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Évaluation de la résistance de quelques souches endophytes aux différents 

stress in vitro 

Résumé  

Les champignons endophytes constituent une ressource biologique stratégique en 

biotechnologie en raison de leur aptitude à s’adapter à des environnements hostiles et à interagir 

positivement avec les plantes hôtes. Cette étude a porté sur l’évaluation de la résistance de 

quatre souches fongiques endophytes isolées des racines de palmier dattier (Phoenix dactylifera 

L.), face à différents stress abiotiques simulés in vitro.  

Avant toute expérimentation, une vérification morphologique macro- et microscopique 

des isolats a été effectuée, permettant de les classer en deux genres fongiques principaux : 

Aspergillus (TBS33, KHS31) et Penicillium (TCS34, TFS35). Les souches ont été soumises à 

plusieurs stress : thermique, salin (NaCl : 0,1 à 2 mol/L), hydrique (PEG 6000 : 5 %, 10 %, 30 

%), oxydatif (H₂O₂ : 10 à 40 volumes), lumière UV-C (10 à 30 min), rayonnement gamma (0,5 

à 5 kGy), ainsi qu'à l’exposition à des métaux lourds (Cu, Pb, Cd à 200, 1000 et 4000 ppm). 

Selon la nature du stress, différents milieux de culture ont été utilisés.  

Les résultats montrent une tolérance remarquable de la souche TBS33 d'Aspergillus 

niger, qui a maintenu une croissance active jusqu’à 45 °C, 2 mol/L de NaCl, 30 % de PEG 6000, 

40 volumes de H₂O₂ et 5 kGy de rayonnement gamma. Cette souche a également toléré des 

concentrations élevées de Cu et Pb (1000–4000 ppm). La souche TFS35 de Penicillium sp. a 

présenté une tolérance exceptionnelle au cadmium (Cd) jusqu’à 4000 ppm. Le test 

colorimétrique au FeCl₃ pour la détection des sidérophores, a révélé une coloration jaune pâle, 

indiquant une faible production, probablement de type carboxylate.  

Ces résultats confirment que les champignons endophytes isolés du palmier dattier 

possèdent une résistance remarquable à divers stress abiotiques, faisant d’eux des candidats 

prometteurs pour des applications en biotechnologie, notamment dans la bioremédiation et 

l’agriculture durable en milieux extrême 

 

Mots clés : palmier dattier, champignons endophytes, stress abiotique, résistance, 

biotechnologie, in vitro. 

 

 

 

 



Evaluation of the resistance of some endophytic strains to different in vitro       

stresses 

Abstract  

Endophytic fungi are a strategic biological resource in biotechnology due to their ability 

to adapt to hostile environments and interact positively with host plants. This study focused on 

the evaluation of the resistance of four endophytic fungal strains isolated from the roots of date 

palm (Phoenix dactylifera L.), against different abiotic stresses simulated in vitro.  

Before any experimentation, a macro- and microscopic morphological verification of 

the isolates was carried out, allowing them to be classified into two main fungal genera: 

Aspergillus (TBS33, KHS31) and Penicillium (TCS34, TFS35). The strains were subjected to 

several stresses: thermal, saline (NaCl: 0.1 to 2 mol/L), hydric (PEG 6000: 5%, 10%, 30%), 

oxidative (H2O2: 10 to 40 volumes), UV-C light (10 to 30 min), gamma radiation (0.5 to 5 kGy), 

as well as exposure to heavy metals (Cu, Pb, Cd at 200, 1000 and 4000 ppm). Depending on 

the nature of the stress, different culture media were used. 

The results show remarkable tolerance of Aspergillus niger strain TBS33, which 

maintained active growth up to 45 °C, 2 mol/L NaCl, 30% PEG 6000, 40 volumes H O and 5 

kGy gamma radiation. This strain also tolerated high concentrations of Cu and Pb (1000–4000 

ppm). Penicillium sp. TFS35 strain presented an exceptional tolerance to cadmium (Cd) up to 

4000 ppm. The colorimetric test with FeCl3 for the detection of siderophores revealed a pale 

yellow coloration, indicating a low production, probably of carboxylate type.  

These results confirm that the endophytic fungi isolated from date palm possess 

remarkable resistance to various abiotic stresses, making them promising candidates for 

applications in biotechnology, notably in bioremediation and sustainable agriculture in  

extreme environments 

 

Keywords: date palm, endophytics fungus, abiotic stress, resistance, biotechnology, in 

vitro 

 

 

 

 



 تقييم مقاومة بعض سلالات النباتات الداخلية للضغوط المختلفة في المختبر

 

 ملخص 

مع البيئات القاسية  بسبب قدرتها على التكيف البيوتيكنولوجيةتعتبر الفطريات الداخلية موردا بيولوجيا استراتيجيا في 

عزولة من جذور مأجريت هذه الدراسة لتقييم مقاومة أربعة سلالات فطرية داخلية  والتفاعل الإيجابي مع النباتات المضيفة.

 في المختبر.، للعديد من الضغوطات غير الحيوية التي تم محاكاتها .Phoenix dactylifera L)نخيل التمر )

، مما ي(مورفولوجي على المستويين العياني )الماكروسكوبي( والمجهري )الميكروسكوبقبل أي تجربة، تم إجراء فحص 

 Penicillium (TCS34. و  (Aspergillus (TBS33 KHS31) ،TFS35سمح بتصنيفها إلى جنسين فطريين رئيسيين: 

(، PEG 6000: 5٪ ،10 ،٪30٪مول/لتر(، مائية ) 2إلى  NaCl: 0.1تعرضت السلالات لعدة ضغوطات: حرارية، ملحية )

يلو جراي(، ك 5إلى  0.5دقيقة(، إشعاع جاما ) 30إلى  10وحدة(، ضوء الأشعة فوق البنفسجية ) 40إلى  H₂O₂: 10أكسدة )

سائط ستخدام وتم ا جزء في المليون(. 4000و  1000، 200عند  Cu ،Pb ،Cdبالإضافة إلى التعرض للمعادن الثقيلة )

 زراعة مختلفة وفقًا لطبيعة الضغط.

 45، والتي حافظت على نمو نشط حتى Aspergillus niger من TBS33أظهرت النتائج تحملًا ملحوظًا لسلالة 

تحملت هذه  جراي من الإشعاع جاما. كيلو 5و H₂O₂وحدة  NaCl ،30 ٪PEG 6000 ،40مول/لتر  2درجة مئوية، 

   Penicilliumمن  TFS35أظهرت سلالة  جزء في المليون. Pb (1000-4000و) Cuالسلالة أيضًا تركيزات عالية من 

sp.  للكادميوم تحملًا استثنائيًا(Cd)  كشف اختبار  جزء في المليون. 4000حتىFeCl₃  اللوني للكشف عنsidérophores 

 عن تلوين أصفر باهت، مما يشير إلى إنتاج ضعيف، ربما من النوع الكربوكسيلاتي.

غوطات غير تؤكد هذه النتائج أن الفطريات الداخلية المعزولة من نخيل التمر لديها مقاومة ملحوظة لمختلف الض

في تدامة يوي والزراعة المس، وخاصة في الاستصلاح الحالبيوتيكنولوجيةالحيوية، مما يجعلها مرشحة واعدة لتطبيقات 

 البيئات المقيدة.

 

 

 ، في المختبر.جيةالبيوتيكنولونخيل التمر، الفطريات الداخلية، الإجهاد اللاأحيائي، المقاومة،  الكلمات المفتاحية:

 

 

 

 

 



Liste des abréviations 

PEG: Polyéthylène Glycol  

CE: Champignons Endophytes  

CAT: Catalase  

SOD : Superoxyde Dismuntase 

POD : Peroxydase 

GR : Glutathion réductases  

GPX : Glutathion peroxydase  

CuSO₄ : Sulfate de Cuivre  

CdCl₂ : Chlorure de Cadmium  

(Pb(NO₃) ₂). : Nitrate de Plomb  

UV : Ultra-Violet 

KGy : Kilo Gray 
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Introduction générale 

 

Dans le contexte actuel de changements climatiques, de raréfaction des ressources 

naturelles et de dégradation des écosystèmes, les stress abiotiques représentent une contrainte 

majeure pour la croissance, la productivité et la durabilité des cultures agricoles. Parmi les plus 

fréquents et les plus dommageables figurent la salinité, la sécheresse, les températures 

extrêmes, les rayonnements ultraviolets (UV), le stress oxydatif ainsi que la présence de métaux 

lourds. Ces facteurs perturbent profondément l'équilibre physiologique et biochimique des 

plantes, entraînant une diminution significative de leur croissance, de leur rendement et de leur 

capacité de résistance aux conditions environnementales défavorables (Zhang et al., 2008 ; 

Ahmad et al., 2019). 

Face à ces défis, les microorganismes endophytes, en particulier les champignons des 

genres Aspergillus et Penicillium, suscitent un intérêt croissant en tant qu'agents naturels 

capables de renforcer la tolérance des plantes aux stress environnementaux. Ces micro-

organismes vivent à l’intérieur des tissus végétaux sans provoquer de pathogénicité apparente. 

Ils exercent leurs effets bénéfiques via plusieurs mécanismes : production de métabolites 

secondaires, activation des voies de signalisation du stress, modulation du métabolisme 

hormonal, ou encore stimulation des systèmes de défense antioxydants (Schulz et Boyle, 2005 

; Rodriguez et al., 2009 ; Kusari et al., 2012). 

Les genres Aspergillus et Penicillium sont largement répandus dans les environnements 

terrestres et ont démontré leur aptitude à s’adapter à des conditions extrêmes. Par exemple, 

certaines souches d’Aspergillus niger sont capables de résister à des concentrations élevées de 

sel (NaCl) grâce à l’accumulation d’osmolytes compatibles et à une activité accrue des enzymes 

antioxydantes (Khan et al., 2014). D’autres travaux ont montré que Penicillium chrysogenum, 

lorsqu’il est soumis à un stress oxydatif provoqué par le peroxyde d’hydrogène (H₂O₂), active 

des systèmes de défense enzymatiques impliquant la catalase et la superoxyde dismutase 

(SOD), réduisant ainsi les dommages cellulaires (Almeida et al., 2007). 

En situation de stress hydrique induit par le polyéthylène glycol (PEG-6000), certaines 

souches endophytes contribuent à améliorer la tolérance des plantes en régulant la synthèse de 

protéines de stress et en stimulant la production d’acide abscissique (ABA), une hormone clé 

impliquée dans la réponse adaptative à la sécheresse (Gouda et al., 2016). De même, 

l’exposition aux rayonnements UV entraîne la formation d’espèces réactives de l’oxygène 

(ROS), mais certaines souches fongiques sont capables de limiter les effets délétères en 
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produisant des pigments absorbant les UV et en activant des enzymes de réparation de l’ADN 

(Tiwari et al., 2020). 

Le stress thermique, quant à lui, provoque la dénaturation des protéines et l’altération 

de l’intégrité membranaire. Les souches thermotolérantes, notamment parmi les Aspergillus, 

produisent des protéines de choc thermique (HSPs) qui stabilisent les structures cellulaires et 

permettent le maintien de la viabilité dans des conditions extrêmes (Redman et al., 2002). 

Dans le cadre de ce travail de mémoire, nous avons mené une évaluation in vitro de la 

résistance de quatre souches fongiques, appartenant aux genres Aspergillus et Penicillium, 

isolées à partir des racines de palmier dattier (Phoenix dactylifera L.) de la région de Bechar 

(sud - ouest de l’Algérie). L’étude porte sur leur tolérance à sept types de stress abiotiques : 

salinité (NaCl), déficit hydrique induit par le PEG-6000, température élevée, stress oxydatif 

(H₂O₂), stress métallique (CuSO₄, Pb(NO₃)₂ et CdCl₂), ainsi qu’une exposition aux 

rayonnements ultraviolets (UV) et rayonnement gamma. 

L’objectif principal de cette étude est de comparer les capacités de résistance de ces 

souches face à ces différentes contraintes, en vue d’identifier les souches les plus prometteurs 

pour une valorisation potentielle dans des applications biotechnologiques futures. Une 

meilleure compréhension de leur comportement physiologique et biochimique face aux stress 

abiotiques pourrait contribuer au développement de solutions durables en agriculture et en 

biotechnologie microbienne. 
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Chapitre 1 : Synthèse bibliographique sur les champignons endophytes et ses 

mécanismes de tolérance face aux stress abiotiques 

I. Les champignons endophytes : diversité, écologie et interactions avec les plantes 

1. Définition des endophytes 

Les endophytes sont des micro-organismes, compris des bactéries et des champignons, 

qui résident dans les tissus végétaux sains et favorisent la croissance des plantes en conditions 

de stress (Lata et al., 2018). Leur action peut se manifester chez les plantes par une meilleure 

résistance aux maladies et aux insectes nuisible (Bérubé, 2007 ; Sessitsch et al., 2013) sans 

provoquer de dommages visibles chez la plante hôte (Hyde et Soytong, 2008). 

Les endophytes fongiques ont été signalés comme étant naturellement présents dans 

plusieurs plantes hôtes (Bamisope et al. 2018). Les endophytes ont été exploités comme source 

de composés antimicrobiens, antioxydants, anticancéreux et insecticides (Zerroug, 2011) 

2.  Classification des endophytes 

Les champignons endophytes sont classés en deux groupes majeurs (figure 1) : 

 MycoendophytesClavicipitaceae (C- endophytes)  

 C’est le groupe de champignons endophytes le plus étudié en raison de leur importance 

économique et écologique. Les C-endophytes (endophytes de classe I) représentent un petit 

nombre phylogénétique apparenté à la famille Clavicipitaceae (Ascomycota) constituée de 37 

genres, 4 possèdent des espèces endophytes : Balansia, Epichloë, Ephelis et Neotyphod (White 

et al., 2000), occupant quelques Graminées de saisons fraiches et chaudes (Rodriguez et al., 

2009). Ce sont des endophytes systémiques, transmis par voie verticale (Tintjer et al., 2008 ; 

Raja et al., 2015). 

 Mycoendophytes non-Clavicipitaceae  

Les non-Clavicipitaceae forment un ensemble très diversifié. Ils constituent un 

assemblage polyphylétique principalement composé d’Ascomycètes et se répartissent en au 

moins trois groupes fonctionnels différents en fonction de leurs caractéristiques, modes de vie 

et leur rôle écologique (Rodriguez et al., 2009). Ils se retrouvent a symptomatiquement chez 

tous les types de plantes (Saikkonen et al., 2015), y compris les tissus des plantes non 

vasculaires, des fougères, les conifères, les angiospermes et chez les plantes de tous les 

écosystèmes terrestres (Rodriguez et al., 2009). 
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3. Mécanismes de colonisation et modes de transmission des champignons 

endophytes 

La capacité à coloniser les tissus végétaux est une caractéristique fondamentale des 

champignons endophytes (CE). Cette colonisation repose sur des mécanismes complexes qui 

varient selon la souche fongique et l’espèce végétale hôte, bien que certains processus clés 

soient communs à la plupart des interactions. 

 Au début de l’interaction plante-champignon, la pénétration des CE se fait 

généralement par des ouvertures naturelles telles que les stomates, les blessures, ou encore les 

extrémités des racines. Certaines espèces produisent également des structures spécialisées ou 

des substances adhésives leur permettant de se fixer efficacement à la surface végétale 

(Mengistu, 2020). 

La localisation de la plante hôte par le champignon semble, dans plusieurs cas, être 

guidée par la chimiotaxie, bien que ce phénomène reste encore peu documenté et nécessite 

davantage de recherches. Des études suggèrent que certaines CE sont capables de se diriger 

activement vers des signaux chimiques émis par la plante hôte, facilitant ainsi leur orientation 

vers les points d’entrée potentiels (Tsai, 2020). 

Une fois fixés à la surface, les CE déploient divers mécanismes pour pénétrer les tissus 

végétaux. Ils peuvent sécréter des enzymes hydrolytiques telles que les cellulases et les 

pectinases, qui dégradent la paroi cellulaire végétale, ouvrant ainsi la voie à l’invasion (Jha et 

al., 2023). Après pénétration, la croissance fongique peut se poursuivre de manière 

intercellulaire (entre les cellules) ou intracellulaire (à l’intérieur des cellules) (Ji et al., 2022). 

 

 

Figure 1 : Classes d’endophytes selon la colonisation de l’hôte (Kusari et Spiteller, 2012). 
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Les CE peuvent se transmettre selon deux grands modes : 

 La transmission verticale, observée notamment chez certaines graminées, se fait via 

les graines. Les hyphes fongiques colonisent les tissus embryonnaires, assurant ainsi la 

présence du champignon dès les premiers stades de développement (Arnold et al., 2003 

; Andéol et Benjamin, 2016). 

 La transmission horizontale repose sur la dispersion de spores présentes dans 

l’environnement, lesquelles colonisent de nouvelles plantes. Ce mode de transmission, 

influencé par des facteurs environnementaux tels que l’humidité ou la température, 

permet une adaptation rapide à de nouveaux hôtes (Saikkonen et al., 1998). 

Une fois à l’intérieur des tissus végétaux, les CE s’établissent principalement dans les 

espaces intercellulaires, formant des réseaux mycéliens étroitement associés aux cellules hôtes. 

Cette colonisation est souvent modulée par des signaux chimiques émis par la plante, favorisant 

une interaction symbiotique stable et harmonieuse. 

 

4. Interactions symbiotiques et bénéfices pour l'hôte 

Les interactions entre les champignons endophytes (CE) et leur plante hôte peuvent être 

très particulières, impliquant parfois une espèce végétale et une souche fongique spécifique. 

Parmi ces interactions, les relations mutualistes sont particulièrement intéressantes, car elles 

procurent divers bénéfices aux plantes. Les CE peuvent notamment aider à défendre contre les 

insectes herbivores et les champignons pathogènes (Carroll, 1995), tout en facilitant 

l'absorption de nutriments essentiels comme le phosphore et l'azote (Morales-Vargas et al., 

2024). Ces symbioses offrent de nombreux avantages, tant pour le champignon que pour la 

plante. Cette dernière peut ainsi voir sa croissance s'améliorer, tout en renforçant sa capacité à 

tolérer les stress biotiques et abiotiques (Hamilton et Bauerle, 2012). En outre, certains CE 

produisent des métabolites spécialisés ayant des propriétés antifongiques ou antibactériennes, 

Figure 2 : Mode de transmission (horizontale et verticale) des mycoendophytes 

systémique Neotyphodium sur son hôte Festuca arundinacea (Saikkonen et al., 2004). 
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aidant ainsi à protéger la plante hôte contre différents agents pathogènes (Morales-Vargas et 

al., 2024). 

5. Rôle des champignons endophytes  

Les champignons endophytes peuvent apporter plusieurs avantages aux plantes tels que 

la protection contre les maladies, la synthèse de métabolites secondaires efficaces contre les 

agents pathogènes de l’hôte, la protection contre des insectes ravageurs (Redman et al. 2001). 

Ainsi, certains endophytes peuvent favoriser l'absorption du phosphore par l'hôte ou augmenter 

sa résistance de l'hôte face aux stress abiotiques (figure 3) (Bacon et Hill, 1996 ; Sieber, 2002). 

Telles que la sécheresse (Bacon et Hill, 1996), la présence de niveaux élevés de métaux lourds, 

les températures élevées (Redman et al. 2002) et une forte salinité (Rodriguez et Redman, 

2008). 

 

Figure 3 : Avantages pour les plantes liés à l’association fongique endophyte (Lata  al., 

2018). 

II. Mécanismes de tolérance des champignons endophytes aux stress abiotiques 

Les organismes vivants, y compris les champignons endophytes, sont constamment 

confrontés à divers types de stress. Le stress peut être défini comme toute perturbation de 

l'homéostasie physiologique, causée par des facteurs internes ou externes. On distingue les 

stress biotiques, d’origine vivante (pathogènes, insectes, compétition), et les stress abiotiques, 

causés par des éléments physico-chimiques de l’environnement tels que la sécheresse, la 

salinité, les températures extrêmes, les radiations UV ou les métaux lourds (Zandalinas et al., 

2021). Ces facteurs abiotiques peuvent altérer la croissance, la reproduction et la viabilité 

cellulaire des champignons. Toutefois, de nombreux endophytes ont développé des stratégies 

adaptatives spécifiques leur permettant de tolérer ces conditions hostiles. 
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Pour survivre et maintenir leur activité dans des environnements hostiles, les 

champignons endophytes déploient une large gamme de mécanismes leur conférant une 

tolérance efficace aux stress abiotiques, tels que la salinité, la sécheresse, les températures 

extrêmes, le stress lié aux métaux lourds ou encore le stress nutritionnel. Ces réponses 

adaptatives s’expriment à différents niveaux, allant des ajustements cellulaires et moléculaires 

à la production de métabolites secondaires, d’enzymes de défense, et de sidérophores, leur 

permettant ainsi de préserver leur intégrité physiologique et d'interagir favorablement avec leurs 

plantes hôtes (Rodriguez et al., 2009). 

1. Réponses cellulaires et moléculaires générales 

Les champignons endophytes déploient une gamme de réponses cellulaires et 

moléculaires pour tolérer les stress abiotiques tels que la salinité, la sécheresse, les températures 

extrêmes, les rayonnements UV et le stress oxydatif. Parmi ces réponses, la production de 

protéines de choc thermique (HSPs) joue un rôle crucial en stabilisant les structures cellulaires 

et en prévenant la dénaturation des protéines sous stress thermique. De plus, l'accumulation 

d'osmolytes compatibles, tels que le tréhalose et la glycine bétaïne, aide à maintenir l'équilibre 

osmotique des cellules fongiques en conditions de stress hydrique ou salin. Les enzymes 

antioxydants, notamment la superoxyde dismutase (SOD), la catalase et les peroxydases, sont 

également activées pour neutraliser les espèces réactives de l'oxygène (ROS) générées en 

réponse au stress oxydatif (Sun et al., 2020). 

Ces mécanismes permettent aux champignons endophytes de survivre et de maintenir 

leur fonctionnalité dans des environnements hostiles difficiles, contribuant ainsi à la résilience 

des plantes hôtes. Des études ont montré que des souches d'Aspergillus et de Penicillium isolées 

de Zygophyllum album dans la région d'Adrar présentent une tolérance notable aux stress salin, 

hydrique et thermique, illustrant l'efficacité de ces mécanismes adaptatifs (Benziane et al., 

2018). 

2. Production de métabolites secondaires et enzymes de défense 

Les champignons endophytes peuvent synthétiser des enzymes extracellulaires telles 

que : pectinase, cellulase, lipase, amylase, laccase et les protéinases. Ces enzymes fongiques 

participent à la biodégradation et aux processus d’hydrolyses qui sont essentiels pour lutter 

contre les infections et pour aboutir les besoins nutritionnels de la plante hôte (Sunitha et al., 

2013). Ainsi que de nombreux mycètes et bactéries ont la capacité de produire des composés 

appelés métabolites secondaires (Demain et Fang, 2000). Les métabolites secondaires se 

distinguent par le fait que, leur production n’est pas indispensable à la croissance du 

microorganisme lui-même et ils sont de structure et d’activité biologique très diverses. 
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Habituellement, ils sont libérés sous forme d'un mélange constituant une structure chimique 

unique (Boiron, 1996). Les produits naturels issus des endophytes fongiques présentent un large 

spectre d'activité biologique et peuvent être classés en différentes catégories : alcaloïdes, 

stéroïdes, terpénoïdes, isocoumarines, quinones, phénylpropanoïdes et lignanes, phénols et 

acides phénoliques, métabolites aliphatiques et lactones (Zhang et al., 2006 ; Elfita et al., 2012 

; Lee et al., 2014). 

3. Production des sidérophores  

Parmi les mécanismes de tolérance développés par les champignons endophytes en 

conditions de stress abiotique, la production de sidérophores joue un rôle crucial. Ces molécules 

à forte affinité pour le fer permettent aux champignons de capter ce micronutriment essentiel 

dans des environnements appauvris ou fortement compétitifs, tels que les sols salins, arides ou 

contaminés par des métaux lourds. En plus de favoriser l’acquisition du fer, les sidérophores 

participent à la réduction du stress oxydatif en limitant la génération de radicaux libres via la 

réaction de Fenton, protégeant ainsi les cellules fongiques et, indirectement, les plantes hôtes 

(Waqas et al., 2015). Certains endophytes, comme des souches de Aspergillus, Penicillium ou 

Trichoderma, sont connus pour sécréter différents types de sidérophores, notamment des 

hydroxamates et des carboxylates, qui contribuent à leur survie dans des environnements 

contraignants (Hider et Kong, 2010 ; Saha et al., 2016). Cette capacité est également impliquée 

dans l'établissement et le maintien de l'interaction symbiotique avec la plante, en renforçant la 

résistance aux stress liés à la carence en fer ou à la toxicité métallique. 

III. Réponses spécifiques des genres Aspergillus et Penicillium aux stress abiotiques 

1. Adaptations au stress salin (NaCl)  

La salinité est largement reconnue comme l'un des stress abiotiques les plus répandus 

sur Terre, ce qui a un impact significatif sur les rendements agricoles (Khales et Baaziz, 2006). 

En général, le stress salin est provoqué par des concentrations élevées de Na+ et de Cl- 

dans la solution du sol. L'irrigation excessive et la remontée des nappes phréatiques sont 

également des facteurs contribuant à la salinité (Kouadria, 2018). 

Le champignon endophyte du concombre Paecilomyces formosus LHL10 améliore la 

croissance et la tolérance de sa plante hôte de la salinité grâce à l'accumulation de proline et 

d'antioxydants (Khan et al., 2012). De la même façon, les champignons endophytes Phoma 

glomerata LWL2 et Penicillium sp. LWL3 favorisent la croissance de la biomasse et améliorent 

l'assimilation des éléments nutritifs essentiels du concombre en situation du stress salin (Waqas 

et al., 2012). Par exemple, chez les plantes exposées à un stress salin les niveaux d'enzymes 
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antioxydants telles que la catalase CAT, l'Ascorbate peroxydase APX, la Glutathion peroxydase 

GPX, la Glutathion réductase GR et la peroxydase POX sont augmentés (Abobatta et al., 2020 

; Kerbab et al., 2021). 

2. Tolérance au stress hydrique  

Le stress hydrique est l'un des stress environnementaux les plus importants, affectant la 

productivité agricole autour du monde (Boyer, 1982). Il occupe et continuera d’occuper une 

très grande place dans les chroniques agro-économiques. 

 En agriculture, il est décrit comme un déficit significatif en eau qui entraîne une 

diminution notable des rendements agricoles par rapport à la moyenne attendue pour une région 

donnée (MCKAY, 1985 in Bootsma et al., 1996). En effet, le stress hydrique survient lorsque 

les besoins en eau excèdent les ressources disponibles pendant une période donnée, ou lorsque 

sa mauvaise qualité en limite l'usage (Madhavarao et al., 2006). 

La tolérance de la sècheresse des plantes infectées par des champignons endophytes a 

été prouvée dans plusieurs recherches (Arechavaleta et al,1992 ; Lewis et Vaughan, 1997 ; 

Malinowski et al, 1998 ; Lewis, 2004 ;Malinowski et al, 2005).Parmi les champignons 

endophytes : Aspergillus et Penicillium jouent un rôle crucial dans l'amélioration de la tolérance 

des plantes à ce stress. Des études ont montré que des souches d’Aspergillus violaceofuscus, 

soumises à un stress osmotique induit par du PEG-6000 in vitro, ont maintenu une biomasse 

fongique fraîche et sèche significativement plus élevée que le témoin, démontrant ainsi une 

tolérance notable à ce type de stress (Kushwaha et al., 2021). Ces champignons améliorent la 

tolérance à la sécheresse via la régulation des protéines de stress, l'augmentation de d'acide 

abscissique (ABA) et l'accumulation d'osmolytes compatibles. De plus, une souche de 

Penicillium endophyte a montré sa capacité à produire des composés bioactifs favorisant la 

croissance des plantes sous stress hydrique (Mejías et al., 2024). 

3. Réponses au stress thermique  

D'après Oukarroum (2007), le stress thermique survient lorsque les températures restent 

élevées ou basses pendant une période suffisamment longue pour causer des dommages 

irréversibles à la fonction ou au développement des plantes. Les plantes peuvent être affectées 

de différentes manières, que ce soit par des températures basses ou élevées pendant le jour ou 

la nuit, par de l'air chaud ou froid, ou par des températures élevées du sol. La contrainte 

thermique est un phénomène complexe qui varie en fonction de l'intensité, de la durée et des 

taux d'augmentation ou de diminution de la température. 

L'utilisation des champignons endophytes pour améliorer la tolérance au stress 

thermique a été étudié dans différentes cultures ; par exemple, une étude sur le soja et le 
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tournesol utilisant Aspergillus flavus comme endophyte a montré que cette symbiose atténuait 

le stress thermique et augmentait notablement la production de proline, d'acide abscisique et de 

composés phénoliques par la plante par rapport aux témoins à 40 °C (Hamayun et al., 2019).  

Des résultats similaires ont été observés dans les mêmes semis de plantes inoculés avec 

Rhizopus oryzae et exposés à des températures de 25 °C et 40 °C, avec des niveaux élevés 

d'acide ascorbique oxydase (AAO), de catalase (CAT), de proline, de composés phénoliques, 

de flavonoïdes, de sucres, de protéines et de lipides dans les deux cas. Dans cette étude, il a 

aussi été observé que les CE augmentaient la concentration en chlorophylle, la longueur des 

pousses et des racines, ainsi que la biomasse (Ismail et al., 2020). 

Il a été suggéré que l’endophyte joue le rôle d’un déclencheur biologique, permettant 

une activation plus rapide et plus intense de la réponse au stress chez les plantes symbiotiques. 

Cette résistance à la température peut être très bénéfique pour ces plantes qui pourraient croitre 

dans des chaleurs où tous les agents pathogènes, les ravageurs et les mauvaises herbes seraient 

incapables de survivre (Redman et al., 2002). 

4. Mécanismes de tolérance et d'adaptation champignons face aux métaux 

lourds  

Les métaux lourds sont définis comme étant tout métal ayant une masse volumique 

supérieure à 5g/cm3 (Ali et Khan, 2018 ; Alik et al., 2021). Les métaux lourds sont des 

composés inorganiques pouvant être présents naturellement en quantité très faibles dans les 

différents compartiments de l’environnement (Das et al., 2014).  C’est pour cette raison que les 

scientifiques les appellent « éléments traces métalliques (ETM) » (Nouri et Haddioui, 2016). 

Certains métaux sont nécessaires et jouent un rôle important pour le métabolisme 

cellulaire tel que le cuivre (Cu), le fer (Fe), le nickel (Ni) et le manganèse (Mn). D’autre comme 

le plomb (Pb), le cadmium (Cd) et l’arsenic (As), n’ont aucun rôle bénéfique et sont toxiques 

pour les organismes vivants (Igiri et al., 2018). Lorsque les concentrations de métaux lourds 

atteignent des niveaux toxiques dans un environnement, cela entraîne des modifications dans la 

biodiversité des micro-organismes (Baudoin et al, 2001). 

Par exemple, il a été observé que Piriformospora indica améliorait la résistance des 

plantes N. tabacum au stress du cadmium en stimulant l'expression des protéines associées à la 

photosynthèse, GS (Glutamine synthétase) et POD (Peroxydase) pour réduire les dommages 

oxydatifs induit par le cadmium (Su et al.,2021). 

Selon Musa et al, 2023, l'inoculation de Paecilomyces lilacinus en tant qu'endophyte 

augmente la production d'acide indole acétique et de métabolites secondaires, ayant un rôle 

important pour favoriser la croissance des plantes S. lycopersicum et dans l'atténuation des 
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impacts négatifs du stress métallique lourd (tels que le cobalt et le plomb). Par conséquent, les 

endophytes fongiques jouent un rôle dans l'absorption des métaux lourds, contribuant à atténuer 

leurs effets toxiques. Cette approche écologique de bioremédiation des métaux lourds aide à 

éliminer leur toxicité et favorise un écosystème alimentaire sain (Gowtham et al., 2024). 

5. Mécanismes de défense contre le stress oxydatif  

Dans les systèmes biologiques, le stress oxydant résulte d'un déséquilibre entre la 

production d'espèces réactives oxygénées (ERO) et leur élimination par les systèmes de défense 

antioxydants (Bonnefont-Rousselot et al., 2003). Les ERO peuvent causer des dommages 

considérables à la structure et au métabolisme cellulaire en dégradant diverses cibles comme 

les protéines et les acides nucléiques (Cadenas etDavies, 2000 ; Pincemail et al., 1999). 

En réponse aux facteurs de stress, les plantes et les champignons réagissent par une 

libération rapide et transitoire d'espèces réactives de l'oxygène (ERO), activant un large éventail 

de stratégies pour se protéger (Sharma et al., 2012 ; Esaxena et al.,2016). Parmi les molécules 

agissant comme signaux de stress, le peroxyde d'hydrogène (H2O2) joue un rôle important ; 

cependant, il est également impliqué dans la prolifération cellulaire, les processus de 

différenciation (Petrov et al.,2012) et la modulation de la production de métabolites secondaires 

(Hong et al., 2013), tels que les mycotoxines. En effet, des augmentations in vitro de la 

concentration en H2O2 ont favorisé la production d'aflatoxine par Aspergillus flavus (Fountain 

et al.,2016) et de déoxynivalénol par F. graminearum (Ponts et al.,2009). Les augmentations 

de la concentration en H2O2 influencent également la production de fumonisines(FB) par F. 

verticillioides, avec un effet dépendant de l'isolat (Ferrigo et al.,2015) ; cependant, à ce jour, 

aucune donnée n'est disponible pour moniliformine (MON). Pour ces raisons, la compréhension 

de la réponse fongique aux ROS, tels qu’H2O2, pourrait être utile pour développer des stratégies 

efficaces contre la contamination par les mycotoxines.  

Le stress oxydatif survient dans les systèmes biologiques lorsqu’un déséquilibre 

s’installe entre la production d’espèces réactives de l’oxygène (ERO) – telles que l’anion 

superoxyde (O₂⁻), le peroxyde d’hydrogène (H₂O₂) et le radical hydroxyle (•OH) – et la capacité 

des systèmes antioxydants à les neutraliser (Bonnefont-Rousselot et al., 2003). Ces ERO 

peuvent endommager des constituants cellulaires majeurs, notamment les lipides, les protéines, 

les glucides et les acides nucléiques, perturbant ainsi les fonctions physiologiques et la viabilité 

cellulaire (Cadenas et Davies, 2000 ; Pincemail et al., 1999).  

Chez les plantes comme chez les champignons, les ERO sont générées en réponse à 

divers stress abiotiques (UV, chaleur, sécheresse, salinité) ou biotiques (infection pathogène) 

et jouent un double rôle : délétère à forte concentration, mais également messager intracellulaire 
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à faible concentration (Sharma et al., 2012 ; Saxena et al., 2016). Le peroxyde d’hydrogène 

(H₂O₂), en particulier, est considéré comme une molécule signal clé, impliquée dans l’activation 

des mécanismes de défense, la régulation de la prolifération cellulaire, les processus de 

différenciation, et l’induction de la biosynthèse de métabolites secondaires tels que les 

mycotoxines (Petrov et al., 2012 ; Hong et al., 2013). 

Chez les champignons filamenteux, plusieurs études ont démontré que le stress oxydatif 

pouvait moduler la production de mycotoxines. Par exemple, une élévation des concentrations 

de H₂O₂ stimule la production d’aflatoxines par Aspergillus flavus (Fountain et al., 2016), de 

déoxynivalénol (DON) par Fusarium graminearum (Ponts et al., 2009) et de fumonisines par 

Fusarium verticillioides de manière isolat-dépendante (Ferrigo et al., 2015). Ce lien suggère 

que les ERO, et en particulier H₂O₂, pourraient agir comme signaux de régulation dans les voies 

de biosynthèse des toxines. Toutefois, la réponse des champignons à ces signaux est soumise à 

une forte variabilité interspécifique et inter-variétale. À ce jour, peu de données sont disponibles 

sur l’effet du stress oxydatif sur la production de moniliformine (MON) ou d'autres toxines 

émergentes. 

Pour se défendre, les champignons possèdent une machinerie antioxydant bien 

développée, incluant des enzymes telles que la superoxydedismutase (SOD), la catalase (CAT), 

l’ascorbate peroxydase (APX) et le glutathion peroxydase (GPX), ainsi que des métabolites non 

enzymatiques comme le glutathion, l’acide ascorbique ou les polyphénols (Das et 

Roychoudhury, 2014 ; Li et al., 2019). La régulation fine de ces mécanismes permet non 

seulement de maintenir l’homéostasie redox, mais aussi d’adapter la réponse cellulaire selon le 

type et l’intensité du stress subi. 

Ainsi, comprendre les réponses fongiques au stress oxydatif, en particulier face à H₂O₂, 

constitue un enjeu fondamental pour mieux cerner les conditions favorisant la biosynthèse de 

mycotoxines et développer des stratégies de lutte ciblées contre la contamination des cultures 

agricoles. 

6. Stress par l’irradiation ultraviolette (UV)  

L’irradiation ultraviolette (UV) constitue une source de stress abiotique importante pour 

les micro-organismes, en particulier les champignons. Parmi les trois catégories de 

rayonnement UV (UV-A : 315–400 nm, UV-B : 280–315 nm, et UV-C : 200–280 nm), le 

rayonnement UV-C est le plus énergétique et possède des propriétés germicides 

particulièrement puissantes. Ce spectre est largement utilisé pour la stérilisation et la 

désinfection dans divers contextes industriels, agricoles et médicaux (Singh et al., 2021). 
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Le rayonnement UV-C endommage directement l’ADN, provoquant la formation de 

dimères de pyrimidine, entraînant mutations, inhibition de la croissance cellulaire et 

éventuellement la mort cellulaire et il peut ainsi induire un stress oxydatif par la génération 

d’espèces réactives de l’oxygène (ERO) (Singh et al., 2021). Ce stress peut inhiber la croissance 

fongique ou altérer la viabilité cellulaire. Pour y faire face, de nombreux champignons 

endophytes développent des mécanismes de défense, comme la production d’enzymes 

antioxydants (SOD, catalase), la synthèse de mélanine aux propriétés photo protectrices, ou 

l’activation de systèmes de réparation de l’ADN (Braga et al., 2015). Par exemple, Aspergillus 

niger et Penicillium sp., isolés comme endophytes de céréales ou de plantes désertiques, ont 

montré une bonne tolérance au rayonnement UV, maintenant leur viabilité et leur activité 

métabolique même après exposition (Simões et al., 2023). Ces capacités font des champignons 

endophytes des candidats intéressants pour améliorer la résistance des plantes aux 

environnements à fort rayonnement solaire. 

7. Protection contre les rayonnements UV   

Les champignons, en particulier, ont la capacité de produire de la mélanine dans des 

conditions défavorables, ce qui leur permet de jouer le rôle d'un écran solaire naturel qui offrent 

une protection contre les rayons UV. La mélanine est essentielle pour la survie des champignons 

dans des environnements exposés aux UV très fort. De plus, la mélanine a des propriétés 

antioxydants puissantes qui aident à protéger les cellules fongiques contre le stress oxydatif, 

notamment celui induit par les espèces réactives de l'oxygène (Nosanchuk et Casadevall, 2006 

; Zhan et al., 2011 ; Singh et al., 2021).  

Plusieurs recherches ont exploré l'extraction de la mélanine de divers genres fongiques, 

notamment Aspergillus, Penicillium, Exophiala, Gliocephalotrichum, Hortea, Inonotus, 

Phoma, Phyllosticta, Pleurotus, SchizophyllumetSpissiomyces (Arun et al., 2015 Suwannarach 

et al., 2019 ; Surendirakumar et al., 2022). 

 

8. Protection contre les rayonnements Gamma 

Les principales sources de rayonnement utilisées pour l'irradiation sont les rayons 

gamma, les faisceaux d'électrons et les rayons X, les deux premiers étant principalement utilisés 

pour la désinfection. Selon la GIP (Groupement d’Intérêt Publi) Alliance et l'International 

Irradiation Association (2018), l'irradiation gamma représente environ 40,5 % du marché 

mondial de la stérilisation alimentaire (Gyeong-Seo et al., 2025). 
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Selon des études antérieures, la plupart des champignons qui endommagent les objets 

du patrimoine culturel sont efficacement contrôlés dans les processus de désinfection utilisant 

un rayonnement ionisant de 5 kGy (Jung et al., 2014 ; Chu et al., 2015 ; Cortella et al., 2020). 

Cependant, certaines espèces fongiques ont montré une résistance à des doses de rayonnement 

de 10 à 15 kGy (Linh et al., 2020 ; Park et Oh, 2023). 

Outre leur rôle pathogène, certains champignons, tels que les endophytes, jouent un rôle 

bénéfique dans la protection des plantes face au stress induit par les rayonnements. Les 

champignons endophytes pourraient jouer un rôle important dans l’atténuation du stress 

oxydatif induit par le rayonnement gamma chez les plantes hôtes. Les résultats obtenus des 

expérimentations sont mis en évidence une altération significative de la persistance et de 

l’intensité de l’association endophyte après exposition aux rayons gamma. Ainsi, le 

pourcentage initial de graines de fétuque élevée infectées par l’endophyte, estimé à 91 % dans 

les lots non irradiés, a chuté à 23 % après une dose de 0.05 KGy de rayonnement. Une 

diminution marquée de la présence et de l’intensité de l’endophyte a été observée pour des 

doses comprises entre 0.1 et 0.4 KGy (Davide et al., 2021). 

Par ailleurs, l’analyse biplot croisant les doses de rayonnement gamma et les traits 

physiologiques (GT) a révélé des corrélations positives entre la symbiose endophyte et l’activité 

des enzymes antioxydants. En revanche, des corrélations négatives ont été observées entre la 

présence de l’endophyte et la teneur en malondialdéhyde (MDA), indicateur du stress oxydatif, 

chez la plante hôte (Davide et al., 2021). 

IV. Applications biotechnologiques des champignons endophytes tolérants aux stress 

1. Amélioration de la résilience des cultures  

Les champignons endophytes peuvent renforcer la résilience des plantes hôtes face aux 

conditions biotiques et abiotiques, notamment en améliorant leur tolérance à la sécheresse, la 

salinité, l'alcalinité et la résistance aux ravageurs (Tan et al., 2002), ce qui augmente la capacité 

de survie des plantes. Les mécanismes par lesquels les champignons endophytes améliorent la 

résistance au stress des plantes peuvent être regroupés en trois catégories (Figure 4) :  

(1) en facilitant l'absorption par la plante hôte d'ions métalliques, de minéraux et de 

composés organiques, ce qui à son tour renforce la résilience de la plante hôte au stress 

environnemental ;  

(2) en synthétisant des antibiotiques ou d'autres métabolites secondaires pour renforcer 

leur propre avantage compétitif ;  
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(3) ou encore déclencher ou amplifier les réponses de défense de la plante hôte afin de 

repousser les attaques des agents pathogènes.  

Le champignon endophyte Penicillium ruqueforti qui peut produire de l'IAA, peut 

améliorer la résilience des plants de blé cultivés dans un sol riche en métaux lourds (nickel, 

cadmium, cuivre, zinc et plomb) face à la contamination par ces métaux (Ikram et al., 2018). 

De plus, les semis de blé inoculés avec des champignons endophytes montrent une croissance 

améliorée, une meilleure absorption des nutriments et une diminution des métaux lourds dans 

leurs tiges et leurs racines sous irrigation avec des eaux usées. Inversement, lorsque les plantes 

de blé non inoculés sont soumises à un stress causé par les métaux lourds, leur croissance est 

freinée et ils montrent des signes de carence en chlorophylle. Les résultats indiquent que 

l'inoculation de Penicillium roqueforti peut favoriser une relation symbiotique avec les plantes 

hôtes, aidant les cultures hôtes dans des sols fortement contaminés par des métaux (Yuan Gao 

et al., 2025). 

 

Figure 4 : Mécanisme des champignons endophytes améliorant la tolérance au stress des 

plantes (Yuan Gao et al., 2025). 

 

2. Bioremédiation et phytoprotection 

Au cours des dernières décennies, la terre est de plus en plus polluée par des substances 

toxiques, notamment les métaux lourds (Alkorta et al., 2004). Afin de lutter contre la 

contamination, de nouvelles méthodes biologiques prometteuses ont été utilisées pour préserver 

et dépolluer l’environnement, en particulier les caractéristiques du sol, dont la bioremédiation 

est l’une des principales approches biologiques récemment développées (Kour et al., 2021). La 

bioremédiation englobe l’ensemble de processus qui utilisent les capacités métaboliques 

naturelles que possèdent de nombreux microorganismes (bactéries, champignons) pour 
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décomposer et dégrader des polluants toxiques transformant ainsi ces substances en composés 

inertes et favorisant un environnement sain biologiquement (Jariyal et al., 2020). Ces 

microorganismes peuvent êtres locaux ou bien étrangers par rapport à la zone polluée (Rivelli 

et al., 2012). 

3. Perspectives en agriculture durable et en biotechnologie 

L'intégration des champignons endophytes tolérants aux stress abiotiques dans les 

pratiques agricoles offre des perspectives prometteuses pour une agriculture durable et des 

applications biotechnologiques innovantes. Leur capacité à améliorer la tolérance des plantes 

aux stress environnementaux, à promouvoir la croissance végétale et à protéger contre les 

agents pathogènes en fait des candidats idéaux pour le développement de bio-inoculants 

(Rodriguez et al., 2009 ; lata et al.,2018). De plus, la production de composés bioactifs par ces 

champignons ouvre la voie à la découverte de nouvelles molécules d'intérêt pharmaceutique et 

industriel (Kusari et al., 2012). Cependant, des recherches supplémentaires sont nécessaires 

pour comprendre les mécanismes d'interaction entre les endophytes et leurs plantes hôtes, ainsi 

que pour développer des méthodes efficaces de culture et d'application à grande échelle. La 

valorisation de ces micro-organismes pourrait ainsi contribuer à répondre aux défis alimentaires 

et environnementaux actuel (Waqas et al., 2012). 
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                         Chapitre 2 : Matériels et méthodes 

Dans cette seconde partie, nous décrivons les matériels et les méthodes mis en œuvre 

lors de nos expérimentations, conduites au sein du Laboratoire de Protection et Valorisation des 

Ressources Agrobiologiques (LPVRAB) ainsi qu’au laboratoire pédagogique de mycologie de 

l’Université Saad Dahlab – Blida 1. 

Ce travail s’articule en deux volets principaux : 

 Le premier consiste à la purification de quatre souches fongiques précédemment isolées 

de racines de palmier dattier (Phoenix dactylifera L.) en Algérie, suivie d’une 

vérification de leur identité à travers l’analyse des caractères morphologiques 

macroscopiques et microscopiques. 

 Le second volet est consacré à l’évaluation de la tolérance de ces souches aux stress 

abiotiques in vitro. Selon la nature du stress, différents milieux de culture ont été utilisés, 

et les souches fongiques ont été soumises aux conditions suivantes : 

- Stress thermique : exposition à différentes températures. 

- Stress salin : présence de NaCl à des concentrations variables. 

- Stress hydrique : induction d’un déficit hydrique par ajout de polyéthylène 

glycol (PEG). 

- Stress aux métaux lourds : exposition à des sels métalliques (CdCl₂, CuSO₄, 

Pb(NO₃)₂), suivie d’un test de détection des sidérophores à l’aide du réactif au 

chlorure ferrique (FeCl₃). 

- Stress oxydatif : exposition au peroxyde d’hydrogène (H₂O₂) 

- Stress lumineux : exposition à une lumière UV pendant différentes durées. 

- Stress radioactif : exposition à un rayonnement gamma. 

I. Matériels  

1. Matériel biologique : souches fongiques utilisées 

Les expérimentations ont été réalisées en utilisant quatre souches de champignons 

endophytes isolées initialement des racines de palmier dattier (Phoenix dactylifera L.) de la 

région de Bechar (Sud-Ouest de l’Algérie). Ces souches appartiennent à la collection du 

Laboratoire de Protection et Valorisation des Ressources Agrobiologiques (LPVRAB), situé au 

Département de Biotechnologie, Faculté des Sciences de la Nature et de la Vie, Université de 

Blida 1. Les souches sont : TFS35, TCS34, TBS33 et KHS31 qui ont été sélectionnées en 

fonction de leur pouvoir antagoniste in vitro vis à vis les souches pathogènes de palmiers 
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dattiers, de leur capacité à stimuler la germination du blé et de l’orge, ainsi que de leur potentiel 

de production de métabolites secondaires (Benzina et Amarouche, 2023 ; Boukara et Koudra, 

2024 ; Zaaf, 2024). 

Ces souches ont été conservées par dépôt de fragments de mycélium dans des tubes 

eppendorf stériles, à une température 4 °C. La purification des champignons a été réalisée par 

plusieurs repiquages, impliquant le transfert aseptique d’un fragment dans un milieu PDA 

(Potato Dextrose Agar) et incubation à 25°C pendant 7 jours (Botton et al, 1990). 

2. Matériels non biologiques  

- La verrerie, les appareillages : balance, autoclave, bain marie, étuve, four pasteur, 

microscope optique, loupe binoculaire, spectrophotomètre, vortex et lampe à UV. 

- Le milieu de culture PDA qui a été utilisé pour le repiquage, la purification, et la 

conservation des souches fongiques. 

- Éthanol 96%, Sulfate de Cuivre (CuSo4), Chlorure de Caduim (CdCl2), Nitrate de 

plomb (Pb(NO₃)₂), polyéthylène glycol, Chlorure de soduim (NaCl), Glucose, Potato 

Dextrose Agar Déshydraté (PDA), Agar, Chlorure de ferrique (FeCl3), l'Eau oxygénée 

(H2O2), Acide chlorique (HCL). 

II. Méthodes  

1. Purification des souches sélectionnées 

Chaque souche fongique a été purifiée par repiquage sur milieu PDA un substrat nutritif 

largement utilisé pour favoriser une croissance rapide et vigoureuse des champignons (Johnson 

et Booth, 1983). Un fragment de mycélium a été prélevé et transféré de manière aseptique dans 

une boîte de Pétri contenant du PDA, puis incubé à 28 °C pendant sept jours (Botton et al., 

1990). Cette opération a été répétée plusieurs fois jusqu’à l’obtention de cultures pures, 

condition indispensable pour garantir l’homogénéité et la fiabilité des essais expérimentaux 

ultérieurs. 

2. Conservation des souches fongiques  

Les souches fongiques ont été cultivées sur milieu PDA et incubées à 25 °C pendant 

sept jours pour leur conservation. Après vérification de leur pureté, des disques mycéliens ont 

été prélevés à l’aide de pipettes Pasteur stériles, puis déposés individuellement dans des tubes 

eppendorf stériles (figure 5), étiquetés, scellés avec du parafilm et conservés à 4 °C (Raper et 

Fennell, 1965). 
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A : eppendorf stérile ; B : prélèvement d'un disque mycélien 
C : dépôt de disque mycélien dans l'eppendorf stérile ; D : Eppendorf + disque mycélien  

 

3. Identification morphologique  

a. Identification macroscopique  

L’identification macroscopique des souches fongiques a été réalisée à l’œil nu, en se 

basant principalement sur les caractéristiques morpho-culturelles telles que l’aspect général de 

la colonie, sa texture, ainsi que la pigmentation observée en surface et au revers 

(Suryanarayanan et al., 2003). 

b. Identification microscopique  

Ce procédé constitue une étape essentielle pour affiner la caractérisation des espèces 

fongiques, en permettant l’observation détaillée de leurs structures morphologiques. L’analyse 

porte notamment sur les filaments mycéliens, leur cloisonnement (septation), ainsi que sur la 

morphologie, la disposition et la pigmentation des spores, des conidiophores et autres structures 

reproductrices (Farah, 2020). 

La technique consiste à prélever, à l’aide d’une aiguille stérile, un petit fragment de la 

colonie fongique, de préférence au niveau de la zone de croissance active située en périphérie, 

afin d’optimiser la visibilité des structures jeunes et différenciées. Le fragment est ensuite placé 

au centre d’une lame propre, sur laquelle une goutte d’eau distillée est déposée à l’aide d’une 

pipette Pasteur. Une lamelle est ensuite posée délicatement sur l’échantillon, en prenant soin 

d’éviter la formation de bulles d’air. L’observation est réalisée à l’aide d’un microscope 

optique, en commençant par un faible grossissement, puis en augmentant progressivement 

Figure 5 : Etapes de conservation des souches fongiques. 
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jusqu’à l’objectif ×40, ce qui permet de visualiser la majorité des éléments diagnostiques 

caractéristiques (Cahagnier et al., 1998). 

4. Évaluation de la tolérance des souches fongiques aux stress abiotiques 

4.1 Test de stress thermique : exposition à différentes températures 

a. Culture sur milieu solide  

Nous avons évalué la tolérance thermique des souches fongiques sur milieu solide PDA 

(Potato Dextrose Agar), reconnu pour favoriser une croissance optimale. Environ 20 mL de 

milieu PDA ont été répartis dans des boîtes de Pétri stériles, puis laissés à solidifier à 

température ambiante. Toutes les manipulations ont été réalisées en conditions aseptiques afin 

de prévenir toute contamination. 

Nous avons prélevé des disques mycéliens de 5 mm de diamètre à partir de cultures 

pures âgées de 7 jours, puis nous les avons déposés au centre de chaque boîte. Les boîtes ont 

ensuite été incubées à cinq températures différentes : 5 °C, 25 °C (témoin), 35 °C, 45 °C et 

55 °C. 

L’incubation a été conduite sur trois périodes : 72 heures, 7 jours et 12 jours, en suivant 

le protocole décrit par Kogej et al. (2005). Pour chaque souche et chaque température, nous 

avons effectué trois répétitions indépendantes. 

À l’issue de chaque période d’incubation, nous avons mesuré le diamètre des colonies 

fongiques afin d’évaluer la croissance mycélienne. 

b. Culture sur milieu liquide  

Nous avons également évalué la tolérance thermique des souches fongiques en milieu 

liquide à base de PDB (Potato Dextrose Broth), mais uniquement à la température de 45 °C 

(Figure 6). Pour chaque test, nous avons prélevé cinq disques mycéliens de 5 mm de diamètre 

à partir de cultures fraîches, que nous avons introduits dans des flacons stériles contenant 100 

mL de PDB. Les cultures ont été incubées à 45 °C pendant 7 jours, sous agitation constante, 

conformément à la méthode décrite par Kogej et al. (2005). À la fin de l’incubation, nous avons 

récupéré les biomasses fongiques par filtration à l’aide de papier filtre stérile, puis nous les 

avons séchées dans un four Pasteur à 100 °C pendant 15 minutes (figure 7). La biomasse sèche 

a ensuite été pesée à l’aide d’une balance de précision afin d’évaluer quantitativement la 

croissance mycélienne. 
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Figure 7 : Filtration et Séchage de la biomasse dans un four Pasteur. 

    4.2. Test de stress salin : présence de NaCl à des concentrations variables. 

Nous avons évalué la tolérance au stress salin des souches fongiques TFS35, TCS34, 

TBS33 et KHS31 en les cultivant sur milieu solide PDA supplémenté en chlorure de sodium 

(NaCl) à différentes concentrations : 0 mol/L (témoin), 0.1 mol/L, 0.2 mol/L, 0.5 mol/L, 1 

mol/L et 2 mol/L, selon la méthode décrite par Zamin et al. (2022). Les équivalents en grammes 

par litre de NaCl étaient respectivement de 0, 5.85, 11.7, 29.2, 58.5 et 117 g/L. 

Nous avons préparé environ 20 mL de chaque formulation de PDA + NaCl, que nous 

avons versés dans des boîtes de Pétri stériles, puis laissés à solidifier à température ambiante. 

Toutes les étapes de préparation et de coulage des milieux ont été effectuées en conditions 

aseptiques strictes. 

Chaque boîte a été ensemencée avec un disque mycélien de 5 mm de diamètre, prélevé 

au centre d’une culture fraîche de la souche correspondante. L’incubation a été réalisée à 25 °C, 

avec un suivi de la croissance à 72 heures, 7 jours et 12 jours, conformément à Kogej et al. 

(2005). Chaque condition (souche × concentration) a été testée en trois répétitions. 

Nous avons évalué la tolérance au sel en mesurant le diamètre moyen des colonies, 

comparé à celui du témoin sans sel.  

4.3. Test de stress hydrique : induction d’un déficit hydrique par ajout de 

polyéthylène glycol (PEG). 

Nous avons simulé un stress hydrique in vitro en modifiant le potentiel osmotique du 

milieu de culture par l’ajout de polyéthylène glycol 6000 (PEG 6000), conformément aux 

méthodes décrites par Benmahioul et al. (2017). Ce composé, stable, inerte, non ionique et non 

Figure 6 : Des flacons de PDB contenant les disques mycéliens. 
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toxique, est couramment utilisé pour induire artificiellement un déficit hydrique en laboratoire 

(Galović et al., 2005 ; Jaouadi et al., 2010)  

Nous avons préparé quatre milieux solides PDA supplémentés en PEG 6000 aux 

concentrations suivantes : 0 g/L (témoin), 50 g/L (5 %), 100 g/L (10 %) et 300 g/L (30 %) 

(Novilda et al., 2023). Les quantités de PEG ont été soigneusement pesées, puis dissoutes dans 

le milieu encore chaud, jusqu’à homogénéisation complète. Le milieu a ensuite été coulé dans 

des boîtes de Pétri stériles en conditions aseptiques. 

Chaque boîte a été ensemencée au centre avec un disque mycélien de 5 mm de diamètre, 

prélevé à partir d’une culture de sept jours. L’incubation a été effectuée à 25 °C pendant 72 

heures, 7 jours et jusqu’à 12 jours, selon les étapes de suivi recommandées par Kogej et al. 

(2005). Chaque condition expérimentale (souche × concentration) a été répétée trois fois. 

Nous avons évalué la tolérance au stress hydrique en mesurant le diamètre des colonies 

fongiques, comparé à celui obtenu sur le témoin (milieu sans PEG).  

4.4 Test de stress aux métaux lourds : exposition à des sels métalliques (CdCl₂, 

CuSO₄, Pb(NO₃)₂). 

Le stress métallique a été induit à l’aide de trois sels métalliques : sulfate de cuivre 

(CuSO₄), chlorure de cadmium (CdCl₂) et nitrate de plomb (Pb(NO₃)₂).  

a. Culture sur milieu solide  

Nous avons préparé des milieux solides à base de PDA enrichis en métaux lourds afin 

d’évaluer la tolérance des souches fongiques à différentes concentrations de CuSO₄, CdCl₂ et 

Pb(NO₃)₂. Les concentrations testées étaient de 200, 1000 et 4000 ppm (équivalentes à 200, 

1000 et 4000 mg/L), conformément à la méthode décrite par Provedano et al. (2017). 

Les masses correspondantes à ces concentrations pour 100 ml de milieu sont les 

suivantes : Dose 1 (200 ppm) : 0,02 g, Dose 2 (1000 ppm) : 0,1 g, Dose 3 (4000 ppm) : 0,4 g. 

Les sels métalliques ont été pesés à l’aide d’une balance électronique de précision 

(±0,01 g). Chaque masse a été incorporée dans 100 ml de milieu PDA stérilisé et maintenu à 

50–55 °C. Le mélange a été agité pour assurer une homogénéité complète, puis environ 20 ml 

de milieu ont été coulés dans chaque boîte de Pétri sous hotte stérile afin d’éviter toute 

contamination. 

Après solidification, un disque mycélien de 5 mm de diamètre, prélevé à la périphérie 

d’une culture fongique âgée de 7 jours, a été déposé au centre de chaque boîte (Nongmaithem 

et al., 2016). 

Les cultures ont été incubées à 25 °C pendant 72 h, 7 jours puis jusqu’à 12 jours (Kogej 

et al., 2005). Le diamètre de la colonie a été mesuré régulièrement, en prenant la moyenne de 
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deux mesures perpendiculaires sur les trois réplicas par souche, par métal et par concentration. 

Le développement fongique a été évalué par comparaison avec le témoin (milieu PDA sans 

métal), en tenant compte de la croissance mycélienne, de la morphologie, de la pigmentation et 

de l’aspect global des colonies. 

b. Culture sur milieu liquide 

Nous avons évalué la tolérance aux métaux lourds des souches fongiques TBS33 et 

TCS34 en milieu liquide à base de PDB (Potato Dextrose Broth) supplémenté en sels 

métalliques. Trois composés ont été utilisés : le nitrate de plomb Pb(NO₃)₂, le sulfate de cuivre 

CuSO₄ et le chlorure de cadmium CdCl₂, chacun aux concentrations finales de 200, 1000 et 

4000 ppm, selon la méthode décrite par Farah (2020). 

Nous avons préparé des flacons stériles de 100 mL de milieu PDB, que nous avons 

stérilisés par autoclavage à 121 °C pendant 15 minutes (figure 8). Après refroidissement à 

température ambiante, les sels métalliques préalablement pesés ont été ajoutés à chaque flacon, 

puis les conditions expérimentales ont été soigneusement étiquetées. Un flacon témoin, sans 

ajout de métal, a été préparé pour chaque souche. 

Chaque flacon a été ensemencé avec cinq disques mycéliens de 5 mm de diamètre, 

prélevés à la périphérie de cultures âgées de 7 jours. Les flacons ont ensuite été placés sur un 

agitateur orbital à température ambiante pendant 7 jours, afin d’assurer une bonne aération et 

une homogénéité de la croissance fongique (figure 9). 

À l’issue de l’incubation, la biomasse fongique a été récupérée par filtration sur papier 

filtre stérile, puis séchée dans un four Pasteur à 100 °C pendant 15 minutes. Enfin, les biomasses 

sèches ont été pesées à l’aide d’une balance analytique de précision (figure 10). 
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Figure 8 : Les flacons contenant PDB additionne de métaux lourds. 

A: PDB+CdCl2.B: PDB+CuSo4. C: PDB+ Pb (No3) 

 

Figure 10 : Filtration (A) ; séchage(B) et la pesée de biomasse(C). 

 

 

c. Test de detection des sidérophores au FeCl₃ 

La détection des sidérophores dans les filtrats fongiques est réalisée à l’aide du réactif 

au chlorure ferrique (FeCl₃), selon la méthode décrite par Neilands (1981). Le but de ce test est 

pour détecter et quantifier indirectement la réponse des champignons au stress métallique, en 

observant s’ils produisent des sidérophores pour se défendre dans les environnements hostiles.  

Pour la préparation de la solution de FeCl₃, qui est une solution réactive dont nous avons 

dissous : 0,83g de FeCl₃ dans 1 ml de HCl 0,1 N (acide chlorhydrique dilué). Ensuite nous 

Figure 9 : Agitation des flacons PDB contenant les métaux lourds. 
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avons compléter le volume à 100 ml avec de l’eau distillée. Puis conserver la solution obtenue 

à l’abri de la lumière dans un flacon ambré, car le FeCl₃ est photosensible (figure 11). 

Pour la réalisation du test : nous avons prélevé1 ml (1000 µL) de filtrat de culture 

fongique sous un stress parles métaux lourds obtenu après incubation dans un milieu pauvre en 

fer. Ensuite nous ajoutons 0,1 ml (100 µL) de la solution de FeCl₃ au filtrat dans un tube 

eppendorf stérile. Nous mélangeons doucement. Puis nous observons immédiatement tout 

changement de couleur : jaune, orange ou rouge-violet indique la présence de sidérophores, la 

teinte variant selon leur nature chimique. 

 

Figure 11 : les étapes de préparation de solution de FeCl3. 

4.5 Test de stress oxydatif : exposition au peroxyde d’hydrogène (H₂O₂) 

Afin d’évaluer la tolérance des quatre souches fongiques étudiées au stress oxydatif, un 

test de diffusion en milieu solide a été réalisé, en suivant le protocole décrit par Konan et al. 

(2014). Le stress a été induit à l’aide de trois concentrations de peroxyde d’hydrogène (H₂O₂) : 

10, 20 et 40 volumes. Les équivalents en pourcentage étaient respectivement de 3% ; 6% et 

12%. 

Des boîtes de Pétri contenant environ 20 ml de milieu PDA ont été préparées et laissées 

à solidifier à température ambiante. Une fois solidifiées, trois puits de 5 mm de diamètre ont 

été réalisés dans chaque boîte à l’aide d’une pipette Pasteur stérile, en respectant une distance 

de 2,5 cm du centre (figure 12). 

Chaque condition expérimentale a inclus deux témoins : Témoin 1 : boîte contenant 

uniquement les puits remplis de H₂O₂, sans mycélium (pour observer l’effet direct de l’agent 

oxydant). Témoin 2 : boîte contenant uniquement un disque mycélien de 5 mm de diamètre au 

centre, sans ajout de H₂O₂ (croissance normale de la souche). 

Dans les boîtes test, un disque mycélien âgé de 7 jours a été placé au centre de la boîte, 

puis les puits périphériques ont été remplis avec les différentes concentrations de H₂O₂. Toutes 
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les manipulations ont été réalisées dans des conditions aseptiques strictes afin d’éviter toute 

contamination. 

Les boîtes ont ensuite été incubées à 25 °C, et la croissance mycélienne a été suivie à 72 

h, 7 jours et 12 jours. L’observation porte à la fois sur le diamètre de croissance ainsi que sur 

l’éventuelle inhibition autour des puits, afin d’évaluer la tolérance des souches fongiques au 

stress oxydatif. 

L’ensemble des conditions a été répété trois fois pour chaque souche et chaque 

concentration de H₂O₂, afin d'assurer la reproductibilité et la fiabilité des résultats. 

4.6 Test de stress lumineux : exposition à une lumière UV pendant différentes durées 

Les quatre souches fongiques sélectionnées ont été cultivées sur des boîtes de Pétri 

contenant du milieu PDA, puis incubées à 25 °C pendant 7 jours afin de permettre une 

croissance mycélienne optimale. 

Après incubation, les cultures fongiques ont été exposées à une irradiation UV-C 

(longueur d’onde ≈ 254 nm, source germicide) à une distance de 16 cm de la lampe, selon le 

protocole de Thiago et al. (2022) (Figure 13). Trois durées d’exposition ont été testées : 10, 20 

et 30 minutes, afin d’évaluer l’effet du stress lumineux sur la viabilité et la croissance 

mycélienne. Immédiatement après l’irradiation : Nous avons réalisé un examen microscopique 

pour détecter d’éventuelles altérations morphologiques. Pour cela, un fragment de mycélium 

irradié a été placé sur une lame porte-objet, une goutte d’eau distillée a été ajoutée, puis une 

lamelle a été déposée délicatement, en évitant la formation de bulles d’air. 

Les souches irradiées pendant 30 minutes ont été repiquées sur un milieu PDA frais, 

puis incubées à 25 °C pendant 5 jours (Kogej et al., 2005). À l’issue de cette période, nous 

avons mesuré le diamètre des colonies et comparé les résultats à ceux des témoins non exposés 

aux UV, afin d’évaluer l’impact du stress lumineux sur la croissance mycélienne. 

Figure 12 : Schéma de boite Pétri contenant le PDA pour le 

test d'H2O2. 
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Par ailleurs, les souches ayant subi une irradiation de 30 minutes ont été utilisées, dans une 

étude distincte, pour tester leur capacité de production de lipase. Cette démarche visait à 

explorer un éventuel effet du stress UV sur l’expression de cette activité enzymatique. 

4.7 Test de stress radioactif : exposition à un rayonnement gamma. 

Afin d’évaluer la tolérance des souches fongiques TBS33 et TCS33 au rayonnement 

gamma. L’irradiation gamma a été réalisée au Centre de Recherche Nucléaire d’Alger (CRNA), 

en collaboration avec le Laboratoire de Physique Théorique et Interaction Rayonnement-

Matière, rattaché au Département de Physique de la Faculté des Sciences, Université Saad 

Dahlab – Blida 1. 

Les suspensions mycéliennes ont été préparées à raison de 15 ml d’eau distillée stérile 

contenant un disque mycélien de 7 jours pour chaque souche. Celles-ci ont été placées dans des 

tubes à essai hermétiquement fermés, perméables aux rayons gamma, afin d’assurer une 

exposition homogène tout en prévenant toute contamination. 

Les tubes ont été soumis aux doses suivantes de rayonnement gamma : Témoin : 0 kGy 

(non irradié), Faible dose : 0,5 kGy, Dose moyenne : 1,0 kGy, Haute dose : 2,0 kGy, Très haute 

dose : 5,0 kGy (Neeven et al., 2006). 

Un dosimètre a été utilisé pour contrôler précisément les doses absorbées, garantissant 

la fiabilité et la reproductibilité des résultats. 

Après irradiation, les tubes ont été conservés à 4 °C dans des conditions strictement 

identiques afin d’éviter toute altération postérieure au traitement. Les suspensions ont ensuite 

été repiquées sur milieu PDA frais et incubées à 25 °C pendant 7 jours (Kogej et al., 2005). La 

croissance mycélienne a été suivie par mesure du diamètre des colonies et comparaison avec 

les témoins non irradiés. Cette évaluation comprend la mesure du temps de latence avant reprise 

Figure 13 : La lampe UV portable "dual wave" (onde courte / 254 nm + onde 

longue / 365 nm) modèle UVGL 58 (378 × 81 × 64 mm). 
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de la croissance, la vitesse de croissance radiale ainsi que l’analyse des caractéristiques 

morphologiques. 

Parallèlement, une observation microscopique a été effectuée à partir d’une goutte de 

suspension placée sur lame, additionnée d’eau distillée et recouverte d’une lamelle, pour une 

évaluation qualitative de l’intégrité cellulaire, de la morphologie des spores et des hyphes, ainsi 

que la recherche d’éventuelles anomalies structurales. 

Un dénombrement des spores a été réalisé à l’aide d’une cellule de Malassez, afin 

d’estimer la concentration en spores viables. Cette méthode a permis de calculer le taux de 

survie (%) selon la formule suivante : (Nombre de spores irradiées viables / Nombre de spores 

témoins) × 100 

La réduction logarithmique (log₁₀) du nombre de spores viables a permis d’estimer la 

dose létale 50 (DL50). En complément, la mesure de l’absorbance à 600 nm par 

spectrophotométrie a fourni une estimation de la densité cellulaire ou sporale en suspension. 

L’ensemble de ces analyses (croissance radiale, viabilité, morphologie, turbidité) a 

permis une évaluation globale de l’effet du rayonnement gamma sur la physiologie des souches 

fongiques testées. 

5. Analyse des résultats obtenus 

Les résultats obtenus de la recherche d’une tolérance des souches endophytes vis-à-vis 

différents stress, ainsi pour les différents tests effectués ont été analysé par le programme Excel 

(2016). La moyenne des trois répétitions été calculée. 

 

 

 

 

Figure 14 : Préparation des suspensions mycéliennes dans de l’eau distillée stérile 

avant rayonnement gamma. 
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Résultats et interprétations 

 

1. Identification morphologique des souches fongiques sélectionnées 

L’identification morphologique de quatre souches fongiques préalablement isolées des 

racines de palmier dattier (Phoenix dactylifera L.) a été réalisée en se basant sur deux niveaux 

d’observation complémentaires : les caractères macroscopiques des colonies cultivées sur 

milieu PDA, et les caractères microscopiques observés au microscope optique.  

1.1. Identification macroscopique  

L’étude macroscopique a été réalisée à l’œil nu sur des cultures incubées pendant 7 jours 

à 25 °C sur milieu PDA. Cette évaluation a permis de caractériser les colonies selon des critères 

morphologiques standard : forme, texture, couleur, contour, aspect en surface et au revers. Ces 

paramètres sont classiquement utilisés pour une première orientation taxonomique, 

conformément aux recommandations de Suryanarayanan et al. (2003).  

Les principales caractéristiques observées sont synthétisées dans le tableau 1. 

L’observation macroscopique des quatre souches fongiques : TBS33, KHS31, TCS34, 

TFS35 a été réalisée à l’aide d’une loupe binoculaire (CARL ZEISS, grossissement 8×), afin 

de décrire en détail leur morphologie coloniale sur milieu solide. Cet examen, essentiel dans les 

étapes préliminaires d’identification, permet d’analyser des structures visibles à l’œil nu 

nécessitant un grossissement modéré. 

L’évaluation morphologique a porté sur plusieurs critères distinctifs : la texture du 

mycélium, la pigmentation (en surface et au revers), l’aspect général des colonies (zoné ou 

uniforme), ainsi que la présence éventuelle de structures sporulantes visibles (tableau 2). Les 

principales caractéristiques observées sont : 

 La souche TBS33 présente un mycélium dense, zoné et pigmenté, avec des 

plages sombres en périphérie. 

 La souche KHS31 montre une colonie homogène, à texture poudreuse beige à 

brun clair. 

 La souche TCS34 révèle une morphologie concentrique avec une pigmentation 

plus diffuse. 

 Enfin, TFS35 présente un mycélium plus étalé et clairsemé, avec des zones 

pigmentées de manière irrégulière. 
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Tableau 1 : L’identification macroscopique des souches fongiques sélectionnées après 7 jours 

d’incubation. 

 

 

Souches 

fongiques  

Aspects des colonies 

Recto de la boite Verso de la boite 

 

 

 

TBS33 

  

Noire à texture poudreuse blanche à crème à texture 

floconneuse et cotonneuse 

 

 

 

KHS31 

  

orange a brun fonce à texture 

poudreuse 

orange à texture floconneuse et 

cotonneuse 

 

 

 

 

TCS34 

 

     

 

Verte à texture poudreuse Vert très claire à texture poudreuse 

a granuleux 

 

 

 

 

TFS35 

 
 

 

Verdâtre à texture poudreuse Vert pâle à texture cotonneuse 
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Tableau 2 : Les images des colonies fongiques observées à la loupe binoculaire des quatre 

souches fongiques. 

Souches 

fongiques 

TBS33 KHS31 TCS34 TFS35 

 

 

Loupe 

Binoculaire 

    

Les caractéristiques macroscopiques observées chez les souches étudiées suggèrent une 

appartenance probable aux genres Aspergillus et Penicillium. Ainsi, la souche TBS33, formant 

une colonie poudreuse, dense, d’abord blanche puis virant au noir à maturité, avec une 

croissance rapide sur milieu PDA, est conforme aux descriptions classiques d’Aspergillus niger 

(Pitt & Hocking, 2009). 

D’après les caractères morphologiques observés à l’œil nu et à l’aide de la loupe 

binoculaire, les souches examinées présentent des traits compatibles avec les genres Aspergillus 

et Penicillium. Afin de confirmer cette orientation taxonomique, une observation 

microscopique a été réalisée et les résultats sont présentés ci-après. 

1.2. Résultats de l'identification microscopique  

L’identification microscopique a été réalisée afin de compléter l’analyse morphologique 

des souches fongiques étudiées. Cette étape permet une observation fine des structures 

reproductrices (conidiophores, phialides, chaînes de conidies) ainsi que des filaments mycéliens 

(hyphes cloisonnés, ramifications), éléments essentiels à la détermination des genres fongiques. 

Les préparations ont été effectuées par montage à l’eau, à partir de fragments prélevés en 

périphérie des colonies jeunes et actives. L'observation a été réalisée au microscope optique, 

avec un grossissement allant jusqu'à ×40. L’identification morphologique a été conduite en se 

référant à des clés taxonomiques spécialisées, selon le genre fongique concerné : Pitt (1980) 

pour le genre Penicillium, Klik (2002) et Abdel-Azeem et al. (2020) pour le genre Aspergillus. 

Les résultats morphologiques obtenus ont permis de confirmer l’appartenance des 

souches aux genres Aspergillus et Penicillium, sur la base des critères diagnostiques typiques 

(forme des conidiophores, disposition des phialides, nature des conidies). Ces observations sont 

résumées dans le tableau 3. 
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Tableau 3 : Résultats de l’identification microscopique des souches fongiques après 7 jours 

d’incubation, observées au microscope optique à un grossissement total de 400× (objectif 40×, 

oculaire 10×). 

Souches 

fongiques 

Aspect microscopique Caractères microscopiques 

 

 

TBS33 

 

Aspergillus 

Niger 

 

 

 

 A : Tête conidienne aspergillaire, 

structure globuleuse à l’extrémité du 

conidiophore, portant de nombreuses 

phialides disposées en rayons, 

formant une tête en « brosse » 

caractéristique du genre Aspergillus.                 

B : Hyphe septée (mycélium 

cloisonné). 

 

 

 

KHS31 

 

Aspergillus 

terreus 

 

 A : Tête conidienne aspergillaire. 

B : Hyphe sept (mycélium 

cloisonné). 

C : Petites spores alignées à 

l’extrémité de la tête conidienne. 

 

TCS34  

 

 

Penicillium 

sp. 

 

 

  

A : Pinceau pénicillaire 

B : Hyphe septe (cloisonné) 

 C : Spores (conidies) 

 

 

TFS35 

 

 

Penicillium 

sp. 

 

 

 

 A : Les têtes conidiennes clairement 

visibles. Elles apparaissent ramifiées, 

formant des structures typiques en 

pinceau, caractéristiques du genre 

Penicillium. 

B : Hyphe cloisonnée (septée). 

C : Spores petites unités 

reproductrices asexuées, alignées en 

chaînes. 

 

 

 

 

 

 

A 

B 

A 

B C 

C 

 
B A 
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2. Evaluation de la tolérance des souches fongiques aux stress abiotiques 

2.1. Résultats de stress thermique : exposition à différentes températures 

a. Culture sur milieu solide (PDA) 

L’évaluation de la tolérance thermique des quatre souches fongiques a été réalisée sur 

milieu solide (PDA), après une incubation de sept jours à cinq températures différentes : 5 °C, 

25 °C, 35 °C, 45 °C et 55 °C (figure 15). Chaque test a été répété trois fois pour garantir la 

reproductibilité des résultats. 

À 5 °C, une croissance très faible a été observée chez les souches TBS33 et KHS31du 

genre Aspergillus, avec un diamètre compris entre 16 et 24 mm. En revanche, les souches 

TCS34 et TFS35 de Penicillium sp. ont montré une meilleure tolérance à cette température, 

atteignant une croissance étendue, avec un diamètre moyen de 83,5 mm (figure 16). 

À 25 °C, toutes les souches ont présenté une croissance optimale, couvrant presque toute 

la surface de la boîte de Pétri, avec des diamètres compris entre 85 et 87 mm. Cette température 

représente donc les conditions idéales pour le développement fongique sur PDA (figure 16). 

À 35 °C, les souches TBS33 et KHS31 d'Aspergillus sp.) ont conservé une bonne 

capacité de croissance (79 à 82 mm) (figure 16) même la souche TCS34 de Penicillium sp  a 

pu se développé à cette température (61 mm) avec un petit changement morphologique, tandis 

que la souche TFS35 de Penicillium sp  n'a montré aucune croissance.  

À 45 °C, une croissance faible mais détectable a été notée chez les souches TBS33 et 

KHS31 d'Aspergillus (15,6 à 20,3 mm) (figure 16). La souche TCS34 de Penicillium sp. a 

montré une croissance réduite (57 mm), accompagnée d’un changement morphologique marqué 

par une coloration grise et une faible densité mycélienne, ainsi qu'une production de spores, 

confirmée par observation microscopique (figure 17). La souche TFS35 de Penicillium sp n’a 

présenté aucune croissance à cette température. 

À 55 °C, aucune croissance n’a été observée pour les quatre souches testées. Le milieu 

de culture présentait un dessèchement total après 7 jours d’incubation, traduisant une 

température létale pour les microorganismes testés. 

Ces résultats indiquent que la température de 25 °C est optimale pour la croissance des 

souches fongiques étudiées, tandis que leur seuil de tolérance thermique varie selon le genre, 

Penicillium étant plus sensible aux températures élevées qu’Aspergillus. 
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Figure 15 : Croissance des souches fongiques après incubation à différentes températures. 

A : la souche KHS31 d'Aspergillus terreus ; B : la souche TBS33 d'Aspergillus niger ; C : la souche TCS34 de 

Penicillium sp ; D : la souche TFS35 de pénicillium sp 

 

 

Figure 16 : Diamètres de croissance (en mm) des souches fongiques cultivées sur milieu 

PDA, après incubation à différentes températures. 

 TBS33 : Aspergillus niger ; KHS31 : Aspergillus terreus ; TCS34 : Penicillium sp, TFS35 : Penicillium sp 
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Figure 17 : Observation microscopique (G ×400) de la souche TCS34 (Penicillium sp.) 

cultivée sur milieu PDA et incubée à 45 °C pendant 7 jours. 

Les structures mycéliennes apparaissent peu différenciées, ce qui pourrait être lié à un stress thermique ou à une 

inhibition de la sporulation.  

b. Culture sur milieu liquide (PDB)  

En raison de l'absence de croissance observée sur milieu solide (PDA) à 45 °C et 55 °C, 

probablement due au dessèchement du substrat à ces températures élevées, une seconde série 

d’expérimentations a été réalisée en milieu liquide (PDB – Potato Dextrose Broth), afin 

d’évaluer la tolérance thermique des souches dans des conditions plus favorables à l’hydratation 

et au développement mycélien. 

Les cultures ont été incubées pendant 7 jours à deux températures représentatives : 25 °C, 

correspondant à la condition optimale de référence, et 45 °C, correspondant à une condition de 

stress thermique. 

Les résultats montrent que : 

À 25 °C, une croissance fongique importante a été observée chez l’ensemble des 

souches testées, avec un poids sec variant entre 0,264 g et 0,384 g, confirmant la bonne aptitude 

des souches à se développer dans ce milieu nutritif (figure 18). 

À 45 °C, toutes les souches ont montré une croissance réduite, avec une baisse nette du 

poids sec par rapport aux témoins (25 °C) (figure 18). Cela indique que le stress thermique 

affecte la croissance, mais ne l’inhibe pas totalement sur milieu liquide. 

Ces résultats suggèrent que le milieu PDB est plus adapté que le milieu solide (PDA) 

pour l’étude de la croissance en conditions de stress thermique, en évitant notamment les effets 

liés à la déshydratation. Par ailleurs, la persistance d'une croissance résiduelle à 45 °C indique 

une certaine tolérance thermique partielle, variable selon les souches. 
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Figure 18 : Croissance des souches fongiques sur le milieu PDB à 25°C et 45°C. 

TBS33 : Aspergillus niger ; KHS31 : Aspergillus terreus ; TCS34 : Penicillium sp TFS35 : Penicillium sp 

2.2 Résultats de stress salin : présence de NaCl à des concentrations variables   

L’évaluation de la tolérance au stress salin a été réalisée en cultivant les souches 

fongiques sur milieu solide PDA, supplémenté en NaCl à différentes concentrations (0,1 ; 0,2 ; 

0,5 ; 1 et 2 mol/L), pendant 7 jours à 25 °C (figure 19 et 20). 

Les résultats montrent que : 

Aux concentrations faibles à modérées (0,1 ; 0,2 et 0,5 mol/L), les souches fongiques 

ont conservé une croissance soutenue, avec des diamètres allant de 49,6 mm à 86 mm, 

comparables à ceux du témoin (≈86 mm) (figure 20). Cette bonne croissance indique une 

tolérance saline élevée à ces niveaux. 

À 0,5 mol/L, des changements morphologiques et chromatiques ont été observés (figure 

19) : La souche KHS31 d'Aspergillus terreus a diffusé une pigmentation orange sur le milieu, 

la souche TFS35 de Penicillium sp. a présenté une diffusion verte, suggérant une réponse 

métabolique active au stress salin. 

À 1 mol/L (≈58,5 g/L), les souches ont maintenu une croissance modérée, légèrement 

inférieure aux conditions optimales, mais révélant toujours une bonne aptitude à tolérer la 

salinité. 

En raison de cette tolérance, une concentration plus élevée (2 mol/L) a été testée. À ce 

niveau, une croissance nettement ralentie a été enregistrée chez toutes les souches, indiquant 

un effet inhibiteur significatif, bien que non totalement létal. 

Globalement, nous observons que plus la concentration en NaCl augmente, plus la 

croissance des souches diminue et devient plus lente à s’installer, ce qui témoigne d’une réponse 
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dose-dépendante au stress salin. Néanmoins, la capacité des souches à croître jusqu’à 2 mol/L 

suggère un potentiel halotolérant intéressant, en particulier pour les applications en milieu salin 

ou aride. 

 

Figure 19 : Effet de différentes concentrations de NaCl sur la croissance des souches 

fongiques, mesurée après 7 jours d’incubation sur milieu PDA. 

  A : Aspergillus terreus KHS31 ; B : Aspergillus niger TBS33 ; C : Penicillium sp TCS34 ; D : Penicillium sp 

TFS35 

 

Figure 20 : Réponse des souches fongiques au stress salin induit par le NaCl (0,1 à 2 mol/L), 

évaluée sur milieu PDA après 7 jours d’incubation à 25 °C. 
TBS33 : Aspergillus niger ; KHS31 : Aspergillus terreus ; TCS34 : Penicillium sp TFS35 : Penicillium sp 
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2.3 Résultats de stress hydrique : induction d’un déficit hydrique par ajout de 

polyéthylène glycol (PEG) 

La tolérance des souches fongiques au stress hydrique a été évaluée par l’ajout de 

polyéthylène glycol (PEG 6000) au milieu PDA, à des concentrations de 5 %, 10 % et 30 %, 

puis incubation pendant 7 jours à 25 °C (figure 21 et 22). 

À 5 % de PEG 6000 : Les souches TBS33 et KHS31 d’Aspergillus sp ont présenté une 

croissance importante, avec un diamètre mycélien compris entre 78 et 81 mm, couvrant presque 

toute la surface de la boîte de Pétri, bien que légèrement inférieur à celui du témoin. La souche 

KHS31 d'Aspergillus terreus a également montré une diffusion pigmentaire orange sur le milieu 

(figure 22). Les souches TCS34 et TFS35 de Penicillium sp. ont affiché une croissance 

comparable, voire légèrement supérieure à celle du témoin, atteignant jusqu’à 82,2 mm, ce qui 

traduit une bonne tolérance à un déficit hydrique modéré. 

À 10 % de PEG 6000 : La croissance reste satisfaisante pour toutes les souches, mais 

avec une légère réduction du diamètre (environ 74 à 79 mm) (figure 21 et 22), indiquant un 

début de ralentissement métabolique. 

À 30 % de PEG 6000 : Une réduction plus marquée de la croissance est observée, avec 

un développement mycélien plus lent et un diamètre inférieur, bien que la croissance reste 

visible chez toutes les souches. Cela reflète une résistance partielle au stress hydrique sévère. 

Les résultats de la figure 21 révèlent une relation inverse entre la concentration en PEG 

et le développement fongique. Toutefois, la capacité des souches à croître même à 30 % suggère 

un potentiel adaptatif élevé, notamment chez les souches TCS34 et TFS35 de Penicillium sp.  

 

Figure 21 : Tolérance des souches fongiques à des concentrations croissantes de PEG 6000, 

évaluée sur milieu solide (PDA) simulant un stress hydrique. 
A : Aspergillus terreus KHS31 ; B : Aspergillus niger TBS33 ; C : Penicillium sp TCS34 ; D : Penicillium sp TFS35 
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Figure 22 : Diamètre de croissance mycélienne des souches fongiques cultivées sur milieu 

PDA supplémenté en PEG 6000 (5 %, 10 % et 30 %), après 7 jours d’incubation à 25 °C. 

TBS33 : Aspergillus niger ; KHS31 : Aspergillus terreus ; TCS34 : Penicillium sp TFS35 : Penicillium sp 

 

2.4 Résultats de test de stress métallique : exposition à des sels métalliques  

a. Culture sur milieu solide  

Les tests de tolérance au stress métallique ont été réalisés en exposant les souches 

fongiques à trois concentrations croissantes (200, 1000 et 4000 ppm) de sels métalliques 

couramment présents dans les sols contaminés : le chlorure de cadmium (CdCl₂), le sulfate de 

cuivre (CuSO₄) et le nitrate de plomb [Pb(NO₃)₂]. Ces métaux lourds sont connus pour leur 

toxicité élevée, rendant leur étude pertinente pour évaluer la résistance des souches fongiques 

à des environnements pollués. 

 CuSO₄ (Sulfate de cuivre) :  

À 200 ppm, toutes les souches ont présenté une croissance modérée à bonne, avec des 

diamètres allant de 45 à 80 mm comparés aux témoins (85–87 mm). Une diffusion de pigment 

orange clair a été observée chez la souche KHS31 d’Aspergillus terreus. 

À 1000 ppm, seule la souche TBS33 d’Aspergillus niger a maintenu une croissance 

notable (64 mm). En revanche, les souches KHS31 d'Aspergillus terreus et TFS35 de 

Penicillium sp. ont montré une croissance très faible (10–12 mm), et la souche TCS34 de 

Penicillium sp. N’a présenté aucune croissance à cette concentration. 

À 4000 ppm, aucune croissance n’a été observée pour l’ensemble des souches, malgré 

deux répétitions de l’expérience, indiquant probablement une inhibition totale. 
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 Pb(NO₃)₂ (Nitrate de plomb) 

À 200 ppm, toutes les souches ont montré une bonne croissance avec des diamètres 

allant de 62 à 80 mm, proches des témoins. 

À 1000 ppm, une croissance était toujours visible pour l’ensemble des souches, avec 

apparition de pigments caractéristiques : jaune chez la souche TCS34 de Penicillium sp. et 

orange diffus chez la souche KHS31 d'Aspergillus terreus, absents chez les témoins. 

À 4000 ppm, seules les souches TCS34 et TFS35 de Penicillium sp. ont conservé une 

faible croissance (20–30 mm), tandis que les souches TBS33 et KHS31 d 'Aspergillus sp n’ont 

présenté aucune croissance. 

 CdCl₂ (Chlorure de cadmium) 

À 200 ppm, toutes les souches testées ont présenté une croissance mycélienne, avec des 

diamètres variant entre 24 et 52 mm. Une diffusion de pigment jaune a été spécifiquement 

observée chez la souche TFS35 de Penicillium sp. 

À 1000 ppm, la croissance a été fortement réduite chez les souches TBS33 d’Aspergillus 

niger et TFS35 de Penicillium sp, avec des diamètres respectifs compris entre 15 et 26 mm. 

Une coloration jaune persistante a de nouveau été notée chez la souche TFS35 de Penicillium 

sp, suggérant une possible réaction pigmentaire induite par le stress métallique. En revanche, 

les souches TCS34 et KHS31 n'ont montré aucun développement mycélien, indiquant une 

sensibilité marquée à cette concentration. 

À 4000 ppm, aucune des souches testées n’a pu croître, traduisant une inhibition totale 

de la croissance fongique à cette concentration élevée de métal, vraisemblablement due à une 

toxicité létale du cuivre pour l’ensemble des isolats. 
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Figure 23 : Effet de différentes concentrations de CuSO₄ (200, 1000 et 4000 ppm) sur la 

croissance des souches fongiques cultivées sur milieu PDA, après 7 jours d’incubation. 
A : Aspergillus niger TBS33 ; B : Penicillium sp TCS34; C : Aspergillus terreus KHS31 ; D : Penicillium sp 

TFS35 

 

Figure 24 : Effet de différentes concentrations de Pb(NO₃)₂ (200, 1000 et 4000 ppm) sur la 

croissance des souches fongiques cultivées sur milieu PDA, après 7 jours d’incubation. 

A : Aspergillus niger TBS33 ; B : Penicillium sp TCS34 ; C : Aspergillus terreus KHS31 ; D : Penicillium sp 

TFS35 
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Figure 25 : Effet de différentes concentrations de CdCl₂ (200, 1000 et 4000 ppm) sur la 

croissance des souches fongiques cultivées sur milieu PDA, après 7 jours d’incubation. 
A : Aspergillus niger TBS33 ; B : Penicillium sp TCS34 ; C : Aspergillus terreus KHS31 ; D : Penicillium sp 

TFS35 
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Figure 26 : Croissance des souches fongiques (TBS33, KHS31, TCS34, TFS35) sur milieu 

PDA en présence de trois sels métalliques (CuSO₄, Pb(NO₃)₂, CdCl₂) à différentes 

concentrations (200, 1000, 4000 ppm).  

Les barres représentent les diamètres moyens de croissance. 

TBS33 : Aspergillus niger ; KHS31 : Aspergillus terreus ; TCS34 : Penicillium sp TFS35 : Penicillium sp 

 

b. Culture sur milieu liquide  

Suite aux résultats préliminaires sur milieu solide, qui ont mis en évidence une tolérance 

différenciée des souches fongiques face aux métaux lourds, deux souches : TBS33 d'Aspergillus 

niger et TCS34 de Penicillium sp., ont été sélectionnées pour des essais complémentaires en 

milieu liquide PDB. 

Phase de repiquage : Dans un premier temps, les deux souches ont été repiquées à 

partir des milieux PDB contenant les sels métalliques à forte concentration (4000 ppm), puis 
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cultivées sur milieu PDA frais (sans métaux) afin de vérifier leur capacité à redémarrer leur 

croissance. 

Les résultats montrent que la souche TBS33 d'Aspergillus niger a été capable de 

reprendre sa sur milieu PDA après incubation dans les milieux PDB + CuSO₄ et PDB + 

Pb(NO₃)₂, ce qui indique une tolérance partielle à ces deux métaux.  En revanche, aucune 

croissance n’a été observée après incubation dans le milieu PDB enrichi en CdCl₂, suggérant 

un effet létal de ce métal à forte concentration (4000 ppm) sur cette souche (Figure 26). 

En ce qui concerne la souche TCS34 de Penicillium sp., la reprise de croissance sur 

milieu PDA a été observée uniquement après incubation dans le milieu PDB + Pb(NO₃)₂ (Figure 

28), ce qui indique une meilleure résilience au plomb. En revanche, l'absence totale de 

développement après incubation dans les milieux enrichis en CuSO₄ et CdCl₂ suggère un effet 

inhibiteur sévère, voire létal, de ces deux métaux à haute concentration (4000 ppm) sur cette 

souche. 

Phase de culture quantitative : La tolérance des deux souches aux métaux lourds a 

ensuite été évaluée en mesurant la biomasse (poids sec) après 7 jours de culture en milieu 

liquide PDB supplémenté à différentes concentrations (200, 1000 et 4000 ppm) de CuSO₄, 

Pb(NO₃)₂ et CdCl₂ (figure 29). Les résultats sont résumés comme suit : 

 CuSO₄ : 

- La souche TBS33 d'Aspergillus niger : la biomasse diminue avec la concentration croissante 

: 0,405 g (200 ppm), 0,349 g (1000 ppm), 0,118 g (4000 ppm). 

- La souche TCS34 de Penicillium sp. : présente une meilleure tolérance : 0,455 g, 0,400 g, 

0,192 g, respectivement. 

 Pb(NO₃)₂ : 

- La souche TBS33 d'Aspergillus niger : la croissance reste modérément affectée : 0,476 g, 

0,371 g, 0,201 g. 

- La souche TCS34 de Penicillium sp. : tolère d'avantage le stress : 0,502 g, 0,426 g, 0,289 g. 

 CdCl₂ : 

- La souche TBS33 d'Aspergillus niger : montre une bonne tolérance, même à forte dose : 0,527 

g, 0,489 g, 0,215 g. 

- La souche TCS34 de Penicillium sp. : S’avère plus sensible à ce métal : 0,383 g, 0,273 g, 

0,185 g. 

Ces résultats suggèrent une tolérance différentielle des deux souches en fonction du 

métal testé. La souche TCS34 s’est révélée plus résistante au CuSO₄ et au Pb(NO₃)₂, tandis que 

la souche TBS33 a montré une meilleure tolérance au CdCl₂, malgré  l'absence de repousse sur 
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milieu solide après exposition à ce métal. Cela suggère une survie cellulaire résiduelle ou une 

adaptation partielle non traduite par une reprise de la croissance. 

 

Figure 27 : Évaluation de la croissance des souches fongiques en milieu liquide (PDB) 

enrichi en sels métalliques (CuSO₄, Pb(NO₃)₂, CdCl₂) à différentes concentrations. 
A: Penicillium sp TCS34; B: Aspergillus niger TBS33 

 Présence des flèches noire sur les flacons pour montrer : Les différents aspects culturaux des souches étudient 

en culture (agglomérats de tailles fine et taille moyenne). 

 

 

 

Figure 28 : Reprise de croissance sur milieu PDA des souches TBS33 d'Aspergillus niger (A) 

et TCS34 de Penicillium sp. (B) après incubation en milieu liquide (PDB) enrichi en sels 

métalliques. 
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Figure 29 : Croissance des souches fongiques TBS33 et TCS34 mesurée par biomasse sèche 

(g) après sept jours d’incubation sur milieu PDB supplémenté en différentes concentrations 

(200, 1000 et 4000 ppm) de sels métalliques (CuSO₄, Pb(NO₃)₂ et CdCl₂).  
TBS33 : Aspergillus niger ; TCS34 : Penicillium sp. 

c. Mise en évidence des sidérophores par réaction au FeCl₃ 

Dans cette étude, la production de sidérophores par les souches fongiques a été évaluée 

à l’aide du test au chlorure ferrique (FeCl₃), une méthode qualitative basée sur la formation de 

complexes colorés entre les ions Fe³⁺ et certains groupes fonctionnels présents dans les 

sidérophores. Ce test permet notamment de détecter les composés de type hydroxamate, 

catécholate ou carboxylate, par un changement de couleur caractéristique (Neilands, 1981 ; 

Alexander et Zuberer, 1991). 

L’observation d’une coloration jaune dans les cultures de TBS33 d'Aspergillus niger et 

de TCS34 de Penicillium sp., incubées sur milieu PDB enrichi en métaux lourds, suggère la 

production potentielle de sidérophores (figure 30). Cette teinte indique plus probablement des 

composés de type carboxylate, ou une faible interaction entre les sidérophores produits et le fer 

ferrique. 
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Figure 30 : Résultats du test de production de sidérophores de type carboxylate chez les 

souches TBS33 et TCS34, révélés par la formation d’une coloration jaune sur milieu PDB 

enrichi en sels métalliques après addition de FeCl₃.  
TCS 34 : Penicillium sp; TBS33: Aspergillus niger  

Témoin 1 : eau distillé + FeCl3 ; Témoin 2 : souche stressée cultivé sur PDB+ FeCl3  

2.5 Résultats de test de stress oxydatif : exposition au peroxyde d’hydrogène 

(H₂O₂) 

Afin d’évaluer la tolérance des souches fongiques au stress oxydatif, celles-ci ont été 

cultivées sur milieu PDA, avec un disque mycélien placé au centre de la boîte de Pétri. Trois 

puits périphériques ont été réalisés autour du disque, dans lesquels ont été déposées différentes 

concentrations de peroxyde d’hydrogène (H₂O₂) : 10V, 20V et 40V. L’incubation a été conduite 

à 25 °C pendant 7 jours. 

Deux types de témoins ont été inclus dans l’expérimentation : 

Un témoin fongique sans H₂O₂, destiné à évaluer la croissance normale des souches en 

conditions optimales. 

Un témoin contenant uniquement du H₂O₂ (sans inoculum fongique), permettant de 

s’assurer de l’absence de contamination microbienne durant l’incubation, de la stabilité du 
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peroxyde dans le temps, et de confirmer que l’effet inhibiteur observé provenait bien de l’action 

directe du H₂O₂, sans interférence externe. 

Les observations après 7 jours d’incubation ont révélé les résultats suivants (figure 31 

et 32) : 

Témoin sans H₂O₂ : les quatre souches ont présenté une croissance rapide et homogène, 

recouvrant entièrement la surface du milieu. 

Témoin H₂O₂ seul : aucune croissance microbienne n’a été observée, ce qui valide 

l’efficacité du peroxyde et l’absence de contamination. 

À 10 V H₂O₂ : les quatre souches testées TBS33, KHS31, TCS34 etTFS35 ont conservé 

une bonne capacité de croissance, atteignant et dépassant les zones proches des puits. Ces 

résultats suggèrent une bonne tolérance au stress oxydatif à faible concentration. 

À 20 V et 40 V H₂O₂ : une inhibition notable de la croissance a été observée chez la 

plupart des souches, qui ne parvenaient pas à croître au-delà des puits. Seule la souche TBS33 

d’Aspergillus niger a montré une croissance étendue sur l’ensemble de la boîte, y compris 

autour des puits les plus concentrés, indiquant une tolérance oxydative nettement supérieure 

(Figure 31). 

 

 

Figure 31 : Effet du peroxyde d’hydrogène aux concentrations 10, 20 et 40 volumes sur la 

croissance des souches fongiques après 7 jours d’incubation. 
A : Aspergillus terreus ; B : Aspergillus niger ; C : Penicillium sp TCS34 ; D : Penicillium sp TFS35 
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Figure 32 : Croissance des souches fongiques sur le milieu PDA additionné de différentes 

concentrations d'H2O2.  
TBS33 : Aspergillus niger ; KHS31 : Aspergillus terreus ; TCS34 : Penicillium sp TFS35 : Penicillium sp 

2.6 Résultats de test de stress lumineux : exposition au rayon UV à différentes 

durées 

L’effet du stress lumineux a été évalué par exposition des souches fongiques à un 

rayonnement ultraviolet de type C (UV-C) pendant trois durées différentes : 10, 20 et 30 

minutes. 

1. Observations macroscopiques : Sur le plan macroscopique, aucun changement 

majeur n’a été observé à l’œil nu durant ou après les expositions de 10 et 20 minutes. Toutefois, 

après 30 minutes d’irradiation UV-C, un dessèchement net a été remarqué à la surface des 

colonies fongiques, traduisant un stress lumineux plus marqué. Ce changement s’accompagnait 

d’une texture légèrement plus poudreuse du mycélium, par rapport aux témoins non irradiés 

(Figure 33). 

2. Observations microscopiques : Une observation microscopique a été réalisée afin 

de détecter d’éventuelles altérations des structures fongiques (Figure 35) : 

Après 10 minutes d’exposition : Les souches d’Aspergillus TBS33 et KHS31 ont 

montré des mycéliums avec des têtes conidiennes aspergillaires bien visibles. Les souches de 

Penicillium TCS34 et TFS35 ont également révélé des structures mycéliennes avec des têtes 

pénicillaires, accompagnées d’une faible sporulation chez toutes les souches. 

Après 20 minutes d’exposition : Chez les souches TBS33 et KHS31 d'Aspergillus sp 

(), les têtes aspergillaires sont toujours présentes. En revanche, chez les souches TCS34 et 

TFS35 de Penicillium sp, la morphologie pénicillaire commence à s’altérer : les têtes 

deviennent moins nettes. Une augmentation de la production de spores est observée chez 

l’ensemble des souches. 
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Après 30 minutes d’exposition : Les souches TBS33 et KHS31 d'Aspergillus 

conservent une tête conidienne identifiable. En revanche, chez Penicillium, les têtes 

pénicillaires ne sont plus visibles, bien que la sporulation soit abondante dans toutes les souches. 

Cela suggère une possible désorganisation des structures reproductrices tout en maintenant la 

capacité de production de spores. 

3. Test de reprise de croissance post-irradiation :  

Pour évaluer l’effet à long terme du stress lumineux, les souches exposées pendant 30 

minutes ont été repiquées sur milieu PDA frais, puis incubées pendant 7 jours à 25 °C. Les 

résultats montrent une bonne reprise de la croissance chez toutes les souches testées, 

comparable aux témoins non irradiés (Figure 34). Cela indique que, malgré les altérations 

morphologiques, l’irradiation UV-C jusqu’à 30 minutes n’a pas compromis la viabilité des 

champignons. 

 

Figure 33 : Effets macroscopiques de l’exposition des souches fongiques à la lumière UV-C 

pendant 10, 20 et 30 minutes. 
A : Aspergillus terreus KHS31 ; B : Aspergillus niger TBS33 ; C : Penicillium sp TCS34 ; D : Penicillium sp 

TFS35 
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Figure 34 : Reprise de croissance des souches fongiques sur milieu PDA après exposition à la 

lumière UV-C pendant 30 minutes. 
A : Aspergillus terreus KHS31 ; B : Aspergillus niger TBS33 ; C : Penicillium sp TCS34 ; D : Penicillium sp 

TFS35 

 

Figure 35 : Observations microscopiques (×40) des structures fongiques après exposition à la 

lumière UV-C à différentes durées (10, 20 et 30 minutes). 
A : Aspergillus terreus KHS31 ; B : Aspergillus niger TBS33 ; C : Penicillium sp TCS34 ; D : Penicillium sp 

TFS35 
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2.7 Résultats de test de stress radioactif : exposition à un rayonnement gamma 

L’évaluation de la tolérance des souches fongiques TBS33 d'Aspergillus niger et TCS34 

de Penicillium sp. au stress radioactif a été réalisée en les exposants à différentes doses de 

rayonnement gamma : 0.5, 1, 2 et 5 KGy. 

a. Effets macroscopiques après irradiation 

Un changement progressif de coloration des tubes contenant la souche TBS33 

d'Aspergillus niger a été observé : les tubes virent du beige clair au brun foncé avec 

l’augmentation de la dose, ce qui pourrait indiquer une modification du métabolisme ou une 

dégradation pigmentaire induite par le rayonnement (Figure 36). En revanche, les tubes 

contenant la souche TCS34 de Penicillium sp. n’ont montré aucun changement visible de 

couleur, quelles que soient les doses appliquées. 

 

b. Résultats de repiquage post-irradiation sur PDA 

Afin d’évaluer la viabilité des spores après irradiation, un repiquage a été réalisé sur 

milieu PDA frais et incubé à 25 °C. 

La souche TBS33 d'Aspergillus niger : Une croissance rapide et normale a été observée 

après exposition à 0.5 et 1 KGy. En revanche, aucune croissance n’a été détectée aux doses de 

2 et 5 KGy après 7 jours. Toutefois, un redémarrage tardif de la croissance a été observé après 

15 jours d’incubation, suggérant la survie d’une fraction sporadique plus résistante à ces doses 

élevées (Figure 38). 

La souche TCS34 de Penicillium sp. : Cette souche a montré une faible croissance dès 

0.5 KGy, réduite davantage à 1 KGy. Aucune reprise de croissance n’a été détectée pour les 

doses de 2 et 5 KGy, même après 15 jours, indiquant une sensibilité accrue au rayonnement 

gamma. 

c. Effets microscopiques après irradiation 

L'examen microscopique des deux souches fongiques à différentes doses de 

rayonnement gamma (de 0 à 5 KGy) met en évidence une détérioration progressive de la 

structure mycélienne en fonction de l’intensité du rayonnement. 

La souche TBS33 d'Aspergillus niger : le témoin présente une croissance normale avec 

un mycélium dense, ramifié et typique d’Aspergillus niger. La dose 0,5 KGy fait début 

d’altération morphologique ; mycélium moins dense avec quelques ruptures visibles. Et à la 

dose 1 KGy, l'observation d'une fragmentation plus nette des hyphes. À 2 kGy, la figure 13 

révèle une structure mycélienne fortement altérée : les hyphes apparaissent dispersés, dégradés 

et peu ramifiés, traduisant un impact morphologique significatif du rayonnement gamma sur 
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l’intégrité cellulaire. À 5 kGy, la croissance mycélienne est presque inexistante, avec des 

hyphes fragmentés, courts et déstructurés, traduisant une forte inhibition du développement 

fongique (Figure 39). Par ailleurs, une augmentation de la sporulation a été observée avec 

l’élévation des doses de rayonnement, suggérant une réponse adaptative ou de survie au stress 

induit. La souche TCS34 de Penicillium sp. : a montré une sensibilité progressive au 

rayonnement gamma en fonction des doses appliquées.  

Dans le témoin (0 kGy), le mycélium apparaît dense, bien développé et typique du genre 

Penicillium. À 0,5 kGy, de légères altérations morphologiques sont observées, marquées par le 

début de fragmentation du réseau hyphal. À 1 kGy, la structure mycélienne présente une 

réduction notable de la densité, accompagnée de signes de dégradation avancée. À 2 kGy, les 

altérations deviennent plus sévères, avec une fragmentation importante, des hyphes courts, 

dispersés et désorganisés. Enfin, à 5 kGy, la croissance est quasiment inhibée, avec seulement 

quelques structures hyphales résiduelles (Figure 39). 

Parallèlement, une augmentation de la sporulation a été notée avec l’élévation des doses, 

suggérant une réponse adaptative au stress, typique d’un mécanisme de survie chez les 

champignons filamenteux soumis à des conditions extrêmes. 

d. Dénombrement des spores 

Pour la souche TBS33 d'Aspergillus niger, le nombre de spores est passé de 1,76 × 10⁶ 

spores/mL (témoin) à 2,11 × 10⁵ spores/mL après irradiation à 5 kGy. Cela représente une 

réduction de 88 % de la viabilité sporale, soit 12 % de spores survivantes (tableau 4). 

Pour la souche TCS34 de Penicillium sp., la concentration est passée de 1,02 × 10⁶ 

spores/mL à 1,22 × 10⁵ spores/mL après exposition aux rayonnement gamma, ce qui correspond 

également à une réduction de 88 %, avec 12 % de spores viables restantes (tableau 4). 

Ces résultats indiquent que l’irradiation gamma à 5 KGy exerce un effet fortement létal 

sur les spores des deux souches étudiées, entraînant une diminution marquée de leur viabilité. 

L’effet est comparativement similaire sur les deux espèces, ce qui suggère une sensibilité 

équivalente à cette dose de rayonnement ionisant. 

e. Évaluation de l’absorbance 

 L'absorbance est mesurée à 600 nm après 7 jours de culture post-irradiation permet 

d’estimer indirectement la biomasse fongique (Figure 37). 

Les résultats montrent une diminution progressive de l’absorbance avec l’augmentation 

des doses de rayonnement gamma, indiquant une réduction de la croissance fongique. La 

souche TBS33 d’Aspergillus niger conserve une activité métabolique notable jusqu’à 2 KGy, 

avec une chute significative à 5 KGy. La souche TCS34 de Penicillium sp montre une sensibilité 
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plus marquée, avec une baisse rapide de l’absorbance dès 0,5 KGy. Ces observations suggèrent 

une meilleure tolérance au stress radioactif chez la souche TBS33, notamment aux doses 

élevées. 

Les deux souches fongiques ont montré une inhibition dose-dépendante de la croissance 

après exposition au rayonnement gamma. Toutefois, la souche TBS33 d'Aspergillus niger 

apparaît plus tolérante, avec une meilleure capacité à reprendre sa croissance après des doses 

élevées, ce qui suggère un potentiel adaptatif supérieur au stress radioactif comparé à la souche 

TCS34 de Penicillium sp. 

Table 4 : Dénombrement des spores à l’aide de la cellule de Malassez (en Spores/mL). 

 Témoin  5KGy 5KGy (en %) 

TBS33 

Aspergillus niger 

1.76 x 10⁶ 2.11x 10 ⁵ 12% 

TCS34 

Penicillium sp. 

1,02 × 10⁶ 1.22 x 10 ⁵ 12% 

 

 

Figure 36 : Variation de la coloration des tubes contenant les suspensions fongiques en 

fonction de la dose de rayonnement gamma appliquée. 
1: Penicillium sp (TCS34); 2: TBS33: Aspergillus niger (TBS33) 
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Figure 37 : Variation de la densité cellulaire des souches fongiques TBS33 (Aspergillus 

niger) et TCS34 (Penicillium sp.) en fonction des doses de rayonnement gamma. 

 

Figure 38 : Reprise de croissance des souches fongiques, la souche TBS33 d'Aspergillus 

niger (A) et la souche TCS34 de Penicillium sp. (B) sur milieu PDA après exposition à 

différentes doses de rayonnement gamma. 
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 Témoin 0.5 KGy 1KGy 2KGy 5KGy 
 

TBS33 

d'Aspergillus 

niger 

   
 

 

 

TCS34 

de 

Penicillium 

sp. 

     
Figure 39 : Observations microscopiques des souches fongiques TBS33 (Aspergillus niger) 

et TCS34 (Penicillium sp.) après exposition à différentes doses de rayonnement gamma. 
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Discussion 

Au cours de Ce travail de mémoire, nous avons apporté une contribution à l’étude de la 

résistance de quelques souches fongiques endophytes face à divers stress abiotiques in vitro. 

Quatre souches ont été sélectionnées, toutes préalablement isolées des racines de palmier dattier 

(Phoenix dactylifera L.), une plante adaptée aux environnements extrêmes. Deux objectifs 

principaux ont structuré cette étude. Le premier consistait à purifier les isolats fongiques et à 

vérifier leur identification morphologique, étape indispensable pour assurer la validité 

scientifique des résultats, éviter toute contamination ou substitution entre souches, et garantir 

leur traçabilité dans le cadre d’une éventuelle valorisation biotechnologique. Le second objectif 

a été d’évaluer la tolérance de ces souches à différents stress abiotiques, simulant des conditions 

environnementales défavorables. Les souches ont été soumises successivement à des stress 

thermique, salin (NaCl), hydrique (PEG 6000), oxydatif (H₂O₂), métallique (CdCl₂), lumineux 

(rayonnement UV), et radioactif (irradiation gamma). Un test de détection de la production de 

sidérophores a également été réalisé à l’aide du réactif au chlorure ferrique (FeCl₃), afin 

d’évaluer leur capacité à mobiliser le fer en conditions limitantes.  

L’ensemble de ces expérimentations s’inscrit dans une démarche de sélection de 

souches endophytes potentiellement exploitables pour des applications en biotechnologie, 

notamment en agriculture durable, biostimulation végétale ou bioremédiation. 

Identification morphologique et diversité taxonomique des souches fongiques 

étudiées  

Les souches fongiques isolées au cours de ce travail appartiennent à deux genres 

principaux : Aspergillus et Penicillium. Afin d’identifier correctement ces isolats, une analyse 

morphologique macro et microscopique a été menée. L’observation des caractères 

diagnostiques (forme et couleur des colonies, texture, structure des conidiophores, forme des 

phialides et des spores) a été réalisée en se référant à des clés taxonomiques spécialisées : Pitt 

(1980) pour le genre Penicillium, et Klich (2002) ainsi que Abdel-Azeem et al. (2020) pour le 

genre Aspergillus. Cette démarche nous a permis de répartir nos quatre souches isolées en deux 

genres distincts. 

Cependant, il convient de souligner que l’identification morphologique seule reste 

limitée, en particulier pour des genres aux caractères phénotypiques parfois très proches ou 

soumis à des variations en fonction des conditions de culture. De ce fait, une confirmation 

moléculaire basée sur l’analyse de l’ADN (par exemple par séquençage de l’ITS ou de gènes 
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spécifiques) serait nécessaire pour affiner et valider avec certitude l’appartenance générique ou 

spécifique des isolats. 

Les genres Aspergillus et Penicillium sont bien connus pour leur capacité d’adaptation 

à des environnements extrêmes et leur valeur biotechnologique. Le genre Aspergillus, par 

exemple, comprend des espèces telles qu’A. niger, réputée pour sa tolérance au stress thermique 

et oxydatif grâce à la production d’enzymes antioxydantes (SOD, catalase) et de composés 

protecteurs. A. terreus est également bien documenté pour sa capacité à survivre en milieux 

salins et à produire des sidérophores en réponse à des stress métalliques (Ameen et al., 2024, 

Cui et al., 2024). 

Le genre Penicillium présente lui aussi une grande diversité écologique. Des espèces 

comme P. chrysogenum ou P. citrinum ont montré une forte tolérance au stress salin et 

hydrique, souvent grâce à la production de pigments protecteurs, d’osmolytes, et à une 

régulation fine de la pression osmotique intracellulaire (Singh et al., 2022). Ces espèces sont 

aussi connues pour leur potentiel dans la production de composés antifongiques et 

antimicrobiens, ce qui renforce leur compétitivité dans des environnements contraignants. 

Ainsi, la diversité taxonomique observée dans nos souches témoigne d’un potentiel 

adaptatif important, qui justifie l’intérêt porté à ces genres dans des applications liées à la 

tolérance au stress, à la biostimulation végétale, ou à la bioremédiation. 

 Réponse des souches au stress thermique 

Le stress thermique constitue l’un des facteurs abiotiques majeurs auxquels sont exposés 

les microorganismes du sol et les endophytes, en particulier dans les zones arides et semi-arides. 

Dans cette étude, les souches fongiques isolées ont été soumises à une série de températures 

croissantes afin d’évaluer leur capacité à maintenir leur croissance en conditions de chaleur ou 

de froid modérés à élevés. 

Les souches TBS33 d'Aspergillus niger et KHS31 d'Aspergillus terreus ont montré une 

croissance satisfaisante à 5 °C, 25 °C, 35 °C et 45 °C, témoignant d’une bonne tolérance 

thermique. Selon la littérature, les champignons thermotolérants ou thermophiles présentent 

généralement une température de croissance minimale inférieure à 20 °C et peuvent croître à 

des températures supérieures à 50 °C (Brock, 1995 ; Blöchl et al., 1997 ; Maheshwari et al., 

2000). Ces caractéristiques sont compatibles avec les espèces du genre Aspergillus, bien 

connues pour leur adaptabilité à des conditions thermiques variées. 

Les souches TCS34 et TFS35, identifiées comme Penicillium sp., ont également 

présenté une croissance satisfaisante à 5 °C, 25 °C et 35 °C. Ces résultats concordent avec les 

observations rapportées par Northolt et al. (1979), qui décrivent Penicillium verrucosum 

https://www.researchgate.net/publication/379006190
https://www.researchgate.net/publication/378785042
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comme une espèce capable de croître entre 0 °C et 31 °C. La température optimale de croissance 

pour l’ensemble des souches étudiées a été observée à 25 °C. Ce résultat est en accord avec les 

données disponibles pour d’autres espèces du genre Penicillium, notamment P. expansum, dont 

la croissance maximale, associée à une phase de latence minimale, est généralement observée 

autour de 25 °C (Pitt et al., 1991 ; Lahlali et al., 2005 ; Baert et al., 2007a ; Pitt & Hocking, 

2009). 

Une absence de croissance a été notée sur milieu solide (PDA) à 45 °C et 55 °C. Cette 

inhibition semble être liée non pas à une limite biologique intrinsèque, mais au dessèchement 

du milieu à ces températures élevées, phénomène pouvant compromettre la viabilité fongique 

en conditions in vitro. Pour lever cette incertitude, nous avons reproduit l’expérience en utilisant 

un milieu liquide (PDB), plus favorable à la répartition homogène des nutriments et à la 

croissance fongique. Les résultats obtenus sur PDB ont confirmé une croissance nette à 45 °C 

chez toutes les souches, suggérant que le facteur limitant sur PDA était d’ordre physico-

chimique, et non biologique. 

 Réponse des souches au stress salin 

Le stress salin est un facteur abiotique majeur dans de nombreuses régions arides et 

semi-arides, où l’accumulation de sels dans les sols crée des conditions osmotiquement 

défavorables à la croissance microbienne. Dans ce contexte, l’évaluation de la tolérance des 

souches endophytes à différentes concentrations de NaCl permet de mieux comprendre leur 

potentiel adaptatif et leur aptitude à coloniser des environnements salins. 

Dans notre étude, les quatre souches testées ont été exposées à une gamme de 

concentrations croissantes de NaCl. Les résultats ont révélé une tolérance variable selon les 

genres. Les souches du genre Aspergillus, en particulier la souche TBS33 d’A. niger et la souche 

KHS31 d'A. terreus, ont montré une croissance soutenue jusqu’à 150 mM, avec une légère 

inhibition à 200 mM, ce qui indique une bonne tolérance au sel. Ce comportement est conforme 

aux données de la littérature : plusieurs études ont démontré la capacité d’Aspergillus sp. à 

croître en conditions salines grâce à l'accumulation d’osmoprotecteurs (comme le glycérol) et 

à des mécanismes de régulation ionique (Chowdhary et al., 2015 ; Haggag et al., 2020). 

Les souches TCS34 et TFS35 de Penicillium sp. ont également présenté une tolérance 

satisfaisante aux concentrations faibles à modérées de NaCl (jusqu’à 100–150 mM), bien que 

leur croissance ait été plus affectée à 200 mM. Ce comportement est également rapporté chez 

certaines espèces de Penicillium connues pour leur résilience osmotique modérée, comme P. 

chrysogenum ou P. citrinum (Nazareth et Gonsalves, 2014).  
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En complément de ces observations, il convient de situer nos résultats dans le cadre des 

classifications proposées par Galinski (1993), qui distingue les champignons en fonction de leur 

capacité à tolérer le sel : les halotolérants, les halophiles modérés (croissance optimale entre 

0,85 et 3,4 mol/L de NaCl) et les halophiles extrêmes (jusqu’à 5,1 mol/L). D’après nos essais 

sur milieu PDA enrichi en NaCl, les souches TBS33, KHS31, TCS34 et TFS35 ont démontré 

une croissance soutenue à des concentrations de 0,1 ; 0,2 et 0,5 mol/L, dépassant parfois celle 

des témoins. Ces résultats confirment une tolérance saline significative, et suggèrent que nos 

isolats se situent dans la catégorie des halotolérants à halophiles modérés. 

Ces observations sont en accord avec les travaux de Mohamed Mahmoud (2017), qui a 

montré qu’une souche d’Aspergillus terreus isolée des racines de palmier dattier maintenait une 

croissance remarquable sur PDA à 75 g/L de NaCl, dépassant parfois celle des témoins. De 

plus, même à 1 et 2 mol/L, bien que la croissance ait été réduite, elle restait mesurable, ce qui 

témoigne d’une résilience osmotique avancée. Ces résultats rejoignent les travaux de Gunde-

Cimerman et al. (2002), qui ont démontré la présence de mycètes capables de croître dans des 

environnements extrêmes avec des concentrations de NaCl allant de 15 % à 332 %, remettant 

en question l'idée selon laquelle seuls les procaryotes peuvent survivre dans de telles conditions. 

De même, Kis-Papo et al. (2003) ont isolé des champignons filamenteux de la mer Morte, où 

la concentration en NaCl atteint 340 g/L. 

En somme, nos résultats confirment que les souches endophytes étudiées possèdent des 

mécanismes adaptatifs leur permettant de supporter un large spectre de salinité, ce qui renforce 

leur potentiel pour des applications en agriculture saline, en bioremédiation de sols dégradés ou 

dans des bioprocédés industriels soumis à des conditions osmotiquement stressantes. 

 Réponse des souches au stress hydrique (PEG 6000) 

Le stress hydrique constitue une contrainte majeure affectant la croissance des 

microorganismes, en particulier dans les zones arides où la disponibilité de l’eau est limitée. 

Pour simuler un déficit hydrique in vitro, le polyéthylène glycol (PEG 6000) est couramment 

utilisé en raison de sa capacité à réduire le potentiel hydrique du milieu sans effet toxique direct 

sur les cellules fongiques. 

D’après nos résultats, les souches endophytes TBS33, KHS31, TCS34 et TFS35, ont 

démontré une capacité de croissance soutenue en présence de concentrations élevées de PEG 

6000, allant jusqu’à 30 %. Ces observations indiquent une tolérance notable au stress hydrique, 

suggérant que ces souches pourraient survivre et fonctionner dans des environnements 

caractérisés par une faible disponibilité en eau. 
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Ces résultats sont en accord avec les travaux de Davet (1996), qui souligne que plusieurs 

champignons du sol, en particulier ceux du genre Aspergillus, sont capables de croître dans des 

conditions de sécheresse simulée, grâce à leur faible exigence en eau libre pour la croissance. 

En effet, les espèces du genre Aspergillus sont bien connues pour leur adaptabilité aux 

environnements arides et semi-arides, leur capacité à produire des spores résistantes à la 

dessiccation et leur aptitude à coloniser des substrats peu hydratés. 

Selon Mohamed Mahmoud et al. (2017), les Aspergillus sont des champignons 

ubiquistes, fréquemment rencontrés dans des habitats chauds et secs, mais également dans des 

zones tempérées. Leur distribution géographique étendue, incluant des plantes telles que 

Zygophyllum album dans la région d’Adrar, témoigne de leur capacité d’adaptation aux 

contraintes hydriques extrêmes. Cette tolérance est en partie liée à la production 

d’osmoprotecteurs intracellulaires, comme le mannitol ou le tréhalose, et à la régulation du 

métabolisme énergétique pour optimiser l'utilisation des ressources hydriques disponibles. 

Les espèces de Penicillium, bien que traditionnellement associées à des milieux plus 

tempérés, ont également montré dans cette étude une réponse positive à des niveaux modérés à 

élevés de PEG 6000, confirmant une résilience osmotique certaine, déjà observée chez des 

espèces isolées de milieux désertiques ou salins. Cela renforce l’idée que ces genres fongiques, 

notamment les isolats endophytes issus de plantes tolérantes comme Phoenix dactylifera, 

peuvent constituer des candidats intéressants pour des applications agricoles dans des 

environnements soumis à un stress hydrique récurrent. 

 Réponse des souches au stress oxydatif (H₂O₂) 

Le stress oxydatif est l’un des principaux stress abiotiques pouvant compromettre la 

croissance et la viabilité des champignons. Il est généralement causé par l’accumulation 

d’espèces réactives de l’oxygène (ROS), comme le peroxyde d’hydrogène (H₂O₂), qui peuvent 

endommager les protéines, les acides nucléiques et les membranes cellulaires. De nombreuses 

études ont montré que l’exposition croissante au H₂O₂ entraîne une réduction significative de 

la croissance fongique (Angelova et al., 2005 ; Huang et al., 2008 ; Ferrigo et al., 2015). 

Dans notre étude, l’impact du stress oxydatif a été évalué en exposant les souches 

fongiques à des concentrations croissantes de H₂O₂ (10, 20 et 40 volumes) dans des puits 

répartis sur boîte de Petri. À la concentration modérée de 10 volumes, les quatre souches testées 

(Aspergillus niger TBS33, Aspergillus terreus KHS31, et les Penicillium sp. TCS34 et TFS35) 

ont montré une croissance significative autour des puits, signe d’une capacité à tolérer des 

niveaux modérés d’oxydants. Ce phénomène peut être attribué à l’activation de mécanismes de 
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défense antioxydante, tels que la production de catalases ou de superoxyde dismutases, 

permettant de neutraliser les effets du peroxyde. 

Des observations similaires ont été rapportées par Papapostolou et al. (2014), qui ont 

montré qu’à faibles doses, le H₂O₂ pouvait stimuler la biomasse de certains champignons 

pathogènes comme Sclerotium rolfsii et Sclerotinia sclerotiorum, suggérant une réponse 

adaptative à un stress oxydatif modéré. 

En revanche, aux concentrations plus élevées (20 et 40 volumes), la croissance fongique 

a été fortement inhibée chez la majorité des souches, qui n’ont pas réussi à franchir les puits 

contenant le peroxyde d’hydrogène. Cette inhibition s’explique par la surcharge oxydative, 

dépassant les capacités de neutralisation des ROS. 

Cependant, la souche TBS33 d'Aspergillus niger a montré un comportement 

exceptionnel, parvenant à croître sur l’ensemble de la boîte, y compris dans les zones fortement 

oxydées. Ce résultat suggère une tolérance accrue au stress oxydatif, comparable à celle 

observée chez Verticillium dahliae, une espèce pour laquelle la résistance au H₂O₂ a été 

clairement démontrée par Audenaert et al. (2004). Cette résistance est généralement associée à 

l’activation de systèmes antioxydants enzymatiques efficaces et à la capacité de réparer les 

dommages induits par les ROS. 

 Réponse des souches au stress lumineux (rayons UV-C) 

Les rayonnements UV-C (100–280 nm), bien connus pour leur pouvoir germicide, sont 

également capables d’induire des réponses de stress chez les micro-organismes, tout en 

stimulant, chez certaines espèces, la production de métabolites secondaires d’intérêt ou des 

mécanismes de défense (Urban et al., 2016 ; Urban et al., 2022). Chez les champignons, 

l'exposition aux UV-C peut entraîner des dommages cellulaires, notamment au niveau de 

l'ADN, des membranes, ou des structures morphologiques, mais certaines espèces présentent 

une tolérance notable à ces conditions. 

Dans notre étude, une exposition aux UV-C a été réalisée durant 10, 20 puis 30 minutes, 

et son impact a été évalué à la fois sur la morphologie des structures reproductrices et sur la 

capacité de croissance des souches. Après 10 et 20 minutes d’exposition, les souches TBS33 

d'Aspergillus niger et KHS31 d'Aspergillus terreus conservent des têtes conidiennes bien 

formées, traduisant une intégrité morphologique relativement préservée malgré le stress 

lumineux. Les souches TCS34 et TFS35 de Penicillium sp. Présentent également des têtes 

pénicillaires reconnaissables, témoignant d’une tolérance comparable à une irradiation 

modérée. 
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Ces résultats sont soutenus par des données antérieures : selon Nakpan et al., les spores 

d’Aspergillus fumigatus présentent une résistance significative aux UV, bien supérieure à celle 

des spores bactériennes. Cela reflète l’importance de la composition de la paroi et la présence 

de pigments protecteurs, tels que la mélanine, dans la protection contre les effets des radiations. 

Après 30 minutes d’exposition aux UV-C, une différence notable entre les genres a été 

observée. Les souches TBS33 et KHS31 d'Aspergillus maintiennent encore des têtes 

conidiennes distinctes, indiquant une résistance morphologique accrue du genre Aspergillus à 

l’irradiation prolongée. En revanche, chez les souches TCS34 et TFS35 de Penicillium, les têtes 

pénicillaires ne sont plus visibles, bien que la sporulation reste abondante, suggérant une 

altération partielle des structures mais sans perte de viabilité. 

Ces observations concordent avec les travaux de Garvey et al. (2022), qui rapportent 

que même après 90 minutes d’exposition aux UV, aucune inhibition complète de la germination 

des spores fongiques n’a été observée. L’efficacité de l’irradiation dépend en effet de plusieurs 

facteurs : durée, intensité, conditions environnementales et espèce microbienne concernée. 

Malgré les altérations morphologiques, toutes les souches testées ont montré une reprise 

de croissance comparable à celle des témoins non irradiés, confirmant une viabilité conservée 

après 30 minutes d’irradiation. Ces résultats sont en accord avec les travaux de Cordero & 

Casadevall (2017), qui ont montré que certaines souches fongiques restent viables même après 

altération de la mélanisation, un processus lié à la protection contre le stress oxydatif, les 

radiations et la compétitivité environnementale. 

En somme, nos résultats suggèrent que les souches testées, en particulier celles du genre 

Aspergillus, possèdent des mécanismes de protection efficaces contre les rayonnements UV-C, 

leur permettant de préserver leur viabilité et leur potentiel de colonisation, même après 

exposition prolongée. Cette capacité pourrait être exploitée dans des environnements exposés 

à des radiations, ou dans des applications nécessitant une stabilité morphologique et 

physiologique sous lumière UV. 

 Réponse des souches au stress radioactif (rayonnement gamma) 

À la suite des résultats prometteurs obtenus lors de l’exposition des souches fongiques 

à une irradiation UV-C de 30 minutes, ayant démontré leur capacité à survivre et à reprendre la 

croissance malgré des altérations morphologiques, il a été jugé pertinent de prolonger 

l’évaluation de leur tolérance aux agents physiques en les soumettant à un stress radioactif par 

rayonnement gamma. Ce type de rayonnement, à haute énergie, est reconnu pour ses effets 

délétères sur les structures biologiques, en particulier l’ADN, via la génération de radicaux 

libres. 
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Le choix des doses gamma appliquées dans cette étude (0,5 ; 1 ; 2 et 5 kGy) repose sur 

les recommandations de Neeven et al. (2006), qui suggèrent que cette plage de doses permet de 

tester les seuils de tolérance des microorganismes sans induire systématiquement une 

destruction immédiate de la viabilité cellulaire. Elle permet également une estimation 

comparative de la DL50, c’est-à-dire la dose létale pour 50 % des individus, un indicateur clé 

pour caractériser la sensibilité des souches aux rayons ionisants. 

Nos résultats ont montré que la souche TBS33 d'Aspergillus niger conserve une 

croissance notable aux doses de 0,5 et 1 kGy, bien que la croissance soit absente à 2 et 5 kGy 

après 7 jours d’incubation. Toutefois, une reprise partielle de la croissance a été observée à 5 

kGy après 15 jours, ce qui suggère l’activation de mécanismes cellulaires de réparation différée, 

probablement liés à la restauration de l’intégrité de l’ADN ou à l’induction de systèmes 

antioxydants. En revanche, la souche TCS34 de Penicillium sp. a présenté une croissance très 

limitée, même à 0,5 kGy, et pratiquement absente à 1 kGy, indiquant une plus grande sensibilité 

au stress radioactif. 

Ces observations sont cohérentes avec les données rapportées par Shathele (2009), qui 

a observé une inhibition totale de la croissance d’Aspergillus fumigatus à 10 kGy. De plus, les 

mesures d’absorbance spectrophotométrique ont confirmé une diminution significative de la 

densité cellulaire chez les deux souches, ce qui renforce l'hypothèse d'un effet inhibiteur du 

rayonnement gamma sur la croissance fongique. 

L’effet létal du rayonnement gamma est principalement dû à la fragmentation de l’ADN, 

à la peroxydation lipidique et à la désorganisation des membranes cellulaires (Saleh et al., 

1988). Toutefois, des effets sublétaux peuvent permettre une reprise partielle, comme observé 

chez TBS33, traduisant une tolérance physiologique face au stress ionisant. La différence de 

tolérance entre les deux souches pourrait être attribuée à plusieurs facteurs biologiques, tels que 

la composition et l’épaisseur de la paroi cellulaire, le nombre de chromosomes ou le type de 

spores produites (Tiryaki, 1990). 

Un fait intéressant a également été noté : le brunissement progressif des tubes de TBS33 

après irradiation, plus marqué à forte dose. Ce changement de couleur pourrait être attribué à 

une production accrue de pigments mélaniques, connus pour leur rôle photoprotecteur et 

antioxydant contre les rayonnements ionisants (Shathele, 2009). Enfin, selon Maxie et Fortlage 

(1964), les spores pluricellulaires ou bicellulaires résistent généralement mieux aux radiations 

que les spores unicellulaires, ce qui pourrait également expliquer la meilleure résistance 

observée chez la souche TBS33 d'Aspergillus niger. 
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En conclusion, ces résultats suggèrent que certaines souches fongiques endophytes, en 

particulier la souche TBS33 d'Aspergillus niger, disposent de mécanismes de tolérance 

spécifiques au stress radioactif, ce qui pourrait élargir leur potentiel d’utilisation en 

biotechnologie environnementale (par exemple, en bioremédiation de sites irradiés) ou en 

stérilisation industrielle contrôlée. 

 Réponse des souches fongiques au stress métallique 

L’exposition aux métaux lourds constitue un stress abiotique majeur pouvant perturber 

la structure cellulaire, les fonctions enzymatiques et les voies métaboliques des champignons. 

Ces éléments, en particulier le cuivre (Cu²⁺), le plomb (Pb²⁺) et le cadmium (Cd²⁺), sont capables 

d’induire un stress oxydatif élevé, causant des dommages aux protéines, aux membranes 

cellulaires et à l’ADN (Gadd, 1993 ; Baldrian, 2003). Toutefois, certaines souches fongiques, 

notamment endophytes, ont développé des mécanismes d’adaptation tels que la chélation des 

ions métalliques, la biosorption via la paroi cellulaire ou la sécrétion de métallothionéines et 

sidérophores. 

Dans le cadre de cette étude, les quatre souches testées (TBS33, KHS31, TCS34 et 

TFS35) ont été soumises à des concentrations croissantes (200, 1000 et 4000 ppm) de Cu²⁺, 

Pb²⁺ et Cd²⁺ afin d’évaluer leur tolérance aux métaux lourds. Les résultats révèlent une tolérance 

variable selon la souche et le métal testé. 

La souche TBS33 d'Aspergillus niger a montré une croissance satisfaisante à 200 et 

1000 ppm pour les trois métaux, mais aucune croissance à 4000 ppm. Notamment, elle a 

conservé sa viabilité en présence de 1000 ppm de Cu²⁺, ce qui confirme son statut de souche 

résistante au cuivre. Ce comportement est en accord avec les résultats de Kermasha et al. (1993), 

qui ont attribué la tolérance d’A. niger à la production de métallothionéines. Par ailleurs, les 

études de Ezzouhri et al. (2009) ont montré que A. niger pouvait tolérer des concentrations en 

Pb allant jusqu’à 30 mM, dans des contextes de sols miniers. 

La souche KHS31 d’Aspergillus terreus a également affiché une bonne tolérance à 200 

et 1000 ppm de cuivre et de plomb, bien qu'aucune croissance n’ait été observée à 1000 ppm 

de cadmium ni à 4000 ppm pour aucun métal. L’apparition d’un pigment orangé à 200 ppm 

suggère une réponse métabolique ou adaptative, pouvant être liée à une activité antioxydant ou 

à la sécrétion de métabolites protecteurs. Ces résultats sont comparables à ceux observés chez 

des endophytes de Portulaca oleracea, où le cuivre a favorisé la croissance des champignons, 

en tant que micronutriment essentiel (Kumar et al., 2021 ; Bhaskar et al., 2020). 

Concernant les souches de Penicillium sp., la souche TCS34 a montré une croissance à 

200 ppm pour tous les métaux, mais une sensibilité marquée au cuivre dès 1000 ppm, sans 
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aucune croissance à 4000 ppm. Cette sensibilité est probablement liée au fort potentiel oxydatif 

du Cu²⁺, capable d’endommager directement les structures cellulaires (Gadd, 1993). En 

revanche, une croissance à 4000 ppm de plomb a été observée, suggérant que ce métal pourrait 

être moins toxique pour certaines espèces fongiques, comme le souligne Sanyal et al. (2005). 

La souche TFS35 de Penicillium sp s’est distinguée par sa résistance remarquable au 

cadmium, avec une croissance persistante jusqu’à 4000 ppm. Cette tolérance exceptionnelle 

pourrait être liée à l’activation de mécanismes de défense intracellulaires, tels que la chélation 

par métallothionéines, ou l’immobilisation par des métabolites secondaires (Baldrian, 2003 ; 

Xu et al., 2015). Ces mécanismes lui confèrent un avantage certain pour la colonisation de 

niches polluées ou de milieux extrêmes. 

Dans l’ensemble, nos résultats confirment que les souches endophytes étudiées 

possèdent des profils de tolérance spécifiques et parfois métal-sélectifs, soulignant leur intérêt 

potentiel pour des applications environnementales telles que la bioremédiation de sols 

contaminés, la stabilisation des déchets miniers, ou même l’utilisation dans des biofiltres 

fongiques. 

 Capacité des souches fongiques à produire des sidérophores 

Les sidérophores sont de petites molécules chélatrices produites par de nombreux 

micro-organismes, en particulier les champignons filamenteux, pour capter le fer ferrique 

(Fe³⁺), généralement peu biodisponible dans l’environnement. Leur production est souvent 

déclenchée par des conditions de carence en fer, et ils jouent un rôle essentiel dans la survie, la 

croissance et la compétitivité des micro-organismes en milieu stressant (Neilands, 1995 ; Hider 

& Kong, 2010). 

Dans cette étude, la recherche de sidérophores a été réalisée par un test colorimétrique 

au chlorure ferrique (FeCl₃). Ce test repose sur la formation de complexes colorés entre le Fe³⁺ 

et les sidérophores, en fonction de leur nature chimique : 

 Hydroxamates : coloration violette à rouge-brun 

 Catécholates : coloration verte à noire 

 Carboxylates : réaction peu visible ou coloration jaune pâle (Alexander & 

Zuberer, 1991) 

L’observation d’une coloration jaune pâle après l’ajout de FeCl₃ suggère une production 

faible de sidérophores ou la présence de carboxylates, faiblement réactifs avec le fer. Il est aussi 

possible que les conditions expérimentales (teneur en fer dans le milieu) n’aient pas favorisé 

l’induction des voies de biosynthèse. 
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En effet, bien que des champignons du genre Aspergillus, comme A. niger, soient 

connus pour produire des sidérophores de type hydroxamate (ex. : ferricrocine, fusarinine) 

(Haas et al., 2003), l’absence de coloration typique violette ou rouge-brun pourrait refléter une 

faible expression de ces métabolites, une répression génétique par le fer présent dans le milieu, 

ou encore une instabilité des composés produits 

En conclusion, même si la production de sidérophores n’a pas été fortement mise en 

évidence dans notre étude, des analyses plus sensibles (par exemple, le test CAS bleu de 

Schwyn & Neilands, 1987, ou des dosages spectrophotométriques spécifiques) pourraient être 

nécessaires pour confirmer ou quantifier cette capacité chez les souches fongiques endophytes 

testées. 
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Conclusion et perspective 

Dans ce mémoire, nous avons examiné la tolérance des champignons endophytes isolés 

de palmier dattier (Phoenix dactylifera L.) afin de mieux appréhender leur capacité d'adaptation 

à des conditions environnementales défavorables. Cela inclut des facteurs tels que la salinité, 

les températures, le stress métallique (Cu, Pb, Cd), le stress oxydatif (H2O2), le stress hydrique 

(PEG 6000), le stress lumineux (irradiation UV-C) et le stress radioactif (rayonnement gamma), 

ainsi que leur pertinence dans le domaine de la biotechnologie. 

Face au stress thermique, toutes les souches ont présenté une croissance satisfaisante à 

la température de référence (25 °C). Toutefois, la souche TBS33 d'Aspergillus niger et la souche 

KHS31 d'Aspergillus terreus ont démontré une capacité remarquable à croître à des 

températures élevées (jusqu’à 45 °C), traduisant une bonne thermotolérance. En revanche, les 

souches TCS34 et TFS35 de Penicillium sp. ont montré une meilleure adaptation aux basses 

températures, ce qui suggère une plasticité thermique différenciée selon le genre. 

Le test de tolérance au stress salin (NaCl) a mis en évidence une croissance soutenue 

des quatre souches, même à des concentrations relativement élevées. Cette capacité 

d’adaptation à des conditions de forte salinité reflète une résistance osmotique intéressante, 

particulièrement utile dans des écosystèmes arides ou salins. 

Concernant le stress hydrique, simulé par l’ajout de PEG 6000, l’ensemble des souches 

a maintenu une croissance fongique notable, indiquant une aptitude à survivre en conditions de 

déficit hydrique. Cette propriété est précieuse pour une utilisation dans des contextes de 

sécheresse ou de faible disponibilité en eau. 

L’évaluation de la tolérance aux métaux lourds a révélé des réponses variables selon le 

métal et la souche. Le cuivre a été bien toléré à faibles concentrations, tandis que le plomb a été 

supporté jusqu’à 4000 ppm par les souches TBS33 d’A. niger, la souche KHS31 d'A. terreus, 

ainsi que par la souche TFS35 de Penicillium sp. En revanche, le cadmium s’est révélé 

hautement toxique, inhibant fortement la croissance dès les plus faibles concentrations testées. 

Pour le stress oxydatif induit par le peroxyde d’hydrogène (H₂O₂), toutes les souches 

ont toléré les faibles doses (10 volumes). Seule la souche TBS33 d'A. niger a poursuivi sa 

croissance à des concentrations élevées (20 et 40 volumes), traduisant une tolérance accrue aux 

stress oxydants, probablement liée à des mécanismes antioxydants spécifiques. 

L’irradiation UV-C (jusqu’à 30 minutes) n’a pas altéré la viabilité des souches. Bien 

que des modifications morphologiques aient été observées (notamment au niveau des têtes 
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conidiennes ou pénicillaires), la capacité de sporulation et la reprise de croissance sont restées 

intactes. En revanche, le rayonnement gamma a induit une inhibition progressive de la 

croissance, plus marquée à fortes doses (2–5 kGy). La souche TBS33 d'A. niger s’est une fois 

de plus distinguée par sa meilleure résistance, conservant une croissance modérée et une 

structure mycélienne relativement intacte, contrairement à la souche TCS34 de Penicillium sp. 

qui a montré une forte sensibilité. 

Afin de valoriser pleinement ces résultats et d’approfondir la caractérisation des souches 

étudiées, il est recommandé de : 

 Compléter l’identification taxonomique par des analyses moléculaires ciblées 

(ex. : séquençage de l’ADNr ITS, gènes spécifiques), afin de déterminer l’espèce exacte des 

isolats ; 

 Analyser la structure chimique des sidérophores produits, en vue de mieux 

comprendre leurs mécanismes de complexation du fer ; 

 Mener des études métagénomiques et transcriptomiques, afin de révéler les voies 

de résistance et les gènes impliqués dans l’adaptation aux stress abiotiques ; 

 Étendre les tests in vitro à des essais en conditions réelles (sols, interaction 

plante–champignon), pour évaluer l’efficacité écologique et biotechnologique de ces souches. 

Ces travaux ouvrent ainsi des perspectives prometteuses dans le domaine de la 

biotechnologie microbienne appliquée à l’agriculture et à l’environnement, en particulier dans 

le contexte du changement climatique et de la raréfaction des ressources. 
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Annexe A 

Milieux de culture utilisés 

 

Milieu de culture PDA (Jonsthon et Booth., 

1983) 

 

Pomme de terre  200g 

Glucose  20g 

agar 17g 

Eau distille 1L 

Ph=  6,5 

 

 

Milieu de culture  PDB (Ronald M. Atlas 2010)  

Pomme de terre  200g 

Glucose  20g 

Eau distille  1L 

Ph= 6 ,5 
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