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La pollution est un problème majeur de santé publique et de l'environnement. Le problème de 

la pollution est sans doute l'un des enjeux le plus préoccupant de la dégradation du milieu 

naturel et de son équilibre, notamment par les déchets plastiques. Ils peuvent être au-delà de 

la capacité du monde à les éliminer, en particulier dans les pays sous-développés (Remini, 

2005 ; Borloo, 2009). 

 Inventés au XXème siècle, les plastiques ont remplacé certains matériaux traditionnels comme 

le bois ou le métal et ils sont présents dans de nombreux produits quotidiens. Bien qu’ils 

réduisent la pression sur les ressources naturelles, leur durée de vie très longue, elle peut 

atteindre jusqu’à 1000 ans, contribuant fortement à la dégradation de l’environnement (Djefal 

& Youneschaouche, 2017). 

Le plastique, initialement créé pour améliorer la vie humaine, est devenu un problème 

environnemental majeur. Chaque année, de grandes quantités sont produites avec une durée 

de vie limitée, et environ 12 milliards de tonnes pourraient s’accumuler dans la nature d’ici 

2050 (Geyer, 2017). 

En 2018, la production mondiale de plastique était de 359 millions de tonnes, dont 61,8 

produites en Europe. Plus d'un tiers des plastiques est utilisé pour fabriquer des produits 

jetables, tels que des emballages, des sacs jetables, etc., avec une durée de vie de 3 ans (Shah 

et al.,  2008 ; Gewert et al., 2015;  Wapolasinghe et al., 2016 ; Plastics Europe, 2019 ). 

Parmi les nombreuses méthodes physiques et chimiques utilisées pour éliminer les polluants 

plastiques, la bioremédiation se distingue comme la plus économique et écologique. Ainsi, la 

mycoremédiation apparaît comme une solution efficace pour lutter contre la pollution 

croissante des sols grâce à ses nombreux avantages (Hadjoudj,2024). 

Les sacs jetables notamment les sachets noirs en polyéthylène affecte l’environnement qui est 

constitué majoritairement des différents microorganismes dont lesquels les champignons de la 

pourriture blanche confèrent une biodégradation des plastiques ce qui aide à diminuer ce 

problème (Espinosa-Valdemar et al., 2011). 

La biodégradation des polymères plastiques par les champignons de la pourriture blanche est 

l’un des domaines de recherche actuellement qui cible la résolution de la pollution plastique. 

C’est pour cela que nous nous sommes intéressées, dans notre étude à la recherche des 

champignons de la pourriture blanche capables de dégrader les sachets noirs en polyéthylène. 

De tout temps les champignons de la pourriture blanche ont joué un rôle  important dans la 

vie de l’homme et tout particulièrement dans son alimentation (Bennamar, & Chavant, . 

2010). 

Certains chercheurs ont sélectionné des champignons de la pourriture blanche qui arrivent à 

se coller à la surface du plastique grâce aux protéines spéciales qu’ils génèrent (NAWA, 

2024). 
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Selon Pointing (2001), les capacités des champignons de la pourriture blanche à dégrader un 

grand nombre de polluants de structures variées et complexes ont été démontrées en 

conditions de laboratoire. Ces capacités sont liées à leurs productions enzymatiques riches et 

variés, notamment les enzymes extracellulaires ligninolytiques. Ces enzymes, peu spécifiques 

du substrat, sont capables de métaboliser une large gamme de polluants organiques. Ainsi, le 

mycélium fongique possède un dispositif pour dégrader des xénobiotiques. Ces derniers 

deviennent les substrats potentiels des systèmes enzymatiques intracellulaires.  

Des études menées  en  2024 au sein du laboratoire PSEMRVC de la Faculté des Sciences 

Biologiques et des Sciences Agronomiques de l'Université Mouloud Mammeri de Tizi-Ouzou 

ont démontré que le champignon Agaricus bisporus est capable de dégrader les sachets blancs 

et noirs en polyéthylène, tant sur milieu de culture gélosé PDA que dans le sol (Metrouh, 

2024 ; Ben Abderrahman & Benfdila, 2024). 

Dans cette optique, notre présente étude porte sur la capacité de biodégradation des sachets 

noirs en polyéthylène par deux champignons comestibles de la pourriture blanche Agaricus 

bisporus et Pleurotus ostreatus. Ils sont ligninolytiques, largement cultivés et disponibles au 

niveau de la wilaya de  Tizi-Ouzou. Ainsi, notre mémoire est réparti en trois chapitres : 

Le premier chapitre, offre une revue complète sur les plastiques et leurs mécanismes naturels 

de biodégradation. Il met particulièrement en lumière les avancées récentes dans l’utilisation 

des champignons pour dégrader les plastiques, en insistant sur la co-culture d’Agaricus 

bisporus et Pleurotus ostreatus. 

Le deuxième chapitre décrit le matériel et les méthodologies de l'étude, détaillant les 

procédures expérimentales, la préparation des échantillons, le type de milieu de culture utilisé 

et les protocoles d'analyses physico-chimiques du sol, protocole et méthodologie de  

biodégradation  des sachets noirs en  polyéthylène par seuls ou  en co-culture. 

Enfin, le troisième chapitre est consacré à l'analyse des résultats obtenus et leur discussion. Il 

est   suivi d'une conclusion générale et des perspectives de recherche. 
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1-Généralités sur le plastique 

 1.1.Définition 

Le terme « plastique » provient du grec « plastikos », qui signifie « capable d’être façonné sous 

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

 Les plastiques sont des polymères organiques synthétiques constitués de longues chaînes 

moléculaires hydrophobes, inertes et à haut poids moléculaire, reliées par des liaisons 

covalentes (Chamas et al., 2020). 

 Ils possèdent des propriétés telles que la malléabilité, la solidité, la durabilité, la légèreté et un 

faible coût, ce qui les rend particulièrement adaptés à la fabrication d’une large gamme de 

produits, notamment des articles ménagers, des emballages et des sacs à usage unique (Andrew, 

2018). 

1.2. Polymérisation  

1.2.1. Monomères : ce sont des molécules très réactives et cette réactivité est mise à profit pour 

fabriquer des polymères. 

1.2.2. Polymères: ils sont obtenus par la réunion de molécules qui sont les monomères, ils sont 

en générales des espèces chimiques peu réactives, tout au moins à la température ambiante.  

 3. Classification générales du plastique  

Les plastiques se répartissent en trois grandes catégories : les thermoplastiques, les 

thermodurcissables et les élastomères. Ces familles se distinguent par leur structure, leurs 

propriétés physico-chimiques ainsi que par leur comportement lors de la mise en œuvre, 

notamment sous l’effet de la chaleur et de la pression, qui diffèrent complètement (PHS, 2010). 

3-1- Thermoplastiques 

3-1-1  Polyéthylène (PE) : c’est un excellent isolant électrique, ayant une très bonne résistance 

chimique, grâce à sa structure chimique simple. Il prime sur la plupart des autres matériaux car 

il peut être réutilisé (Boudet, 2003). Selon le procédé de polymérisation on obtient : 

 Le polyéthylène à basse densité (PEBD) : C’est un polymère dont la densité est 

inférieure à celle de l’eau. Il sert à la fabrication de films d’emballages étirables, sac 

poubelles, sachets (Boudet, 2003).  
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 Le polyéthylène à haute densité (PEHD) : Il est employé dans des applications à parois 

épaisses rigides telles que bouteilles, flacons, jouets, articles ménagers (Boudet, 2003).  

3-1-2-Polypropylène (PP) : Il est largement utilisé sous forme de pièces moulées dans 

l'industrie automobile pour des éléments tels que les pare-chocs, les tableaux de bord et 

l'habillage intérieur des voitures. De plus, il est employé pour la production de boîtes 

alimentaires (Joao et al., 2004). 

3-1-3-Polystyrène (PS) : Il est utilisé pour fabriquer du mobilier, des emballages, des grilles 

de ventilation, des jouets, des verres plastiques, etc. 

3-1-4-Le polychlorure de vinyle (PVC) : c’est un plastique solide qui résiste à l'abrasion et 

les produits chimiques, il a une faible absorption d'humidité. Il est principalement utilisé dans 

les bâtiments pour les tuyaux et les raccords, l'électricité et l’isolation des câbles, revêtements 

de sol et produits en cuir synthétique. Et aussi pour fabriquer des semelles de chaussures, des 

textiles et des tuyaux de jardin (Braun et Bazdadea, 1986 ; Owen, 1984). 

3-2-Thermodurcissable: Les thermodurcissables sont des plastiques qui prennent une forme 

définitive au premier refroidissement. Ils n’ont pas de point de fusion et leur moulage se fait 

par réaction chimique à l’agent réticulant du durcisseur. Leur élimination se limite à 

l’incinération (Dessarthe et al., 1997). 

Les thermodurcissables représentent 20% des matières plastiques consommées en Europe 

durant l’année 2000 soit environ 10 millions de tonnes (Joao et al ., 2004). 

Selon Addou (2009), on trouve parmi ces plastiques : PUR : Polyuréthanes / Polyesters /  PF : 

Phénoplastes / MF : Aminoplastes. 

3-3- Élastomère (Les caoutchoucs)  

Les élastomères sont caractérisés par leur élasticité, ils se répartissent en trois catégories qui 

sont : les caoutchoucs, les élastomères spéciaux et les élastomères très spéciaux. 

Les élastomères se déforment et ils ont tendance à retrouver leur forme initiale, supportant des 

déformations considérables avant de se rompre. 
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4-Production mondiale de plastique  

La production mondiale de plastique a doublé entre 2000 et 2020 pour atteindre 460 millions 

de tonnes par an et devrait atteindre le milliard de tonnes à l’horizon 2050 si rien n’est fait 

(https://www.alterea.fr/le-lab/traite-mondial-pollution-plastique-2024).  

5-Pollution par le plastique en Algérie 

L’Algérie se place au peu enviable rang de cinquième plus gros consommateur au monde des 

sacs en plastique, après les Etats-Unis d’ Amérique, Maroc, la France et l’Australie. 

Près de 7,7 milliards de sacs en plastique sont utilisés annuellement en Algérie et une moyenne 

de 200 sachets est utilisée annuellement par chaque citoyen (El moudjahid , 2023). 

Pollution par le plastique à Tizi-Ouzou 

 La wilaya de Tizi-Ouzou est l’une des régions les plus touchées par l’insalubrité en Algérie, 

produisant environ 400 000 tonnes de déchets par an, dont 34 000 tonnes de plastique 

recyclable. Cette situation s’aggrave continuellement, affectant les abords des routes, les 

vergers, les villages et les villes. Des millions de sachets plastiques, bouteilles et autres 

emballages se répandent dans la nature, où leur non-biodégradabilité leur permet de persister 

pendant des siècles. Cette accumulation contribue à la dégradation de l’environnement tout en 

ayant des impacts négatifs sur la santé humaine et la biodiversité (Bedrane, 2016). 

6-Sacs en plastique à usage unique 

 Le sac plastique est généralement fabriqué en polyéthylène, un polymère issu du pétrole, dont 

une extrémité reste ouverte pour accueillir un contenu. Il sert à emballer, protéger, transporter, 

voire dissimuler divers produits ou objets. Ses principales caractéristiques sont la légèreté, 

l’imperméabilité, la résistance et surtout son faible coût. Au cours des 15 dernières années, le 

poids moyen d’un sachet plastique a diminué de 75 %, tout en conservant ses propriétés. 

Aujourd’hui, un sachet pèse environ 6 grammes et peut supporter une charge allant jusqu’à 10 

kilogrammes. Ce matériau organique est constitué de macromolécules produites soit par 

transformation de substances naturelles, soit par synthèse directe à partir de composés extraits 

du pétrole (TouikiI, 2013).  

 

 

https://www.alterea.fr/le-lab/traite-mondial-pollution-plastique-2024
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6-1-Composition chimique des sachets en plastiques 

Généralement, les sachets plastiques sont composés de polyéthylène haute ou basse densité qui 

sont des hydrocarbures obtenus à partir d’un déchet du pétrole : Le naphta. Le polyéthylène est 

un polymère de synthèse très employé qui est chimiquement composé de molécules d’éthylènes 

(H2C=CH2), lesquelles sont composées d’hydrogènes (H) et de carbone (C). Grâce à sa structure 

chimique, seuls de la vapeur d’eau (H2O), de l’oxygène (O2) et du dioxyde de carbone (CO2) 

sont libérés lors de sa combustion complète. Notons que le CO2 et la vapeur d’eau sont des gaz 

à effet de serre. 

 Le polyéthylène entre dans la composition des sachets plastiques pour leur conférer trois 

caractéristiques importantes : l’élasticité, la résistance et la légèreté. Ainsi, un sachet plastique 

pèse en moyenne 6g pour une contenance en volume atteignant 14 litres, soit à titre indicatif 

3,5mg/cm2. Les sachets plastiques ne sont pas composés uniquement de polyéthylène. Ils 

contiennent également des pigments qui servent à les teindre. Le dioxyde de Titane (TiO2) et le 

carbonate de calcium (CaCO3) sont des pigments blancs qui assurent l’opacité des sachets 

plastiques. D’autres pigments sont ajoutés pour donner diverses colorations aux sachets comme 

par exemple le noir de carbone qui leur confère la couleur noire (Touiki, 2013). 

6-2- Production et consommation des sachets en plastiques dans le monde et en Algérie 

Les usagers industriels, commerciaux et domestiques font des sachets plastiques des éléments 

très répandus dans les zones urbaines et péri-urbaines. Ces multiples usages leur confèrent une 

place importante dans le quotidien des populations.  

Selon l’association anglo-saxonne « Ruse It », la planète consomme un million de sachets par 

minute, c’est à dire 500 milliards par an au bas mot. Les Français et les Belges en utilisent 

respectivement 17 milliards et 3 milliards par an. Avant l’interdiction faite en 2001, le Taiwan 

utilisait 16 millions de sacs plastiques par jour. Les quelques statistiques africaines recueillies 

donnent pour le Maroc 10 000 tonnes de sacs en plastiques et quant au Nigéria avec ses 18 

villes « Pure Water » dont Lagos à elle seule, déverse journellement environ 20 millions de sacs 

plastiques (Wandji, 2016). 

Actuellement, le plastique représente 60 à 80 % des déchets déversés dans le milieu marin 

national, en raison du manque d'une industrie de recyclage efficace. Au cours des dix dernières 

années, la consommation par personne de plastique en Algérie a augmenté d’environ 9% par 

un passant de 10kg en 2007 à 23.1kg en 2017. Elle a atteint 25.8 kg en 2020. Aussi, près de 
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60% de cette consommation est représentée par l’emballage ,20% par la construction et le reste 

par divers industries (www.dzentreprise.net). 

7-Effets de la pollution plastique 

Le plastique pose non seulement un immense problème de pollution, mais il aggrave également 

le changement climatique. Le rapport CIEL avertit que les émissions de gaz à effet de serre du 

plastique compromettent notre capacité à maintenir la hausse de la température mondiale en 

dessous de 1,5 ° C, si la production de plastique reste sur sa trajectoire actuelle, d'ici 2030, les 

émissions de gaz à effet de serre du plastique pourraient atteindre 1,34 milliard de tonnes par 

an, soit l'équivalent des émissions produites par 300 nouvelles centrales au charbon de 500 MW 

(Idowu et al. 2021). 

Defu et al. (2018) et Iwang et al. (2016) ont démontré que les micro-plastiques ont des effets 

négatifs sur la faune, en effectuant leur croissance et leur système immunitaire. 

Selon plusieurs études, notamment celles d’Ee lingenget et al. (2017), Souza et al. (2018) et Ng 

et al. (2018), le micro-plastique, tout comme le plastique en général, a un impact négatif sur la 

santé des plantes. 

L'agriculture constitue la principale source d'entrée des plastiques dans les sols. Notamment, 

l'utilisation de fertilisants organiques, comme les boues issues des stations d'épuration, a été 

identifiée comme l'une des premières causes de cette contamination (Ng et al., 2018 ; Qi et al., 

2018 ; Raju et al., 2018 ; Sol et al., 2020 in Wahl, 2022). 

 Pendant le processus de traitement dans les stations d'épuration des eaux usées, les particules 

les plus fines sont généralement rejetées dans les effluents liquides, tandis que la majorité des 

micro-plastiques est retenue dans les boues résiduelles utilisées ultérieurement comme 

fertilisants. Ainsi, les composts agricoles et les eaux d'irrigation provenant de ces sources 

peuvent contaminer les sols par les micro-plastiques.  

La dégradation de ces micro-plastiques engendre la formation de nano-plastiques et d'une 

grande variété de molécules, modifiant ainsi la géochimie des sols avec des compositions 

diverses (Fuller et Gautan, 2016). 

 Selon Geo et al.,( 2019), une pratique largement répandue est l'utilisation de films et de paillis 

plastiques dans l'agriculture. Ces films plastiques, généralement fabriqués à partir de 
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polyéthylène basse densité (LDPE), sont conçus pour se fragmenter pendant la croissance des 

plantes, ce qui les rend difficilement récupérables. 

2-La biodégradation du plastique par les champignons de la pourriture blanche  

La biodégradation est un processus dû à une activité biologique qui entraîne des modifications 

de la structure chimique du matériau, menant à des composés métaboliques naturels (Amoura, 

2014). 

La bioremédiation est l'une des méthodes les plus récentes  utilisées pour éliminer les déchets 

plastiques. Elle consiste à éliminer les substances polluantes d'une zone à l'aide de micro-

organismes (Jonathan et al., 2011). La biodégradation est donc causée par une activité 

biologique, plus particulièrement une action enzymatique aboutissant à une modification 

significative de la structure chimique du matériau (Djelali, 2021). 

Les champignons de la pourriture blanche sont les seuls micro-organismes qui dégradent la 

lignine à un degré substantiel (Banu et al., 2006), ils sont capables de minéraliser complètement 

les composants ligniolytiques (Lan, 2011). 

Ces champignons peuvent parfois être visualisés sous forme de carpophores lorsqu'ils 

fructifient sur le bois. Mais généralement, ils se développent sous forme de croûtes ou sous 

forme de filaments mycéliens à la surface du bois. L'avantage de ces filaments est qu'ils sont 

capables de s'insinuer entre les fibres du bois et de permettre une dégradation beaucoup plus 

efficace, puisque le champignon est directement en contact avec le matériau 

(MorelRouhier,2023).  

Les enzymes extracellulaires produites par les champignons de la pourriture blanche 

comprennent les lignines peroxydases, les peroxydases de manganèse et les laccases (Tuor et 

al, 1995 ; ElisashvilliI et Kachlishvili, 2009 ; Cornu, 2012). 

Plusieurs chercheurs se sont intéressés aux  traitements biologiques des déchets plastiques 

(Deguchi et al., 1997).  

Selon Borràs et al.( 2010), les champignons de la pourriture blanche peuvent détoxiquer ou 

supprimer divers polluants aromatiques et xénobiotiques, ils ne sont pas spécifiques et sont 

efficaces contre beaucoup de composés aromatiques (Gupta et Shrivastava, 2014).  
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Les enzymes sécrétées par les champignons de la pourriture blanche ont la capacité de 

biodégrader les matières résiduelles de textiles synthétiques tels que le polyester et le nylon en 

créant les radicaux nécessaires pour rompre leurs liaisons (Dussault, 2017). 

Les laccases, les peroxydases de manganèse et les lignines peroxydases sont quelques-unes des 

enzymes extracellulaires produites par les CPB (Dussault, 2017). 

 2-1-Enzymes impliquées dans la dégradation des plastiques  

Lignocellulolytiques : ces enzymes, telles que la laccase, la peroxydase et la 

polyphénoloxydase, sont généralement associées à la dégradation de la lignine et de la cellulose. 

Bien qu’elles ne soient pas spécifiquement conçues pour dégrader le polyéthylène, elles peuvent 

modifier la structure chimique des plastiques, facilitant potentiellement leur biodégradation 

(Elsayed et al.,2012 ; Metri et al.,2018). 

 

 Hydrolases et oxydoréductases : ces enzymes, comme la cutinase et la lipase, sont 

capables de cliver les liaisons chimiques dans certains polymères. Bien que le 

polyéthylène soit généralement non hydrolysable, ces enzymes ont été étudiées pour 

leur capacité à dégrader d’autres types de plastiques (Srikanth et al., 2022) .  

 

  Cutinases : sont une sous-classe d’enzymes estérases qui peuvent hydrolyser des 

polyesters de grande masse moléculaire (Chen et al. 2013).  

 

 Lipases : Les lipases sont des enzymes qui catalysent l'hydrolyse des lipides. Elles 

appartiennent également à la sous-classe des enzymes estérases. 

 

 Pro-oxidant : Des entités chimiques appelées ions pro-oxydants provoquent un stress 

oxydatif en libérant des espèces réactives de l’oxygène ou en freinant le système 

antioxydant. 

 

 Enzyme cytochrome P450 : Selon Fontana (2005), les enzymes cytochrome P450 sont 

des mono-oxygénases hémoprotéiques. Elles contiennent un groupe hème, qui est 

essentiel pour leur activité enzymatique. 
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Agaricus bisporus  produit diveres enzymes qui pourraient potentiellement interagir avec des 

polymères (Fernandez-Lopez et al .,2013) ,tels que le Tyrosinase  bien connue pour son rôle 

dans l’oxydation des phénols, elle a été utilisée comme contrôle positif dans des études sur 

l’oxydation de substrats spécifiques (Kumar et al.,2011). 

 Laccase et autres enzymes lignocellulolytiques sont spécifique à Pleurotus 

ostreatus : Les laccases sont des oxydases à cuivre multiples qui catalysent l'oxydation 

des composés phénoliques en utilisant l'oxygène moléculaire comme co-substrat, 

produisant ainsi de l'eau et des sous-produits (Nunes et Kunamneni, 2018).ces enzymes 

sont bien documentées chez Pleurotus ostrearus et pourraient contribuer à la 

modification chimique des surfaces plastiques, facilitant ainsi leur biodégradation 

(Elsayed et an.,2012). 

Grâce à la production et à l'implication d'enzymes oxydatives extracellulaires dans la 

dépolymérisation de la lignine, les champignons de la pourriture blanche  sont les seuls 

organismes capables de dégrader à la fois la lignine, la cellulose et les hémicelluloses (Dussault, 

2017). 

Entre autres choses, les endo-enzymes rompent les liaisons ester de la chaîne carbonée du 

polyester, ce qui libère des polymères à moins de masse molaire, ce qui réduit considérablement 

la masse molaire moyenne du polymère restant (Saha, 2006 in Dussault, 2017).  

2-2- La co-culture d’Agaricus bisporus et Pleurotus ostreatus 

La co-culture peut être définie comme la coexistence de plusieurs espèces de champignons 

ligninolytiques, communément appelée pourriture blanche, entre elles ou avec d’autres groupes 

de champignons (Cornu,2012).  

Dans leur environnement naturel, les champignons vivent et se développent généralement les 

uns à côté des autres (Boddy ,2000 ; Hiscox, et al2015). Ils sont exposés à d’autres micro-

organismes et vivent ensemble dans des communautés mixtes avec des interactions complexes ; 

tels que la symbiose et la compétition (Hu et al.,2011).  

Selon Boddy (2000), la dégradation avec un mélange de champignons ligninolytiques  (c’est-

à-dire la co-culture) serait plus important que celle effectuée par une seule espèce. La 

prédigestion des sources de carbone (par exemple, les polysaccharides végétaux) se produit 
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généralement de manière extracellulaire, et la dégradation naturelle de la biomasse végétale est 

probablement réalisée par l'interaction de plusieurs espèces et d’enzymes (Hu et al., 2011).  

Cela pourrait être le résultat d'un mélange de basidiomycètes ligninolytiques, produisant une 

gamme d'enzymes plus efficace ; un mélange qui pourrait être utilisé plus efficacement pour 

des applications industrielles que les extraits d'une monoculture (Hu et al., 2011 ; Mostafa et 

al., 2014). 
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Ce chapitre,  présente l’ensemble  du matériels et des procédures expérimentales guidées par 

des  protocoles d'analyse physico-chimiques et biologiques pour l’étude de la biodégradation 

des sachets noirs en  polyéthylène  par  les champignons de la pourriture blanche Agaricus 

bisporus et Pleurotus ostreatus  en association ou en  monoculture au laboratoire 

phtopathologie et protection des écosystèmes. Une partie de cette étude est réalisé sur milieu 

gélosé PDA. Elle a été évalué par le pourcentage des zones claires et la perte en poids. L’autre 

partie a été réalisé dans un sol tamisé. Dans ce dernier la biodégradation est évaluée par la perte 

en poids des sachets noirs et par un test respirométrique en mesurant la quantité de CO2 

cumulée.  

1-Matériel 

1-1-Sol 

 Le sol est prélevé de manière aléatoire dans une parcelle rectangulaire de 20 m2 selon une 

diagonale. L’échantillonnage a été effectué au niveau de la couche superficielle (0-25cm). Le 

sol prélevé a  ensuite été placé dans des sacs en plastique et transporté au laboratoire, afin  d’être 

utilisé dans l’étude de la biodégradation des sachets noirs par deux champignons Agaricus 

bisporus et Pleurotus ostreatus. 

Le site d’échantillonnage se situe au niveau de Hasnaoua 2, de l’Université Mouloud Mammeri 

de Tizi-Ouzou à côté de la faculté des Sciences Biologiques et des Sciences Agronomiques. 

1-2-Sachets noirs en polyéthylène 

Dans notre étude, nous avons utilisé les sachets noirs en polyéthylène. Ces derniers, sont 

considérés comme l’un des principaux polluants rejetés dans l’environnement. En outre,  ils 

constituent  un problème majeur en termes de déchets.  

1-3-Matériel biologique 

Pour la biodégradation des sachets noirs, nous avons utilisé deux champignons de la pourriture 

blanche :  

- Le champignon de Paris Agaricus bisporus qui appartient à la famille des Agaricacea. 

Il provient de la sosciéte local ‘’kabylie Mushroom’’ de la wilaya de Tizi-ouzou.  

-  Le pleurote en forme d’huitre, Pleurotus ostreatus, appartient à la famille des 

Pleurotaceae  et qui provient de la société française ‘’Paris Saveurs’’  
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1-3-1-Pleurotus Ostreatus  

 Le mot latin Pleurotus signifie  « oreille de côté », et ostreatus désigne une forme huître (Cohen 

et al., 2002). Il s’agit d’un champignon comestible, saprophyte et lignocellulolytique (Sánchez, 

2010), que l’on  trouve principalement en Europe et en Afrique du Nord (Givelet, 2011). Ce 

champignon se développe naturellement sur les vieux troncs d'arbres de feuillus en particulier 

les hêtres, de l'automne jusqu'à l’hiver. Toutefois, sa culture est aisée dès lors que les conditions 

de croissance adéquates sont réunies (Farretal., 1989). 

 Description morphologique 

Selon Gévry et al., (2009), Pleurotus Ostreatus, qui fait objet de notre étude, présente les 

caractéristiques suivantes : 

 -Le chapeau : Seul ou superposé, en forme d’huître ou d’éventail, grisâtre, blanc à maturité, 

de 2 à 20 cm. 

-Les lamelles : Minces, blanches, longuement décurrentes sur le pied si présent. 

-Les stipes : Plus ou moins absents, excentriques ou latéraux. 

-La chair : Blanche et tendre chez les jeunes spécimens. Avec l’âge, elle devient 

progressivement fibreuse, notamment au niveau du pied. Elle dégage une odeur d’anis 

accompagnée d’une saveur agréable. 

-Fructification : pousse en touffe. 

- Spores : Crème 10-11 x3-4 μm, cylindriques. 

 Classification  

Tableau 01: Classification scientifique du  Pleurotus ostreatus (Deepalakshmi et 

Mirunalini,2014) . 

Règne Fungi 

Division Basidiomycota 

Classe Agaricumycetes 
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Ordre Agaricales 

Famille Pleurotaceae 

Genre Pleurotus 

Espèce Pleurotus ostreatus(Jacs.:Ex.Fries)Kummer. 

 

      

Figure 01 : Carpophore de Pleurotus ostreatus (Originale, 2025) 

1- 3-2-Agaricus bisporus  

Le champignon de Paris, est une espèce commerciale. Il est cultivé à grande échelle pour la 

consommation. Sa culture se fait dans des caves naturelles creusées dans les coteaux calcaires 

à l’intérieur desquelles la température et l’humidité restent très constantes (Bouche et al., 2005). 

Il est cultivé sur un substrat riche en  fumier de cheval recouvert d’une couche de terre. On le 

trouve dans le commerce sous différentes formes, les spécimens jeunes étant de petite taille et 

de couleur blanche (Henning., 2005).  

 Description morphologique 

-Chapeau : 3-10 cm, légèrement bombé, sec ou légèrement gras, parfois tout blanc, parfois 

fibreux et de couleur brunâtre roux. 

Hyménium Chapeau (face 

intérieure) 

Pied(ou stipe) 
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 -Lamelle : Libres, de couleur blanchâtre au début, devenant rosées, puis  brun foncé à maturité.  

 -Anneau : Membraneux, assez bas, orienté vers le haut, en forme d’entonnoir. 

-Chair : Blanchâtre, rougissant chez les jeunes exemplaires à la coupe, puis brunissant. 

- Pied : Il peut être orné d’un anneau descendant, ascendant, mixte, à roue dentée. 

 -Odeur : Agréable, saveur douce.  

 Classification  

Tableau 02 : Selon (Chang, 1996) Agaricus bisporus appartient à : 

Règne Fungi 

Division Basidiomycota 

Classe Agaricomycetes 

Ordre Agaricales 

Famille Agaricaeae 

Genre Agaricus 

Espèce Agaricus bisporus (J.E Lange) Imbach, 1946 

    

 

 

 

 

A : Morphologie générale de Agaricus bisporus (Originale,2025). 

B : Coupe longitudinale de Agaricus bisporus (Originale,2025) . 

Figure 02 : Structure de champignon de paris ( Agaricus bisporus ) 

Chapeau 

Pied 

Anneau 

Lamelles 

A B 
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1-3-3-Le blé  

Le blé que nous avons utilisé provient du commerce local de Tizi-Ouzou. Le propriétaire nous 

a indiqué qu’il s’était lui-même procuré ce blé auprès d’un agriculteur local, sans toutefois 

pouvoir préciser l’espèce ni la variété. 

Ce blé a été utilisé comme substrat nutritif pour favoriser le développement mycélien initial des 

deux espèces fongiques (Agaricus bisporus et Pleurotus ostreatus).En tant que source 

organique riche en glucides et en protéines, il stimule la croissance fongique avant l’exposition 

au polyéthylène. Cette étape est essentielle pour assurer une activité enzymatique optimale en 

vue d’évaluer la capacité de dégradation du plastique. 

1-4-Milieu de culture P.D.A 

Nous avons choisi le milieu PDA (Pomme de terre-Dextrose-Agar) qui est un milieu standard, 

semi synthétique, largement utilisé et facile à préparer .  

 La composition du milieu est la suivante (Rapilly,1968) :  

-200g de pomme de terre lavée et épluchée puis coupé en petits cubes 

-20g du glucose 

-20g d’agar-agar 

-1 litre d’eau distillé 

1-5- Matériel utilisé au laboratoire  

Le matériel que nous avons utilisé durant notre étude est présenté dans le tableau 03. 

Tableau 03 : Matériel utilisé au laboratoire. 

Gros matériel Petit matériel  verreries Matériel 

consommabl

e 

Produits 

chimiques 

-Hôte stérile  

 

-Agitateur 

magnétique 

RUHROMAG 

-Boîtes de 

Pétri en 

plastique.  

-Coton.  

 

-Agar-Agar. 
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-Réfrigérateur 

ENIEM. 

 

-Étuves BINDER 

-Balance de précision 

 

-Four pasteur 

KOTTERMANN 

 

-Bec bunsen.  

 

- Pinces. 

 

 -Scalpels. 

 

 -Spatule.  

 

 -Emporte-pièce 

de 1 cm  

 

-Cylindre gradué 

ou balance. 

 

-Papier filtre. 

 

 

 

 -Béchers de 

1000 ml.  

 -Flacons 

 

-Erlenmeyer 

de 1000 m 

 -Papier 

Aluminium.  

 

 -Boîtes de 

Pétri en 

plastique. 

 

- Étiquettes. 

 

-papier film 

 

-Éthanol à 75°. 

 

- Glucose 

(CH,20%). 

-Eau distillée 

(HO). 

 

 -Sulfate de 

magnésium 

(MgSO4). 

 

 -Hypochlorite de 

sodium (NaOH). 

Hcl 

 

 

 

 

2-Méthodologie 

2-1-Préparation du sol tamisé 

Le sol prélevé sur  terrain a été transporté au laboratoire dans des sachets en plastique. Une fois 

au laboratoire, nous l’avons étalé sur des paillasses et laissé sécher pendant deux semaines (3 

A). Ensuite, nous avons broyé le sol manuellement (3 B), avant de le tamiser à 2mm afin 
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d’obtenir une terre fine  (3 C). Nous l’avons ensuite pesé à raison de50 g  (3 D) et placés dans 

des flacons en verre de 250 ml (3 E). Ces derniers , ont été fermés avec du papier aluminium, 

puis placés dans un four Pasteur KOTTERMANN où ils ont été stérilisés pendant 2 heures (3 

F). 

                            

             

                                   Figure 03 : Etapes de la préparation du sol (originale ,2025).  

2-2-Caractérisation physico-chimique du sol tamisé 

Pour caractériser le sol, nous avons réalisé des analyses physico-chimiques sur la terre fine. 

Nous avons mesuré le pH, la teneur en azote total, en carbone organique total,  ainsi que 

l’activité biologique. Ces analyses ont été faites au laboratoire de pédologie à l’INRF d’Alger, 

ce protocole a été répété pour trois échantillons indépendants. 

2-2-1-Mesure du pH 

Dans un bécher, une suspension de sol a été préparée en mélangeant 10 g de sol avec 12,5 ml 

d'eau distillée, correspondant à un rapport poids/volume de 1/2,5. La suspension a été agitée 

pendant 15 minutes à l'aide d'un agitateur magnétique afin d'assurer une dispersion homogène, 

puis laissée au repos pour décantation pendant deux heures (Duchauffour, 2001). Avant chaque 

mesure, le pH-mètre a été calibré, puis la sonde a été immergée dans la suspension pour obtenir 

A Séchage C  Tamisage à 2mm B Broyage 

D  Pesée F  Stérilisation   E  Placement dans des flacons  
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la valeur du pH. Après chaque lecture, l'électrode a été soigneusement rincée à l'eau distillée et 

essuyée.  

2-2-2-Capacité au champ  

Pour évaluer la capacité au champ d’un sol et déterminer la quantité maximale d’eau que ce 

dernier peut retenir après saturation, nous avons préparé trois échantillons. Ces échantillons ont 

été placés dans des boîtes de Pétri, puis saturés en ajoutant de l’eau distillée jusqu’à ce que le 

sol soit complètement imbibé. Afin d’assurer une saturation totale, les échantillons sont laissés  

en repos pendant 3heures.Le sol saturé a ensuite été filtré à l’aide d’un papier filtre, puis chaque 

échantillon a été pesé à l’état humide pour enregistrer son poids frais. Après un séchage de 24 

heures, les échantillons ont été pesés de nouveau afin d’obtenir leur poids sec, conformément à 

la norme (ISO 11274, 2019). 

La capacité au champ est  calculée par la formule suivante: 

CC (%) = [(Poids du sol saturé en eau − Poids du sol sec) / 𝑃𝑜𝑖𝑑𝑠 𝑑𝑢 𝑠𝑜𝑙 𝑠𝑒𝑐] × 100 

2-2-3-Analyse granulométrique  

La texture du sol a été déterminée par une analyse granulométrique, qui repose sur la vitesse de 

sédimentation des particules séparées et dispersées après la destruction de la matière organique 

à l'aide de l'eau oxygénée. Le prélèvement a été effectué à l'aide de la pipette de Robinson, 

permettant de mesurer les fractions d'argile et de limon fin. Ensuite, les sables fins et grossiers 

sont quantifiés par tamisage (Baize, 2000). 

2-2-4-Matière organique  

La teneur en matière organique du sol est évaluée à partir de la mesure du taux de carbone 

organique. Pour ce faire, la méthode de Walkley-Black est employée : le carbone organique est 

oxydé par du bichromate de potassium en milieu sulfurique (Najib et al., 2014). Le pourcentage 

de carbone organique a ensuite été déterminé par titrage direct du bichromate de potassium à 

l’aide d’une solution de Mohr. 

2-2-5-Détermination de l’azote total 

La détermination de l’azote organique total a été effectuée selon la méthode de Kjeldahl , qui 

repose sur l’utilisation de l’acide sulfurique. Lors de ce procédé, la matière organique azotée 

est minéralisée par chauffage avec l’acide sulfurique, dont l’action oxydante transforme l’azote 
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en ammoniac, fixé sous forme de sulfate d’ammonium. L’ajout de sulfate de potassium permet 

d’élever la température d’ébullition de l’acide sulfurique, passant de 317 à 330 °C, ce qui 

optimise la minéralisation. Par la suite, l’ion ammonium (NH₄ ⁺ ) est libéré par addition 

d’hydroxyde de sodium, puis entraîné par la vapeur d’eau et capté dans une solution d’acide 

borique sous forme de borate. Ce dernier est quantifié par titrage à l’aide de l’acide sulfurique 

(Bremner, 1965). 

2-3-Préparation du milieu P.D.A 

Pour la préparation du milieu PDA nous avons adoptés le protocole de Rapilly (1968) 

 Nous avons cuit 200g de pomme de terre dans 200 ml d’eau distillée pendant 20minutes. Nous 

avons récupéré le filtrat, ajouter au glucose et la gélose, puis ajuster 1litre d’eau stérile. Le 

milieu est homogénéisé avec un agitateur magnétique puis stérile à l’autoclave à 120°C pendant 

20minutes. 

                 

              

Figure 04 : Etapes de la préparation du milieu P.D.A (originale 2025). 

 

 

 

D : Récupération du filtrat  

A : Pesée 

E : Homogénéisation 

B : Découpe C : Cuisson 
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-Coulage du milieux P.D.A 

Après stérilisation à 120°C, le milieu de culture a été coulé aseptiquement dans des boites de 

Pétri d’un diamètre de 8,5 cm à raison de 23 ml de milieu par boite, puis laissé à température 

ambiante pour solidification. 

 

Figure 05 : Coulage du milieu P.D.A (originale, 2025) 

2-4-Bouturage des carpophores 

 Pour le bouturage des carpophores, nous avons adopté le protocole de Mansour-Benamar et al 

(2013). 

Le bouturage des carpophores est une technique de reproduction asexuée qui permet de 

multiplier les champignons à partir de tissus internes sains du carpophore. En prélevant un 

fragment de mycélium et en le cultivant dans un environnement stérile sur un milieu nutritif, 

on obtient une nouvelle croissance fongique génétiquement identique à la souche d’origine. 

C’est une méthode simple, efficace et économique pour conserver les caractéristiques de qualité 

et de rendement d’une souche sélectionnée. Dans le cadre de notre expérience, nous avons 

réalisé le bouturage des carpophores d’Agaricus bisporus et de Pleurotus ostreatus, en passant 

par les étapes suivantes : 

  Sérilisation du petit matériel de bouturage et d’ensemencement comme le scalpel, la pince, à 

la flamme du bec benzène ;  

Sélection des carpophores  choisir des champignons sains et matures, présentant des 

caractéristiques morphologiques optimales ;  
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Désinfection externe nettoyer la surface du carpophore avec l’éthanol à 70 % pour éliminer les 

impuretés et les micro-organismes présents sur la surface ; 

 Ouverture aseptique des carpophores  sous une hotte à flux laminaire, on sectionne le 

carpophore dans le sens de la longueur à l’aide d’un scalpel stérile pour exposer les tissus 

internes ;  

Prélèvement du mycélium  prélever de petits fragments du tissu mycélien à partir des zones 

internes, en évitant les parties exposées à l’air libre pour minimiser les risques de 

contaminations ; 

 Ensemencement sur milieu de culture  déposer les fragments de mycélium au centre des boîtes 

de Pétri contenant le milieu nutritif stérile PDA ;  

Scellage et incubation fermer hermétiquement les boîtes de Pétri avec un film parafilm puis les 

incuber à l’obscurité et à une température de 24 °C, pour favoriser la croissance mycélienne. 

   

           

           

Figure 06 : Technique de bouturage des carpophores d’Agaricus bisporus et de 

Pleurotus ostreatus et ensemencement des fragments mycéliens sur milieu PDA 

(Originale, 2025). 

A : Morphologie du carpophore de Pleurotus 

ostreatus en vue longitudinale 
B : Morphologie du carpophore d’Agaricus bisporus 

en vue longitudinale 

 

Fragments de mycélium  

C : Ensemencement des fragments mycéliens sur 

milieu PDA. 
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2-5-Entretien et repiquage 

Selon le protocole de Mansour Benamar et al.(2013) nous avons procédé de la manière 

suivante : 

Nous avons pris un emporte-pièce, que nous avons stérilisé à la flamme dans une hôte à flux 

laminaire, puis laissé refroidir dans de l'alcool. Nous avons ensuite, choisi une culture 

mycélienne âgée d’une semaine, présentant un bon aspect mycélien. Après avoir soulevé le 

couvercle de la boite de Pétri, et, à l’aide de l’emporte-pièce stérile, nous avons découpé des 

fragments de 1cm de diamètre d’implant d’inoculum. 

Chaque implant, est déposé aseptiquement au centre de chaque boite de Pétri, contenant le 

milieu P.D.A, en plaçant la face mycélienne vers le milieu P.D.A. Les boites de Pétri ainsi 

ensemencées  sont fermées à l’aide du film étirable. Ensuite nous les avons mises à incuber 

dans un incubateur à l’obscurité et à 24°C.   

Cette procédure a été faite pour les deux espèces de champignons (Agaricus bisporus et 

Pleurotus ostreatus). 

          

          

Figure 07 : Technique de repiquage sur milieu PDA (Originale,2025). 

-Evaluation de la croissance mycélienne  

 La croissance mycélienne moyenne a été évaluée toutes les 48heures. Nous avons calculé le 

diamètre moyen (en cm) des colonies mycéliennes des deux champignons selon deux axes 

perpendiculaires (l'axe des X et l'axe des Y) tracés sur chacune des boîtes de Pétri, passant par 

le centre de l'implant selon la formule suivante :  

A : Un fragment d’implant 

d’inoculum. 

B : Un implant au centre d’une boite 

de pétri contenant le milieu PDA.  
C : Mettre les boites dans un 

incubateur. 
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(D1+D2) / 2 = moyenne   

Sur chaque boite de Pétri , nous avons précisé le numéro de la boite et la date d’ensemencement. 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 08 : Evaluation du la croissance mycélienne (originale,2025). 

2-6-Préparation du blanc de semence  

Nous  avons commencé par rincer abondamment 1000 g de blé à l’eau de robinet, puis à l’eau 

distillée. Ensuite, nous laissons le blé égoutter dans une passoire. Après cela, nous avons mis le 

blé dans un sachet de congélation transparents non utilisé et  laissons l’évaporation de l’eau 

(H2O) s’effectuer pendant une heure. Le lendemain, nous avons réparti le blé dans des sachets 

de congélation de 100 g chacun. Ces sachets ont été placés dans une passoire pour une 

évaporation supplémentaire de 30 minutes.  

Pour chaque sachet contenant 100g de blé, nous ajoutons 1 % de CaCO3 et 2 % de CaSO4 dans 

100g du blé. Nous découpons ensuite des implants dans les cultures mycéliennes obtenues sur 

le milieu P.D.A, dans un environnement stérile délimité par la flamme d’un bec benzène. 

 Une boîte d’inoculum a été prélevée et transférée dans un sachet de blé, en veillant à ce que la 

face du mycélium soit en contact avec le blé. Nous refermons les sachets et nous nous assurons 

que les implants sont bien répartis pour favoriser une colonisation homogène par le mycélium. 

Enfin, nous incubons les sachets à 24 °C et nous les agitons une fois par semaine pendant cinq 

semaines. Cette opération est indispensable car elle permet de « casser » le mycélium, qui se 
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présente sous forme de longs filaments, facilitant ainsi la colonisation d’un grain de blé à un 

autre (Mansour Benamar et al., 2013). 

Cette procédure est faites pour les deux espèces des champignons (Agaricus bisporus et 

Pleurotus ostreatus). 

           

              

Figure09 : Etapes de préparation du blanc de semence (originale,2025). 

  2-7-Essais de biodégradation sur milieu PDA  

En premier lieu, nous avons évalué la biodégradation des sachets noirs sur milieu de culture 

PDA en adoptant le protocole modifié Espinosa-Valdemar et al. (2011). Cette évaluation est 

estimée par le calcul du pourcentage des zones claires et par l’évolution du poids des sachets 

noirs en polyéthylène. Pour la réalisation de cet essais, trois lots de boites de Pétri contenant le 

milieu PDA ont été préparés : 

Le premier lot est inoculé par l’inoculum d’Agaricus bisporus seul , le deuxième lot est inoculé 

par l’inoculum de Pleurotus ostreatus seul et le troisième lot est inoculé par deux inoculums 

différents l’un d’Agaricus bisporus et l’autre de Pleurotus ostreatus c’est la co-culture des deux 

champignons . Chaque boite de Pétri contenant l’inoculum seul ou en co-culture sur milieu 

PDA est couvert aseptiquement d’un disque de sachet noir en polyéthylène préalablement 

stérilisé et de même diamètre que celui des boites de Pétri utilisés .Ces boites ainsi inoculées et 

couvertes d’un disque de sachets noir en polyéthylène, elles sont ensuite hermétiquement 

fermées à l’aide d’un film transparent et incubées à l’obscurité à 24°C.Nous rappelons que 10 

répétitions ont été réalisées pour chaque essai. 

A : Rinçage  B : Répartition C : L’ajout d’inoculum 
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Figure 10 : Préparation des sachets noirs  sur milieu P.D.A (originale,2025). 

La biodégradation sur boites de Pétri  a été évaluée par le calcul du pourcentage des zones 

claires sur différents substrats ou traitements effectués toutes les  48h, en utilisant la formule 

suivante :  

Pourcentage des zones claires = (surface des zones claires /surface de la boite) *100  

2-8- Essais de biodégradation dans le sol 

Les différentes traitements ou substrats étudiés sont présentés dans le tableau 04 

Tableau 04: Différents traitements et substrats étudiés. 

Type de 

champignons 

Substrat Nombre de 

répétitions 

identification 

 Mettre 50g de sol non stérilisé +  50g du blanc 

de la semence d’Agaricus bisporus + 4 carrés de 

2,5cm de sachet noir dans des flacons en verre, 

puis agiter. 

 

4fois 

 

SNS 

Agaricus 

bisporus 

Mettre 50g de sol  stérilisé +  50g du blanc de la 

semence d’Agaricus bisporus + 4 carrés de 

2,5cm de sachet noir dans des flacons en verre, 

puis agiter. 

 

4fois 

SAN 

 

A : Couper le sachet en disques  B : Mettre le disque sur 

l’inoculum 
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 Mettre 50g de sol non stérilisé +4 carrés de 

2,5cm de sachet noir + une boite d’inoculum de 

pleurotus ostreatus  issu des cultures 

mycéliennes sur le milieu PDA, dans des 

flacons en verre, puis agiter. 

 

4fois 

 

SNPS 

Pleurotus 

ostreatus 

Mettre 50g de sol  stérilisé +4 carrés de 2,5cm 

de sachet noir + une boite d’inoculum de 

pleurotus ostratus issu des cultures 

mycéliennes sur le milieu PDA, dans des 

flacons en verre, puis agiter. 

 

4fois 

 

SPS 

 

Agaricus 

bisporus + 

pleurotus 

ostratus (co-

culture). 

Mettre 50g du sol non stérilisé + 25g de blanc 

de la semence d’Agaricus bisporus +25g de 

blanc de la semence du Pleurotus ostreatus + 

Mettre 4 carrés de 2,5cm de sachet noir dans des 

flacons en verre, puis agiter. 

 

2fois 

 

APN 

 Mettre 50g du sol stérilisé + 25g de blanc de la 

semence d’Agaricus bisporus +25g de blanc de 

la semence du Pleurotus ostreatus + Mettre 4 

carrés de 2,5cm de sachet noir dans des flacons 

en verre, puis agiter. 

 

2fois 

 

APS 

 

 Afin de mesurer l’intensité respiratoire dans les différents substrats, deux tubes à hémolyse 

sont introduits dans le sol inoculé ou non de chaque flacon : 

- Un tube contenait 5ml de la solution de NaOH pour mesurer la respirométrie 

(la quantité de CO2 dégagée).  

- Un tube de 5 ml d’eau stérile afin de garder une atmosphère humide dans le 

flacon. 
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Les flacons sont incubés à l’obscurité et à une température de 28°C pour une durée de cinq 

semaines.      

En parallèle nous avons réalisé un témoin sans sol ( flacon contenant uniquement deux tubes à 

hémolyse l’un contenant 5ml de la solution mère NaOH et l’autre 5ml d’eau distillée). 

 

 

Figure 11 : Dispositif de détermination de la biodégradation des sachets noirs en 

PE dans le sol 

2-9-Activité biologique 

Pour évaluer l’activité biologique du sol, la méthode de respirométrie a été utilisée, selon le 

protocole décrit par Dommergues (1968) et Rivera-Espinosa and Dendooven, (2004).  

Retirer rapidement les tubes contenant la solution de NaOH après incubation et les fermer 

hermétiquement. 

On commence par ajouter 3 gouttes de solution de chlorure de baryum (BaCl₂ ) à 20%  la 

solution de NaOH pour précipiter les carbonates formés. On transfère ensuite la solution de 

NaOH dans un bécher. On ajoute alors 2 à 3 gouttes de solution de phénophtaléine dans le 

bécher, en s’arrêtant dès que la couleur rose apparaît. Si la couleur rose ne se manifeste pas 

après l’ajout de trois gouttes de phénophtaléine, on ne poursuit pas le titrage. Nous titrons 
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ensuite l’excès de NaOH n’ayant pas réagi avec le CO₂  avec une solution de HCl. Nous 

continuons le titrage jusqu’à la disparition de la couleur rose, ce qui confirme une neutralisation 

complète. 

         

 

 

 

 

 

 

 

Figure12 : Titrage de la solution de NaOH avec l’HCL 

2-10- Méthodes statistiques appliquées à l'étude de la biodégradation fongique 

Les résultats obtenus sont soumis à une l'analyse statistique par le logiciel R. 

Nous avons réalisé le test de normalité de Shapiro-Wilk pour vérifier la distribution des 

données. Comme les données n’étaient pas normalement distribuées (p-value < 0,05), nous 

avons opté pour des tests non paramétriques. Le test de Kruskal-Wallis a été utilisé pour 

comparer plusieurs groupes indépendants (par exemple, l'effet du temps sur la croissance ou les 

différences entre les champignons). Il est suivi par le test post-hoc pour identifier les groupes 

significativement différents. Pour comparer deux groupes indépendants comme les effets des 

différents champignons, nous avons appliqué le test de Mann-Whitney.  
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1- Essai de biodégradation des sachets noir en PE sur milieu PDA  

1-1- comparaison de la croissance mycélienne d’Agaricus bisorus et Pleurotus ostreatus  

 La figure 13 présente la comparaison de la croissance mycélienne d’Agaricus bisporus et de 

pleurotus ostreatus  selon le temps d’incubation. Après 48 heures d’incubation, Agaricus 

bisporus a présenté une croissance moyenne de 2,2cm, tandis que celle de Pleurotus ostreatus 

était de l’ordre de 0,96 cm. Cette croissance moyenne diamétrale augmentait en fonction du 

temps d’incubation pour atteindre 8,2cm chez Agaricus bisporus et  6,71 cm observé chez 

Pleurotus ostreatus. Enfin, après 196 heures d’incubation, les deux espèces de champignons de 

la pourriture blanche Agaricus bisporus et Pleurotus ostreatus ont présenté une croissance 

mycélienne moyenne maximale de l’ordre de 8,5 et 8,4 respectivement .pour. 

 

 

Figure 13 : Croissance mycélienne comparée d’Agaricus bisporus et Pleurotus ostreatus sur 

milieu PDA à 48,144 et 196 heures d’incubation 

Les résultats de l’analyse statistique ont révèlé une différence très hautement significative pour 

le facteur temps d’incubation (p = 1,29 × 10⁻ ⁶ ). Le test de Kruskal-Wallis classe les différents 

durées d’incubation en 3 groupes. Dans le groupe (a) est classé le temps 196H  par contre dans 

le dernier groupe est classé le temps d’incubation 48H. 
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Par ailleurs, la comparaison entre les deux espèces fongiques à l’aide du test de Wilcoxon (p = 

0,009) a montré que Agaricus bisporus a présenté une croissance moyenne significativement 

supérieure à celle de Pleurotus ostreatus.  

Ces résultats soulignent des dynamiques de croissance distinctes : Agaricus bisporus adopte 

une stratégie de colonisation rapide dès les premières heures, tandis que Pleurotus ostreatus 

suit une progression plus lente mais régulière (figure 14 et 15). À terme, les deux espèces 

atteignent des niveaux de croissance comparables, suggérant une complémentarité potentielle 

dans des applications liées à la biodégradation.  

 Dans les premières 48 heures, Agaricus bisporus semble s’imposer comme un pionner du 

développement mycélien (figure13), traduisant une capacité d’adaptation rapide à son 

environnement. Cette avance initiale pourrait s’expliquer par un mécanisme enzymatique 

réactif ou une meilleure mobilisation des ressources immédiates du substrat. 

Cependant, ce rythme effréné n’est pas maintenu de façon linéaire. A partir de 144heures, 

Pleurotus Ostreatus, bien que plus discret au départ, manifeste une croissance régulière et 

soutenue, montrant ainsi une stratégie plus stable et peut-être plus résiliente (figures 14 et 15). 

Cette reprise d’activité mycélienne progressive traduit une forme d’adaptation, où l’espèce 

initialement plus lente adopte un rythme constant qui lui permet de rivaliser, voire d’égaler 

Agaricus bisporus. 

Après 196 heures d’incubation, les deux espèces affichent une croissance mycélienne quasi 

identique, illustrant que la vitesse n’est pas toujours synonyme de domination. Cette 

convergence finale souligne  
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La différence de vitesse de croissance observée entre Agaricus bisporus et Pleurotus 

ostreatus sur milieu PDA est bien documentée : Agaricus profite d’un milieu riche en 

nutriments pour un développement rapide, tandis que Pleurotus, plus lent au départ, affiche une 

croissance régulière qui lui permet de rattraper son retard au fil du temps. Ce comportement 

traduit leurs stratégies écologiques respectives et explique la convergence finale des diamètres 

mycéliens Medjdoub,(2021).  

Selon Smith et al. (2004), les champignons, y compris Agaricus bisporus, présentent une 

croissance rapide lors de la phase exponentielle lorsque les conditions environnementales sont 

optimales, en particulier en termes de nutriments et d’espace. La croissance initiale plus lente 

observée après 24 heures d’incubation pourrait être attribuée à l’adaptation du mycélium aux 

conditions du milieu PDA. Cette phase correspond à l’expansion du mycélium en utilisant les 

ressources disponibles sur ce milieu, riche en glucose et en extrait de pomme de terre, 

constituant un substrat idéal pour la croissance d’Agaricus bisporus. 

Figure 14 : Croissance mycélienne 

observée chez Agaricus bisporus  sur 

milieu PDA après 144h  

(Original 2025). 

 

 

o 

 

Figure 15: Croissance mycélienne 

observée chez Pleurotus ostreatus  

sur milieu PDA après 144h 

(Original2025). 
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La composition du milieu influence significativement la vitesse et l’étendue de la croissance 

mycélienne, qui dépend également de paramètres tels que la température, l’humidité, la 

concentration en nutriments et le pH. Ces facteurs sont cruciaux pour la croissance du mycélium 

des souches d’Agaricus bisporus, qui peuvent présenter des cinétiques légèrement différentes 

en raison de leur patrimoine génétique. Pendant cette période, le champignon active des 

enzymes spécifiques pour décomposer les composants du milieu PDA en sources de carbone et 

d’énergie utilisables. La croissance exponentielle du mycélium résulte de la prolifération rapide 

des hyphes, chaque cellule produisant de nouveaux hyphes à un rythme exponentiel. Ce 

processus est soutenu par la disponibilité initiale élevée en nutriments, favorisant une croissance 

rapide (Moore et al., 2011). 

1-2- Pourcentage des zones claires en monoculture ou co-culture des sachets noirs en PE 

La figure 16 présentent la comparaison des pourcentages des zones claires d’Agaricus bisporus 

seul en monoculture ( ZCA) ou Pleurotus ostreatus seul en monoculture (ZPA) ou en co-culture 

des deux espèces Agaricus bisporus et Pleurotus ostreatus( ZAP) sur les disques de sachets 

noirs en PE en fonction du temps d’incubation. Après 96 heures d’incubation ,nous  avons 

constaté que (ZCA et ZAP) présentaient les pourcentages des zones claires les plus élevés de 

l’ordre de 53,86% et 55,54 % respectivement. Par contre (ZCP) présentait le pourcentage de 

zones claires le plus faible. A 144 heures d’incubation, le pourcentage des zones claires est 

élevé avec la monoculture d’Agaricus bisporus  en atteignant 86,38%, alors que le pourcentage 

des zones claires avec la monoculture de Pleurotus ostreatus rattrape son retard en atteignant 

61,5%. Ce dernier reste proche de cette valeur avec la co-culture des deux champignons ZAP 

qui est de l’ordre de  59,86%. Enfin, à 192heures d’incubation, les deux monocultures ZCA et 

ZCP affichent des pourcentages élevés de l’ordre de 89,47 et 92% respectivement. Il est de 

l’ordre de 81,46 85% en co-culture (ZAP).    
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Figure 16 : Comparaison des pourcentages de zones claires en monoculture ou en co-culture 

en fonction du temps d’incubation. 

 Le test Kruskal–Wallis a classé les zones claires en deux groupes : ZCA classé dans le groupe 

(a) et les deux traitements ZCP et ZAP sont classés en groupe (b).  De même le test Kruskal–

Wallis révèle quatre groupes homogènes pour le facteur temps : 96 H (c) < 144 H (bc) < 456 

H(ab) < 192–720–984–1176 H (a). 

La monoculture se caractérise par une croissance rapide et constante dès le début, assurant une 

expansion efficace des zones claires, tandis que la co-culture démarre plus lentement mais 

accélère avec le temps, finissant par atteindre et parfois dépasser les performances de la 

monoculture. Ainsi, la monoculture offre une croissance immédiate et dominante, alors que la 

co-culture, après un retard initial, bénéficie d’une dynamique qui lui permet de rivaliser sur le 

long terme. 

D’après les résultats observés (figure 16), nous constatons qu’Agaricus bisporus est le plus 

rapide à s’installer et à coloniser son milieu. C’est le champignon qui prend les devants : il 

s’étale rapidement et maintient ce rythme tout au long de la croissance. Pleurotus ostreatus, 

quant à lui, démarre lentement, presque discrètement, mais accélère significativement avec le 

temps pour finir quasiment à égalité avec Agaricus bisporus. Ce comportement reflète un 

compétiteur qui prend son temps mais persévère. 

La co-culture des deux espèces présente une dynamique intéressante : initialement, la 

croissance est meilleure que celle d’Agaricus bisporus en monoculture, probablement parce que 
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les deux champignons exploitent des ressources différentes ou se stimulent mutuellement. 

Cependant, cette dynamique s’atténue par la suite et la croissance plafonne. Il est possible qu’en 

partageant le même substrat qui est le sachet noir en PE, ils finissent par se gêner mutuellement, 

rendant la progression moins efficace que lorsqu’ils sont cultivés séparément. 

En effet, la croissance mycélienne totale en co-culture est souvent inférieure à celle observée 

en monoculture à long terme. Ce phénomène s’explique par la compétition pour les nutriments 

et l’espace, qui se manifeste par des zones d’inhibition entre les deux espèces. Cette inhibition 

est attribuée à la production de métabolites antifongiques et à des interactions antagonistes, 

limitant la progression de chaque champignon (Culture champignons comestibles, 2022). 

Les essais montrent que la co-culture peut stimuler la biodégradation du sachet noir en PE au 

début du processus, mais la compétition finit souvent par réduire la croissance et l’efficacité 

globale. Ces observations sont cohérentes avec les travaux sur la co-culture de champignons de 

pourriture blanche, où la synergie enzymatique n’est pas systématique et dépend fortement des 

espèces associées, du substrat et des conditions de culture (Chi et al., 2007 ; Elisashvili & 

Kachlishvili, 2009). 

Par ailleurs, la co-culture n’est pas toujours synonyme d’amélioration de la dégradation : la 

compétition entre espèces ou la production de métabolites inhibitrices peut parfois réduire 

l’efficacité globale (Pointing et al., 2000). Par exemple, la co-culture de champignons de 

pourriture blanche peut améliorer la dégradation de plastique dans certains cas, mais présente 

aussi des risques de compétition entre espèces (Ahuactzin-Pérez et al., 2018). 

Ross et Harris (1983) expliquent que dans des environnements confinés, les champignons 

manifestent souvent une croissance secondaire, colonisant de nouvelles surfaces en raison de la 

compétition pour les ressources. Une fois le milieu initial colonisé, le mycélium peut chercher 

à s’étendre vers d’autres surfaces. 

1-3- Poids des sachets noirs en PE dans le milieu PDA durant 60 jours  

 La figure 17 présente l’évolution du poids (perte en poids) des sachets noirs en PE en 

comparant le poids final (PF) au poids initial (P0) selon les trois traitements : Pleurotus 

Ostreatus, Agaricus bisporus, et la co-culture des deux champignons.  

Le poids des sachets noirs en polyéthylène passe de 62mg à 60 mg, soit une perte de poids de 

2mg sur substrat Pleurotes. Avec le traitement Agaricus bisporus, nous constatons  une  baisse 
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de poids, de 62 mg à 55 mg ; soit une perte en poids de 7mg. Enfin, dans le cas de la co-culture, 

nous avons constaté que le poids diminue légèrement de 62mg à 60mg soit une perte de poids 

de 2mg. 

 

Figure 17 : Comparaison des variations de poids des sachets noirs sur milieu PDA en 

fonction des trois traitements 

L’analyse statistique montre une différence significative, avec une p value = 0,00245. La 

comparaison multiple des rangs moyens montre une différence significative (p=0,0054) de 

poids des sachets en fonction des deux traitements ZCA et ZAP.  

Nous avons enregistré une perte en poids en Agaricus bisporus,  Pleurotus ostreatus et en co-

culture, ce qui pourrait indiquer une dégradation. 

Les résultats obtenus trouvent un écho particulier dans les observations rapportées par El-

Aghoury et al. (2006). En effet, ces auteurs ont démontré que les champignons de la pourriture 

blanche possèdent une capacité unique à dégrader non seulement la cellulose et les 

hémicelluloses, mais aussi la lignine, un polymère naturel particulièrement résistant. Cette 

aptitude repose sur la production d’enzymes comme les estérases, capables de rompre les 

liaisons ester présentes dans les plastifiants. De manière cohérente avec nos résultats, leur étude 

a montré que la croissance fongique sur des formulations plastifiées s’accompagnait souvent 

d’une perte de poids significative du matériau, témoignant d’une biodétérioration avancée. 

Notamment, ils soulignent que cette perte peut se produire même en l’absence d’une croissance 

fongique visible, ce qui met en lumière des mécanismes métaboliques discrets mais efficaces. 
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Ce constat appuie notre hypothèse selon laquelle les deux champignons testés, bien que parfois 

en compétition, pourraient agir en complémentarité, en ciblant différemment les composants du 

plastique et en intensifiant ainsi la biodégradation globale. 

 

Figure 18 : Disques de sachet noir en PE envahi par la co-culture mycélienne de Agaricus 

bisporus et Pleurotus ostreatus sur milieu PDA (Original2025). 

  

Figure 19 : Observation du mycélium de la co-culture des deux champignons Agaricus 

bisporus et Pleurotus ostreatus envahissant les sachets noir en PE sur milieu PDA  

Activités enzymatiques 
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Figure 20 : Observation à la loupe binoculaire (G400) des changements physiques de la 

surface du sachet noir en PE après biodégradation par la co-culture des deux champignons 

(original2025). 

En monoculture, les champignons de la pourriture blanche tels que Trametes 

versicolor, Ganoderma lucidum et les espèces du genre Pleurotus montrent une capacité à 

réduire la masse des matériaux plastiques, bien que les taux de dégradation varient selon 

l’espèce fongique et la nature du polymère. Par exemple, Trametes versicolor a permis une 

perte de masse allant jusqu’à 2,5 % sur du nylon 6 après 90 jours d’incubation, tandis que sur 

du polyester, la perte était plus faible, autour de 1,1 % (Dussault, 2017). Dans notre étude, 

l’incubation a été limitée à une période plus courte, comprise entre 50 et 60 jours, ce qui peut 

expliquer des taux de dégradation potentiellement moindres comparés à ceux observés sur 90 

jours. Cette différence de durée souligne l’importance du temps d’incubation dans l’efficacité 

de la biodégradation fongique, tout en confirmant que la biodégradation par un seul champignon 

est possible mais limitée par la nature du substrat et les capacités enzymatiques spécifiques à 

chaque espèce (Dussault, 2017). 

La co-culture de ces deux champignons de la pourriture blanche Agaricus bisporus et Pleurotus 

ostreatus  sur un milieu nutritif commun comme le PDA peut entraîner une compétition pour 

les nutriments et l’espace. Cette compétition peut ralentir la croissance mycélienne globale 

(figure13) , surtout si les deux espèces ont des besoins nutritionnels similaires mais des vitesses 
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de croissance différentes. De plus, Pleurotus ostreatus, étant un champignon xylotrophe 

spécialisé dans la dégradation de la lignine, peut-être moins performant sur un milieu riche en 

nutriments simples comme le PDA, ce qui peut expliquer sa croissance plus lente en co-culture 

(Zmitrovich & Borovikova, 2024). 

Chi et al. (2007) décrivent les effets de la co-culture de quatre espèces de champignons 

Ceriporiopsis subvermispora, Physisporinus rivulosus, Phanerochaete 

chrysosporium et Pleurotus ostreatus  sur la dégradation du bois de tremble et la production de 

laccase (Lac) et de manganèse peroxydase (MnP). Les résultats montrent que la co-culture de C. 

subvermispora avec P. ostreatus améliore significativement l'activité de Lac et de MnP, ainsi 

que la dégradation du bois, par rapport aux monocultures. 

Dans leur étude, Elisashvili et Kachlishvili (2009) ont mis en évidence l'effet de la co-culture 

de Cerrena unicolor et de Phellinus robustus sur l'augmentation des quantités de laccase. 

Cependant, la co-culture de C. unicolor avec un autre champignon producteur de 

laccase, Ganoderma lucidum, n'a pas produit de grandes quantités de cette enzyme. Ils ont 

conclu que l'effet stimulant de l'interaction fongique sur la production de laccase est spécifique 

à chaque espèce. 

L'association de champignons responsables de la pourriture blanche a montré une 

intensification de leurs activités sur divers substrats : Trametes sp. + Trichoderma sp. (Zhang 

et al., 2006) ; C. unicolor + P. robustus (Elisashvili et Kachlishvili, 2009) ; Trametes 

versicolor + Trichoderma harzianum (Baldrian, 2004) ; P. ostreatus + Trichoderma 

longibrachiatum (Velazquez-Cedefio et al., 2004) ; Trametes sp. AH28-2 + une souche 

de Trichoderma (Zhang et al., 2006). D’autres études ont démontré les effets d’une telle 

association sur la production de MnP : P. ostreatus + C. subvermispora ou Physisporinus 

rivulosus (Chi et al., 2007 ; Gutierrez-Correa & Tengerdy, 1997). 

Par ailleurs, des études ont montré que la colonisation fongique des polymères plastiques (figure 

18) s’accompagne d’une modification de la surface : fissures, rugosité… (figure 20), ce qui 

favorise l’attaque enzymatique (figure19) et la fragmentation du polymère en unités plus 

petites, assimilables par les micro-organismes (Massardier-Nageotte et al., 2006). 

La biodégradation des plastiques par les champignons dépend fortement de leur capacité 

d’adaptation au substrat. Sur milieu PDA, Agaricus bisporus montre une croissance initiale 

plus rapide, ce qui s’explique par sa meilleure utilisation des nutriments simples, alors 
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que Pleurotus ostreatus, mieux adapté aux substrats lignocellulosiques, adopte une croissance 

plus régulière et soutenue sur la durée. Cette dynamique est conforme aux observations de la 

littérature sur la physiologie de ces deux espèces en culture pure (Messaoudi, 2020 ; Medjdoub, 

2021). 

Enfin, plusieurs auteurs soulignent que les cultures fongiques mixtes pourraient produire 

davantage d’enzymes grâce à leurs interactions synergétiques, mais le résultat final dépend 

fortement des espèces utilisées, de leur mode d’interaction, des conditions micro-

environnementales et du substrat colonisé. 

2-Essais de biodégradations des sachets noirs en PE par les champignons dans le sol  

2-1- caractéristiques du sol  

Tableau 05 : Rapport d’analyse du sol (laboratoire de pédologie, INRF d’Alger) 

 

Paramètres 

 

Résultats 

 

 

 

Commentaires 

 

Matière organique (%) 

 

 

3,07 

 

 

Moyenne en MO 

 

 

Granulométrie (%) 

 

A (%) : 31,45 

L (%) :52,308 

S (%) :18,384 

 

 

Texture : Limon argilo-

sableux 

 

Azote (%) 

 

 

0,35 

 

Faible 

 

pH 

 

 

7,23 

 

Neutre 

 

Capacité au champ 

 

 

75,15% 

 

Moyenne en rétention d’eau 

 

La croissance du mycélium des champignons, notamment Agaricus bisporus et Pleurotus 

ostreatus, dépend de plusieurs paramètres environnementaux et physico-chimiques essentiels. 
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La température idéale pour la croissance mycélienne se situe généralement entre 24 et 27 °C, 

favorisant une activité enzymatique optimale nécessaire à la décomposition des substrats et à 

l’absorption des nutriments (Grimm et Wösten, 2018). 

 Un pH légèrement acide, compris entre 5,5 et 6,5, est recommandé pour maximiser cette 

activité enzymatique. Par ailleurs, une humidité relative élevée, de l’ordre de 85 à 90 %, est 

cruciale pour maintenir une hydratation adéquate du substrat, facilitant ainsi la croissance du 

mycélium (Stamets, 2000 ; Chang et Miles, 2004 ; Moore, 2005). 

Le sol étudié présente un pourcentage de matière organique de 3,07 % ( tableau 05), ce qui le 

classe comme riche en matière organique. Cette dernière améliore la structure du sol, augmente 

sa capacité de rétention d’eau et fournit le carbone nécessaire à la croissance fongique (Hillel, 

2004). 

Sa texture est limono-argilo-sableuse, avec 52,30 % de limon, 31,45 % d’argile et 18,38 % de 

sable. Ce type de sol offre un équilibre favorable entre rétention d’eau et drainage, conditions 

propices au développement des champignons (Soil Science Society of America, 2017). 

L’analyse révèle également la présence de 0,35 % d’azote dans le sol, élément indispensable à 

la synthèse des protéines, des acides nucléiques et d’autres composants cellulaires essentiels à 

la croissance fongique (Bremner, 1996). Le carbone constitue la principale source d’énergie 

pour les champignons, leur permettant de synthétiser des biomolécules essentielles telles que 

les enzymes dégradantes (Pointing, 2001). 

La présence équilibrée de carbone et d’azote dans le sol permet aux champignons d’optimiser 

leur métabolisme et leur activité enzymatique, renforçant ainsi leur capacité à décomposer des 

matériaux complexes, y compris les polymères synthétiques comme le polyéthylène (Eastwood 

et Burton, 2002 ; Baldrian, 2006). Cette interaction est particulièrement importante dans des 

environnements naturels où la disponibilité de ces éléments influence directement l’efficacité 

de la bioremédiation. 

Le sol présente un pH neutre de 7,23 ce qui est compatible avec la croissance d’Agaricus 

bisporus et de Pleurotus ostreatus. La capacité de rétention d’eau est élevée, avec un taux de 

75,15 %, assurant une bonne disponibilité en eau pour les champignons dans le sol inoculé. 

Cette capacité dépend des propriétés texturales et structurales du sol, notamment la taille des 

pores, qui influence la rétention et la disponibilité de l’eau (Hillel, 2004). 
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Les paramètres physico-chimiques du sol étudié – température, pH, humidité, texture, matière 

organique, et teneurs en carbone et azote – sont globalement favorables à la croissance 

mycélienne des champignons Agaricus bisporus et Pleurotus ostreatus (figure 23). Ces 

conditions permettent d’optimiser la production enzymatique nécessaire à la biodégradation des 

substrats, y compris des matériaux résistants comme les plastiques. Une bonne maîtrise de ces 

paramètres est donc essentielle pour maximiser l’efficacité des processus de bioremédiation 

fongique. 

2-2-Evaluation de la respiration fongique  

La figure 21,  montre la quantité cumulée de CO2 mesurée après cinq semaines d’incubation 

selon les différents traitements appliqués. Le traitement SPS présente la valeur la plus élevée 

de production de CO2 (environ 23,4g/100g de sol). Il est suivi par le traitement SNPS.  

A l’inverse, les traitements SAN, SNS, APN, et APS affichent des valeurs plus faibles et 

relativement proches les unes des autres (autour de 22g/100g de sol).  

 

Figure 21 : Quantité de CO2  cumulée en fonctions des différents traitements après cinq 

semaines d’incubation. 

Le test de Kruskall Wallis montre une différence significative, avec une p value = 0,0022. La 

comparaison multiple des rangs moyens montre une différence significative (p=0,0024) entre 

SPS et les autres traitements. 
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Les résultats obtenus (Figure21) montrent que la respiration fongique, traduite par l’activité 

biologique de biodégradation du plastique, est bien intense dans les deux traitements contenant 

le champignon de la pourriture blanche (SNPS et SPS). Cela indique que ces champignons 

stimulent l’activité microbienne et favorisent ainsi une production plus importante de CO2 dans 

le sol. 

La respiration est particulièrement élevée dans le traitement SPS, ce qui confirme que 

l’association du champignon Pleurotus ostreatus avec le sol stérile stimule efficacement la 

dégradation des sachets plastiques, traduite par une libération accrue de CO2. Ce résultat met 

en évidence la bonne capacité de dégradation de Pleurotus ostreatus dans ces conditions par 

rapport au sol non stérile. Par contre, les traitements SAN, SNS, APN et APS, affiche une 

intensité de respiration inférieure à la monoculture de Pleurotus ostreatus en sol stérile et non 

stérile.   

La production plus élevée de CO2 dans les traitements SPS et SNPS traduit une respiration 

fongique intense de Pleurotus ostreatus par l’absence de microorganismes compétiteurs en sol 

stérile d’une part,  et d’autre part,  par l’ interaction avec microorganismes du sol non stérile.  

Le CO₂  dégagé par les champignons indique leur activité de dégradation du plastique. En effet, 

ce gaz est un sous-produit de leur métabolisme aérobie lorsqu’ils décomposent les polymères 

plastiques en utilisant le carbone contenu dans ces matériaux comme source d’énergie. 

2-3- Poids des sachets noirs en PE dans le sol  

  La figure 22 illustre le poids initial des disques des  sachets noirs (P0) et les poids finals (PF) 

selon les différents traitements, après cinq semaines d’incubation. Le poids des sachets noirs 

après biodégradation a augmenté pour les traitements SAN et SNS .Il augmente de 6,8 à 7,9 mg 

soit un gain de poids de 1,1mg.  

Nous constatons une perte en poids de 0,8 mg  pour le traitement SNPS car il diminue  de 6,8 

à 6 mg ainsi qu’une nette perte en poids de 1,8mg observée avec le traitement SPS où le poids 

diminue de 6,8 à 5 mg. 

Les deux traitements en co-culture APN en sol non stérilisé et  et APS en sol stérile affichent 

une même diminution du poids de 6,8 à 5,5 mg. 
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Figure 22 : Étude comparative de la biodégradation des sachets en PE par Agaricus bisporus, 

Pleurotus ostreatus et leur co-culture dans le sol stérile et non stérile. 

Le test de Kruskall Wallis montre une différence significative, avec une p value = 0,0009. La 

comparaison multiple des rangs moyens montre une différence significative (p=0,0010) entre 

SPS et SAN, et entre SPS et SNS 

Les résultats obtenus, montrent clairement que tous les traitements ne donnent pas les mêmes 

effets sur la biodégradation des sachets noirs. Nous remarquons, que la valeur la plus élevée 

pour la perte en poids des sachets noirs en PE est observée dans en sol stérile avec la 

monoculture de Pleurotus ostreatus SPS. Cette perte en poids diminue lorsque le sol est non 

stérile SNPS. La co-culture des deux champignons de la pourriture blanche en sol non stérile et 

stérile APN et APS respectivement dégradent les sachets noirs, cependant elle n’améliore pas 

la perte en poids. Ces résultats signifient que  Pleurotus ostreatus seul  ou en association avec 

Agaricus bisporus, est capable de bien dégrader le plastique (figure 22). Cette dégradation est 

particulièrement efficace dans un sol stérilisé par rapport au sol non stérile, où tous les micro-

organismes compétiteurs du sol ont été éliminés 
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Figure 23 : Développement mycélien de la co-culture d’Agaricus bisporus et Pleurotus 

ostreatus sur sol stérile et non stérile après 46 jours d’incubation (original2025). 
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Figure 24 : observation du développement mycélien du co-culture (original 2025). 
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Figure 25 : Sol stérile inoculé avec la co-culture observé à la loupe (grossissement 40× 100) 

(original2025). 

      

Figure 26 : Sol non stérile inoculé avec la co-culture observé à la loupe (grossissement 40× 

100) (original2025) 
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Figure 27 : sachet en PE inoculé dans un sol stérile avec la co-culture observé à la loupe 

(grossissement 40× 100)  (original2025). 

 

Figure 28 : sachet en PE inoculé dans un sol non stérile avec la co-culture observé à la loupe 

(grossissement 40× 100) (original2025). 
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Selon Espinosa-Valdemar et al. (2011), la biodégradation de substrats cellulosiques par le 

champignon Pleurotus ostreatus conduit généralement à une réduction significative du poids, 

pouvant atteindre jusqu’à 90 % de perte de masse après incubation, ce qui témoigne d’une 

dégradation efficace des matériaux organiques. De même, Dussault (2017) rapporte que la 

biodégradation de textiles synthétiques par des champignons ligninolytiques s’accompagne 

d’une diminution notable de la masse, utilisée comme indicateur clé de l’efficacité du 

processus. La stérilisation du sol semble aussi avoir un rôle important car elle favorise La 

croissance des champignons de la pourriture blanche en empêchant d’autres microbes de gêner 

leur activité. Et la co-culture (Agaricus et Pleurotus) apporte un effet combiné puissant, comme 

si chacun complétait l’autre.  

A l’opposé des résultats obtenus avec les deux traitements SAN et SNS où l’on utilise seulement 

la monoculture de Agaricus bisporus  nous avons constaté que le poids des sachets noirs en PE 

après biodégradation augmente légèrement. Ces résultats ne traduisent pas forcément un 

ralentissement de la biodégradation. Le gain en poids des sachets noirs en PE peut donc 

s’expliquer par plusieurs facteurs. D’une part, l’absorption d’humidité à l’intérieur des bocaux 

fermés contenant le sol inoculé par le champignon favorise une augmentation de la masse des 

carrés en plastique. D’autre part, la croissance du mycélium à la surface ou à l’intérieur du 

matériau, ainsi que l’accumulation de résidus métaboliques, contribuent également à ce gain de 

poids apparent. 

Les plastiques, en particulier le polyéthylène (PE), sont connus pour leur résistance à la 

dégradation en raison de leur structure chimique stable, caractérisée par de longues chaînes 

polymériques et des liaisons covalentes fortes entre les atomes de carbone. Cette stabilité rend 

le PE difficile à décomposer par des processus naturels (Reddy et al., 2015). 

Le processus de biodégradation est toutefois continu tant que le champignon reste actif et 

continue de produire les enzymes nécessaires, comme l’ont décrit Bonhomme et al. (2003). Ces 

enzymes, notamment les ligninases et les peroxydases, jouent un rôle clé dans la décomposition 

des polymères complexes. 
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Conclusion générale 

La présente étude,  a permis d’évaluer  la capacité des deux champignons de la pourriture 

blanche à savoir,  Agaricus bisporus et Pleurotus ostreatus en monoculture ou en co-culture à 

biodégrader des sachets noirs en polyéthylène sur milieu gélosé PDA, et ensuite dans un sol 

stérile et non stérile. 

 Au terme de cette étude nous concluant que : 

Sur milieu PDA,   Agaricus bisporus présente une croissance initiale plus rapide que Pleurotus 

ostreatus. Cependant, après 196 heures d’incubation, Pleurotus ostreatus s’est avéré plus 

compétitif avec une croissance diamétrale de 8,44 cm  presque égale à celle d’Agaricus 

bisporus. 

A la fin de la biodégradation, après 192 heures d’incubation, le pourcentage des zones claires 

le plus élevé de l’ordre de 92% est obtenu avec la mono-culture de Pleurotus ostreatus, 

cependant la co-culture des deux champignons présente un pourcentage qui reste inférieure à la 

mono-culture de Pleurotus ostreatus  et  la monoculture d’Agaricus bisporus.   

 La perte en poids la plus élevée des sachets noirs en polyéthylène sur  milieu PDA est obtenue 

avec la mono-culture d’Agaricus bisporus, elle est de 7mg. 

Dans le sol,  la respiration fongique a été intense  avec la mono-culture de Pleurotus ostreatus 

en  sol stérile, elle est de l’ordre 23,4mg, elle diminue à 22,4 en sol non stérile. La perte en 

poids des sachets en polyéthylène la plus élevé est obtenu avec la monoculture de Pleurotus 

ostreatus en sol stérile.  

 Agaricus bisporus et Pleurotus ostreatus seul ou en co-culture sont capables de dégrader les 

sachets noirs en polyéthylène, cependant dans notre cas la co-culture n’améliore pas cette 

biodégradation. 

La mono-culture de Pleurotus ostreatus est la plus efficace dans la biodégradation des sachets 

noirs en plastique particulièrement dans le sol stérile. 
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ANNEXES 



Annexe 01 : Croissance mycélienne d’Agaricus bisporus et Pleurotus ostreatus sur milieu 

PDA 

Pleurotus ostreatus  

Temps (H) Moyenne (cm) Ecart-type 

48H 0,93 0,33 

96H 3,97  0,53 

144H 6,72cm 0,65 

196H 8,45cm 0,17 

 

Agaricus bisporus  

Temps (H) Moyenne (cm) Ecart-type 

48H 2,2 0,74 

120H 6,95 1,65 

144H 8,23 0,55 

168H 8,5 0 

192H 8,5 0 

 

Test de normalité (Shapiro-Wilk)  

 W = 0.837, p-value = 1.29e-06 

 La distribution des données de croissance n’est pas normale. 

Test de Kruskal-Wallis (par temps d’incubation) : 

χ² = 53.575, ddl = 6, p-value = 8.99e-10 

 Il existe une différence très significative de la croissance mycélienne selon la durée 

d’incubation. 

Groupes homogènes : 

 196H, 192H, 168H : Croissance maximale (groupe a) 

 144H, 120H : Croissance intermédiaire (groupe b) 

 96H : Croissance modérée (groupe c) 



 48H : Croissance minimale (groupe d) 

Test de Wilcoxon (par espèce fongique) : 

W = 563.5, p-value = 0.009 

Annexe 02 : La croissance mycélienne diffère significativement entre les espèces testées. 

Croissance fongique sur substrat  

Champignons  Temps  (H) Moyenne (%) Ecart-type 

PL 96 10 1.15 

PL 144 61.5 25.98 

PL 192 92 9.24 

AG 456 90.55 9.45 

AG 720 96.76 3.75 

AG 984 98.04 2.26 

AP 96 55.54 6.36 

AP 144 59.86 8.59 

AP 192 81.46 10.84 

 

Test de normalité (Shapiro-Wilk) : 

W = 0.8316, p-value = 4.04e-05 

Les données ne suivent pas une loi normale. 

Test de Kruskal-Wallis (par espèce fongique) : 

χ² = 14.786, ddl = 2, p-value = 0.00062 

 Différence significative du pourcentage de colonisation selon l’espèce. 

Groupes homogènes : 

 Agaricus bisporus (ag) : colonisation la plus élevée (groupe a) 

 Pleurotus ostreatus (pl) et co-culture (ap) : colonisation moindre (groupe b) 

Test de Kruskal-Wallis (par temps) : 

χ² = 27.41, ddl = 6, p-value = 0.00012 



 Le pourcentage de colonisation varie significativement selon le temps d’incubation. 

Annexe 03 : Activité biologique (production de CO2) 

Traitement CO2   Moyennes Ecart-type 

SAN 22 0 0 

SNS 22 0 0 

SNPS 22.4 0,5 0,25 

SPS 23,32 0,5 0,25 

APN 22 0 0 

APS 22 0 0 

 

Le test de Kruskall Wallis montre une différence significative, avec une p value = 0,0022. La 

comparaison multiple des rangs moyens montre une différence significative (p=0,0024) entre 

SPS et les autres traitements. 

Annexe 04 : Le poids des sachets noirs en PE  

Poids des sachets noirs en PE en milieu PDA 

Traitement Poids initial (mg) Poids final 

(mg) 

Perte en 

poids 

Moyennes  Ecart-type  

Pl 62 60 2   

Pl 62 60 2   

Pl 62 60 2   

Pl 62 60 2 2 0 

Ag 62 55.1 6,9   

Ag 62 53.7 8 ,3   

Ag 62 55.9 6,1   

Ag 62 55.7 6,3 6,9 0,99331096 

AP 62 60 2   

AP 62 60 2   

AP 62 60 2   

AP 62 60 2 2 0 

 



L’analyse statistique montre une différence significative, avec une p value = 0,00245. La 

comparaison multiple des rangs moyens montre une différence significative (p=0,0054) de 

poids des sachets en fonction des deux traitements ZCA et ZAP. 

Poids des sachets noirs en PE dans le sol  

traitement Poids initial (g)  Poids final (mg) moyennes Ecart-type  

SAN 6.7 8.03   

SAN 6.7 7.43   

SAN 6.7 8.6   

SAN 6.7 7.87 7.9825 0,48355455 

SNS 6.7 8.61   

SNS 6.7 7.43   

SNS 6.7 7.93   

SNS 6.7 7.86 7,9575 0,48794638 

SNPS 6,7 6   

SNPS 6,7 6   

SNPS 6,7 6   

SNPS 6,7 6   

SPS 6,7 5   

SPS 6.7 5   

SPS 6,7 5   

SPS 6,7 5   

APN 6,7 5,2   

APN 6,7 5,29   

APN 6,7 5,7   

APN 6,7 6,2 5,5975 0,45682783 

APS 6 ,7 5,4   

APS 6,7 5,4   

APS 6,7 5,8   

APS 6,7 5,5 5,525 0,18929694 

 



Le test de Kruskall Wallis montre une différence significative, avec une p value = 0,0009. La 

comparaison multiple des rangs moyens montre une différence significative (p=0,0010) entre 

SPS et SAN, et entre SPS et SNS 

 

 



Résumé 

La pollution des sols par les sachets noirs en polyéthylène, constitue un enjeu environnemental majeur 

en raison de leur résistance à la dégradation naturelle. Afin de proposer une solution écologique à ce 

problème, notre présente étude porte sur l’effet de l’interaction de deux cultures mycéliennes, 

Agaricus bisporus et pleurotus ostreatus, sur la biodégradation de ces sachets noirs en polyéthylène. 

Le champignon Agaricus bisporus présente une croissance mycélienne plus rapide que Pleurotus 

ostreatus sur milieu PDA (p = 0,009). La biodégradation des sachets noirs en plastiques sur milieu 

PDA après 192heures d’incubation indique que le pourcentage des zones claires le plus élevé de 

l’ordre de 92% est obtenu avec la monoculture de Pleurotus ostreatus. Ce pourcentage est de 89,47% 

avec la monoculture Agaricus bisporus, 85% en co-culture des deux champignons. La biodégradation 

des sachets noirs en polyéthylène présente une perte en poids la plus élevée observée avec la 

monoculture du champignon Agaricus bisporus. Par contre dans le sol, la biodégradation est efficace 

en présence d’un sol stérile avec la monoculture de Pleurotus ostreatus  où la perte en poids des 

sachets noirs atteint une valeur élevée de 3mg. En outre, la co-culture des deux champignons de la 

pourriture blanche reste efficace que ce soit en sol stérile ou non stérile avec une légère perte en poids 

de 1,2mg dans les deux cas. La respiration fongique est intense dans la plupart des traitements. Elle est 

de l’ordre de 22g/100g de sol que ce soit en monoculture ou en co –culture des deux champignons de 

la pourriture blanche en sol stérile ou non stérile.  

Mots clés : Sachets noirs en polyèthylene, Biodégradation,  Agaricus bisporus, Pleurotus ostreatus, 

Co-culture. 

Abstract 

Soil pollution caused by black polyethylene bags constitutes a major environmental concern due to 

their resistance to natural degradation. To propose an ecological solution to this problem, the present 

study focuses on the effect of the interaction between two mycelial cultures, Agaricus bisporus and 

Pleurotus ostreatus, on the biodegradation of these polyethylene bags. 

The fungus Agaricus bisporus shows faster mycelial growth than Pleurotus ostreatus on PDA medium 

(p = 0.009). The biodegradation of black plastic bags on PDA medium after 192 hours of incubation 

indicates that the highest percentage of clear zones, around 92%, is obtained with the monoculture of 

Pleurotus ostreatus. This percentage is 89.47% with the monoculture of Agaricus bisporus, and 85% 

in co-culture of both fungi. The biodegradation of black polyethylene bags shows the highest weight 

loss with the monoculture of Agaricus bisporus. In contrast, in soil, biodegradation is most effective in 

the presence of sterile soil with the monoculture of Pleurotus ostreatus, where the weight loss of the 

bags reaches a high value of 3 mg. Furthermore, the co-culture of the two white rot fungi remains 

effective in both sterile and non-sterile soil, with a slight weight loss of 1.2 mg in both cases. Fungal 

respiration is intense in most treatments, reaching around 22 g/100 g of soil, whether in monoculture 

or co-culture of the two white rot fungi in sterile or non-sterile soil. 

Keywords: Black polyethylene bags, Biodegradation, Agaricus bisporus, Pleurotus ostreatus, Co-

culture. 
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