2 et 8 °C, a I’abri de la
lumiere [23].

La manipulation doit étre réalisée dans des conditions rigoureusement aseptiques comme décrit
dans cette norme ISO 11133 : I’ensemble de la procédure s’effectue a proximité d’un bec
Bunsen, apres avoir soigneusement désinfecté la surface de travail. Les boites de contact
stériles ne doivent étre ouvertes qu’au moment du coulage, pour limiter le risque de
contamination. Apres le coulage, la gélose doit étre sorti 30 minutes a température ambiante
avant utilisation. Toute boite présentant des signes de desséchement, de contamination ou de
fissuration doit étre écartée [23].

Figure 3 : Prélevement par méthode de contact

A.2 Méthode par écouvillonnage

Aprés avoir sorti un écouvillon de son emballage stérile et I’humidifier dans I’eau
physiologique. Nous avons éliminé I'eau en exces, puis effectué des stries sur la surface a
étudier (estimée entre 20 cm? et 100 cm?) dans deux directions perpendiculaires I'une par
rapport a l'autre [21].

Une fois 1’échantillonnage terminé, nous avons replacé I’écouvillon dans le tube contenant
I’eau physiologique, puis homogénéisé le contenu a 1’aide d’un agitateur pendant 30 secondes.
L'écouvillon humidifié¢ a ensuite été ensemencé sur la surface d’un tube contenant la gélose SC
par un mouvement de roulis avec une fraction de 0.1 ml du I’'inoculum afin de favoriser la
croissance des colonies présentes. 1l a été replacé dans le tube contenant 1 ml de la suspension,
et le batonnet a été rompu dans des conditions aseptiques [21].

Un second écouvillon, cette fois non humidifie, a ensuite éte utilise pour effectuer un deuxieme
prélevement sur la méme surface, selon un axe perpendiculaire au premier. Il a également été



ensemencé sur une autre gélose SC avec 0.1 ml de I’inoculum, puis placé dans un tube
contenant 1 ml du I’inoculum [21].

Les cultures ont été incubées dans des conditions appropriées, puis examinees. Le nombre et
les types de micro-organismes sont liés a la surface échantillonnée.

Figure 4 : Prélevement par écouvillonnage

B/ L’air : Dans la présente étude, nous avons utilisé I’échantillonnage de I’air afin d’évaluer
la concentration de micro-organismes dans 1’air. Parmi les différentes techniques décrites dans
la norme ISO 17141 figurent les échantillonneurs d’air volumétriques (par impaction directe et
indirecte, ou par échantillonnage a distance) ainsi que la méthode des plagques de sédimentation.
Nous avons opté pour cette derniere en raison de sa simplicité d’utilisation, de son faible cotit
et de I’absence de matériel spécialisé requis [24].

Nous avons utilisé des boites de Petri circulaires de 90 mm de diamétre, correspondant a une
surface de culture de 57,5 cm?, contenant une gélose Sabouraud chloramphénicol (SC). Les
boites ont été exposées a 1’air ambiant pendant une durée d’une heure (Ce temps d’exposition
a été limité a un maximum de quatre heures afin d’éviter le desséchement du milieu, susceptible
d’altérer la récupération des micro-organismes). Notre protocole repose sur la sédimentation
passive de particules présentes dans I’air, imitant un mécanisme naturel de contamination [24].

Figure 5 : Prélevement par méthode de sédimentation

Aprés exposition, nous avons immédiatement refermé les boites, puis procédé a leur incubation
dans des conditions appropriées [24].



e La préparation des boites de sedimentation
Elle suit la méme procédure que celle décrite précédemment pour les boites de contact, a
I’exception du coulage de la gélose : dans ce cas, environ la moitié de la hauteur de la boite de
Petri est remplie en évitant de créer des bulles d’air.

Figure 6 : Ecoulement de gélose dans les boites de Petri

4.3 Transport et conservation

Transporter, de préférence dans un délai inférieur a 4 heures, les échantillons obtenus de telle
maniere gque toute contamination soit évitée [21].

Les échantillons prélevés doivent étre placés dans une boite réfrigérée maintenue entre 1 °C et
4 °C afin de préserver leur intégrité [21, 25].

4.4 Mise en culture

Les échantillons ont été ensemencés sur un milieu Sabouraud, supplémenté en chloramphénicol
(50mg/1) afin d’inhiber la croissance bactérienne, comme décrit dans I’ISO 21527 [22].

Nous avons ensuite incubé nos cultures dans une étuve a 25 +/- 2 °C, pour une durée variable,
généralement comprise entre 3 jours et 2 semaines, avec une conservation maximale de 4
semaines car le temps de développement des colonies fongiques varie selon le type de micro-
organisme : (Environ 48 h pour les levures et 3 a 4 jours pour les moisissures) [26,27].

Ainsi, les résultats ne sont considérés comme négatifs qu’aprés 30 jours d’incubation sans
apparition de colonies sur les milieux de culture (absence de poussée) [27].

NOTE : Le temps et la température d'incubation varient selon le type de micro-organisme
recherché [21].

Pour procéder a la purification (obtenir des souches pures), un fragment mycélien est prélevé
a I’aide d’une anse stérile, transféré sur un nouveau milieu de culture, puis réincubé [13].

Des témoins négatifs (géloses SC non ensemencées et incubées dans les mémes conditions) ont
¢été utilisés pour vérifier ’absence de contamination croisée lors des manipulations.

4.5 ldentification

L’identification des moisissures isolées constitue une étape cruciale dans 1’évaluation de la
contamination fongique de I’environnement hospitalier. Elle repose sur [’analyse de
caractéristiques morphologiques spécifiques, tant macroscopiques que microscopiques, qui
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varient selon le genre et I’espéce du champignon, comme décrit I’ANOFEL, la Bioforma et
d’autres guides d’identification [26,28,29,30].

v

Identification macroscopique : elle repose sur les criteres morphologiques des
colonies :

L’aspect des colonies : texture (cotonneuse, veloutée, laineuse, granuleuse, poudrée) et
relief (plat, bossel¢, cratériforme...)

La forme des colonies.

La consistance, qui peut étre molle, friable ou dure.

La taille des colonies.

La coloration observée sur la face supérieure et inférieure des cultures, avec ou sans
présence de pigment diffusible sur la gélose.

La vitesse de croissance du mycélium : elle peut étre rapide, comme chez Aspergillus
et Penicillium, ou lente, comme chez Trichophyton.

Identification microscopique . L’examen microscopique d’une colonie fongique se
fait apres réalisation d’un étalement entre lame et lamelle avec une goutte de bleu coton.
Dans la plupart des cas, un examen au grossissement (x40) est suffisant pour mettre en
évidence la plupart des éléments fongiques caractéristiques (hyphes, conidiophores,
conidies, levures, etc.) Si non, un grossissement (x100) peut étre nécessaire pour une
observation détaillée de structures morphologiques spécifiques. Dans certains cas, un
repiquage est recommandé afin d’obtenir des colonies pures et de faciliter
I’identification.

Note : A cause de la croissance fongique trés abondante observée sur certains milieux de
culture, comme illustré a la figure 7, il a été impossible de compter précisément les
colonies en unités formant colonies (UFC). En effet, les milieux étaient entierement
recouverts d’un tapis mycélien épais (voir figure 7), ce qui empéchait de distinguer les
colonies une par une.

Nous avons donc utilisé une méthode semi-quantitative, en calculant la fréquence relative
des genres fongiques isolés, exprimée en pourcentages (%). Cette méthode reste utile et
pertinente pour évaluer la répartition et la diversité des champignons présents, méme si un
comptage exact n’était pas possible.

Figure 7 : Aspect macroscopique d’une colonisation fongique massive

Analyse statistique

Les données de cette étude ont €té saisies, traitées et analysées a I’aide de Microsoft Excel, ce
qui a permis de réaliser des calculs descriptifs simples (fréquences, pourcentages) et de
générer des représentations graphiques adaptées aux objectifs de 1’étude.



Figure 8 : Aspects macroscopique et microscopique des différentes especes isolées

1 : aspect macroscopique, 2 : aspect microscopique, a : Aspergillus niger., b : Penicillium spp.
c : Aspergillus terreus., d : Alternaria spp., e : Filaments mycéliens, f : Fusarium spp., g: Rhizopus
spp., h: Cladosporium spp., i : Trichosporon spp., j : Lichtheimia spp., k : Scedosporium spp.
| : Aureobasidium spp., m : Paecilomyces spp., n : Poma spp.



I1l. RESULTATS

Au total, 102 prélevements environnementaux ont été réalisés au sein de deux services du
Centre Hospitalier Universitaire de Tizi-Ouzou :

o 54 prélevements en réanimation chirurgicale
o 48 prélévements en hématologie médicale

Les résultats de la présente étude ont révélé que le pourcentage de contamination fongique
global était de 61,76 %. Toutefois, le niveau de contamination dans les deux services était
presque le méme : 64,58 % en hématologie médicale et 59,25 % en réanimation chirurgicale.

Tableau 2 : Taux de positivité et de négativité des prélévements fongiques dans les services
de réanimation chirurgicale et d’hématologie médicale

Prélevement | Réanimation chirurgicale Hématologie médicale Résultat global

Positifs 32 (59,25 %) 31 (64,58%) 63 (61,76 %)

Négatifs 22 (40,75 %) 17 (35,42 %) 39 (38,24 %)
38,24

%
61,76

Nombre de préléevements

63

39
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Figure 9 : Résultats d’analyse mycologique des prélévements effectués dans les deux services
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1. Résultats des préelevements aériens

Un total de 18 prélevements aériens a été effectué par la méthode de sédimentation passive.

o 8 prelevements en réanimation chirurgicale
o 10 prélevements en hématologie médicale

1.1 Résultats généeraux

D’apres les résultats montrés dans le tableau 3 et la figure 10, nous avons constaté que le niveau

de contamination de 1’air par la flore fongique en hématologie médicale est plus élevé que celui

en réanimation chirurgicale.

Tableau 3 : Résultats des prélévements aériens réalisés par sédimentation passive dans les
deux services hospitaliers

Service

Nombre de
prélevements

Positifs (n, %)

Négatifs (n, %)

Réanimation
chirurgicale

8

2 (25,0 %)

6 (75,0 %)

Hématologie médicale 10

5 (50,0 %)

5 (50,0 %)

80

70

60

50

40

Pourcentage %

30

20

10

50

25

Positivité

m Réanimation chirurgicale

50

Négativité

Hématologie

Figure 10 : Pourcentage de positivité et de négativité de prélévements d’air dans les
services de réanimation et d’hématologie médicale
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1.2 Especes fongiques isolées dans les prélevements aériens

Selon les données figurant dans le tableau 4 et la figure 11, Aspergillus niger apparait
comme I’espéce fongique la plus fréquemment isolée dans 1’air des deux services, avec un

total de cinq isolats identifiés.

Tableau 4 : Répartition des espéces fongiques identifiées dans les prélévements aériens

Espece fongique

Aspergillus niger

Filament mycélien non identifié

Scedosporium spp.

Espéces fongiques

Scedosporium spp 10

Réanimation
chirurgicale

1/8 (12,5%)

1/8 (12,5%)

rHament micelien e 12 5

AP e | 15

Hématologie

15 20

par service hospitalier

Hématologie Total
médicale
4710 (40%)  5/18 (27,77%)
- 1 /18 (5,56%)
1/10 (10%) 1 /18 (5,56%)
40
25 30 35 40 45

Pourcentage %

® Réanimation chirurgicale

Figure 11 : Répartition des résultats d’analyse mycologique des prélévements d’air effectués
dans les services de réanimation et d’hématologie médicale
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2. Résultats des prélevements de surface

Un total de 84 prélevements de surface a été effectue, répartis comme suit :

o 46 prélevements dans le service de réanimation chirurgicale ;

e 38 prélevements dans le service d’hématologie médicale.

2.1 Résultats généraux

D’apres les résultats du tableau 5 et de la figure 12, la contamination fongique des surfaces a

été enregistrée avec un pourcentage éleve de 66,7 %, se répartissant presque équitablement :

65,2 % en réanimation chirurgicale et 68,42 % en hématologie médicale.

Tableau 5 : Résultats des prélévements de surface réalisés dans les services de réanimation
chirurgicale et d’hématologie

Résultat

Réanimation chirurgicale (n
= 46)

Hématologie médicale (n | Total (n =
= 38) 84)

Positifs

30 (65,2 %)

26 (68,42%) 56 (66,7 %)

Négatifs

16 (34,8 %)

12 (31,58%) 28 (33,3 %)

80

70

60

Pourcentage %

50

40

30

20

10

68,42

65,2

Positifs

m Réanimation chirurgicale

34,8

31,58

Négatifs

Hématologie médicale

Figure 12 : Pourcentage de positivité et de négativité de prélevements de surfaces dans les
services de réanimation chirurgicale et d’hématologie médicale
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2.2 Répartition des espéces fongiques isolés sur les surfaces selon le service

Dans la présente étude, un total de 54 isolats fongiques a été identifié sur les surfaces des
deux services. Parmi eux, 16 isolats appartiennent a Aspergillus niger, suivi de Pénicillium
spp. avec 14 isolats, et des filaments mycéliens avec 10 isolats. D’autres espéces ont
également été isolées, dont Rhizopus spp., Cladosporium spp., Fusarium spp.,
Trichosporon spp., Alternaria sp., Scedosporium spp., Aspergillus terreus, Phoma spp.,
Paecilomyces spp., Lichtheimia spp. et Aureobasidium spp., avec un nombre d’isolats
variant entre un et deux. Ainsi, Aspergillus niger s’impose comme I’espéce fongique
dominante sur les surfaces analysées dans les deux services, comme I’illustrent le tableau

6 et la figure 13.

Tableau 6 : Répartition des especes fongiques isolés a partir des surfaces selon le service

hospitalier

Espéce fongique

Réanimation (n = 46)

Hématologie (n = 38)

Aspergillus niger 8/46 (17,39 %) 8/38 (21,05%)
Penicillium spp. 7/46 (15,21%) 7/38 (18,42%)
Filaments mycéliens 5/46 (10,87%) 5/38 (13,16%)
Rhizopus spp. 1/46 (2,17%) 1/38 (2,63%)
Cladosporium spp. 1/46 (2,17%) 1/38 (2,63%)
Fusarium spp. 2/46 (4,35%) 0/38
Trichosporon spp. 2/46 (4,35%) 0/38
Alternaria spp. 2/46 (4,35%) 0/38
Scedosporium spp. 0/46 1/38 (2,63%)
Aspergillus terreus 0/46 1/38 (2,63%)
Phoma spp. 0/46 1/38 (2,63%)
Paecilomyces spp. 0/46 1/38 (2,63%)
Lichtheimia spp. 1/46 (2,17%) 0/38
Aureobasidium spp. 1/46 (2,17%) 0/38
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Espéces fongiques

Aureobasidium spp.  p— 2 17

Lichtheimia spp.  p— 217

Paecilomyces spp. 2,63
Phoma spp. 2,63
Aspergillus terreus 2,63

Scedosporium spp. 2,63

Alternaria spp. - p—

Trichosporon spp. I
4,35

Fusarium spp.  p— 4 35
2,63
Cladosporium spp. I 017

2,63

Rhizopus spp.
P PP 217 13,16

Filaments myCeliens  ———————————
10,87

18,42

21,05

Pourcentage %

Hématologie  mRéanimation chirurgicale

Figure 13 : Répartition des résultats d’analyse mycologique des prélévements de surfaces
effectués dans les services de réanimation et d’hématologie

3. Répartition des especes fongiques isolées selon les sites de prélevement
3.1 Répartition au sein du service de Réanimation Chirurgicale

Dans le service de réanimation chirurgicale, 54 échantillons ont été prélevés par différentes
méthodes sur 11 sites distincts. Sur I’ensemble des échantillons, 32 se sont révélés positifs. La
figure 14 illustre que les points d’eau constituent le site le plus contaminé, avec sept isolats
fongiques, suivis des fenétres, du climatiseur et des dispositifs médicaux, chacun présentant
quatre isolats. Le chariot collecteur de déchets arrive ensuite avec trois isolats, suivi des
chariots de préparation de médicaments, de 1’air des salles de patients, des murs et des poignées
de porte, qui comptent chacun deux isolats. Enfin, les lits de patients et les tables de chevet
présentent le site le moins contaming, avec un seul isolat identifié.
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La figure 14 montre aussi qu’Aspergillus niger est I’espéce la plus fréquemment isolée dans ce
service, avec un total de neuf isolats. Elle est majoritairement retrouvée au niveau des chariots
de préparation de médicaments, du climatiseur, des fenétres, avec deux isolats identifiés sur
chacun de ces sites. Elle est également présente, de fagon moins marquée, dans les points d’eau,
air des salles de patients et les tables de chevet, avec un isolat identifié sur chacun de ces sites.

3.2 Répartition au sein du service d’Hématologie Médicale

Dans le service d’hématologie médicale, 48 échantillons ont été prélevés par différentes
méthodes sur 10 sites distincts. Sur I’ensemble des échantillons, 31 se sont avérés positifs.
Comme I’indique la figure 15, les lits des patients constituent le site le plus contaminé, avec
sept isolats fongiques, suivis de 1’air des salles de patients et des tables de chevet, qui
enregistrent chacune cing isolats. Les points d’eau et les poignées de porte occupent la
troisieme position avec trois isolats chacun, suivi du climatiseur, des fenétres, des interrupteurs,
des paillasses de préparation, qui comptent chacun deux isolats. En dernier lieu, les chariots de
préparation des médicaments affichent le plus faible niveau de contamination, avec un seul
isolat identifié.

La figure 15 montre également qu’Aspergillus niger est I’espéce la plus fréquemment isolée
dans ce service, avec un total de 12 isolats. Elle a été principalement retrouvés dans I’air des
salles de patients et sur les tables de chevet, avec trois isolats ont été détectés sur chacun de ces
sites. Une contamination faible, se limitant a un isolat par site, a également été observée au
niveau des chariots et paillasses de préparation des médicaments, des points d’eau ainsi que du
climatiseur.
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IV. DISSCUSSION

L’étude a été menée au sein des services de réanimation chirurgicale et d’hématologie du
Centre Hospitalo-Universitaire de Tizi Ouzou, Algérie. La collecte des prélévements s’est
déroulée sur une période de 15 jours, suivie d’une étape d’identification mycologique conduite
sur un mois et demi. Elle a impliqué 1’analyse de 102 échantillons prélevés dans 1’air ambiant
par méthode de sédimentation passive, et sur les surfaces par deux méthodes complémentaires:
plaque de contact et écouvillonnage. L'objectif principal était de déterminer la nature et la
distribution de la flore fongique contaminante au sein des deux services concernés, afin
d'évaluer le risque pour les patients et de comparer ces résultats avec ceux rapportés dans la
littérature nationale et internationale.

Contraintes de I’étude

Notre travail présente certaines limites, tant avant qu’au cours de sa réalisation, qu’il convient
de souligner.

Notre principal obstacle a été 1’acces restreint aux matériels essentiels, en particulier le milieu
de culture Sabouraud Chloramphénicol, dont la quantité disponible s’est avérée insuffisante
pour réaliser un nombre important de prélevements. Par ailleurs, le nombre limité d’autoclaves
au sein du laboratoire de Parasitologie et Mycologie médicale ne permettait pas d’incuber un
grand nombre d’échantillons. Cela justifie I’incubation de nos cultures uniquement a 25 °C, ce
qui pourrait avoir limité notre capacité a détecter certaines moisissures exigeant d’autres
températures de croissance. De plus, le manque de moyens modernes nous a empéché
d’identifier précisément la nature des filaments mycéliens. La période d’étude relativement
courte constitue une autre contrainte, ne permettant pas de prendre en compte les variations
saisonniéres et les conditions météorologiques, pourtant reconnues comme des facteurs
influencant significativement la charge fongique environnementale. Enfin, notre incapacité a
associer une méthode active d’échantillonnage de I’air (bio-collecteur) & notre méthode
passive, pour des raisons financiéres, limite la précision des concentrations réelles en spores.

Malgré ces limites, la présente étude demeure la seule a 1’échelle régionale (CHU de Tizi-
Ouzou), a fournir un apercu a la fois quantitatif et qualitatif de la contamination fongique de
I’air et des surfaces, grace a la combinaison de trois techniques d’échantillonnage a la fois de
I’air et des surfaces : la boite de sédimentation, la boite de contact et 1’écouvillonnage. Nos
données exploratoires constituent ainsi une base solide pour la mise en place de protocoles de
surveillance environnementale plus approfondis.

1. Analyse comparative des résultats globaux dans les deux services

L’analyse des prélévements environnementaux réalisés dans les services de réanimation
chirurgicale et d’hématologie du CHU de Tizi Ouzou a mis en évidence une contamination
fongique notable de I’air ambiant et des surfaces inertes.

Sur un total de 102 échantillons analysés, répartis entre prélevements d’air et de surfaces, 63
se sont révélés positifs, soit un taux de positivité global de 68,47 %, tandis que 39 échantillons
étaient négatifs avec un taux s’élevant a 31,53 %.

En outre, 38,89 % des prélévements aériens réalisés par sédimentation passive dans notre étude
se sont avérés positifs. Cette proportion peut varier selon la technique utilisée. 1l est également
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démontré que le choix de la méthode d’échantillonnage de 1’air constitue un parametre
méthodologique déterminant, influencant significativement les taux de positivité observés,
comme 1’a démontré 1’étude de Rashmi M. Karigoudar et al. [31], qui compare deux
approches : la méthode passive par sédimentation, avec un taux de positivité de 76,67 %, et la
méthode active par aspiration mécanique, qui n’a permis de détecter que 23,33 % de cultures
positives. Bien que la méthode passive soit plus sensible pour refléter la contamination
fongique environnementale globale en capturant les spores qui se déposent naturellement par
gravité, la norme ISO 14698-1 recommande 1’aspiration mécanique comme référence lorsque
I’objectif est d’estimer la concentration de particules viables inhalables, car elle fournit une
estimation plus précise, reproductible et standardisée, essentielle pour 1’évaluation du risque
aéroporté pour les patients et le personnel hospitalier [32,33].

Il convient également de souligner que les techniques passives présentent des avantages
pratiques, notamment leur simplicité de mise en ceuvre, leur faible colit et leur accessibilité, ce
qui justifie leur utilisation dans notre étude en tant qu’outil de surveillance environnementale
adapté au contexte local.

Comparativement aux données rapportées dans la littérature, le taux de positivité de nos
prélévements aériens (38,89 %) demeure inférieur a ceux rapportés dans plusieurs hopitaux a
haut risque. Par exemple, Diop et al. (2022), au Sénégal, ont signalé un taux de positivité de
100 % [34], tandis que Matotou et al. (2021), au Burkina Faso, ont rapporté un taux de 86,10 %
en appliquant une méthodologie similaire [35]. En Irak, une étude comparable menée en 2024
a également révélé un taux de positivité de 66,66 % dans 1’air ambiant [36].

En complément des prélévements aériens, une analyse des surfaces a également été réalisée
afin d’évaluer le niveau de contamination fongique dans les services étudiés. Nos résultats
montrent un taux de positivité de 66,7 %, ce qui dépasse les taux rapportés dans plusieurs
études nationales et internationales. A titre d’exemple, Prigitano et al. (2022), en Italie, ont
rapporté un taux de 12 % dans les unités de soins intensifs [19]. Jaouhar et al. (2020), au Maroc,
ont observé un taux de 40 % [37], tandis que Merad et al. (2021), en Algérie, ont signalé un
taux de 40 % dans le service de réanimation de 1’hopital de Sidi Bel Abbés [38]. Notre taux de
66,7 % se rapproche ainsi de celui enregistré par Jaouhar et al. (2021) au Maroc, qui s’¢levait
a 68 % [39]. Ces données suggerent un niveau de contamination fongique éleve dans notre
étude, comparable a celui observé dans les rapports les plus récents de la région du Maghreb.

A Tinverse, certaines études ont mis en évidence des taux de négativité plus élevés. C’est le
cas notamment d’enquétes menées dans des services a risque d’infections fongiques du CHU
de Grenoble (2002) et dans un hopital en Pologne (2004), ou les proportions de cultures
négatives atteignaient respectivement 72 % et 100 % [40,41].

Ces variations peuvent étre partiellement attribuées aux différences de conditions climatiques,
notamment en termes de température et d’humidité relative [12,13,15], et aux protocoles de
nettoyage et des dispositifs de traitement de 1’air mis en ceuvre dans les différents services
hospitaliers. Ces paramétres influencent directement la prolifération, la dispersion et la
persistance des spores fongiques dans 1’environnement hospitalier.

Par ailleurs, la mise en ceuvre rigoureuse de procédures de nettoyage constitue une mesure
préventive essentielle. Les travaux de Souza et al. au Bresil et de Prigitano et al.(2022) en Italie
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ont montré une réduction significative de la contamination fongique des surfaces, passant
respectivement de 55 % a 45 %, et de 18,2 % a 6 % apres application des protocoles de
nettoyage [17,19].

De maniere similaire, I’efficacité des dispositifs de traitement de 1’air dans la réduction de la
contamination fongique a été démontrée. Selon Ketabi et al. (2022), I’installation d’une
filtration HEPA a réduit les isolements d’Aspergillus spp. de 50% a 10% et ceux de
Penicillium spp. de 23 % a 6 %, montrant ainsi un impact direct sur la charge aéroportée,
soulignant son efficacité dans la maitrise de la contamination fongique de 1’air [42].

2. Analyse comparative des résultats obtenus selon les services (Hématologie Médicale et
Réanimation Chirurgicale)

Dans la présente étude, le pourcentage de champignons présents dans 1’air est respectivement
de 50 % en service d’hématologie et de 25 % en service de réanimation.

Nos résultats suggerent une contamination fongique aérienne plus élevée en hématologie qu’en
réanimation, Cela peut étre attribué a la circulation humaine plus élevée, impliquant a la fois
les gardes malades et le personnel de la santé, favorisant ainsi la transmission de spores
fongiques extérieures [2,11]. Nos résultats sont conformes a ceux de Gongalves et al. (2018),
réalisée au Brésil [43], ou il a été rapporté que dans I’unité de soins intensifs, la charge fongique
la plus élevée dans ’air intéricur a été enregistrée le soir avec un pourcentage de 90% en raison
d’une forte activité humaine liée aux visites et aux colloques, tandis que le matin il était de
75%. Une autre étude de Napoli et al. (2012), menée en Italie [44], a évalué le nombre total de
cellules viables (CTV) avant et pendant 1’activité chirurgicale. L’échantillonnage passif a
montré que la CTV était de 722,5 CFU/m3/h au repos et augmentait a 10496,5 CFU/m3/h en
fonctionnement. Ces résultats ont montré une augmentation de la charge microbienne durant
I’intervention, en raison de la dispersion microbienne inévitable liée a la présence et aux
mouvements de personnels. Donc, plus la densité humaine en milieu hospitalier est élevee, plus
la charge microbienne est importante [45].

Par ailleurs, la configuration architecturale des services, surtout en ce qui concerne les systemes
de ventilation et de climatisation, joue un réle important dans la propagation des spores
fongiques. Dans notre contexte, le service d’hématologie médicale repose sur un systéme de
ventilation naturelle, avec des portes et fenétres parfois laissées ouvertes par les patients et
leurs accompagnants favorisant donc la transmission de certaines spores fongiques de
I’extérieur a ’intérieur, ce qui va exacerber le risque de contamination aéroportée [46]. En
revanche, le service de réanimation utilise également une ventilation naturelle, mais celle-ci
est strictement contrélée par le personnel médical : les fenétres ne sont ouvertes que durant une
période limitée, dans un objectif de renouvellement de I’air. De plus, les portes demeurent
fermeées au cours des visites, limitant fortement la pénétration de spores extérieures. Cela
pourrait justifier le niveau de contamination fongique de 1’air plus faible observé en
réanimation chirurgicale par rapport au service d’hématologie médicale.

Les deux services sont équipés de systemes de climatisation individuels ou locaux : des
climatiseurs muraux en hématologie médicale et un seul climatiseur de type colonne (marque
Midea) en réanimation. Ce type d’équipement assure un taux de ventilation nettement inférieur
a celui des services bénéficiant d’une climatisation centralisée [47]. En conséquence, les
patients hospitalisés dans ces environnements faiblement ventilés pourraient étre exposés a un
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risque accru d’infection. L’installation de systémes de climatisation centralisée apparait donc
nécessaire. Elle permettrait non seulement d’assurer un confort thermique optimal pour les
patients et le personnel, surtout pendant I’été, mais également de prévenir I’hyperthermie chez
les patients gravement malades, en particulier lors des vagues de chaleur [47,48].

L’absence de systeme de filtration de 1’air en réanimation chirurgicale ainsi qu’en hématologie
médicale (2 1’exception de l'unité d’autogreffe), principalement en raison du cott élevé
d’installation et de maintenance, pourrait expliquer la contamination de 1’air par les espéces
fongiques figurant dans le tableau 4 et la figure 10. Méme au Royaume-Uni, une étude a révélé
que seuls un quart des 203 hopitaux analysés disposaient d’installations d’isolement dans leurs
services d’urgence, en grande partie pour des raisons budgétaires [49]. Ainsi, les services non
équipés de filtres HEPA présentent des niveaux fongiques significativement plus élevés [50].

Par ailleurs, les filtres HEPA jouent un réle essentiel dans la lutte contre la contamination
fongique de I’air, en permettant de contrdler et de réduire les infections causées notamment par
Aspergillus (grace a I’élimination de la majorité des conidies présentes dans I’air ambiant) ainsi
que par Candida [51].

Les études de Tong et al. (2017) [52] et de Gongalves et al. (2018) [43] ont mis en évidence
plusieurs facteurs déterminant la présence de champignons dans 1’environnement hospitalier,
tels que les activités de construction ou de rénovation en milieu hospitalier, reconnues comme
un facteur majeur de contamination fongique de 1’environnement intérieur, comme | ont
souligné d’autres études [53,54]. Toutefois, parmi tous ces facteurs, la circulation humaine
constitue généralement la principale source de micro-organismes. Par conséquent, le service
présentant l'activité humaine la plus élevée, c’est l'environnement le plus favorable a la
croissance fongique [45].

Nos résultats montrent également que le pourcentage de champignons isolés sur les surfaces
est de 68,42 % en service d’hématologie et de 65,2 % en service de réanimation. Bien que la
contamination fongique soit Iégerement plus élevée en hématologie, les deux services
présentent un niveau de contamination relativement similaire. Ce taux pourrait s’expliquer par
un nettoyage inadéquat, di probablement a la réutilisation de chiffons ou a I'utilisation de
solutions désinfectantes peu concentrées. Il convient également de souligner qu’en réanimation
chirurgicale, 1’absence de dispositifs d’évacuation d’eau constitue un facteur majeur de
contamination, en rendant les opérations de nettoyage particulierement difficiles a réaliser. En
effet, cette lacune oblige actuellement le personnel d’entretien a retirer manuellement I’eau a
’aide de chiffons, une méthode laborieuse, chronophage et non conforme aux bonnes pratiques
d’hygiéne hospitaliere.

Comme I’ont souligné Vikke et Giebner, (2016) [55], un nettoyage mal effectué ne permet pas
une élimination efficace des micro-organismes. Les résultats de la presente étude soulignent
donc la nécessité d’améliorer les procédures et les technologies d’hygiene dans certains
services hospitaliers, mais aussi d’insister sur la formation continue du personnel d’entretien,
en renforgant leurs connaissances sur les risques de transmission croisée, le respect des bonnes
pratiques d’hygiene, ainsi que I’utilisation correcte des produits désinfectants, afin d’assurer
une desinfection efficace et durable des surfaces hospitalieres.
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3. Analyse comparative des sites de prélevement fongique en milieu hospitalier
(Réanimation Chirurgicale et Hématologie Médicale)

Dans le service de réanimation chirurgicale, I’analyse des sites de prélévement révele une
contamination fongique marquée au niveau des points d’eau (sept isolats), qui s’avérent étre
les zones les plus affectées, suivies des fenétres, du climatiseur et des dispositifs médicaux
(quatre isolats pour chacun). Cette distribution des isolats est en accord avec les données
publiées par Matotou et al. (2021) [35], qui ont également observé une contamination fongique
importante sur les points d’eau (tuyaux des climatiseurs) et certaines surfaces critiques comme
les paillasses et les poignées de porte.

Les résultats obtenus concernant les dispositifs médicaux sont aussi comparables par les
observations de Prigitano et al. (2022) [19], qui ont identifié des concentrations élevées de
moisissures filamenteuses, sur les tables de soins et les dispositifs médicaux (les pompes a
perfusion).

Contrairement aux résultats rapportés par Jaouhar et al. (2020) [37], qui ont identifié les lits et
les tables de chevet comme étant parmi les surfaces les plus contaminées, notre étude n’a révélé
qu’un seul isolat fongique sur chacune de ces deux surfaces. Cette faible contamination pourrait
refléter 1’efficacité des protocoles d’hygiene appliqués dans le service de réanimation
chirurgicale, en particulier sur les zones freqguemment en contact avec les patients.

En ce qui concerne le service d’hématologie, les résultats montrent une situation légerement
différente : les lits de patients représentent le site le plus souvent contaminé (sept isolats), suivis
de I’air ambiant des chambres et des tables de chevet (cing isolats). Cette forte contamination
de I’air est en cohérence avec 1’étude de Souza et al. (2019) [17], qui a signalé une prévalence
¢levée de spores fongiques dans 1’air des unités de soins intensifs, en particulier Aspergillus.
Toutefois, la fréquence élevée de contamination observée au niveau des lits dans notre étude
est cohérente avec les résultats de Jaouhar et al. (2021)[39], qui identifient également ces
surfaces comme des vecteurs fréquents de biocontamination en milieu hospitalier controlé.
Cette situation pourrait s’expliquer par la configuration structurelle des chambres, souvent
¢troites et organisées en box, ce qui limite la circulation de 1’air et favorise la proximité entre
les personnes et les équipements. Par ailleurs, la présence fréquente d’accompagnants accroit
le niveau d’exposition des surfaces autour du lit, augmentant ainsi le risque de contamination
croisée.

Par ailleurs, la présence notable d’Aspergillus niger comme espéce dominante dans les deux
services étudiés rejoint les conclusions de plusieurs enquétes hospitalieres, notamment celles
menées par Garcia-Gutiérrez et al. (2024) [2] et Prigitano et al. (2022) [19], qui soulignent la
prévalence de cette espéece dans les environnements hospitaliers, en particulier dans les zones
dans lesquelles ’humidité ou la ventilation jouent un rdle central.

Ainsi, I’ensemble de ces résultats confirme que certains sites, particuliérement les points d’eau,
les climatiseurs, les surfaces proches des patients, ainsi que 1’air ambiant, représentent des
cibles prioritaires pour la surveillance et la prévention des contaminations fongiques en milieu

hospitalier .
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4. Les implications cliniques des espéces fongiques isolées

Dans la présente etude, les résultats globaux montrent la présence des différentes espéces dans
les deux services qui sont : Aspergillus niger 20,59 %, Penicillium spp. 13,73 %, Scedosporium
spp. 1,96 %, Rhizopus spp. 1,96 %, Cladosporium spp. 1,96 %, Fusarium spp. 1,96 %,
Trichosporon spp. 1,96 %, Alternaria spp. 1,96 %, Lichtheimia spp. 0,98%, Aureobasidium
spp. 0,98%, Aspergillus terreus 0,98%, Phoma spp. 0,98% et Paecilomyces spp. 0,98%.

Les résultats de notre étude révelent qu'Aspergillus niger a été 1’espéce la plus fréquemment
isolée, tant dans 1’air que sur les surfaces, avec une prédominance marquée dans les deux
services : il a été détecté dans un échantillon sur huit (1/8) en réanimation et dans quatre sur 10
(4/10) en hématologie. Cette répartition en fait 1’agent fongique le plus représentatif de la
contamination environnementale dans ces unités a haut risque. Cette espece, bien qu’elle soit
moins souvent I’agent principal d’aspergillose invasive que A. fumigatus qui est absent dans
les services concernés par notre étude, reste pathogéne chez les hdtes a risque comme les sujets
immunodéprimés [15]. Il est impliqué dans les divers problémes respiratoires [56], notamment
des réactions allergiques, des exacerbations de I'asthme et I'aspergillose broncho-pulmonaire
allergique (ABPA) pour les personnes immunodéprimées [5], et aussi les otomycoses,
aspergillomes (patients non immunodéprimés) [29] et rarement dans les aspergilloses invasives
[15,29]. Ce résultat est comparable a celui rapporté dans 1’étude réalisée a Sidi Bel Abbeés en
2017 (25 %) [38]. Cette correspondance peut s’expliquer par la faible taille des spores
d’Aspergillus, qui facilite leur dispersion prolongée dans I’air, un facteur clé dans leur
persistance environnementale et leur potentiel de transmission aux patients [36].

Les espéces de Penicillium sont arrivées en deuxieme position en termes de nombre d'espéces
isolées dans les prélevements des surfaces avec une fréquence de huit isolats sur 46 (8/46) en
service de réanimation et sept isolats sur 38 (7/38) en hématologie. Cliniquement, les
Penicillium sont peu virulents et responsables d’infections opportunistes rares. Cependant, ils
peuvent étre allergénes et producteurs de mycotoxines [29]. Des résultats similaires ont été
rapportés précédemment par Sepahvand et al.(2013) (29,14 %)[57].

De méme, nous avons isolé des Scedosporium spp. dans le service d’hématologie (air : 1/18,
surface :1/38). C’est un genre inhabituel en environnement hospitalier, mais documenté
comme agent de rares foyers nosocomiaux, il est de plus en plus reconnu comme agent
d’infections graves résistantes, essentiellement chez les immunodéprimeés. Ces champignons
peuvent coloniser les voies respiratoires (sinus, poumons) avant d’envahir ou de se disséminer,
ils causent des infections cutanées, pulmonaires, articulaires, voire cérébrales et cardio-
vasculaires, particulierement chez les patients neutropéniques ou greffés [29].

Parmi les genres fongiques retrouvés simultanément dans les deux services, Rhizopus spp. et
Cladosporium spp. ont chacun été isolés a une seule reprise, aussi bien en réanimation (1/46)
qu’en hématologie (1/38) occupent une place notable. Rhizopus spp., principal représentant des
Mucorales, est une cause bien établie de mucormycose invasive, notamment chez les patients
diabétiques, neutropéniques ou transplantés [29]. Son isolement a partir des surfaces
hospitalieres corrobore les observations de Biswal et al. (2022) [58], qui ont rapporté une
contamination fréquente des grilles d’aération et du linge par ce genre dans les hdpitaux indiens
lors de I’épidémie de mucormycose post-COVID-19 [58]. La présence de Rhizopus sur les
surfaces implique un risque de transfert indirect via le contact avec du matériel contaminé ou
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des mains souillees, ce qui justifie un nettoyage renforcé des zones critiques et des textiles
hospitaliers [59,58].

Cladosporium spp., eégalement retrouvé dans les deux services, est considéré comme un
contaminant aéroporté courant, mais sa détection sur les surfaces merite attention. Ce genre est
rarement responsable d’infections invasives, mais il est associé¢ a des allergies respiratoires et
des phénomeénes d’hypersensibilité, notamment dans les environnements clos [60]. Sa
prolifération peut témoigner d’une humidité excessive ou d’un défaut de ventilation, éléments
connus pour favoriser sa persistance sur les structures en plastique ou en silicone [60].

En ce qui concerne les prélevements de réanimation, des genres tels que Fusarium spp.,
Trichosporon spp. et Alternaria spp. ont été isolés avec une fréquence comparable, chacun
étant identifié dans deux echantillons sur 46 (2/46), tandis que Lichtheimia spp. et
Aureobasidium spp. n’ont été retrouvés qu’une seule fois (1/46). Fusarium spp. est
particulierement préoccupant en raison de son tropisme cutané et oculaire, ainsi que de sa
capacité a former des biofilms résistants sur les dispositifs médicaux et dans les conduites d’cau
[61]. Son isolement de surfaces suggeére une contamination environnementale pouvant
constituer un réservoir infectieux, en particulier dans les zones humides (lavabos, douches,
siphons). Alternaria spp., bien que principalement connu comme allergéne extérieur, a
¢galement été impliqué dans des cas d’onychomycoses et de sinusites chez les patients
immunodéprimés, avec une prédilection pour les surfaces poussiéreuses [60].

Trichosporon spp., levure opportuniste, représente un agent rare, mais redoutable d’infections
systémiques chez les hémopathies, notamment & T. asahii. Sa détection en réanimation, méme
a faible fréquence, souligne I’importance d’un environnement rigoureusement controlé, car
cette levure peut coloniser les sols et les équipements en plastique [61]. En revanche, Candida
spp. n’a pas été isolé dans notre étude, ce qui pourrait témoigner d’une hygiéne satisfaisante au
sein des services évalués. Lichtheimia spp., anciennement classé dans le genre Absidia, est
I’un des Mucorales responsables de mucormycoses cutanées et pulmonaires fulminantes, avec
des cas d’infections hospitalicres attribués a la contamination du linge ou des gaz anesthésiques
[59,58]. Aureobasidium spp., champignon noir fréquent sur les surfaces humides, a été rapporté
comme agent d’infections opportunistes (kératites, infections cutanées) dans des cas isolés,
particulierement chez les patients affaiblis ou porteurs de cathéters [61].

Dans les échantillons de surface de 1’unité d’hématologie, Scedosporium spp., Aspergillus
terreus, Phoma spp. et Paecilomyces spp. ont été identifiés. Scedosporium spp., en particulier
S. apiospermum, est un pathogéne émergent dont les spores résistent a de nombreux
antifongiques, et qui peut provoquer des infections cérébrales, pulmonaires ou cutanées graves
chez les hbtes immunodéprimés [61]. Sa présence sur les surfaces reflete un risque
d’aérosolisation secondaire ou de contact direct. De méme, Aspergillus terreus est connu pour
son profil de résistance a I’amphotéricine B et ses infections souvent fatales en contexte
d’hémopathies [59]. Son isolement dans I’environnement hospitalier doit alerter sur la
nécessité d’un controle strict des systémes de ventilation et de désinfection.

Phoma spp., peu étudié, a été impliqué dans de rares cas de kératites ou d’infections cutanées
apres traumatismes, tandis que Paecilomyces spp. (notamment P. lilacinus) est reconnu pour
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sa capacité a coloniser les lentilles de contact, les cathéters et les solutions désinfectantes, et a
¢té décrit dans plusieurs cas d’endophtalmie ou de péritonite péritonéale [61]. Leur détection
dans I’unité d’hématologie, ou les patients présentent généralement une immunité séverement
altérée, suggeére un risque nosocomial non négligeable.

Des filaments mycéliens ont été mis en évidence lors de I’identification des cultures, leur
identité reste indéterminée dans le cadre de notre étude et cela di a un échappement aux
méthodes d'identification de routine qu’on a utilisé dans la présente étude, ce qui prouve l'une
des limites de cette derniére. La présence de filaments mycéliens a reflété la nécessité de
recourir & des techniques d'identification moléculaire, telles que le séquencage de régions
specifiques de I'ADN.
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V. CONCLUSION

L’objectif de notre étude était de déterminer la flore fongique présente dans 1’air ambiant et sur
les surfaces des services de réanimation chirurgicale et d’hématologie médicale du CHU de
Tizi-Ouzou, a travers des méthodes normalisées d’échantillonnage et d’analyse mycologique.

Nos résultats ont mis en évidence un taux de contamination fongique global de 61,76 %, avec
une prévalence légerement plus élevée en hématologie médicale (64,58 %) qu’en réanimation
chirurgicale (59,25 %). L analyse des prélévements a montré que les surfaces étaient davantage
contaminées que 1’air ambiant, et que ’espéce Aspergillus niger était la plus freguemment
isolée, représentant 20,59 % des isolats totaux, suivie par Penicillium spp. (13,73 %). Certaines
zones critiques comme les points d’eau, les dispositifs médicaux et les tables de chevet se sont
révélées particulierement propices a la prolifération fongique.

Ces résultats soulignent I’importance de renforcer les mesures de contrdle environnemental,
notamment ’installation de systémes de filtration de 1’air, le contrdle de I’humidité, ainsi que
I’application rigoureuse des protocoles de nettoyage et de désinfection, en particulier dans les
zones accueillant des patients immunodéprimés. L’intégration de la surveillance fongique dans
les programmes du comité de lutte contre les infections nosocomiales CLIN constitue
également une priorité afin de limiter le risque d’infections nosocomiales d’origine fongique.

Recommandations

Pour renforcer la prévention des infections fongiques nosocomiales dans les unités de soins
intensifs, nous recommandons les mesures suivantes :

A. Dans les deux services (Hématologie Médicale et Réanimation Chirurgicale)

Installation de systémes de traitement de I’air, incluant des filtres HEPA (High-Efficiency
Particulate Air) pour piéger les spores fongiques.

Controle strict de I’humidité, en intégrant des hygrometres numériques, afin de limiter les
conditions favorables a la croissance fongique.

Utilisation de désinfectants efficaces contre les champignons et leurs spores, notamment
I’hypochlorite a 1 %, qui s’est montré plus performant que 1’éthanol a 70 % pour 1’élimination
des champignons notamment sur les lits de patients.

Formation continue du personnel d’entretien sur les bonnes pratiques de nettoyage et de
désinfection en contexte fongique.

B. Dans le service d’Hématologie Médicale

Gestion rigoureuse de I’ouverture des portes et des fenétres, afin de limiter I’introduction de
contaminants extérieurs tout en assurant une aération maitrisée conforme aux normes de
ventilation hospitaliére.

Limitation du nombre de visiteurs et mise a disposition de solutions hydroalcooliques a I’entrée
pour I’hygiéne des mains.
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C. Dans le service de Réanimation Chirurgicale

Mise en place d’un systéeme d’évacuation des eaux usées dans I’ensemble du service de
réanimation chirurgicale, afin de faciliter les procédures de nettoyage.
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