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Introduction

Les biofilms bactériens représentent une forme sophistiquée d’adaptation microbienne aux
conditions environnementales défavorables. Ces structures sont constituées de communauteés de
cellules bactériennes enchassées dans une matrice extracellulaire de polymeres, leur conférant une
résistance accrue aux agents antimicrobiens et aux stress physiques (Costerton et al., 1999). Ce
phénomeéne constitue une problématique majeure aussi bien dans le domaine médical que dans le
secteur agroalimentaire, notamment en raison de sa contribution a la persistance des infections
nosocomiales et a la contamination des surfaces de transformation alimentaire (Donlan &

Costerton, 2002a).

Parmi les bactéries les plus fréquemment impliquées dans la formation de biofilms, on
retrouve les genres Staphylococcus et Enterobacter. Ces deux genres sont d'une grande importance
en microbiologie médicale et alimentaire. Staphylococcus spp., notamment S. aureus, est largement
reconnu pour sa capacité a former des biofilms sur les dispositifs médicaux et a causer des
infections nosocomiales persistantes (Otto, 2018). De son c6té, Enterobacter spp. est capable de
former des biofilms sur des surfaces alimentaires, contribuant ainsi a la persistance de pathogénes
dans les chaines de production alimentaire et & des cas de toxi-infections d’origine alimentaire
(Capita et al., 2020; Kim et al., 2006).

La capacité de ces micro-organismes a former un biofilm peut varier en fonction de
nombreux facteurs, notamment la température, le temps d'incubation, le type de surface, et les
conditions nutritionnelles du milieu. Plusieurs études ont montré que la température d’incubation
ainsi que la durée de contact avec le support jouent un rdle clé dans le processus d’adhésion
bactérienne et le développement du biofilm (Nyenje et al., 2013a). Ces paramétres peuvent non

seulement influencer la densité du biofilm, mais aussi son architecture et sa virulence potentielle.

Dans cette étude, nous avons cherché a évaluer I’effet de deux températures d’incubation (25
°C et 37 °C) ainsi que deux durées (24 h et 48 h) sur la capacité de formation de biofilms chez des
souches de Staphylococcus et Enterobacter isolées a partir d’échantillons d’origine alimentaire et
hospitaliére. Pour ce faire, nous avons eu recours & deux methodes de détection couramment

utilisées dans la caractérisation des biofilms : le test en microplaque (microtiter plate assay) pour
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une&h\ification spectrophotométrique, et le milieu rouge Congo (Congo Red Agar), qui permet

une différenciation phénotypique des souches productrices de biofilm.

Ce travail s’inscrit dans le cadre d’un projet de recherche appliquée visant a mieux
comprendre I’influence de certains parameétres environnementaux sur la virulence et la persistance
des agents pathogénes dans divers contextes. Les résultats attendus pourraient contribuer a
améliorer les stratégies de prévention et de contr6le des contaminations en milieu hospitalier et

dans I’industrie alimentaire, ou la gestion des biofilms constitue un enjeu crucial.
Problématique

Malgré les nombreuses études consacrées aux biofilms bactériens, les conditions spécifiques
qui favorisent leur formation chez différentes espéces et dans divers milieux restent encore mal

élucidees. Cela souléve la question suivante :

Comment les variations de température et de durée d'incubation influencent-elles la capacité
de formation de biofilms chez les souches de Staphylococcus et Enterobacter isolées des milieux

alimentaires et hospitaliers ?



Premiere partie : Synthese
bibliographique
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Chapitre 1

Chapitre 1 : Biofilm

1. Historique :

Le concept de biofilms n’est pas nouveau, mais la compréhension scientifique de leur
structure et de leur fonction a considérablement évoluée au cours du siécle dernier. Les premiéres
observations d’agrégats microbiens sur des surfaces ont été faites a la fin du XVlle siecle par
Antonie van Leeuwenhoek, qui utilisait des microscopes primitifs pour décrire des « animalcules
» adhérant a la plaque dentaire. Cependant, ces observations étaient en grande partie anecdotiques

et n’ont pas été poursuivies de maniére systématique avant le XXe siecle.(Costerton et al., 1995).

La reconnaissance scientifique moderne des biofilms a commencé a se concrétiser dans les
années 1970, avec les travaux pionniers de J. William Costerton, qui a introduit le concept de
communautés microbiennes sessiles enfermées dans des substances polymériques extracellulaires.
Son article de 1978, rédigé avec ses collégues dans la revue Science , a marqué un tournant en
établissant que les bactéries adherent préférentiellement aux surfaces et forment des communautés

organisées, enfermées dans une matrice. (Costerton et al., 1987).

Au cours des années 1980 et 1990, les avancées en microscopie—en particulier la
microscopie confocale & balayage laser (CLSM) ont permis une visualisation détaillée de
I’architecture des biofilms et ont confirmé leur complexité. Cette période a également vu le
développement de modeles in vitro et de méthodes quantitatives pour étudier les biofilms dans des

conditions contrélées. (Donlan, 2002).

Au début des années 2000, la recherche sur les biofilms était devenue une pierre angulaire
de la microbiologie, avec des implications en médecine, dans 1’industrie et en science de
I’environnement. Les biofilms étaient de plus en plus reconnus comme un facteur majeur dans les
infections chroniques, la résistance aux antibiotiques et les processus d’encrassement biologique.
Aujourd’hui, les études sur les biofilms intégrent les technologies génomiques, protéomiques et
d’imagerie pour élucider leurs mécanismes moléculaires et développer des stratégies de controle

ciblées. (Hall-Stoodley et al., 2004).
2. Definition

Un biofilm est une communauté structurée et dynamique de micro-organismes qui
s’attachent a des surfaces biotiques ou abiotiques et deviennent enfermés dans une matrice auto-

3
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produite de substances polymériques extracellulaires (EPS), principalement composée de
polysaccharides, de protéines, de lipides et d’ADN extracellulaire. (Flemming et al., 2016). Cette
matrice ne se contente pas de maintenir les cellules ensemble, elle les protege également contre les
stress environnementaux, y compris les antibiotiques et les défenses immunitaires de I’hote.
(Donlan & Costerton, 2002b). Comparées aux bactéries planctoniques (flottant librement), les
cellules au sein d’un biofilm présentent une expression génétique et des caracteristiques
phénotypiques modifiées, ce qui entraine une résistance accrue et une capacité de survie renforcee.
(Hall-Stoodley et al., 2004). Le développement d’un biofilm progresse généralement a travers
plusieurs étapes : 1’attachement initial, la formation de microcolonies, la maturation en une
structure tridimensionnelle complexe, puis le détachement ou la dispersion éventuelle. (Vani et al.,

2023).
3. Formation de biofilm

La formation de biofilm est un processus complexe et en plusieurs étapes qui permet aux
micro-organismes de passer d’un état libre (planctonique) a des communautés structurées fixées a
une surface. Cette transformation améliore la survie microbienne face a divers stress
environnementaux et contribue a leur persistance dans des environnements variés, notamment

médicaux, industriels et naturels.
3.1. Attachement réversible

La premiere étape implique 1’adhésion transitoire des micro-organismes planctonigques a une
surface. Cet attachement réversible est médié par des interactions physico-chimiques faibles, telles
que les forces de van der Waals, les interactions électrostatiques et les effets hydrophobes. Des
appendices microbiens comme les flagelles, pili et fimbriae facilitent ce processus en surmontant
les forces répulsives et en favorisant un contact étroit avec la surface. A ce stade, les cellules
peuvent facilement se détacher et revenir a 1’état planctonique si les conditions sont défavorables.
(Donlan, 2002).

3.2. Attachement irréversible et formation de microcolonies

Lorsque les conditions sont favorables, 1’attachement devient irréversible. Les micro-
organismes commencent a produire des substances polymeriques extracellulaires (EPS), qui les

ancrent solidement a la surface et les uns aux autres, formant des microcolonies. Les EPS,
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composées de polysaccharides, de protéines, de lipides et d’ADN extracellulaire, assurent la
stabilité structurelle et facilitent la rétention des nutriments ainsi que 1’¢élimination des déchets au
sein du biofilm en développement. (Flemming & Wingender, 2010). Le quorum sensing, un
mécanisme de communication intercellulaire, joue un role crucial dans la régulation de I’expression

génétique liée a la production d’EPS et a la maturation du biofilm. (Miller & Bassler, 2001).

3.3. Maturation

A mesure que les microcolonies se développent, le biofilm marit pour former une structure
tridimensionnelle complexe. Des canaux et des pores se développent au sein de la matrice EPS,
permettant la distribution des nutriments et 1’élimination des déchets. Le biofilm présente une
hétérogénéité spatiale, avec des gradients d’oxygene et de nutriments conduisant a des
communautés microbiennes différenciées. Cette phase de maturation renforce la résistance du

biofilm aux agents antimicrobiens et aux stress environnementaux. (Hall-Stoodley et al., 2004).

3.4. Dispersion

Dans la phase finale, les cellules se dispersent a partir du biofilm mature pour coloniser de
nouveaux niches. La dispersion peut étre déclenchée par divers facteurs, notamment 1’épuisement
des nutriments, I’accumulation de déchets et les changements des conditions environnementales.
La dégradation enzymatique de la matrice EPS et I’expression des génes liés a la motilité facilitent
le détachement des cellules du biofilm. Cette dispersion est essentielle a la propagation des
infections associées aux biofilms et a ’encrassement biologique dans les systémes industriels.

(Kaplan, 2010).

Figure 1 : Les etapes de formation du biofilm(Rather et al., 2021).
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4. Morphologie du biofilm

La morphologie d’un biofilm est trés dynamique et dépend de divers facteurs, notamment les
especes microbiennes, les propriétés de la surface, les conditions environnementales et la
disponibilité des nutriments. Les biofilms matures présentent généralement une structure
tridimensionnelle hétérogéne, composée de microcolonies séparées par des canaux d’eau qui
facilitent les échanges de nutriments et de déchets. (Hall-Stoodley et al., 2004). Ces caractéristiques
structurelles ne sont pas distribuées de maniere aléatoire ; elles résultent plutdt d’une croissance
microbienne coordonnée et de la production de substances polymériques extracellulaires (EPS),

qui agissent comme un échafaudage soutenant 1’architecture du biofilm. (Flemming & Wingender,

2010).

Les biofilms peuvent adopter diverses formes morphologiques telles que des couches plates,
des structures en forme de champignon et des formations en forme de tour, en fonction de la
dynamique d’écoulement et des irrégularités de la surface. (Stoodley et al., 2002). La microscopie
électronique a balayage (MEB) et la microscopie confocale a balayage laser (CLSM) ont révélé
que les biofilms sont composés d’agrégats denses de cellules bactériennes enchassées dans une
matrice qui offre une protection contre les stress externes, notamment les antibiotiques et les forces

de cisaillement. (Lawrence et al., 1991).

De plus, la matrice du biofilm contribue a la différenciation spatiale au sein de la
communauté, conduisant a une héterogénéité physiologique entre les cellules, méme au sein de la
méme microcolonie. Cette hétérogénéité est essentielle a la résilience du biofilm et & sa capacité

d’adaptation aux conditions environnementales changeantes. (Stewart et Franklin, 2008).

5. Caractéristiques du biofilm

Les biofilms sont des communautés microbiennes complexes caractérisées par plusieurs
traits distinctifs qui les différencient des bactéries planctoniques (libres). L’un des traits les plus
remarquables est la présence d’une matrice de substances polymériques extracellulaires (EPS), qui
entoure et protéege les cellules bactériennes. Cette matrice, principalement composée de
polysaccharides, de protéines, de lipides et d’ADN extracellulaire, contribue a 1’intégrité
structurelle du biofilm et constitue une barriére contre les agents antimicrobiens et les réponses

immunitaires de 1’hote. (Flemming et Wingender, 2010).
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Un autre trait clé est I’hétérogénéité spatiale et physiologique au sein du biofilm. Les cellules
situées dans différentes régions du biofilm présentent des niveaux variables d’activité métabolique,
d’expression génétique et de réponses au stress en raison de gradients en nutriments, en oxygene
et en produits de déchets. Cette hétérogénéité renforce la résilience et 1’adaptabilité des biofilms

dans des environnements hostiles. (Stewart et Franklin, 2008).

La communication intercellulaire, notamment via le quorum sensing, est essentielle au
développement et au maintien du biofilm. Cette communication permet aux bactéries de
coordonner collectivement 1’expression génétique, influengant des comportements tels que la

production d’EPS, I’expression des facteurs de virulence et la dispersion. (Miller et Bassler, 2001).

Les biofilms présentent également une résistance accrue aux antibiotiques et aux stress
environnementaux par rapport aux cellules planctoniques. Cette résistance ne résulte pas
uniquement de la matrice protectrice d’EPS, mais aussi de taux de croissance modifiés, de la
présence de cellules persister et de I’activation de génes de résistance spécifiques. (Mah & O’Toole,

2001).
7. Détection du biofilm
7.1. Détection qualitative : méthode de I’agar Congo Red (CRA)

La méthode de 1’agar Congo Red est une technique qualitative basée sur la capacité des
bactéries a produire des exopolysaccharides, qui se lient au colorant Congo red. Lorsqu’elles sont
ensemencées sur un milieu CRA, les souches productrices de biofilm forment généralement des
colonies noires, séches et cristallines, tandis que les non-productrices forment des colonies rouges
ou roses. (Freeman et al., 1989a). Cette méthode est particulierement utile pour le dépistage rapide
de Staphylococcus aureus et des staphylocogues a coagulase négative, bien que sa sensibilité puisse

varier en fonction des espéces et des conditions de croissance. (Mathur et al., 2006).

7.2. Détection quantitative : test en microplaque

La méthode en microplaque est un test quantitatif standard pour évaluer la biomasse du
biofilm. Les cultures bactériennes sont incubées dans des plaques a 96 puits, permettant la
formation de biofilms sur les surfaces des puits. Apres incubation, les puits sont lavés pour eliminer
les cellules planctoniques, et le biofilm restant est coloré au violet de cristal. Le colorant est ensuite

solubilisé, et la densité optique (DO) est mesurée par spectrophotométrie, généralement a 570 ou
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595 nm. Cette méthode offre une approche fiable, reproductible et évolutive pour comparer les
capacités de formation de biofilm entre différentes souches ou conditions de traitement.

(Stepanovic et al., 2000).
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Chapitre 2 : Staphylocoque et Entérobactéries

1. Staphylocoques

Les bactéries du genre Staphylococcus sont des agents pathogenes de I'homme et d'autres
mammiferes.(Foster, 1996). La propension de Staphylococcus aureus a adhérer aux biomatériaux,
notamment a la matrice extracellulaire et aux protéines plasmatiques, joue un réle crucial dans la
pathogenése des infections liées aux dispositifs orthopédiques. S. aureus posséde de nombreuses
protéines d'adhésion a sa surface, mais on ignore comment elles interagissent pour créer des

connexions persistantes avec le substrat.(Harris et al., 2002)
1.1.Définition

Les staphylocoques sont des cocci a Gram positif de 0,5 a 1,5 um de diametre, anaérobies
facultatifs, immobiles et ne produisant pas de spores, se développant par fermentation ou
respiration aérobie. Un complexe apparenté est présent chez la plupart des animaux. nécessitent
des nutriments spécifiques, mais en général, ils ont besoin d'une source organique d'azote, fournie
par cing a douze acides amingés essentiels, tels que I'arginine et la valine, ainsi que par des vitamines

B, comme la nicotinamide et la thiamine. (Kloos et Schleifer, 1986)

Ils forment des amas, des paires et parfois de courtes chaines. Les staphylocoques se divisent

en deux plans, ce qui entraine la formation d'amas.(Foster, 1996)
1.2.Habitat naturel

S. aureus colonise les fosses nasales et les aisselles. S. epidermidis est un commensal cutané
fréquent. D'autres espéces de staphylocoques sont des commensaux humains rares. Certains sont

commensaux avec d'autres animaux.(Foster, 1996)
1.3.Classification

Le genre Staphylococcus appartient au domaine des bactéries et est classé dans
I'embranchement des Bacillota (anciennement connu sous le nom de Firmicutes), la classe des
Bacilli, lI'ordre des Bacillales et la famille des Staphylocoques. Ce genre comprend un grand

nombre d'especes, dont la plus importante est Staphylococcus aureus. (Foster, 1996)

Traditionnellement, elles étaient divisées en deux groupes selon leur capacité a coaguler le

plasma sanguin (réaction de coagulase). S. aureus et S. intermedius sont coagulase positive. Tous

10



Chapitre 2

les autres staphylocoques sont coagulase négative comprennent plus de 30 autres especes. lls sont
fréeqguemment hémolytiques et tolérants au sel. Une analyse du biotype est nécessaire pour leur
identification.(Foster, 1996)

1.4.Pathogeénicité

Staphylococcus aureus exprime de nombreuses protéines de surface cellulaire et
extracellulaires qui constituent des facteurs de virulence potentiels. La physiopathologie de la
plupart des maladies causées par cette bactérie est complexe. Il est donc difficile d'identifier

précisément la fonction de chaque élément.(Foster, 1996)
1.4.1.facteurs de virulence de S. aureus :
e Adhérence :

L’agent pathogene doit pénétrer dans I’hdte et adhérer aux tissus ou aux cellules de I’hote
pour déclencher une infection. Des protéines comme la laminine et la fibronectine, composants de
la matrice extracellulaire, sont exprimées a la surface des cellules de S. aureus et facilitent
I'adhésion aux protéines de I'hdte. La fibronectine est un composant des caillots sanguins et se
trouve a la surface des cellules épithéliales et endothéliales. De plus, la majorité des souches
présentent le facteur d'agglutination, une protéine de liaison fibrinogene/fibrine qui facilite
I'adhésion aux caillots sanguins et aux tissus lésés. La fibronectine et les protéines de liaison au
fibrinogene sont exprimées par la majorité des souches de S. aureus.(Foster, 1996)

e Evitement des défenses de I'héte :

S. aureus exprime un certain nombre de facteurs susceptibles d’interférer avec les

mécanismes de défense de I’hote.
-Polysaccharide capsulaire :

Un polysaccharide de surface de sérotype 5 ou 8 est exprimé par la plupart des isolats
cliniques de Staphylococcus aureus. Contrairement aux nombreuses capsules d'autres bactéries,
visibles en microscopie optique mais qui perdent rapidement leur intégrité lors des repiquages en
laboratoire, cette capsule est appelée microcapsule, car elle n'est visible qu'en microscopie

électronique aprés marquage par anticorps.

-Protéine A :
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La protéine A est une protéine de surface de S. aureus qui se lie aux molécules
d'immunoglobuline G via la région Fc. Ce processus non immunitaire conduit les bactéries sériques
a se lier aux molécules d'lgG de maniere incorrecte. En théorie, cela altére I'opsonisation et la

phagocytose.
-Leucocidine :

Staphylococcus aureus peut produire une toxine ciblant particulierement les leucocytes
polynucléaires. La phagocytose est un moyen de défense essentiel contre linfection
staphylococcique ; la leucocidine doit donc étre considérée comme un facteur de virulence.(Foster,
1996).

1.5.Manifestations cliniques

De nombreux types d'infections peuvent étre provoqués par les staphylocoques. S. aureus
génére des abceés localisés a divers endroits et des maladies cutanées superficielles (furoncles,
orgelets). S. aureus est la source d'infections cutanées plus graves (furonculose) ainsi que de

maladies profondes telles que I'ostéomyélite et I'endocardite. (Foster, 1996)

Avec S. epidermidis, S. aureus est un contributeur majeur aux infections nosocomiales des
plaies chirurgicales et aux infections liées aux dispositifs médicaux a demeure. En libérant des
entérotoxines dans les aliments, S. aureus provoque une intoxication alimentaire.(Lyon & Skurray,
1987).

S. aureus libere des superantigenes dans la circulation sanguine, ce qui entraine un syndrome
de choc toxique. Les infections des voies urinaires sont causées par S. saprophiticus, en particulier
chez les femmes. Les agents pathogénes peu fréquents comprennent d'autres espéces de
staphylocoques, telles que S. lugdunensis, S. haemolyticus, S. warneri, S. schleiferi et S.
intermedius..(Foster, 1996)

2.Enterobactéries

Ces derniéres années, les especes d'Enterobacter sont devenues un agent pathogene
important. La plupart de ces agents pathogénes sont naturellement résistants aux traitements
antibactériens antérieurs et ont la capacité de développer rapidement une résistance aux nouveaux
agents. L'utilisation des céphalosporines en milieu hospitalier a entrainé une augmentation des

infections nosocomiales et I'émergence de souches multirésistantes. Les especes d'Enterobacter, y
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compris les souches multirésistantes, se sont recemment propagées dans la communauté, infectant
occasionnellement des personnes en bonne santé. Ces organismes ont été associés a divers
symptdmes cliniques, souvent similaires a ceux causés par des agents pathogenes infectieux plus
faciles a traiter, tels que les streptocoques du groupe A ou le Staphylococcus aureus.(Sanders et
Sanders, 1997)

A ce jour, 22 espéces ont été trouvées dans le genre Enterobacter : E. aerogenes, E.
amnigenus, E. arachidis, E. asburiae, E. carcinogenus, E. cloacae, E. cowanii, E. dissolvans, E.
gergoviae, E. helveticus, E. hormaechei, E. kobei, E. ludwigii, E. mori, E. nimipressuralis, E.
oryzae, E. pulveris, E. pyrinus, E. radicincitans, E. soli, E. taylorae et E. turicensis. Le complexe
Enterobacter cloacae comprend sept espéces : E. cloacae, E. asburiae, E. hormaechei, E. kobei, E.
ludwigii, E. mori et E. nimipressuralis. Cette nomenclature repose sur le partage de caracteres
phénotypiques et, plus spécifiquement, génotypiques, établis par hybridation ADN-ADN du
génome entier. En effet, le génome d'E. cloacae est identique a au moins 60 % a celui des six autres

membres de ce groupe.(Hoffmann et Roggenkamp, 2003)
2.1.Définition

Enterobacter est un genre de bacilles anaérobies facultatifs a Gram négatif, mesurant 2 mm
de long, mobiles et dotés de flagelles péritriches, appartenant a la famille des Enterobacteriaceae.
Il a été décrit pour la premiere fois en 1960 par Hormaeche et Edwads.(Hormaeche & Edwards,
1960)

Enterobacter est présent dans une grande variété de milieux. Ces bactéries sont présentes
dans le sol et I'eau et agissent comme endophytes ou phytopathogénes pour diverses especes
végétales.(Singh et al., 2018). De plus, les espéeces d'Enterobacter sont des commensaux
naturellement présents dans le microbiome intestinal animal et humain. Seul un sous-ensemble de
ces micro-organismes a été associe a des maladies nosocomiales et a des épidémies.(Sanders et
Sanders, 1997)

2.2 .Classification

Enterobacter est un genre de bactéries appartenant a la famille des Enterobacteriaceae,
ordre Enterobacterales, classe Gammaproteobacteria, et au phylum des Proteobacteria.(Davin-
Regli et Pages, 2015)
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2.3.Pouvoir pathogeéne et types d’infections

Certaines especes de cette famille, Enterobacteriaceae, sont a 1’origine de nombreuses
infections humaines. Parmi celles-ci, on retrouve des infections urinaires (comme les cystites et les
pyélonéphrites), des septicémies, des pneumonies, des infections digestives et hépatiques (telles

que les péritonites et les cholangites), ainsi que des méningites.(Dortet et al., 2013)

Le genre Enterobacter regroupe des bactéries opportunistes capables de provoquer diverses
infections nosocomiales, particulierement chez les patients immunodéprimés ou hospitalisés en
soins intensifs. Leur pouvoir pathogéne repose sur plusieurs facteurs de virulence moléculaires et
mécanismes de résistance. Tout d'abord, la présence de lipopolysaccharides (LPS) dans leur
membrane externe déclenche une réponse inflammatoire intense pouvant conduire a un choc
septique.(Mavroidi et al., 2023)

certaines souches, notamment E. cloacae, expriment un systeme de sécrétion de type 111,
leur permettant d'injecter des protéines effectrices dans les cellules hétes, facilitant ainsi l'invasion
et la survie intracellulaire. De plus, elles possedent des Tlots de pathogénicité codant pour des
sidérophores comme I'entérobactine, essentiels pour 1’acquisition du fer dans 1’environnement de

I’hote(Davin-Regli et al., 2019)

L'adhésion aux surfaces et la formation de biofilms sont assurées par des fimbriae, curli et
pili de type IV, ce qui confére a ces bactéries une résistance accrue aux antibiotiques et au systeme

immunitaire.(Mavroidi et al., 2023)

Concernant la résistance aux antibiotiques, les souches d’Enterobacter sont connues pour
produire des B-lactamases a spectre étendu (BLSE) comme CTX-M, SHV, ou TEM, qui

hydrolysent une large gamme de pénicillines et céphalosporines.(Yeh et al., 2022)

En outre, des modifications structurales des porines membranaires et 1’activation de pompes
d’efflux  reduisent davantage la permeabilité aux antibiotiques, renforcant la

multirésistance.(Davin-Regli et al., 2019)
2.4.Manifestations cliniques

Enterobacter cloacae peut former des biofilms et contribuer a la sécrétion de multiples
cytotoxines, telles que les entérotoxines, les hémolysines et les toxines formant des pores.(Davin-
Regli et Pages, 2015)
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La production de biofilm par les souches uropathogenes d'Escherichia coli (UPEC) est un
facteur de virulence impliqué dans 1’étiologie de la prostatite aigué. Cette capacité permet aux
bactéries de persister dans le systeme sécrétoire prostatique, favorisant ainsi des infections
durables. Bien que le biofilm ne soit pas directement impliqué dans I’invasion tissulaire, une
propriété plutdt associée a 1I’hémolysine, il contribue a la survenue d'infections urinaires

récurrentes, un tableau clinique typique de la prostatite bactérienne chronique.(Soto et al., 2007)

Infection urinaires nosocomiales persistantes : Escherichia coli productrice de biofilm est
capable de coloniser les dispositifs médicaux comme les sondes urinaires, ce qui contribue a la
persistance des infections urinaires contractées a I’hopital. Le biofilm agit comme une barricre
protectrice contre les forces hydrodynamiques, les défenses immunitaires de 1’hdte et les

antibiotiques, rendant ’éradication de 1’infection difficile.(Soto et al., 2007)

Tolérance accrue aux antibiotiques et résistance a la phagocytose : Le biofilm confere a E.
coli une meilleure survie face aux traitements antimicrobiens et une résistance significative aux
mécanismes immunitaires, notamment la phagocytose, favorisant ainsi la chronicité de
I’infection.(Soto et al., 2007)

2.5.Mode de transmission

Ces bactéries se transmettent facilement par contact direct (transmission manuportée) ou
indirectement a travers 1’eau ou des aliments contaminés. Cela facilite leur dissémination dans les

communautés comme dans les établissements de soins. (Dortet et al., 2013)
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Chapitre 3 : méthodologie

1. Préparation des milieux MacConkey

Pour le MacConkey Agar, une masse de 51,55 g de poudre déshydratée a été dissoute dans 1
litre d’eau distillée, conformément aux spécifications techniques du fournisseur qui préconise une
concentration standard de 50,0 g/L. Le milieu a été chauffé jusqu’a dissolution compléte, puis

stérilisé par autoclave a 121 °C pendant 15 minutes (HiMedia Laboratories Pvt. Ltd, 2023b).

2. Préparation des milieux EMB

Quant au milieu EMB (Levine), 35,96 g de poudre ont été dissous dans 1 litre d’eau distillée
également, suivant les recommandations précises du fabricant. Apres homogénéisation complete,
le milieu a été sterilisé dans les mémes conditions que précédemment citées (HiMedia Laboratories

Pvt. Ltd, 2023a).

Ces milieux ont été utilisés pour le repiquage des souches bactériennes en vue de leur

purification et de leur identification ultérieure.
3. purification des souches d’Enterobacter

Dans le cadre de cette étude, des souches bactériennes présumeées appartenir au genre
Enterobacter ont été fournies par notre encadrante. Ces souches, issues d'‘échantillons alimentaires
contaminés, étaient conservées dans des tubes contenant un milieu de conservation approprié,

garantissant leur viabilité jusqua leur utilisation en laboratoire.

Pour isoler et purifier ces souches, une étape de repiquage a été réalisée sur deux milieux de

culture sélectifs et différentiels : MacConkey agar et EMB (Eosin Methylene Blue) agar.
3.1. MacConkey agar

Le milieu MacConkey est concu pour l'isolement des bactéries Gram négatif, en particulier
les entérobacteéries. Il contient des sels biliaires et du cristal violet qui inhibent la croissance des
bactéries Gram positif, ainsi que du lactose et du rouge neutre pour différencier les bactéries
fermentant le lactose de celles qui ne le fermentent pas. Les bactéries fermentant le lactose
produisent des colonies roses a rouges, tandis que les non-fermentantes forment des colonies

incolores ou translucides(Jung et Hoilat, 2025) .
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3.2. EMB agar

Le milieu EMB est également sélectif pour les bactéries Gram négatif et différentiel pour la
fermentation du lactose. Il contient de I'éosine et du bleu de méthyléne qui inhibent les bactéries
Gram positif. Les bactéries fermentant le lactose, comme Escherichia coli, produisent des colonies
avec un éclat métallique vert, tandis que d'autres, comme Enterobacter, forment des colonies

mugueuses roses ou violettes sans éclat métallique(22.2, 2020) .

3.3. Procédure d'isolement

Les tubes de conservation ont été agités pour homogénéiser le contenu. A l'aide d'une anse
stérile, une petite quantité de I'échantillon a été prélevée et ensemencée en stries sur les milieux

MacConkey et EMB. Les boites ont été incubées a 37°C pendant 24 heures .
4. Conservation des souches bactériennes pures

La procédure commence par le prélévement d'une culture pure a I’aide d’une anse stérile en
sélectionnant une colonie isolée de la souche a conserver. Ensuite, I’ensemencement est réalisé soit
en piqire, en introduisant 1’anse au centre de la gélose, soit en surface, en étalant 1a souche sur la
surface du milieu, selon les besoins expérimentaux. Aprés 1’ensemencement, les tubes sont laissés

a température ambiante(Microbiotech, s. d.) .

5. Identification biochimique systeme API 20 E

Aprés I’isolement et la purification des souches bactériennes sur gélose, celles-Ci ont été
soumises a une identification biochimique a 1’aide du systtme API 20 E (bioMérieux),
specialement congu pour I’identification des bacilles Gram négatif, en particulier ceux appartenant

a la famille des Enterobacteriaceae.

Pour chague souche, une suspension bactérienne a été préparée dans une solution stérile de
chlorure de sodium (0,85 %) afin d’obtenir une turbidité standardisee, équivalente a celle de
I’échelle McFarland (souvent 0,5). Cette suspension a ensuite ét¢ utilisée pour ensemencer les 20
cupules contenant différents substrats biochimiques sur la bandelette API, en suivant
rigoureusement le protocole fourni par le fabricant. Certaines cupules ont été remplies jusqu’a ras
bord et recouvertes d’huile minérale (notamment celles des tests nécessitant un environnement
anaérobie, comme 1I’ADH, LDC et ODC).
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Les galeries ainsi préparées ont été incubées a température ambiante (environ 25 °C) pendant
18 a 24 heures. A la fin de ’incubation, les réactions enzymatiques ont été observées par un
changement de couleur dans les cupules, et certains tests ont nécessité I’ajout de réactifs spécifiques

(par exemple : Kovac pour I’indole, réactif de Voges-Proskauer, etc.).

Les résultats obtenus ont été notés sous forme de profil numérique a neuf chiffres, permettant
I’identification précise des especes a 1’aide de la base de données APIweb ou du catalogue fourni

avec le kit (Aryal, 2019).
6. Test de mucoviscosité

Afin d’évaluer le caractére mucoide des souches bactériennes, celles-ci ont été cultivées dans
un bouillon LB sous agitation (220 rpm) pendant 24 heures a 37 °C. Un volume de 1 mL de chaque
culture de nuit a été transféré dans des microtubes de 1,5 mL. L’absorbance a 600 nm (ODygq() a
été mesurée avant centrifugation. Les échantillons ont ensuite été centrifugés a 1000 x g pendant 5
minutes, puis une deuxiéme mesure de 1’ODgq a été effectuée apres centrifugation(Beckman et

al., 2024).

Le ratio de mucoviscosité est calculé selon la formule suivante :

] i e canos currnty b s

7. Purification des souches de Staphylococcus :

Les souches présumées appartenant au genre Staphylococcus ont été purifiées a I’aide du
milieu sélectif Chapman (Mannitol Salt Agar). Ce milieu est particuliérement adapté a 1’isolement
des staphylocoques, notamment Staphylococcus aureus, grace a sa forte concentration en NaCl
(7,5 %) qui inhibe la croissance de la majorité des autres bactéries, ainsi qu’a la présence de

mannitol et du rouge de phénol comme indicateur de pH.

Un échantillon de chaque souche a été ensemencé en stries sur la gélose Chapman a 1’aide
d’une anse stérile, afin d’obtenir des colonies isolées. Les boites ont ensuite été incubées a

température ambiante pendant 24 a 48 heures(Chapman agar (Mannitol salt MSA)- Selective solid

media for microbiology, s. d).
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8. Préparation du milieu Rouge Congo (CRA) :

Le milieu CRA (Congo Red Agar) est utilisé pour I’évaluation de la capacité de production
de biofilm chez certaines bactéries. Il s’agit d’un milieu différentiel basé sur la modification de la

couleur et de la morphologie des colonies.

La préparation du milieu a été réalisée en ajoutant 0,8 g de rouge Congo et 36 g de saccharose
a un litre de gélose Brain Heart Infusion (BHI) contenant 37 g/L. L’ensemble des composants a été
dissous dans de I’eau distillée a I’aide d’un agitateur magnétique chauffant. Une fois la dissolution
compléte assurée, le milieu a été stérilisé par autoclavage a 121 °C pendant 15

minutes(Kirmusaoglu, 2019).

9. Détection de la formation de biofilm (méthode qualitative sur milieu Rouge Congo) :

Pour évaluer qualitativement la capacité des souches bactériennes a former un biofilm, un
ensemencement a été réalisé sur le milieu Rouge Congo (CRA) préparé au préalable. Chaque
souche bactérienne a été prélevée a I’aide d’une anse stérile et ensemencée en stries sur la surface
du milieu CRA. Les boites de Pétri ont ensuite été incubées a température ambiante pendant 24 a

48 heures.

Apres incubation, I’interprétation des résultats a été effectuée en fonction de I’aspect des
colonies. Les souches formant un biofilm se caractérisent par des colonies noires, séches et
rugueuses, tandis que les souches non productrices de biofilm présentent des colonies lisses, rouges
ou bordeaux, sans consistance muqueuse. Cette méthode permet donc une premiere évaluation

visuelle de la capacité de formation de biofilm par les isolats testés(Freeman et al., 1989b).
10. Préparation du milieu TBS :

La préparation du milieu nutritif a été réalisée selon les instructions du fabricant (réf.
BK046). Pour cela, 30,0 g de poudre déshydratée ont été dissous dans un litre d’eau distillée ou
déminéralisée. La solution obtenue a ét¢ agitée lentement jusqu’a dissolution complete du milieu.
Ensuite, le milieu a été réparti dans des flacons. La stérilisation a été effectuée a I’autoclave a une
température de 121°C pendant 15 minutes afin d’assurer la stérilit¢ du milieu avant son

utilisation(« Trypto-caséine-soja (TSB) - Bouillon - BIOKAR Diagnostics », s. d.).
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11. Détection quantitative de la formation du biofilm par la méthode des microplaques

Afin d’évaluer la capacité de formation du biofilm des souches purifiée , la méthode des
microplaques en polystyréne a été appliquée selon le protocole décrit par Nyenje et al. Les souches
ont été cultivées dans des milieux TSB, puis incubées a deux températures différentes (25 °C et
37 °C) pendant deux durées d’incubation (24 h et 48 h), ce qui permet d’étudier 1’effet de ces

facteurs sur 1’adhésion bactérienne.

Une suspension bactérienne normalisée a une turbidité équivalente a 0,5 McFarland a été
préparée a partir de colonies isolées cultivées sur gélose nutritive. Ensuite, 20 puL de cette
suspension ont été ajoutés a 180 pL de de TSB dans chaque puits d’une microplaque a 96 puits en
U. Des puits témoins négatifs contenant uniquement le milieu ont été utilisés pour la comparaison.
Aprés incubation, les puits ont été laves trois fois avec une solution de PSB( phosphate bufferd
saline) pour éliminer les bactéries non adhérentes, puis laissés a sécher a température ambiante.
Les biofilms formés ont été fixés par air chaud a 65 °C pendant 1 h, puis colorés avec 150 pL de
violet de gentiane a 1 % pendant 30 minutes. L’exces de colorant a été éliminé par ringage a I’eau
courante, et les puits ont été laissés sécher avant d’ajouter 150 uL d’acide acétique glacé a 33 %
pour solubiliser le colorant fixé. L’intensité de la coloration, reflétant la densité du biofilm, a été

mesurée a 595 nm a 1’aide d’un lecteur de microplaque(Nyenje et al., 2013b).
12. Traitement statistique des résultats : ANOVA factorielle

Afin d’analyser l'effet combiné de deux variables indépendantes — la température
d’incubation (25 °C et 37 °C) et la durée d’incubation (24 h et 48 h) — sur la capacité de formation
du biofilm (exprimée en densité optique), nous avons utilisé une analyse de la variance a deux
facteurs (ANOVA a deux facteurs). Ce test statistique permet de déterminer si les effets principaux
de chaque facteur, ainsi que leur interaction, ont une influence significative sur la variable
dépendante. Cette approche est particulierement adaptée aux expérimentations microbiologiques
ou plusieurs conditions sont croisées, comme dans le cas de la méthode Microtiter Plate Assay
(Akbari et al., 2020 ; Field, 2013).

L’analyse a été effectuée a I’aide du logiciel IBM SPSS Statistics, avec un seuil de

signification fixé a p < 0,05, conformément aux recommandations en biostatistique appliquée.
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Chapitre 4 : Résultats et Discussion

1. Purification d’isolats :

Aprés plusieurs repiquages successifs sur Maconkey et EMB, les souches ont montré une
morphologie homogene, témoignant de leur pureté. (Figure 2)

Certaines souches ont présenté des difficultés de purification en raison de la croissance mixte

persistante.

Figure 2. Aspect morphologique des colonie bactériennes aprés purification sur milieux
sélectifs.

Les souches bactériennes étudiées ont été initialement recues conservées dans un milieu de
stockage, mais présentaient une contamination par un mélange de micro-organismes. Une étape de
purification rigoureuse s’est donc avérée nécessaire afin d’obtenir des isolats purs et exploitables

pour les analyses expérimentales ultérieures. Cette purification a été réalisée a I’aide de milieux
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sélectifs et différentiels, adaptés a chaque type bactérien ciblé, notamment Enterobacter et

Staphylococcus (Stepanovié, Vukovié, Hola, Di Bonaventura, et al., 2007a).

Les isolats du genre Enterobacter ont été cultivés sur les milieux MacConkey et EMB (Eosin
Methylene Blue), tous deux congus pour la différenciation des bacilles a Gram négatif, en
particulier les entérobactéries. Le milieu MacConkey permet la sélection des bactéries capables de
fermenter le lactose, qui apparaissent alors en rose, tandis que le milieu EMB met en évidence les
colonies fortement acidifiantes par une coloration métallique caractéristique, facilitant ainsi le

choix des colonies pures (Stepanovi¢, Vukovié, Hola, Di Bonaventura, et al., 2007a).

Quant aux isolats appartenant au genre Staphylococcus , ils ont été cultivés sur le milieu de
Chapman (ou Mannitol Salt Agar), un milieu sélectif favorisant la croissance des cocci a Gram
positif, particulierement Staphylococcus . Ce milieu permet également de distinguer les especes
fermentant le mannitol, comme S. aureus , par un changement de couleur du milieu au jaune

(Stepanovi¢, Vukovi¢, Hola, Di Bonaventura, et al., 2007a).

Cette étape de purification était essentielle pour garantir I'nomogénéité des colonies
sélectionnees et la fiabilité des résultats des tests ultérieurs, notamment les essais de formation de
biofilm. La présence d’un mélange bactérien aurait pu fausser les observations et compromettre
I’interprétation des données. Ainsi, la qualité de la purification constitue une étape critique dans
tout protocole microbiologique rigoureux (Stepanovié¢, Vukovié¢, Hola, Di Bonaventura, et al.,

2007a).

2. ldentification biochimique par la galerie API 20E :

Apres incubation & 37°C pendant 24 heures ont été interprétées visuellement selon la fiche
d’identification fournie par bioMérieux. Chaque bandelette comprend 20 micro-tubes contenant
des substrats spécifiques permettant I’identification des entérobactéries en fonction de la réaction
enzymatique ou métabolique. Les résultats ont été lus visuellement en se basant sur le changement
de couleur dans chaque micro-tubes, ce qui a permis de classer chaque test comme positif ou
négatif. Sur la base des résultats obtenus, un profil biochimique spécifique a été généré pour chaque
souche sous la forme d’un code numérique a 7 chiffres. Ces codes ont ensuite été introduits dans
la plateforme en ligne pour I’interprétation automatique et 1’identification probable des souches
(bioMérieux, 2022).
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Les couleurs observées dans les galeries API 20E révélent une variété de profils biochimiques
selon les souches testées. On note particulierement des réactions positives aux sucres
fermentescibles tels que le glucose (GLU), le mannose (MAN), le sorbitol (SOR) et le saccharose
(SAC), indiquées par un virage net vers le jaune. En revanche, plusieurs tests enzymatiques comme
la tryptophane désaminase (TDA), I’'uréase (URE) et la production de sulfure d’hydrogene (H, S)
montrent des résultats négatifs, traduits par I’absence de changement de couleur ou une coloration
peu marquée. Certaines réactions, comme 1’ornithine décarboxylase (ODC) ou le test de Voges-
Proskauer (VP), se sont révélées variables d’une souche a une autre, jouant un role discriminant

dans I’identification d’especes bactériennes proches (figure 3).
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Figure 3. Résultats visuels des galeries API 20E pour I'identification biochimique de
certaines souches entérobactériennes.
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L’identification biochimique par la galerie API 20E a permis de mettre en évidence une
diversité bactérienne notable parmi les souches isolées. Les résultats montrent la présence
majoritaire d’entérobactéries opportunistes telles que Enterobacter cloacae et Citrobacter freundii,
ainsi que d’espéces pathogenes du genre Salmonella, identifiées avec une probabilité de 100 %. La
détection de Rahnella aquatilis, une bactérie moins fréquente. L’analyse par le site a permis
d’identifier les souches avec un pourcentage de probabilité élevé. Les résultats est présenté dans le

tableau suivant :

Tableau 1. Identification des entérobactéries par la galerie AP1 20E,

Souche Code API 20E Identification Probabilité (%)
Souche 1 3706573 Salmonella spp. 100 %
Souche 2 1024573 Rahnella aquatilis 100 %
Souche 3 1606573 Salmonella spp. 100 %
Souche 4 3305173 Enterobacter sakazakii 511 %
Souche 5 3205573 Enterobacter cloacae 93.1%
Souche 6 3305573 Enterobacter cloacae 95,5 %
Souche 7 3604572 Citrobacter freundii 100 %

Ces especes sont connues pour leur capacité a survivre dans des environnements humides et
a s’adapter a diverses conditions physiques. Elles sont également parmi les espéces associées, selon
des études antérieures, au phénomeéne de formation de biofilm, notamment dans les environnements

alimentaires et aquatiques (ABIS Encyclopedia, s. d.).

En corrélant les résultats de 1’identification avec ceux du test d’adhésion du biofilm (test en
microplaque), il a été observé que ces cinq isolats présentaient une forte capacité d’adhésion a 25°C
apres 24 heures, ce qui indique que cette température est favorable au début de la formation du
biofilm pour ces espéces. Cependant, cette capacité a diminué de maniere significative apres 48

heures a la méme température, ce qui pourrait indiquer une phase de maturation ou une dégradation
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partielle de la structure biologique due a des facteurs internes tels que 1’accumulation de déchets
métaboliques, un manque de nutriments, ou une dégradation de la matrice liée a un manque de

stabilité structurelle (ABIS Encyclopedia, s. d.).

En revanche, ces isolats ont montré une faible adhésion a 37°C, aussi bien aprés 24 qu’apres
48 heures, ce qui indique que ces espéeces préferent des températures modérées (comme 25°C) pour
s’implanter et construire leur matrice biologique, notamment dans des environnements abiotiques.
Cette tendance pourrait étre liée a 1’origine de ces isolats, certains d’entre eux (comme Rahnella
aquatilis) étant davantage associés a des environnements naturels et aquatiques froids (ABIS

Encyclopedia, s. d.).

Et ces résultats sont en accord avec ceux rapportés dans I'étude(Kim et al., 2006) .
Enterobacter sakazakii forme des biofilms plus efficacement a 25°C qu’a d'autres températures,

particulierement sur des surfaces abiotiques comme I'acier inoxydable

Citrobacter freundii peut former des biofilms a 25°C, bien que sa structure soit moins stable
a 37°C (Ramos-Vivas et al., 2020).

Salmonella spp. produit un biofilm plus dense a des températures intermédiaires comme

25°C, bien que cela dépende de la souche (Stepanovic et al., 2004).

Enfin, bien que Enterobacter cloacae soit souvent associée a la formation de biofilms en
milieu hospitalier, sa capacité a le faire est également influencée par la température et les conditions

de culture (Nyenje et al., 2013).

La corrélation entre température, durée d'incubation et capacité d'adhésion biofilmique met
en évidence l'importance de ces facteurs dans I’expression de la virulence environnementale de ces
bactéries. Cela souligne la nécessité d’adapter les conditions de détection du biofilm selon les

contextes d’origine des souches (clinique, alimentaire, environnemental).
3. Test de Mucoviscosité :

Le test de mucoviscosité a révélé une variation notable entre les souches étudiées, bien
qu’aucune n’ait atteint le seuil de 40% défini dans la littérature comme indicatif d’un phénotype
hypermucoide. La souche E7 a présenté la valeur la plus élevée avec 33,96%, ce qui la place dans

la catégorie de mucoviscosité moderée a elevee, sans toutefois atteindre le niveau observé chez les

27



Chapitre 4

souches hypervirulentes. Les souches E7'C et K4 ont montré des taux de mucoviscosité de 14,65%
et 13,02%, respectivement, des valeurs considérées comme faibles a modérées selon les seuils
utilises dans les études de réference. En revanche, Pseudo et E. coli ont présenté des pourcentages

tres bas (3,14% et 1,33%), suggérant une trés faible production de capsule.(figure 4)
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Figure 4.Evaluation comparative de la mucoviscosité (%) de différentes souches
bactériennes.

Les résultats du test de mucoviscosité ont montré que tous les isolats bactériens analysés, y
compris Salmonella spp. , Rahnella aquatilis, Enterobacter sakazakii , Enterobacter cloacae et
Citrobacter freundii , présentaient une faible mucoviscosité, ce qui indique une absence ou une
production limitée de capsule externe riche en polysaccharides. Une viscosité élevée est
généralement considérée comme un indicateur préliminaire de la présence de structures capsulaires

impliguées dans la résistance aux stress environnementaux et la formation de biofilm.

Une faible mucoviscosité, traduisant 1’absence ou la faible production de capsule riche en
polysaccharides, est généralement associée a une capacité réduite de formation du biofilm, étant
donné que la capsule joue souvent un rdle crucial dans I’adhésion initiale et la protection des
cellules bactériennes. Cependant, dans certaines conditions, cette relation peut ne pas étre
strictement corrélé (Beckman et al., 2024).
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Cependant, ce résultat semble partiellement contradictoire avec les résultats du test de
microplaque (Microtiter plate assay), ou les mémes isolats ont montré une forte adhésion a 25°C
aprés 24 heures d’incubation. Cela suggére que la formation de biofilm dans ces conditions ne
dépend pas nécessairement de la présence d’une capsule visqueuse, mais pourrait plutdt étre liée a
d’autres facteurs comme la production d’exopolysaccharides (EPS) non capsulaires ou la présence

de proteines de surface (adhésines) contribuant a I’adhésion initiale a la surface(Vu et al., 2009).

La diminution marquée de I’adhésion aprés 48 heures a la méme température, ainsi que
I’absence totale d’adhésion a 37°C, reflétent 1’influence de la dynamique temporelle de la
formation du biofilm par la température et la durée d’incubation, ce qui suggere que ces isolats
peuvent étre sensibles aux changements des conditions environnementales et préferent des

températures modérées pour I’activité biologique li¢e a 1’adhésion.

Ces résultats indiquent que le test de viscosité, bien que simple, ne refléte pas toujours la
réelle capacité des bactéries a former un biofilm, surtout lorsque la capsule n’est pas 1’élément
central de la matrice biologique. Cela concorde avec ce que (Vu et al., 2009) ont rapporté, a savoir
que la formation de biofilm est un processus multifactoriel pouvant étre réalisé par des mécanismes

alternatifs a la capsule .

4. Détection qualitative du biofilm par milieu Rouge congo :

Apres 48 heures d'incubation, les résultats ont révélé que 1’ensemble des souches (100 %)
¢taient négatives pour la production de biofilm, selon 1’aspect des colonies observées sur le milieu
Rouge congo. Parmi elles, 37 souches (80,43 %) étaient des Staphylocoques et 9 souches (19,56
%) des Entérobactéries. La majorité des souches (32,61 %) ont produit des colonies de couleur
bordeaux (rouge foncé), souvent associées a une production tres faible voire nulle de slime . Une
proportion importante (26,09 %) a montré des colonies rouges avec des centres ou des bords roses,
également caractérisées comme non productrices de biofilm. Les autres souches affichaient des
teintes rouges, roses ou roses pales, qui selon la classification de référence, correspondent toutes a

des souches non productrices de slime. (Tableau 2)

Tableau 2. Répartition des souches selon la couleur des colonies sur milieu CRA et leur
interprétation selon (Arciola et al., 2002).
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Couleur observée Ng(;r;lg;z:le Pou r(((:yeor;tage Interprétation Resultat
Bordeaux (rouge 0 Production trés faible ou
foncé) 15 32,61 % nulle B
Rouge 4 8,70 % Non producteur —
Rouge avec rose 12 26,09 % Non producteur —
Rose 6 13,04 % Non producteur —
Rose péle 6 13,04 % Non producteur -

On y remarque une diversité de colorations allant du bordeaux, rouge, rose ainsi que des

variations de texture (colonies lisses, rugueuses ou seches). (Figure 5)

Aucune colonie n’a présenté de coloration noire, signe caractéristique de la production de

slime associée a la formation de biofilm, selon les critéres décrits par Arciola et al. (2002).
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Figure 5. Exemples typiques de colonies de différentes couleurs observees sur milieu CRA
apres 48 heures d'incubation.

Le milieu Congo Red Agar (CRA) est une méthode qualitative utilisée pour évaluer la
capacité des bactéries a produire des exopolysaccharides (EPS), qui constituent I’'un des ¢léments
essentiels dans la structure du biofilm. Dans ce travail, ce test a été réalisé sur différents isolats

bactériens afin d’évaluer leur aptitude a produire les composés associés a la matrice du biofilm.

Les résultats ont montré que la plupart des isolats ont donné des colonies de couleur rouge,
rose ou bordeaux, ce qui indique une absence ou une faible production d’EPS dans les conditions
de culture adoptées, et par conséquent, une incapacité a former un biofilm ou une formation trés
limitée. Une coloration rouge claire est généralement considérée comme un indicateur négatif dans
ce type de test, suggérant que les bactéries n’ont pas produit la couche muqueuse (slime layer)

nécessaire a la formation de la matrice du biofilm.

Ces résultats sont en accord avec 1’étude de (Freeman et al., 1989c), qui a montré que les

isolats capables de produire un biofilm génerent des colonies de couleur noire ou foncée en raison
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de D’interaction des exopolysaccharides avec le colorant Congo Red, tandis que les isolats

incapables de le faire produisent des colonies plus claires telles que rose ou rouge.

De plus, le test qualitatif a lui seul ne permet pas de déterminer le degré de formation
biofilmique ; c’est pourquoi ces résultats ont €té complétés par un test quantitatif du biofilm,

permettant une mesure plus précise de la fixation des cellules bactériennes sur les surfaces.

5. Test quantitatif de formation du biofilm (Microtiter Plate Assay) :

Le test Microtiter Plate Assay a été adopté pour évaluer de maniére quantitative la capacité
des isolats bactériens a former un biofilm, en mesurant la densité cellulaire fixée a la surface a
I’aide de la coloration au cristal violet, sous quatre conditions d’incubation différentes (deux

températures et deux durées d’incubation).

A l'aide d'un lecteur de microplaques, la densité optique (DO) de chaque puits coloré au
cristal violet est déterminée a 595 nm.

Le probléme courant des lecteurs de DO est qu'ils ne mesurent la DO qu'en un seul point
au milieu du puits. Par conséquent, la mesure sera impreécise si I'épaisseur du biofilm a cet endroit
differe sensiblement de celle du reste du puits. Cependant, le protocole suggéré permet une
resolubilisation homogéne du colorant fixé aux cellules bactériennes dans la couche de biofilm, ce
qui permet une évaluation indirecte mais précise du développement du biofilm.(Stepanovic, et al.,
2007)

Les tests ont été reéalises trois fois en triple, I'interprétation des résultats obtenus nécessite
de déterminer la moyenne des résultats et des écarts types . Le seuil a été fixé a trois écarts types
au-dessus de la DO moyenne du témoin négatif (DOc), qui comprenait uniquement le bouillon. Les

criteres suivants ont été utilisés pour catégoriser les différentes forces d'adhérence :
e DO < ODC = non adhérent
e ODC <DO < (2 x ODC) = faiblement adhérent
e (2x0DC)<DO < (4 x ODC) = modérément adhérent

e (4 x ODC) < DO = fermement adhérent.(Nyenje et al., 2013c)
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Les isolats d'Entérobactéries et Staphylocoques ont présenté quatre phénotypes de biofilm
différents (non adhérents(NA), faiblement adhérents(WA), modérément adhérents(MA) et
fortement adhérents(SA) aprés 24 heures d'incubation dans TSB (Tableau 3). La densité optique

(DO) obtenues pour les phénotypes variait entre :

Non adhérents(NA) : 0.107 a 0.927, Faiblement adhérentes (WA): 0.143 a 0.771,
Modérément adhérentes (MA) : 0.284 a 1.720, Fortement adhérentes (SA): 0.525 a 2.366.
(Tableau 4).

A 25°C pendant 24 heures, la totalité des souches (100 %) ont montré une capacité
d’adhésion, avec une prédominance des souches fortement adhérentes (43 %) et modérément
adhérentes (39 %), alors que seulement 17 % étaient faiblement adhérentes et aucune souche n’était
non adhérente. Cette condition s’est avérée la plus favorable a la formation du biofilm (Figure 8).
Cette observation est appuyée statistiquement par la moyenne de la densité optique observée dans
cette condition, qui atteint 0,634 (+0,053) — la valeur la plus élevée de toutes les conditions testées.

L’analyse de la variance (ANOVA a deux facteurs) confirme cette différence, avec un effet
significatif de la température sur la densité optique (F(1,180) = 8,090 ; p = 0,005). Cette
température modérée semble stimuler 1’expression des genes impliqués dans la synthése de la
matrice extracellulaire du biofilm, favorisant ainsi une adhésion initiale robuste (Stepanovi¢ et al.,

2007).

En revanche, lorsque la durée d’incubation a 25°C est prolongée a 48 heures, une baisse
marquée de I’adhésion est observée, avec une chute de la densité optique moyenne a 0,460 (£0,034)
et un pourcentage élevé de souches non adhérentes (63 %) (Figure 9). Bien que I’effet de la durée
seule n’ait pas atteint le seuil de signification (F(1,180) = 2,145 ; p = 0,145), I’analyse montre une
tendance a la diminution de ’adhésion avec le temps, ce qui pourrait étre 1i¢ & des mécanismes
naturels de dispersion du biofilm, activés par les signaux de stress ou la limitation des nutriments
(Davies et al., 1998 ; Kaplan, 2010).

A 37°C pendant 24 heures, les capacités d’adhésion sont encore plus faibles, avec une densité
optique moyenne de 0,383 (+0,056). Seules 40 % des souches sont adhérentes, dont une minorité
avec une forte ou moyenne adhésion (Figure 10). La température plus élevée semble agir comme

un facteur de stress inhibant les voies de signalisation nécessaires a la formation du biofilm (Poole,

33



Chapitre 4

2012). Cette différence est appuyée par ’analyse des comparaisons appariées, ou la comparaison

entre 25°C et 37°C est hautement significative (p = 0,005).

Lorsque la température de 37°C est combinée avec 48 heures d’incubation, la densité optique
chute encore a 0,393 (+0,056), et 100 % des souches deviennent non adhérentes, traduisant une

inhibition quasi compléte du processus (Figure 7).

Par ailleurs, I’interaction entre la température et la durée d’incubation, bien qu’elle n’ait pas
atteint la signification statistique (F(1,180) = 2,705 ; p = 0,102), révele tout de méme des tendances
biologiques pertinentes. Le croisement des données montre que la combinaison 25°C / 24h est de
loin la plus efficace pour la formation du biofilm, alors que 37°C / 48h est associée a une absence
quasi totale d’adhésion. Ces différences sont visuellement représentées dans la figure 7, qui illustre
I’effet combiné des deux facteurs sur la densité optique. Cela confirme que méme en 1’absence de
signification statistique stricte, les conditions environnementales interagissent de maniere

complexe pour moduler I’expression des phénotypes biofilm.

En résumé, les résultats démontrent que la température a un effet significatif sur la formation
du biofilm, tandis que la durée d’incubation exerce une influence modérée, et que 1’interaction
entre ces deux facteurs, bien que non significative statistiquement, reste biologiquement
significative. La figure 7 et le tableau 3 illustrent clairement que la condition 25°C / 24h est
optimale pour la formation du biofilm. Ces résultats sont cohérents avec la littérature scientifique,
notamment les travaux de Donlan (2002), qui soulignent I’importance des conditions

environnementales dans le développement des biofilms bactériens.

Tableau 3. Les effets de la température, du temps d'incubation sur la formation de
biofilm des isolats d"Entérobactéries et Staphylocoques.
TSB : Tryptic Soy Broth, MA : Moderately Adherent, NA : Non-Adherent, WA : Weak
Adherent, SA : Strongly Adherent.

Numbre de parameétres (%)
Phénotype du Biofilm TSB
24 h 48 h
25°C 37°C 25°C 37°C

NA 0 27(58) 29(63 46(100)
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Numbre de paramétres (%)

Phénotype du Biofilm TSB
24 h 48 h
25°C 37 °C 25°C 37 °C
WA 8(17) 11(23) 12(26) 0
MA 18(39) 4(8) 5(10) 0
SA 20(43) 4(8) 0 0
Taux d’adhérence 46 19 17 0
(%) (100) (40) (36) (0)

Il est clairement observé que les souches incubées a 37°C pendant 24 h présentent des valeurs
DO élevées dans la gamme des phénotypes fortement adhérents (1.021-1.711), indiquant une
capacité importante & former un biofilm sous ces conditions. A 25°C pendant 24 h, la gamme DO
correspondant aux biofilms forts est plus large (0.525-2.366), ce qui suggere une variabilité plus

importante entre les souches en termes de pouvoir adhésif.

En revanche, a 25°C pendant 48 heures, aucune souche fortement adhérente n’a été détectée,
ce qui pourrait indiquer gue cette condition d’incubation n’est pas optimale pour I’induction d’un
biofilm mature et structuré, probablement en raison de 1’épuisement des nutriments, de
I’accumulation de produits métaboliques toxiques ou encore du début de la dégradation de la

matrice biofilmique (EPS) comme le suggere (Bridier et al., 2011).

Globalement, on remarque que la température 25°C favorise la formation du biofilm,
notamment aprés 24 heures d’incubation, ce qui corrobore I’hypothése selon laquelle la
température constitue un facteur environnemental clé influencant la production de biofilm chez les

souches étudiées.(Tableau 4).

Tableau 4. Les densités optiques moyennes des différents phénotypes de biofilm.
DO : densité optique, ND : non détecté
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Formation de biofilm

aramatres Non adhérent Faiblement Modérément Fortement
P adhérent adhérent adhérent
Gamme DO Gamme DO Gamme DO Gamme DO
25 °C (24 h) ND 0.143-0.233 0.284-0.480 0.525-2.366
25 °C (48 h) 0.107-0.425 0.451-0.771 0.967-1.720 ND
37 °C (24 h) 0.147-0.249 0.258-0.496 0.611-0.959 1.021-1.711
37 °C (48 h) 0.168-0.927 ND ND ND
50 46
45
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Figure 6. Histogramme de Répartition des souches d’Entérobactéries et Staphylocoques
selon leur capacité d’adhésion dans différentes conditions d’incubation.
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Figure 7 : Effet combiné de la température et la durée d'incubation sur la densité optique
mesurant la formation du biofilm.

5.1.Implications pratiques et cliniques

Les résultats obtenus présentent des implications concrétes dans plusieurs domaines :

Dans le secteur médical, comprendre que les souches bactériennes forment mieux le biofilm
a 25°C peut orienter les pratiques de désinfection des équipements hospitaliers, notamment ceux
exposés a température ambiante (comme les cathéters, surfaces en inox, sondes). Les biofilms
formés a cette température peuvent échapper au traitement antibiotique, posant un risque
d’infection persistante (Hall-Stoodley et al., 2004).

Dans l'industrie agroalimentaire, ces données montrent qu’une surveillance rigoureuse des
températures de stockage est cruciale. Un entreposage prolongé a température ambiante (environ
25°C) pourrait favoriser la colonisation des surfaces par des biofilms de pathogénes comme
Enterobacter ou Staphylococcus, compromettant ainsi la sécurité microbiologique des produits
(Chmielewski & Frank, 2003).

Ainsi, ces résultats renforcent I’importance de maitriser les conditions environnementales

pour prévenir la formation et la persistance des biofilms bactériens dans les milieux sensibles.
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6. Les limites de I’étude

L’étude présente certaines limitations méthodologiques et expérimentales qui méritent d’étre

soulignées :

Conditions d’incubation restreintes : seules deux températures (25°C et 37°C) et deux durées
d’incubation (24 h et 48 h) ont été testées. L'absence d’évaluation a des températures plus extrémes,
comme 4°C (conditions de réfrigération) ou 42°C (stress thermique), limite la portée des

conclusions sur I’adaptabilité des souches.

Approche exclusivement phénotypique : Deux méthodes ont été utilisées dans cette étude, a
savoir le test sur gélose Congo Red Agar (CRA) et I’essai sur microplaque (Microtiter Plate Assay).
Plusieurs souches ont présenté une forte adhésion dans le test sur microplaque a 25 °C apres 24
heures, alors qu’aucune d’entre elles n’a montré une production visible de biofilm sur le milieu
CRA. Ce décalage peut s’expliquer par la différence de sensibilité entre les deux approches : le test
CRA étant moins sensible, notamment vis-a-vis des biofilms faiblement producteurs
d’exopolysaccharides ou de certaines structures biofilmiennes (Basnet et al., 2023). Cette
divergence met en évidence I’importance de recourir a des méthodes complémentaires afin
d'obtenir une évaluation plus fiable. Par ailleurs, I'absence de techniques moléculaires telles que la
PCR ou la RT-gPCR limite la confirmation de la présence des genes impliqués dans la formation

du biofilm.

Facteurs externes non explorés : 1’é¢tude n’a pas inclus I’impact de facteurs environnementaux
tels que les antibiotiques, les agents désinfectants ou les variations du pH, alors que ces éléments
influencent fortement la formation et la stabilité des biofilms dans des contextes réels (hépitaux,

industrie agroalimentaire...).
7. Perspectives

Pour pallier ces limites et approfondir les connaissances sur la formation des biofilms,

plusieurs axes de recherche sont envisagés :
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Chapitre 4

Elargissement du panel d’isolats : inclure un plus grand nombre de souches issues de diverses
origines (environnementales, alimentaires, cliniques) pour obtenir une vision plus représentative

des capacités biofilmogénes bactériennes.

Intégration des approches moléculaires : recourir a des techniques comme la PCR ou la RT-
gPCR pour détecter les genes liés a la formation du biofilm (tels que icaA, bap, fimH, csgD),

et ainsi valider les observations phénotypiques par une preuve genétique.

Etude de I’impact des antimicrobiens : tester 1’effet d’antibiotiques ou de composés
inhibiteurs sur la formation du biofilm, afin de proposer des stratégies de lutte plus efficaces,

notamment dans le domaine médical et agroalimentaire.

Analyse morphologique approfondie : observer la structure du biofilm a 1’aide de techniques
d’imagerie avancées telles que la microscopie €lectronique a balayage (SEM) ou la microscopie
confocale a balayage laser (CLSM), pour mieux comprendre 1’architecture tridimensionnelle du

biofilm.

Etude des biofilms mixtes : explorer les interactions entre différentes espéces bactériennes
dans la formation de biofilms multispecies, particulierement dans les environnements complexes

comme les surfaces alimentaires ou les dispositifs médicaux.
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Conclusion

L’ensemble des résultats obtenus au cours de cette étude met en évidence de maniére claire
I’influence déterminante de la température et du temps d’incubation sur la capacité des souches
bactériennes a former un biofilm. Si la formation de biofilm est souvent considérée comme un
caractere stable et intrinseque a certaines espéces pathogénes, nos observations soulignent au

contraire son caractére modulable, fortement dépendant des conditions environnementales.

La méthode qualitative CRA, bien que largement utilisée pour une premicre évaluation, s’est
révélée ici peu sensible. Aucune souche n’a produit de coloration noire indicative d’un biofilm
mature. Cela pourrait étre interprété, non pas comme une incapacité totale a former un biofilm,
mais plutdt comme une limitation de la méthode a détecter certaines phases précoces ou des
niveaux faibles de production de la matrice extracellulaire. En revanche, la méthode de
microplaque, plus fine et quantitative, a permis de révéler des profils d’adhérence variables selon

les conditions testées, traduisant un comportement adaptatif des souches face a leur environnement.

Le pic d’adhérence observé a 25°C pendant 24 heures, avec un taux de biofilm de 100%,
suggere que des températures inférieures a la température corporelle peuvent favoriser 1’initiation
du biofilm. Ce constat est particulierement pertinent dans les contextes extrahospitaliers ou
environnementaux, ol ces conditions sont fréquemment rencontrées. A I’inverse, la diminution
progressive de I’adhérence a 48h et a 37°C pourrait indiquer une régulation négative du biofilm ou

une entrée en phase de dispersion, soulignant le caractére dynamique de ce phénomene.

Au-dela des aspects expérimentaux, cette étude présente une valeur pratique importante. En
identifiant les conditions qui favorisent la formation du biofilm, nos résultats peuvent contribuer a
améliorer les stratégies de prévention dans les secteurs sensibles tels que le domaine hospitalier ou
I’industrie agroalimentaire. Adapter les protocoles de désinfection en fonction des conditions
environnementales identifiées pourrait aider a limiter I’implantation et la persistance des biofilms,

souvent résistants aux traitements classiques.

En conclusion, cette étude apporte des éléments concrets sur la capacité d’adaptation des
Staphylocoques et des Entérobactéries face a leur environnement et ouvre la voie a des perspectives
de recherche plus approfondies, associant analyses moléculaires, essais en conditions réelles et

exploration ciblée des facteurs de virulence liés au biofilm.
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Resumé

Les biofilms bactériens, notamment ceux formés par les staphylocoques et les entérobactéries, représentent un
enjeu majeur en milieu hospitalier en raison de leur résistance aux antibiotiques et aux désinfectants. Cette étude vise
a évaluer Il'effet de la température (25°C et 37°C) et du temps d'incubation (24h et 48h) sur la formation de biofilm par
ces bactéries. Les souches ont été isolées, identifiées par galerie APl 20E, puis testées pour leur pouvoir
mucoviscositant et leur capacité de formation de biofilm a I’aide de deux méthodes : qualitative sur gélose CRA et
quantitative par la méthode de microplaque. Les résultats montrent que toutes les souches produisent des colonies
rouges ou roses sur CRA, indiquant une absence de biofilm visible. En revanche, la méthode de microplaque révele
que la formation optimale du biofilm se produit a 25°C pendant 24h (100 % d’adhérence). Cette capacité diminue a
25°C pendant 48h (36 %), a 37°C pendant 24h (40 %), et disparait totalement & 37°C pendant 48h. Ainsi, la formation
du biofilm est fortement influencée par les conditions environnementales, et la méthode de microplaque se montre plus
sensible que le milieu CRA.

Mots clés : Biofilm, Staphylocoques, Entérobactéries, Température.
Abastrat

Bacterial biofilms, particularly those formed by staphylococci and enterobacteria, represent a major concern in
hospital settings due to their resistance to antibiotics and disinfectants. This study aims to evaluate the effect of
temperature (25°C and 37°C) and incubation time (24h and 48h) on biofilm formation by these bacteria. The strains
were isolated, identified using the API 20E gallery, then tested for their mucoid phenotype and biofilm-forming ability
using two methods: a qualitative method on CRA agar and a quantitative method using the microplate technique. The
results show that all strains produce red or pink colonies on CRA, indicating the absence of visible biofilm. In contrast,

the microplate method reveals that optimal biofilm formation occurs at 25°C for 24h (100% adherence). This ability
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decreases at 25°C for 48h (36%), at 37°C for 24h (40%), and disappears completely at 37°C for 48h. Thus, biofilm
formation is strongly influenced by environmental conditions, and the microplate method proves to be more sensitive
than the CRA medium.

Keywords : biofilm, Staphylococci, Enterobacteria, Temperature.
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