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  : لخصملا

حترم الكثير من الناس فيروس كورونا. و برغم من ذلك، لم ي عدوى انتقالحد ونعة في الأماكن العامة، من أجل ية ارتداء الأقلقد فرضت العديد من البلدان إلزام

 ية.مراض المعدالا هامن البروتوكول الصحي المتعلق بالاستخدام السليم للأقنعة الجراحية. وبالتالي، فإن الاستخدام المتكرر لنفس القناع  قد يؤدي إلى عواقب

يستخدمون الأقنعة الجراحية  ثلاثة عشر طالباً من المركز الجامعي بالنعامة. جميع الطلاب الذين شاركوا في الاستطلاع شملاستبيان تم إجراء  الاستطلاع  باستخدام  

 ةبشكل غير منتظم لمدة تزيد عن أسبوعين. لذلك فإن معظمهم يعانون من الحساسي

بينت النتائجان تيرية والفطرية.من الأقنعة الجراحية المستعملة. في حين أن التحليل الميكروبيولوجي أدى إلى عزل وتحديد السلالات البك في الوقت نفسه، تم أخذ عينات 

من هما السلالتان الأكثر تواجدا   Penicillium spp و Aspergillus spp. كانت ملحوظة Pseudomonas spp و  Staphylococcus spp النسب الأكبر ل

ن أغلبية أأيضًا من الأقنعة الجراحية. و بخصوص تشكيل الأغشية الحيوية لوحظت  Candida albicans بين السلالات الفطرية. بالإضافة إلى ذلك، تم عزل

الجنتاميسين " كان فعالاً  "اد الحيوي السلالات المعزولة لها القدرة على ذلك، حيث  كانت حساسيتها  لمختلف المضادات الحيوية التي تم اختبارها متغيرة. لكن، المض

 .ضد جميع السلالات المدروسة

 , قناع جراحي, تلوث, غشاء حيوي, مقاومة, خطر العدوى.2019كورونا  : الكلمات المفتاحية

Résumé : 

De nombreux pays ont introduit l'obligation de porter des masques dans les lieux publics, afin de limiter et de réduire le taux 

de contamination et la transmission du virus SARS CoV-2. Cependant, beaucoup de gens n’ont pas respecté le protocole 

sanitaire relatif au bon usage des masques chirurgicaux. Pourtant, l’utilisation répétée et prolongée des mêmes masques risque 

d’engendrer des conséquences infectieuses. 

Une enquête a été menée à l'aide d'un questionnaire auprès de treize étudiants du centre universitaire de Nâama. Tous les 

étudiants ayant participés à l’enquête utilisaient de façon irrégulière leurs masques chirurgicaux à une période qui dépasse les 

deux semaines. Par conséquent, la majorité souffre d’allergie.   

En parallèle, des prélèvements de masques chirurgicaux usés ont été effectués. L’analyse microbiologique a mené à l’isolement 

et l’identification de souches bactériennes et fongiques. La dominance de Staphylococcus spp. et de Pseudomonas spp. a été 

remarquable. Aspergillus spp. et Penicillium spp. ont été les souches fongiques les plus incriminées. De plus, Candida albicans 

a été également isolé des masques chirurgicaux. La majorité des souches a été révélée formatrice des biofilms. La sensibilité 

aux différentes familles d’antibiotiques testées a été variable; cependant, la gentamicine s’est montrée efficace contre toutes 

les souches incluses dans cette étude.  

Mots-clés : Covid-19, masque chirurgical, contamination, biofilm, résistance, risque infectieux.  

 

Abstract: 

Many countries have introduced the obligation to wear face masks in public places, in order to limit the contamination rate and 

transmission of the SARS CoV-2 virus. Meanwhile, many people have not respected the sanitary protocol related to the well 

use of surgical masks. Even though, the repetitive and prolonged use of the same masks can forward the risk of infectious 

consequences. 

An investigation has been done with the help of a questionnaire for thirteen students of the Naama university center. All students 

who participated in this questionnaire used their surgical masks in an irregular pattern for a period of over two weeks. In 

consequence, the majority suffered from allergies. 

In parallel, a used surgical masks sampling have been done. The microbiological analysis has led to the isolation and 

identification of bacterial and fungal strains. The dominance of the Staphylococcus spp has been noticeable. Aspergillus spp. 

and Penicillium spp. have been the most incriminating fungal strains. Furthermore, Candida albicans has also been isolated 

from surgical masks. The majority of the strains have been revealed as generators of biofilms.  

The sensitivity to different families of tested antibiotics has been variable; meanwhile, the gentamicin has been shown effective 

against all strains included in this study. 

 

Keywords: Covid-19, surgical masks, contamination, biofilm, resistance, infectious risk.
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I.  SARS-CoV-2 

I.1.  Historique 

L’humanité a connu de nombreuses pandémies à travers le temps tels que la peste, le choléra, 

la variole, le typhus, la fièvre jaune, la grippe espagnole le virus Zika, la fièvre Ebola et 

actuellement le Covid-19. En novembre 1968, Almeida et ses collègues ont utilisé pour la 

première fois le terme « coronavirus ». En juin 2012, un nouveau coronavirus dénommé Middle 

East Respiratory Syndrome coronavirus (Mers-CoV) a été diagnostiqué pour la première fois 

en Arabie Saoudite  (Zaki et al., 2012). Selon Li et ses collègues en 2005, le SARS était une 

zoonose transmise par les chauves-souris.  

SARS-CoV-2 apparue en décembre 2019, dans la ville de Wuhan, en Chine (Ahn, 2020), il a 

été nommé 2019-nCoV par l'organisation mondiale de la santé (OMS), le 11 février 2020. Ce 

virus se propage rapidement dans le monde et cause de nombreux handicaps et décès 

(Gorbalenya et al., 2020 ; Tadj et Seddiki, 2021). 

I.2.  Taxonomie et épidémiologie   

Les virus CoV appartiennent à l’ordre Nidovirales, à la famille Coronaviridae ; Celle-ci est  

subdivisée en Coronavirinae et Torovirinae. Ces virus sont répartis en quatre grands genres, 

Alpha-CoV, Bêta-CoV, Gamma-CoV, et Delta-CoV (Figure 1). 

 

Figure 1: Taxonomie des coronavirus humains (HCoV) (Lefkowitz et al., 2018). 
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I.3.  Morphologie et génome 

I.3.1. Morphologie                

Le SARS-CoV-2 est un virus sphérique, de 60-220 nm, à ARN monocaténaire, non segmenté 

positivement polarisé (Velavan et Meyer, 2020). Il est entouré d'une capside protéique 

hélicoïdale. À la surface des particules, sont enchâssées quatre protéines structurales ; la 

protéine de membrane M, la protéine d’enveloppe E, la protéine hémagglutinine estérase HE et 

la protéine S « Spike » (Figure 2). 

 

Figure 2: Schéma de la structure du SARS-CoV-2 (Cap et Morello, 2021) 

 

I.3.2.     Génome  

Le génome de Sars-CoV-2 a une longueur de 30 kb, il code pour 27 protéines (Wu et al., 2020). 

Ce génome comprend deux extrémités non codantes 5’ et 3’ qui contiennent une région non 

traduite. Deux grandes régions chevauchantes, ORF1a  située à l’extrémité 5’ UTR qui code les 

protéines de 1 à 11 et ORF1b, située à côté de l’ORF1a, code pour les protéines non structurales 

(12 à 16). Ces régions chevauchantes occupent les deux premiers tiers du génome qui sont 

nécessaires à la réplication et à la transcription. Le dernier tiers du génome code pour des 

protéines de structure S, M, N et E. D’autre gènes ORFs, codant pour d’autres protéines sont 

répartis entre des gènes structuraux (Cleemput et al., 2020 ; Junejo et al., 2020). 
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I.4.  Cycle de réplication 

Le cycle de réplication du CoV 2 regroupe des étapes successives impliquant des interactions 

entre le virus et les différentes cellules de l’organisme humain, notamment les cellules 

pulmonaires (Jungreis et al., 2020). 

L’activation de la protéine S résulte de son clivage suite à l’intervention d’une protéase 

transmembranaire sérine 2 (TMPRSS2), présente sur la surface de la cellule cible pour donner 

les deux sous unité S1 et S2. La reconnaissance et la fixation sont assurées par la sous unité S1 

au récepteur ACE2 (Enzyme de conversion de l’angiotensine 2) de la cellule hôte. La fusion de 

l’enveloppe virale avec la membrane de l’endosmose se réalise par la sous unité S2 ; cette étape 

est suivie par la décapsulation et la libération de l’ARN génomique dans le cytoplasme de la 

cellule infectée (Pagliaro et Penna, 2020). 

Une fois le génome viral dans le cytoplasme, les gènes ORFs sont traduits en polyprotéines et 

les nouveaux virions sont formés à partir de l’encapsidation du génome virale par la protéine N 

et des protéines structurales néoformées au niveau du réticulum endoplasmique et de l’appareil 

de Golgi. Ces derniers sont acheminés vers la surface de la cellule hôte puis libérées par 

exocytose (Bonny et al., 2020 ; Zhou et al., 2020). 
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I.5.  Transmission du virus et symptômes d’infection 

Le SARS-CoV-2 est transmis principalement par le contact direct avec une personne infectée, 

essentiellement par voie aérienne, tels que les gouttelettes émises suite aux toux ou bien lors de 

discussion, qui peuvent être inhalés par les personnes à proximité (1 à 2m) (Van Doremalen et 

al., 2020). Une transmission indirecte est aussi possible, il s’agit de l’émission d’aérosols 

lorsque les gouttelettes respiratoires se dispersent dans l’air, celles-ci sont capables de propager 

sur une large distance et de provoquer une infection (Adhikari, 2020 ; Umakanthan et al., 

2020). 

L’OMS a partagé un large éventail de symptômes chez les personnes atteintes de covid-19. 

Après une période d’incubation variant de deux à quatorze jours, les symptômes sont 

généralement bénins tels que la fièvre, toux sèche, fatigue, douleurs, écoulement nasale, 

diarrhée…etc. Certains patients souffrent également de symptômes graves, au niveau de 

cerveau. La maladie peut fluctuer selon le sexe, les tranches d’âge, la présence de maladies 

chroniques telles que l’hypertension, diabète, problème cardiaque ou pulmonaire…etc 

(Gondouin, 2020 ; Manus, 2020).   

Pour limiter la circulation et la transmission du virus entre personnes, l’OMS recommande 

l’utilisation des masques dans les lieux publics. 
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II.  Masques de prévention  

L’utilisation des masques primitifs est connue depuis longtemps, notamment lors de la guerre 

chimique associée à la première guerre mondiale comme un moyen de protection contre les gaz 

combat. À la fin des années 1897, le chirurgien Paul Berger enfile le premier masque lors de 

son intervention à l'hôpital Tenon à Paris (Lowry, 1947). 

Les masques sont largement utilisés pour empêcher l’inhalation des particules virales du SARS-

CoV-2 et d’autres virus respiratoires, ils servent de filtre, de protection contre la transmission 

du virus. 

L’usage des masques rentre dans le cadre de la protection contre la pandémie covid-19. Les 

masques de protection respiratoire FPP (Feltring Face Pièce) à usage unique, selon la norme 

NF EN 149, protègent l’individu contre l’inhalation des gouttelettes ou des particules en 

suspension dans d’air (AFNOR, 2009). 

Un autre type comprend des masques en tissu, lavables et réutilisables, ayant des propriétés de 

filtration supérieure à 90%. En outre, un autre type de masque est largement utilisé dans cette 

pandémie, il s’agit du type chirurgical (OMS, 2020). 

           

II.1.  Masques chirurgicaux 

Un masque chirurgical est un dispositif médical (norme EN 14683), il empêche la projection 

des gouttelettes du porteur lui-même et limite la contagion par d’autres personnes. Selon 

l’OMS, ces masques ne doivent en aucun cas, être utilisés plus de 4 heures. Cependant, trois 

types sont distingués selon différent degré d’efficacité de filtration bactérienne : Type I  > 95 %,  

Type II > 98 %,   Type IIR > 98 % (Delaval et Bertrand, 2021).  
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II.2.   Conception du masque chirurgical 

Un masque chirurgical se compose de trois feuillets superposés, à l’intérieur, un deuxième au 

milieu, lequel est recouvert par un autre de l’extérieur (Figure 3). 

 

          

Figure 3: Schéma des différentes parties d’un masque chirurgical 

 https://www.prevarice.com/masque-de-protection-chirurgical-jetable.htm  

 

Celui de l’intérieur est de couleur blanche, il est formé par des fibres de coton hydrophiles 

responsables d’absorber l’humidité puisque cette partie du masque reste en contact avec les 

orifices nasaux et buccaux (Donovan et Skotnicki-Grant, 2007). 

 

 

 

 

 

https://www.prevarice.com/masque-de-protection-chirurgical-jetable.htm
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Le feuillet intermédiaire est fabriqué à partir des fibres non tissues, le polypropylène, de 

propriété thermoplastique et hydrophobe, ce feuillet sert à la filtration (Donovan et Skotnicki-

Grant, 2007). Selon Natta et Corradini en 1967, la structure du propylène est une série répétée 

du C3H6 (Figure 4). 

    

    

 

Figure 4: Structure de propylène (Natta et Corradini, 1967) 

 

 Les deux premiers feuillets sont recouverts par une couche extérieure en polyester, non 

absorbante, qui empêche la pénétration des gouttelettes ; celle-ci être coloré (Blue, vert…etc.). 

Chaque extrémité du masque chirurgical porte un élastique de fixation en caoutchouc et une 

barrette nasale métallique pour l’ajustement du masque. 
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I.   Biofilm   

Les biofilms sont responsables d’un large éventail d’infections chez l’homme. En effet, 65% 

des infections sont dues à des biofilms (De Chalvet De Rochemonteix, 2009). En effet, 

l’équipe de William Costerton a mis l’accent en 1999 sur le lien entre le risque infectieux et le 

pouvoir de formation des biofilms. 

I.1.  Qu’est-ce qu’un biofilm   

Les biofilms sont des communautés organisées de microorganismes adhérents à des surfaces 

biotiques ou abiotiques et caractérisés par la sécrétion d'une matrice polymérique (Costerton 

et al., 1978). Contrairement à l’état planctonique, où les microorganismes sont libres et isolés 

dans l’environnement, l’état sessile représente le mode de vie microbien majoritaire 

(Costerton, 1999). 

Selon Nicolas et Lavoie, (2011), le support sur lequel les biofilms se forment peut-être un 

support solide ou une interface, telles que les muqueuses.  

I.2.   Composition 

Le biofilm est composé de microorganismes enrobés dans une matrice exo-polymérique. Selon 

l’espèce impliquée, les microorganismes ne représentent que 2 à 5 % de la masse du biofilm 

alors que 50 à 90 % de celui-ci est occupé par la matrice (Costerton et al., 1995 ; Evans, 2000).  
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I.2.1. Micro-organismes 

Les microorganismes inclus dans un biofilm forment des communautés complexes au sein 

desquelles on peut trouver des espèces multiples ou parfois des mono espèces. Cependant, la 

majorité des biofilms sont composés de différentes types de microorganismes ; bactéries, 

champignons, protozoaires, algues (Baveye et al., 1998 ; Akbas, 2015). 

 

 

Figure 5: Biofilm bactérien de Listeria monocytogenes x6400 (A) et fongique de Candida 

albicans × 1100 (B) visualisés par microscope électronique à balayage [(Ibusquiza et al., 

2012) ; (Seddiki et al., 2013)]. 

I.2.2. Matrice exo-polymérique 

La matrice exo-polymérique est hautement hydratée, elle est constituée non seulement de 

polysaccharides, mais aussi de protéines, de lipides, d’acides nucléiques, de cations et d’agents 

tensioactifs (Tremblay et al., 2014). Cette composition diffère en fonction des 

microorganismes formateurs du biofilm et des facteurs de croissance (Liu et Tay, 2002 ; 

Stoodley et al., 2002).     

Par ailleurs, la matrice ex-polymérique est considérée comme une source de nutriments, elle 

joue également un rôle primordial dans l’intégrité structurale et fonctionnelle des biofilms 

(Azeredo et al., 1999). 
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I.3.   Formation des biofilms 

Les biofilms peuvent se développer sur différentes surfaces incluant les supports biotiques et 

abiotiques retrouvé dans le sol ou dans les milieux aquatiques (Kathleen, 2017). La formation 

des biofilms suit une succession de quatre phases principale (Figure 6) (Donlan et Costerton, 

2002). 

 

Figure 6: Développement et structure d’un biofilm bactérien (Lebeaux et Ghigo, 2012) 

 

I.3.1.  Phase d’adhésion 

 C’est la phase d’initiation de la formation du biofilm, elle se déroule en deux temps ; 

 

 Adhésion réversible (non spécifique) 

L’adhésion réversible est une étape au cours de laquelle les bactéries planctoniques viennent en 

contact avec une surface suite à l’intervention des forces d'attractions. Celles-ci sont observées 

à partir de distances longue entre les surfaces des supports et celles des bactéries. Cette adhésion 

est placée par des mouvements browniens, la mobilité active et par l’agrégation des cellules 

bactériennes (Høiby et al., 2011). 

A ce stade les microorganismes sont facilement à éliminer à cause des interactions chimiques 

non covalentes (Beloin et al., 2008).  
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 Adhésion irréversible (spécifique) 

L’adhésion irréversible des microorganismes est caractérisée par des interactions fortes et 

covalentes grâce à des structures d'adhésion particulières, les adhésines, celles-ci permettent 

d’établir le contact cellule-surface à de courtes distances ainsi que le contact cellule-cellule 

(Manandhar et al., 2018). 

I.3.2.  Phase de croissance et de maturation  

Une fois les microorganismes sont attachés de manière irréversibles sur le support, ils 

s’engagent dans la croissance qui conduit à la formation des micro-colonies, cette croissance 

va être accompagnée par une production intense des exopolysaccharides qui vont interagir avec 

des molécules organiques et inorganiques du milieu environnant pour former la matrice 

extracellulaire, ce qui donne son architecture tridimensionnel (Rumbaugh et Sauer, 2020).  

I.3.3. Phase de dispersion et recolonisation  

La dispersion des cellules d’un biofilm peut être due à une réponse à des conditions 

défavorables ; il s’agit de l’épuisement des nutriments, la limitation de la disponibilité 

d’oxygène, relâchement d’EPS et des forces de cisaillement dues aux conditions 

hydrodynamiques (Haras, 2005). 

Les cellules détachées vont migrer pour adhérer à d’autres surfaces afin de pouvoir 

recommencer un nouveau cycle de vie (Rambelomamonjy, 2017). 
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I.4.    Régulation de la formation de biofilm 

I.4.1. Facteurs environnementaux 

La formation d'un biofilm est un phénomène complexe et dynamique, elle est sous l'influence 

de nombreux facteurs (Donlan et Costerton, 2002).              

 Propriétés du milieu 

Regroupent des conditions externes dont ; la disponibilité des nutriments (excès ou 

épuisement) et les différents propriétés physico-chimiques (pH, température, les cations, 

présence d’agent antimicrobiens…) (Pemán et al., 2008). 

 Propriétés des microorganismes 

L’attachement cellulaire est influencée par l‘hydrophobicité de la surface cellulaire ; il 

existe une relation inversement proportionnelle, entre la polarité et les liaisons 

hydrophobes (Donlan et Costerton, 2002). 

D’autre part, la majorité des bactéries sont chargées négativement et possèdent des 

éléments structuraux qui interviennent dans l’adhésion à la surface tels que : flagelles, 

fimbriaes, polysaccharides.... (Briandet et al., 2012). 

 Propriétés du support  

La colonisation et l’adhésion des microorganismes deviennent importantes sur un 

support rugueux (Characklis et Marshall, 1990). 

Les propriétés physico-chimiques peuvent intervenir positivement ou négativement sur 

la formation d’un biofilm ; d’une part l’hydrophobicité, ou les microorganismes 

adhérents facilement à des surfaces hydrophobes, non polaire notamment le plastique 

(polypropylène), et d’autre part la présence d’un film protéique sur le support comme le 

salive, les sécrétions respiratoires et les larmes, etc. (Mittelman, 1996 ; Bendinger et 

al., 2003).          
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I.4.2.     Communication intercellulaire « Quorum Sensing » 

La formation des biofilms est contrôlée par des molécules de signalisation, celles-ci sont 

désignées par le terme quorum sensing (QS). Il s’agit d’une communication cellule-cellule qui 

permet de régulier les gènes en réponse à la densité cellulaire, initier la dispersion des formes 

planctonique et peut être réprimes ou stimules l’expression de certain caractères (Martinez et 

Fries, 2010). 

Le quorum sensing implique des molécules, selon l’espèce, ce système est fondé, chez la plupart 

des bactéries à Gram négatif, la production des acyl-homosérines lactones (AHL). En revanche, 

la majorité des bactéries à Gram positif utilisent des oligopeptides. Il a été indiqué que les deux 

groupes bactériens utilisant l’auto-inducteur 2 (AI2) comme molécule commune de 

signalisation (Hentzer et al., 2003 ; Irie et Parsek, 2008). 
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II.  Infectiosité des biofilms 

L’OMS a estimé que 60% des infections humaines seraient liées à la présence des 

microorganismes sous forme de biofilm dans le milieu hospitalier (Espinasse et al., 2010). Ce 

sont des infections localisées provoquant chez les patients de graves conséquences sanitaires. 

(Lebeaux et Ghigo, 2012). 

En fait, la dangerosité d'un biofilm est liée aux espèces constitutives de celui-ci, elle peut donc 

être d’origine bactérienne et/ou fongique (Jaballah et al., 2006 ; Seddiki et al., 2015).         

Selon Parsek et Singh (2003), l’apparition d’une infection induite par un biofilm dépond de 

quatre critères ; le microorganisme adhéré doit être pathogène et l’examen direct des tissus 

infectés doit montrer une gamme de microorganismes inclus dans une matrice. De plus, 

l’infection doit être localisée et la résistance aux traitements antibiotiques s’accentue. 

II.1.   Origine bactérienne  

Les bactéries pathogènes formatrices du biofilm peuvent engendrées des infections grave. 

Parmi celles-ci on trouve en premier lieu : Staphylococcus spp, Pseudomonas aeruginosa, 

Escherichia coli. D’autres espèces bactériennes sont également impliquées dans l’infection aux 

biofilms. 

 Staphylocoques 

Staphylococcus aureus et Staphylococcus pyogenes sont les principaux agents causals 

des infections cutanés à pyogènes (Safi, 2021). En outre, Fey et Olson (2010), ont 

montré que Staphylococcus épidermidis devient un pathogène opportuniste après avoir 

formé un biofilm mucoides sur la peau. 

 Pseudomonas aeruginosa 

La présence de P. aeruginosa sous forme sessile provoque une infection chronique et 

grave au niveau des tissus pulmonaires (Singh et al., 2020). Cette bactérie opportuniste 

touche essentiellement les gens immunodéprimés et fragiles (Stenotrophomas, 2016). 
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 Escherichia coli 

Le biofilm formé par E. coli est renforcé par les appendices présents sur leur surface ; 

par conséquent l’augmentation des risques infectieux, notamment des colites chroniques 

(Sherlock et al., 2006).  

II.2.  Origine fongique 

Des résultats cliniques ainsi que des études ciblées ont montré que non seulement les espèces 

bactériennes ayant la capacité de coexister de manière sessile, mais les espèces fongiques 

peuvent également former des biofilms (Figure 7).  

Dans ce contexte, l’étude de Seddiki et al., (2015), a corroboré que les levures de genre 

Candida jouent un rôle important en pathologie humaine, la candidose.  

 

Figure 7: Biofilm de C. albicans au sein d’un cathéter (Seddiki, 2014) 

 

Par ailleurs, Aspergillus fumigatus est un champignon opportuniste responsable de 

l’aspergillose pulmonaire et ce, suite à une contamination environnemental (Desoubeaux et 

Chandenier, 2010). De plus, des données ont montré que A. fumigatus à la capacité de former 

un biofilm In Vitro (Kaur et Singh, 2014). 
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II.3.  Résistance des biofilms  

La résistance est l’une des propriétés qui caractérise les biofilms microbiens (Hawser et 

Douglas, 1995). Selon Ramage et al., (2012), les microorganismes au sein d’un biofilm 

développent une résistance contre les différentes agressions (Figure 8) mieux que leurs 

homologues planctoniques. De plus, les travaux de Seddiki et al., 2013, ont montré que les 

germes hospitaliers sessiles augmentent leur capacité à résister aux agents antimicrobiens.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8: Représentation schématique des mécanismes de résistance des biofilms fongiques 

(Ramage et al., 2012). 

 

Différents facteurs sont impliqués dans la résistance des biofilms ; en effet, la matrice exo-

polymérique qui représente une gangue stabilisatrice des biofilms, entrave le passage des 

molécules antibiotiques en constituant une barrière physique et chimique (Hall-Stoodley et 

Stoodley, 2009 ; Richards et Melander, 2009). 

 Les arguments expérimentaux suggèrent que les cellules sessiles présentent une plasticité 

génétique qui va augmenter leur résistance ; celle-ci implique, en effet, la surexpression des 

gènes de résistance (Oubekka, 2012). 
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D’autres études ont montré que la densité cellulaire et la modification de la perméabilité 

renforcent le processus de résistance des cellules sessiles (Haras, 2005 ; Perrin, 2009). 

Pour échapper à la pandémie, la population mondiale a changé beaucoup de ces habitudes ; 

celles-ci comprennent en premier lieu l’obligation du port des masques dans les lieux publics, 

cette attitude est devenu impérative dans beaucoup de pays (Tadj et Seddiki, 2021).  

Étant donné le peu d'études disponibles traitant de cet aspect afin de trouver une solution pour 

contrer le risque infectieux encouru et, compte tenu de l'importance préventive du port du 

masque chirurgical dans les lieux publics ; considérant également le risque d'infection que 

peuvent engendrer les micro-organismes sessiles suite à la contamination de ces dispositifs, qui 

sont généralement mal entretenus, nous nous sommes intéressés par cet axe de recherche.  

Vu toutes les données précitées et, afin de mieux appréhender la problématique du risque 

infectieux des biofilms microbiens et de mieux identifier leur résistance, nous nous sommes 

fixés les objectifs suivants, dans le but de : 

 Recenser, identifier et réaliser une enquête sur l’utilisation des masques chirurgicaux 

par les étudiants du Centre Universitaire de Nàama,  

 Dénombrer, isoler et identifier les germes impliqués, 

 Évaluer le potentiel de la formation des biofilms chez les souches bactériennes isolées, 

 Évaluer la sensibilité des germes isolés aux antibiotiques. 
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I.  Lieu des prélèvements et population ciblée 

Cette étude est réalisée aux laboratoires pédagogique de microbiologie et dans celui de 

recherche GRDN "Laboratory for the Sustainable Management of Natural Ressources in Arid 

and Semi-arid Zones" du Centre Universitaire de Nâama. Sa thématique s’articule autour de 

l’évaluation des risques infectieux suite à la contamination microbiologique des masques 

chirurgicaux et ce, suite à leur utilisation répétée et prolongée pendant la pandémie Covid 19.  

L’échantillonnage consiste à récupérer les masques utilisés par les étudiants du centre et ce, lors 

de leur présence au sein du centre.  

La population ciblée comprend une mosaïque d’étudiants, filles et garçons, appartenant aux 

différents instituts de l’établissement. L’organigramme suivant résume les différentes 

démarches expérimentales de cette étude (Figure 9). 

 

    

 

 

 

 

   

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9: Organigrame des différentes démarches éxpérimental de l’equête . 
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II.  Prélèvements 

Les prélèvements ont été effectués durant les mois de Février et Mars 2022.  Les masques usés 

ont été récupérés dans des sacs stériles, directement après leur retrait. Ils ont ensuite été 

acheminés ensuite au laboratoire. Une bavette neuve a été remise à chaque étudiant participant 

contre celle récupérée comme échantillon.  

Une enquête d’évaluation a été réalisée en parallèle avec les prélèvements des masques. Ladite 

enquête est un questionnaire (Annexe I) remis aux étudiants ayant volontairement participé à 

l’étude. Ce questionnaire est établi selon les recommandations de l’OMS. 

Chaque étudiant répond à un nombre de questions concernant les données personnelles des 

participants (Age, Sexe, Spécialité…) et des questions relatives à la pratique d’utilisation des 

masques (fréquence d’utilisation, lavage ou non des masques, leur échange avec d’autre 

personne, l’endroit de conservation, etc). 

Parallèlement, sept masques chirurgicaux stériles (Figure 10), récupérés du bloc opératoire de 

l’hôpital de Nâama, ont été examinés comme témoins. 

 

                   

                                  Figure 10: Représente les masques chirurgicaux stériles. 
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III.  Analyses microbiologiques 

En prenant des mesures d’asepsie, trois fragments de 1 cm2 ont été coupés à partir de la zone 

adjacente à la cavité buccale de la couche intermédiaire du masque. Ces fragments servent de 

support pour le dénombrement, l’enrichissement et le test du contact direct. 

III.1.   Dénombrement  

Afin de dénombrer les particules microbiennes attachées aux tissus des bavettes, deux 

protocoles différents ont été réalisés en parallèle. 

Le premier consiste à adapter les techniques de Brun Buisson et al., (1987) et de Delarras, 

(2007) aux échantillons des fragments intermédiaires des masques. 

En bref, un fragment de 1 cm2 a été placé dans un tube à essai contenant 10 ml d’eau 

physiologique stérile puis agité au vortex pendant une minute, ceci permet aux cellules 

microbiennes de se détacher du fragment, par conséquent leur dénombrement. 

Une série de dilution a été réalisée (Figure 11). 100 µl de chacune d’elles ont été étalés sur la 

gélose nutritive, préalablement coulée dans les boites de Petri. Ces dernières ont été incubées à 

37°C pendant 24 heures. 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

  

Figure 11: Préparation des échantillons. 
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Le deuxième, consiste à appliquer la couche interne directement sur la surface de la gélose 

nutritif (Figure 12) et ce, pendant cinq minutes (Gund et al., 2021). Ceci permet la croissance 

et le dénombrement des microorganismes affectant l’échantillon. 

 

                     

                            Figure 12: Technique d’empreinte du masque sur la gélose.  

 

III.2.   Enrichissement 

Les échantillons ont été traités selon le protocole de Monalisa et al., (2017). Les fragments ont 

été aseptiquement plongés dans le bouillon cœur cervelle (BHI). Celui-ci est un milieu 

d’enrichissement permettant la croissance des bactéries exigeantes. 

Les inocula ont été incubés à 37°C pendant 24 heures sous agitation à 120 tr/min.      

                                        

III.3.   Isolement et purification 

La technique d’isolement sert à séparer les différentes souches dans une suspension (Delarras, 

2007). Selon le protocole de Monalisa et al., (2017), la gélose nutritive ; Chapman ; Mac 

Konkey et Columbia au sang ont été utilisés. 

La gélose nutritive permet la culture des micro-organismes peu exigeants. Chapman est un 

milieu qui permet la sélection des bactéries Gram positif, celle de Mac Conkey pour les 

bactéries à Gram négatifs et la gélose Columbia au sang permet la croissance exclusive des 

bactéries au caractère hémolytique (Koffi et al., 2010). 
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Pour les cellules fongiques, le milieu Sabouraud additionné de 0.5 g/l de chloramphénicol a été 

utilisé. Les fragments des bavettes ont été directement déposé sur la gélose en s’assure du 

contact entre eux. Les boites ont été incubées à 25° pendant 7 jours. Pour les champignons 

filamenteux, chaque souche a été repiquée séparément en prélevant un disque du champignon 

puis en le disposant au centre d’une boite de Petri contenant la gélose Sabouraud (Botton et al., 

1990). Cette purification repose sur l’aspect macroscopique de chaque espèce. 

Un repiquage successif, alternant l’ensemencement entre milieu liquide et solide, a été réalisé 

jusqu’à l’obtention de souches pures.  

 

III.4.   Conservation 

Les géloses nutritives et le Sabouraud, inclinées en tubes, ont été ensemencées pour la 

conservation des bactériennes et levures, respectivement. Les souches ont été conservées à 4°C 

(Badis et al., 2005). 

Pour la conservation des champignons, on a transféré un fragment de mycélium dans de l’eau 

physiologie en tube à bouchon visé, les tubes sont conservés à 4°C (Botton et al., 1990).   

 

III.5.   Identification des bactéries 

III.5.1. Observation macroscopique  

Les examens macroscopiques des bactéries reposent sur leurs caractères culturaux, à savoir la 

couleur, la taille la transparence et le contour des colonies ainsi que le virage de couleur du 

milieu de culture. 

III.5.2. Coloration de Gram  

La coloration de Gram a été effectuée afin de déterminer les bactéries Gram positif et Gram 

négatif. Cette coloration permet également la distinction de la morphologie et des spores, d’où 

les bactéries sporulantes. 

III.5.3. Test catalase 

Ce test est basé sur la détection de la production de l’enzyme catalase par les bactéries ayant un 

métabolisme respiratoire qui détruit le peroxyde d’hydrogène et libère de l’oxygène (Vitolo, 

2021). 
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La technique consiste à prélever une colonie et l’émulsionner dans une goutte d’eau oxygénée. 

Le dégagement des bulles de gaz signifie qu’il y a une production de catalase (test positif) 

(Vitolo, 2021). 

III.5.4. Test oxydase 

Le test oxydase est basé sur la détection de l’enzyme oxydase produit par les bactéries, en 

présence de l’oxygène atmosphérique et le cytochrome (Delarras, 2007).   

Pour déterminer l’activité oxydase, un disque d’oxydase a été imbibé avec une goutte d’eau 

physiologie stérile, puis un étalement d’une colonie prélevé sur le disque. Le développement 

d’une couleur violette signifie que le test est positif et que la souche possède l’enzyme oxydase 

(Delarras, 2007).   

III.5.5. Test de Coagulase 

Staphylococcus aureus à coagulase positif est une espèce pathogène qui présente un sérieux 

risque infectieux. La capacité de Staphylococcus aureus à coaguler le plasma est dû à la 

sécrétion d’une protéine extracellulaire, la Staphylocoagulase (Sperber et Tatini, 1975).  

La recherche de cette espèce sur les masques de protections permet de déterminer ce risque vis-

à-vis de la population estudiantine.  

Pour se faire, quelques colonies de la souche ciblée ont été ensemencées dans un tube contenant 

du plasma humain stérile. L’incubation a été effectuée à 37°C pendant 24 heures. Le témoin 

positif a été réalisé en utilisant la souche de référence Staphylococcus aureus ATCC6538. 

III.5.6.  Tests Chromogéniques 

Le chromAgar est un milieu d’orientation, il présente une grande capacité de différenciation 

entre les espèces sur la base de leurs couleurs et leurs morphologies (Stefaniuk, 2018). 

III.5.7. Tests biochimiques  

Afin d’obtenir une identification précise, une séries des tests biochimiques a été réalisée en 

utilisant des galeries d’identification API 20E et Id 32 Staph (Biomerieux, Lyon - France). Ces 

galeries constituent un système miniaturisé et standardisé de tests biochimiques, elles sont 

conçues pour l’identification respective des Entérobactéries et des bacilles Gram négatif ainsi 

que les souches de genre Staphylococcus, Micrococcus et genre apparentés, Rothia et 

Aerococcus. 
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La galerie API 20E comporte 20 microcupules contenant des substrats déshydratées avec 

lesquels les bactéries réagissent différemment. Les métabolites produits lors de l’incubation se 

traduisent par des virages de couleur spontanés ou révélés par l’addition de réactifs spécifiques, 

traduisant ainsi la présence ou l’absence de certains enzymes. 

Le système ID 32 Staph comporte quant à lui, 32 microcupules, dont 26 contiennent un substrat 

déshydraté.  

La traduction de ces réactions a été réalisée en se référant au tableau de lecture de la matrice 

d’identification fournit avec les galeries, celle-ci permet d’établir un biotype de l’isolat en 

question.   

 

III.6.  Identification des levures  

L’identification des levures a été réalisée selon l’aspect morphologique et de culturelle des 

souches. Deux examens ont été effectués, le test de germination et celui de 

chlamydosporulation. 

III.6.1. Test blastèse (test de germination) 

Des recherches scientifiques ont montré que certaines levures germinent lorsqu’elles sont 

cultivées dans le sang (Taschdjian et al., 1960). Quelques colonies ont été ensemencées dans 

1 ml du sérum humain, puis incubée à 37°C pendant 4 heures.  

L’observation a été faite sous le microscope optique (Grossissement × 1000) ; le test positif se 

traduit par une révélation des tubes germinatifs que se prolonge à partir des corps cellulaires 

(Bouchet et al., 1989). 

III.6.2. Test de chlamydosporulation 

Le milieu PCB (pomme de terre, carotte, bile de bovin) a été utilisé pour la réalisation de ce 

test. Les souches de levures ont été ensemencées par stries en créant une fente dans la surface 

de la gélose. Une lamelle est déposée sur la fente puis les boites ont été incubées à 30°C pendant 

48 heures.  

La révélation des résultats a été réalisée par l’observation des chlamydospores sous le 

microscope optique au grossissement × 1000 (Drochey et Vieu, 1957).    
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III.7.   Identification des Champignons filamenteux 

L’identification des champignons est basée sur l’étude des caractères macroscopiques et 

microscopiques des colonies. L’étude macroscopique repose sur une description de la texture 

(duveteuses, laineuse poudreuse, etc), la couleur et la présence des pigments diffusibles ainsi 

que la vitesse de croissance (Chabasse et al., 2002). 

Alors que, l’étude microscopique des champignons filamenteux fait appel aux caractères 

morphologiques des hyphes et des organes de la fructification, à savoir la localisation, la 

couleur, la taille et la forme. Elle repose également sur la structure et la disposition des spores 

(Chabasse et al., 2002). 

Pour ceux-ci un prélèvement non destructif a été réalisé sur la surface des moisissures à l’aide 

d’un ruban adhésif. Celui-ci a été déposé sur une goutte de bleu de méthylène, laquelle se trouve 

sur une lame. Une lamelle couvre-objet est déposée sur le ruban, puis transférer sous le 

microscope optique pour l’observation. 
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IV.    Evaluation In Vitro de la formation des biofilms  

Le risque infectieux augmente considérablement avec la formation des biofilm (Peeters et al., 

2008). L'évaluation de cette capacité chez les souches isolées est indispensable afin de 

déterminer ce risque.  

IV.1.   Méthode de plaque de culture de tissus (TCP) 

C’est une technique décrite en 1982 par Christensen et al., elle permet une évaluation 

quantitative de la formation des biofilms. La technique modifiée de O’toole et al., (2000) a été 

utilisée sur des supports en polystyrènes des microplaques à 96 puits. 

L’inoculation des puits des microplaques a été effectuée à partir d’une suspension jeune de 18 

heures. L’inoculum bactérien a été ajusté à une opacité de 0.08 à 0.1 McFarland. Pour les 

levures, elle a été ajustée à 0,12 à 0,18 ; chaque puits a été inoculé par 300 µl. L’incubation a 

été effectuée, par la suite, à 37°C pendant 48 heures.  

Les puits ont été débarrassés de leurs contenus, puis ont été rincés deux fois avec l’eau de 

robinet (O’toole et al., 2000). Une solution au cristal violet à 0.1% (p/v) a été ajoutée aux puits 

à raison de 300 µl, ceux-ci ont été laissé agir pendant 45 min à la température ambiante du 

laboratoire 23°. Les microplaques ont été renversées pour se débarrasser de l’excès du colorant, 

puis ont été soumises à un deuxième rinçage. 

L’éthanol (96%) a été ajouté aux puits à raison de 300 µl pendant 10 min ; après avoir se 

débarrasser du surnageant, un troisième rinçage a été réalisé. Une première évaluation du 

potentiel de formation des biofilms a été effectué à l’œil nu. 

Le colorant contenu dans le biofilm a été re-solubilisé après l’ajout de 300µl de l’acide acétique 

(33%) dans chaque, les microplaques ont été laissées à la température ambiante du laboratoire 

pendant 20 min. Un volume de 200 µl a été transféré dans les puits d’une nouvelle microplaque 

et ce, afin de mesurer l’absorbance à l’aide d’un lecteur de microplaque (OPTIC IVYMEN 

SYSTEM 2100C) (Figure 13). 
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Figure 13:Détection et lecture de biofilm par méthode TCP. 

 

La quantité de la formation de biofilm est proportionnelle à l’absorbance mesurée dans chaque 

puits. Celle-ci a été réalisée à 630 nm, pour les bactéries et 492 nm pour les levures.  

Ce test a été répété 3 fois pour chaque souche. Les valeurs de l’absorbance sont présentées en 

moyenne ± l’erreur standard des moyennes. Les souches sont classées, selon leurs potentiels de 

formation des biofilms,  en quatre classes (Tableau 1).  

Tableau 1: Classification de la formation de biofilm (Stepanović et al., 2007). 

 

Moyenne des valeurs de DO Formation de biofilm 

DO lue ≤ DO t - 

DO t <  DO lue ≤ 2X DO t ± 

2X DO t < DO lue ≤ 4X DO t 

 

+ 

DO lue > 4X DO t ++ 

 

Notes : - : Absence /± : Faible / + : Modérée / ++ : Forte / DO t : la moyenne des DO des contrôles 

négatifs. 
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V.   Antibiogramme 

L’antibiogramme est un test biologique In Vitro qui renforce la décision thérapeutique contre 

une infection donnée (Garrabé et al., 1998). La susceptibilité de nos souches ont été testé vis 

–à-vis de cinq antibiotiques par la méthode diffusion sur milieu solide (méthode des disques), 

ces antibiotiques appartenant à 3 familles, ont été choisi (Tableau 2) selon leur fréquence 

d’utilisation dans les services hospitaliers de la région de Nâama.  

Tableau 2: Antibiotiques utilisés dans le test d'antibiogramme. 

 

 

 

 

 

 

 

Selon le comité européen, EUCAST (2020), les tests de sensibilités aux antimicrobiens sont 

réalisés à partir des pré-cultures de 18 heures. Pour se faire, les souches bactériennes ont été 

suspendues dans l’eau physiologie, l’absorbance de la suspension a été ajustée à 0.08-0.1 

McFarland. 

L’ensemencement de la gélose Mueller-Hinton a été effectué par écouvillonnage. Les disques 

ont été distribués ensuite  sur la gélose à l’aide d’un distributeur de disques (Figure 14). 

                         

                                              Figure 14: Distribution des disques d'ATB. 

Antibiotique Charge du disque Famille 

Amoxicilline / Acide 

clavulanique  

30 µg  

β-lactamines 

Ampicilline  30µg 

Cefazolin 10 µg 

Gentamicine 10µg Aminosides 

Vancomycine 30µg Glycopeptides 
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Les boites ont été laissées 20 min à la température ambiante pour une pré-diffusion de 

l’antibiotique, puis ont été incubées à 37°C pendant 24 heures.  

La révélation des résultats a été réalisée en mesurant les diamètres des zones 

d’inhibitions autour des disques d’ATB ; Celles-ci ont été comparées à celles des concentrations 

critiques inférieure d (CCinf) et supérieure D (CCsup) mentionnées dans le prospectus fourni 

avec les disques (EUCAST, 2020). 

Les souches ont été classées ensuite dans trois catégories ; sensible, Résistant ou Intermédiaire 

(Tableau 3). 

Tableau 3: Classification des souches en fonction des diamètres des zones d'inhibitions  

(EUCAST, 2020). 

∅ mesuré ≥ d(CCinf) Sensible (S) 

∅ mesuré < D(CCsup) Résistant (R) 

D(CCsup) ≤ ∅ mesuré < 

d(CCinf) 

Intermédiaire (I) 

 

∅ : diamètre de la zone d’inhibition. 

 

VI.  Analyses statistiques 

Les résultats de l’étude ont été analysés grâce au logiciel R-studio. Une analyse des 

correspondances multiples (ACM) ainsi qu’une description statistique des résultats a été 

réalisés. 

Les statistiques descriptives ont été utilisées pour classer les microorganismes présents dans les 

masques chirurgicaux et pour évaluer la formation des biofilms. L’analyse des correspondances 

multiples a été utilisée pour illustrer des ellipses de confiance autour des modalités de toutes 

les variables étudiées. 
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I.  Prélèvements     

Sur un totale de treize (13) étudiants du Centre Universitaire de Nâama, six (6) hommes et sept 

(7) femmes ont fait l’objet de cette étude. Selon l’enquête réalisée, la tranche d’âge des 

participants varie entre de 19 et 38 ans (Figure 15).  

Tous les étudiants ayant participés à l’enquête utilisaient de façon irrégulière leurs masques 

chirurgicaux, dont 70% des participants les utilisaient à l’intérieur du centre ainsi qu’à 

l’extérieur. Les endroits publics sont souvent fréquentés par ces étudiants, tandis que certains 

font partie du staff de l’hôpital, par conséquent l’utilisent des mêmes masques dans 

l’environnement hospitalier ainsi que celui du Centre Universitaire de Nâama (Figure 15). 

 

Tableau 4: Données  de l’enquête sur le port des masques chirurgicaux par les étudiants du 

Centre Universitaire de Nâama. 

Variables Résultats  

Genre Homme 

                 Femme 

6  

7 

Tranche d’âge 19 – 38 

Fréquence d'utilisation 

(%) 

Très fréquemment 

Fréquemment 

46.15 

53.85 

Lavage des masques 

(%) 

Oui 

Non 

7.69 

92.31 

Utilisation des mêmes 

masques hors CUN(%) 

Oui  

Non  

69.23 

30.77 

Allergie 

(%) 

Oui 

Non 

61.54 

38.46 

Victime de SARS (%) 

 

Oui 

Non 

69.23 

30.77 

Vacciné contre Covid 19 

(%) 

Oui 

Non 

46.15 

53.85 

Maladie 

respiratoire/inflammation 

dentaire (%) 

Oui 

Non 

53.85 

46.15 

Tabagisme 

(%) 

Oui 

Non 

7.69 

92.31 

Utilisation du dentifrice 

(%) 

Oui 

Non 

76.92 

23.08 

Endroit où sont jetés les 

masques(%) 

Indéterminé 

Poubelle 

69.23 

30.77 
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Selon les cercles de confiance obtenus dans le plotellips basé sur l’analyse des correspondances 

multiples (ACM), illustrant des ellipses de confiance autour des modalités de toutes les 

variables étudiées (Figure 15), la catégorie homme de la tranche d’âge adulte a été victime de 

SARS-Cov-2 plus que celle adolescent, voire la catégorie femme. 

Selon le tableau précédent, la fréquence d’utilisation est variable ; 53.85% de la population 

soumise à l’étude portent les mêmes masques durant une semaine, tandis que 46.15% d’entre 

elle les portent au-delà de deux semaines.  

Etant donné qu’un grand nombre d’étudiants aient fréquemment utilisé leurs masques sans 

qu’ils soient lavés, 7.69% ont utilisé des produits chimiques tels que l’eau de javel et le savon. 

L’ACM a révélé un lien entre l’utilisation très fréquente des masques et l’atteinte d’une 

l’allergie à celui-ci (Figure 15). De plus, les étudiants non allergique ont été victime d’atteintes 

respiratoire/inflammatoires Malgré que plus de la moitié des étudiants n’être pas vaccinés 

contre le SARS CoV-2 lors de l’enquête, la majorité des participants (61.54%) souffrent 

d’allergie, d’essoufflement et des inflammations dentaires durant la période du port du masque 

(Tableau 4). 

Etonnamment, selon la même enquête, 69.23% des étudiants ont indiqué qu’ils se 

débarrassaient de leurs masques dans des endroits indéterminés après leur retrait.  

L'analyse des données du questionnaire a révélé que les la majorité des participants ne respectait 

pas le protocole sanitaire relatif au bon usage des masques chirurgicaux. Ainsi, l’utilisation 

irrégulière des masques peut être l’une des raisons responsables du risque infectieux ; cette 

étude a consolidé ce constat. 

Contrairement à nos résultats, Monalisa et al., (2017), ont trouvé que 16% des étudiants d’un 

établissement dentaire privé portent les mêmes masques durant toute la journée. Néanmoins, 

l’endroit où les masques sont jetés ont été semblables à ceux où les étudiants du CUN jetaient 

les leurs. 

La Figure 15 représente le plotellips des résultats de l’enquête menée au Centre Universitaire 

de Nâama durant la période d’étude.  
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Figure 15: Plotellips basé sur l’analyse des correspondances multiples (ACM), illustrant des 

ellipses de confiance autour des modalités de toutes les variables étudiées. 
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II.  Analyses microbiologiques 

Afin de dénombrer les microorganismes présents dans les masques chirurgicaux utilisés par la 

population estudiantine, la méthode de Brun-Buisson et al., (1987), basée sur l’agitation de 

l’échantillon pendant une minute, a révélé la présence de colonies microbiennes sur la surface 

des géloses. La totalité des résultats, relatifs aux différents échantillons, a présenté un nombre 

inférieur ou égale à cinq colonies par boite de Petri (Figure 16).     

Malgrès la pertinence médicale de ces résultats, un nombre inférieur à cinq UFC ne peut être 

considéré pour une évaluation de la charge microbienne (Jean-Louis, 2011). 

                                                                                   

                                              

Figure 16: Résultat du dénombrement selon la méthode de Brun-Buisson et al., (1987) 

 

La nature polypropylène de la couche intermédiaire des masques chirurgicaux est l’un des 

facteurs qui favorise l’adhésion covalente des microorganismes (Tadielo et al., 2022); ceci 

explique en partie le nombre réduit de colonies formées sur la gélose nutritive par la technique 

de Brun-Buisson et al., (1987). De plus, l’agitation de l’échantillon pendant une minute ne 

permet pas le détachement de toutes les formes sessiles (Boucherit-Atmani et al., 2011). 

En parallèle, la technique d’empreinte du Gund et al., (2021) a été utilisée en appliquant la 

couche interne des masques sur la surface de la gélose nutritive. 

Bien que les parties des masques concernées par l’étude ne sont pas les mêmes, la méthode de 

Gund et al., (2021), contrairement à celle de Brun-Buisson et al., (1987), a permis d’obtenir 

une croissance microbienne importante ; le nombre de colonies formées sur la gélose nutritive 

s’est révélé innombrables (Figure 17). 
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Figure 17: Résultat du dénombrement microbien selon la technique d’empreinte. 

 

Outre leur nombre élevé, différentes formes et tailles des colonies ont été observées dans les 

boites de Petri. Ce résultat témoigne de la diversité microbienne retenue par le masque 

chirurgical. 

Par ailleurs, en examinant la partie interne des masques par la microscopie optique (Figure 18),  

des pores de diamètres d’environ 0.086±0.004 mm ont été observés. L’aspect ultra-architectural 

de cette partie laisse à penser que les microorganismes peuvent passer à travers ces pores et 

regagner. Par conséquent, la couche intermédiaire des masques. Celle-ci, conçue en 

polypropylène (Figure 19), empêche l’inhalation des gouttelettes et des aérosols, d’où 

l’adhésion des microorganismes (Donovan et Skotnicki-Grant, 2007). 

De plus, la partie interne des masques chirurgicaux rentre en contact avec certaines parties du 

visage de la personne qui le porte. Nejatidanesh et al., (2013) ont précisé que les zones autour 

du nez, ainsi que le coin interne des yeux sont les plus contaminés que les autres zones du 

visage. Ceci suscite l’intention des personnes lors de l’utilisation de ce type de masques, 

notamment à long termes. 

Il est à signaler que l’étude menée par Gund et al., (2021) a révélé que tous les masques utilisés 

par les dentistes pendant le traitement dentaire présentaient une contamination microbienne de 

leur couches internes ; ce constat confirme l’importance de cette couche. 
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Figure 18: Observation microscopique de la couche interne d'un masque chirurgical  

(Grossissements × 1000). Le crochet désigne le diamètre du port 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 19: Observation microscopique de la couche intermédiaire d'un masque chirurgical 

(Grossissements× 1000). 
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III.    Isolement, purification et conservation 

Sur les treize (13) échantillons, 34 souches bactériennes et 15 souches fongiques, dont trois 

levures et 12 champignons filamenteux ont été isolés. Il ressort une nette dominance des 

souches bactérienne, plus de 69% des particules cellulaire isolées ont été des formes 

bactériennes comme le montre Figure 20. 

Les champignons filamenteux ont occupé le deuxième rang avec un taux d’isolement de 26%. 

Les cellules levuriennes, quant à elles, ont été moins nombreuses ; trois souches seulement ont 

été isolées. 

Dans une étude antérieure, les résultats ont montré que les masques provoquent la rétention 

d’humidité, créant ainsi un microclimat chaud et humide propice pour une croissance idéale de 

divers agents microbiens, tels que les bactéries et les champignons (Jamjoom et al., 2009). 

 

                     

 

Figure 20: Répartition des souches microbiennes isolées à partir des masques chirurgicaux 

usés. 

Bactéries 

68%

Champignions 

26%

Levures 

6%
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IV.  Identification des bactéries  

En s’appuyant sur leur aspect macroscopique et microscopique, les souches pures ont fait l’objet 

d’une première identification.  

Les résultats obtenus ont révélé des morphotypes différents (Annexe II). La taille des colonies 

(petites et grande), leur aspect général (rond, bombé et aplatis) et leur contour régulier ou 

irrégulier ont été pris en considération dans cette partie.  

La coloration de Gram a permis de distinguer des bactéries isolés de formes cocciques et des 

coccobacille Gram négatif. De plus, des coques en amas, des tétrades et bactéries en chainettes 

Gram positif ont été également observés. Des particules de diplocoques Gram positif et Gram 

négatif ont fait leur apparition. Des bacilles sporulés et non sporulés ayant un Gram postif et 

négatif  ont été également observés (Figure 21). 

 

                                   

 
                                                                                                                  

 

 

 

 

 

 

 

Figure 21: Observation microscopique des souches isolées après coloration de Gram 

(Grossissement × 1000) A: Coque en tétrade Gram positif ; B: Bacille Gram positif. 

A 

B 
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Selon les résultats obtenus (Figure 22), la moitié  des bactéries isolées à partir  des masques 

chirurgicaux sont des coques Gram positif. Le reste comprend plus d’un quart de bacilles et 

environ 18% de cocci Gram négatif. En parallèle, un faible taux (2%) pour les bacilles Gram 

positif a été enregistré. 

Figure 22: Répartition des bactéries isolées selon leurs morphologies et la coloration de 

Gram. 

 

 

 

 

 

 

Bacilles Coques Bacilles Coques

Gram + Gram -

2 %

52%

29%

17%
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V.    Identification des levures 

L’examen macroscopique des trois souches levuriennes montre des colonies lisses blanches 

crémeuse. Les trois levures isolées se sont avérées positive au test de blastèse, suite à 

l’apparition d’un tube germinatif après culture (Figure 23). 

 

                                                 

                

 

 

 

 

Figure 23: Examen microscopique du test de blastèse (Grossissement × 1000) 

 

La chlamydosporulation était positive par l’apparition des pseudo-filaments chez les levures. 

Par conséquence, l’ensemble de ces résultats oriente vers l’identification de Candida albicans 

(Jan et al., 2022). 

 

 

 

                      

 

           

 

 

 

Figure 24: Examen microscopique du test de chlamydosporulation (Grossissement × 1000). 

La flèche indique le chlamydospore. 
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L’éspece Candida albicans est responsable des principales pathologies bucco-dentaires 

(Malbos, 2022). De ce fait, son isolement à partir des masques chirurgicaux semble être 

logique.   

VI.    Identification des champignons 

L’identification des champignons filamenteux repose sur leur aspect macroscopique et 

microscopique (Tableau 5). 

Selon les résultats obtenus (Figure 25), quatre champignons filamenteux (34%) appartiennent 

au genre Aspergillus spp.. Il faut rappeler que cette espèce a été isolée des masques chirurgicaux 

portés par les étudiants du CUN.  

Penicillium spp. et Mucor spp. ont partagé le même taux (25%) et, ont occupé le deuxième 

rang. En effet, Luksamijarulkul et al., (2014) et Sachdev et al., (2020) ont documenté 

l’importance de la contamination des masques chirurgicaux, ils ont isolé Aspergillus spp. et 

Penicillum spp. à partir des masques usés utilisés par le staff médical. 

En outre, Curvularia spp. et Alternaria spp. ont été isolés avec un faible taux, estimé à 8%. 

 

 

Figure 25: Répartition des champignons filamenteux isolés du masques chirurgicaux. 

 

Aspergillus spp.

34%

Penicillium spp.

25%

Mucor spp.
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Les résultats de Kappstein, (2020) ont montré que les agents pathogènes du nasopharynex 

s’accumulent excessivement à l’extérieur et à l’intérieur du masque pendant la respiration. Dans 

ce contexte, la présence des champignons filamenteux témoigne, en partie d’une contamination 

par voie aérienne. 

En effet, Bassetti et al., (2020), Lai et al., (2021) et Marr et al., (2021) ont démontré que 

Aspergillus spp. provoque des sur-infections chez les patients atteints de Covid 19 ; ceci peut 

corroborer, en partie, les résultats de cette étude. En fait, deux tiers (2/3) des étudiants inclus 

dans l’enquête ont été victime de Covid 19, tandis que plus de la moitié ont souffère d’allergie 

et d’essoufflement. 

En revanche, le champignon Mucor, isolé également des masques utilisés par les étudiants de 

CUN, est responsable de la mucormycose, une infection rare qui peut atteindre les poumons et 

la peau des patients (Lakhdar et al., 2016 ; Aboulhassane, 2020).  

De plus, les champignons du genre Penicillium spp. peuvent engendrer des manifestations 

clinique sur la santé humaine, P. chrysogenum est considéré comme une  mycète très allergènes 

(Reboux et al., 2019). 

Les espèces de Alternaria spp. sont considérées comme des aéro-allergènes, elles sont 

impliqués dans la survenue des asthmes et des rhinites allergiques (Fung et al., 2000 ; 

Thibaudon et Lachasse, 2006) . Cependant, Curvularia spp., l’un des champignons isolés dans 

cette étude, est responsable des infections cutanées (Gunathilake et al., 2014). 
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Tableau 5: Caractéristiques macroscopiques et microscopique des champignons filamenteux isolés des masques chirurgicaux. 

Références 

 
Aspects macroscopiques  

 
Aspects microscopiques Genre 

 

 

 

BC1 

 

 

 
Colonie plate de 

couleur blanc-grise, 

le verso est brun. 

 

Un thalle végétatif non 

cloisonnée, la 

tête porte de nombreux 

conidiophores porter sur 

des phialides 

les conidies sont lisse 

globuleuse. 

 

 

 

 

Aspergillus spp. 

 

 

 

 

BC21 

 

 

 

 

Colonies laineuse de 

couleur brun foncé, 

le verso est noir. 

 

 

 

 

Les hyphes septés, les 

conides sont 

brunes,cloisonnées 

transversalement. 

 

 

 

Curvularia spp. 

 

 

BC22 

 

Colonie à texture 

laineuse de couleur 

blanc au départ puis  

foncé au brun. le 

verso comme le 

recto. 

 

 

 

Le mycélium est non 

cloisonné avec une  

tête ovoide. 

 

 

 

Mucor spp 

 

 

 

 

BC4 

 
 

 

Colonie duveteuse de 

couleur beige, le 

verso est jaune. 

 

Un mycélium végétatif 

associe à une tete en 

colonne évasée ,les 

conidiphores sont 

incolore. Les conidies 

globuleuse  à petite taille 

 

 

 

Aspergillus spp. 
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BC5 

 

Colonie duveteuse, 

poudreuse de couleur  

jaune au départ  

devient  brun foncé, 

le verso comme le 

recto. 

 

plusieurs branches de 

métules qui, elles, portent 

les phialides. 

Les phialides  présentent 

un aspect de 

bouteilles allongées, Les 

conidies sont rondes . 

 

 

 

Penicillium spp. 

 

 

 

BC61 

 

 

La colonie est 

duveteuse  à laineuse  

de couleur blanc-gris 

dans leur l’extrémité, 

devient rapidement  

brune à noire foncé 

au centre 

le verso  comme Le 

recto.  

      Hyphes septés ,  

les conidies sont de 

couleur brune d’aspect 

ovoide ; arrondie dans la 

partie basale et allongée 

dans l’extrémité apicale . 

avec des cloisons 

transversale. 

 

 

 

Alternaria spp. 

 

 

 

BC62 

 

 

Colonie duveteuse, 

poudreuse  de 

couleur blanche à 

l’extrémité et orange 

au centre, le revers 

est orange   

 

Les hyphes sont septés 

portent des conidiophores 

ramifiés 

Les phialides sont 

disposées sur les 

conidiophores a partir des 

métules avec des conidies 

rondes à ovoides lisse. 

 

 

 

Penicillium spp. 

 

 

 

BC71 

 

 

 

Colonies poudreuse 

blanche, le revers de 

couleur  jaune pale. 

 

Les conidiophores sont 

lisse incolore, la présence 

d’une vésicule globuleuse 

et une tete radiée 

Les phialides sont portent 

sur des métules. 

 

 

 

Aspergillus spp. 
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BC72 

 

 

 

Un mycéluim aérien 

cotoneuse de couleur 

blanche, le verso est 

jaune. 

   

 

 

Filaments large non 

septés, sporocystes sont 

globuleux, contient un 

nombre important des 

spores rondes et lisses 

(état d’éclatement du 

sporange). 

 

 

 

Mucor spp. 

 

 

 

BC8 

 

Colonies d’aspect 

laineuse avec une 

couleur blanche au 

départ puis foncé 

rapidement au gris- 

brun. Le verso brun 

au centre et gris à 

l’extrémité. 

  

 

 

 

Filaments non septés, 

avec une tete globuleuse. 

 

 

 

Mucor spp. 

 

 

 

BC91 

 

Colonie duveteuse, 

poudreuse avec une 

prédominance de la 

couleur blanche, 

Bien qu'il y ait des 

tâches verts au centre 

Le revers est jaune-

orange. 

 
 

 

Hyphes septés portent des 

conidiophores  ramifiés 

donne l’aspect pinceaux , 

les conidies disposées en 

chaines 

 

 

 

Penicillium spp. 

 

 

 

BC92 

 

Colonies duveteuse à 

poudreuse de  

couleur blanche à 

l’extrémité puis varie  

vert – jaune 

Le verso est jaune. 

 

 

 

Conidiophores incolore, 

la présence d’un vésicule 

sphérique . 

 

 

 

Aspergillus spp. 
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VII.  Formation de biofilm In Vitro  

La formation des biofilms est considérée comme étant un facteur de risque infectieux 

(Costerton, 1999), la croissance de ces structures à la surface du matériel médical a été 

rapportée dans la littérature (Johani et al., 2018 ; Kord et al., 2018). Il est donc essentiel de 

savoir si les souches isolées étaient capables de former les biofilms.  

La méthode utilisée pour l’évaluation du potentiel de formation des biofilms a permis la 

révélation de ce pouvoir chez toutes les souches bactériennes. D’après, les résultats de Aye, 

(2015) et Lozano et al., (2022), la technique des microplaques conserve sa place privilégiée 

pour le dépistage de la formation du biofilm In Vitro.  

Parmi trente-quatre (34) bactéries isolées, les résultats obtenus ont révélé dix souches (29.41%) 

avec un fort potentiel de formation des biofilms ; alors que, plus de la moitié (55.88%) d’entre 

elles ont présenté un potentiel modéré. Cependant, seulement cinq isolats (14.7%) souches ont 

été classées faiblement biofilmogènes.  

La formation des biofilms est, effectivement, un caractère intrinsèque chez de nombreuses 

espèces bactériennes (Donlan et Costerton, 2002). Cependant, ce potentiel peut changer au 

sein d’une même espèce selon son environnement (Seddiki, 2021).   

D’autre part, les résultats de cette étude ont révélé trois souches de Candida albicans bonnes 

formatrices de biofilm. En effet, cette espèce forme facilement le biofilm sur des matériaux en 

polypropylène (Wang et al., 2021). Étant donné que le genre Candida a été classé parmi les 

dix groupes de microorganismes potentiellement pathogènes pour l’homme (Baghad et al., 

2021) ; cette levure peut présenter un risque infectieux suite à l’utilisation prolongée des 

masques chirurgicaux contaminés. 

Luksamijarulkul et al., (2014) et Zhiqing et al., (2018) ont mentionné que le microclimat 

chaud et humide crée suite à l’utilisation des masques chirurgicaux favorise l'accumulation des 

micro-organismes. De plus, Tadielo et al., en 2022, ont enregistré des résultats évoquant une 

synergie entre les cellules sessiles de bacilles Gram positif et Gram négatif sur des surfaces en 

polypropylène, le constituant de la couche interne des masques chirurgicaux. 
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En outre, malgré que les masques chirurgicaux témoins aient été traités au moyen de l’oxyde 

d’éthylène, 5/7 d’entre eux se sont révélés non stériles. En fait, cinq souches bactériennes, 

quatre champignons filamenteux et une levure ont été isolés à partir de ces dispositifs médicaux, 

censés être stériles.  

Selon ces résultats, la majorité des souches bactériennes et de champignons isolés possèdent 

ont le pouvoir de la sporulation. Cette fréquence élevée dans de tels masques chirurgicaux, 

destinés à être utilisés en milieu hospitalier, pourrait être attribuée, selon Gerding et al., (2008), 

à la résistance de leurs spores au processus de désinfection et de stérilisation.    

                                                                                      

                                

       

 

                                                                

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 26: Aspect microscopique des souches isolées du masque témoin 

 A: Levure; B: Bactérie Gram positif; C: Champignons filamenteux (Aspergillus spp).                                                   

A 

C 

B 
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VIII.   Identification biochimique  

Puisque la formation des biofilms est un facteur de risque infectieux en soit (Costerton, 1999) 

l’identification des souches fortement formatrices de biofilms a été complétée par d’autres tests. 

La technique chromogénique (Figure 27), ainsi que les tests de coagulase, de catalase et 

d’oxydase ont révélé des bactéries qui appartiennent aux Entérobactéries, Staphylocoques et 

Pseudomonas (Annexe III)   Les résultats des différents tests biochimiques sont présentés dans 

le Tableau 6. 

                         

 

Figure 27: Aspect macroscopique des colonies sur le milieu chromagar 

A : Staphylococcus aureus ; B : Pseudomonas spp. 
                      

La majorité des coccis Gram positif, isolées sur le milieu Chapman, ont présenté la capacité de 

coaguler le plasma humain. Les bactéries capables de convertir le fibrinogène en fibrine sont 

coagulase positifs, dont l’espèce Staphylococcus aureus est l’une d’elles (Denis et al., 2011).  

                                              

 

 

 

 

 

 

Figure 28: Test positif de coagulase  chez Staphylococcus aureus. 

A B 



Chapitre IV                                                                     Résultats & Discussion 

  
52 

Selon le Tableau 6, les résultats ont dévoilé une catalase positive chez toutes les souches 

fortement formatrices de biofilms. Par ailleurs, la quasi-totalité d’entre elles (9/10), a présenté 

une oxydase négative ; cette enzyme a été néanmoins, mise en évidence chez la souche B102. 

Tableau 6: Résultats des différents tests biochimiques chez les souches fortement formatrices 

de biofilms. 

 

 

Les souches suscitées (Tableau 6) ont été soumises à l’identification en utilisent les galeries   

API 20E et ID32 STAPH. 

La mise en évidence des principaux caractères biochimiques des souches se traduit par un virage 

de couleur des cupules ou suite à l’ajout de réactif qui reflète la positivité ou la négativité des 

tests (Figure 29).  

 

 

 

Références Aspect Chromogénique Oxydase Catalase Coagulase 

B12 Bleu métallique Négatif Positif / 

B41 Bleu métallique Négatif Positif / 

B62 Vert Négatif Positif / 

B102 Vert Positif Positif / 

B23 Crème, colonies très petites Négatif Positif Négatif 

B15 Jaune doré, opaque, petit Négatif Positif Positif 

B42 Jaune doré, opaque, petit Négatif Positif Positif 

B53 Jaune doré, opaque, petit Négatif Positif Positif 

B63 Jaune doré, opaque, petit Négatif Positif Positif 
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Les résultats détaillés de l’identification biochimiques sont rassemblés dans (Annexe IV et 

Annexe V). 

 

Pseudomonas aeruginosa (Biotype : 2202000) 

 

Staphylococcus epidermidis (Biotype : 767030210) 

 

Figure 29: Résultats de la galerie API 20E et ID32 STAPH des souches 

 Pseudomonas aeruginosa et Staphylococcus epidermidis respectivement. 

 

Les résultats obtenus ont révélé une prédominance des souches du genre Staphylococcus. Cette 

bactérie représente, en fait, la moitié des souches isolées fortement biofilmogènes. Quatre 

souches de Staphylococcus aureus et une seule Staphylococcus epidermidis ont pu être 

identifiées. 

Selon le Tableau 8, Pseudomonas spp. a été représenté par deux espèces,  P. aeruginosa et 

Pseudomonas fluorescens. Concernant l’espèce Serratia plymuthica, deux souches sont 

identifiées (B12 et B41). En revanche, une seule souche représentative de l’espèce Proteus 

vulgaris a été identifiée grâce à la galerie API 20E. 
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Tableau 7: Identification des souches fortement formatrices des biofilms. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

En accord avec les résultats de Idrees et al., (2021), Semai et al., (2021) et Zammuto et al., 

(2022) qui ont montré que Staphylococcus aureus, Serratia plymuthica, Pseudomonas 

aeruginosa et Proteus vulgaris présentent tous la capacité à former les biofilms sur différentes 

surfaces ; la présente étude a révélé l’identité de ces mêmes espèces bactériennes. Ces dernières 

étaient en effet de bonnes formatrices des biofilms. 

Conformément à nos résultats, d’autres études ont rapporté une contamination des masques 

chirurgicaux par une diversité d’agents pathogènes où elles stipulent leur appartenance aux 

genres Staphylococcus, Pseudomonas et Candida (Luksamijarulkul et al., 2014 ; Monalisa 

et al., 2017).  

Reśliński  et al., (2011), ont constaté que Staphylococcus aureus est considéré comme étant 

une souche fortement formatrice de biofilm sur un implant médical en polypropylène. Cette 

structure microbienne est capable de causer des infections aiguës et chroniques (Liesse 

Lyamba, 2012). 

Par ailleurs, l'Institut Pasteur de Paris a indiqué que certains Staphylocoques produisent des 

toxines telle que l'exfoliatine, ce qui peut causer de sérieuses pathologies. 

 

Références Espèces 

B15 

Staphylococcus aureus 
B42 

B53 

B63 

B23 Staphylococcus epidermidis 

B12 
Serratia plymuthica 

B41 

B31 Proteus vulgaris 

B62 Pseudomonas aeruginosa 

B102 Pseudomonas fluorescens 
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Les résultats de Benslimani et Meieddine, (2012) et Amrouni et al., (2014) ont révélé que 

Pseudomonas spp. se classe parmi les trois agents pathogènes les plus incriminés dans les 

infections liée aux soins en Algérie. Ces bactéries provoquent également des infections 

chroniques en raison de leur capacité biofilmogènes et, par conséquent la résistance aux 

traitements antibiotiques (Taylor et al., 2014). 

 

IX.  Sensibilité aux antibiotiques  

L’évaluation de la sensibilité aux antibiotiques des souches fortement formatrices de biofilm a 

été réalisée via la mesure des diamètres des zones d’inhibition selon les recommandations 

EUCAST (2020). La Figure 30 montre les niveaux variables de résistance et/ou de sensibilité 

des souches isolées. Les résultats en détails sont regroupés dans Annexe VI.  

 

 ; 

Figure 30: Taux de souches susceptibles aux antibiotiques. 
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Selon les résultats obtenus, toutes les souches bactériennes ont présenté une sensibilité vis-à-

vis de la Gentamicine (aminosides) ; 100% des souches testées se sont avérées sensibles. 

Un résultat identique a été enregistré vis-à-vis de l’Ampicilline et de l’Amoxicilline / Acide 

clavulanique chez Pseudomonas aeruginosa, Proteus vulgaris, Staphylococcus epidermidis, et 

Staphylococcus aureus. Les mêmes constations ont été soulignées pour les deux souches de 

l’espèce Serratia plymuthica, où elles présentaient une sensibilité aux antibiotiques testées 

(Figure 31). 

Une exception a été enregistrée pour Pseudomonas fluorescens ; cette espèce présentait un 

intervalle indéterminé pour l’Amoxicilline / Acide clavulanique.  

                                                                           

 

 

Figure 31: Résultats de l’antibiogramme chez les souches  

A : Staphylococcus epidermidis ; B : Serratia plymuthica. 

 

De plus, P. aeruginosa, P. fluorescens et Proteus vulgaris  ont exprimé une résistance marquée 

v i s - à - v i s  de la Cefazolin. 

Et ce qui concerne la Vancomycine, nous avons remarqué des zones d’inhibitions avec un 

diamètre entre 10 à 22 mm. Cet intervalle est qualifié indéterminés par EUCAST, (2020). 

Cependant S. aureus et S. epidermidis ont enregistré une sensibilité.  

 

A 

B 

B 
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Les résultats de sensibilité à la Gentamicine, obtenus dans cette étude, semblent être en accord 

avec ceux de Elhamzaoui et al., (2009), Hamidechi et Meziani, (2011) et  De Ouagadougou, 

(2012). Ceci suggère le manque de l’acquisition d’un mécanisme de résistance qui soit exprimé 

In Vitro (El haimer, 2019).  

A contrario, Abassor, (2021) a démontré tout de même que P. aeruginosa présente une 

résistance à la Gentamicine. Ceci peut être expliquer, selon Mérens et al., (2011), par la 

production d’enzymes empêchant les molécules d’aminosides de se fixer sur le ribosome et ce, 

suite à la modification de ses fonctions - NH2 ou –OH.  

Les résultats de cette étude corroborent avec à ceux de Balasoiu et al., (2014) et Pirvanescu 

et al., (2014) qui ont signalé la résistance de P. aeruginosa et P. fluorescens à l’Ampicilline et 

Amoxicilline/Acide clavulanique.  

Concernant les glycopeptides, Gross, (2001) a discuté l’effet probant de la Vancomycine face 

aux infections à S. aureus. En contrepartie, les résultats de Rebiahi et al., (2012) ont révélé la 

résistance de  S. aureus à la Vancomycine ; leur utilisation systémique a conduit probablement 

à une diminution de leur sensibilité aux glycopeptides. En fait, la Vancomycine est un 

antibiotique de réserve, utilisés exclusivement en milieu hospitalier en France (Acquier et al., 

2022). 
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De nos jours, le risque d’infection implique non seulement les personnes immunodéprimées ou 

alors ceux qui souffrent de pathologies diverses, il peut atteindre celles qui utilisent des masques 

chirurgicaux de façon prolongée et répétée pendant la pandémie Covid-19. 

L’enquête réalisée au niveau du centre universitaire de Nâama a révélé que les étudiants, dans 

l’ensemble, ne respectaient pas les consignes sanitaires relatives au bon usage des masques 

chirurgicaux. La majorité d’entre eux souffraient d’allergies relatives à l’utilisation de ces 

dispositifs, notamment pendant une période qui dépasse une semaine.  

Cette utilisation indisciplinée n’affecte pas uniquement les utilisateurs, mais a un impact négatif 

qui peut provoquer des effets indésirables sur l’environnement. L'étude a montré que la plupart 

des participants se débarrassaient de leurs masques dans des endroits indéterminés. 

A travers notre étude, nous avons pu dénombrer, isoler, identifier et évaluer la formation des 

biofilms. De plus, la susceptibilité des souches a été testée vis-à-vis des antibiotiques 

fréquemment utilisées dans les services hospitaliers de Naâma. 

Globalement, la couche intérieure des masques chirurgicaux utilisés, incluses dans cette étude, 

ont été contaminé par une charge microbienne innombrable. En revanche, la technique de 

Brun-Buisson et al., (1987), utilisée pour l’évaluation de la couche intermédiaire, conçu de 

polypropylène, n’a pas révélé le nombre réel quant au dénombrement microbien.  

Cependant, la majeure partie des souches bactériennes isolées appartenait aux coques Gram 

positif. En plus, des souches fongiques telles les Aspergillus spp. et Candida albicans, ont été 

isolées. 

Par ailleurs, Staphylococcus aureus, Staphylococcus epidermidis, Pseudomonas aeruginosa, 

Pseudomonas fluorescens, Serratia plymuthica et Proteus vulgaris ont été les espèces fortement 

formatrices des biofilms. Ces bactéries ont présenté une résistance à l'Ampicilline et 

l’Amoxicilline/Acide clavulanique (80%). Elles ont présenté une sensibilité totale à la 

gentamicine (100%), ceci dit que cet agent antibiotique doit être conservé pour les traitements 

des infections sévères. 

En guise de conclusion, cette étude qui se veut pionnière en Algérie, cadre la problématique du 

risque infectieux induit par l’utilisation répétée et prolongée des mêmes masques chirurgicaux. 
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Ce n’est qu’une contribution à l’étude de la contamination microbiologique de ces masques, 

elle doit être complétée par des études futures.  De ce fait, il serait intéressant de compléter ce 

travail :  

 En utilisant la méthode de Gund et al., (2021), pour la partie intermédiaire 

des masques, 

 En combinant la sonication à la technique de Brun-Buisson et al., (1987) afin 

de détacher les formes sessiles.  

Il serait également intéressant de ; 

 Déterminer les gènes de résistances des souches isolées et déduire le niveau 

de pathogénie des souches. 

 Etudier l’impact du rejet des masques dans l’environnement.  

  Mener une étude similaire sur le port du masque dans les établissements de 

soin, chez les dentistes par exemple.
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  Annexe I : Un questionnaire sur le port des masques chirurgicaux 
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Annexe II : Aspects macroscopiques  et microscopique des colonies isolées. 

 

Références  

Milieu de 

culture 

Aspect macroscopique Aspect microscopique 

Forme Coloration 

de Gram 

B11 Gélose nutritif Petites taille de couleur blanc Coccobacille Gram - 

B12 Gélose nutritif Moyenne, de forme convexe, 

pigment en  rouge 

Bâtonnets Gram - 

B13 Mac conkey Moyenne, bombé, muqueuse de 

couleur rose  

Bâtonnets  arrondie Gram - 

B14 Mac conkey Moyenne, sèche et en forme de 

beignet, rose  

Bâtonnets allongés Gram - 

B15 Chapman Petites, un grand halo jaune autour 

des colonies (mannitol+), crémeuses  

Coques en amas 

(grappes de raisin) 

Gram + 

B21 Gélose au sang Petites, un halo claire autour des 

colonies (β hémolytique) 

Coques en 

chaînettes 

Gram + 

B22 Gélose au sang Petites, verdâtre, visqueuse Diplocoque Gram - 

B23 Chapman Petites, rose (mannitol -), crémeuses Diplocoque Gram + 

B24 Gélose nutritif Moyenne, rondes, à bord réguler, 

jaune avec aspect opaque  

Coques en tétrades Gram + 

B31 Mac conkey Moyenne, sèche et en forme de 

beignet, rose  

bâtonnets allongés Gram - 

B32 Gélose nutritif Petites, verts, crémeuses, plates  Bacille Gram - 

B33 Gélose nutritif Moyenne, rondes, à bord réguler, 

jaune avec aspect opaque  

Coques en tétrades Gram + 

B41 Gélose nutritif Moyenne, de forme convexe, 

pigment en rouge 

Bacille Gram - 

B42 Chapman Petites, un grand halo jaune autour 

des colonies (mannitol+), crémeuses  

Coque en amas 

(grappes de raisin) 

Gram + 

B51 Gélose au sang Grandes de couleur gris- blanc, lisse  Coques en amas 

(grappes de raisin) 

Gram + 

B52 Gélose nutritif Petites, crémeuse, blanc, plates  Coques isolés Gram - 
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B53 Chapman Petites, un grand halo jaune autour 

des colonies (mannitol+), crémeuses  

Coques en amas 

(grappes de raisin) 

Gram + 

B61 Gélose nutritif Petites, crémeuse, blanc, plates  Coques isolés Gram - 

B62 Gélose nutritif Petites, verts, crémeuses, plates  Bacille Gram - 

B63 Chapman Petites, un grand halo jaune autour 

des colonies (mannitol+), crémeuses  

Coques en amas 

(grappes de raisin) 

Gram + 

B71 Gélose nutritif Petites taille de couleur blanc  Coccobacille Gram - 

B72 Gélose nutritif Moyenne, de forme convexe, 

pigment en rouge 

Bacille Gram - 

B81 Gélose nutritif Grandes, irrégulière avec des bords 

ondulés, texture mate, blanc  

Bacilles, extrémité 

carrée avec des 

spores  

Gram + 

B82 Gélose nutritif Moyenne, rondes, à bord réguler, 

jaune avec aspect opaque  

Coques en tétrades Gram + 

B91 Gélose au sang Petites, un halo verdâtre autour des 

colonies (α hémolytique)  

Coques en 

chaînettes 

Gram + 

B92 Gélose au sang Grandes de couleur gris- blanc, lisse  Coques en amas 

(grappes de raisin 

Gram + 

B101 Gélose au sang Petites, un halo verdâtre autour des 

colonies (α hémolytique) 

Coques en 

chaînettes 

Gram + 

B102 Gélose nutritif Petites, verts, crémeuses, plates  Bacille Gram - 

B111 Chapman Petites, rose (mannitol -), crémeuses Diplocoque Gram + 

B112 Chapman Petites, rose (mannitol -), crémeuses Diplocoque Gram + 

B121 Gélose nutritif Petites taille de couleur blanc  Coccobacille Gram - 

B122 Chapman Petites, rose (mannitol -), crémeuses  Diplocoque Gram + 

B123 Chapman Petites, rose (mannitol -), crémeuses  Diplocoque Gram + 

B13 Chapman Petites, un grand halo jaune autour 

des colonies (mannitol+), crémeuses  

Coques en amas Gram + 
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Annexe III : Lecture du test chromogénique. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Microorganismes 

 

Apparence des colonies typiques 

Gram (-) 

E. coli 

 

Rose foncé à rougeâtre 

Klebsiella,  Enterobacter, Citrobacter, 

Serratia 

 

Bleu métallique (+/- halo rougeâtre) 

 

Proteus, Morganella, Providencia 

Halo marron 

 

Proteus vulgaris 

Bleu avec halo marron 

 

Pseudomonas 

Translucide (+/- pigmentation 

naturelle couleur crème à vert) 

 

Acinetobacter 

Crème 

 

Stenotrophomonas 

Incolore 

Gram (+) 

S.agalactiae 

 

Bleu clair 

Enterococcus 

 

Bleu turquoise 

S. aureus 

 

Jaune doré, opaque, petit 

S. epidermidis 

 

Crème, colonies très petites 

S. saprophyticus 

 

Rose, opaque, petit 
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Annexe IV : Résultats du test par la galerie API20E. 
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B3 - + - - + - - - - - + - - - - - - - - - - 2202000 Pseudomonas aeruginosa 

B6 - - - - - + + + + - + + - - - - + - + - - 0476021 Proteus vulgaris 

B1 + - - - - - - - - + + + + + + - + + + + - 1007763 Serratia plymuthica 

B10 - + - - + - - - - + + - - - - - - + - + + 2203046 Pseudomonas fluorescens 

B4 + - - - - - - - - + + + + + + - + + + + - 1007763 Serratia plymuthica 
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Annexe V: Résultats du test par la galerie ID32 STAPH. 
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B2 + + - - + + + + + + + - + + - - + + - + + + - - - - 367336610 Staphylococcus aureus 

B1 + + - - + + + + + + + - + + - - + + - + + + - - - - 367336610 Staphylococcus aureus 

B4 + + - - + + + + + + + - + + - - + + - + + + - - - - 367336610 Staphylococcus aureus 

B5 + + - - + + + + + + + - + + - - + + - + + + - - - - 367336610 Staphylococcus aureus 

B6 + + + - + + + + + - - - + + - - - - - + - + - - - - 767030210 Staphylococcus epidermidis 
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 Annexe VI: Diamètre d'inhibition (mm) du test d’antibiogramme vis-à-vis des souches testées. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                           Résistance                   Sensible            Intermédiaire

                ATB  

               (µg/ml)                                                   

 

Références 

 

 

Gentamicine 

 

 

Ampicilline 

 

 

Amoxicilline / Acide 

clavulanique 

 

 

Vancomycine 

 

 

Cefazolin 

B41 24±2.0 17.5±1.0 13.5±1.0 / 30±2.0 

B12 21.5±1.0 17.5±1.0 12.5±1.0 / 30.5±3.0 

B62 22±2.0 0 0 / 19±2.0 

B10 20±2.0 9.5±1.0 / / 16.5±1.0 

B31 21.5±1.0 0 0 / 0 

B23 27.5±1.0 0 0 16.5±1.0 16.5±1.0 

B15 27±0.0 8±0.0 0 20±0.0 17±0.0 

B42 28±0.0 9±0.0 0 19±0.0 16±0.0 

B53 29±0.0 9±0.0 0 18±0.0 16±0.0 

B63 27±0.0 10±0.0 0 20±0.0 17±0.0 



 

  

 


