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Résumé 

 

 Dans cette étude, nous avons examiné le potentiel antifongique et antibiofilm de l'algue rouge 

Asparagopsis armata, collectée à El Marsa (wilaya d'Alger), contre trois souches de Candida albicans, 

la souche de référence ATCC 10231, ainsi que deux isolats cliniques (isolat 1 et isolat 5). Deux extraits 

ont été préparés à partir de cette algue, l’un au dichlorométhane et l’autre au méthanol. Les deux extraits 

ont démontré une activité antifongique significative, avec une concentration minimale inhibitrice (CMI) 

de 0,58 mg/ml pour la souche ATCC 10231 et l’isolat 1, tandis que l’isolat 5, moins sensible, présentait 

une CMI de 2,34 mg/ml. Par ailleurs, une inhibition de la formation de biofilm, proportionnelle à la 

concentration, a été observée, notamment avec l’extrait méthanolique, qui a permis de réduire jusqu’à 75 

% du biofilm à concentration élevée. Ces résultats soulignent le potentiel thérapeutique d’Asparagopsis 

armata en tant qu’agent antifongique naturel contre les infections à Candida albicans. 

Mots clés : Asparagopsis armata, Candida albicans, activité antibiofilm, CMI. 

Abstract 

In this study, we evaluated the antifungal and antibiofilm activities of the red alga Asparagopsis armata, 

collected from El Marsa (Algiers province), against three strains of Candida albicans, the reference strain 

ATCC 10231 and two clinical isolates (isolate 1 and isolate 5). Two types of extracts were prepared from 

the algal biomass, one using dichloromethane and the other methanol. Both extracts exhibited noteworthy 

antifungal activity, with a minimum inhibitory concentration (MIC) of 0.58 mg/ml against ATCC 10231 

and isolate 1. In contrast, isolate 5 demonstrated reduced sensitivity, with an MIC of 2.34 mg/ml. 

Furthermore, a concentration-dependent antibiofilm effect was observed, particularly with the 

methanolic extract, which inhibited up to 75% of biofilm formation at higher concentrations. These 

findings underscore the potential of Asparagopsis armata as a promising natural antifungal agent for 

controlling Candida albicans infections. 

Keywords: Asparagopsis armata; Candida albicans; antibiofilm activity; minimum inhibitory 

concentration (MIC). 

 ملخص  

ع من منطقة   في هذا البحث، تم تحليل الفعالية المضادة للفطريات والمضادة لتشكل البيوفيلم للطحلب الأحمر ِ أأسبرغبسيس أأرماتا، الذي جُم

  1، والعزلتين السريريتين  ATCC 10231 السلالة المرجعية المرسى )ولاية الجزائر(، وذلك ضد ثلاث سلالات من كانديدا البيكانس:

. تم تحضير مس تخلصين من الطحلب باس تخدام مذيبين عضويين مختلفين، هما ثنائي كلور الميثان والميثانول. أأظهرت نتائج الاختبارات 5و

ملغ/مل ضد كل من السلالة  0.58 (MIC) الحيوية أأن كلا المس تخلصين يمتلكان نشاطًا مضادًا للفطريات، حيث بلغ التركيز المثبط الأدنى

ملغ/مل. كما تم تسجيل تأأثير مثبط لتشكل البيوفيلم   2.34قدره   MIC مقاومة نسبية ببلوغ  5ين أأبدت العزلة  ، في ح1المرجعية والعزلة  

بلغت   تثبيط  نس بة  حقق  الذي  الميثانولي،  للمس تخلص  بالنس بة  خصوصًا  المس تخلص،  تركيز  مع  طردًا  تركيز  75يتناسب  أأعلى  عند   %

ب. تبرز هذه النتائج القيمة البيولوجية للطحلب  جَرَّ  أأسبرغبسيس أأرماتا كمصدر طبيعي واعد لتطوير مركبات مضادة للفطريات تس تهدف مم

 .كانديدا البيكانس ، لاس يما في س ياق مقاومة الفطريات للعوامل التقليدية

 . التركيز المثبط الأدنى، نشاط مضاد للبيوفيلم، كانديدا البيكانس، أأسبرغبسيس أأرماتا:   الكلمات المفتاحية
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Introduction générale 

Les champignons sont omniprésents, avec une diversité estimée à plus de 2,2 millions 

d'espèces. Parmi eux, certains sont des agents pathogènes, dont beaucoup sont opportunistes, 

provoquant des infections graves chez plus de 300 millions de personnes chaque année 

(Wunderlich, 2020) . 

Les candidoses, infections fongiques dues au genre Candida, peuvent être invasives ou 

superficielles. Elles entraînent des atteintes cutanées et muqueuses, voire viscérales profondes, 

pouvant avoir une lourde morbi-mortalité chez les patients immunodéprimés mais aussi chez 

ceux présentant des facteurs de risques tels qu’un âge avancé, une thérapeutique agressive, une 

chimiothérapie intensive (Alloua, 2023). 

La résistance de Candida albicans aux antifongiques a considérablement augmenté au cours 

des dernières années, atteignant des niveaux préoccupants et contribuant à une morbidité et une 

mortalité élevées (Chavanet, 1997). Les infections causées par cette levure sont souvent graves 

et invasives, se propageant dans l’organisme et entraînant des atteintes sévères d’un ou plusieurs 

organes. C. albicans est un microorganisme commensal, pouvant avoir une origine endogène 

ou exogène. Il présente une capacité d’adaptation au parasitisme, mais son pouvoir pathogène 

ne se manifeste généralement qu’en présence de facteurs favorisants, appelés « facteurs de 

risque ». Les candidoses dont C. albicans est l’espèce la plus fréquente et la plus dangereuse 

pour l’homme sont donc majoritairement des infections opportunistes, déclenchées par une 

variété de causes (Merghache et al., 2012). 

Les organismes marins dont les algues marines, se sont révélés être une source riche de 

composés bioactifs pour le développement de nouveaux médicaments (Pinteus et al., 2020). 

Les algues marines constituent la principale végétation des mers et des océans. Elles 

appartiennent à de nombreuses familles du sous-règne Thallophyta  (Rodica et al., 2006).   Elles 

sont classées en algues rouges (Rhodophyceae), vertes (Chlorophyceae) et brunes 

(Phaeophyceae) (Ghaliaoui, 2021).  Elles jouent un rôle important dans l'écosystème marin, 

avec plus de 150000 espèces réparties à travers différents niveaux évolutifs (Farid et al., 2009) 

et sont largement présentes dans les régions côtières de nombreux continents (Manivannan et 

al., 2011). Les algues marines rouges ont été reconnues comme une source très riche de 

molécules organiques nouvelles et inhabituelles aux propriétés variées (Mandrekar et al., 

2019). Bien que leur rôle écologique soit encore peu défini, ces composés pourraient offrir des 
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défenses chimiques empêchant la colonisation de leur surface (Rhimou et al., 2010). Parmi les 

algues rouges, les espèces d’Asparagopsis telles qu’Asparagopsis armata représentent une 

source potentielle de substances antimicrobiennes grâce à la diversité de leurs métabolites 

secondaires aux activités antivirales, antibactériennes et antifongiques (Cordeiro et al., 2006; 

Guedes et al., 2012). L’utilisation des algues marines ou de leurs extraits pourrait constituer 

une excellente alternative aux problèmes de résistance et de cytotoxicité des antifongiques 

(Garon-Lardière, 2004).  

Les recherches menées le long des côtes algériennes ont montré qu’Asparagopsis armata 

fait partie des cinq principales espèces exotiques, représentant à elle seule 34,5 % des espèces 

introduites. Initialement présente sur les côtes ouest et centrale du pays, cette algue s'est 

propagée à d'autres régions depuis 2003, menaçant la biodiversité marine locale. Cependant, 

l'utilisation de cette algue invasive pour la production de composés utiles pourrait avoir un 

impact positif sur le développement économique tout en contribuant à la protection des 

écosystèmes marins (Grimes et al., 2018). 

L’objectif principal de ce travail est d’évaluer le potentiel antibiofilm de l’algue marine 

rouge A. armata récoltée au niveau de la wilaya d’Alger sur la côte Jean-Bart d’El Marsa. Dans 

ce contexte, l’activité de deux extraits bruts de l’algue, à savoir l’extrait dichlorométhanique et 

méthanolique a été testée contre deux souches de C. albicans, en l’occurrence C. albicans 

ATCC 10231 et deux isolats cliniques sur milieu liquide de Sabouraud. 

Ce manuscrit est structuré en trois parties principales, suivies d'une conclusion et de 

perspectives. La première partie offre une synthèse bibliographique approfondie, explorant 

d'une part le vaste domaine des algues marines et d'autre part, les caractéristiques des Candida 

et les candidoses associées. La seconde partie détaille la démarche expérimentale, décrivant 

avec précision le matériel utilisé et les protocoles mis en œuvre au cours de l'étude. Enfin, la 

troisième partie est dédiée à la présentation et à la discussion des résultats obtenus, offrant une 

analyse critique des résultats. 
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I. Chapitre I : Synthèse bibliographique 

I.1. Les algues marines 

I.1.1. Définition des algues  

Ce sont des végétaux principalement aquatiques très ubiquistes, présents majoritairement 

dans les eaux salées, mais certaines espèces se rencontrent aussi en eau douce, notamment dans 

les lacs, les mares et ruisseaux (Daude, 2021). 

Les algues sont des végétaux autotrophes contenant de la chlorophylle (Quero, 1992), ainsi 

que d'autres pigments accessoires pour produire leur propre matière organique par la 

photosynthèse productrice d'oxygène. Elles sont dépourvues de feuilles, de racines, de 

vaisseaux, de fleurs, de graines, comme c’est le cas chez les fucus ou la spirogyre qui sont 

classés parmi les thallophytes (Chouache & Haba, 2023 ; Daude, 2021). 

I.1.2. Classification des algues  

les caractéristiques spécifiques telles que les composantes de la paroi cellulaire, les pigments 

présents (la couleur, composition des parois, mode de reproduction, type de flagelles), sont ceux 

qui ont le rôle le plus important dans la classification  (Perez et al., 1992).   

I.1.2.a. Les algues Vertes (Chlorophycées) 

Elles présentent une grande diversité de formes, pouvant être unicellulaires ou 

pluricellulaires. Leurs plastes, contenant les chlorophylles a et b, leur confèrent une coloration 

verte, en association avec des carotènes et des xanthophylles. Comme chez les plantes 

supérieures, la photosynthèse conduit à la production d’amidon.  

 

Figure 1: Photographie de l’algue verte Ulva lactuca (Daude, 2021). 
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La plupart des algues vertes vivent en eau douce ou en milieux marins, mais certaines 

espèces peuvent également se développer sur terre. Elles jouent un rôle important dans 

l'oxygénation des eaux, favorisant ainsi la vie animale (Garon-Lardière, 2004).    

I.1.2.b. Les algues brunes (Phéophycées) 

La couleur brune de ces algues est due aux pigments xanthophylles, notamment la 

fucoxanthine, qui masque les autres pigments (chlorophylle a et c, ainsi que le bêta-carotène). 

Toutes possèdent une structure pluricellulaire, avec des tailles allant de formes microscopiques 

à de très grands spécimens. La grande majorité des algues brunes sont marines (Garon-

Lardière, 2004). 

 

Figure 2: Photographie de l’algue brune Laminaria digitata (Daude, 2021). 

I.1.2.c. Les algues rouges (Rhodophycées) 

Les rhodophycées ou algues rouges forment un groupe très diversifié. Ces algues doivent 

leur couleur à la présence de plastes roses dans lesquels un pigment rouge, la phycoérythrine, 

est associé à plusieurs autres pigments dont les chlorophylles.  

 

Figure 3: photographie de l’algue rouge Gracilaria verrucosa (Daude, 2021). 
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La plupart de ces algues rouges sont pluricellulaires et marines, mais il existe quelques 

formes unicellulaires et quelques-unes vivent également en eau douce. Les algues rouges sont 

divisées en deux groupes, celui des Bangiophycées qualifiées de primitives et celui des 

Floridéophycées qui sont plus complexes. Elles se distinguent généralement par leur cycle de 

reproduction particulièrement complexe (Garon-Lardière, 2004). 

Tableau 1: Caractéristiques des principaux groupes d'algues (Kaedache & Khoualdi, 2016). 

 

I.1.3. Conditions de Vie des algues 

I.1.3.a. Habitat des algues 

Les algues, selon leur groupe taxonomique et de leur espèce, ont une remarquable capacité 

à coloniser une grande diversité de milieux. Elles sont capables de se développer aussi bien 

dans des eaux ultrapures que dans des environnements fortement minéralisés, des sources 

thermales aux glaciers, et des milieux acides aux milieux alcalins. Leur présence ne se limite 

pas aux écosystèmes aquatiques, certaines espèces peuvent également se développer en milieu 

terrestre. En milieu aquatique, elles peuvent être planctoniques (en suspension dans l'eau et 

incapables de mouvements propres suffisants pour résister à ceux des masses d'eau) ou 

benthiques (fixées ou en relation étroite avec le fond). Un même groupe d'algues peut être 

significativement représenté à la fois dans le plancton et le benthos (les algues vertes, les 

diatomées) ou être très majoritairement planctonique (les haptophytes) ou presque 

exclusivement benthique (les algues rouges et brunes). Les algues peuvent aussi être aériennes, 

se développer sur ou dans des végétaux ou des animaux, aquatiques ou terrestres (Kaedache & 

Khoualdi, 2016 ). 
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I.1.3.b. La lumière  

La lumière exerce une influence déterminante sur les algues à plusieurs niveaux : par son 

intensité lumineuse, la nature des radiations émises ainsi que l’alternance des phases de 

luminosité et d’obscurité. La croissance, la distribution et la productivité des algues dépendent 

en grande partie de la pénétration lumineuse dans la colonne d’eau. Celle-ci peut soit stimuler, 

soit inhiber leur développement, selon les conditions. Les algues possèdent une diversité de 

pigments photosynthétiques, spécifiques à chaque groupe, qui leur permettent d’absorber 

différentes longueurs d’onde de la lumière. Par conséquent, toutes les algues n’exploitent pas 

la lumière de la même manière : certaines espèces nécessitent une forte intensité lumineuse, 

tandis que d’autres se développent préférentiellement sous des conditions de faible luminosité 

(Kaedache & Khoualdi, 2016 ). 

I.1.3.c. Le substrat (ou support)   

Les algues étant dépourvues de racines, elles ne peuvent absorber de nutriments à partir du 

substrat sur lequel elles sont fixées. Leur alimentation dépend exclusivement des éléments 

nutritifs dissous dans le milieu environnant. Néanmoins, le substrat ou support joue un rôle par 

sa nature et ses caractéristiques et déterminera l’espèce qui viendra s’y fixer. Les roches 

calcaires par exemple, sont envahies par les algues perforantes microscopiques, ce qui leur 

confère une coloration spécifique. A l’inverse, certaines autres espèces fuiront le substrat 

calcaire.                                                                                                                      

En outre, le support peut être en eau profonde ou peu profonde comme sur les rochers, les 

constructions portuaires, les bouées ou les coques de bateaux. Elles peuvent aussi se développer 

sur un organisme vivant animal ou végétal (Kaedache & Khoualdi, 2016 ). 

I.1.3.d. La température  

Elle agit sur le système métabolique et reproducteur de l’algue. C’est alors que des variations 

de température peuvent agir sur la dispersion ou la régression des peuplements (Kaedache & 

Khoualdi, 2016 ). 

I.1.4. Composition Chimiques des algues marines 

La composition chimique des algues varie en fonction des individus, les espèces, la maturité 

et les conditions environnementales. Cependant, elles sont riches en pigments, protéines, 

lipides, vitamines, minéraux et autres substances bioactives. 
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Figure 4: Composition biochimique des algues marines (Daude, 2021). 

I.1.4.a. Les éléments minéraux  

Les algues puisent dans la mer une richesse incomparable d'éléments minéraux d'où la 

fraction minérale peut représenter jusqu'à 36% de la masse sèche.  Parmi ces éléments présents 

dans les algues, nous citons : le potassium, le chlore, le sodium, le calcium, le magnésium, le 

soufre, le phosphore, l'iode, le fer, le cuivre, le manganèse et de nombreux autres oligo-éléments 

tels que l'iode, le fer, le zinc, le cuivre, le sélénium et le molybdène, ainsi que bien d'autres 

oligo-éléments comme le fluor, le brome, le manganèse, le bore, le nickel et le cobalt 

(Kaedache & Khoualdi, 2016 ). 

I.1.4.b. Les lipides 

Les lipides présents dans les algues se subdivisent en : stérols, tri, di ou monoacylglycérols 

et phospholipides. Bien que leur teneur totale soit faible (environ 1 à 5% de la matière sèche). 

Cependant, du point de vue qualitatif, les lipides algaux présentent une proportion en acides 

gras essentiels importante dont les algues rouges contiennent des taux élevés d'acides gras 

polyinsaturés (Kaedache & Khoualdi, 2016 ). 

I.1.4.c. Les protéines   

La teneur en protéines des algues marines est variable, Il est notable que certaines espèces 

d'algues rouges possèdent une fraction protéique (30-40 % de la matière sèche) comparable, du 

point de vue quantitatif, à celle des légumineuses (Kaedache & Khoualdi, 2016 ). 
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I.1.4.d. Les vitamines 

La composition en vitamines des algues présente un réel intérêt nutritionnel, bien qu'elle soit 

sujette à d'importantes variations saisonnières. Elles contiennent un large éventail de vitamines, 

notamment les groupes A, B1, B2, B6, B12, ainsi que les vitamines C, D et E. L’un des aspects 

les plus remarquables réside dans leur teneur relativement élevée en vitamine B12, une 

caractéristique peu commune dans le règne végétal (Kaedache & Khoualdi, 2016 ). 

I.1.4.e. Les caroténoïdes  

Toutes les macroalgues renferment des caroténoïdes, des pigments liposolubles constitués 

d’unités isopréniques, reconnus pour leurs puissantes propriétés antioxydantes. En moyenne, 

ces composés représentent environ 0,1 % du poids sec des algues brunes, qui en sont 

particulièrement riches. Parmi les caroténoïdes les plus abondants dans ce groupe, on retrouve 

la fucoxanthine, les xanthophylles telles que la violaxanthine, ainsi que le β-carotène 

(Kaedache & Khoualdi, 2016 ). 

I.1.4.f. Les polysaccharides  

Les algues, en particulier les algues brunes, sont une source importante de polysaccharides 

spécifiques appelés phycocolloïdes, qui peuvent représenter entre 18 % et 45 % de leur masse 

sèche (Kaedache & Khoualdi, 2016 ). 

I.1.4.g. Les fibres   

Les algues constituent une source significative de fibres alimentaires, représentant entre 33 

% et 61 % de leur masse sèche, contribuant ainsi à l'amélioration du transit intestinal (Kaedache 

& Khoualdi, 2016 ). 

I.1.5. Les métabolites secondaires  

Les métabolites secondaires sont des molécules organiques complexes, synthétisées et 

accumulées en faibles concentrations par les organismes autotrophes. De nombreuses espèces 

d’algues marines ont révélé la présence de métabolites secondaires présentant des activités 

pharmacologiques et biologiques prometteuses. Ces composés représentent environ 35 % des 

nouvelles substances chimiques identifiées entre 1977 et 1987, se plaçant juste après celles 

issues des invertébrés marins. Ils sont généralement classés en trois grandes familles 

principales: les polyphénols, les terpènes et les alcaloïdes (Kaedache & Khoualdi, 2016 ). 
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I.1.6. Les utilisations des algues   

Les algues sont exploitées depuis des siècles, d’abord à des fins alimentaires par les 

populations littorales d’Asie, puis comme fertilisants en Europe ou comme complément dans 

l’alimentation du bétail. Dès le XVIIIᵉ siècle, le Japon a industrialisé l’extraction de l’iode à 

partir des algues. Au cours du XXᵉ siècle, la production industrielle de phycocolloïdes a connu 

un essor considérable, en raison de la diversification croissante de leurs applications. La 

demande croissante a conduit au développement de la culture d’espèces à fort rendement. Grâce 

à la diversité de leurs composés bioactifs, les algues ont trouvé de nombreuses applications dans 

différents domaines : 

En agroalimentaire : certains de leurs dérivés, tels que l’agar-agar et les alginates, sont utilisés 

comme agents émulsifiants, épaississants, stabilisants et gélifiants (additifs alimentaires classés 

de E400 à E408), ou comme excipients dans diverses formulations. 

En agriculture : les algues sont traditionnellement employées comme engrais organiques ou 

amendements minéraux. 

En industries chimiques : les frustules siliceux des diatomées sont exploités comme abrasifs 

ou comme matériaux isolants, tant phoniques que thermiques. Les extraits d’algues sont 

également incorporés dans la fabrication de colles, peintures, résines, caoutchoucs et savons. 

En médecine : en thalassothérapie, les bains d’algues (algothérapie) sont employés dans le 

traitement des affections rhumatismales et locomotrices. En chirurgie et en gynécologie, les 

stipes de laminaires sont utilisés pour favoriser la dilatation de voies naturelles ou le 

débridement des plaies. 

En pharmacie : certaines algues sont valorisées pour leurs propriétés laxatives, vermifuges 

(Hypnea, Carragheen), ou anticoagulantes (Ainane, 2011). 

I.1.7. Activités biologiques 

Les algues marines suscitent un intérêt croissant en pharmacologie et en médecine, ce qui a 

conduit à leur exploitation industrielle à grande échelle. De nombreuses espèces présentent en 

effet des propriétés thérapeutiques variées et prometteuses. Certaines algues, telles que 

Alsidium helminthocorton et Digenea simplex, possèdent une activité vermifuge. D'autres, 

comme Corallina, Cystoseira ou Pterocladia, ont démontré un effet hypoglycémiant. Des 

espèces telles que Chondrus et Laminaria exercent une action hypotensive, tandis que 

Chondrus, Corallina, Delessaria, Laminaria et Pterocladia présentent des propriétés 

anticoagulantes. Par ailleurs, Undaria pinnatifida est connue pour son effet cardiotonique. 
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Certaines algues marines ont également révélé un potentiel thérapeutique dans le traitement de 

diverses infections et inflammations : Chondrus, Cladophora, Ulva, Fucus, Cystoseira et 

Bifurcaria sont ainsi reconnues pour leurs activités anti-inflammatoire, antibactérienne, 

antifongique et antivirale. Ces multiples propriétés confèrent aux algues marines une valeur 

ajoutée considérable dans le développement de nouveaux agents thérapeutiques naturels 

(Kaedache & Khoualdi, 2016 ). 

I.1.8. Asparagopsis armata  

I.1.8.a. Écologie et distribution 

Asparagopsis armata est une espèce d’algue rouge originaire d’Australie, décrite pour la 

première fois en 1855 par le phycologue William Henry Harvey. Elle est également présente 

en Nouvelle-Zélande et aurait été introduite sur les côtes européennes vers les années 1923 

(Andreakis et al., 2004 ; Pinteus et al., 2020). 

 

Figure 5: Distribution d'Asparagopsis armata le long de la côte algérienne (Grimes et al., 

2018). 

Cette espèce se développe principalement sur les substrats rocheux de l'étage infralittoral, 

depuis la surface jusqu'à environ 40 mètres de profondeur (Otero et al., 2013).   

Au stade gamétophyte, Asparagopsis armata présente une coloration rose pâle et subit une 

dégradation rapide lorsqu’elle est exposée à l’air, prenant alors une teinte marron marquée. À 

ce stade, elle se développe sous forme d’algue épiphyte, fixée sur d’autres espèces, notamment 

Corallina sp. En phase tétrasporophyte, l’algue adopte un aspect rouge brunâtre, ramifié et 

filamenteux, formant des touffes cotonneuses denses pouvant atteindre un diamètre d’environ 

15 mm (Otero et al., 2013). 
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I.1.8.b. Morphologie et taxonomie   

Asparagopsis armata est une algue qui présente un cycle de vie caractérisé par deux stades 

morphologiquement distincts : le stade gamétophyte et le stade tétrasporophyte. Le stade 

gamétophyte se distingue par une teinte allant du rouge rosé au rose pâle. 

Le thalle d’A. armata forme des touffes au contour pyramidal, mesurant entre 15 et 30 cm de 

long. L’axe principal, de forme cylindrique et d’environ 1 mm de diamètre, présente une 

ramification irrégulière. Il porte une alternance de rameaux de différents types : des rameaux 

longs à croissance indéterminée, des rameaux courts, ainsi que des rameaux épineux en forme 

de harpon (Otero et al., 2013). Asparagopsis armata, est une algue rouge marine 

pluricellulaire, dont la taxonomie complète est la suivante (Garon-Lardière, 2004) :   

 

Figure 6: La morphologie de l’algue rouge Asparagopsis armata (Grimes et al., 2018). 

Tableau 2: Classification d’A. armata (Garon-Lardière, 2004). 

Règne Plantae 

Division Rhodophyta 

Classe Rhodophyceae 

Sous-classe Florideophyceae 

Ordre Bonnemaisoniales 

Famille Bonnemaisoniaceae 

Genre Asparagopsis 

Espèce Asparagopsis armata 
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I.1.8.c.   La reproduction chez A. armata 

La reproduction d’Asparagopsis suit un cycle trigénétique caractérisé  par alternance de trois 

générations : La reproduction d’Asparagopsis armata suit un cycle trigénétique, caractérisé par 

l’alternance de trois générations distinctes. La première est une génération sexuée, représentée 

par des gamétophytes haploïdes (n chromosomes). Le gamète femelle reste porté par le 

gamétophyte, et la fécondation donne naissance à une seconde génération, asexuée et 

parasitaire, appelée carposporophyte, dont le développement est réduit et qui demeure fixé au 

gamétophyte hôte.  

 

Figure 7: Schéma du cycle de reproduction d'Asparagopsis armata  (Mihaila et al.,  2023)

Au cours de la phase gamétophytique, correspondant à la forme visible nommée 

Asparagopsis armata, les individus présentent des organes reproducteurs mâles ou femelles. 

Cette phase est suivie par un stade intermédiaire microscopique, le carposporophyte, puis par 

la phase tétrasporophytique, anciennement décrite sous le nom de Falkenbergia rufolanosa. 

Les phases gamétophyte et tétrasporophyte sont également capables de reproduction végétative. 

Les gamétophytes peuvent se détacher, dériver, et se fixer sur d’autres substrats, notamment 

sur d’autres algues, à l’aide de leurs rameaux épineux, donnant ainsi naissance à de nouvelles 

pousses. De son côté, la forme Falkenbergia peut également se disperser par flottaison 

(Namira, 2019 ; Otero et al., 2013) 
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I.1.9. Espèce similaire 

I.1.9.a. Asparagopsis taxiformis  

Asparagopsis armata et Asparagopsis taxiformis sont deux espèces d’algues présentant une 

forte similarité morphologique. Toutefois, elles peuvent être distinguées au stade gamétophyte: 

A. armata se caractérise par la présence de rameaux en forme de harpon, absents chez A. 

taxiformis, ce qui constitue un critère de différenciation fiable. En revanche, les formes 

tétrasporophytes des deux espèces sont morphologiquement indistinguables. Il convient de 

noter que l’ensemble du genre Asparagopsis est reconnu pour son fort potentiel invasif (Otero 

et al., 2013). 

 

Figure 8 : La morphologie de l’algue rouge Asparagopsis taxiformis (Otero et al., 2013). 

II.2. Candida et candidoses 

I.1.10. Définition  

Candida albicans est un champignon levuriforme faisant partie de la microflore intestinale 

humaine. Il peut être détecté chez environ 70 % des individus en bonne santé (Bennett & 

Johnson, 2005). Toutefois, Candida albicans peut devenir un pathogène opportuniste lorsque 

certaines conditions favorables sont réunies, telles qu’un déséquilibre de la flore bactérienne 

concurrente ou une immunodépression. Dans ces circonstances, il peut proliférer de manière 

excessive, entraînant des infections aussi bien superficielles que systémiques, notamment chez 

les individus immunodéprimés ou fragilisés (Berman, 2012 ; Samaranayake et al., 2005). 

I.1.11. Classification des Candida  

Les espèces du genre Candida sont, pour la plupart, des levures eucaryotes non pathogènes 

vivant en commensales. Elles appartiennent au groupe taxonomique des Ascomycètes et 
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peuvent être isolées à partir de diverses sources, qu'elles soient environnementales, humaines 

ou animales. Toutefois, seules quelques espèces de Candida présentent une importance clinique 

chez l’être humain, notamment Candida albicans, Candida glabrata, Candida tropicalis, 

Candida parapsilosis et Candida dubliniensis. Parmi elles, C. albicans est l’espèce dominante 

et la principale responsable des candidoses, en particulier des candidoses buccales, dont elle est 

la cause majoritaire (McManus & Coleman, 2014). 

La classification  (Takashima & Sugita, 2022) : 

     Règne : Fungi 

              Division : Ascomycota 

                         Classe : Saccharomycetes 

                                   Ordre : Saccharomycetales 

                                             Famille : Saccharomycetaceae 

                                                           Genre : Candida  

                                                                       Espèce  : Candida albicans 

I.1.12. Habitat des Candida  

Les espèces du genre Candida peuvent être isolées à partir de sources environnementales, 

humaines ainsi que d'autres mammifères. Chez ces derniers, Candida fait partie intégrante de 

la flore microbienne commensale des muqueuses, en particulier au niveau des voies gastro-

intestinales et génito-urinaires (McManus & Coleman, 2014). Environ 71 % des individus en 

bonne santé hébergent ces levures sans symptômes. Toutefois, lorsque l’équilibre du microbiote 

est perturbé ou que le système immunitaire est affaibli, ces levures peuvent devenir 

opportunistes et entraîner des manifestations pathologiques (Mavor et al., 2005). 

I.1.13. Caractère morphologique et conditions de croissance de C. albicans   

I.1.13.a.  Caractère morphologique  

Candida albicans est un champignon pouvant se développer sous forme unicellulaire, en 

biofilm ou en microcolonies (Chow et al., 2021). Il s’agit d’un organisme polymorphe capable 

d’adopter plusieurs formes morphologiques, levure (blastospore), hyphe, pseudohyphe, 

projection sexuelle, chlamydospore et bourgeon hyperpolarisé (Whiteway & Bachewich, 

2007). Cette diversité morphologique est considérée comme étant une stratégie de survie, 

permettant sa croissance et sa dissémination dans l'hôte (Berman & Sudbery, 2002). 
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Figure 9: Différentes formes morphologiques de C. albicans, adapté selon (Irimes, 2011) 

I.1.13.b. Conditions de croissance  

Candida albicans se présente sous forme de blastospores (blastoconidies). Ces sont de 

petites cellules de 2 à 5 um par 3 à 7 um, globulaires, ovoïdes ou cylindriques. D’un point de 

vue macroscopique, elles forment des colonies blanches à crémeuses de 1 à 3 mm de diamètre, 

à la texture généralement pâteuse, lisse, brillante et aux bords réguliers (Gomes et al., 2013). 

Elles se reproduisent selon deux types de mécanismes : 

i) Reproduction asexuée 

Le mode de multiplication de C. albicans est principalement de type asexué. Elle est assurée 

par bourgeonnement de la blastospore à un pôle particulier de la cellule donnant naissance, 

après division du noyau par simple mitose et septation de la cellule, à une blastospore fille qui 

se dissocie ultérieurement de la blastospore mère, sous certaines conditions (température, pH, 

composition du milieu de culture). Les cellules restent attachées les unes aux autres et forment 

une chaîne plus ou moins ramifiée appelée pseudo-mycélium, qui peut favoriser, dans certaines 

conditions, la formation de mycélium vrai. Ce deuxième mode de multiplication végétative 

consiste en une croissance apicale, conduisant tout d'abord à la formation d'un tube germinatif 

puis d'un filament mycélien. Le filament mycélien se présente sous la forme d'articles 

cellulaires cylindriques uni nucléés et séparés par des cloisons ou septa incomplets avec 

persistance d'un pore central assurant la continuité cytoplasmique (Ilhem, 2023). 

ii) Reproduction sexuée : 

C. albicans a été considérée comme un champignon diploïde asexuée. Mais depuis la 

découverte du Mating Type Locus (MTL) et des conditions nécessaires à la reproduction de C. 

albicans, a été établi un cycle parasexuel (reproduction et réduction du génome mais sans 

méiose) comme possible modèle de reproduction sexuée de C. albicans (Johnson, 2003). 
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La reproduction parasexuée des C. albicans se déroule en deux étapes , le mating qui est le 

contact physique de deux cellules diploïdes entrainant la fusion des noyaux (caryogamie) pour 

donner naissance à un zygote (4N), et la réduction du concentré chromosomique contenu dans 

la cellule tétraploïde sans brassage génétique, mais, par simple perte aléatoire de chromosomes 

afin de revenir à l'état initial (2N) (Defosse et al., 2018). 

I.1.14. Le biofilm  

Le biofilm est un amas de microorganismes enrobés d'une matrice exo-polysaccharidique, 

adhérant sur les surfaces biotiques (les tissus animaux et végétaux) ou abiotiques (les cathéters, 

prothèses et valves) (Gulati & Nobile, 2016). ils constituent une barrière protectrice pour le 

tissu sous-jacent contre les agressions physiques, chimiques, thermiques et biologiques ; par 

contre lorsque l'organisme s'affaiblit et que ses défenses sont perturbées, les biofilms peuvent 

être des réservoirs microbiens à l'origine d'infections (Foulkes, 1973). 

I.1.14.a. Les biofilms chez C. albicans 

C. albicans est l'espèce fongique la plus souvent associée à la formation des biofilms. La 

levure est capable de développer des biofilms sur presque tous les implants médicaux, les 

cathéters vasculaires, les prothèses dentaires et les lentilles de contact (Douglas, 2003). Les 

mycètes de type Candida albicans existent naturellement sous forme hétérozygote(a/α), cette 

configuration permet d’avoir un biofilm pathogène ou conventionnel imperméable, 

impénétrable aux cellules immunitaires et aussi aux antifongiques. Ce biofilm pathogène peut 

être monomicrobien, c’est-à-dire qu’il contient un seul type d’espèce, ou polymicrobien dans 

le cas où il comprend des espèces mixtes, par exemple Candida albicans avec Staphylococcus 

aureus. Le développement du premier modèle de la formation de biofilm de Candida albicans 

in vitro a été établi par Hawser et Douglas en 1994. Cet évènement a ouvert la voie à une 

meilleure compréhension de la formation de biofilm chez ces levures (Hamouche & Saib, 

2024) . 

 

Figure 10: Biofilm mature de 48 h de C. albicans (Ramage et al., 2005). 
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I.1.14.b. Mécanisme de formation de biofilm chez Candida albicans 

Le développement du biofilm de Candida albicans (durant environ 24 à 48 heures) composé 

de quatre étapes essentielles illustrées dans la Figure 11. 

 

Figure 11: Le mécanisme de formation de biofilm chez Candida albicans adapté selon 

(Ramage et al., 2005). 

i) Adhésion 

La formation du biofilm chez C. albicans débute par l'attachement des cellules aux 

biomatériaux. Cet attachement est médié à la fois par des facteurs non spécifiques 

(hydrophobicité de la surface cellulaire et forces électrostatique) et par des adhésions 

spécifiques sur la surface fongique reconnaissant les ligands dans les films de conditionnement, 

tels que les protéines sériques (fibrinogène et fibronectine) et les facteurs salivaires. De plus, 

l'hydrophobicité de la surface cellulaire joue un rôle dans la formation du biofilm. Des études 

suggèrent que des évènements d'adhérence spécifiques pourraient également être médiés par 

des protéines de surface cellulaire (Ramage et al., 2005). 

ii) Prolifération 

L’attachement initial des cellules individuelles de Candida albicans à un substrat est suivi 

par leur division, leur prolifération, puis le développement progressif du biofilm. Les biofilms 

matures de Candida présentent une architecture tridimensionnelle complexe, caractérisée par 

une forte hétérogénéité spatiale (Ramage et al., 2005). Au cours de cette phase d’initiation, les 

cellules levuriformes se transforment en structures filamenteuses de type hyphale. Durant ce 

processus, C. albicans sécrète plusieurs enzymes de la famille des hydrolases, en particulier les 
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protéinases aspartiques sécrétées (SAPs). Cette famille enzymatique comprend dix gènes, 

parmi lesquels SAP5 et SAP6, spécifiquement exprimés dans la phase hyphale, jouent un rôle 

essentiel dans l’agrégation des cellules au sein du biofilm et leur communication intercellulaire 

(Gogol et al., 2019).    

iii) Maturation 

La maturation aboutit une structure tridimensionnelle formée par un réseau complexe de 

plusieurs couches de cellules polymorphes notamment des cellules hyphales (chaine de cellules 

cylindrique), des cellules pseudo-hyphales ( cellules ellipsoïdales relies bout à bout )et des 

cellules levures rondes englobées dans une matrice extracellulaire, au cours de cette 

organisation de nombreux pores et canaux d’eau se forment afin d’assurer la circulation des 

molécules de quorum sensing qui permettent la communication entre le biofilm et son 

environnement (Ponde et al., 2021). 

iv) dispersion 

Le processus de dispersion du biofilm fait totalement partie du métabolisme du biofilm. 

En effet, il participe à sa réorganisation permanente (lui permettant de s’adapter aux conditions 

du milieu) et permet également aux microorganismes constituant la communauté de se détacher 

pour aller coloniser de nouvelles niches écologiques plus favorables (Kim et al., 2018) 

Ce processus est assuré par la protéine de la paroi fongique « yeast wall protein » (Ywp1) qui 

est une glycoprotéine de la paroi cellulaire. Elle est caractérisée par des propriétés antiadhésives 

(Hamouche & Saib, 2024). 

I.1.14.c. Quorum sensing 

La signalisation intercellulaire, en particulier la détection du quorum, est fondamentale à la 

formation des biofilms microbiens. Cette stratégie de communication intercellulaire favorise le 

bien-être des biofilms en prévenant la surpopulation inutile et en contrôlant la compétition pour 

les nutriments. Elle a des implications importantes dans le processus infectieux, notamment 

pour la dissémination et l'établissement de foyers distaux d'infection. Il a été démontré que le 

farnésol agit comme une molécule de détection de quorum qui inhibe la filamentation chez C. 

albicans (Ramage et al., 2005). Ce système de communication intercellulaire est basé sur la 

densité cellulaire et l’environnement externe. En effet il repose sur la sécrétion de molécules de 

faibles poids moléculaire dont la concentration est corrélée à la densité cellulaire, et qui 

diffusent dans le milieu extérieur. Lorsque cette concentration dépasse le seuil critique, elle 
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déclenche ou réprime l’activation de certains gènes de virulence. Le tableau ci-dessous résume 

les molécules impliquées chez les Candida albicans (Hamouche & Saib, 2024).  

Tableau 3: Molécules de quorum sensing (Hamouche & Saib, 2024). 

 

I.1.14.d. Résistance du biofilm de C. albicans 

Les biofilms de C. albicans sont intrinsèquement résistants à la plupart des antifongiques 

connus, ce qui rend ces infections particulièrement difficiles à combattre. Les azolés et la 

formulation classique des polyènes, par exemple, sont inefficaces contre les biofilms de C. 

albicans, ce qui limite encore davantage les médicaments utilisables pour traiter ces infections 

et souligne la nécessité de développer de nouveaux traitements antifongiques efficaces contre 

le mode de croissance du biofilm. 

La résistance des biofilms de C. albicans aux médicaments antifongiques classiques est 

multifactorielle et mécanistiquement complexe, mais elle est en grande partie due à trois 

facteurs majeurs, la régulation positive des pompes d'efflux, la présence de la matrice 

extracellulaire et l'existence de cellules récalcitrantes et métaboliquement inactives appelées 

cellules « persistantes » (Gulati & Nobile, 2016). 

I.1.14.e. Impact du biofilm de C. albicans sur la santé humaine 

Une fois qu'un biofilm de C. albicans est formé sur un dispositif médical implanté, il agit 

comme un réservoir de cellules pathogènes, il est hautement résistant aux médicaments et au 

système immunitaire de l'hôte et peut provoquer des infections sanguines disséminées 

(candidémies) pouvant entraîner des infections systémiques invasives des tissus et des organes. 

Chaque année, aux États-Unis, plus de cinq millions de cathéters veineux centraux sont posés 

et, malgré les récentes améliorations cliniques, une infection par biofilm survient dans plus de 
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50% de ces cathéters (Gulati & Nobile, 2016). 

De plus, il n'existe aujourd'hui aucun médicament spécifique au biofilm contre C. albicans 

(ni aucun autre microbe), ce qui rend le traitement des infections à biofilm particulièrement 

complexe. Cependant, une meilleure compréhension des mécanismes moléculaires sous-jacents 

à la formation et au maintien du biofilm pourrait conduire au développement de nouveaux 

antifongiques ciblant spécifiquement le biofilm (Nobile & Johnson, 2015). 

I.1.15. La candidose 

C. albicans est un endosaprophyte du tube digestif et des muqueuses génitales. Elle peut 

passer de l’état saprophyte à l’état pathogène sous l’influence de divers facteurs favorisants le 

plus souvent lié à une défaillance des systèmes de défense de l’hôte. C. albicans est capable de 

survivre comme commensal dans plusieurs sites anatomiques, chacun présentant ses propres 

pressions environnementales. Ceci explique les manifestations cliniques très diverses causées 

par ce champignon (Hamri et al., 2018). Parmi ces effets néfastes est la candidose vaginale qui 

touche 75% des femmes au moins une fois dans leur vie (avec des formes récurrentes dans 10% 

des cas) et la candidose oropharyngée qui survient chez 90 % des patients infectés par le VIH 

et atteints du sida. Ces chiffres indiquent la fréquence du portage de C. albicans sur les 

muqueuses humaines (Poulain, 2015). On peut classer les candidoses en deux grandes 

catégories ; Candidoses cutanéo-muqueuses, Candidoses systémiques et profondes. 

I.1.15.a. Candidoses cutanéo-muqueuses 

C. albicans est présent de manière asymptomatique chez la majorité des individus, 

colonisant naturellement le tube digestif, la peau et les muqueuses. Cependant, dans certaines 

conditions, il peut devenir pathogène et provoquer des inflammations localisées. Parmi les 

candidoses cutanéo-muqueuses les plus courantes figurent le muguet buccal, les candidoses 

vulvo-vaginales et les candidoses oropharyngées (Kacou, 2019). 

 

 Figure 12:  Forme clinique des candidoses buccales (Laurent et al., 2011). 
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I.1.15.b. Candidoses systémiques et profondes 

Une candidose profonde se produit lorsqu’au moins un organe profond est touché alors 

qu’une candidose systémique se produit lorsque plusieurs sites profonds sont touchés ou lors 

d’une propagation hématogène de Candida. Les candidoses profondes sont causées par la 

colonisation du tube digestif par des levures de Candida, qui forment des biofilms sur les 

muqueuses. Cette colonisation pourrait être le résultat de changements écologiques causés par 

des interventions chirurgicales, des antibiotiques à large spectre, ou le placement de dispositifs 

médicaux (cathéters). La propagation des espèces colonisatrices par la circulation sanguine peut 

également entraîner des infections à Candida (Caraës, 2016). 

I.1.15.c. La prévention contre les candidoses 

La prévention consiste à corriger les facteurs favorisant comme une hydratation suffisante 

et un bon état nutritionnel, à limiter l’utilisation de certains médicaments responsables d’une 

hyposialie, à réaliser des prothèses dentaires de bonne qualité et surtout à avoir une bonne 

hygiène buccodentaire (Laurent et al., 2011). 

I.1.15.d. Traitement antifongique de la Candidose 

On distingue des médicaments utilisés pour le traitement des candidoses de la peau ou des 

muqueuses qui consiste en l’application locale de miconazole, de clotrimazole, la nystatine et 

fluconazole. Alors que dans le cas d’une candidose systémique, l’administration de 

ketoconazole par voie orale ou d’amphotéricine par voie veineuse sont les traitements habituels 

(Bedraoui et al., 2017). 
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II. Chapitre II : Matériel et Méthodes 

II.1. Collecte de l’algue  

L’échantillonnage de l’algue marine A. armata a été effectué durant la période de mars – 

avril à la plage de Jean Bart, El Marsa. Ces échantillons ont été recueillis à la main à des 

profondeurs comprises entre 0.5 à 1 mètre. Le site de prélèvement, situé à environ 25 km à l’est 

du centre-ville d’Alger, se trouve aux coordonnées 36° 48′ 40″ de latitude Nord et 3° 15′ 20″ 

de longitude Est (figure 13). 

 

Figure 13: Site d’échantillonnage de l’algue marine A. armata (El Marsa, Alger). 

II.2. Nettoyage et identification des échantillons d’algue 

Dans un premier temps, les algues fraîches sont rincées à l'eau de mer afin d’éliminer les 

particules de sable, les épiphytes et autres débris susceptibles d'altérer leur activité biologique. 

Les échantillons ainsi nettoyés sont ensuite transportés au laboratoire dans des sacs en plastique 

contenant de l’eau de mer. Leur identification repose sur une analyse morphologique, basée sur 

les critères du site AlgaeBase (Bernot et al., 2022), notamment la reconnaissance du stade 

gamétophyte, caractérisé par des touffes roses portant de nombreux ramules, dont certains en 

forme de harpon. Une fois au laboratoire, les algues sont soumises à un second rinçage à l’eau 

du robinet, puis placées dans une pièce sombre à température ambiante pendant deux semaines 

afin de permettre une déshydratation complète. Les échantillons séchés sont ensuite conservés 

dans des sacs en papier pour un usage ultérieur. 
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Figure 14: L’algue marine rouge A. armata. 

II.3. Préparation des extraits de l’algue  

Les échantillons d'algues séchées sont réduits en poudre fine à l'aide d'un mortier, en vue 

d’une extraction utilisant deux solvants de polarités différentes à savoir le méthanol (solvant 

polaire) et le dichlorométhane (solvant apolaire).  

 

Figure 15:Schéma simplifié illustrant le procédé d’extraction au DCM et au méthanol.   
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Pour chaque extraction, 10g de poudre d'algue sont mis en contact avec 100 ml de solvant, puis 

agités en continu à 250 tr/min pendant 24 h, à température ambiante et à l'abri de la lumière. 

Les extraits sont ensuite filtrés à travers du papier Wattman N°1 puis évaporés à sec à 45°C au 

moyen d’un évaporateur rotatif. Les extraits bruts obtenus sont solubilisés dans du 

diméthylsulfoxyde (DMSO) pour avoir une concentration finale de 300 mg/ml. Enfin, les 

extraits sont conservés à 4 °C dans tubes fermés hermétiquement jusqu’à leur utilisation. Le 

protocole d’extraction est présenté schématiquement dans la figure 15. 

II.4. Calcul du rendement d’extraction 

Le rendement d’extraction est exprimé en pourcentage de la matière sèche initiale, en 

calculant la perte de masse après évaporation des solvants, selon la formule suivante : 

Rendement (%)=( P1-P2/P3)×100 

P1 : représente la masse du ballon après l’évaporation. 

P2 : la Masse du ballon avant l’évaporation (ballon vide). 

P3 : la masse de la matière sèche initiale. 

II.5. Évaluation de l’activité anticandidosique 

  L’évaluation de l’activité anticandidosique a été réalisée au sein des laboratoires de 

l'université de Laghouat. Afin de garantir la fiabilité des résultats et d’éviter toute 

contamination, l’ensemble des manipulations a été mené dans des conditions strictes d’asepsie. 

À cet effet, le matériel, les milieux de culture ainsi que les solutions utilisées ont été 

systématiquement stérilisés par autoclavage avant chaque utilisation 

II.5.1. Les souches fongiques testées 

Le germe utilisé pour évaluer l’activité anticandidosique des deux extraits appartient aux 

microorganismes fréquemment impliqués en pathologie humaine. Il s’agit de la levure Candida 

albicans, et plus précisément de la souche de référence C. albicans ATCC 10231. 

La souche de référence provient du Laboratoire de ''Microbiologie Appliquée à 

l'Agroalimentaire, au Biomédical et à l'Environnement (LAMAABE), Université de Tlemcen." 

Les souches ont été conservées sur gélose de Sabouraud (SDA) à 4°C en vue des prochaines 

analyses.  
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Figure 16: Aspect des colonies de C. albicans sur gélose de Sabouraud (SDA) 

II.5.2. Préparation des suspensions de C. albicans 

La préparation de l’inoculum de la levure C. albicans ATCC 10231 a été réalisée à partir de 

cultures pures et jeunes, incubées pendant 24 heures à 37 °C sur gélose de Sabouraud. Des 

colonies bien isolées ont été prélevées et mises en suspension dans des tubes contenant de l’eau 

physiologique stérile. La concentration microbienne de l’inoculum a ensuite été ajustée à l’aide 

d’un spectrophotomètre pour atteindre une densité optique (DO = 0,1), correspondant à une 

concentration estimée entre 10⁶ et 10⁸ UFC/ml, mesurée à une longueur d’onde de 620 nm. 

II.5.3. Détermination de l’activité anticandidosique par la technique de 

diffusion en milieu gélosé 

Le potentiel anticandidosique des deux extraits d’A. armata a été évalué par la méthode de 

diffusion en milieu gélosé, conformément aux recommandations du National Committee for 

Clinical Laboratory Standards (NCCLS, 2000) (Genovese et al., 2012). 

II.5.3.a. Méthode des disques 

En conditions d’aseptie, des disques stériles de papier Wattman N°1 de 6 mm de diamètre 

ont été déposés, à l’aide d’une pince stérile, sur des milieux gélosés de Sabouraud préalablement 

ensemencés avec la suspension de C. albicans ATCC 10231 (DO620 nm = 0,1). Chaque disque 

est imprégné de 10 μl de l’une des dilutions des extraits d’algue, préparées à des concentrations 

variant de 12.5 mg/ml à 300 mg/ml. Un disque traité uniquement avec du DMSO (99,99 %) a 

servi de témoin négatif. Après 20 minutes de diffusion, les boites ont été incubées à 37 °C 

pendant 48h.  
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II.5.3.b. Méthode des puits 

Des puits de 6 mm de diamètre ont été réalisés à l’aide de pipettes Pasteur stériles dans des 

boîtes préalablement coulées avec du milieu gélosé Sabouraud, puis ensemencées avec la 

suspension de C. albicans (DO620nm = 0,1). Un volume de 40 μl d’extrait, à des concentrations 

comprises entre 12.5 mg/ml et 300 mg/ml, a été déposé dans chaque puits. Le DMSO a été 

utilisé comme témoin négatif. Les boîtes ainsi préparées ont ensuite été incubées à 37 °C 

pendant 48 heures. 

II.5.3.c. Lecture des résultats 

Après 48 heures d’incubation à 37°C, l'effet des extraits se traduit par l’apparition d'une zone 

d'inhibition transparente autour des disques et des puits. Le diamètre de ces zones d’inhibition 

est mesuré à l’aide d’un pied à coulisse. Selon les critères de Park et al. (Park et al., 2006), 

l’activité anticandidosique est considérée comme positive lorsque le diamètre est supérieur à 6 

mm. Elle est qualifiée de faiblement active si le diamètre de la zone est inférieur à 10 mm, 

moyennement active, s’il est inférieur à 15 mm et très active, s’il dépasse les 15 mm (Bansemir 

et al., 2006 ; Oumaskour et al., 2013). 

 

Figure 17: Mesure des diamètres des zones d'inhibition. 

II.6.  Détermination de la concentration minimale inhibitrice 

(CMI) 

 La concentration minimale inhibitrice (CMI) est définie comme étant la plus faible 

concentration qui inhibe toute croissance visible de la levure C. allbicans. Pour déterminer la 

CMI des extraits d’algue méthanolique et dichlorométhanique, la méthode de microdiluion en 

milieu liquide de Sabouraud a été utilisée. Des suspensions de C. albicans ont été préparées à 

partir de cultures de 24 heures de la souche C. albicans ATCC 10231 dans un bouillon de 
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Sabouraud additionné de 1% de Tween 80, puis ajustées à une concentration de 10⁵ UFC/ml. 

Les extraits ont été introduits dans une microplaque à fond rond de 96 puits, contenant chacun 

150 μl de la suspension, à des concentrations allant de 2,18x10-6 mg/ml à 37,5 mg/ml. Des puits 

témoins négatifs, contenant du DMSO à la place des extraits, ont également été inoculés. Après 

incubation pendant 24 h à 37 °C, la CMI a été déterminée par une évaluation visuelle de la 

turbidité des puits, comparée aux puits témoins (Figure 18). 

Par ailleurs, la CMI des deux extraits a été évaluée sur deux isolats cliniques en l’occurrence, 

l’isolat 1, prélevé à partir d’un cas de muguet buccal chez une femme, et l’isolat 5, issu d’un 

cas similaire chez un jeune homme. Ces isolats ont été identifiés selon la procédure décrite dans 

la section suivante. Cette détermination a pour objectif de soutenir les tests d’activité 

antibiofilm des extraits en tenant compte de la sensibilité propre à chaque souche de C. albicans.  

 

Figure 18: Microplaques inoculées pour la détermination de la CMI des souches de C. 

albicans. 

II.7. Identification des isolats cliniques  

L’identification des isolats cliniques de C. albicans repose sur l’analyse combinée 

d’observations macroscopiques et microscopiques, permettant de confirmer l’appartenance des 

souches au genre Candida et plus précisément à l’espèce C. albicans. 

II.7.1. Aspect macroscopique des colonies 

Les isolats ont été cultivés sur gélose de Sabouraud, un milieu favorable à la croissance des 

levures. Après une incubation de 24 à 48 heures à 37 °C, les colonies de C. albicans apparaissent 
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rondes, blanchâtres à crème, au contour bien délimité. Elles présentent une surface lisse, un 

aspect légèrement brillant et une consistance crémeuse. Les colonies sont généralement 

bombées et opaques, caractéristiques typiques de C. albicans. L’absence de pigmentation 

diffusible dans le milieu et la croissance rapide en 24 heures constituent également des éléments 

distinctifs utiles à leur identification préliminaire. 

II.7.2. Examen direct (à l’état frais) 

Après une incubation de 24h sur gélose de Sabouraud en boîtes de Pétri, un examen 

microscopique à l’état frais a été réalisé pour les des deux isolats. Une colonie bien isolée a été 

prélevée à l’aide d’une pipette stérile, puis déposée sur une lame contenant au préalable une 

goutte d’eau physiologique stérile. La préparation a ensuite été recouverte d’une lamelle et 

observée au microscope optique au grossissement ×400. Cette observation permet de visualiser 

directement la morphologie cellulaire des levures, notamment la forme, la taille et le 

bourgeonnement. 

II.7.3. Coloration de Gram 

La coloration de Gram a été réalisée pour les isolats cliniques 1 et 5 de C. albicans. Pour 

chaque isolat, une colonie bien isolée a été prélevée et étalée sur une lame contenant une goutte 

d’eau physiologique stérile, puis fixée par un passage à la flamme du bec bunsen. Le frottis a 

ensuite été successivement coloré au violet de Gentiane,  au lugol, décoloré à l’alcool, puis 

contre-coloré à la fuchsine. L’observation a été effectuée au microscope optique à l’objectif 

x100 à  immersion dans l’huile, soit un grossissement de x1000. 

II.7.4. Test de chlamydosporulation 

Le test de chlamydosporulation a été réalisé afin de confirmer l'identification des isolats 

cliniques de C. albicans. À partir de cultures de 24 h, une colonie bien isolée de chaque isolat 

a été prélevée et ensemencée en surface sur un milieu gélosé à base de crème de riz et de tween 

80 (Rice Tween Agar). L’ensemencement a été effectué à l’aide d’une pipette Pasteur stérile, 

en traçant 3 à 4 stries verticales coisées par 3 à 4 stries horizontales. Une lamelle stérilisée à la 

flamme a été placée délicatement sur la zone ensemencée afin de favoriser des conditions 

propices à la formation des spores de résistance. Les boîtes ont été incubées à température 

ambiante, à l’obscurité pendant 48 heures. L’observation microscopique a été effectuée au 

grossissement ×400. L’analyse visait à détecter la présence de chlamydospores et de 

pseudofilaments, caractéristiques de C. albicans (Lars, 2023). 



Matériel et Méthodes 

 
32 

II.7.5. Identification biochimique (Galerie API Candida) 

L’API Candida est un système standardisé pour l'identification en 18-24 heures des levures, 

notamment les plus fréquemment rencontrées en microbiologie clinique. 

II.7.5.a. Principe 

La galerie API Candida comporte 10 tubes contenant des substrats déshydratés, pour réaliser 

12 tests d'identification (acidification de sucres ou réactions enzymatiques). Les réactions 

produites durant l'incubation se traduisent par des virages colorés spontanés. La lecture des 

réactions se fait à l'aide du Tableau de lecture et l'identification est obtenue en consultant la liste 

des profils de la notice ou à l'aide d'un logiciel d'identification « Biomérieux». 

II.7.5.b. Méthode d’noculation de la galerie 

Nous avons commencé l'inoculation de la galerie d'identification par la préparation de la 

boîte d'incubation, dans laquelle quelques gouttes d'eau distillée stérile ont été ajoutées afin de 

maintenir une atmosphère humide. La galerie, préalablement étiquetée avec la référence de 

chaque souche, a ensuite été positionnée à l’intérieur de la boite. L’inoculum est préparé à partir 

de colonies jeunes des isolats 1 et 5, en les suspendant dans un volume d’eau physiologique 

stérile. La densité optique des suspensions a ensuite été ajustée à 0.75 à 550 nm, et ces 

suspensions ont été utilisées immédiatement pour l’ensemencement de la galerie.  

Chaque cupule de la galerie est ensuite inoculée avec cette suspension, en évitant la 

formation de bulles. Les tests nécessitant des conditions anaérobies (notamment GLU à RAF 

et URE) sont recouverts d’huile de paraffine. La galerie est ensuite placée dans la boîte 

d’incubation, qui est refermée et incubée à 37 °C pendant 18 à 24 heures. 

II.8. Etude de la formation du biofilm de C. albicans 

II.8.1. Préparation des milieux de culture  

Le milieu utilisé pour l’étude du biofilm de C. albicans est le milieu liquide de Sabouraud, 

composé de peptones et d’extrait de levure, fournissant les nutriments nécessaires à la 

croissance des différentes souches de cette levure. Afin d’évaluer l’effet du glucose sur la 

biomasse du biofilm, différentes concentrations de glucose ont été ajoutées au milieu, allant de 

0 à 50 g/L. 
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II.8.2. Préparation des inocula  

Pour la préparation des inocula, des cultures jeunes de la souche de référence C. albicans 

ATCC 10231 ainsi que des isolats cliniques 1 et 5 ont été utilisées. Pour chaque souche et pour 

chaque concentration de glucose testée, une suspension cellulaire a été préparée dans des tubes 

contenant le bouillon de Sabouraud. La densité cellulaire de chaque suspension a ensuite été 

ajustée à trois valeurs de densité optique différentes (DO = 0,1, 0,2 et 0,3), mesurées à 620 nm 

à l’aide d’un spectrophotomètre.  

 

Figure 19: Photographie des suspensions préparées sur bouillon de Sabouraud. 

II.8.3. Formation du biofilm  

     Pour chaque concentraion de glucose et chaque concentration cellulaire initiale, un 

volume de 2000 µl des différentes suspensions de C. albicans a été transféré dans des tubes en 

plastique stériles. Les tubes ont été ensuite incubés à 37°C pendant 3 à 7 jours. Pour chaque 

condition, des réplicats ont été incubés en atmosphère normoxique, tandis que d’autres ont été 

placés en conditions d’hypoxie.  

 

Figure 20: photograohie des tubes inoculés pour la formation du biofilm. 
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II.8.4. Quantification du biofilm  

Après incubation, la biomasse du biofilm formé a été quantifiée par la méthode au cristal 

violet. Le contenu des tubes a d’abord été éliminé, puis les parois ont été délicatement rincées 

avec de l’eau physiologique stérile afin d’éliminer les cellules non adhérentes. 

Ensuite, 3 mL de cristal violet à 0,1 % ont été ajoutés dans chaque tube, et la coloration a été 

effectuée pendant 15 à 30 minutes. Après cette étape, les tubes ont été rincés à nouveau avec 

de l’eau physiologique puis laissés à sécher à l’air libre. La coloration fixée a ensuite été 

solubilisée par l’ajout de 2 ml de l’acide acétique à 33 %, incubé pendant 10 minutes. L’intensité 

de la coloration a été mesurée à 595 nm à l’aide d’un spectrophotomètre. 

II.8.5.  Lecture  

La densité optique est mesurée à 595 nm à l’aide d’un spectrophotomètre. Selon les critères 

établis par (Stepanović et al., 2000), les souches sont classées en fonction de leur capacité à 

former un biofilm comme suit : 

• DO ≤ DOtémoin : souche non formatrice de biofilm. 

• DOtémoin < DO ≤ 2x DOtémoin : souche faiblement formatrice de biofilm. 

• 2x DOtémoin < DO ≤ 4x DOtémoin : souche modérément formatrice de biofilm. 

• DO > 4x DOtémoin : souche fortement formatrice du biofilm. 

II.9. Etude de l’activité anti-biofilm de C. albicans 

Après formation du biofilm par les trois souches de C. albicans, les conditions optimales, 

correspondant aux meilleurs rapports de formation du biofilm, ont été sélectionnées. 

L’expérience a ensuite été répétée en utilisant exclusivement ces conditions optimales. Pour 

chaque condition, trois réplicats ont été réalisés. L’ensemble des tubes a été incubé à 37 °C 

pendant quelques jours. 

II.9.1. Traitement des biofilms formés  

Après l’incubation initiale, le milieu usé a été retiré, puis les biofilms ont été rincés deux à 

trois fois avec de l’eau distillée stérile afin d’éliminer les cellules non adhérentes. Ensuite, 2000 

µL de bouillon Sabouraud ont été ajoutés dans chaque tube, suivis de l’application des extraits 

méthanolique et dichlorométhanique à différentes concentrations, sélectionnées en fonction des 

valeurs de la CMI déterminées au préalable (CMI/4, CMI/2, CMI, CMI×2, CMI×4). Des tubes 
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n’ayant subi aucun traitement ont servi de témoins positifs. L’ensemble des tubes a été incubé 

à 37 °C pendant 18 à 24h. 

II.9.2. Quantification de la biomasse résiduelle du biofilm 

Après incubation avec les extraits méthanolique et dichlorométhanique, la biomasse 

résiduelle a été quantifiée en utilisant la méthode au cristal violet, comme décrite dans la section 

précédente. La densité optique a été mesurée à 595 nm à l’aide d’un spectrophotomètre.  

II.9.3. Evaluation de l’activité anti-biofilm des extraits  

Le pourcentage d’inhibition du biofilm a été calculé dans le but d’évaluer l’efficacité des 

extraits testés. Ce calcul repose sur la comparaison entre la densité optique du biofilm non traité 

(DOcontrôle) et celle du biofilm exposé aux extraits, selon la formule suivante : 

% ' 100échantilloncontrôle

contrôle

DO DO
d inibition

DO

− 
=  
 

 

Où : 

• DOcontrôle : densité optique du biofilm en l’absence de traitement. 

• DOéchantillon : densité optique du biofilm en présence de l’extrait. 
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III. Chapitre III : Résultats et Discussion 

III.1. Le rendement d’extraction 

Les organismes marins constituent une source particulièrement riche en métabolites 

secondaires bioactifs, susceptibles de contribuer au développement de nouveaux agents 

pharmaceutiques (El Gamal, 2010). Pour valoriser ce potentiel, l’extraction est une étape 

cruciale, car elle permet d’isoler et de caractériser les composés bioactifs à forte valeur ajoutée 

(Su et al., 2006) présents notamment dans l’algue marine rouge A. armata. 

Dans ce contexte, l'activité inhibitrice des extraits de l’algue A. armata a été étudiée en 

utilisant deux solvants de polarité différente à savoir le méthanol et le dichlorométhane. Les 

rendements d’extraction obtenus pour ces solvants sont présentés dans le Tableau 4.  

Tableau 4: Rendements d'extraction (%) par macération (méthode par épuisement du 

solvant) des extraits de dichlorométhane et de méthanol à partir de 10g de l’algue A. armata. 

 

 

Figure 21 : Rendements d’extraction du dichlorométhane et du méthanol. 

Les résultats indiquent que le méthanol donne le rendement le plus élevé (14.9%), tandis que 

le dichlorométhane affiche un rendement beaucoup plus faible (0.69%). Cette différence peut 

s’expliquer par la polarité des solvants, déterminée par leur constante diélectrique (ɛ′), qui est 

nettement plus élevée pour le méthanol (ɛ′ = 32,6) que pour le dichlorométhane (ɛ′ = 8,93)  

Les extraits bruts d’A. armata Rendement d’extraction (%) 

Dichlorométhane 0.69 

Méthanol 14.9  
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(Grosso et al., 2015). Ce faible rendement observé avec le dichlorométhane corrobore 

parfaitement avec les données de la littérature. En effet, Machado et al. (Machado et al., 2016) 

ont comparé les rendements d’extraction de quatre solvants (dichlorométhane, hexane, eau et 

méthanol) à partir de l’algue rouge Asparagopsis taxiformis et ont constaté que le 

dichlorométhane et l’hexane affichaient les rendements les plus faibles (1,9 % et 0,5 % 

respectivement), contrairement à l’eau (24,9 %) et au méthanol (10,2 %). 

Par ailleurs, plusieurs études ont démontré l’activité antifongique des extraits d’algues 

rouges, attribuée à la présence de composés volatils tels que, les acides gras halogénés, les 

terpènes et d'autres métabolites secondaires halogénés (Kladi et al., 2004). Ces composés étant 

majoritairement apolaires, les solvants comme l’acétone et le dichlorométhane sont considérés 

comme les plus adaptés pour leur extraction. 

Enfin, cette analyse nous permet de conclure que le rendement d’extraction est étroitement 

lié à la nature et à la polarité du solvant utilisé. Néanmoins, il est également influencé par 

d’autres paramètres, en particulier la composition chimique de l’algue, elle-même dépendante 

de l’espèce étudiée, de son stade de développement, ainsi que des facteurs environnementaux 

tels que la localisation géographique, la saison et les conditions climatiques (Bansemir et al., 

2006). 

III.2. Activité anticandidosique 

L’activité anticandidosique des extraits bruts de l’algue marine rouge A. armata a été évaluée 

contre la levure C. albicans ATCC 10231 en mesurant le diamètre des zones d’inhibition autour 

des disques et des puits imprégnés de deux extraits (méthanolique et dichlorométhanique). Les 

résultats, obtenus par la méthode de diffusion sur gélose de Sabouraud à différentes 

concentrations, sont présentés dans les Tableaux 5-8. 

Les résultats obtenus révèlent que l'extrait dichlorométhanique a induit de grandes zones 

d'inhibition contre C. albicans ATCC 10231, allant de 27,28 mm à 42,92 mm (15,33 à 19,07 

mm), avec des concentrations comprises entre 6 mg/puits et 12 mg/puits (1,5 mg/disque à 3 

mg/disque), déterminées respectivement par la méthode de diffusion en puits (méthode de 

diffusion sur disques). En comparaison, l’extrait méthanolique a généré des zones d’inhibition 

moins importantes, variant de 16,66 mm à 26,66 mm (8,70 mm à 15,72 mm) sur C. albicans 

ATCC 10231 déterminées par la méthode de diffusion en puits (méthode de diffusion sur 

disques) pour les mêmes concentrations. Selon ces résultats, l’extrait dichlorométhanique 
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présente une activité inhibitrice nettement plus marquée que l’extrait méthanolique. De plus, le 

DMSO n’a montré aucun effet inhibiteur sur la croissance de Candida albicans, confirmant 

ainsi l'absence d’activité anticandidosique de ce solvant. 

Ces observations sont en accord avec celles de Bansemir et al. (Bansemir et al, 2005), qui 

ont rapporté une activité inhibitrice significative des extraits dichlorométhaniques de l’algue 

rouge Asparagopsis armata, avec des zones d’inhibition nettement supérieures à celles 

obtenues avec les extraits méthanoliques et aqueux. Par ailleurs, Kladi et al. (Kladi et al, 2004) 

ainsi que Dembitsky et Srebnik (Dembitsky & Srebnik, 2002) ont montré que les extraits 

d’algues rouges inhibent efficacement la croissance de diverses souches fongiques. Ces auteurs 

attribuent cette activité antifongique à la présence de composés volatils tels que les dérivés 

phénoliques, les acides gras halogénés, les terpénoïdes et d’autres métabolites secondaires 

halogénés.  

Nos résultats montrent que l’extrait dichlorométhanique de l’algue A. armata présente les 

zones d’inhibition les plus importantes, suggérant ainsi la présence de composés lipophiles à 

activité anti-C. albicans, probablement des métabolites halogénés. Plusieurs études ont identifié 

dans les algues rouges, notamment Asparagopsis, des terpénoïdes, acétylènes et phénols 

halogénés bioactifs (McConnell & Fenical, 1977), connus pour leur forte activité 

antimicrobienne. Ces composés sont localisés dans des cellules spécialisées appelées vésicules, 

qui renferment de grandes quantités de composés halogénés notamment bromés et iodés. Ces 

substances sont considérées comme responsables de l’activité antimicrobienne observée 

(Wolk, 1968). Étant donné que le dichlorométhane est un solvant faiblement polaire, il est 

particulièrement adapté à l’extraction de ces composés lipophiles, ce qui expliquerait l'efficacité 

accrue de l’extrait dichlorométhanique contre C. albicans. 

Nos résultats ont révélé une augmentation progressive du diamètre des zones d’inhibition à 

mesure que la concentration des extraits augmentait, ce qui indique une réponse fongique dose-

dépendante. Par ailleurs, une corrélation linéaire entre l'inhibition de la croissance de C. 

albicans et la concentration des extraits a été observée, avec un coefficient de corrélation de 

0.99 pour l'extrait dichlorométhanique et des coefficients allant de 0.89 à 0.99 pour l'extrait 

méthanolique, comme présenté dans le Tableau 6 et illustré par les figures de corrélation. Ces 

observations montrent que, bien que la méthode de diffusion sur disque confirme la présence 

de composés bioactifs dans l’algue, la méthode de diffusion en puits s’avère plus performante, 

comme l’indiquent les Tableaux 5 à 8. Cela rejoint les conclusions de Valgas et al. (Valgas et 
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al., 2007)qui recommandent cette méthode pour évaluer l’activité antifongique d’extraits 

naturels, notamment en raison d’une meilleure diffusion des substances actives. En effet, la 

formation de précipités insolubles sur les disques de papier peut limiter la libération des 

composés, contrairement à la diffusion directe en puits (Balouiri et al., 2016 ; Valgas et al., 

2007). 

Tableau 5: Activité anticandidosique (technique de diffusion en puits) de l’extrait de 

dichlorométhane d’A. armata sur la souche C. albicans ATCC 10231. 

Concentration en masse (mg/ puits) Diamètre des zones d’inhibition (mm) 

C. albicans ATCC 10231 

Extrait 

dichlorométhanique 

12.0 42.92 ± 2.12 

27.28 ± 0.66 

15.46 ± 0.19 

11.11 ± 0.48 

6.34 ± 0.12 

6.00 

3.00 

1.50 

0.50 

Tableau 6: Activité anticandidosique (technique de diffusion sur disques) de l’extrait de 

dichlorométhane d’A. armata sur la souche C. albicans ATCC 10231. 

Concentration en masse (mg/ disque) Diamètre des zones d’inhibition (mm) 

C. albicans ATCC 10231 

Extrait 

dichlorométhanique 

3.00 19.07 ± 0.01 

15.33 ± 0.45 

11.33 ± 0.84 

9.83 ± 0.21 

7.46 ± 0.29 

1.50 

0.75 

0.37 

0.12 

Tableau 7: Activité anticandidosique (technique de diffusion sur disques) de l’extrait de 

dichlorométhane d’A. armata sur la souche C. albicans ATCC 10231. 

Concentration en masse (mg/ puits) Diamètre des zones d’inhibition (mm) 

C. albicans ATCC 10231 

Extrait méthanolique 12.0 26.66 ± 0.57 

16.66 ± 1.15 

9.66 ± 0.57 

6.33 ± 0.57 

6.00 ± 0.20 

6.00 

3.00 

1.50 

0.50 

Tableau 8: Activité anticandidosique (technique de diffusion sur disques) de l’extrait 

méthanolique d’A. armata sur la souche C. albicans ATCC 10231. 

Concentration en masse (mg/ disque) Diamètre des zones d’inhibition (mm) 

C. albicans ATCC 10231 

Extrait méthanolique 3.00 15.72 ± 0.09 

8.70 ± 0.07 

9.27 ± 0.42 

7.83 ± 0.16 

6.03 ± 0.31 

1.50 

0.75 

0.37 

0.12 
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Tableau 9: Coefficients de corrélation de la régression linéaire de la variation du diamètre 

des zones d’inhibition en fonction de la concentration en masse des extraits. 

 

   

   

 

Figure 22:Activité anticandidosique des extraits dichlorométhanique et méthanolique d'A. 

armata. 

 Coefficients de corrélation (R2)  

 Extrait dichlorométhanique  

Méthode des puits Méthode des disques 

C. albicans ATCC 10231 C. albicans ATCC 10231 

0.99 0.99 

 Extrait méthanolique  

Méthode des puits Méthode des disques 

C. albicans ATCC 10231 C. albicans ATCC 10231 

0.99 0.89 
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Figure 23: Corrélation entre la concentration en masse des extraits dichlorométhanique et 

méthanolique d'A. armata et les diamètres d'inhibition de la croissance de C. albicans ATCC 

10231. 

III.3. Concentration minimale inhibitrice 

Les valeurs de la CMI ont été déterminées dans une large gamme de concentrations allant 

de 2,18x10-6 mg/ml à 37,5 mg/ml pour l’extrait dichlorométhanique et de l’extrait méthanolique 

d’A. armata.  La méthode de microdilution en milieu liquide de Sabouraud a été utilisée pour 

effectuer la CMI contre trois souches de C. albicans en l’occurrence, isolat 1, isolat 5 et ATCC 

10231. Les résultats obtenus pour l’extrait dichlorométhanique et méthanolique sont présentés 

dans la figure et le tableau ci-dessous.  D’après les résultats obtenus, les deux extraits d’A. 

armata présentent une activité antifongique significative contre les souches testées de C. 

albicans. L’extrait dichlorométhanique inhibe la croissance visible de C. albicans ATCC 10231 

et de l’isolat 1 à une concentration de 0,58 mg/ml, tandis que pour l’isolat 5, une concentration 
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plus élevée de 2,34 mg/ml est nécessaire. Le même profil est observé avec l’extrait 

méthanolique, qui présente également une CMI de 0,58 mg/ml pour C. albicans ATCC 10231, 

mais de 2,34 mg/ml pour les isolats 1 et 5. 

Ces données suggèrent une efficacité comparable des deux extraits sur les souches étudiées, 

bien que l’isolat 5 soit moins sensible, quelle que soit la nature du solvant utilisé. La variation 

de sensibilité entre les souches pourrait être liée à des différences génétiques ou phénotypiques. 

Par ailleurs, la présence de composés bioactifs extraits selon la polarité du solvant (le 

dichlorométhane étant moins polaire que le méthanol) reste un facteur déterminant dans la 

composition et la puissance de l’extrait (Ganière et al., 2004 ; Paul et al., 2006 ; Saeed et al., 

2020 ; Pinteus et al., 2020 ; Messahli et al., 2022 ; Pinteus et al., 2018 ; Horta et al., 2019)   

 

 

 

 

 

 

Figure 24: Les CMI des extraits de l’algue sur les trois souches de Candida. 
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Tableau 10:Concentrations minimales inhibitrices des extraits d’A. Armata sur les trois 

souches de C. albicans. 

 

Souches de C. albicans 

Concentration minimale inhibitrice ˝CMI˝ 

Extrait dichlorométhanique d’A. armata Extrait méthanolique d’A. armata 

C. albicans ATCC 10231 0.58 mg/ml 0.58 mg/ml 

Isolat 1 

Isolat 5 

0.58 mg/ml 

2.34 mg/ml 

2.34 mg/ml 

2.34 mg/ml 

III.4. Identification des isolats 

III.4.1. Aspect macroscopique des colonies 

L’aspect macroscopique des colonies observées sur gélose de Sabouraud est conforme aux 

caractéristiques de C. albicans. L’apparition de colonies blanchâtres, lisses, opaques, à surface 

bombée et de consistance crémeuse traduit une croissance typique de cette levure. La texture 

crémeuse et l’aspect brillant des colonies résultent de la production de substances 

extracellulaires, notamment des polysaccharides de la paroi cellulaire. Ainsi, l’aspect des 

colonies constitue un indice préliminaire fiable pour orienter l’identification de C. albicans 

avant confirmation microscopique et biochimique (Larone, 2018). 

 

Figure 25: Aspect des colonies obtenues sur milieu Sabouraud. 

III.4.2. Examen à l’état frais 

L'examen à l'état frais des isolats a révélé la présence de nombreuses cellules rondes à ovales 

correspondant aux blastospores, ainsi que plusieurs formes en cours de division, appelées 

blastospores bourgeonnantes. Cette observation est typique des levures appartenant au genre 

Candida, notamment l’espèce C. albicans. Le bourgeonnement est une forme de reproduction 

asexuée caractéristique des levures, où une cellule fille se forme à partir d'une cellule mère. 
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L'abondance des blastospores et la fréquence du bourgeonnement indiquent une activité 

métabolique élevée et une croissance active du champignon (KSOURI, 2017). 

  

Figure 26: Observation microscopique à l’état frais (grossissement x 400). 

III.4.3. Coloration de Gram 

 L'observation microscopique de l'isolat 1 et l'isolat 5, réalisée après une coloration de Gram 

et visualisée au grossissement x1000 à l'huile à immersion, révèle la présence de cellules de 

forme ovoïde à arrondie, colorées en violet. Cette coloration indique que les cellules sont Gram 

positives (KSOURI, 2017). 

  

Figure 27: Observation microscopique de la coloration de Gram des isolats (grossissement 

x1000). 

III.4.4. Test de chlamydosporulation 

L'observation microscopique révèle la présence de chlamydospores qui sont de grosses 

cellules sphériques de 8 à 12μm, avec une paroi cellulaire épaisse. Elles apparaissent in vitro 

dans des conditions de culture défavorables, et sont observées très rarement in vivo. Les 

chlamydospores se forment par bourgeonnement sur des hyphes ou des pseudohyphes à leurs 

extrémités. Les chlamydospores sont produites uniquement par C. albicans (Kammalac, 2014) 

Isolat 5 Isolat 1 
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Figure 28: Photo des chlamydospores de l’isolat 1 (à droite) et de l’isolat 5 (à gauche) 

(grossissement x 400). 

III.4.5. Galerie API Candida 

L'identification des deux isolats a été réalisée à l'aide de la galerie API Candida. Les résultats 

présentés dans le Tableau 11 montrent que les deux isolats 1 et 5 ont été identifiés comme 

appartenant à l’espèce Candida albicans. Cette identification est confirmée par les profils 

numériques obtenus (7012 pour l'isolat 1 et 7512 pour l'isolat 5, selon la base de données API 

(Tableau 12). Les deux isolats ont montré des réactions positives pour plusieurs sucres comme 

le glucose (GLU), le galactose (GAL) et le saccharose (SAC), ce qui est typique de l’espèces 

C. albicans. De plus, une activité enzymatique positive pour l'α-amylosidase (α-AMY) et la β -

N-acétyl-glucosaminidase (β-NAG), renforce cette identification. On note néanmoins quelques 

différences entre les deux isolats.  

  

Figure 29: Galeries API Candida après inoculation et incubation à 37°C pendant 24 heures. 
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En effet, l'isolat 1 est négatif pour le tréhalose (TRE) et la β-maltosidase (β-MAL), alors que 

l'isolat 5 est positif pour ces deux substrats. Ces variations sont courantes entre différentes 

souches d'une même espèce. Enfin, aucun des deux isolats ne produit d'uréase (URE) ni de β-

galactosidase (B-GAL), ce qui reste conforme au profil typique de C. albicans. Ainsi, malgré 

quelques petites différences, l’ensemble des résultats confirme clairement que les deux isolats 

appartiennent bien à cette espèce (Larone, 2018). 

Tableau 11: Résultats des galeries API Candida des deux isolats. 

Tests Résultats (lecture de la galerie Api Candida) 

Isolat 1 Isolat 5 

GLU + + 

GAL + + 

SAC + + 

TRE - + 

RAF - - 
β MAL - + 
α AMY + + 
β XYL - - 
β GUR - - 

URE - - 
β NAG + + 
β GAL - - 

Code 7012 7512 

Espèce C. albicans C. albicans 

 

 

Tableau 12: Les profils numériques des isolats de C. albicans identifiés à l’aide de la galerie 

API Candida. 
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III.5. Résultats de la formation du biofilm de C. albicans 

Cette étude examine les facteurs influençant la formation du biofilm chez C. albicans, en 

utilisant la coloration au cristal violet pour quantifier la biomasse (rapport DO/DOt). Trois 

paramètres ont été analysés : la concentration en glucose, la densité cellulaire initiale et 

l’oxygénation. Les tests ont été réalisés sur deux isolats cliniques (Isolat 1 et Isolat 5) et une 

souche de référence (ATCC 10231). La comparaison entre conditions normoxiques et 

hypoxiques révèle des réponses métaboliques spécifiques, mettant en évidence des mécanismes 

différenciés de régulation du biofilm selon les souches. 

III.5.1. Effet du glucose 

Le glucose joue un rôle clé dans la formation du biofilm chez C. albicans, avec des effets 

variant selon les souches. En normoxie et en absence de glucose, la formation de biofilm est 

fortement inhibée. Une réponse dose-dépendante est observée entre 5 et 20 g/L, avec un 

optimum à 5 g/L pour l’isolat 5 et ATCC10231, et à 20 g/L pour l’isolat 1. Ce dernier se 

distingue par une forte capacitée de formation de biofilm en hypoxie, même à différentes 

concentrations. À 50 g/L, le glucose devient inhibiteur pour toutes les souches. 

Le glucose est la principale source d'énergie pour Candida albicans, favorisant une 

respiration aérobie efficace en conditions normales (normoxie) grâce à une phosphorylation 

oxydative performante pour la production d'ATP. Cette caractéristique explique l'effet dose-

dépendant observé avec le glucose. 

Cependant, la formation de biofilm par C. albicans peut persister même en l'absence de 

glucose, surtout en conditions d'hypoxie. Cette persistance est due aux remarquables 

adaptations métaboliques et physiologiques de C. albicans aux environnements stressants et 

pauvres en nutriments. En tant que pathogène opportuniste, sa capacité à provoquer des 

infections chroniques est étroitement liée à sa plasticité métabolique, lui permettant d'assimiler 

divers nutriments même dans des milieux hostiles et compétitifs. 

La peptone, présente dans des milieux comme le milieu Sabouraud, constitue une source 

riche en peptides et acides aminés. Ces derniers peuvent être convertis en intermédiaires 

métaboliques clés, et leurs squelettes carbonés peuvent être utilisés pour la production d'énergie 

via le cycle de l'acide tricarboxylique (TCA). Par exemple, le catabolisme de la proline génère 
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du FADH2 et du NADH, qui alimentent la chaîne de transport d'électrons pour la synthèse 

d'ATP. 

III.5.2. Effet de l'Oxygène 

Notre étude révèle que l'hypoxie favorise fortement la formation de biofilms chez Candida 

albicans, ce qui concorde avec la littérature (Douglas, 2003)Cette tendance s'explique par la 

présence d'environnements à faible teneur en oxygène dans l'organisme hôte, comme les tissus 

profonds ou les sites d'infection. Pour survivre à ces conditions difficiles, C. albicans a 

développé des stratégies d'adaptation sophistiquées, la formation de biofilms étant l'une des 

plus efficaces pour sa persistance (Chandra et al., 2001). 

Sous hypoxie, C. albicans subit une transition morphologique clé, passant de la forme levure 

à la forme hyphale. Ce changement est crucial pour son pouvoir invasif et sa virulence. Ce 

processus est essentiel à l'initiation et à la structuration des biofilms et est déclenché par une 

réorganisation métabolique (surexpression des gènes de synthèse d'ergostérol et de glycolyse, 

sous-expression de ceux de la phosphorylation oxydative) (Synnott et al., 2010 ; Irimes, 2011 

; Kadosh, 2016) 

Cette adaptation physiologique s'accompagne de l'activation de voies de signalisation 

spécifiques et de gènes fondamentaux qui facilitent la transition levure-hyphe, une étape pivot 

de la formation du biofilm. Ainsi, un programme génétique complet est activé sous hypoxie, 

coordonnant l'adaptation à l'environnement pauvre en oxygène et la promotion de la formation 

de biofilms où l'hypoxie stimule également les gènes des adhésines et des enzymes impliquées 

dans la synthèse de la matrice extracellulaire, renforçant la structure et la résistance du biofilm 

( Kadosh, 2016). 

III.5.3. Effet la densité cellulaire initiale 

Nos résultats démontrent que la densité cellulaire initiale est un facteur déterminant pour la 

formation des biofilms de Candida albicans (Hornby et al., 2001), particulièrement en 

conditions d'hypoxie. Sous hypoxie, une densité initiale de 0.2 s'est avérée optimale pour toutes 

les souches étudiées, en présence de concentrations modérées de glucose. En revanche, en 

normoxie, l'isolat 5 et la souche de référence ATCC 10231 ont montré une formation maximale 

de biofilm à une densité initiale de 0.1. 
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La densité cellulaire initiale représente un signal régulateur critique qui coordonne le 

comportement de la population microbienne. Cette coordination est rendue possible grâce au 

système de quorum sensing (QS).  

Candida albicans sécrète continuellement le tyrosol et le farnésol qui sont des molécules de 

signalisation (Kovács & Majoros, 2020). Quand la densité cellulaire est faible (DO < 0.2), ces 

molécules se diluent dans le milieu, ce qui les empêche d'atteindre la concentration requise pour 

déclencher une réponse favorable. La capacité de formation du biofilm est ainsi faible. 

Lorsque la population initiale atteint une densité suffisante, un "quorum", la concentration 

des molécules de signalisation devient suffisante pour déclencher une cascade de régulation 

génétique à l'échelle de toute la population (Kovács & Majoros, 2020). Les gènes activés 

contrôlent des comportements collectifs essentiels à la formation du biofilm, notamment la 

production de la matrice extracellulaire et l'adhésion (Stichternoth & Ernst, 2009). 

Une densité cellulaire initiale excessivement élevée peut freiner la formation du biofilm. 

Quand les molécules de quorum sensing atteignent des concentrations très élevées, le farnésol 

et le tyrosol peuvent exercer des effets inhibiteurs (Padder et al., 2018). Bien que le tyrosol 

stimule la transition de la forme levure à la forme hyphale, le farnésol induit le changement 

inverse (Padder et al., 2018)Il est important de noter que ces deux molécules sont 

indispensables à l'initiation et à la régulation du biofilm chez C. albicans (Batliner et al., 2024). 

Des concentrations excessives des molécules de signalisation inhibent la transition 

morphologique de la forme levure à la forme hyphale (Padder et al., 2018) Ceci entrave la 

formation du biofilm, car cette transition est absolument vitale pour construire un biofilm 

robuste et bien structuré. Ainsi, un inoculum trop dense (DO > 0.2) peut paradoxalement mener 

à un biofilm plus fragile et désorganisé. Nos observations corroborent cette idée, des densités 

cellulaires initiales trop élevées (DO ≥ 0.3) freinent la formation d'un biofilm mature.  

La variabilité que nous avons constatée entre les souches est très probablement liée à des 

différences dans leur capacité à synthétiser et à libérer le farnésol. Rappelons que le farnésol 

est un sous-produit de la voie de synthèse des stérols, formé par la déphosphorylation du 

pyrophosphate de farnésyl (Padder et al., 2018). 
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Figure 30: Evolution de la formation du biofilm de C. albicans en fonction du dosage du 

glucose et de la densité cellulaire initiale en normoxie et en hypoxie. 
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Figure 31: Coloration et solubilisation de la biomasse du biofilm formé. 

III.6. Résultats de l’activité anti-biofilm 

L'algue rouge A. armata est largement reconnue pour sa riche composition en molécules 

bioactives qui lui confèrent un potentiel antimicrobien prometteur. Cependant, son efficacité 

spécifique contre la formation et la persistance des biofilms de C. albicans, reste encore 

largement inexplorée. Cette étude vise à combler ce gap en caractérisant le potentiel anti-

biofilm de ses extraits dichlorométhanique (DCM) et méthanolique. Les résultats que nous 

présentons ici ouvrent une voie prometteuse pour la découverte de nouvelles molécules 

thérapeutiques ou complémentaires aux traitements antifongiques existants, offrant ainsi des 

stratégies innovantes pour combattre les candidoses et réduire la charge des biofilms en milieu 

clinique. 

Sur la Figure 32, nous observons une corrélation positive significative entre la concentration 

des extraits d'A. armata et le pourcentage d'inhibition des biofilms, et ce, indépendamment de 

la souche de C. albicans étudiée. Aux faibles concentrations (CMI/4), l'activité anti-biofilm est 

limitée, avec des inhibitions inférieures à 25%. À des concentrations intermédiaires (autour de 

la CMI), les biofilms de C. albicans montrent une sensibilité modérée (25% à 50% d'inhibition). 

Cependant, à des concentrations plus élevées (CMIx2 et au-delà), l'activité anti-biofilm devient 

forte, avec un pouvoir inhibiteur nettement supérieur, particulièrement pour l'extrait 

méthanolique où il peut atteindre 75% pour une concentration d'environ CMIx4. 
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Nous avons également identifié des tendances communes à toutes les souches étudiées. À 

de faibles concentrations, l'extrait DCM a montré un effet inhibiteur supérieur à celui de l'extrait 

méthanolique. Inversement, aux concentrations les plus élevées, l'extrait méthanolique est 

devenu plus efficace. Il est important de noter que le biofilm de l'isolat 1 a démontré une plus 

grande résistance aux deux extraits sur l'ensemble des concentrations testées. 

Bien qu'il y ait peu d'études spécifiques sur les propriétés anti-biofilm des extraits d'A. 

armata, plusieurs travaux suggèrent que les algues rouges en général et les espèces 

d'Asparagopsis produisent des composés anti-biofilm. Par exemple, Jha et al. (Jha et al., 2013) 

ont observé que les extraits d'Asparagopsis taxiformis inhibaient le quorum sensing de bactéries 

productrices de biofilm, un mécanisme essentiel à leur développement. Ceci est dû à la capacité 

de ces algues à produire des composés halogénés interférant avec les communautés 

microbiennes. Dans le cas spécifique d'A. armata, ceci est également fortement possible, car 

cette espèce est connue pour produire plus de 100 composés, incluant des composés halogénés 

(bromoforme, bromes, méthanes, éthanes, etc.) ainsi que plusieurs acides acétiques et 

acryliques halogénés et d'autres composés lipophiles tels que certains terpènes et stérols. Ces 

substances pourraient être directement impliquées dans les activités anti-biofilm observées. Les 

tendances observées dans cette étude sont donc cohérentes avec plusieurs observations de la 

littérature scientifique. 

Les variations de pouvoir inhibiteur entre les extraits DCM et méthanolique s'expliquent par 

leur polarité différente. Le dichlorométhane (DCM), étant un solvant faiblement polaire, extrait 

de préférence les composés lipophiles comme certains terpènes, stérols et halogènes 

liposolubles. La meilleure activité de l'extrait DCM à faibles concentrations pourrait donc 

s'expliquer par la présence de ces composés très puissants, même à des doses minimes. À 

l'inverse, le méthanol est un solvant polaire, ce qui le rend plus efficace pour extraire un éventail 

plus large de composés, d'où son rendement d'extraction plus élevé. L'activité accrue de l'extrait 

méthanolique à des concentrations plus élevées suggère que ses composés bioactifs, même si 

individuellement moins puissants que ceux du DCM, agissent de manière cumulative ou 

synergique pour inhiber le biofilm. Il est aussi possible que leur concentration optimale pour 

un effet significatif soit plus élevée. 

L'efficacité variable des extraits et la corrélation positive entre leur concentration et 

l'inhibition des biofilms sont des phénomènes connus. Une concentration plus élevée d'extrait 
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signifie simplement qu'une plus grande quantité de composés bioactifs est disponible pour 

interagir avec les cellules de C. albicans et leur matrice de biofilm. 

Par ailleurs, la résistance différentielle des souches de C. albicans est un fait bien établi. Elle 

s'explique par leur grande diversité génétique et leur capacité à s'adapter sous des pressions 

sélectives, comme l'exposition à des antifongiques. 

  

 

Figure 32: Le pourcentage d’inhibition du biofilm de C. albicans en fonction de différentes 

concentrations des extraits d’A. armata 
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Conclusion et Perspectives   

 Dans le cadre de notre étude, nous avons évalué l’activité anticandidosique et antibiofilm 

des extraits de l’algue rouge A. armata récoltée sur la côte d’EL Marsa de la wilaya d’Alger en 

utilisant deux solvants d’extraction, le dichlorométhane et le méthanol. Ces extraits ont été 

testés sur trois souches de C. albicans, incluant deux isolats cliniques (isolat 1 et isolat 5) ainsi 

qu’une souche de référence (ATCC 10231), par la méthode de microdilution en milieu liquide 

de Sabouraud.  

Les résultats obtenus révèlent une activité anticandidosique significative des deux extraits, 

avec des concentrations minimales inhibitrices (CMI) variant selon les souches testées. 

L’extrait dichlorométhanique a notamment inhibé la croissance de la souche ATCC 10231 et 

de l’isolat 1 à 0,58 mg/ml, tandis que l’isolat 5 nécessitait une concentration plus élevée (2,34 

mg/ml). L’extrait méthanolique a montré une efficacité comparable. Ces différences de 

sensibilité pourraient s’expliquer par la variabilité des métabolites bioactifs extraits, influencée 

par la polarité des solvants utilisés. 

Par ailleurs, l’étude de l’activité antibiofilm a mis en évidence une inhibition dose-

dépendante de la formation des biofilms de C. albicans. L’extrait méthanolique, en particulier, 

s’est distingué par une efficacité remarquable, atteignant jusqu’à 75 % d’inhibition à des 

concentrations quatre fois supérieures à la CMI. 

En conclusion, nos résultats soulignent le potentiel thérapeutique prometteur de l’algue A. 

armata, tant pour inhiber la croissance de C. albicans que pour perturber la formation de ses 

biofilms, deux aspects critiques dans le traitement des candidoses invasives. 

Nous envisageons d’approfondir l’analyse chimique des extraits pour identifier précisément 

les composés bioactifs responsables de cette activité. De plus, des tests in vivo, ainsi qu’une 

évaluation de la cytotoxicité sur des cellules humaines, sont nécessaires pour confirmer la 

sécurité et l’efficacité de ces extraits en conditions cliniques. Enfin, la mise au point de 

formulations pharmaceutiques à base d’extraits d’A. armata pourrait constituer une alternative 

naturelle et innovante aux antifongiques classiques, notamment face à l’émergence croissante 

des résistances.
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