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Sur la base d’un nombre limité de fossiles, les champignons étaient déjà présents sur 

terre il y a 900 à 750 millions d’années (Lumbsch, 2015). Le terme champignons englobe tous 

les organismes appartenant au règne des Eumycota (c’est-à-dire les vrais champignons), mais 

également d’autres microorganismes traditionnellement étudiés par les mycologues (Jobard-

Portas, 2010). 

Les champignons représentent un règne à part entière dans le monde du vivant, qui a 

depuis longtemps fasciné et intéressé les chercheurs. Ils sont parmi les organismes les plus 

diversifiés dans la biosphère, avec une estimation de 0,71 à 1,5 million d’espèces (Schmit & 

Mueller, 2007). Cependant, seules 74 000 à 120 000 espèces sont connues (Hawksworth, 

2001), soit environ 7% de la diversité totale. Ils sont fondamentaux pour le maintien des 

processus écologiques. On pourrait spéculer par exemple que, sans champignons, des goulots 

d’étranglement majeurs dans le cycle des nutriments se produiraient, notamment les plantes 

qui manqueraient de nutriments que les champignons libèrent pour elles dans le sol, mais 

aussi que de nombreux animaux seraient sans nourriture ; le bois ne serait pas décomposé ; 

certains insectes et autres animaux ne seraient pas capables de digérer les matières végétales 

et même la structure du sol changerait (Hawksworth, 2004). 

En dépit du rôle fondamental joué par les champignons dans l’équilibre des 

écosystèmes, peu de choses sont connues sur la microflore fongique marine. Ce déficit en 

information résulte du fait que ces organismes sont habituellement absents du débat sur la 

biodiversité (Norton et al., 1996). Néanmoins, la présence de champignons saprophytes dans 

le milieu marin est, aujourd’hui, un fait reconnu par la communauté scientifique. Ainsi, de 

nombreuses moisissures ont été isolées de l’eau de mer, des sédiments et des coquillages, 

suggérant que les océans représentent un vaste réservoir fongique (Matallah-Boutiba et al., 

2008). 

 

Les champignons marins vivent au dépend de substrats organiques, dont ils tirent 

l’énergie grâce à un arsenal d’enzymes, tout comme leurs homologues terrestres (Liberra et 

Lindequist, 1995). On leur connaît des interactions avec les algues marines, les plantes 

vasculaires, les invertébrés, les poissons et les mammifères (Stanley, 1992). Les poissons 

téléostéens sont des modèles d'étude particulièrement intéressants pour ces microbiotes 

fongiques, puisque plusieurs niches distinctes (i.e. différents sites sur le corps) de ces derniers 

peuvent être échantillonnées et facilement documentées : les branchies ( Llewellyn et al., 

2014), le mucus cutané (Boutin et al., 2014) et les intestins (Bates et al., 2006; Rawls et al., 

2004 ; Rawls et al., 2006). De plus, Sylvain et al. (2016) ont montré que ces différentes 

niches (mucus cutané et intestins) réagissaient de manière différente à une perturbation des 

conditions environnementales. Cet aspect est important, puisqu'il indique la possibilité 

d'évaluer les effets de perturbations dans des niches plus (intestins) ou moins (mucus cutané) 

dépendantes de l’état physiologique de l'hôte. De plus, les poissons ont l'avantage d'être 

facilement exposés à différentes conditions physicochimiques : ils vivent dans l'eau, qui peut 

être facilement modulée selon les buts de l'expérience. La plupart des poissons sont abondants 

et facilement échantillonnés dans la nature autant qu'en captivité, ce qui fait d'eux d'excellents 

sujets d'étude.  
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Il est donc crucial de veiller à avoir des connaissances plus approfondies des facteurs 

modulant le microbiote des poissons, puisque ce dernier joue des rôles très importants pour la 

survie de son hôte, notamment le microbiote cutané qui est particulièrement impliqué dans la 

défense immunitaire (Boutin et al., 2013). En effet, le microbiote retrouvé dans le mucus 

cutané des poissons constitue la toute première ligne de défense contre les agents pathogènes 

opportunistes présents dans l'environnement (Trivedi, 2012;Sugita et al., 2002; Boutin et al., 

2013; Llewellyn et al., 2017). Quant au microbiote retrouvé dans le tractus digestif, il joue 

d'importants rôles nutritionnels. Par exemple, le microbiote intestinal des poissons est 

impliqué dans la régulation de l'absorption intestinale et du métabolisme des acides gras 

(Semova et al., 2012), ainsi que dans la glycolyse (Ni et al., 2014).  

 

Notre présente étude consiste à mettre en évidence la diversité de champignons qui se 

trouvent au niveau de la chair de poissons, plus précisément les différents genres fongiques 

recensés au niveau de la chair de Sardinella aurita. Cette dernière est une espèce à grande 

valeur commerciale, en tant que source de nourriture pour l'homme et pour l'industrie de la 

transformation des produits de la mer. Les sardines et les sardinelles sont très appréciées pour 

leur chair savoureuse et leur teneur élevée en acides gras oméga-3, en protéines et en 

nutriments essentiels, tels que les vitamines B et le calcium. Ce travail rentre dans le cadre des 

thématiques de recherche du Laboratoire Ressources Naturelles de L’université Mouloud 

Mammeri de TiziOuzou. 

 

Afin d'atteindre cet objectif, notre manuscrit est divisé en plusieurs chapitres distincts. 

Le chapitre I se concentre sur une revue bibliographique approfondie des champignons, 

fournissant ainsi une base de connaissances solides. Le chapitre II est dédié à l'étude 

spécifique de Sardinella aurita ; le chapitre III présente en détail le matériel et les méthodes 

utilisées tout au long de notre étude. Enfin, le chapitre IV de notre étude est dédié à la 

présentation des résultats et à leur discussion. Nous analysons les données recueillies et 

examinons leurs implications.  

Enfin, nous clôturons notre étude en fournissant une conclusion générale qui résume 

nos principaux résultats, ainsi que des perspectives pour de futures recherches dans ce 

domaine.



 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Chapitre I.  

Les champignons
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1. Introduction 

Les champignons sont des Eucaryotes (un ou plusieurs noyaux bien individualisés 

dans les cellules) (Erard, 2014). Les Eumycètes forment un groupe monophylétique  

d’organismes hétérotrophes et absorbotrophes (Campbell et al., 2012). Hétérotrophes vis-à-

vis du carbone (matières organiques), ils n’ont pas de pigments assimilateurs et sont donc 

incapables d’assurer la photosynthèse. Ils sont aussi absorbotrophes (par opposition aux 

Animaux, qui pratiquent l’ingestion et aux Végétaux, qui pratiquent l’assimilation) : sorte de 

digestion extracellulaire, suivie de l’absorption des nutriments. La nutrition par absorption 

implique une sécrétion d’enzymes dans le milieu environnant (exodigestion) et un mode de 

nutrition osmotrophe (Lecomte, s.d.). 

2. Caractéristiques des champignons  

2.1. Modes de vie  

Derrière l’absorbo-hétérotrophie partagée des champignons se cache une grande 

diversité de modes de nutrition (Peay et al., 2008), à savoir : le saprophytisme, le parasitisme 

ou la symbiose. 

 Saprotrophes 

Les champignons saprotrophes utilisent la matière organique morte comme source de 

nourriture par sécrétion d’enzymes; ils sont capables de pénétrer dans les matières organiques 

et inorganiques, grâce au développement d’hyphes, de rhizoïdes ou de filets ectoplasmiques 

(Raghukumar, 2017). Ces caractéristiques font des champignons terrestres saprobes les 

principaux contributeurs au recyclage des nutriments de la matière organique. Plusieurs faits 

indiquent que les champignons marins sont également des composantes essentielles et 

abondantes du cycle des nutriments dans les océans (Tisthammer et al., 2015). 

 Parasites et pathogènes  

Le parasitisme fongique est un processus complexe dans les écosystèmes pélagiques, 

liant de multiples interactions entre divers microorganismes, car leur action sur une seule 

population ou niveau trophique pourrait avoir un impact sur plusieurs autres, par le biais de 

cascades de la chaîne alimentaire. En tant que parasites, les champignons peuvent causer de 

graves dommages aux organismes vivants, à savoir les autotrophes (cyanobactéries, algues, 

macrophytes, plantes) et les hétérotrophes (autres champignons, protistes, invertébrés, 

vertébrés). Il a été démontré que les parasites fongiques peuvent décimer un large éventail de 

populations d’algues hôtes procaryotes et eucaryotes (Donk et Ringelberg, 2006; Gons et al., 

2002), entraînant le rejet d’une grande quantité de matière organique, disponible pour les 

champignons et les bactéries saprophytes. Dans le contexte des milieux pélagiques, une telle 

activité peut empêcher la sédimentation des populations hôtes et augmenter le temps de 

rétention et le recyclage hétérotrophe de la matière organique dans la colonne d’eau (Lefevre 

et al., 2008). 
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 Symbiotes  

C’est une association étroite et obligatoire avec un autre être vivant (Moulinier 

Claude, 2002). C’est la troisième stratégie trophique majeure des champignons ; cela entraîne 

des avantages mutuels pour les deux partenaires.Les deux principales symbioses mutualistes 

connues en milieu terrestre sont représentées par les mycorhizes (association plante-

champignon) et les lichens (association algue/cyanobactérie-champignon) (Bovio, 2019). 

Les lichens comptent environ 700 espèces dans l’écosystème marin, les Ascomycota 

étant principalement impliqués dans la symbiose. Les lichens marins sont fréquemment 

signalés dans la zone supra-littorale et intertidale (Raghukumar, 2017), où ils sont exposés à 

une forte irradiance solaire et, avec la marée haute, sont recouverts d’eau de mer(Lipnicki, 

2015). Ces conditions extrêmes ont induit une variabilité phénotypique (morphologiquement 

et anatomiquement) chez les lichens et influencé leur distribution (Lipnicki, 2015). Fait 

intéressant, peu de lichens ont également été signalés sous le niveau de la marée, sur des 

algues et des coquilles (Raghukumar, 2017). 

En ce qui concerne l’autre symbiose la plus courante dans l’environnement terrestre, 

des mycorhizes ont été signalées dans les écosystèmes marins uniquement pour les plantes 

des marais salants (Hyde et al., 1998). 

2.2. Morphologie des champignons  

Quant aux caractères morphologiques et physiologiques, la plupart des Eumycètes 

disposent d’une paroi cellulaire chitineuse et d’une voie métabolique de biosynthèse de la 

lysine complètement originale (Erard, 2014). Ils sont dits Thallophytes, car ils sont composés 

d’un appareil végétatif appelé thalle. Ce dernier est composé de filaments ou hyphes 

enchevêtrés les uns par rapport aux autres ; les cellules comprennent les organites classiques : 

noyau, mitochondrie, cytoplasme, vésicules. Le thalle peut être cloisonné ou non(Boudih, 

2011) (Figure 1). L’ensemble des hyphes constitue un réseau appelé mycélium(Lecellier, 

2013). Ce mycélium peut être souterrain et invisible, en forêt par exemple comme celui 

d’espèces récoltées par les amateurs de champignons ou bien au contraire bien visible sur des 

aliments contaminés par des moisissures (Fons et al., 2018). 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : différentes structures d’hyphe (Lecellier, 2013). 

(A)hyphe non cloisonné (coenocytique),(B) hyphe cloisonné. 

B A 
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2.3. Reproduction des champignons  

Le cycle de vie des champignons comprend deux types de reproduction (Figure 2) : 

 une reproduction asexuée, au cours de laquelle une spore ou un fragment de 

mycélium croit et se développe sur un substrat ; le mycélium émet des conidiophores, 

à l’extrémité desquels des conidies sont émises, puis disséminées; 

 

 une reproduction sexuée, qui implique la rencontre de deux mycéliums : un 

mycélium à n chromosomes va rencontrer un autre mycélium à polarité 

complémentaire pour donner lieu à la fusion des cytoplasmes, ce qui engendre un 

nouveau mycélium à 2n chromosomes ; les cycles de vie diffèrent d’un champignon à 

un autre selon leur type de spores (Boudih, 2011) 

 

 

 

Figure 2 : cycle de vie des champignons (Lecellier, 2013). 
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3. Classification des champignons 

Les Eumycètes regroupent plusieurs divisions : Chytridiomycota, Blastocladiomycota, 

Zygomycota, Glomeromycota, Ascomycota, Basidiomycota et Deuteromycota (James et al., 

2006). 

 

3.1. Chytridiomycota  

Communément appelés les chytrides, ils constituent un vaste groupe de champignons 

saprophytes ou parasites, majoritairement composés de 0champignons aquatiques, car ils se 

dispersent dans l'eau avec des spores mobiles. La gamme d'hôtes des chytrides pathogènes 

comprend d'autres champignons, algues, plantes et amphibiens (Money, 2016). Les 

Chytridiomycota sont unicellulaires et produisent des spores mobiles (zoospores) à un flagelle 

postérieur, en coup de fouet cervical ; ce sont d'ailleurs les seuls organismes parmi 

les Mycètes à posséder ce type de spores (Gould, 2009). Cette classe représente le groupe le 

plus archaïque des Eumycètes. Selon Taylor et al. (2015a), les chytrides habitait la Terre il y a 

au moins 1,5 Ga (milliard d'années), voire plus tôt. 

         Quelques exemples de Chytridiomycota sont donnés : Allomyces (Figure 3), une 

moisissure aquatique, Synchytrium endobioticum : un agent pathogène de la pomme de terre 

et Neocallimastix(Figure 4) : un chytride qui vit en symbiose dans l'intestin des 

herbivores(Volk, 2013). 

 

Figure3 : caractéristiques morphologiques d’Allomyces dans l'État de Piaui, Brésil (Barre = 45 

µm)(Rocha et al., 2016). 
17-19. A. anomalie . 17. Hyphe à rhizoïdes. 18. Zoosporanges à parois minces, avant la libération des zoospores. 19. Hyphe latéral avec pseudo-septum, 

terminal de zoosporanges résistants. 20-22. A. arbuscule . 20. Zoosporanges résistants, sympodiaux. 21. Zoosporanges à paroi mince, l'un vide et l'autre 

avec papille apicale. 22. Les paires de gamétanges avec les papilles apicales. Le gamétange femelle placé au-dessus du gamétange mâle. 23-25. A. 

moniliforme . 23. Zoosporanges résistants à apex effilé. 24. Zoosporanges à parois minces, moniliformes. 25. Gaine vide et terminal de zoosporange 

résistant. 26-27. A. néomoniliforme. 26. Zoosporanges résistants et gaines vides. 27. Zoosporange résistant à parois épaisses, pores espacés.  

 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Champignons_aquatiques
https://fr.wikipedia.org/wiki/Zoospore
https://fr.wikipedia.org/wiki/Flagelle
https://fr.wikipedia.org/wiki/Myc%C3%A8tes
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Figure 4 : souche MR1-Neocallimastix frontalis, sporange à long sporangiophore, avec 

spores (x40)(Atanasova-Pancevska & Kungulovski, 2018). 

 

 

3.2. Blastocladiomycota  

Les Blastocladiomycota étaient auparavant considéré comme un groupe de 

Chytridiomycota, placé en tant qu’ordre des Blastocladiales(Strullu-Derrien, 2016). Ils en 

sont séparés pour former un phylum.Les Blastocladiomycota vivent dans les habitats d'eau 

douce, la boue et le sol, où ils agissent comme saprotrophes, décomposent les débris végétaux 

et animaux ou parasitent les arthropodes (Money, 2016). 

 

3.3. Zygomycota  

Les Zygomycota représentent un groupe hétérogène de saprobes principalement, 

généralement trouvés dans le sol ou en association avec des plantes, des champignons, des 

animaux ou des humains, en tant qu'agents pathogènes opportunistes (Voigt et Kirk, 2014), 

provoquant des moisissures post-récolte et des pourritures molles. Par exemple, certaines 

espèces de Mucor sont des habitants du sol, qui pénètrent dans les fruits (par les blessures ou 

au niveau du calice) tombés sur le sol du verger, ou encore. Rhizopus stolonifer mieux connu 

comme la moisissure commune du pain ; ainsi que Rhizopus arrhizus (Figure 5). Dans les 

bonnes conditions, ce saprophyte omniprésent provoque également une pourriture molle des 

fruits et légumes charnus, des bulbes, des fleurs et des graines (Gould, 2009). 

 

 

sporangiophore 

Spores 

sporange 
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Figure 5 :morphologie macroscopique et microscopique de Rhizopus arrhizus var. arrhizus 

CBS 330.53 (Dolatabadi, 2015) . 

A : colonie après 3 jours d'incubation à 30°C ; B : columelle et chlamydospore ; C : sporanges ; D & E : 

columelle; F : rhizoïdes ; Barre d'échelle B,C= 50 µm ; D, E, F = 10 µm 

 

3.4. Glomeromycota  

Ce sont les champignons mycorhiziensarbusculaires(Asiegbu et Kovalchuk, 2021). Ils 

comptent parmi les microorganismes les plus importants sur Terre, car ils sont responsables 

de la formation d'associations mutualistes appelées endomycorhizes, avec les racines 

d'environ 70% des plantes du monde(Volk, 2013). 

Ce taxon a été séparé des Zygomycota. Les Glomeromycota forment un type de 

symbiose, où les hyphes fongiques envahissent les cellules des racines des plantes et les deux 

espèces bénéficient de l'apport accru de nutriments (McConnaughey, 2014). 

 

3.5. Ascomycota  

C’est le groupe le plus important et le plus diversifié de champignons existants (Taylor 

et al., 2015b). Le phylum comprend des levures et des champignons filamenteux, des 

champignons qui s'associent à des Algues et des Cyanobactéries pour former des lichens, des 

espèces mycorhiziennes, des saprotrophes et des agents pathogènes de plantes et d'animaux 

(Money, 2016).Ce sont des champignons cloisonnés, dont les filaments sont séparés par des 

parois transversales cellulaires appelées septa. Ils produisent des spores sexuées, appelées 

ascospores, formées dans des structures en forme de sac appelées asques, ainsi que de petites 

spores asexuées appelées conidies (McConnaughey, 2014). 

Le phylum des Ascomycota est divisé en trois sous-embranchements (Berman, 2012) : 

 Taphrinomycotina : il regroupe des champignons saprophytes ou parasites des 

plantes et des vertébrés (Vega et al., 2012); 
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a b 

 Pezizomycotina : ce sont les plus nombreux et les plus complexes 

morphologiquement et écologiquement des Ascomycota(Vega et al., 2012); ce sont 

les vrais Ascomycota ; ce sous-embranchement compte par exemple le genre 

Fusarium(Figure 6), qui fait partie de l’ordre des Hypocréales ; 

 

 

 

 

 

Figure6: morphologie microscopique du genreFusarium(Matallah-Boutiba, 2008). 

a:observationmicroscopiquecoloréaubleudecoton(x500); 

b:observationmicroscopiquecoloréaubleudecoton(x1000). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Saccharomycotina : il englobe les vraies levures (non phytopathogènes) ; elles sont 

étroitement associées aux insectes pour la dispersion et les champignons fournissent 

des vitamines, des enzymes et d'autres ressources aux insectes hôtes(Vega et al., 

2012) ; les membres du sous-embranchement des Saccharomycotina se reproduisent 

par bourgeonnement et ne forment pas de structures de fructification (Kurtzman et 

Sugiyama, 2015) (Figure 7). 

 

 

 

https://en.wikipedia.org/wiki/Budding
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Figure 7: diverses formes d’asques et d’ascospores (Kurtzman et al., 2011). 

 

(A) Asques persistants, non conjugués avec des ascospores globuleuses (Saccharomyces paradoxus), (B) Asques 

déliquescents, non conjugués avec des ascospores globuleuses et en forme de chapeau (Pichiamembranifaciens), (C) Asques 

avec des ascospores globuleuses formées à partir de la conjugaison de types d'accouplement complémentaires 

(Kodamaeaohmeri), (D) Asques persistants avec des ascospores globuleuses formées par conjugaison entre les cellules et 

leurs bourgeons (Schwanniomycespseudopolymorphus), (E) Asques persistants avec des bourgeons conjugués effilés et des 

ascospores globuleuses (Torulasporadelbrueckii), (F) Asques persistants non conjugués, chacune avec une ascospore 

rugueuse et sphérique (Citeromycessiamensis), (G) Asques déliquescents avec des ascospores en forme de haricot 

(Kluyveromycesmarxianus), (H) Ascospores en forme de chapeau libérées d'asques déliquescents (Lindneraveronae), (I) 

Ascospores en forme de Saturne formées dans des asques déliquescents (Saturnisporaahearnii), (J) Ascospores allongées en 

forme d'aiguilles dans un asque persistant (Metschnikowiahawaiiensis), (K) Ascospores allongées avec une queue en forme 

de fouet libérée d'un asque déliquescent (Eremotheciumcoryli), (L) Ascospores en forme de chapeau libérées d'un asque 

formé à l'extrémité d'un ascophore (Pachysolentannophilus).  

 

3.6. Basidiomycota  

Ils constituent un phylum majeur des Fungi. C’est le deuxième en nombre d'espèces, 

après les Ascomycota (Halbwachs et al., 2021). Ce sont des champignons unicellulaires ou 

filamenteux cloisonnés, composés d'hyphes séparés par des parois transversales cellulaires 

appelées septa. Ils se reproduisent de manière sexuée, produisant des spores dans les basides 

(Figure 8), qui sont des structures terminales en forme de massue, qui ont normalement des 

méiospores externes ou des basidiospores. Ils se reproduisent également de manière asexuée 

(McConnaughey, 2014). 
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Figure 8:Amanita sp – section vaginatae. Holobasidetétrasporée typique des 

Agaricales(Fortin, 2016). 

 

 

3.7. Deuteromycota (Adelomycètes) 

Ils sont surnommés "Fungi imperfecti  " c’est-à-dire champignons imparfaits en latin, 

car ils n'ont pas de phase sexuelle reproductive. Il s'agit d'ungroupe de champignons 

hétérogène et polyphylétique. La reproduction est généralement assurée par des spores 

(conidies) produites de manière asexuée, à partir de cellules conidiogènes qui sont parfois 

libres (comme dans les levures),ou plus communément formées sur des hyphes de support 

séparés (conidiophores),ou des cellules qui peuvent être produites dans ou sur des structures 

de fructification organisées (conidiomes) (Sutton, 2014).  

Les Deuteromycota constituent une division considérée comme un groupement 

artificiel ; ce terme est plutôt utilisé comme nom commun pour ce groupe de champignons. 

Environ 90% d'entre eux ont des affinités avec les Ascomycota(Volk, 2013), ou ont évolué à 

partir d'eux (Sutton, 2014). Il y a environ 17 000 espèces dans cette division, mais ce nombre 

diminue continuellement, à mesure que de plus en plus de stades téléomorphes (champignon 

possédant la phase sexuée), sont associés aux stades anamorphes (champignon possédant 

uniquement le stade de reproduction asexuée).  

 

https://www.aquaportail.com/definition-1299-phase.html
https://www.aquaportail.com/definition-1579-sexue.html
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La plupart des Deuteromycotaa un mycélium cloisonné bien développé, avec des 

conidiophores distincts, mais certains ont un thalle unicellulaire. La plupart des membres se 

reproduisent au moyen de spores spéciales appelées conidies. Quelques champignons 

imparfaits manquent de conidies et ne forment que des sclérotes (Figure 9). C’est une 

structure dure, qui résulte d’une coalescence d’hyphes et pourvue d’une paroiextérieure qui 

empêche la déshydratation ; un sclérote est une forme de résistance de certains champignons 

face aux conditions extrêmes rencontrés au sein de leur environnement.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure9:tranchesde10sclérotesdelasouche 

ss48 de Sclerotinia sclerotiorum (Graduation =1mm)(Roy, 2017). 

Il existe une grande variété de conidies morphologiquement différentes produites chez 

lesDeuteromycota ; elles peuvent être sphériques, ovoïdes, allongées, en forme d'étoile, 

etc… Elles peuvent être unicellulaires à pluricellulaires, avec soit des septa transversaux, soit 

des septa transversaux et longitudinaux. De plus, les conidies peuvent être hyalines ou 

colorées. Ces caractéristiques conidiales sont à la base de la classification artificielle. 

 Classe des Hyphomycètes 

 

Les Hyphomycètes sont un groupe de champignons dont beaucoup sont des espèces 

aquatiques (Chergui, 1990). L’identification de ces champignons est basée sur la 

morphologie des conidies, en particulier le cloisonnement, la forme, la taille, la couleur et la 

texture de la paroi cellulaire, la disposition des conidies telles qu'elles sont portées sur les 

cellules conidiogènes (Seifert et al., 2011).Certains Hyphomycètes sont caractérisés par des 

conidies hyalines, de couleur claire. On y retrouve deux genres importants, qui sont : 

 

 Aspergillus : c’est un groupe complexe de moisissures qui présente un mycélium 

cloisonné, portant de nombreux conidiophores dressés, terminés en vésicule, 

comprenant plusieurs centaines d'espèces, dont certaines sont pathogènes pour 

l'homme et les animaux (Gómez et al., 2016) (Figure 10) ; 

 

https://en.wikipedia.org/wiki/Conidia
https://en.wikipedia.org/wiki/Cell_division
https://www.sciencedirect.com/topics/immunology-and-microbiology/ascomycota
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Figure 10 : caractéristiques microscopiques d'Aspergillus (x1000) (Sukmawati et al., 2018). 

 

a = hyphe ; b = cloison, c = hyphes ramifiées, d = conidies ; e = conidiophores, f = vésicules, g = metula ; h = 

phialide, i = conidies, j = tête de conidies.  

 

 Penicillium : il possède des hyphes septés, des conidies en chaînes produites par des 

phialides regroupées en pinceaux (Figure 11) ; les colonies sont blanches à la 

périphérie, avec un centre bleu vert (Dufresne, 2014). 

 
Figure 11 : caractéristiques microscopiques de Penicillium (x1000) (Sukmawati et al., 2018). 

 

a = hyphe, b = cloison, c = conidie, d = conidiophore, e = métule, f = phialide, g = conidies. 
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On retrouve également les genres suivants : Geotrichum (Figure 12),Gliocladium et 

Trichoderma(Figure 13). 

 

 

 

Figure 12 : Geotrichum au microscope (x100) (Belgarbi-Dutron, s.d). 

 

 

 
Figure 13: micrographies optiques de Trichodermasaturnisporum (x40)(Kumar et al., 

2020). 
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D’autres Hyphomycètes ont des conidies ou des hyphes bruns ou noirs. Nous pouvons 

citer comme exemple les genres Alternaria (Figure 14) et Curvularia (Figure 15). 

 

 
 

Figure 14:morphologie et format ion des conidies d'Alternariaalternataau 

microscope optique (x40) (Belgarbi-Dutron, s.d). 

 

Figure 15 : conidiophores et conidies de Curvularialunata (barre = 100 µm)(Monteiro et al., 

2003). 

 

 Classe des Coelomycètes  

Dans le cas de cette classe, les conidies se forment dans des structures de 

fructificationfermées ou partiellement fermées (conidiomata)  (Sutton, 2014), à la différence 

de la classe des Hyphomycètes, qui eux possèdent des conidies nues.Les Coelomycètes sont 

abondants dans les régions tempérées et tropicales. D’après Kirk et al. (2008), ces 

champignons comprennent au moins 1 000 genres et plus de 7 000 espèces, telles les espèces 

du genre Neoscytalidium. 

 

conidie 

conidiophore 

https://en.wikipedia.org/wiki/Coelomycetes
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Ce genre est décrit comme un phytopathogène opportuniste (Ruíz-Cendoyaetal., 

2010). C’est un champignon responsable d’infections cutanées superficielles. Il peut être aussi 

à l’origine d’infections sous-cutanées profondes (Moutranet al.,2012) (Figure 16).  

 

 
 

Figure 16 : (A-B) Conidies de Neoscytalidium (C) Cellules conidiogènes du 

Coelomycètesynanamorphe(D–F) Conidies du Coelomycètesynanamorphe (les flèches 

indiquent la gaine) (Barres d'échelle = 4 μm) (Crous et al., 2006). 

 

4. Champignons du monde marin  

4.1. Répartition des champignons dans le milieu marin 

Dans le milieu marin, le développement de microorganismes tolérants aux halos est 

favorisé, en raison de la salinité élevée, ainsi que la forte pression sélective exercée sur le 

biote. Une partie de cette diversité microbienne est constituée de champignons. Les 

champignons marins colonisent différentes niches écologiques; ils ont été retrouvés associés à 

des organismes de tous les niveaux trophiques et peuvent agir comme saprobes, symbiotes et 

parasites (Raghukumar, 2017). On les trouve dans tous les habitats marins, y compris les 

communautés planctoniques, les plantes marines (algues, herbiers marins, bois flottant), les 

invertébrés marins (éponges, coraux, ascidies, bivalves, crustacés, etc…), les vertébrés 

(principalement les poissons) et les matières inorganiques. La répartition des champignons 

dans la colonne d’eau suit l’abondance de la matière organique et sa variabilité saisonnière, se 

produisant plus fréquemment dans les premiers mètres et près de la côte, par rapport aux eaux 

profondes (Wang et al., 2012). Quant aux sédiments des grands fonds, ils représentent un 

puits pour la matière organique, créant un habitat où les champignons sont les microbes 

eucaryotes dominants (Nicoletti et Andolfi, 2018).  

Certains champignons terrestres peuvent coloniser les habitats aquatiques. Par 

exemple, les genres Fusarium ou Aspergillus sont des champignons communs transmis par le 

sol, qui peuvent vivre et croître dans des conditions aquatiques(Descals etal., 2007 ; 

Sahadevan et al., 2008; Damare et al., 2008). La principale implication écologique est que les 

champignons issus des apports allochtones peuvent rester actifs dans les eaux pélagiques et 

contribuer ainsi à la dynamique du réseau trophique et au cycle des nutriments. Il s’agit d’une 

information importante, puisqu’une proportion importante des champignons récupérés dans 

les zones pélagiques peut provenir du sol (Jobard-Portas, 2010). 
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4.2. Contraintes écologiques  

Les changements globaux ont déjà des conséquences alarmantes sur la diversité 

macroscopique des écosystèmes terrestres et ont entrainé une diminution de l’habitat et de la 

taille des populations de plusde 8000 espèces de vertébrés (Ceballos et al., 2015). Les 

écosystèmes marins sont aussi en première ligne face aux perturbations anthropiques (Thorne-

Miller, 1999). S’il est plus difficile d’appréhender l’ampleur des extinctions des animaux 

marins, on sait qu’elles altéreront le fonctionnement des écosystèmes océaniques (Worm et 

al., 2006).Les écosystèmes coralliens notamment, sont particulièrement vulnérables au 

changement climatique et aux pressions de pêche (McClanahan et al., 2014), le réchauffement 

climatique ayant entrainé des épisodes de blanchiment sans précédent et à l’échelle mondiale 

ces deux dernières années, une érosion de la diversité des macroorganismes aurait par nature 

des répercussions sur les espèces microbiennes associées (Hughes et al., 2011). 

Les champignons d’origine hydrique doivent faire face à diverses difficultés et 

contraintes caractéristiques des habitats aquatiques. La disponibilité en oxygène peut être l’un 

des paramètres les plus restrictifs. La biomasse fongique et la sporulation peuvent diminuer 

fortement avec la concentration d’oxygène dissous (Medeiros et al., 2009). Néanmoins, dans 

certains environnements anaérobies, tels que les sources riches en sulfures et les grands fonds 

anoxiques, une diversité inattendue de champignons a été rencontrée (malgré le faible effort 

général d’échantillonnage), principalement limitée aux Ascomycota et aux Basidiomycota. 

Cependant, la diversité semble inférieure à celle trouvée dans les eaux oxygénées (Nikolcheva 

et Baerlocher, 2004;Alexander et al., 2008 ; Stock et al., 2009). 

Malgré les efforts croissants des mycologues marins pour contribuer à la découverte 

de nouvelles espèces, cartographiant ainsi la biodiversité mondiale, les champignons marins 

sont encore un groupe peu étudié par rapport aux autres microorganismes marins (Tisthammer 

et al., 2015). Les espèces pélagiques typiques (flottantes), définies comme celles qui 

dépendent de la phase d’eau libre pour tout ou une partie de leur cycle de vie, ont reçu moins 

d’attention que certaines espèces économiquement et écologiquement pertinentes(Goh & 

Hyde, 1996). Par exemple, la chytridiomycose causée par Batrachochytriumdendrobatidis, 

qui cause la mortalité des amphibiens associée au déclin des populations mondiales, a été bien 

étudiée (Berger et al., 1998; Longcore et al., 1999) ; ce qui a donné lieu à beaucoup de 

publicité. Jones et al. (2015) ont estimé qu’environ 10000 champignons marins attendent 

toujours d’être décrits. 
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5. Le microbiome fongique 

Lederberg & McCray (s.d.) défini le microbiome comme étant une communauté de 

microorganismes commensaux, pathogènes et symbiotiques vivant sur ou à l’intérieur de 

notre corps. Pour Leibold et al. (2004), le microbiome d’un individu est constitué d’un 

ensemble de différentes communautés, inféodées chacune à un organe ou une partie du corps. 

Par exemple, les communautés colonisant la peau du visage, des bras, ou l’intérieur de la 

bouche sont très différentes. Cependant, ces communautés ne sont pas isolées: des micro-

organismes peuvent être transférés entre ces différentes zones du corps et avec le milieu 

ambiant (air, sol, eau et autres organismes). Ces communautés forment donc une méta-

communauté, définie comme un ensemble de communautés interconnectées entre elles, par 

des phénomènesde dispersion des organismes. 

 

Le microbiote et l’hôte forment une entité appelée l’holobionte (Margulis, 1991), un 

métaorganisme dont les parties sont interdépendantes (Simon et al., 2019). L’équilibre au sein 

de l’holobionte est fragile, des perturbations peuvent potentiellement amener l’holobionte 

d’un état d’eubiose (symbiotique) à un état de dysbiose (état malsain) (Iebbaet al., 2016). La 

structure taxonomique du microbiote se réfère à l'abondance relative des différents taxa d'une 

communauté. Le terme microbiome, quant à lui, se réfère au génome collectif de tous les 

symbiontes vivant dans un certain environnement (Turnbaughetal., 2007). 

D’après Sender et al. (2016), nous hébergeons autant de cellules bactériennes à 

l’intérieur de notre appareil digestif, que de cellules humaines dans tout notre corps ; ainsi ces 

mêmes cellules composant le microbiome, interagissent de multiples manières avec les 

cellules de l’hôte, jouant notamment un rôle crucial dans le développement du système 

immunitaire.Les bactéries ainsi que d’autres microorganismes qui peuvent être : 

symbiotiques, commensales et pathogènes sont inclues dans le microbiote.  

Tout comme chez les vertébrés terrestres, le microbiome digestif joue un rôle crucial 

pour le fitness des poissons marins, notamment via la protection contre les organismes 

pathogènes (production de molécules antimicrobiennes, modulation du système immunitaire 

(Gómez et Balcazar, 2008 ; Lowreyet al., 2015), la dégradation et l’assimilation des 

nutriments et la maturation et la différenciation des cellules épithéliales de l’intestin (Diwan 

et al., 2022). 

La composition du microbiome digestif des poissons varie le long de l’intestin 

(Navarrete et al., 2012). La salinité et le régime alimentaire semblent être les principaux 

facteurs conditionnant la composition du microbiome, à la fois à un niveau inter et intra-

spécifique. Certaines études ont permis d’établir que l’intégrité du microbiote intestinal est 

indissociable de l’état de santé de son hôte, autant chez les Mammifères (Sekirov et al., 2010; 

Holmes et al., 2012; Marchesiet al., 2015), que chez les Poissons (Legrand et al., 2020). Tout 

comme chez l’Homme, l’état physiologique des poissons est en partie conditionné par le 

microbiome colonisant leur tube digestif, leur peau, leur appareil respiratoire, ainsi que leurs 

appareils génitaux et urinaires. Parmi le petit nombre d’études sur ces organismes, l’essentiel 

s’estfocalisésur le microbiomedigestif (Chiarello, 2017). 
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Une étude a été menée par Bouarfa et Kareb (2022) sur le microbiome fongique 

située de la chair de Sardina pilchardius. Elles ont mentionné après avoir effectué leur étude 

sur un échantillon de 50 sardines pêchées au niveau de la baie d’Alger, pendant le mois 

d’avril 2022 que cette espèce présente un microbiote fongique assez diversifié. Une diversité 

qui peut s’avérer très utile, d’abord pour l’animal, mais aussi pour l’homme, qui consomme 

ce poisson en grande quantité. Dans les résultats de cette étude, le champignon le plus 

abondant chez cette espèce est Penicillium, avec ses différents effets : antimicrobiens, 

antioxydants, anti-inflammatoires, antiviraux, antiparasitaires, antifongique, etc. 

Quant à la surface cutanée des vertébrés marins, elle présente une importante diversité: 

présence d’écailles ou non, sécrétion et nature du mucus cutané, présence de poils, …Cette 

diversité peut entrainer une importante variabilité du microbiome cutané, à la fois entre 

grands clades de macroorganismes, mais également à l’intérieur d’un clade. Une étude portant 

sur six espèces de poissons téléostéens a démontré qu’il existait une importante  spécificité 

entre le microbiome et son espèce hôte (Larsen et al., 2013). Cependant, d’autres facteurs, tels 

que l’état physiologique de l’individu, ou encore sa localisation géographique, influencent 

également la composition du microbiome et entrainent une variabilité inter-individuelle 

importante decelui-ci (Apprill et al., 2014). 

Contrairement au tube digestif ou à la chair, la peau est en contact direct avec lemilieu 

marin, présentant un grand nombre et une grande diversité de microorganismes (Kirchman, 

2010). La plupart des poissons téléostéens sont recouverts d’un mucus synthétisé par des 

cellules présentes au niveau de l’épithélium cutané, qui constituent la première barrière de 

défense contre les microorganismes pathogènes (Ángeles Esteban, 2012). Mais ce mucus peut 

également servir de ressources nutritivespour les communautés microbiennes cutanées 

(Balebona et al., 1998). Le microbiome cutané des poissons joue très certainement un rôle 

important dans cette fonction de barrière, en modulant le fonctionnement du système 

immunitaire (Kelly et Salinas, 2017). 

Etant donné l’importante diversité des macro-organismes marins présentant des 

physiologies, des plans d’organisation et des systèmes immunitaires très différents, on peut 

supposer que les microbiomes qui leur sont associés soient très différents entre eux ; ce fait 

pourraient augmenter la diversité microbienne globale associée aux macroorganismes 

(Chiarello, 2017). Cependant, cela ne reste que des suppositions, étant donnée que les 

connaissances associées aux microbiomes des animaux marins sont rudimentaires, tant sur les 

aspects descriptifs de ces communautés, que sur leurs rôles fonctionnelset sur leurs facteurs 

de contrôle. Des études montrent qu’ils jouent un rôle crucialde protection de leur hôte contre 

les pathogènes et les perturbations environnementales (Krediet et al., 2013; Glasl et al., 2016; 

Ziegler et al., 2017). Cette simple constatation appuie l’urgence de l’étude des 

microbiomesassociés aux animaux marins, afin d’inventorier leur composition et leur 

richesse, mais aussi de comprendre leurs réponses aux variations environnementales, afin 

dequantifier leurs fonctions pour l’hôte. 
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Le mouvement des microorganismes de l’habitat d’une communauté locale à un autre 

est majoritairement passif, à cause de leur petite taille (Troussellier et al., 2017). Ces 

mécanismes de transfert ont un impact majeur sur la composition du microbiome et peuvent 

avoir lieu horizontalement (i.e.entre individus, ou entre individus et leur milieu environnant) 

ou verticalement (i.e. entre unindividu et sa progéniture).  

 

Le transfert vertical désigne le passage de micro-organismes de la mère ou du père à la 

descendance. Ces transferts sont permis par différents types de mécanismes, dépendant 

principalement du mode de reproduction de l’organisme. Si quelques études démontrent que 

ces transferts existent chez tous les êtres vivants (Funkhouser-Jones et Bordenstein, 2013), 

leur mécanisme et leur dynamique ont principalement été étudiés dans le cas du microbiome 

digestif de l’homme.  

 

 

Pour les transferts horizontaux, il existe deux types.  

Les transferts depuis l’environnement : chez des invertébrés marins tels que les moules, 

les éponges ou les coraux, une partie du microbiome n’est pas transmise verticalement, mais 

horizontalement depuis l’eau de mer (Hentschel et al., 2012;Nyholm et McFall-Ngai, 2004). 

Il y a aussi les transferts entre animaux : la plupart des transferts horizontaux intraspécifiques 

ont lieu entre individus apparentés, physiquement ou géographiquement proches, ou encore 

faisant partie du même groupe social. 

 

De ce fait, les transferts horizontaux favorisent également la transmission verticale du 

microbiome. Chez les insectes sociaux par exemple,la transmission du microbiome digestif 

par coprophagie est un phénomène important, permettant le transfert du microbiome de 

génération en génération (Koch et Schmid-Hempel, 2011). Chez l’Homme, il a été démontré 

que des personnes vivant sous le même toit avaient des microbiomes digestif, cutané et oral 

plus proches que des personnes ne vivant pas ensemble (Song et al., 2013).
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1. Introduction 

Sardinella aurita autrement appelée sardinelle ou allache est un Clupéidé commun des 

côtes africaines, de la Méditerranée et de l’océan Atlantique. Ce poisson est pélagique côtier 

grégaire, qui se mêle souvent aux bancs de sardines. Il est d’ailleurs souvent confondu avec 

d'autres espèces qui partagent les mêmes niches écologiques, en particulier avec la 

sardine :Sardina pilchardus, la grande sardinelle :Sardinella maderensis et parfois avec les 

aloses : Alosaalosa et Alosafalax (Whitehead, 1985). Cette espèce est principalement 

planctophage, mais se nourrit également de larves et alevins de poissons. Sardinella 

aurita présente une plasticité et une adaptabilité remarquable aux fluctuations du milieu, dont 

elle tire partie (Cury et Fontana, 1988). 

 

2. Systématique  

Selon Ficher et al. (1987), la systématique de Sardinella aurita est la suivante : 

 règne :Animalia 

 embranchement : Vertébrés 

 sous-embranchement :Gnathostomes 

 super-classe : Poissons  

 classe :Osteichtyens 

 sous-classe : Actinoptérygiens 

 super-ordre : Téléostéens 

 ordre :Clupéïformes 

 sous-ordre :Clupéoïdés 

 famille :Clupéïdés 

 genre : Sardinella. 

 espèce : auritaValenciennes1847. 

Selon les régions, de nombreux noms vernaculaires sont attribués à la sardinelle. 

(Dieuzede et al., 1959; Djabali et al., 1994). 

 Angleterre: round sardinella ou gilt sardine. 

 Egypte: sardine mabroum.  

 Espagne :alacha. 

 France :sardinelsa, frissa ou allache  

 Italie :allechio ou sarda. 

 Liban:lachio. 

 Maroc:lacha ou Ro.  

 Tunisie:lacha ou sarda.  

 Turquie:sardalga.  

 Algérie:latcha. 

 

https://www.aquaportail.com/genre-sardinella-1092.html
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Figure 1.3. Distribution géographique de (S. 
auritaValenciennes, 1847) 

3. Répartition géographique  

La distribution de l'espèce est tropicale et subtropicale, souvent associé eaux grands 

systèmes d'upwelling (remontée d’eau) (Durand et al., 1998; Froese et Pauly, 2003) ; son aire 

de répartition s'étend à l'ouest et à l'est de l'Océan Atlantique, l'océan Pacifique, toute la mer 

Méditerranée et occasionnellement la mer Noire (Bauchot, 1987).  Elle est également présente 

le long du Golfe du Mexique jusqu’au Brésil, où elle soutient d’importantes pêcheries au 

Venezuela et au Brésil (Fréon, 1988). Dans l’Atlantique oriental, son aire de répartition 

géographique s’inscrit sensiblement entre les parallèles 37° N et 34° S (Postel, 1960). Vers le 

Nord, elle mord légèrement sur l’Europe, où l’espèce a été signalée en Espagne (Lozano Rey, 

1947) et au Portugal (Monteiro, 1956). Vers le Sud, elle s’arrête en baie de Saldanha en 

Afrique du Sud (Smith, 1950).Sardinella aurita n’était pas abondante le long de la côte 

catalane il y a 20 ans, mais des études récentes ont montré que sa distribution s'est déplacée 

vers le nord, avec les anomalies positives de température de surface de la mer des dernières 

décennies (Sabatés et al.,2006). 

En ce qui concerne l’origine de S.aurita, Chikhi (1995) émet deux hypothèses à ce 

sujet. La première suppose que cette espèce serait originaire de l’Afrique de l’ouest ; selon 

lui, la colonisation s’est faite à partir de la région sénégalo-mauritanienne, puisque les 

courants longeant ces côtes ouest-africaines se dirigent vers le Brésil, avant de remonter les 

côtes vénézuéliennes. Dans la seconde hypothèse, il estime quela colonisation s’est faite à 

partir des côtes américaines. Les immenses extensions du courant du Gulf Stream (un courant 

océanique chaud de surface, qui prend sa source entre la Floride et les Bahamas, le long de la 

côte des États-Unis et se disperse dans l'océan Atlantique) pourraient avoir joué un rôle dans 

cette colonisation (Figure 17). 

 

 

Figure 17: distribution géographique de                                          

Sardinellaaurita(Smith et Society, 

1997) 
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4. Morphologie de Sardinella aurita 

Elle présente un corps allongé, généralement de section sub-cylindrique, parfois plus 

comprimé. Le ventre est arrondi, mais avec un alignement de scutelles (la partie externe, 

saillante et dure de certaines écailles). L’œil est moyen ; il est au sommet du crâne avec de 

nombreuses stries (de 7 à 14) sur les fronts pariétaux ; la bouche est terminale, avec une 

mâchoire supérieure arrondie sans échancrure médiane; des branchio-spines fines et 

nombreuses, plus de 80, sont présentes sur la partie inférieure du premier arc branchial. Le 

dos est bleu à bleu vert, les flancs argentées/cuivrées et le ventre blanc. La nageoire dorsale 

est jaune plus ou moins foncé, ombrée sur le bord distal, à rayons antérieurs noirs, il n’y a pas 

de tâche noire à l'origine de la dorsale; la nageoire pectorale est de couleur jaune pâle, 

mouchetée à brune et enfin la nageoire caudale est jaune très clair près de la base, le reste 

sombre avec les pointes très foncées ou noires (Ficher et al., 1987). 

Une ligne longitudinale jaunâtre caractérise également l'espèce. La sardinelle 

ressemble beaucoup à la sardine commune, mais peut être reconnue par une ligne dorée 

voyante située à mi-flanc; une autre caractéristique la différencie de la sardine c’est l’absence 

de stries radiales sur les opercules (Figure 18). 

 

Figure 18 : morphologie de l’espèce Sardinella aurita(Dahel, s. d.). 

 

5. Comportement  

En ce qui concerne leur comportement, les sardinelles se déplacent en banc (Figure 

19), entre la surface et 150 m de profondeur. Un banc moyen mesure entre 15 et 20 m de 

diamètre et contient de 20 à 30 tonnes de poisson (Irvine, 1947). On signale que ces bancs de 

Sardinella aurita viennent à la surface pendant la nuit et s'enfoncent pendant la journée. 

Sardinella aurita se mélange parfois avec d'autres espèces : Sardinella eba, Sardinella 

cameronensis. On rencontre parfois les alevins associés à des bancs d'anchois : Engraulis sp. 

(Irvine, 1947).Ces poissons marins préfèrent une eau claire saline, avec une température 

minimale < 24°C. Les juvéniles ont tendance à rester dans les zones d'alevinage, mais à 

l'échéance de la maturité, ils rejoignent les stocks halieutiques adultes, au large des côtes. Ces 

poissons sont fortement migrateurs, en fonction des saisons et conditions météorologiques 

(Fortier, 2012).  

5cm 
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Quant aux  préférences écologiques, l’espèce S. aurita effectuerait des déplacements 

des fonds de 70-100 m (où elle se trouve quand les eaux superficielles sont chaudes) vers la 

surface et la côte au moment des remontées d'eaux froides (Marchal, 1966). S. aurita est 

sténohaline, on ne la rencontre pas dans des eaux de salinité inférieure à 35%, aussi elle évite 

les parties de la côte les plus influencées par le ruissellement terrestre (Longhurst et Pauly, 

1987). 

 

Figure 19: banc de Sardinella aurita. 

 

6. Régime alimentaire  

Sa nourriture est assez variée. Elle est essentiellement composée de plancton. Les 

larves de S. aurita se nourrissent de crustacés, en particulier de différents stades de copépodes 

(Tudela et al., 2002) . 

En 1953, Poll a examiné des contenus stomacaux de S.aurita. Ils ont révélé des 

fragments amorphes constitués par du phytoplancton, avec parfois des larves de mollusques et 

de petits crustacés. Diatta et Badji (2016) signalent, pendant leurs travail sur des spécimens 

capturés au delà d'une centaine de mètres de profondeur dans l'Atlantique Africain,un contenu 

stomacal constitué de bouillie de microplancton, à base de copépodes, d'Euphausiacés et 

divers autres crustacés. 

Des différences alimentaires, en rapport avec la saison, ont été notées chez la 

sardinelle.  La période froide se caractérise par une plus grande importance de crustacés, des 

larves de mollusques et d’invertébrés divers dans les contenus stomacaux. Mainguy et Doutre 

(1958) décrivent d’ailleurs cette saison comme étant la période d’engraissement des 

sardinelles, principalement de S. aurita. En revanche, la saison chaude constitue la période où 

le détritus inorganiques et le pourcentage de vacuité sont plus importants chez les sardinelles. 

Cette diminution du potentiel alimentaire serait due à la raréfaction des nutriments en saison 

chaude, qui dès son début, marque un amaigrissement progressif des individus.  
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7. Croissance 

Elle esttrès rapide. La sardinelle ronde atteind en moyenne 18 cm au bout d’un an. Sa 

taille asymptotique est atteinte en 4 ans, avec une tendance à une diminution de la croissance 

avec l’âge (CamarenaLuhrs, 1986; Cury et Fontana, 1988). 

En ce qui concerne la maturité sexuelle, elle est fixée en fonction de la taille. 14.14 cm 

est la taille à laquelle, dans la région centre de la côte algérienne, 50% des sardinelles 

femelles sont aptes à se reproduire et toutes le sont à partir de 16.5 cm. En ce qui concerne les 

mâles, 13.64 cm représente la taille à laquelle 50% de la population a atteint la maturité. Au-

delà de 16.5 cm, tous les mâles rencontrés sont adultes (Bouaziz, 2007). 

 

8. Reproduction  

Les sexes sont séparés. On peut distinguer les deux sexes par la forme et la couleur des 

gonades. Le mâle se présente avec des gonades filamenteuses, de couleur blanchâtre à 

jaunâtre, alors que les femelles présentent des gonades assez volumineuses de couleur rouge 

(Hadj Ali et Flih, 2017)(Figure 20). La reproduction se déroule dans la colonne d’eau au-

dessus des profondeurs moyennes du plateau continental, entre les isobathes -30 et -50 m 

(Mbaye, 2015).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure20 :différenciation sexuelle chez S.aurita(Belouahem, 2009). 

(a): aspect externe(b):aspect après dissection(c):aspectsdes gonades (c1) mâleset (c2) femelles. 

(a
) 

(b
) 

(c) 

(C1) (C2) 
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         Quant à la période de fraie (ou fraye qui désigne la période de reproduction chez les 

poissons),  elle s'étend pendant toute l'année dans les eaux superficielles, mais surtout de mi-

juin à fin septembre en Méditerranée, lorsque la température de l'eau atteint le maximum 

annuel (23–25°C)  (Ficher et al., 1987). La distribution des œufs de  S. aurita se                     

fait dans des eaux beaucoup moins profondes (Palomera et Sabatés, 1990).
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1. Description de la zone d’étude et d’échantillonnage du matériel biologique 

Le matériel biologique concerné par la présente étude a été pêché au niveau de la baie 

d’Alger. Cette dernière est située à l'est de la plaine de la Mitidja (Figure 21). Elle forme une 

échancrure en demi-cercle, d’un diamètre d’environ 15,27 m et un contour périphérique de 

42,46 km de long, allant du Cap Matifou à l’est au Cap Caxine à l’ouest (Chemrouk& Chabbi, 

2016). 

 

 

Figure 21 : baie d’Alger (Rabehi et al., 2018). 

Cinquante sardinelles (Sardinella aurita) ont été échantillonnées tous sexes 

confondus. Elles sont plus ou moins de la même taille ; elle varie entre 15 et 18 cm. Elles ont 

été réparties aléatoirement en deux groupes de vingt-cinq (25) sardinelles chacun. Un des 

deux groupes est disposé dans des boites et mis au congélateur pour une durée d’environ un 

mois; quant à l’autre lot, il est immédiatement mis en culture. Chaque groupe est ensuite 

subdivisé en 5 lots de 5 sardinelles chacun. 
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2. Préparation du milieu de culture  

Le milieu de culture utilisé pour l’ensemencement est le milieu PDA (Potato dextrose 

agar), qui est composé des éléments suivants :   

 200g de pomme de terre ; 

 20g d’agar-agar ; 

 20g de glucose ; 

 Eau distillée. 

Pour la préparation du milieu, commencer par laver, peler puis couper les pommes de 

terre en petits morceaux ; par la suite les mettre à cuir dans un récipient contenantà peu prés 

200 ml d’eau pendant environ 30 min. Une fois les pommes de terre cuites,le bouillonest 

récupéré, puis filtrer. Le filtrat récupéré est versédans un erlenmeyer de 1000 ml ; ajouté à 

cela 20g d’agar-agar, puis 20 g de glucose, enfin venir ajouterde l’eau distillée jusqu'à 

atteindre un volume de 1000 ml.  

Au moment oùle mélange est prés, on dépose l’erlenmeyer sur un agitateur chauffant, 

jusqu'à ce qu’il devienne homogène et clair. On verse le contenu de l’erlenmeyer dans 

différents  flacons, qu’il faudrastériliser en les mettant à l’étuve à une température de 120°C 

pendant une durée de 30 minutes. Une fois la stérilisation terminée, une petite quantité 

d’antibiotique (amoxicilline) est ajoutée dans les flacons, pour éviter la prolifération des 

bactéries. Pour finir, il faut couler le milieu de culture dans des boites de Pétri, entre les 

flammes des deux becs bunsen. 

 

3. Préparation de la sardinelle pour la mise en culture  

 Etape 1 : nettoyage 

Il consiste à nettoyer les sardinelles ou allache à l’eau courante. Ensuite, les ouvrir à la 

main, chercher l’arête centrale et en pinçant fortement avec les doigts venir glisser le long de 

cette arête pour extraire les deux filets du poisson. Une fois cette opération finie, les rincer 

abondamment et les laisser sécher à l’intérieur d’un bac en plastique (Figure 22).  

 

 
Figure 22 : filets d’Allache nettoyés. 
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 Etape 2 : stérilisation superficielle 

Après le nettoyage des sardinelles vient l’étape de la stérilisation superficielle. Elle 

consiste à faire passer les filets de sardinelle un à un, en utilisant des ciseaux stérilisés dans 

différents bains (Fig.23), selon le protocole de Helanderet al. (1994), qui est le suivant:   

 éthanol 95% : pendant une durée de 2 minutes ; 

 eau distillée stérilisée : afin de les rincer rapidement, puis retirer (premier traitement)  

 eau de javel : pendant une durée de 3 minutes ;  

 eau distillée stérilisée (deuxième traitement) ; 

 éthanol 95% : pendant une durée de 30 secondes ; 

 eau distillée stérilisée : comme dernière étape (troisième traitement). 

 

 

 

Figure 23 : différents bains utilisés pour la stérilisation superficielle. 

 

 

 Etape 3 : ensemencement 

Une fois les filets stérilisés superficiellement (Figure 24A), on vient prélever 4 

fragments d’un diamètre d’environ 1 cm (Figure 24B), à l’aide d’un bistouri et d’une pince 

stérile entre deux becs bunsen, pour éviter tout risque de contamination extérieure, qu’on 

vient déposer par la suite sur le milieu de culture, préalablement coulé dans des boites de Pétri 

(Figure 25). 

 

Quand l’ensemencement est terminé, il faut inscrire sur chaque boite le numéro 

correspondant au sujet et fermer le pourtour de la boite de Pétri avec du papier film. 
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Figure24 : (A) filet de sardinelle coupé pour l’ensemencement ; (B) fragments de 

sardine prélevés. 

 

 

 
 

Figure 25 : boite de Pétri à la fin de l’ensemencement. 

A la fin de toutes ces étapes, les boites de Pétri sont rangées à température  ambiante 

et à l’abri de toute contamination. Ces boites contenant les cultures fongiques sont soumises à 

une surveillance quotidienne, afin d’observer et de noter tout développement et évolution des 

champignons. 

 

 Etape 4 : prélèvements  

Au moment où l’on observe un développement des champignons à l’intérieur des 

boites, on commence les prélèvements. Pour cela et à l’aide d’un scalpel stérilisé au préalable, 

il faut effectuer des prélèvements de chaque colonie de champignons contenue dans les boites,  

que l’on dispose par la suite sur une lame contenant une goutte de gélatine glycérinée, qui 

permet de fixer le champignon prélevé. Pour finir, il faut recouvrir d’une lamelle, puis  

marquersur la lamelle le numéro du sujet prélevé, ainsi que de la colonie (Figure 26). Suite à 

cela vient l’observation des prélèvements au microscope, à différents grossissements.  

A 

B 



Chapitre III.                                                                       Matériel & méthodes 

 

 

35 
 

    
Figure26 : prélèvement des champignons. 

4. Identification macroscopique  

Cette méthode est basée sur l’observation à l’œil nu, des caractéristiques des colonies 

des champignons apparue sur les boites :  

 l’aspect des colonies ;  

 la taille de la colonie ;  

 la couleur de la colonie.  

 

5. Identification microscopique  

Pour l’identification microscopique, les genres fongiques prélevés ont été observés au 

microscope et identifiés selon différents caractères : la structure du mycélium, les conidies, 

les spores, etc... 

6. Analyses statistiques  

 

6.1. Abondance des genres fongiques 

Dans le but d’évaluer la diversité des genres fongiques répertoriés à partir de la chair 

de Sardinellaaurita, l’abondance de chaque genre de champignons A(%) est calculée à l’aide 

de la formule suivante : 

A(%)= (Ng / Nt).100 

avec :  

A : abondance des genres ;  

Ng : nombre de fois que le genre a été recensé chez un sujet ;  

Nt : ensemble des répétitions.  
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6.2 Analyse de variance (ANOVA)  

Une analyse de variance a été utilisée dans notre étude, soutenue d’une comparaison 

multiple des moyennes, grâce au logiciel Stat Box 6.40.  

 

6.3 Analyse en composantes principales (ACP)  

Une ACP a été réalisé dans le but de mettre en évidence la                                 

distribution spatiale des lots de sardinelles échantillonnés, en fonction des                         

abondances des différents genres fongiques recensés, grâce au logiciel Stat Box 6.40.
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1. Résultats 

1.1. Diversité des champignons prélevés de la chair de Sardinellaaurita avant congélation 

Après quelques jours d’incubation (environ 15 jours) à température ambiante des 

fragments prélevés sur la chair de sardinelle, une identification des champignons apparus au 

niveau des boites de Pétri a été faite et une classification a été dressée selon les phyla, ordres 

et familles (Tableau 1).  

Tableau 1.Classification des champignons retrouvés au niveau de la chair de la sardinelle.  

Genre Phylum Ordre Famille 

Aspergillus Ascomycota Eurotiales Trichocomaceae 

Candida Ascomycota Saccharomycetales Saccharomycetaceae 

Geotrichella Ascomycota Non défini Non défini  

Penicillium Ascomycota Eurotiales Trichocomaceae 

Rhizopus Zygomycota Mucorales Mucoraceae 

Saccharomyces Ascomycota Saccharomycetales Saccharomycetaceae 

Trichophyton Ascomycota Onygenales Arthrodermataceae 

SNI / / / 

 

Comme indiqué sur le tableau ci-dessus, sept genres de champignons ont été identifiés 

pour ce lot, à savoir : Aspergillus, Candida, Geotrichella, Penicillium, Rhizopus,   

Saccharomyces, Trichophyton, ainsi que des souches non identifiées. Les sept genres de 

champignonsidentifiés pour ce premier groupe appartiennent à deux phyla différents : 

Ascomycota et Zygomycota (Figure 29). Les champignons du phylumdes Ascomycota sont 

les plus abondants, avec un pourcentage de 75%, suivi du phylum des Zygomycota avec un 

pourcentage de 12% ; les 13% restants correspondent aux souches non identifiées (SNI). 

 

Figure 27 :phyla fongiques recensés au niveau de la chair de Sardinellaauritaavant 

congélation. 

75%

12%

13%

Ascomycota Zygomycota SNI
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1.2. Diversité des champignons prélevés sur la chair de Sardinella aurita après 

congélation 

Après un mois de congélation du deuxième lot de 25 sardinelles, suivi de quelques 

jours d’incubation à température ambiante des fragments prélevés sur la chair, une 

identification des champignons apparus au niveau des boites de Pétri a été faite et une 

classification a été dressée selon les phyla, ordres et familles (Tableau 2).  

Tableau 2. Classification des champignons prélevés au niveau de la chair de Sardinellaaurita. 

Genre Phylum Ordre Famille 

Candida 

  
 

Ascomycota Saccharomycetales Saccharomycetaceae 

Cladosporium Ascomycota Capnodiales Cladosporiaceae 

Monilia Ascomycota Helotiales Sclerotiniaceae 

Neoscytalidium Ascomycota Botryosphaeriales Botryosphaeriaceae 

Rhizoctonia Basidiomycota Cantharellales Ceratobasidiaceae 

Saccharomyces Ascomycota Saccharomycetales Saccharomycetaceae 

Trichophyton Ascomycota Onygenales Arthrodermataceae 

SNI / / / 

 

Sept genres de champignons ont été identifiés, à savoir : Candida, Cladosporium, 

Monilia, Neoscytalidium, Rhizoctonia, Saccharomyces, Trichophyton, ainsi qu’une souche 

non identifiée.Les sept genres de champignons identifiés appartiennent à deux phyla 

différents : Ascomycota et Basidiomycota (Figure 28). Encore une fois, le phylum 

desAscomycota est le plus abondant, de même que la première expérimentation, avec un 

pourcentage de 75%, suivi du phylum des Basidiomycota avec un pourcentage de 12% ; les 

13% restants correspondent aux souches non identifiées (SNI). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 28 : phyla fongiques recensés au niveau de la chair de Sardinella aurita après 

congélation. 
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1.3. Description des genres de champignons recensés  

1.3.1. Aspergillus  

Le mycélium est cloisonné, portant de nombreux conidiophores dressés, non ramifiés, 

terminés en vésicule (Figure 29). Des phialides sont formées directement sur la vésicule avec 

des têtes conidiennes unisériées ou bisériées ; les conidies sont en chaîne unicellulaires 

(Botton et al., 1990). Les espèces d’Aspergillus se différencient surtout par la couleur des 

colonies, l’organisation des têtes conidiennes, la forme et l’ornementation des conidies et 

l’éventuelle présence de reproduction sexuée (Matallah-Boutiba, 2006). 

 

 

 

Figure 29 : observations macroscopique (A) et microscopique (B) du genre Aspergillus           

(sujet 24R2) (×400). 

 

1.3.2. Candida 

Ce sont des champignons levuriformes Les cellules de ces microorganismes 

eucaryotes ont la particularité, comme tous les champignons, d’avoir une paroi contenant de 

la chitine. Les Candida sont habituellement commensaux des muqueuses et de la peau ou 

peuvent être des espèces environnementales. Certaines espèces peuvent se manifester en tant 

que pathogène animal.  L’appareil végétatif de ce genre peut se présenter sous des formes 

variées (blastospores ovales de 2 à 5 µm, filaments ou pseudofilaments), se multipliant par 

bourgeonnement(Figure 30) (El-Kirat-Chatel, 2010). 

 

Figure 30 : observations macroscopique (A) et microscopique (B) du genre Candida(sujet 

23R1) (×100). 

conidie
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1.3.3. Penicillium  

Il s’agit d’un champignon filamenteux. Ce sont des champignons pour la plupart très 

communs dans l’environnement. Ils ont pour habitat les denrées alimentaires, les matières 

organiques en décomposition, les graines, les céréales, etc. Les conidiophores de ce genre 

sont insérés directement sur le mycélium ; les conidies se forment par bourgeonnement, au 

sommet des phialides (Figure 31) (Bouchet et al., 2000).  

 

Figure 31: observations macroscopique (A) et microscopique (B) du genrePenicillium             

(sujet 25R1) (×1000).  

1.3.4. Rhizopus  

Thalle à croissance rapide, sporosystophores généralement très grands, terminés en 

entonnoir, en bouquets de 2 à 6, présentant à la base des rhizoïdes ; columelles brunes, 

globuleuses ou semi-globuleuses (Figure 32) (Botton et al., 1990). 

 

 

Figure 32: observations macroscopique (A) et microscopique (B) du genre Rhizopus        

(sujet 25R1) (×100). 
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1.3.5. Saccharomyces  

C’est un champignon microscopique qui compose les différentes sortes de levures 

qu’on utilise pour la fermentation. Il est composé de cellules sphériques, ovoïdes ou allongées 

de taille très variable. Certaines cellules sont cylindriques et de grande taille, jusqu’à 20μm de 

longueur ou plus (Goffeau et al., 1996) (Figure 33).0 

. 

 

 

Figure 33: observation macroscopique (A) et microscopique (B) du genre Saccharomyces 

(sujet 9R2) (×100). 

1.3.6. Trichophyton  

Ce champignon porte de très nombreuses microconidies de forme sphérique, réunies 

en amas ou en grappes et qui sont disposées partout sur les hyphes (Figure 34). Ces amas sont 

à l’origine de l’aspect granuleux ou sableux de la surface des cultures (Delorme et Robert, 

1997). 

 

 
 

Figure 34 : observation macroscopique (A) et microscopique (B) du 

genre Trichophyton (sujet 15R2) (×100). 
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1.3.7. Cladosporium 

Les colonies apparaissent de couleur vert foncé, revers blanc, petites conidies en 

chaînes globulaires, elliptiques ou fusiformes et lisses (Figure 35) (Botton et al., 1990). 

 

 

 
 

Figure 35 : observations macroscopique (A) et microscopique (B) du 

genre Cladosporium (sujet 5R1) (×100). 

 

1.3.8. Neoscytalidium 

Les hyphes sont ramifiés et septés, sans conidiophores. Les arthroconidies se 

développent et ont une à deux cellules. Les hyphes sont larges (6 à 10 µm) et les 

arthroconidies sont brunes (Figure 36) (Botton et al., 1990). 

 

 

 

Figure 36 : observations macroscopique (A) et microscopique (B) du genre  Neoscytalidium 

(sujet 5R2) (×400). 
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1.3.9. Rhizoctonia 

Ce genre de champignon est anamorphe, avec mycélium très ramifié (Figure 37) 

(Botton et al., 1990). 

 

Figure 37: observations macroscopique (A) et microscopique (B) du genre Rhizoctonia   

(sujet 3R2) (×400). 

1.4. Abondance des genres fongiques 

Le tableau 3 met en évidence l’abondance de chaque genre fongique retrouvé dans la 

chair de Sardinella aurita. 

Tableau 3. Abondance des champignons recensés au niveau de la chair de Sardinella aurita 

avant congélation. 

 

Genre fongique Abondance (%)±Erreur standard 

Aspergillus 6±0,30 

Candida 6±0,55 

Geotrichella 2±0,28 

Penicillium 12±1,62 

Rhizopus 2±0,57 

Saccharomyces 44±1,41 

Trichophyton 2±0,14 

SNI 2±1,13 

 

Nos résultats montrentune forte domination du genre Saccharomyces, avec un 

pourcentage de 44%, suivi du genre Penicillium avec 12%, puis viennent Aspergillus et 

Candida avec une abondance de 6% chacun, enfin les genres Geotrichella, Rhizopus, 

Trichophytonet SNI, avec seulement 2% chacun. 

 

 

Mycélium 

A B 
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Les résultats du tableau 4 montrent que le genre le plus abondant après congélation 

des sardinelles est toujours Saccharomyces, avec un pourcentage de 50%, suivi des genres 

Candida et Cladosporium avec 10% chacun, puis viennent les genres Neoscytalidium, 

Rhizoctoniaet Trichophyton, avec4% et enfin nous avons le genre Monilia et SNI, avec 

seulement 2% chacun. 

Tableau 4. Abondance des champignons recensés au niveau de la chair de Sardinella aurita 

après congélation. 

 

Genre fongique Abondance (%)± Erreur standard 

Candida 

  
 

10±1,26 

Cladosporium 10±0,17 

Monilia 2±0,28 

Neoscytalidium 4±0,28 

Rhizoctonia 4±0,17 

Saccharomyces 50±1,80 

Trichophyton 4±0,35 

SNI 2±0,57 

 

1.5. Analyse de variance (ANOVA)  

Afin de vérifier si les sardinelles présententune quelconque différence significative 

concernant les abondances des genres fongiques, nous avons effectué un test statistique du 

type ANOVA (analyse de variance) pour chaque genre fongique, en utilisant comme seuil 

significatif α=0.05 (Tableau 5).  

Tableau 5. Analyse de variance appliquée aux genres fongiques recensés sur Sardinella aurita 

avant congélation. 

Genres fongiques P Signification 

Aspergillus 0,70> 0,05 Non significatif 

Candida 0,22 >0,05 Non significatif 

Geotrichella 0,43> 0,05 Non significatif 

Penicillium 0,14 >0,05 Non significatif 

Rhizopus 0,43 >0,05 Non significatif 

Saccharomyces 0,66> 0,05 Non significatif 

Trichophyton 0,43> 0,05 Non significatif 

SNI 0,43 >0,05 Non significatif 

 

Selon le tableau ci-dessus, nous pouvons constater qu’il n’y a aucune différence 

significative entre les abondances des différents microbiotes fongiques, retrouvés au niveau 

des sardinelles échantillonnées et mises en culture avant congélation. 
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Selon le tableau 6, nous pouvons constater aussi qu’il n’y a aucune différence 

significative entre les abondances des différents microbiotes fongiques, retrouvés au niveau 

des sardinelles échantillonnées et mise en culture après un mois de congélation.  

Tableau 6. Analyse de variance appliquée aux genres fongiques recensés sur Sardinella 

aurita après congélation. 

Genres fongiques P Signification 

Candida 

  
 

0,32 > 0,05 Non significatif 

Cladosporium 0,98 > 0,05 Non significatif 

Monilia 0,43 > 0,05 Non significatif 

Neoscytalidium 0,54 > 0,05 Non significatif 

Rhizoctonia 0,57 > 0,05 Non significatif 

Saccharomyces 0,14 > 0,05 Non significatif 

Trichophyton 0,57 > 0,05 Non significatif 

SNI 0,43 > 0,05 Non significatif 

 

Nous avons également effectué un test statistique du type ANOVA sur les sardinelles 

des deux expérimentations. Ce dernier n’a révélé aucune différence significative entre la 

majorité des genres identifiés au niveau de la chair de Sardinella aurita, exceptée une 

différence significative (P=0,03) qui concerne le genre Penicillium (Tableau 7). Cela suggère 

que la majorité des genres identifiés sont distribués de manière égale au niveau de tous les 

sujets et qu’il n’y a eu aucun stimulus particulier de la congélation, qui influence la 

distribution de ces genres fongiques. Par contre, le genre Penicillium a monté une différence 

de distribution ; cela peut s’expliquer par l’effet de la température, qui a pu provoquer cette 

différence. 

Tableau 7. Analyse de variance globale appliquée à tous les genres fongiques recensés sur 

Sardinella aurita avant et après congélation. 

Genres fongiques P Signification 

Aspergillus 0,62> 0,05 Non significatif 

Candida 0,19> 0,05 Non significatif 

Geotrichella 0,46> 0,05 Non significatif 

Penicillium 0,03<0,05 Significatif 

Rhizopus 0,46> 0,05 Non significatif 

Saccharomyces 0,50> 0,05 Non significatif 

Trichophyton 0,62> 0,05 Non significatif 

Cladosporium 0,79> 0,05 Non significatif 

Monilia 0,46> 0,05 Non significatif 

Neoscytalidium 0,53> 0,05 Non significatif 

Rhizoctonia 0,54> 0,05 Non significatif 

SNI 0,53> 0,05 Non significatif 
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1.6. Analyse en composantes principales (ACP)  

1.6.1. Lots de sardinelles non congelés 

La matrice de corrélation nous permet de détecter les nombreuses interactions entre les 

nombreux genres fongiques recensés, au niveau des sardinelles n’ayant pas subi de 

congélationet selon que la valeur soit négative ou positive, nous pouvons déterminer quelle 

est la nature de la relation entre ces derniers. 

Le tableau 8 montre une corrélation positive entre quelques genres fongiques. C’est le 

cas dePenicillium, qui possède une corrélation avec le genre Trichophyton pour une valeur de 

0,69, ainsi que le genre Candida, qui possède une corrélation positive avec le genre 

Aspergillus pour une valeur de 0,67. D’autre part, une interaction négative entre le genre 

Penicillium et le genreSaccharomycesa a été enregistrée, avec une valeur assez élevée de 

0,90. 

Tableau 8. Interactions significatives entre les genres fongiques répertoriés avant 

congélation. 

Genres fongiques Valeurs de la corrélation 

Penicillium – Saccharomyces -0,90 

Penicillium – Trichophyton 0,69 

Candida- Aspergillus 0,67 

 

Le plan 1-2 de l’ACP explique 69% du phénomène, avec 42% pour l’axe 1 et pour 

l’axe 2, 26% de la totalité de l’inertie (Figure 38). 

 

 

Figure 38 : analyse en composantes principales des lots de sardinelles non congelés. 
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Selon le plan 1/2, nous pouvons séparer les lots considérés en deux grands groupes, 

selon l’axe 1. Le premiercomporte les lots 1, 2 et 3. Ce groupe comprend les genres  

Geotrichella, Rhizopuset Saccharomyces, ainsi que les souches non identifiées (SNI).Le 

second groupe comprend les lots 4 et 5. Nous y retrouvons les genres les moins abondants, 

tels que Aspergillus, Candida, Penicillium et Trichophyton. 

 

Les deux groupes peuvent être divisés en quatre sous-groupes, selon l’axe 2. Le 

premier contient les lots 1 et 2, avec le genreRhizopusetles souches non identifiées (SNI). Le 

deuxième comprend le lot 3, avec les genres Geotrichella et Saccharomyces.Le troisième 

contient le lot 4, avec les genresAspergilluset Candida. Enfin, le quatrième sous-groupe 

comprend le lot 5 avec les genresPenicillium et Trichophyton. 

 

 

1.6.2. Lots de sardinelles congelés 

La matrice de corrélation nous permet de détecter les nombreuses interactions entre les 

genres fongiques recensés après congélation des sardinelles et selon que la valeur soit 

négative ou positive, nous pouvons déterminer quelle est la nature de la relation entre ces 

derniers. 

Selon le tableau 9, nous pouvons constater un grand nombre de genres fongiques ayant 

une corrélation négativeentre eux. C’est le cas de Candida qui possède une corrélation 

négative  élevée avec le genre Saccharomyces pour une valeur de -0,92. Nous avons aussi le 

genre Saccharomyces qui possède une corrélation avec les genres Neoscytalidium, avec une 

valeur de -0,80, ainsi que SNI avec la valeur de -0,83 ; en ce qui concerne le genre 

Neoscytalidium, il possède une corrélation positive avec SNI d’une valeur de 0,88.  

 

Tableau 9. Interactions significatives entre les genres fongiques répertoriés après congélation. 

Genres fongiques Valeurs de la corrélation 

Candida–Saccharomyces -0,92 

Saccharomyces - SNI -0,83 

Saccharomyces - Neoscytalidium -0,80 

Neoscytalidium- SNI 0,88 
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Le plan 1-2 de l’ACP explique 76% du phénomène, avec 46% pour l’axe 1et pour 

l’axe 2  29% de la totalité de l’inertie (Figure 39). 

 

 

 

Figure39: analyse en composantes principales des lots de sardinelles congelés. 

Nous pouvons séparer les lots considérés en deux grands groupes, selon l’axe 1. Le 

premier comprend uniquement le lot 6. Nous y retrouvons les genres Cladosporium, 

Rhizoctonia, Neoscytalidium, ainsi que les souches non identifiées (SNI). Le second groupe 

comporte les lots 7, 8, 9 et 10. Il y a lieu de noter la présence au niveau de ce groupe des 

genres Monilia, Saccharomyces et Trichophyton.  

 Le second groupe peut être divisé en deux sous-groupes, selon l’axe 2. Le premier 

contient les lots 7 et 8, avec le genre le plus abondant : Saccharomyces. Le deuxième 

comprend les lots 9 et 10, avec les genres Monilia et Trichophyton. 

1.6.3. Analyse en composantes principales pour l’ensemble des lots échantillonnés 

Les interactions significatives au sein de la matrice de corrélation globale des deux 

lots avant et après congélation sont synthétisées dans le tableau 10. 

Tableau 10. Interactions significatives entre les genres fongiques répertoriés pour les deux 

lots échantillonnés. 

Genres fongiques Valeurs de la corrélation 

Candida – Saccharomyces -0,72 

Aspergillus- Geotrichella 0,66 

Cladosporium- Rhizoctonia 0,69 
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D’après le tableau 10, nous pouvons constater une corrélation négative entreles genres 

Candida et Saccharomyces, pour une valeur de -0,72. D’autre part, nous avons aussi le genre 

Aspergillus, qui montre une corrélation positive avec le genre Geotrichella avec une valeur de 

0,66, ainsi que le genre Cladosporium qui possède une corrélation positive avec le genre 

Rhizoctonia, avec une valeur de 0,69. 

Le plan 1-2 de l’ACP globale explique 47% du phénomène, avec 28% pour l’axe 1 et 

pour l’axe 2 19% de la totalité de l’inertie (Figure 40). 

 

Figure 40 : ACP globale. 

 

Selon le plan 1/2, nous pouvons séparer les lots considérés en deux grands groupes, 

selon l’axe 1. Le premier comprend les lots 1, 2, 3, 4, 5 et 8. Nous y retrouvons les genres 

Aspergillus, Geotrichella, Rhizopus, Penicillium et Saccharomyces. Le second groupe 

comporte les lots 6, 7, 9 et 10, avec la présence au niveau de ce groupe des genres 

Cladosporium, Rhizoctonia, Neoscytalidium, Monilia, Trichophyton, mais aussi les souches 

non identifiées (SNI).  

 

2. Discussion  

Ces résultats peuvent être confrontés à ceux de Bouarfa et Kareb (2022), qui ont 

travaillé sur la biodiversité des champignons de la chair de Sardina pilchardus. En observant 

leurs résultats, nous notons que la majorité des champignons recensés lors de leur étude 

appartient aux Ascomycota, de même pour les résultats obtenus lors de notre étude ; ce qui 

nous permet de déduire que ce pylum est le plus présent au niveau des microbiotes de ces 

deux espèces de poissons. 
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En ce qui concerne les genres fongiques recensés dans l’étude de Bouarfaet Kareb 

(2022), leurs résultats montrent une dominance du genre Penicillium, avec un pourcentage de 

32,79%, suivi du genre Candida avec un pourcentage de 25,14%. Les résultats obtenus lors 

de cette étude menée sur la sardinelle montrent que le genre le plus dominant est 

Saccharomyces, avec un pourcentage qui s’élève à 44% pour les lots avant congélation et 

50% pour les lots après congélation. Cherait (2014) souligne dans son travail que les espèces 

du genre Saccharomyces offrent l’intérêt d’être des microorganismes à développement rapide. 

En effet lors de l’incubation, nous avons pu noter une apparition de champignons seulement 

trois (3)  jours après la mise en culture. En procédant à l’identification, nous avons pu 

confirmer qu’il s’agissait du genre Saccharomyces. 

 

Par ailleurs, hormis le fait que Saccharomyces soit dominant quelque soit la situation, 

nous notons la présence de plusieurs autres genres au sein des lots avant et après congélation. 

Nous constatons une légère différence entre les résultats deux lots ; en effet après observation 

des champignons apparus au niveau du deuxième lot de sardinelle (après congélation), nous 

avons pu constater l’apparition de nouveaux genres qui au premier prélèvement était 

totalement absents. Parmi ces derniers, nous pouvons citer le genre Cladosporium. De plus, il 

y a lieu de noter une absence totale de certains genres présents au premier prélèvement (avant 

congélation), notamment Penicillium ou encore Aspergillus. 

 

Matallah-Boutiba (2008) révèle dans son étude faite dans les eaux marines du littoral 

occidental algérien, qu’à 27°C le genre le plus représenté est Penicillium, tandis qu’à 12°C sa 

proportion diminue fortement laissant place à Cladosporium. De plus d’après Benmessaoud 

(2010), Cladosporium peut se développer à des températures inférieures à 0°C. Ce qui nous 

peut nous conduire à conclure que la congélation favorise l’apparition de certains genres de 

champignons, tel que Cladosporium tandis qu’elle diminue les probabilités d’apparition 

d’autres genres, tel que Penicillium. 

Ce type d’étude suggère que les macroorganismes marins pourraient fournir un habitat 

pour des microorganismes vivantdans l’eau de mer.De plus, l’état physiologique de 

l’individu, ou encore sa localisation géographique peuvent influencer la composition du 

microbiome, entrainant ainsi une variabilité inter-individuelle. D’autres facteurs peuvent 

moduler la structure taxonomique du microbiote tout au long du cycle de vie, tels que 

l'alimentation de l'hôte (Turnbaughet al., 2009; Sylvain et Derome, 2017), les facteurs 

immunitaires modulant les interactions hôte-microbe (Macpherson et al., 2009), mais aussi 

les interactions entre les microorganismes du microbiote(Gall, 1970), la saisonnalité (Gilbert 

et al., 2009), les interactions biotiques (Steele et al., 2011), le stade de développement (Bell et 

al., 1971; Hansen et Olafsen, 1999;Stephens et al., 2016; Sylvain etDerome, 2017), le stade 

de vie (Llewellyn et al., 2015) et la structure des organes (Stephens et al., 2016). 

 

Une étude a même suggéré que les macro-organismes mobiles pourraient participer à 

la dispersion de ces micro-organismes, permettant d’expliquer leur grande répartition 

géographique (Troussellier et al., 2017). Le potentiel rôle de réservoir et de disperseur 

desmacroorganismes pourrait ainsi permettre d’engendrer des phénomènes de rescue effect, 
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permettant d’expliquer la persistance et la répartition des microorganismes faiblement 

abondants dans l’eau de mer, car l’échange de microorganismes entre individus ou entre le 

milieu et un hôte peut donc modifier les densités ou la diversité microbienne chez l’un ou 

l’autre des partenaires d’échange. Le phénomène de rescue effect décrit ainsi une dynamique 

dans laquelle l’extinction d’une espèce dans une communauté locale est empêchée parles 

phénomènes d’immigration (Chiarello, 2017). 

 

D’après Khudyakova et al. (2000), 98% des espèces fongiques trouvées dans le 

milieumarin sont représentées surtout par les genres Penicillium et Aspergillus. Leur 

répartition et fréquence restent plus constantes au niveau des sédiments, sur le plancton côtier 

et de haute mer, dans les Mollusques et les intestins de poissons (Brisou, 1975). Bien que la 

totalité du corps des poissons soit recouverte du mêmetégument (Ángeles Esteban, 2012), les 

différentes parties du corps de ces animaux pourraient, tout comme chez l’Homme, présenter 

des conditions physico-chimiques contrastées. Ces différences pourraient être dues à (i) des 

variations de la composition ou dela quantité de nutriments présents à la surface de la peau ou 

dans le mucus des poissons téléostéens, (ii)une exposition variable à l’excrétion de nutriments 

(ammonium par les branchies, phosphates et urée par la papille urogénitale et l’anus) et/ou 

(iii) une exposition variable aux courants d’eau durant la nage (Chiarello, 2017). En effet au 

cours de cette étude, nous avons remarqué que non seulement les genres retrouvés au niveau 

du microbiote fongique étaient différents d’un sujet à un autre, nous avons pu constater aussi 

que pour un seul et même sujet, une différence dans la diversité des champignons présents a 

été notée de chaque côté de la sardinelle. Ce résultat est similaire àcelui de Bouarfa et Kareb 

(2022) pour la sardine. 

 

Les surfaces des animaux marins sont associées à des communautés microbiennes très 

diverses, dont ils jouent des rôles majeurs pour leur santé, notamment la protection contre les 

agents pathogènes (Wahl et al. , 2012 ; Bourne et al., 2016). Le microbiote retrouvé dans le 

mucus cutané des poissons constitue la toute première ligne de défense contre les agents 

pathogènes opportunistes, présents dans l'environnement (Trivedi, 2012; Sugita et al., 2002; 

Boutin et al., 2013;Llewellyn et al., 2017). Quant au microbiote retrouvé dans le tractus 

digestif, il joue d'importants rôles nutritionnels. La composition du microbiote intestinal peut 

affecter la quantité d'énergie extraite de l'alimentation et peut jouer d'importants rôles dans le 

métabolisme de substrats alimentaires (Xia et al., 2014). 
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Notre étude a eu pour but la mise en évidence de microbiotes fongiques dans la chair 

de Sardinella aurita. Pour ce faire, nous avons réalisé notre étude en utilisant un échantillon 

de 50 sardinelles, pêchées dans la baie d'Alger au mois d'avril 2023, que nous avons divisé en 

deux lots de 25 sardinelles chacun. Celles du premier lot ont été nettoyées, puis vidées et 

mises dans des boites qui ont été congelées pendant plus d’un mois. Quant à l’autre lot après 

avoir nettoyé et vidé les poissons, nous avons préparé des filets qui ont subi une stérilisation 

superficielle et qui ont été mis en culture sur un milieu PDA. La même opération a été répétée 

pour le second lot, après la congélation. 

Après une période d'incubation d'un mois, nous avons procédé à l'identification des 

colonies de champignons prélevées à partir des fragments de chair de sardinelles. À l'aide 

d'observations macroscopiques et microscopiques, nous avons pu établir un inventaire de 12 

genres de champignons, à savoir : Aspergillus (6%), Candida (6% avant congélation) et 

(10% après congélation), Geotrichella(2%),  Penicillium (12%), Rhizopus(2%), 

Saccharomyces, Trichophyton (2% avant congélation) (4% après congélation), 

Cladosporium(10%), Monilia (2%), Neoscytalidium(4%), Rhizoctonia(4%), ainsi que des 

souches non identifiées (2%). Nous avons noté la dominance du phylum des Ascomycota, 

mais aussi la dominance du genre Saccharomyces, que se soit avant congélation des poissons 

avec  44%,  ou après congélation avec 50%. 

 

Ces résultats ont fait l’objet d’une analyse statistique par un test d’analyse de variance 

(ANOVA). L’abondance des genres fongiques identifiés ne montre aucune différence 

significative entre les différents individus échantillonnés, avant ou après congélation. 

L'analyse en composantes principales (ACP) pour les l’ensemble des lots de 

sardinelles échantillonnés nous a permis de mieux appréhender les interactions qui existent au 

sein des différents genres composant le microbiote fongique de l’espèce étudié. 

 

Pour les sardinelles non congelées (AVC), nous avons séparé les lots considérés en 

deux grands groupes, selon l’axe 1. Le premier comporte les lots 1, 2 et 3. Ce groupe 

comprend les genres Geotrichella, Rhizopuset Saccharomyces, ainsi que les souches non 

identifiées (SNI).Le second groupe comprend les lots 4 et 5. Nous y retrouvons les genres les 

moins abondants, à savoir Aspergillus, Candida, Penicillium et Trichophyton. Les deux 

groupes peuvent être divisés en quatre sous-groupes, selon l’axe 2. Le premier contient les 

lots 1 et 2, avec le genre Rhizopuset les souches non identifiées (SNI). Le deuxième comprend 

le lot 3, avec les genres Geotrichella et Saccharomyces. Le troisième contient le lot 4, avec 

les genres Aspergillus et Candida. Enfin, le quatrième sous-groupe comprend le lot 5 avec les 

genres Penicillium et Trichophyton. 

 

           Pour les sardinelles congelées (APC), nous avons aussi séparé les lots considérés en 

deux groupes, selon l’axe F1. Le premier groupe comprend uniquement le lot 6. Nous y 

retrouvons les genres Candida, Rhizoctonia, Neoscytalidium, Cladosporium, mais aussi SNI. 

Le second groupe comporte les lots 7, 8, 9 et 10 et comprend les genres : Monilia, 

Trichophyton, ainsi que le genre le plus abondant : Saccharomyces. Selon l’axe F2, le second 
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groupe peut être divisé en deux sous-groupes. Le premier contient les lots 7 et 8, avec le genre 

Saccharomyces ; quant au deuxième, il comprend les lots 9 et 10, avec les genres Monilia et 

Trichophyton. 

Pour l’ACP globale, nous avons aussi séparé les lots considérés en deux grands 

groupes, toujours selon l’axe 1. Le premier comprend les lots 1, 2, 3, 4, 5 et 8. C’est le groupe 

des sardinelles non congelées pour la plupart (sauf le lot 8). Nous y retrouvons les genres 

Aspergillus, Geotrichella, Rhizopus, Penicillium et Saccharomyces. Le second groupe 

comporte les lots 6, 7, 9 et 10, avec la présence au niveau de ce groupe des genres 

Cladosporium, Rhizoctonia, Neoscytalidium, Monilia, Trichophyton, mais aussi les souches 

non identifiées (SNI). C’est le groupe des sardinelles congelées. 

À la lumière de ces résultats, il nous est possible de conclure que Sardinellaauritaest 

pourvue d’un microbiote fongique au niveau de sa chair. 

Il serait intéressant de poursuivre cette étude en de plusieurs manières. Nous pouvons 

proposer : 

1. une étude des variations saisonnières : 

 effectuer des prélèvements de sardinelles à différentes saisons de l'année ; 

 analyser la diversité fongique de la chair pour comprendre comment elle varie au fil 

des saisons ; 

2. étude géographique  

 prélever des échantillons de sardinelles dans différentes zones de la mer Méditerranée, 

pour déterminer si la biodiversité fongique varie en fonction de la localisation 

géographique ; 

 comparer les résultats entre différentes zones pour identifier d'éventuelles variations 

régionales ; 

3. explorer les différences selon l'âge :  

 échantillonner des sardinelles de différents groupes d'âge ; 

 examiner si la composition fongique de la chair varie en fonction de l'âge des 

poissons ; 

4.étude comparative selon le sexe :   

 analyser les échantillons de sardinelles mâles et femelles pour détecter les différences 

éventuelles. 

 

                   Ces étapes et approches devraient permettre de mener une recherche                            

complète sur la biodiversité des champignons dans la chair de la sardinelle et de                                   

contribuer à une meilleure compréhension de cet aspect de l'écosystème marin.     
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Résumé

Notre étude a pour but l’effet de la congélation sur la diversité du microbiote fongique recensé

au niveau de la chair des poissons. Elle s’est focalisée sur une espèce de poisson en

particulier, à savoir : Sardinella aurita. Pour ce faire, nous avons considéré un échantillon de

50 sardinelles pêchées au niveau de la baie d’Alger en avril 2023. Ce dernier est ensuite divisé

en deux : 25 sardinelles ont été mises en culture directement ; l’autre moitié a été congelée.

Au total, 12 genres de champignons ont été répertoriés ; ils sont majoritairement affiliés au

phylum des Ascomycota. Les genres recensés sont les suivants : Aspergillus, Candida,

Geotrichella, Penicillium, Rhizopus, Saccharomyces, Trichophyton, Cladosporium, Monilia,

Neoscytalidium et Rhizoctonia. Nous avons retrouvé aussi des souches que nous n’avons pas

pu identifier. Le genre le plus dominant quel que soit le contexte est Saccharomyces.

L’ANOVA ne montre aucune différence significative entre les sardinelles concernant

l’abondance des microbiotes fongiques retrouvés avant et après congélation. L’analyse en

composante principale permet de distinguer les lots congelés des lots qui ne le sont pas. En

effet, En absence de congélation des filets de poisson, le genre Penicillium a été recensé.

Après congélation, ce genre disparaît au profit de Cladosporium. Tous ces genres de

champignons constituent le microbiote de la sardinelle. Cet écosystème fongique est essentiel

pour la santé globale de ce poisson. En plus de son rôle protecteur, il peut avoir un impact

positif sur la saveur et la qualité nutritionnelle de la sardinelle. Ainsi, la présence de cette

diversité fongique dans le microbiote de la sardinelle est un élément clé de son adaptation et

de sa survie dans son environnement marin exigeant.

Mots clés : Sardinella aurita, microbiote fongique, chair de poisson, congélation.

Summary

Our study aims to investigate the effect of freezing on the diversity of the fungal microbiota

found in fish flesh. It focused on a specific fish species, namely Sardinella aurita. To do this,

we considered a sample of 50 Sardinella aurita caught in the Bay of Algiers in April 2023.

This sample was then divided into two groups: 25 Sardinella aurita were cultured directly,

while the other half was frozen. In total, 12 genera of fungi were identified, predominantly

affiliated with the Ascomycota phylum. The identified genera are as follows: Aspergillus,

Candida, Geotrichella, Penicillium, Rhizopus, Saccharomyces, Trichophyton, Cladosporium,

Monilia, Neoscytalidium, and Rhizoctonia. We also found some strains that we could not

identify. Regardless of the context, the most dominant genus is Saccharomyces. ANOVA

analysis showed no significant difference in the abundance of fungal microbiota is found in

Sardinella aurita before and after freezing. Principal component analysis allows us to

distinguish between the frozen and non-frozen batches. In the absence of fish fillet freezing,

the genus Penicillium was identified. After freezing, this genus disappears in favor of

Cladosporium. All of these fungal genera make up the microbiota of Sardinella aurita. This

fungal ecosystem is essential for the overall health of this fish. In addition to its protective

role, it can have a positive impact on the flavor and nutritional quality of Sardinella aurita.

Thus, the presence of this fungal diversity in the microbiota of Sardinella aurita is a key

element in its adaptation and survival in its demanding marine environment.

Keywords : sardinella aurita, fungal microbiota, fish flesh , freezing.
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