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Résumeé

Résumé

Le littoral nord-est algérien est depuis longtemps exposé a d'une pollution marine
croissante, principalement due aux activités industrielles et urbaines. Cette contamination est
partiellement atténuée grace a la capacité de résistance et de biodégradation des micro-
organismes présents dans ce milieu permettant ainsi de limiter les effets indésirables sur
I'écosystéme marin. Dans le cadre de la surveillance de la qualité de 1’eau littorale, une étude
microbiologique a été basé sur des analyses physique-chimiques réalisées in situ et
microbiologiques assurées dans le laboratoire pédagogique de I’université de Guelma. Un
prélévement d’eau de mer a été effectué mi- février sur trois sites d’échantillonnage (plage des

Sables d’Or, El-hnaya et Draouche) de I’année en cours.

L’analyse physico-chimique des eaux de mer a révélé des conditions globalement proches
des normes, avec quelques perturbations. Un pH Ilégeérement acide et un potentiel
d’oxydoréduction bas indiquent un milieu réducteur pauvre en oxygene. Une dilution par des
apports d'eau douce est suggérée par la salinité, la conductivité et les solides totaux dissous.
L’oxygene dissous et la saturation sont faibles, traduisant une possible hypoxie liée a une
surcharge organique. Enfin, la température demeure constante et atteigne celles de la saison,

influencant les équilibres biologiques et chimiques du milieu.

L’analyse microbiologique des échantillons d’eau de mer provenant de trois sites cotiers
a révélé une contamination variable, majoritairement d’origine anthropique. Les cultures sur
différents milieux (gélose nutritive, Chapman, MacConkey, Sabouraud) ont montré une forte
charge bactérienne, notamment sur la gélose nutritive, indiquant une pollution organique. La
présence de staphylocoques sur Chapman témoigne d’une contamination humaine, tandis que
les entérobactéries isolées sur MacConkey suggérent une pollution fécale. Des levures et
moisissures comme Rhodotorula, Saccharomyces, Penicillium et Aspergillus ont également été
détectées, confirmant un environnement riche en matiére organique. L’observation
microscopique a révélé des bactéries mobiles, des formes variées, et une prédominance de Gram
positif, plus résistantes aux conditions marines. Les tests biochimiques (API) ont permis
d’identifier plusieurs especes indicatrices de pollution, dont certaines potentiellement
pathogenes. L’ensemble des résultats souligne I’impact des rejets humains sur la qualité de 1’eau
de mer et la nécessité d’un suivi régulier pour limiter les risques sanitaires et préserver

I’écosysteme cotier.

Mots-clés : Pollution marine, étude microbiologique, micro-organismes, eau de mer.



Résumeé

Abstract

The northeastern Algerian coast has long been exposed to increasing marine pollution,
mainly due to industrial and urban activities. This contamination is partially mitigated by the
resistance and biodegradation capacity of microorganisms present in the marine environment,
thus helping to limit adverse effects on the ecosystem. As part of coastal water quality
monitoring, a bacteriological study was conducted through in situ physico-chemical analyses
and microbiological tests carried out in the teaching laboratory of Guelma University. A
seawater sampling was performed in mid-February at three sites: Sables d'Or Beach, El-Hnaya,

and Draouche.

The physico-chemical analysis of the seawater revealed generally acceptable conditions,
with some disturbances. A slightly acidic pH and low redox potential indicate a reducing
environment with low oxygen levels. Freshwater input is suggested by the values of salinity,
conductivity, and total dissolved solids. Low dissolved oxygen and saturation levels suggest
possible hypoxia linked to organic overload. The temperature remained stable and consistent

with the season, influencing biological and chemical balances in the environment.

The microbiological analysis of seawater samples from the three coastal sites revealed
variable contamination, mostly of anthropogenic origin. Cultures on different media (nutrient
agar, Chapman, MacConkey, Sabouraud) showed a high bacterial load, particularly on nutrient
agar, indicating organic pollution. The presence of staphylococci on Chapman agar reflects
human contamination, while enterobacteria isolated on Mac Conkey suggest fecal pollution.
Yeasts and molds such as Rhodotorula, Saccharomyces, Penicillium, and Aspergillus were also
detected, confirming an environment rich in organic matter. Microscopic observations revealed
motile bacteria of varied shapes, with a predominance of Gram-positive types, known for their
resistance to marine conditions. Biochemical tests (API) allowed the identification of several
pollution-indicator species, some potentially pathogenic. All results highlight the impact of
human discharges on seawater quality and the necessity of regular monitoring to reduce health
risks and protect the coastal ecosystem.

Keywords: Marine pollution, microbiological study, microorganisms, seawater.
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Introduction generale




Introduction générale

I. Introduction générale :

L'environnement marin se référe au vaste étendu d'eau qui représente 71% de la surface
de notre planéte. Ces milieux aquatiques se comportent comme des zones a forte productivité,
comprenant divers sous-systémes tels que les herbiers marins et les récifs de corail. Il s'agit

d'un milieu complexe, doté d'une biodiversit¢ abondante.

Compte tenu de sa composition relativement stable et du volume énorme qu’elle
représente, 1’eau de mer constitue une solution électrolytique originale et une substance
physique parfaitement définie par certains parametres. On se reportera pour connaitre 1’état
de I’eau de mer au contréle de paramétres physico-chimiques permettant de déceler et d’évaluer

les niveaux de pollutions.

Notamment, la température est I’un des premiers éléments a considérer, car elle influence
la solubilité des sels et des gaz, en particulier ’oxygene dissous. Elle intervient aussi dans la
régulation du pH, la densité de I’eau et les mouvements hydrodynamiques. Les degrés de
température des eaux superficielles dépendent fortement de celle de I’air, surtout dans les

milieux peu profonds (Wetzel, 2001).

Ainsi, le pH, est un indicateur majeur de la nature chimique de 1’eau. Les valeurs
naturelles se situent généralement entre 6 et 8, et un pH trop acide peut s’avérer néfaste pour la
biodiversité aquatique. Cette acidification est souvent liée a la pollution atmosphérique et aux
précipitations acides (MDDEP, 2006). En milieu marin, le pH est plutdt alcalin, autour de 8§,
en raison de la présence de composés tampon comme les carbonates et les borates (Bradai,

1994).

Outre cela, la conductivité est un autre parametre fondamental, car elle mesure la capacité
de I’eau a conduire le courant ¢électrique, ce qui refléte la concentration totale en ions dissous

tels que les chlorures, les nitrates, sodium ou calcium (Bradai, 1994).

D’autre part, I’oxygene dissous présente une caution indispensable a la vie aquatique et
sa concentration varie selon plusieurs facteurs tels que la température, la salinité, I’agitation de
I’eau, la lumiere ou encore les nutriments disponibles (Chapra, 1997). Un appauvrissement en
oxygene peut résulter d’une température trop élevée ou de la décomposition excessive de

matiere organique,
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Concernant la dureté de 1’eau ou titre hydrométrique, ce paramétre refléte la concentration
en cations métalliques, principalement le calcium et le magnésium, parfois accompagnés de fer,
manganeése ou strontium. Il est exprimé en milliéquivalents de CaCOsz et conditionne
notamment le comportement de I’eau vis-a-vis des savons ou des dépots calcaires (Rodier,
2009). Les chlorures, trés présents dans 1’eau de mer et mesurables a 3 mg/L dans I’eau de pluie,
varient selon I’origine de I’eau et le type de sol traversé. Leur accumulation peut accroitre la
conductivité¢ et entrainer des dépots dans les canalisations, limitant ainsi leur efficacité

(Chevallier, 2007).

A propos des matiéres en suspension, elles se composent de particules organiques et
minérales comme les sables, limons, argiles, plancton et micro-organismes, altérent la
transparence de I’eau, réduisent la lumiére disponible pour la photosynthése et peuvent géner
la respiration des poissons. De plus, ces particules peuvent adsorber et transporter des polluants
toxiques tels que les métaux lourds, les hydrocarbures ou les pesticides (Forstner &

Wittmann, 1981).

Egalement la salinité caractérise 1’eau de mer, c’est un paramétre crucial car il influence
de nombreux aspects physiques, chimiques et biologiques du milieu marin. La salinité indique
la concentration en sels dissous et elle s’exprime en unité pratique (UPS). Sa valeur moyenne
estde 35 UPS (Aminot & Chaussepied, 1983). Grace a la présence de cations basiques comme
le sodium, le potassium ou le calcium, et d’anions faibles comme les carbonates, la salinité
contribue a la stabilité du pH dans les environnements marins, assurant un fort pouvoir tampon

généralement compris entre 7,5 et §,5.

Les particules qui se déposent au fond des plans d’eau composent au fil du temps le
compartiment s€dimentaire de 1’écosystéme aquatique. La taille des particules sédimentaires
présente un critere de classification important, variant des gros morceaux et gravillons jusqu'aux
sables, silts et argiles (Boggs, 2006). Ces matieres solides se trouvent au fond des mers et
océans, elles proviennent de différentes origines : 1'érosion des continents par les cours d'eau,
le vent et la glace (sédiments lithogénes), les résidus d'organismes marins comme le plancton
et les coquilles (sédiments biogeénes), les réactions chimiques qui se produisent dans I'eau de
mer (sédiments hydrogénes) et méme la poussiére cosmique (sédiments cosmogenes) (NOAA,

2011).
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L'étude de ces sédiments fournit des données essentielles concernant les climats passés,
le développement des étres marins et les mécanismes géologiques qui se déroulent au fond des
mers (Siebold & Berger, 1996). Les sédiments marins agissent comme des pi¢ges pour divers
contaminants introduits par 'homme (Kennish, 2001). Parmi ces polluants, on trouve les
métaux lourds provenant des activités industrielles (Forstner, 1990), les hydrocarbures issus
des déversements pétroliers et les microplastiques qui peuvent s'intégrer aux réseaux trophiques
benthiques (Vethaak ef al., 2011). La biodisponibilité de ces métaux dans les sédiments est un
facteur crucial pour évaluer les risques pour les organismes (Bryan & Langston, 1992). La
possible remobilisation de ces substances toxiques des sédiments vers la colonne d'eau souléve
des préoccupations d’une contamination secondaire des écosystémes marins. Par conséquent,
une compréhension approfondie de I'accumulation et du devenir des polluants dans les
sédiments est indispensable pour mettre en place des stratégies de gestion environnementale

efficaces.

Sachant que les mouvements hydrodynamiques des polluants en mer sont régis par une
interaction complexe de facteurs physiques, notamment les courants marins (générés par les
vents, les différences de densité et la rotation de la terre), les marées, les vagues et les processus
de mélange turbulent (Souza et al., 2023). Une fois introduits dans I'environnement marin, les
polluants, qu'ils soient dissous ou particulaires, sont transportés par ces mouvements d'eau. Les
courants peuvent disperser rapidement les polluants sur de vastes zones, tandis que les
processus de diffusion et de turbulence contribuent a leur mélange vertical et horizontal au sein
de la colonne d'eau (Li et al., 2024). La bathymétrie cotiere et la morphologie du littoral jouent
également un role crucial en influencant les schémas de circulation et donc la trajectoire des

polluants (Ihsan, 2020).

L'acheminement des polluants par les mouvements hydrodynamiques dépend de plusieurs
facteurs, précisément le type de polluant (particulaire, soluble, flottant), la source de pollution
(ponctuelle ou diffuse) et les caractéristiques des courants et des masses d'eau. Les courants
peuvent transporter les polluants sur de longues distances, tandis que les phénomeénes de
mélange et de turbulence, associés aux vagues et aux marées, contribuent a leur dispersion et

dilution.

La complexité des interactions entre les mouvements hydrodynamiques et les polluants
rend essentielle l'utilisation de modeles numériques sophistiqués pour prédire leur devenir dans

l'environnement marin et évaluer les risques pour les écosysteémes et les activités humaines.
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Enfin, les propriétés physico-chimiques des polluants eux-mémes (par exemple, leur
solubilité, leur densité et leur affinité pour les particules en suspension) affectent leur
comportement et leur transport au sein de ce systéeme dynamique. Comprendre ces mécanismes
hydrodynamiques est essentiel pour prédire la dispersion des polluants, évaluer leurs impacts
potentiels sur les écosystémes marins et concevoir des stratégies efficaces de gestion de la

pollution (Frontiers, 2024).

L’eau et les sédiments nous renseignent sur la qualité du milieu marin et des pollutions
pouvant D’atteindre. Du fait que ces eaux marines sont envahies par la croissance
démographique galopante des villes cotiéres. Ainsi, les menaces d'origine anthropique (NOAA,
2003) et industrielle (Kennish, 2002) en plein essor ont suscité des inqui¢tudes quant a la

condition préoccupante de ces milieux.

Des catégories de débris et de déchets telles que le verre, le tissu, le papier, les déchets
alimentaires, le métal, le caoutchouc, les articles médicaux/de soins personnels, les fumer/feux,
le bois (Nualphan, 2013 ; Rosevelt ef al., 2013) et les déchets plastiques qui présentent de
nombreux risques écologiques sont rejetés dans les mers. Ces rejets altérent de plusieurs sortes
la qualité de la portion aqueuse des mers et des océans et de la portion sédiment et des fonds

marins (Ramande, 1982).

La plupart de ces contaminants libérés dans l'environnement atteignent le milieu marin
soit de maniére indirecte a travers les riviéres, le ruissellement ou l'air, soit directement via les
déversements en mer d'origine urbaine, agricole ou industrielle (Lakaze, 1993). Les gyres
locaux et des courants tels que le courant liguro-provengal ont une influence déterminante sur
la distribution des polluants tout en contribuant également a leur accumulation dans certaines
régions. Ces courants véhiculent des déchets plastiques, des hydrocarbures, des substances

chimiques industrielles et de I'eau usée non traitée, ce qui nuit aux écosystémes marins et cotiers.

Particuliérement, la mer est le réceptacle de toutes sortes de déchets d’origine
anthropique, lesquels sont en volume croissant, de telle sorte que, de nos jours, elle n’arrive
plus a « digérer » le tout. La pollution des eaux de mer touche la flore et la faune a tous les
niveaux et, par conséquent, elle finit par atteindre son initiateur : I’homme. Cette contamination

est la conséquence des déversements directs ou indirects de ces déchets ou substances
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Polluantes, qui sont susceptible d’entrainer des effets nuisibles pour les ressources vivantes et

Les écosystémes marins (Goeury, 2014).

Ainsi, la Méditerranée, profondément affectée par un malaise écologique et étant I'une
des mers les plus contaminées a I'échelle mondiale, se heurte a d'importants enjeux
environnementaux en raison de ses particularités géographiques et de l'activité humaine

soutenue sur ses rivages (Plan Bleu, 2020).

Le probléme de déversement de toutes sortes de produits dans les mers en conséquence,
bien shr, de I’activit¢ humaine, génére différentes sources de pollution et souvent
interconnectées, ce qui complexifie leur gestion et leur controle (Ledireach, 2013). Elle est
souvent véhiculée par le vecteur des voies fluviales, des vents. Généralement cette libération
continue entraine des effets délétéres, tels que dommages aux ressources biologiques, dangers
pour la santé humaine, entraves aux activités maritimes, y compris les pécheries, détérioration
des qualités de I’eau de mer pour son utilisation et réduction des possibilités dans le domaine

des loisirs (Ledireach, 2013).

Les eaux usées domestiques constituent 1’une des principales sources de contamination
des milieux marins. Dans le cas des rejets domestiques, la pollution est de nature minérale et
bactériologique. Mais elle est surtout due aux matiéres organiques qui provoquent
I’eutrophisation du milieu récepteur : ’ammoniaque des détergents et les phosphates des
lessives sont autant de supplémentaires a décamper. Souvent, ces eaux sont insuffisamment
traitées ou directement déversées dans les milieux aquatiques. Actuellement, les effluents
urbains sont traités dans des stations d’épurations qui se déversent dans les eaux réceptrices par

I’intermédiaire d’une canalisation (Beiras, 2018).

Aussi, une menace importante est due aux ressources agricoles qui sont liées a 1’'usage
intensif de nitrates, phosphates, engrais chimiques, effluents d’¢levages ou agroalimentaires et
les produits phytosanitaires. Ces composés sont lessivés par les pluies et s’infiltrent dans les

nappes phréatiques (Bliefertand Perraud, 2007 ; Tolba, 1992).

Les rejets industriels se distinguent par leur hétérogénéité, puisqu'ils émanent de diverses
sources : les opérations d'usines (telles que la chimie, le traitement de surface et
l'agroalimentaire), les interventions sur les plateformes pétrolieres, le secteur pharmaceutique...
etc. De nombreux déchets industriels sont a la fois volatils et persistants ; certains, comme les

métaux lourds, sont peu biodégradables, tandis que d'autres, tels que certains plastiques qui se
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décomposent en petites particules mixtes avec les sédiments avant d'étre remis en suspension,

sont biodégradables (Goeury, 2014 ; Weis, 2014).

Une connaissance des propriétés physicochimiques et biologiques des polluants est
¢galement nécessaire pour définir et évaluer le type de pollution (Kumar and Hader, 2012).
La pollution est immédiatement associée aux produits chimiques déversés dans
I’environnement marin, tels que les hydrocarbures, les détergents, les biocides (pesticides), les
métaux lourds et les produits pharmaceutiques. Ces substances peuvent étre persistants, bio-
accumulatives et toxiques (PBT), leurs fuites dans le milieu marin peuvent causer des

dommages permanents a long ou a court terme (Beiras, 2018 ; Haque et al., 2019).

Lorsque le milieu marin est modifié¢ dans sa structure physique par divers facteurs, on
parlera d’une pollution physique. Il peut s’agir d’un rejet d’eau douce qui fera baisser la salinité
d’un lieu, d’un rejet d’eau réchauffée ou refroidie (par une centrale électrique ou une usine de
regazéification de gaz liquide), d’un rejet liquide ou solide de substances modifiant la turbidité
du milieu (boue, limon...), d’'une source de radioactivité... etc. La plupart du temps, un rejet
n’est jamais une source unique et les différents types de pollution sont mélangés et agissent les
uns sur les autres (effet de synergie). Ainsi, un égout rejette des déchets organiques, des
détergents dont certains s’accompagnent de métaux lourds (pollution chimique), des micro-

organismes (pollution biologique), le tout dans de I’eau douce (pollution physique).

L'eau de mer peut étre source de dangers microbiologiques. Il s’agit de pollution par
micro-organismes : les germes (bactéries, virus, champignons, etc.) provenant des égouts
peuvent proliférer a leur arrivée dans le milieu marin. Ces microorganismes sont responsables
de maladies des especes marines ou des €tres humains lors de loisir et de baignade (Sassoubre
et al., 2015), il s’agit donc d’un milieu qui ne favorise pas la vie de la plupart des agents
pathogenes. Les bactéries telles que Salmonella, Listeria monocytogenes résistent mal a la
salinit¢ de l'eau de mer. Staphylococcus aureus peut se développer, mais la principale source
de contamination des produits provient de contaminations humaines. Les Vibrio correspondent
a une flore naturelle de 1'eau de mer. Seules certaines souches de Vibrio cholerce (O1 et O 139
ainsi que non O et non O139 et possédant les genes de toxines cholériques) et certains Vibrio
parahaemolyticus (TDH et/ou TRH positifs) sont potentiellement pathogeénes. Pour évaluer la
contamination fécale de I'eau de mer propre, Escherichia coli (comme pour les coquillages) est
un indicateur intéressant (indicateur de pollution fécale), méme s'il peut sous-estimer le danger

viral et parasitaire.
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La contamination d'un écosystéme aquatique par des substances polluantes se traduit par
des modifications de sa constitution et de son fonctionnement. En effet, la présence du toxique
peut entrainer des conséquences biocénotiques par perturbation des biotopes ou par
déstructuration des réseaux trophiques. Effectivement, cette contamination peut impacter notre
santé, et ici, on parle, du phénoméne de bioaccumulation de bioconcentration ou encore de
bioamplification. La bioaccumulation persiste lorsqu’un polluant est accumulé et ne peut étre
¢liminé dans les tissus organiques ou par l’ingestion d’une proie déja contaminée
(bioamplification). La chaine alimentaire fait que les gros mangent les petits. Plus elle est
grande, plus la concentration de polluants est ¢élevée et les risques également. Cette
accumulation entre espéces se déroule en trois temps (I’assimilation, la bioaccumulation par

I’individu : bioconcentration et la bioaccumulation entre les individus : bioamplification).

Alors, la pénétration apres ingestion de proies contaminées conduit & une intoxication et
une menace chez les plus exposés qui peuvent souffrir de malformations, de stérilité ou de mort.
A 1’échelle des populations, la diminution de la fertilité, 1’augmentation de la mortalité embryonnaire et
la baisse de la diversité génétique contribuent au déclin des especes sensibles, compromettant ainsi la

résilience des écosystémes marins face aux changements environnementaux.

Les polluants marins induisent divers effets physiologiques et biochimiques sur les organismes
aquatiques. Les hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAP), présents dans les rejets pétroliers,
perturbent la régulation hormonale en agissant comme des perturbateurs endocriniens, entrainant des
anomalies de développement et de croissance, des inversions sexuelles et des troubles de la reproduction
(Goksgyr, 2006). Par ailleurs, I’accumulation de métaux lourds dans les tissus provoque une
immunosuppression, rendant les organismes plus vulnérables aux infections parasitaires et bactériennes
(Reynaud & Deschaux, 2006). Sur le plan histo pathologique, des lésions hépatiques, des nécroses
tissulaires ainsi que des malformations embryonnaires ont été largement observées chez divers
invertébrés et poissons exposés a des eaux polluées (Myers ef al., 1994). Ainsi I’intégrité génétique est
altérée, favorisant le développement de cancers et de troubles de la reproduction chez les organismes

marins (Shugart, 1990).

Un stress oxydatif important via la production excessive d’espéces réactives de 1’oxygéne (ROS)
traduit a I’échelle cellulaire I’exposition chronique aux polluants chimiques tels que les métaux lourds
(mercure, cadmium, plomb) et aux hydrocarbures, qui entraine des altérations significatives des
organelles intracellulaires, notamment des mitochondries, du réticulum endoplasmique et des
lysosomes, perturbant ainsi les fonctions énergétiques et métaboliques des cellules (Livingstone, 2001).
Les métaux lourds, par exemple, provoquent un, endommageant les membranes cellulaires, les protéines

et les lipides (Stohs & Bagchi, 1995). De plus, plusicurs polluants sont capables de causer des mutations
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de ’ADN en s’intercalant entre les bases nucléotidiques ou en générant des adduits, compromettant la
capacité de réparation de I’ADN peut également étre inhibée par certains contaminants, aggravant les

effets génotoxiques.

Dans le cadre de la gestion durable du milieu marin, plusieurs programmes internationaux
ont été mis en place pour surveiller 1’état écologique des €cosystémes cotiers et marins. Le
programme national NMWP (National Mussel Watch Program), initi¢ par la National Oceanic
and Atmospheric Administration (NOAA) aux Etats-Unis, constitue le plus ancien programme
de surveillance continue des contaminants dans les eaux coétieres ; il repose sur 1’analyse des
tissus de bivalves et des sédiments pour évaluer les niveaux de pollution chimique a long terme
(NOAA, 2024). En France, le programme de surveillance de la directive cadre stratégie pour le
milieu marin (DCSMM) vise a évaluer 1’état écologique des eaux marines par le biais de sous-
programmes thématiques couvrant la biodiversité, les pressions anthropiques, et les usages
maritimes, en conformité avec la législation européenne (DCSMM, 2020). A 1’échelle
mondiale, la plateforme Global Fishing Watch fournit un outil de surveillance en temps réel de
I’activit¢ de péche grace aux données satellitaires (AIS) et a D’intelligence artificielle,
contribuant a la lutte contre la péche illégale et a la transparence maritime (Global Fishing
Watch, 2024). En région méditerranéenne, le Plan Bleu du PNUE cartographie et évalue les
systemes d’observation environnementale cotiers afin de soutenir les politiques de
développement durable et de gestion intégrée des zones littorales (Plan Bleu, 2021). Ces
initiatives jouent un role essentiel dans la collecte de données fiables, 1’évaluation des impacts

anthropiques et la mise en ceuvre de mesures de protection du milieu marin.

Cette suivie spécifique est indispensable pour protéger les mers, elle implique des
programmes de surveillance de collecter des données sur la qualité de 1'eau, la biodiversité,
les contaminants et les effets des activités humaines. Ces données aident a comprendre les
processus biogéochimiques et a évaluer I'état de santé des écosystémes marins.

La surveillance du milieu marin présente des spécificités qui ne se retrouvent pas dans la
surveillance d’autres milieux naturels : il s’agit d’un suivi colteux, par les moyens a la mer
qu’il nécessite, sur un milieu dynamique, changeant, influencé par la terre et la mer ainsi que
par les vents associés aux courants, pouvant déplacer et orienter de larges volumes d’eau. La
nature du milieu marin présente donc un certain nombre de contraintes pour les actions de
surveillance, dont il est nécessaire de tenir compte dans le dimensionnement (technique et
financier) des propositions. Alors un programme de surveillance décrit les dispositifs de suivi

et les modalités de collecte des données qui permettent des réponses.
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Dans un contexte de pressions environnementales croissantes et d'activités humaines
intensives, la qualité microbiologique de 1'eau de mer présente I'un des outils de mesure pour

évaluer les risques sanitaires dans ce milieu aquatique.

Cette problématique permet d'orienter le travail vers l'identification des micro-
organismes présents dans I'eau de mer, les méthodes de détection ainsi que leurs impacts sur

la santé humaine, la biodiversit¢é marine et les usages économiques de la mer (péche,

aquaculture, tourisme).

Aussi, le travail est divisé en quatre sections : une introduction générale qui comprend
la partie théorique, une deuxieme dédiée aux méthodes employées, une troisieme qui expose

les résultats obtenus et, finalement, une quatriéme partie consacrée a la discussion.
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Matériel et méthodes :

1. Présentation de la zone d’étude :

La cote nord-est algérienne est 1’une des pluOlles et des plus diversifiées du littoral
méditerranéen. Elle s’étend principalement entre les wilayas de Skikda, d’ Annaba et d’El Tarf,
jusqu’aux frontieres tunisiennes. Cette portion de littoral est réputée pour sa nature sauvage, ses

plages préservées, ses reliefs accidentés et sa biodiversité exceptionnelle.

1.1. Choix des sites :

La zone d’étude a été choisie en raison de sa situation stratégique, ou convergent plusieurs
influences naturelles et anthropiques. Elle est soumise aux apports fluviaux, aux rejets urbains
et industriels, ainsi qu’a une forte pression humaine. Cette diversité en fait des sites pertinents

pour ’analyse de la qualité du milieu cotier et I’évaluation des impacts environnementaux

(Fig.1).
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Figure 1 : Carte montrant la localisation des sites de prélevement le long du golfe Annaba
(@ Le site Sables d‘or et et @ le site de EL Draouche et @ le site de I’Hnaya).

e Site 1 « Sables d’Or » :

La plage des Sables d’Or, située dans le nord-est de I’ Algérie, est I’'une des perles cotieres

de cette région méditerranéenne. Elle se trouve dans la wilaya d’El Tarf, non loin de la ville
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d’El Kala et a proximité du parc national d’El Kala, réputé pour sa biodiversité exceptionnelle.
Elle se caractérise par son sable fin et doré, ainsi que par la faible pente de son estran, ce qui en

fait un site particuliérement prisé pour les activités récréatives.

e Site 2 « El-hnaya » :

La plage de L'Hnaya est située dans la wilaya d'El Tarf. La plage est caractérisée par
ses eaux cristallines et ses paysages naturels, tout en étant vulnérable a la pollution et aux
activités humaines, telles que la péche, I'agriculture et le tourisme. Ce site est a la fois une
destination touristique et un lieu de conservation écologique, jouant un role crucial dans la

préservation de 1'environnement local.

e Site 3 « Draouche » :

Elle distant la plage d’Hnaya de 6km, elle nichée dans un cadre naturel préservé,
caractérisé par une végétation méditerranéenne et des paysages cotiers typiques de la région

d’El Kala. Outre cela, elle est connue pour la richesse de ses fonds marins.
2. Prélévement des échantillons :

Le prélévement de I’eau de mer pour des analyses physico-chimiques ou biologiques doit
suivre des regles strictes pour garantir la représentativité et la fiabilité des résultats et éviter

toute contamination accidentelle lors de sa prise suivant (Rodier, 2009).

2.1. Technique de prélévement :

L’échantillonnage a été réalisé comme suit :

e Les flacons congus pour les prélevements en verre doivent étre stériles pour éliminer
toute trace d’une éventuelle détergente, puis rincés 3 fois a I’eau de mer du site avant
I’échantillonnage.

o Il est essentiel que les échantillons soient clairement étiquetés immédiatement apres les
prélevements et que les étiquettes soient lisibles. Dans ces derniers, la date, I’heure, les

conditions météorologiques, un numéro et toutes circonstances anormales.

- Le préléevement a été effectué manuellement sur les 3 sites de prélevement, les flacons ont

été plongés jusqu’a 20 cm de profondeur.
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2.2. Transport et conservation des échantillons :

Les prélévements ont été transportés au laboratoire pédagogique de Guelma dans des
glaciéres opaques maintenant une température comprise entre 4 et 6 °C, afin de limiter toute
altération. L analyse bactériologique a été effectuée dans un délai maximal de 8 heures suivant le
prélévement. La concentration initiale en micro-organismes dans I’eau pouvant évoluer apres le
préléevement, il est essentiel de réaliser les analyses dans les plus brefs délais afin de garantir la

fiabilité et la précision des résultats obtenus.

3. Analyses physicochimiques des échantillons :

Les analyses physico-chimiques de I’eau de mer sont nécessaires pour évaluer la qualité
du milieu marin et surveiller son état écologique. Elles consistent a mesurer différents parameétres
tels que la température, le pH, le potentiel d’oxydoréduction, la conductivité électrique, la
salinité, I’oxygeéne dissous, la turbidité et les solides dissous totaux. Ces parametres ont été
mesurés in situ par un multi-parameétre portable (Multiparameter HI 9829).

4. Analyse bactériologique des échantillons :

Dans le cadre des analyses bactériologiques de 1’eau de mer, deux techniques ont ét¢ utilisées le
dénombrement des bactéries présentes, suivi de leur identification. Afin de garantir la fiabilité
des résultats, il est impératif de respecter un délai maximal de 24 heures entre le prélevement de
I’échantillon et le commencement des analyses. Ce délai permet de limiter les altérations pouvant
affecter la charge microbienne et d'assurer ainsi des résultats représentatifs de I'état initial de
I’eau prélevée.

4.1. Controle de routine :

4.1.1. Dénombrement a partir d’un milieu solide (UFC) :

On effectue souvent cette méthode dans des boites de Pétri. Elle repose sur le principe
que toute bactérie vivante introduite dans la masse ou a la surface d'un milieu gélosé propice
devrait idéalement donner lieu, aprés incubation, a une colonie macroscopique. Le total de

colonies est donc équivalent au nombre d'UFC contenus dans 1’échantillon.

4.1.2. Mise en culture des échantillons :

Dans une zone stérile du bec bunsen. A la surface de la gélose, I’ensemencement a été

Réalisé suivant la méthode du rateau en concentration décroissante d’eau de mer :
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- Nous avons 3 sites, 2 dilutions et 4 milieux, donc pour chaque dilution, nous avons 24

boites.

e Mode opératoire :

Afin d’évaluer la concentration bactérienne présente dans 1’échantillon, un
dénombrement sur milieu solide a été réalisé selon la méthode des dilutions décimales. Trois
dilutions successives ont été préparées (10! et 102 et 10) a partir de 1’échantillon initial, en

transférant 1 ml de celui-ci dans 9 ml de solution physiologique stérile (Fig. 2.)

Par la suite, 0,1 ml de chaque dilution a été¢ ensemencé en surface sur différents milieux
de culture spécifiques, a savoir : la gélose nutritive pour le dénombrement global des bactéries
non exigeantes, la gélose Mac Conkey pour la sélection des Entérobactéries Gram négatif, la
gélose Chapman (ou gélose au mannitol salé¢) pour la détection des Staphylocoques, et la gélose

Sabouraud pour la culture des levures et moisissures.

L'inoculation a été effectuée avec un rateau stérile (spatule en L), suivie d'une incubation
a des températures spécifiques pour chaque micro-organisme sur une période comprise entre 24
et 72 heures (pour GN, Mac Conkey et Chapman) a 37°C, et a température ambiante pendant 5
jours pour les boites de Sabouraud. Le comptage a été effectué sur les boites contenant entre 30
et 300 colonies, permettant ainsi le calcul de la concentration bactérienne en UFC/mL dans

I’échantillon initial (dans notre cas on a utilisé la technique par étalement en surface) (Fig 3.).

Figure 2 : Schéma d’un protocole de dilution décimale [1].
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Figure 3 : Représentation des techniques de dénombrement sur milieux solides [2].

4.1.3. Dénombrement ou comptage des colonies :

Apres apparition des colonies, les boites de pétri doivent étre examinées immédiatement.
On compte les colonies a I’aide d’un compteur de colonies a affichage numérique et en méme

temps un signal sonore (Bip) valide le comptage (Fig. 4.).
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Figure 4 : Compteur des colonies a affichage numérique [3].

4.2. Identification des bactéries isolées :

4.2.1. Examen macroscopique des caractéres culturaux :

Pour observer les bactéries a une échelle macroscopique, il est nécessaire de cultiver les
souches sur un support gélosé solide dans une boite de Pétri. Dans les circonstances spécifiées,
chaque type de bactérie forme une colonie présentant des caractéristiques distinctes en termes
de taille, de forme, de couleur et de consistance. L’aspect des colonies dépend du milieu, de la
durée et de la température d’incubation. Il ne pourra étre décrit convenablement qu’a partir des

colonies bien isolées. La description des colonies doit mentionner plusieurs éléments :

- Lataille : (des colonies petites, moyennes, grosses).

- Laforme : bombée, plate, ombiliquée, a centre surélevé.

- Lecontour : a bords circulaires, irrégulicres et parfois envahissantes, déchiquetées.
- L’aspect de la surface : lisse, rugueux.

- L’opacité : opaque, translucide, transparent.

- Laconsistance : grasse, crémeuse, seche, muqueuse.

- Pigmentation.

4.2.2. Examen microscopique :

L’examen microscopique peut €tre assuré sans colorant sur 1'échantillon en I’observant entre
la lame et la lamelle (méthode de I'état frais), ou bien a travers une technique de coloration, ou

encore suite a une réaction d'immunofluorescence.
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e L’examen direct (Etat frais) :

Une méthode rapide consiste a observer entre lame et lamelle une suspension bactérienne
sans fixation préalable par la chaleur ou 1’alcool. Il permet I’observation des bactéries vivantes
et la détermination de leur morphologie, de leur mode de regroupement, de leur abondance et
leur mobilité. L’examen direct proprement dit se réalise en déposant, sur la lame, une goutte du
liquide ou de la suspension microbienne a examiner. L’observation microscopique est assurée
avec un microscopique optique a 1I’objectif x 40

e Les étapes de coloration de Gram :

Fixer de frottis.

Recouvrir le frottis de la solution de violet de gentiane. Laisser agir 1 minute.

- Rejeter le colorant. Laver a I'eau.

- Recouvrir la préparation de Lugol. Laisser agir 1.30 minute.

- Rejeter le Lugol. Laver a I'eau.

- Décolorer a I'alcool 95° pendant 10 secondes.

- Rincer a I'eau courante.

- Recouvrir la lame de la solution de Fuchsine diluée. Laisser agir pendant 30
secondes a Minute.

- Laver abondamment a 'eau, égouttée, sécher entre deux feuilles de papier buvard

trés propres.

e Observer au microscope :

- Les bactéries Gram négatif sont roses.

- Les bactéries Gram positif ont de coloration violette.

“

(@&

B — —

Lavera
I'eau

—

Frottis Violet de gentiane  Lugol Alcool Fuchsine
(1 min) (1.30 min) (10 sec) (30 sec)

coddill HE BN BN
co [l W [ WE

Figure 5 : Etapes de la coloration de Gram [4].
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4.3. Examens liés aux caractéres biochimiques et enzymatiques :
4.3.1. Caracteres enzymatiques :

4.3.1.1. Test de catalase :

La catalase est une enzyme qui détruit les peroxydes toxiques pour les bactéries. Elle

Catalyse la transformation de peroxyde d’hydrogene en eau avec libération d’O2.
2 H O+ 02 »  2H20;
Ce test repose sur la méthode de coloration de Gram pour identifier les bactéries Gram+.

La méthode consiste a prélever une colonie du germe a étudier avec l'extrémité d'une
pipette Pasteur fermée que l'on introduit ensuite dans un millilitre d'eau oxygénée. Le
dégagement de bulles gazeuses marque la présence de I'enzyme catalase (Carbonnelle ef al.,
1988).

Figure 6 : Exemple d’un test catalase [5].

4.3.1.2. Test d'oxydase :

L'oxydase est recherchée a I'aide de disques commerciaux déja préparés. Placez le disque
sur une lame porte-objet, humidifiez-le avec deux gouttes d'eau distillée stérile, puis écrasez la
colonie a analyser sur le disque. Une réponse positive se manifeste par un changement rapide

de l'absence de couleur a la couleur violette du réactif (Carbonnelle et al., 1988) (Fig.7).
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. )

Négatif (-) Positif (+)
Figure 7 : Essai d’un test oxydase [5].

4.3.2. Caracteéres biochimiques
+ La galerie API20 E :

API 20 E est un systéme standardisé pour l'identification des Enterobacteriacea et autres
bacilles a Gram négatif non exigeants, intégrant 21 tests biochimiques miniaturisés ainsi qu'une
base de données.

e Technique:
= Préparation de la galerie :

Réunir fond et couvercle d’une boite d’incubation et répartir de I’eau dans les alvéoles
pour créer une atmosphere humide. Déposer stérilement la galerie dans la boite d’incubation

= Préparation de ’'inoculum :

Faire une suspension bactérienne, dans un tube d’eau distillée stérile (environ 5 ml),
d’opacité l1égere avec une seule colonie prélevée sur un milieu gélosé.

= Inoculation de la galerie :

- Remplir les tubes et les cupules des tests : |CIT |, |VP |, |GEL| avec la suspension
bactérienne.

- Remplir uniquement les tubes des autres tests.

- Créer une anaérobiose dans les tests : ADH, LDC, ODC, URE, H2S en remplissant
leur cupule d’huile de paraftine.

- Refermer | boite d’incubation et la placer entre 35-37°C pendant 18 a 24 heures.

= Lecture:

Noter sur la fiche de résultat toutes réactions spontanées. Si le glucose est positif et/ou si

3 tests ou plus sont positifs : révéler les tests nécessitant 1’addition de réactifs.
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- Test VP : ajouter une goutte de réactif VP1 et VP2. Attendre au minimum 10 minutes.
Une couleur rose franche ou rouge indique une réaction positive.
- Test TDA : ajouter une goutte de réactif TDA. Une couleur marron foncé indique une

réaction positive.

La lecture de ces réactions se fait selon le profil numérique a I’aide du catalogue

Analytique API 20.

T W — e

A 1

y

\ ﬂ \H‘\ R

Figure 8 : Démonstration d’une galerie API 20 E [5].
<+ La galerie API 20 NE :

e Technique :

= Principe :

La galerie API 20 NE se compose d’une galerie constituée de 20 micro tubes contenant
milieux et substrats sous forme déshydratée. Les tests conventionnels sont inoculés avec une
suspension bactérienne saline qui reconstitue les milieux. Les réactions produites durant la
période d’incubation se traduisent par des virages colorés spontanés ou révélés par I’additionne
des réactifs. Les tests d’assimilation sont inoculés avec un milieu minimum et les bactéries
cultivent seulement si elles sont capables d’utiliser le substrat correspondant (Fig. 10).

=  Préparation de la galerie :

Assembler le fond et le couvercle d'une boite d'incubation et distribuer de I'eau dans les
alvéoles afin de générer un environnement humide. Placez la galerie de maniere aseptique
dans la boite d'incubation.

= Préparation de 'inoculum :

Faire une suspension bactérienne, dans une ampoule moyenne de NaCl 0,85% ou dans un

tube d’eau distillée stérile
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= Inoculation de la galerie :

Remplir les tubes (et non les cupules) des tests NO3 a PNPG avec la suspension

précédente. Eviter la formation de bulles.

- Transférer 200 pul (4 a 8 gouttes) de la suspension précédente, dans une ampoule AUX
Medium. Homogénéiser.

- Remplir les tubes et cupules des tests GLU a PAC.

- Remplir d’huile de paraffine les cupules des trois tests GLU, ADH, URE

- Incuber 24 heures a 30°C.

= Lecture:
Apres incubation, la lecture de la galerie doit se faire en se référant au tableau de lecture.

Réaliser les tests nécessitant 1’addition de réactifs.

Figure 9 : Démonstration d’une galerie AP120 NE [5].

4+ API Staph :

= Principe :

La galerie API Staph comporte 20 micro-tubes contenant des substances déshydratées
(Fig. 11). Le micro-tubes sont inoculés avec une suspension bactérienne réalisée en API Staph
Medium qui reconstitue les tests. Les réactions produites pendant la période d’incubation se

traduisent par des virages colorés spontanés ou révélés par 1’addition de réactifs.

L'interprétation de ces réactions est réalisée grace au tableau d'interprétation
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= Mode opératoire :

- La préparation de la galerie API Staph et la préparation de I’inoculum s’effectue selon le

Méme schéma que la galerie AP1 20 E.

e Inoculation de la galerie :
- Introduire la suspension bactérienne dans les tubes de la galerie a 1’aide d’une pipette
Pasteur en évitant la formation de bulles.
- Pour les caractéres ADH, URE, remplir les cupules d’huile de paraffine pour créer une
Anaérobiose.
- Incuber 24 heures a 37 °C.
e Lecture:

- Apres incubation, la lecture de la galerie doit se faire en se référant au tableau de

lecture.

- Réaliser les tests nécessitant 1’addition de réactifs : voir tableau de lecture de la

galerie miniaturisée API Staph.

W e

2 aw m‘m we wodme ww o Mg W & e w Mo woo

Figure 10 : Démonstration d’une galerie API Staph [9]..

e But : Elle permet de faire un diagnostic de groupe ou d'espéce pour la plupart des

Streptocoques.

e Principe:

La galerie API 20 Strep comporte 20 micro-tubes contenant les substrats déshydratés

pour la mise en évidence d'activités enzymatiques ou de fermentation de sucres.

e Technique:

= Préparation de la galerie :

e Réunir fond et couvercle d'une boite d'incubation et répartir environ 5 ml d'eau distillée

ou déminéralisée dans les alvéoles pour créer une atmosphere humide
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e Inscrire la référence de la souche sur la languette latérale de la boite.
e Sortir la galerie de son emballage individuel.
e Placer la galerie dans la boite d'incubation.

e Inoculation de la galerie :

Les tests enzymatiques sont inoculés avec une suspension dense, réalisée a partir d'une
culture pure, qui reconstitue les milieux. Les réactions produites pendant la période d'incubation

se traduisent par des virages colorés spontanés ou révélés par I'addition de réactifs.

Les tests de fermentation sont inoculés avec un milieu enrichi (contenant indicateur de
pH) qui réhydrate les sucres. La fermentation des carbohydrates entraine une acidification se
traduisant par un virage spontané de l'indicateur coloré. La lecture de ces réactions se fait a
l'aide du tableau référence de lecture et l'identification est obtenue a l'aide du catalogue

analytique ou d'un logiciel d'identification.

o Identification :

L'identification des espéces se fait de fagon identique a celle de la galerie API 20E.

Figure 11 : Démonstration d’une galerie API Strepto [10].
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Résultats et Discussion

Résultats et Discussion :
1. Paramétres physico-chimiques :

Généralement, les résultats des parametres physico-chimiques de 1'eau de mer obtenues

des trois sites sont proches des normes (Tab 1.), notamment en ce qui concerne :
> LepH:

Les valeurs mesurées du pH (7,84 - 7,98) sont légérement inférieures aux valeurs
normales qui sont généralement comprises entre (8,0 - 8,3). Cela renseigne sur une acidité

légere des eaux de mer prélevées.
> Potentiel d’oxydoréduction (ORP) :

Les valeurs du ORP enregistrées (68,5 -121,1 mV) sont bien en dessous de la plage
normale attendue pour I’eau de mer (200 a 400 mV), ce qui révele un environnement réducteur

et pauvre en oxygeéne dissous disponible.
» Conductivité électrique (EC) :

Les conductivités mesurées (41,34 a 43,55 mS/cm) sont inférieures aux valeurs typiques

de I’eau de mer (50 a 55 mS/cm), ce qui suggere une dilution par des apports d’eau douce.
» Salinité :

Les salinités varient de 34,15 a 36,39 PSU, ce qui est proche de la norme moyenne de 35

PSU. Seul le site 2 présente une valeur légérement inférieure, indiquant une dilution.
» Solides dissous totaux (TDS) :

Les valeurs de TDS (25,93 227,49 g/L) sont nettement plus faibles que la norme moyenne

estimée a environ 35 g/L, ce qui confirme une dilution de 1’eau de mer.
» Oxygene dissous (DO) mg/L :

Les concentrations en oxygene dissous (4.45 a4.85mg/L) sont inférieur au seul de normes
de bonne qualit¢ 5 mg/L indiquant une oxygénation moyenne, susceptible de provoquer un

stress physiologique chez certaines especes aquatiques sensibles.
» Oxygeéne dissous en % saturé (%sat) :

Les pourcentages d’oxygene dissous (52,8 % a 59,9 %) sont largement inférieurs a la
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norme de bonne qualité (> 80 %), indiquant un déficit en oxygene dans tous les sites.
» Température (T) :

Les températures relevées (12,04-14,56 °C) sont conformes aux valeurs attendues pour

les eaux méditerranéennes en saison fraiche (12 a 18 °C), aucun écart notable n’est observé.

Tableau 1 : Les parameétres physicochimiques des différents sites de Prélévements.

Sites

Parametres Site 1 Site 2 Site 3

PH 7.84 7.98 7.96

ORP 68.5 92.0 121.1

Conductivité (EC) 41.85 mS/cm 41.34 ms/cm 43.55 ms/cm

Salinité 36.39 PSU 34.15 PSU 35.98 PSU
TDS 27.49 g/l 25.93g/L 27.16 g/L

DO % 52.8% 54.5% 59.9%
DO mg/L 4.45 mg/L 4.48 mg/L 4.85 mg/L

Température 12.04 C° 14.33C° 14.56 C°

2. Analyses microbiologiques :

Cette étude vise a établir le niveau de contamination par les micro-organismes présents
dans les trois échantillons d'eau de mer. Les tests de dénombrement et d'identification effectués
sur divers milieux de culture ont permis d'obtenir des variations notables dans le dénombrement
et d'identifier précisément deux genres de bactéries (les staphylocoques et les entérobactéries)

a une dilution déterminée.

2.1. Dénombrement :

Les résultats obtenus a partir de la dilution 10 ont enregistré une charge bactérienne

moins importante et un meilleur comptage des colonies. Apres le temps nécessaire
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d’incubation des souches bactériennes, il a ¢été enregistré les résultats de dénombrement

(Tab.2).

L’analyse microbiologique des eaux de mer issues des trois sites (S1, S2, S3), réalisée
sur trois milieux de culture (gélose nutritive, Chapman et Mac Conkey), révéle une

contamination significative dépassant les seuils fixés par les normes mondiales.
Sur gélose nutritive, les charges bactériennes totales sont particulierement élevées au
site S1 (9.9 x 109 en UFC/ml et moins importante au niveau du site S3 (1.3 x 104 ) en

UFC/ml qui dépasse celle des valeurs références (<104) en UFC/ml. Contrairement pour le

site S2, aucun développement n’a été marqué sur la gélose nutritive.
De méme, sur gélose Chapman, le dénombrement réveéle une contamination
préoccupante sur le siteS1 (5 x104 ) en UFC/ml, ainsi que sur le site S3 (1.15)(103 ) en

UFC/ml qui dépasse celle des valeurs normes (<102-103 ) en UFC/ml. Tandis qu’aucun

développement n’a été observé pour les échantillons du site 2.

Sur la gélose Mac Conkey, il a ét¢ marqué des valeurs dépassant I’intervalle de

référence (<102-103 ) en UFC/ml) sur le premier, le deuxieme et le troisieme site (1,42 X

0*) en UFC/ml, (3,4 x 0*) en UFC/ml et (6,4 x 0*) en UFC/ml respectivement.

Selon les données présentées, on constate clairement que le premier site présente une
densité de colonie significativement plus élevée par rapport aux normes internationales

recommandées et aux sites 2 et 3.

Tableau 2 : Comptage sur les trois types de milieux de culture (gélose nutritive,

Chapman et Mac Conkey) pour les trois lieux d’échantillonnage.

Site de Dilution | Milieux de Nombre de Nombres Les
prélévement colonies des bactéries | normes
Culture
en (UFC/ml)
R1 R2 R3 Mondiale
(UFC/ml)
S1 102 138 | 83 | 76 9.9 x 10* <10*
S2 102 Gélose / / / / <10*
Nutritive
S3 102 22 7 10 1.3x10* <10*
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S1 102 7 62 | 81 5 x10°* <10°-10°
S2 102 Chapman / / / / <10%-10°
S3 1022 51 32 | 32 1.15x10° <1010’
S1 1022 64 13 | 63 1.42x10* <10%-10°

44 12 46 3.4x10* <10-10°

S2 1 0_2 Mac

Conkey
S3 102 70 64 58 6.4x10* <10*-10°

2.2. L’identification :

2.1.1. Aspects macroscopiques :

L’analyse macroscopique des colonies bactériennes a été réalisée sur trois milieux
gélosés différents : gélose nutritive, gélose Chapman et gélose MacConkey. Cette observation
constitue une premiere étape essentielle dans le processus d’identification bactérienne,

permettant une orientation vers les types bactériens présents. (Tab.3).

Tableau 3 : Observation macroscopique des colonies bactériennes sur différents milieux

de culture.

Milieux de culture Observation macroscopique

Gélose Nutritive

S1 107 S2 107 S3 107
Colonies blanchatres. | Colonies blanchatres. Colonies
blanchatres.
Petites et grandes. Grandes.
Grandes.

Rondes et irréguliere. | Lisse.

Irréguliere.
Irréguliere.

Plat.
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Chapman
Colonies blanchatres. | Colonies blanches et Colonies
jaune. blanchatres.
Petites et grandes.
Petites. Petites.
Rondes.
Rondes. Irréguliere.

Plat.

Jaune : bombé : Blanc : | Plat.
Changements de la

couleur vers le jaune. | Plat

Mac Conkey Colonies blanchatres. | Colonies blanchatres. Colonies

blanchatres.
Petites et grandes. Petites.

Petites.
Rondes et irréguliere. | Rondes.

Rondes.
Bombeé. Plat.

Plat.

2.2.2. Aspet macroscopique des levures :

Tableau 4 : Description macroscopique des colonies de levures selon les sites d’isolement.

Le sites Description

Site 1 Croissance trés dense avec des colonies confluentes

couvrant une grande surface du milieu.

Colonies de grande taille (4 a § mm), certaines

allongées et regroupées en amas.

Couleur orange vif a saumon foncé.

Surface lisse, brillante, avec un aspect mucoide

(visqueux).
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Elévation bien marquée, colonies bombées.

Présence d’une contamination ponctuelle de couleur

verte en bordure du quadrant supérieur gauche.

Site 2 Croissance modérée, avec des colonies bien séparées et

non confluentes.

Colonies de taille moyenne (3 a2 5 mm), rondes et

uniformes.
Couleur saumon pale uniforme.

Surface lisse et brillante, consistance plus ferme et

moins visqueuse que le site 1.

Morphologie homogene, suggérant un type de levure

dominant.

Aucune contamination visible.

Site 3 Croissance plus faible, colonies bien espacées.
Colonies de petite taille (2 2 4 mm).
Couleur orange tres clair a beige pale.

Surface satinée, moins brillante, avec un aspect

légérement poudreux.

Elévation faible, colonies presque plates.

Morphologie uniforme.
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2.2.3. Identification des champignons :
L’identification des souches fongiques isolées a été faite sur la base de 1’aspect

Macroscopique des colonies (la face et le revers). Cette identification reste approximative vue
la nécessité d’un examen soigneux d’autres critéres comme la vitesse de croissance et I’examen

microscopique.
Les caractéres macroscopiques des différentes especes isolées sont résumés dans (le tableau).

Tableau 5 : Aspect macroscopique de quelques especes fongiques.

Les sites Aspect macroscopique Aspect macroscopique
recto des colonies verso des colonies
Couleur : Mélange de vert Couleur : Pigmentation noire
foncé et de zones blanches trés marquée pour la colonie
au centre, avec une centrale et vert foncé pour la
périphérie légerement plus petite colonie.
claire.

Pigmentation dans le milieu :
Texture : Aspect cotonneux | Diffusion légerement

au centre avec un contour rougeatre autour des

1 plus compact. colonies, indiquant une

] o production possible de
Morphologie : Colonies bien
o métabolites diffusibles.
délimitées avec une

croissance circulaire et des Texture : Plus compacte et
segments distincts. moins floconneuse que le

' recto, avec un aspect plus
Zonation : Le centre est plus |
) lisse.
dense, tandis que la

périphérie est plus dispersée. | Transparence : Les

) ) délimitations des colonies
Mycélium aérien : Présent au
sont bien visibles a travers le
centre, donnant un effet
milieu.
floconneux.
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Couleur : Mélange de vert
foncé au centre avec une
bordure blanche bien

marqueée.

Texture : Aspect floconneux
et cotonneux au centre, plus

compact en périphérie.

Morphologie : Colonies
circulaires, bien délimitées

avec un contour net.

Zonation : Le centre est
dense et sombre, la
périphérie plus claire et

moins compacte.

Mycélium aérien : Présent de
maniére importante, donnant
une texture épaisse et en

relief.

Couleur : Teinte allant du
jaune au brun clair, avec des
zones plus foncées vers le

centre.

Texture : Moins
floconneuse, aspect ridé et

plissé, en surface.

Morphologie : Colonies
irrégulieres avec des plis
concentriques marqués,

donnant un aspect en relief.

Zonation : Présence de
structures circulaires
concentriques visibles,
soulignant une croissance en

anncaux.

Transparence : Certaines
zones plus fines permettent

de voir a travers le milieu.

Couleur : Mélange de noir,
vert foncé et de blanc créme
en périphérie. Certaines
colonies montrent des zones

concentriques brunatres

Texture : Aspect floconneux

ou poudreux au centre, bord

Morphologie : Colonies
bien circulaires, avec des
bords définis, certaines a

relief plissé (aspect en

Couleur : Nuances plus
homogenes, allant du beige
au brun, avec quelques zones

sombres.

Texture : Plus lisse,
compacte et mate. L aspect

floconneux disparait.

Transparence : Les colonies

sont plus visibles par
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Rosace). Plus lisse et

compact.

Zonation : Centre dense,
avec un anneau clair, puis

des zones radiales.

Mycélium aérien :
Abondant, donnant une
impression duveteuse,

surtout au centre.

Transparence, avec des

contours nets.

Zonation : Moins marquée
Qu’en face, mais des
Différences d’épaisseur sont

Perceptibles.

Pigmentation du milieu :
Légere diffusion de teinte
brunatre ou orangée autour

de certaines colonies

diffusibles diffusibles.

Face site 1

revers

Face site 1

revers
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Face site 3 revers
Figure 12 : Observation de la face et du revers des colonies fongiques issues
des sites 1, 2 et 3.

2.2.4. Identification des bactéries :

e [Etat frais : L'examen microscopique a I’état frais constitue une méthode
fondamentale pour 1’évaluation qualitative des communautés bactériennes présentes
dans les écosystémes aquatiques. Elle a montré la présence de Cocci et de bacille

(Fig. 13).

Site 1 : L observation microscopique a 1’état frais du site 1 révele la présence de bacilles

majoritairement, ainsi que de Cocci

Site 2 : L’examen au microscope du site 2 montre une dominance marquée de Cocci, avec

quelques bacilles dispersés, traduisant une population bactérienne plus homogene.

Site 3 : Sur le site 3, la flore bactérienne observée est constituée essentiellement de bacilles,

accompagnés de rares Cocci, témoignant d’un possible déséquilibre ou d’un milieu sélectif.

Site 1 Site 2 Site 3
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Figure 13 : Observation microscopique des bactéries a L’état frais avec le gr.

(x400) des trois sites.

e Coloration de Gram : Apres coloration de Gram, 1’observation microscopique a

Montr¢ la présence de Cocci et de bacille violacé de Gram (+) (Fig. 14).

Site 1 : La coloration de Gram du site 1 révele une forte densité de bacilles Gram positifs,
teintés en violet, avec quelques Cocci présents de maniére moins marquée, traduisant une

flore bactérienne abondante et structurée.

Site 2 : Sue le deuxiéme site, I’observation montre une prédominance de Cocci Gram positifs,
bien colorés en violet, associés a quelques bacilles dispersés, indiquant une communauté

bactérienne plus homogene.

Site 3 : La préparation du site 3 laisse apparaitre principalement des bacilles Gram positifs,

accompagnés de rares Cocci, suggérant une orientation spécifique de la flore vers ce type

morphologique.

Site 1 Site 2 Site 3

Figure 14 : Observation microscopique des bactéries teintées avec la coloration de Gram gr.

(x1000) des trois sites.

2.2.5. Identification des levures et champignons :

=  Levures:

L’¢étude microscopique des levures isolées de trois d’échantillonnage de l'eau de mer a
permis d’examiner leur morphologie a 1’état frais et aprés coloration au bleu de méthylene. Ces
observations fournissent des indices précieux pour 1’identification morphologique des espéces

levuriennes marines.
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o [Etat frais :

L’observation microscopique a 1’état frais avec le gr. (x400) des lames a montré la

présence des formes ovoide a sphérique (Fig. 15).

Site 1 : L’observation a 1’état frais du site 1 révele une faible densité de levures a morphologie

sphérique a ovoide, réparties de maniere isolée, sans présence notable de pseudohyphes.

Site 2 : Pour le site 2, une présence plus ¢levée de densité de levures ovoides, certaines montrant
des bourgeonnements actifs. Quelques pseudohyphes courts et peu ramifiés sont observés,

suggérant un début de filamentation.

Site 3 : Sur le site 3, les levures sont abondantes, a morphologie ovale marquée, organisées en
amas. Des pseudohyphes bien développés, parfois ramifiés, sont nettement visibles, traduisant

une activité morphologique plus complexe.

Site 1 Site 2 Site 3

Figure 15 : Observation microscopique des levures a I'état frais avec gr. (x400) des

trois sites.

= Coloration au bleu méthyléne : Apres coloration au bleu méthyléne, 1’observation
microscopique avec gr. (x1000) a montré la présence des cellules vivantes colorées en

bleu et des cellules mortes incolores (Fig.16).

Site 1 : La majorité des cellules sont colorées en bleu, indiquant une forte proportion de cellules

mortes

Site 2 : La population levuriennes est plus dense, dominée par des cellules vivantes incolores,

avec peu de cellules mortes colorées, traduisant une meilleure viabilité.
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Site 3 : composée majoritairement de cellules vivantes, mais accompagnée de zones localisées

avec une proportion non négligeable de cellules mortes, ce qui pourrait refléter un stress

environnemental localisé.

Site 3

Figure 16 : Observation microscopique des levures teintées avec le bleu

méthyleéne gr. (x1000) des trois sites.
= Moisissures :

L ’observation microscopique des échantillons prélevés dans 1’eau de mer a partir de trois

Sites révele une diversité morphologique fongique remarquable (figures 17)

=  Etat frais :

Site 1 : Il a ete observé des filaments allongés només hyphes terminés par un organe producteur
d'exospores. Ces extensions apparaissent sans cloisons (septa). Ces formes indiquent la
présence de structures myceliennes a un stade précoce de développement, probablement

opportunistes, capables de se maintenir dans des conditions environnementales variables.

Site 2 : L’image révéle un réseau dense d’hyphes, caractéristique d’'un mycélium bien
développé. Ces filaments sont extracellulaires, traduisant une colonisation active et une

adaptation efficace des moisissures a leur environnement.

Site 3 : Des structures sporulantes arrondies, reliées par des filaments, sont visibles. Il s’agit
probablement de conidies ou de sporangiospores, €galement extracellulaires, traduisant une
activité de reproduction importante, possiblement en réponse a un enrichissement organique

local.
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Site 1 Site 2 Site 3

Figures 17 : Observation microscopique des moisissures
a I’état frais gr. (x400) des trois sites.

= La coloration au bleu méthyléne :

Site 1 : Des filaments mycéliens colorés en bleu sont nettement visibles ; leur teinte intense

indique une forte proportion de structures mortes, toutes de nature extracellulaire.

Site 2 : Les structures fongiques apparaissent faiblement définies, avec une coloration
irréguliere ; cela suggere une dégradation ou un stress marqué des moisissures, avec toujours

une localisation extracellulaire.

Site 3 : Des ¢éléments mycéliens plus fins et faiblement colorés sont observés ; la coloration

partielle pourrait indiquer une population mixte, composée de structures vivantes et mortes,

toutes extracellulaires.

Site 1 Site 2 Site 3

Figure 18 : Observation microscopique des moisissures

Colorées au bleu méthyléne (x1000) des trois sites.
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2.2.6. Résultats d’identification biochimique

e Résultats des tests oxydase et catalase

Résultats et Discussion

Les résultats obtenus des tests oxydase et catalase des bactéries isolées sont mentionnés

dans (Les figures 19. 20) et (le tableau 6).

Figure 20 : Résultats de test oxydase.

Catalase -

Tableau 6 : Résultats obtenus des tests catalase et oxydase des bactéries isolées.

Cocci Gram*

Catalase positive

API STAPH

Site 1(chapmane 1 Boite

1, jaune et blanc)

Site 3 (Chapman 3 boite 1
; Chapman 3 boite 3

Catalase négative

API STREPTO

Site 3 (Chapman 3boite 2)

Site 1 (Chapman 1 boite 2)
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Site 2 (MacC 2 boite 2)

Oxydase positive Site 3 (GN 3 boite 2, Mac

3 Boite 1)

Bacille Gram- API 20NE

Site 2 (mac 2 boite 3)

Oxydase négative Site 3(mac 3 boite 2 et

boite 1) ;(GN 3 boite 1)
API 20E

Site 2 (mac 2 boite 2)

e Résultats des galeries biochimiques

Apres I’incubation en galerie, on a pu identifier plusieurs especes bactériennes a 1’aide du
Logiciel Api Web. Les résultats obtenus sont résumés dans le tableau et les figures.

Tableau 7 : Les différentes especes bactériennes identifiées.

Galerie Api | Les prélévement Résultats (I’espece)
Chapmane 1 Boite 1 Staphylococcus aureus
Jaune Staphylococcus xylosus

Api20 Blanc Staphylococcus homonis
STAPH

Chapman 3 boite 1 Staphylococcus capitis
Chapman 3 boite 3 Staphylococcus lentus
GN 3 boite 2 Myroides spp

API 20 NE Mac 3 Boite 1 Chryseobacterium indologenes
Mac 2 boite 3 Myroides spp
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Mac 3 boite 2 Enterobacter cloacae

API20E Mac 3 boite 1 Serratia marescens
GN 3 boite 1 Serratia odoripera
Mac 2 boite 2 Serratia marcescens
Chapman 3 boite 2 Enterococcus faecium
Chapman 1 boite 2 Aerococcus viridans

API 20 Strep MacC 2 boite 3 Streptococcus dysgalactiae spp
dysgalactiae

Figure 21 : Galerie Api 20 STAPH apr¢s incubation.

Figure 22 : Galerie Api 20 E apres incubation.
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Figure 23 : Galerie Api 20 NE apres incubation.

Figure 24 : Galerie Api 20 STREP apres incubation.
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Discussion

Discussion :

L’étude des paramétres physico-chimiques de I’eau de mer constitue une étape essentielle
pour évaluer la qualit¢ du milieu marin et détecter d’éventuelles perturbations d’origine
naturelle ou anthropique. Ces paramétres, regroupant des ¢léments physiques, chimiques,
microbiologiques et parfois géochimiques, permettent de mieux comprendre le fonctionnement
des activités humaines sur ces derniers. Parmi les indicateurs mesurés et interprétés dans ce

travail :

Le pH est un indicateur clé du caractére acide ou basique de 1’eau. En milieu marin, il
refléte principalement 1’équilibre entre le dioxyde de carbone dissous (CO2), le bicarbonate

(HCO32), et le carbonate (C 32-), ce qu’on appelle le systéme tampon carbonatg.

Il a été enregistré une variation négligeable du pH entre les stations et également une
baisse par rapport aux valeurs seuils. Cette diminution pourrait exprimer une acidification locale
légére, potentiellement liée a des apports anthropiques riches en CO2 (eaux usées, rejets
industriels) ou au phénoméne de la respiration intense, surtout en zones eutrophisées.
L’acidification est également reconnue comme un facteur de stress chronique sur les
¢cosystemes cotiers (Doneyet al., 2009). Ce type de variation, méme modeste, peut perturber
'équilibre des carbonates et affecter la calcification des organismes marins sensibles

(Gattuso& Hansson, 2011).

Le potentiel d’oxydoréduction est un parametre fondamental qui renseigne sur le pouvoir
oxydant ou réducteur du milieu aquatique. Il exprime la capacité de I’eau a accepter ou a céder
des électrons, et reflete les conditions chimiques dominantes. Les valeurs mesurées dans nos
échantillons ont montré des diminutions considérables par rapport a I’intervalle norme (200 a
400), exceptionnellement sur le site 1qui est de 68,5 mV. Ainsi que, des variations importantes
entre les trois sites de prélevement. Ces teneurs expriment des conditions réductrices, souvent
provoquées par une forte activité des microorganismes (bactéries, archées, protistes, micro-
algues) dégradant la maticre organique dissoute ou particulaire qui provient essentiellement de
la production biologique marine (phytoplancton, zooplancton, excrétions, mucus...) déversée
dans la mer. Des conséquences accompagnées a cette baisse, notamment sur la chimie de 1'eau,
la biodiversité et le fonctionnement des écosystémes marins. Elle signifie principalement un
appauvrissement en oxygene dissous et elle permet 1’accumulation de composés réduits (N2,
H2S) qui peuvent altérer la disponibilité des nutriments (NO3—, NO2—, NH4+, PO4-3, SO4—

2). De plus, elle conduit a la mobilisation de certains métaux lourds, ces derniers peuvent
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Devenir solubles et potentiellement toxiques sous forme réduite (Stumm& Morgan, 1996).
Cela rend ce milieu hostile pour la faune et la flore marine. A propos, des variations entre sites,
ils sont probablement dus a une influence hétérogeéne avec des substances apportées avec 1’eau

douce rejetée dans I'environnement marin (rejets urbains, ruissellement, fleuves cotiers).

La conductivité électrique (ou conductivité électrolytique) est un parameétre qui mesure la
capacité de I’eau a conduire le courant électrique, en fonction de la concentration en ions dissous
(sels minéraux tels que Na+, Cl-, Mg2+, SO42-, etc.). Nos données observées sont faiblement
modérées par rapport aux valeurs typiques de 1’eau de mer. En eau de mer naturellement les

valeurs sont comprises entre 50 a 55 mS/cm. Elle constitue un indicateur indirect de la salinité.

La salinité représente la concentration totale en sels dissous dans 1’eau. Les teneurs en sel
entre sites sont proches de la moyenne norme et les variations entre stations sont légeres. Une
diminution de la salinité est souvent li¢e a une dilution locale et peut avoir des effets directs sur
la structure des communautés planctoniques et bactériennes (Delmas et al., 2001). Ces
changements modifient aussi la densité de 1’eau, affectant la stratification verticale et la

distribution des nutriments.

Les solides dissous totaux représentent la quantité totale de substances minérales et
organiques dissoutes (maticre organique, résidus de pollution, etc.). Les concentrations de
solides dissous totaux estimées sont en voisinage et les variations entre sites sont négligeables.
Cette baisse est cohérente avec la dilution observée via la salinité et la conductivité. Elle peut
refléter un apport massif d’eau douce pauvre en minéraux. Ce type de variation a des
implications écophysiologiques importantes, car il modifie la pression osmotique et la
composition ionique du milieu, pouvant stresser certains organismes marins (Sawyer et al.,

2003).

Les concentrations mesurées en oxygene dissous en mg/L révelent également des niveaux
faibles, bien que légerement variables entre stations. Ces valeurs restent inférieures au seuil de
5 mg/L recommandé pour la sant¢ des €cosystemes aquatiques (OMS, 2006). Une telle
diminution peut s’expliquer par une forte consommation biologique de 1’oxygéne,
principalement causée par la décomposition de la matiére organique, mais aussi par un manque
de brassage vertical des masses d’eau (Diaz & Rosenberg, 2008). Des concentrations aussi
faibles peuvent compromettrela reproduction de certaines espéces sensibles et modifier

profondément la structure des communautés aquatiques.
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Les pourcentages de saturation en oxygene dissous enregistrés dans les trois stations
montrent des valeurs relativement faibles. Ces niveaux indiquent un état d’hypoxie modérée,
souvent li¢ a une surcharge organique et a une faible dynamique de renouvellement des masses
d’eau. Un pourcentage de saturation inférieur a 60 % est généralement considéré comme
critique pour de nombreux organismes marins (Diaz & Rosenberg, 2008). Cette sous-
saturation peut entrainer un stress physiologique pour la faune benthique, une baisse de la
diversité biologique, et favoriser la dominance d’espéces tolérantes aux faibles teneurs en
oxygene. Ces conditions sont caractéristiques de zones impactées par 1’eutrophisation et les

apports anthropiques (eaux usées, ruissellements riches en nutriments).

La température de I’eau de mer est un parameétre fondamental qui influence de nombreux
processus physiques, chimiques et biologiques dans le milieu marin tels que la solubilité des
gaz, la vitesse des réactions biochimiques et le métabolisme réactionnel des organismes. Les
degrés de températures enregistrés des eaux échantillonnées sont approximativement proches
de celle de la norme. Ainsi, des variations négligeables entre stations sont enregistrées.
Notamment, les variations de température peuvent s’expliquer par des différences de
profondeur, d’exposition au rayonnement solaire ou de circulation locale. La température
influence directement la solubilit¢ de 1’oxygéne, la dynamique microbienne (Pomeroy
&Wiebe, 2001). Une baisse peut également ralentir les processus de reminéralisation et

modifier la composition des communautés biologiques.

L’¢étude microbiologique de 1’eau de mer est indispensable pour renseigner sur 1’existence
d’un monde microscopique et d’évaluer la qualité de ce milieu et garantir la sécurité sanitaire
des plages. L’analyse microbiologique des échantillons a révélé des niveaux de contamination
variables selon les sites, ce qui témoigne l’influence directe des activités humaines et

environnementales sur la qualité de I’eau de mer.

Le dénombrement et I’identification réalisés sur différents types de milieux de culture (la
gélose nutritive, la gélose, Chapman Mac Conkey et Gélose Sabouraud) ont révélé des
différences significatives en termes de nombre, tout en permettant d'identifier différents types

de microorganismes (les staphylocoques, les entérobactéries, levures et champignons).

Le dénombrement ou la numération microbienne consiste a déterminer la concentration
ou la charge de bactéries dans 1’échantillonnage de 1’eau de mer. Il a été observé une forte

croissance bactérienne observée sur la gélose nutritive reflete une pollution organique
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Généralisée, souvent liée a des rejets domestiques, industriels ou portuaires, ou encore au

ruissellement des eaux de pluie transportant des matieres organiques (Leclerc et al., 2002).

Les résultats obtenus sur la gélose Chapman, sélective pour les staphylocoques, indiquent
une contamination d’origine humaine. Ces bactéries, naturellement présentes sur la peau,
peuvent atteindre les eaux cotiéres par contact direct avec les baigneurs ou par les eaux usées
domestiques non traitées (Cabelli et al., 1982 ; WHO, 2003). Leur présence peut également
étre accentuée par une mauvaise gestion des zones de baignade ou un déficit dans les

infrastructures d’assainissement.

La présence des entérobactéries sur gélose Mac Conkey témoigne d’une pollution fécale,
fréquemment causée par des rejets d’eaux usées, des débordements de réseaux d’égouts, ou
encore par le ruissellement des eaux agricoles contenant des déjections animales (George et
al.,2001 ; Bordalo et al., 2002). Ce type de contamination est préoccupant, car il peut indiquer

la présence de pathogenes entériques et représenter un risque pour la santé publique.

Généralement, ces observations confirment I’impact des activités anthropiques sur la
qualité microbiologique des eaux de mer et soulignent la nécessité d’une surveillance renforcée

et d’une meilleure gestion des rejets dans les milieux cotiers (WHO, 2003).

L’identification par la distinction des caractéres macroscopiques des bactéries isolées de
I’échantillonnage de I’eau de mer des trois sites de prélévement a permis d’observer des
colonies obtenues sur les différents milieux de culture.Sur la gélose nutritive, les colonies
observées étaient blanchatres, de taille variable, rondes, a bords irréguliers et a surface lisse ou
plate. Ces caractéristiques sont typiques de nombreuses bactéries aérobies non exigeantes, en
particulier les entérobactéries, telles que Escherichia coli, Proteus spp., ou encore Pseudomonas
spp. (Tortora et al., 2019). L hétérogénéité des colonies indique probablement une flore mixte,
ce qui est fréquent dans les échantillons d’origine environnementale ou clinique non stériles.La
gélose Chapman a révélé I’existence des colonies blanchatres et jaunes, petites, rondes et parfois
bombées. Ce milieu est sélectif pour les staphylocoques grace a sa forte teneur en NaCl (7,5%),
qui inhibe la majorité des autres bactéries. La coloration jaune des colonies indique la
fermentation du mannitol, ce qui est une propriété caractéristique de Staphylococcus aureus
(MacFaddin, 2000). Outre, les colonies blanchatres pourraient correspondre a Staphylococcus
epidermidis, une espece qui ne fermente pas le mannitol et reste donc incolore sur ce milieu
(Cheesbrough, 2006). Cette différenciation est cruciale dans un contexte clinique, notamment

pour distinguer les staphylocoques pathogénes des commensaux. Sur la gélose MacConkey, il
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a été observé des colonies blanchatres, de tailles variées et non pigmentées ont été observées,
indiquant D’absence de fermentation du lactose. Ce milieu est congu pour isoler les
entérobactéries Gram négatif et différencier les espéces fermentant le lactose (colonies roses ou
rouges) des non-fermentantes (colonies incolores). Ainsi, I’aspect des colonies sur MacConkey
suggere la présence de bactéries telles que Salmonella spp., Shigella spp., ou Proteus spp., toutes
connues pour leur incapacité a fermenter le lactose (Willey et al., 2016). Ces bactéries sont
fréquemment impliquées dans des infections gastro-intestinales, notamment d’origine hydrique

ou alimentaire.

L’identification par la distinction des caractéres microscopiques suite a 1’observation a
I’état frais a permis de visualiser les bactériesexistant dans l'eau de mer, sans altération
morphologique ni perte de mobilité, ce qui est essentiel pour apprécier leur état physiologique
(Prescott et al., 2002 ; Madigan et al., 2018).Dans notre étude, les observations au microscope
optique avec le grossissement (x400) ont révélé la présence de bactéries mobiles dans les trois
sites analysés. Cette mobilité est un indicateur de viabilité et reflete un métabolisme actif
(Pelczar et al., 2001). En effet, seules les bactéries vivantes et métaboliquement actives sont
capables de mouvement autonome, ce qui suggere un environnement propice a leur
développement.Les différences observées entre les sites en termes de densité et d’activité
bactérienne pourraient s’expliquer par des facteurs environnementaux spécifiques a chaque
zone, tels que la disponibilité en nutriments, 1’oxygénation, ou encore la présence de polluants
ou de maticres organiques (Paerl&Pinckney, 1996). Par exemple, la forte densité bactérienne
observée au site 1 pourrait indiquer une charge organique plus élevée, possiblement liée a des
apports anthropiques ou a une activité biologique intense. Donc, I'examen a I'état frais, offre un
apercu rapide et fiable de la vitalit¢ microbienne, et constitue un complément précieux aux

techniques d’identification (Cappuccino & Welsh, 2017).

L'observation microscopique post-coloration de Gram a révélé des différences marquées
dans la morphologie et la nature des bactéries présentes selon les sites. La coloration de Gram,
développée par Hans Christian Gram en 1884, est une méthode de base permettant de distinguer
les bactéries Gram positif (violettes) et Gram négatif (roses) selon la composition de leur paroi
cellulaire (Madigan et al., 2018).Au niveau du site 1 (Sables d'Or), I'abondance de bacilles
violets indique une prévalence de bactéries Gram positif, probablement du genre Bacillus ou
Clostridium, connues pour leur capacité a former des spores et a survivre dans des conditions
environnementales variées (Prescott et al., 2002). Ces bactéries sont souvent associées a des

sols riches en matiére organique ou a des environnements modérément perturbés.En outre, sur
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le site 2 (Hnaya), la densité bactérienne observée est faible. Cela peut étre attribué¢ a des
conditions physico-chimiques défavorables (pH extréme, salinité élevée, pollution), a une faible
biomasse microbienne ou a la présence dominante de bactéries Gram négatif, moins retenues
par la coloration (Tortora et al., 2016).A propos de I'¢chantillonnage du site 3 (Draouche), il a
marqué la présence a la fois des bacilles et des cocci Gram positif. Cette diversité
morphologique peut témoigner d’une plus grande biodiversité microbienne, ce qui est souvent
le cas dans des environnements semi- naturels ou les interactions biologiques sont plus variées
(Atlas &Bartha, 1998).Finalement, il a ét¢ signalé la dominance des bactéries Gram positif sur
I’ensemble des sites, ca pourrait refléter leur résistance naturelle aux conditions de stress
environnemental, notamment grace a leur paroi épaisse en peptidoglycane (Slonczewski&
Foster, 2017). Ces caractéristiques leur permettent de persister méme en cas de perturbations

anthropiques ou naturelles.

Les galeries d’identification bactérienne se basent sur les caractéristiques métaboliques et
enzymatiques pour identifier une bactérie. Il a été identifi¢ plusieurs espéces a partir du

prélévement des trois régions effectuées.

Les cocci Gram positif catalase-positive identifiés a 1’aide de la galerie API STAPH
comprennent Staphylococcus xylosus, Staphylococcus hominis, Staphylococcus aureus,
Staphylococcus lentus et Staphylococcus capitis. Ces bactéries sont souvent associées a la peau
humaine et a ’environnement hospitalier, mais leur présence dans I’eau de mer peut étre
interprétée comme un indice de pollution d’origine anthropique, notamment liée aux rejets

d’eaux usées ou aux activités récréatives (Igbinosa et al., 2009).

D’autre part, les cocci Gram positif catalase-négative détectés par API STREPTO, tels
que Streptococcus dysgalactiae, Aerococcus viridans et Enterococcus flaveum, sont des
indicateurs classiques de contamination fécale. Ces especes sont ¢galement connues pour leur
potentiel pathogeéne opportuniste, et leur présence dans les milieux marins suggere un apport de

polluants d’origine humaine ou animale (Ahmed et al., 2018).

Concernant les bacilles Gram négatif, les galeries API 20E et API 20NE ont permis
d’identifier des bactéries telles qu’Enterobacter cloacae, Serratia marcescens, Serratia
odorifera, Afroidesspp, et Chryseobacterium indologenes. Ces bactéries sont fréquemment

retrouvées dans les milieux aquatiques contaminés, en particulier a proximité des rejets

domestiques ou hospitaliers, (Fraser et al., 2010 ; Janda& Abbott, 2007). Leur détection dans
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L’eau de mer est un signe alarmant de contamination bactériologique, potentiellement

Dangereuse pour les baigneurs et pour la chaine alimentaire marine.

Egalement, la présence conjointe de bactéries commensales, environnementales et
pathogénes indique que la qualité microbiologique de I’eau de mer est altérée par diverses
sources de pollution, notamment les décharges d’eaux usé€es non traitées ou insuffisamment
traitées, comme le confirment les travaux de Bonkoungou et al. (2013), qui ont montré une

corrélation directe entre la densité bactérienne et la proximité des activités humaines.

Les levures sont des champignons unicellulaires, dont certaines espéces ont un réle utile,
tandis que d’autres peuvent étre pathogeénes. L’identification de ces derniers précise
I’impotence de la biodiversité microbiologique. L’isolement des levures se fait généralement
sur des milieux de culture spécifiques (la gélose Sabouraud) favorisant leur croissance tout en

inhibant celle des bactéries ou des moisissures.

L’observation macroscopique des colonies de levures isolées sur chloramphénicol issu de
trois sites montre une diversité morphologique, suggérant la présence probable de différentes
especes. Les colonies du site 1 sont de grande taille (4-8 mm), orange vif & saumon foncé,
mucoides et confluentes.et elles se rejoignent caractéristiquement a Rhodotorula mucilaginosa,
une levure pigmentée produisant des caroténoides comme la torularhodine, souvent associée a
des milieux humides riches en matiere organique (Wirth & Goldani, 2012).Sur le site 2, les
colonies qui sont bien arrondies, de taille moyenne (3-5 mm), de couleur saumon clair,
homogenes, sont spécifique de Saccharomyces cerevisiae, espéce typique de nombreuses
fermentations, connue pour ses colonies lisses, brillantes et créeme sur milieu Sabouraud
(Kurtzman et al., 2011). En revanche, les colonies présentes sur le site 3 sont plus petites (2-
4mm), de couleur pale et avec une surface légérement poudreuse, pourraient indiquer une levure
moins active ou en conditions stressantes. Notamment que, certaines souches de S. cerevisiae
adoptent des morphologies différentes selon la disponibilité en nutriments ou la densité

cellulaire (Granek & Magwene, 2010).

L’identification des levures par 1’observation microscopique a 1’état frais des levures est
une ¢étape fondamentale pour étudier leur morphologie vivante, on étudiant leur
bourgeonnement, et leur intégrité cellulaire. Tandis que, pou la coloration on peut distinguer

entre les formes levuriennes vivantes et mortes.

A T’état frais, les cellules levuriennes apparaissent majoritairement ovoides ou sphériques,

isolées ou en bourgeonnement, ce qui est typique des levures unicellulaires. Le
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bourgeonnement, observé sous forme d’excroissances a la surface des cellules, représente le
mode de reproduction asexuée le plus courant chez les levures. Cette morphologie évoque
notamment les genres Candida, Saccharomyces, ou encore Debaryomyces (Kurtzman et al.,
2011). Certaines cellules présentent une disposition en chaines ou un léger allongement,
pouvant suggérer une transition vers une forme pseudo-mycelienne, phénoméne connu chez
certaines espeéces comme Candida albicans (Dedk, 2008). 11 a ét¢ démontré par les études de
(Kutty& Philip, 2008 ; Velmurugan et al., 2013) que plusieurs genres tels que Debaryomyces,
Rhodotorula, Cryptococcus, Candida et Yarrowia sont fréquemment isolés dans les milieux
salins. D'ailleurs, la présence de levures dans I’eau de mer n’est pas inhabituelle. Plusieurs
genres de levures halotolérantes sont capables de survivre dans les environnements marins

grace a leur capacité d’adaptation aux fortes concentrations en sel.

Apres coloration au bleu de méthyléne, les cellules vivantes apparaissent incolores ou
légérement teintées, tandis que les cellules mortes se colorent en bleu. Cette coloration permet
¢galement de mieux observer les contours cellulaires et les structures de bourgeonnement, qui

confirment la nature levuriennes des microorganismes étudiés.

Les moisissures sont des champignons filamenteux multicellulaires, Leur identification
repose sur des critéres macroscopiques, microscopiques et parfois moléculaires (ITS, TEF1,
etc.), comme le recommande la taxonomie fongique moderne (Schoch et al., 2012). Elles jouent
un rdle écologique important et peuvent aussi poser certains risques pour la qualité¢ de I’eau et

la santé des organismes marins.

L’¢étude morphologique des colonies fongiques isolées a partir des échantillons littoraux
a révélé une diversité notable d’aspects macroscopiques, traduisant la présence probable de
plusieurs genres fongiques marins ou halotolérants. Cette diversité est marquée par la variation
des couleurs, textures, zonations et surtout la nature du mycélium aérien, parameétre souvent
sous-estimé mais crucial dans 1’identification présomptive des genres.La présence de
contaminations vertes entourant les milieux du site 1 et site 3 pourrait signaler des moisissures
du genre Penicillium ou Aspergillus, souvent rencontrées dans des environnements ouverts ou

mal controlés (Pitt & Hocking, 2009).

Les colonies isolées sur les milieux de culture présentaient, selon les sites, une
pigmentation allant du vert foncé au noir, parfois associée a des zones blanches ou créme. De
telles caractéristiques sont souvent rapportées chez des genres tels que Penicillium, Aspergillus,

Cladosporium ou Alternaria, déja décrits dans des environnements marins par Jones et al.
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(2009), ou ils jouent un role dans la dégradation de la mati¢re organique et la biodétérioration
des substrats immergés.Un point distinctif dans notre étude est la présence abondante de
mycélium aérien, particuliérement au niveau des isolats du site 2. Ce réseau de filaments en

relief confére une texture floconneuse, voire duveteuse aux colonies.

Le développement aérien du mycélium est souvent associé a un forte capacité d'adaptation
environnementale, notamment en conditions dhumidité fluctuante comme celles des zones
cotieres. D’apres les travaux de Bugni et Ireland (2004), ce type de morphologie pourrait
¢galement indiquer une production accrue de spores, essentielle pour la dispersion dans les
milieux marins instables.Comparativement, des études antérieures réalisées par Raghukumar
(2000) sur les champignons marins du littoral indien ont également rapporté des colonies
présentant une zonation concentrique et un mycélium aérien dense, signe d’une croissance
différenciée influencée par des gradients de nutriments et d’oxygene a la surface des milieux
gélosés.En revanche, certaines colonies observées dans notre étude affichaient un mycélium
plus compact, voire absent en surface, ce qui pourrait étre caractéristique d’especes endophytes
ou peu sporulantes, souvent rencontrées dans les sédiments cotiers (Pang et al., 2016). Ces
derniéres privilégient une croissance submergée, ce qui diminue leur visibilité macroscopique

mais n’exclut pas leur activité biologique.

L’observation microscopique a I’état frais au grossissement (x400) des échantillons de
I'eau de mer des trois sites a montrée des structures typiques de moisissures aquatiques. Leur
morphologie désigne des hypes coenocytiques et des structures ovales sombres sont visibles
présentant des organes accolant (conidiophores) des conidies (exospores), indiquant la présence
des corps mycélienssporulants. Ces caractéristiques suggerent la présence de genres fongiques
tels queAspergillus, Penicillium ou Cladosporium, bien connus pour leur capacité a s’adapter
aux milieux salins ou humides (Raghukumar, 2004). La présence de ces champignons dans
I’eau de mer peut étre liée a plusieurs facteurs : apport de matiére organique, contamination
anthropique, ou encore adaptation naturelle de certains taxons a des conditions de salinité

élevée.

Aprés coloration au bleu de méthyléne, les observations sont affinées. Les hyphes
apparaissent plus nets, avec une paroi bien marquée et des ramifications régulieres. Cette
coloration permet de mieux distinguer les éléments cellulaires malgré la complexité du milieu

sa.
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Conclusion & Perspectives :

L’étude microbiologique réalisée sur les échantillons d’eau de mer de la région nord-
estde I’ Algérie a permis de mettre en évidence la présence et la diversité des micro- organismes.
Les analyses physico-chimiques et microbiologiques réalisés sont des indicateurs potentiels de
la qualité sanitaire du milieu. Cette derniere a révélé une charge microbienne élevée sur les sites
1 et 3, la présence de germes pathogenes tels que des entérobactéries, staphylocoques, des

levures et des moisissures traduisant une pollution microbiologique.

Les résultats suggerent que I’eau de mer analysée peut représenter un risque pour la
sant¢ humaine en cas de contact ou de consommation. Il est recommandé de disposer une
surveillance réguliére et de renforcer les mesures de gestion environnementale par des tests de

biologie moléculaire plus avancés.
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