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Résumé : 

La croissance des biofilms dans les environnements de transformation du lait augmente 

les chances de contamination microbienne des produits laitiers transformés et réduit la 

durée de conservation. Ces biofilms peuvent contenir des micro-organismes d'altération 

et pathogènes tels que de Pseudomonas les plus couramment détectées dans le lait et les 

produits laitiers, qui a la capacité d'adhérer et de s'agréger sur les surfaces en acier 

inoxydable, ce qui entraîne la formation de biofilm dans les réservoirs de stockage du 

lait et les surfaces des lignes de traitement du lait, en provoquant des pertes assez 

importantes pour l’industrie laitière. Cette étude a pour objectif d’étudier l’adhérence  

des souches de Pseudomonas spp isolées sur les surfaces en aciers inoxydables, et en 

polystyrène, de déterminer son caractère hydrophobe /hydrophile. Afin de vérifier s’il y 

a une relation entre ce caractère et la capacité de formation de biofilm, qui pourra nous 

permettra de bien choisir le type de surface à utiliser en industrie afin de minimiser les 

pertes, ainsi que le protocole de nettoyage à suivre. Dans ce mémoire la partie pratique 

n’a pas été réalisé à cause de la crise sanitaire « COVID-19 ». Nous avons ainsi discuté 

les résultats obtenus des travaux qui ont déjà été faits par différents chercheurs.  

Mots clés: biofilms, Pseudomonas spp, acier inoxydable, polystyrène, caractère 

hydrophobe/hydrophile, industrie laitière. 

Abstract : 

The growth of biofilms in milk processing environments increases the chances of 

microbial contamination of processed dairy products and reduces shelf life. These 

biofilms may contain spoilage and pathogenic microorganisms such as Pseudomonas 

most commonly detected in milk and dairy products, which have the ability to adhere 

and aggregate on stainless steel surfaces, which results in the formation of biofilm in 

milk storage tanks and the surfaces of milk processing lines, causing significant losses 

for the dairy industry. The objective of this study is to study the adhesion on stainless 

steel and polystyrene surfaces, to determine its hydrophobic / hydrophilic character. In 

order to check if there is a relationship between this character and the capacity of 

biofilm formation, which will allow us to choose the types of surfaces to use in industry 

in order to minimize losses, as well as the cleaning protocol to follow.  In this thesis the 



practical part was not carried out due to the « COVID-19 » health crisis. We discussed 

the results obtained from the work that has already been done by different researchers. 

Key words:  biofilms, Pseudomonas spp, stainless steel, polystyrene, hydrophobicity/ 

hydrophilicity, dairy industry. 

 ملخص:

الألبان  لمنتجات  الجرثومي  التلوث  فرص  من  الحليب  معالجة  بيئات  في  الحيوية(  )الأغشية  البيوفيلم  نمو  يزيد 

فاسدة   مجهرية  كائنات  على  الحيوية  الأغشية  هذه  تحتوي  قد  الصلاحية.  مدة  من  ويقلل  مثلالمصنعة   وممرضة 

Pseudomonas  والتي لديها القدرة على الالتصاق والتجمع على أسطح  الألبان،الأكثر شيوعًا في الحليب ومنتجات

 الحليب،والتي ينتج عنه تكوين الأغشية الحيوية في خزانات الحليب وأسطح خطوط تصنيع    للصدأ،الفولاذ المقاوم  

الهدف من هذه الدراسة هو دراسة الالتصاق على أسطح الفولاذ المقاوم مما يتسبب في خسائر كبيرة لصناعة الألبان. 

لتحديد طابعها الكارهة للماء / المحبة للماء. من أجل التحقق مما إذا كانت هناك علاقة بين هذه    والبوليسترين،للصدأ  

أنواع الأسطح لاستخدام  الحيوية،الشخصية وقدرة تكوين الأغشية   لنا باختيار  لتقليل  والتي ستسمح  الصناعة  ها في 

اتباعه.  الخسائر، يجب  الذي  التنظيف  بروتوكول   أزمة  بسبب  المذكرة  هذه  في  العملي  الجزء  تنفيذ  يتم  لم  وكذلك 

  .الباحثين مختلف  قبل  من بالفعل تم الذي العمل من عليها  الحصول تم التي النتائج ناقشنا قدو ل، الصحية »19 كوفيد«

المقاوم    ، Pseudomonas spp  البيوفيلم،  المفتاحية:الكلمات   /   للصدأ،الفولاذ  للماء  الكارهة  البوليسترين، 

 صناعة الألبان.  للماء،المحبة 
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Introduction: 

Dans l’industrie laitière, la formation des biofilms est très fréquente au niveau des 

surfaces qui sont en contact avec le lait tel que les sols, les murs, les tuyaux, les 

bidons de lait et les cuves de refroidissement (Dewangan et al., 2015) . Ces zones 

sont souvent difficiles à atteindre pendant le nettoyage et l'assainissement et ainsi les 

conditions optimales pour la formation et le développement des biofilms sont établies. 

Les environnements fournissent une variété de conditions, qui peuvent favoriser la 

formation de biofilm, par exemple: présence d'humidités, nutriments et inoculums de 

micro-organismes à partir des matières premières (Bower et al., 1996). Pseudomonas 

spp sont l'une des bactéries les plus importantes à l'origine des altérations des produits 

laitiers liquides pasteurisés conventionnellement, agissant par deux itinéraires 

différents. Premièrement, ils produisent la majorité des enzymes lipolytiques et 

protéolytiques sécrétées dans le lait cru pendant le prétraitement et le stockage, même 

dans des environnements psychrotrophes. Beaucoup de ces enzymes peuvent survivre 

à la pasteurisation et même aux traitements à très hautes températures et peuvent ainsi 

réduire la qualité sensorielle et la durée de conservation des produits laitiers liquides 

transformés. Deuxièmement, Pseudomonas spp peut agir dans le processus de post-

pasteurisation, provoquant la détérioration du lait pasteurisé conventionnellement 

pendant le stockage réfrigéré (Dogan et Boor, 2003). 

Ce mémoire rentre dans ce contexte. Il a pour principal objectif : de déterminer la 

capacité de ces bactéries à former des biofilms sur des surfaces en polystyrène, sur 

acier inoxydable et aussi déterminer le caractère hydrophobe/ hydrophile des souches 

de Pseudomonas de notre collection. 

Ce mémoire est structuré en trois parties: 

1. Une mise au point bibliographique traitant du biofilm, ses étapes de formation et les 

problèmes causés spécialement par le biofilm de Pseudomonas spp en industrie 

agroalimentaire, ainsi que des procédés de contrôle et d’élimination du biofilm. 

2. Une partie expérimentale comprenant : l’évaluation de la capacité de ces souches a 

formé des biofilms sur deux types de surface : le polystyrène et l’acier inoxydable, 

ainsi que de déterminer le caractère hydrophobe /hydrophile et voire s’il y a une 

relation entre ce caractère et le pouvoir de formation de biofilm. 
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3. La troisième partie est consacrée à la discussion des résultats antérieurs. Ce travail 

s’achève par une conclusion générale qui permettra de tirer quelques perspectives. 
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1. Définition : 

        Les biofilms bactériens sont généralement définis comme des agrégats de 

cellules bactériennes attachés à une surface et enrobés d’une matrice polymérique 

(Costerton et al., 1999 : Hall-Stoodley et al., 2004) (voir figure 01). 

        Les bactéries peuvent aussi bien adhérer à une surface biotique (exemple : 

cellules de la muqueuse) qu’à une surface abiotique (exemple : plancher ou 

équipement à la ferme, à l’abattoir ou à l’usine de transformation). 

        Au sein du biofilm, les micro-organismes morts ou lysés sont réutilisés comme 

nutriments : on parle de « cannibalisme ». L’ADN libéré lors de la mort programmée 

de certains micro-organismes du biofilm aurait un rôle structural dans la stabilité des 

biofilms (Bury-Moné, 2007). 

        La capacité de former un biofilm est maintenant reconnue comme une 

caractéristique propre à plusieurs microorganismes. On estime d’ailleurs que 80 % de 

la biomasse microbienne de notre planète résident sous forme d’un biofilm (Richards 

et Melander , 2009). 

 

 

Figure 01 : Micrographies électroniques à balayage de biofilms de P. fluorescens 

(14- jours) préparées à l'aide de méthodes cryogéniques (BMC Microbiology. 2009) 

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC3962273/figure/f1-cjvr_04_110/
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pmc/articles/PMC2697165/
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2.   Les étapes de formation d’un biofilm : 

    Les bactéries semblent initier la formation d’un biofilm en réponse à une pression 

environnementale (Annous et al., 2009), telle que le manque d’oxygène et de 

nutriments ou la présence d’un traitement (Vu et al., 2009). Les biofilms peuvent se 

développer sur une grande variété de surface incluant les tissus vivants, les dispositifs 

médicaux, ou tout autre support retrouvé dans le sol ou dans les milieux aquatiques et/ 

ou sur les équipements de l’industrie agroalimentaire (Talaro, 2008) (voir figure 02). 

 

Figure02 : Principales étapes de la formation des biofilms (Lebeaux et Ghigo, 2012). 

2.1. Adhésion primaire réversible et non spécifique : 

   Dans un premier temps l’adhésion est due à des interactions faibles entre la surface 

et les bactéries (interactions de type van der Waals et électrostatiques). À ce stade, la 

bactérie peut résorber de la surface et retrouver son état planctonique (Spiers et al., 

2003 : Kuchma et al., 2005). 

2.2. Adhésion secondaire irréversible et spécifique :  

   L’adhésion devient irréversible grâce à la sécrétion d’exopolymères par les bactéries 

permettant de consolider leur fixation au support. Dans ce cas, des interactions 

spécifiques entre les composants superficiels bactériens (adhésines) et les récepteurs 

de surface de la cellule hôte ou de la sonde avec des liaisons du type hydrophobes 

(Spiers et al., 2003 ; Kuchma et al., 2005), et surtout grâce à des structures 
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d’adhésion varient selon les types de micro-organismes concernés (Beloin et al., 

2005). Pour les bactéries à Gram négatives, il s’agit des pilis, des curlis, des capsules 

et du glycocalix. Pour les bactéries à Gram-positives, ce sont les acides teichoïques, 

l’acide mycolique, la capsule et le glycocalix. D’autres bactéries vivantes presque 

uniquement fixées (comme par exemple Caulobacter ou Hyphomicrobium) utilisent 

des structures spécifiques comme le pédoncule ou la gaine (Van Houdt, 2005).  

2.3. Formation de micro-colonies et production d’EPS : 

       Durant cette étape, les bactéries sont irréversiblement attachées à la surface de 

manière définitive, elles vont ensuite s’agréger entre elles et se conglomérer en 

utilisant les nutriments présents dans le film de conditionnement et de 

l'environnement liquide. Une fois l'attachement terminé, les processus de division 

cellulaire maintiennent les liaisons bactérie à bactérie et conduisent à la formation de 

micro colonies qui vont par la suite s’élargir et s’amplifier pour former une couche 

cellulaire couvrant la surface (Otto, 2013 ; Mogha et al., 2014 ; Goetz et al., 2016). 

Il y aura alors une phase durant laquelle la densité bactérienne atteint un certain seuil, 

qui permettra au quorum sensing de participer à la maturation du biofilm (Otto, 

2013). Une fois l'intensité de ses signaux aboutit à un niveau précis, les mécanismes 

génétiques contrôlant la production d'EPS sont activés (Costerton et al., 1999). Ces 

EPS jouent un rôle immense dans la protection des biofilms contre les agressions 

extérieures, qu’elles soient mécaniques, physiques, chimiques ou cellulaires ainsi que 

dans l'ancrage de cellules à la surface (Lebeaux et al., 2014 ; Mogha et al., 2014). 

2.4. Maturation du biofilm : 

       Par la suite la croissance exponentielle de biofilm se traduisant par une 

augmentation favorable de son épaisseur jusqu’à la formation d’un film hétérogène 

tridimensionnel (Costerton et al., 1995). Le biofilm mature se caractérise par la 

formation des canaux aqueux, qui vont entrainer la séparation des microorganismes 

d'une part, et permettant l’acheminement d’oxygène et de nutriments dans les parties 

enfouies du biofilm d'autre part, ainsi que l'évacuation des déchets. Le biofilm se 

développe, s'épaississant jusqu'à devenir macroscopique, en présence des conditions 

optimales (Filloux  et Vallet, 2003). 
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2.5.  Dispersion du biofilm : 

       Le détachement de cellules du biofilm intervient lorsque les conditions 

environnementales deviennent défavorables (voir figure 03) : limitation de la 

disponibilité en oxygène dans des biofilms épais, apparition de forces de cisaillement 

dues aux conditions hydrodynamiques, diminution de la concentration ou 

modification de la nature des nutriments disponibles (Sauer et al., 2002).  

       La dispersion du biofilm se fait selon trois étapes (Kaplan, 2010) : 

- Détachement des cellules de la colonie du biofilm.  

- Translocation des cellules vers un nouvel emplacement.  

- Fixation des cellules a un substrat dans le nouvel emplacement.  

       Les formes planctoniques ainsi libérées peuvent conserver des caractéristiques du 

biofilm, comme l’antibiorésistance (voir figure 03) (De Chalvet et De 

Rochemonteix, 2009). 

 

Figure 03 : La structure complexe des biofilms bactériens. (a) | Microcolonies dans le 

biofilm mature. (b) | Au moment de la dispersion (McDougald, 2012). 
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3. Composition d’un biofilm : 

      Le développement de l’architecture des biofilms est en grande partie lié à la 

production de la matrice extracellulaire par les bactéries du biofilm, incluant des 

protéines, des enzymes, des polysaccharides, des acides nucléiques (ARN, ADN), des 

lipides, des glycolipides et des cations  (Flemming et Wingender, 2010). En plus de 

ces composants, l’eau est le composant majeur, avec plus de 97%, responsable du flux 

des nutriments à l’intérieur de la matrice du biofilm (Sutherland, 2001). La 

composition de la matrice varie selon l’espèce bactérienne et les conditions de 

croissance (Yannick et al., 2014)( voir figure 04). 

 

Figure04 : Représentation schématique de la composition de biofilm 

(Goetz et al., 2016). 

      Les constituants essentiels d’un biofilm sont les micro-organismes agglomérés et 

la matrice qu’ils synthétisent (Clutterbuck, 2007). Les micro-organismes 

représentent 2 à 15 % du matériel du biofilm. La matrice extracellulaire représente 50 

à 90% de la masse organique carbonée d’un biofilm. Le rapport C/N d’un biofilm est 

cinq fois plus élevé que pour une suspension de bactéries planctoniques, ceci étant dû 

à la prédominance de la matrice (Bury-Moné, 2007). 

   La matrice extracellulaire est principalement composée de polysaccharides, tels que 

la cellulose, les protéines ou l'ADN exogène. Cette matrice peut être fixée sur des 

surfaces dures (équipements de l'industrie alimentaire, surfaces de transport, de 

distribution et de stockage, sols,…etc.) ou sur des structures biologiques (légumes, 

viande, os, fruits,… etc.) (Flemming et al., 2016). 



Partie I :          Synthèse bibliographique 

 9 

     Les substances polymériques extracellulaires (en anglais : extracellular polymeric 

substances ou EPS) sont des biopolymères produits par divers microorganismes : 

archées, bactéries et eucaryotes. Dans le cas des systèmes qui nous intéressent, les 

EPS sont des biopolymères d’origine microbienne dans lesquels les micro-organismes 

du biofilm sont incorporés. Ces EPS sont soupçonnées de jouer un rôle important dans 

le développement du biofilm. Les EPS sont caractérisées par leur apparence 

gélatineuse. Ils sont responsables de la morphologie, la structure, la cohésion et 

l’intégrité fonctionnelle des biofilms. Leur composition détermine la plupart de leurs 

propriétés physico-chimiques et biologiques (Wingender et al., 1999). 

     Selon (Flemming et al. 2007 ; Das et al. 2013), si les biofilms peuvent être vus 

métaphoriquement comme une « ville de microbes », les EPS représentent alors les 

“maisons des cellules du biofilm car ils les abritent des aléas physiques, biologiques et 

chimiques rencontrés dans l’environnement où se développe le biofilm. Les EPS ont 

ainsi plusieurs fonctions dans le biofilm, comme la promulgation de l’adhérence des 

bactéries sur la surface et entre elles, la formation et la maintenance de la structure du 

biofilm, l’augmentation de la résistance du biofilm contre le stress environnemental et 

la protection du biofilm contre les prédateurs (Costerton et al., 1995). Les EPS 

déterminent ainsi un micro-environnement dans lesquelles vivent les cellules du 

biofilm, micro-environnement caractérisé par sa structure (porosité, densité, quantité 

d’eau) et ses propriétés (charge du biofilm, hydrophobie, stabilité mécanique) : 

   – En terme de stabilité mécanique, les EPS ont ainsi un rôle protecteur contre la 

dessiccation des biofilms dans les milieux naturels car ils possèdent une grande 

quantité d’eau avec un très grand nombre de liaisons hydrogènes dans leur structure. 

  – En terme de réaction à un stress environnemental, ils peuvent entre autres, protéger 

les micro-organismes d’éléments toxiques. Par exemple, selon des études 

expérimentales in vitro, les cellules bactériennes dans les biofilms sont plus résistante 

aux antibiotiques que les cellules de la même espèce à l’état planctonique (Ceri et al., 

2001 ). Teitzel et Parsek (2003) ont ainsi observé que les biofilms étaient entre 2 à 

600 fois plus résistant au stress engendré par les métaux lourds que les cellules en 

culture libre. 

       Les EPS comptent entre 50% et 90% de la matière organique totale des biofilms 

(Evans, 2003). En terme de composition, selon (Flemming et al., 2007), 

contrairement à la connaissance  commune, les EPS sont certainement plus que des 
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polysaccharides. Ils comportent, en outre, une grande variété de protéines, des 

glycoprotéines, des glycolipides et dans certains cas des quantités surprenantes de 

l’ADN extracellulaire. Ainsi en ce qui concerne les biofilms environnementaux, les 

polysaccharides représentent souvent uniquement un composant mineur du 

biopolymère. Cependant, les diverses fonctions de l’ADN des biofilms commencent 

seulement à émerger (Das et al., 2013). 

    Enfin, selon Leriche et al. (2000), le taux de production des EPS ne dépend pas 

seulement du type d’organisme mais est également une fonction des conditions en 

termes de : nutriments, âge du biofilm, et environnement. Les conditions 

environnementales du point de vue hydrodynamiques semblent en particulier avoir 

une importance cruciale. 

4.  Facteurs favorisant la formation d’un biofilm : 

     La formation d’un biofilm est un phénomène complexe, sous l’influence de 

nombreux facteurs : caractéristiques du substrat sur lequel les bactéries vont se fixer, 

forces s’exerçant dans le milieu aqueux (hydrodynamique du fluide), caractéristiques 

du milieu et propriétés de la surface des cellules (Donlan, 2002). 

4.1. Caractéristiques de la surface : 

     N’importe quel matériau en contact avec un fluide contenant des bactéries est un 

support potentiel pour la formation d’un biofilm. La rugosité, les propriétés chimiques 

d’une surface et la présence préalable de films protéiques (on parle de « conditioning 

films » pour désigner ses films protéiques favorisant la formation de biofilms) sur une 

surface jouent une influence sur l’attachement des bactéries à cette surface et à la       

formation d’un biofilm (De Chalvet et De Rochemonteix, 2009). 

4.1.1. Rugosité de la surface : 

    Des chercheurs ont rapporté une corrélation positive entre l'adhérence et 

l’augmentation de la rugosité de la surface (Hoffman, 1983; Pedersen, 1990; 

Leclercq-Perlat et Lalande, 1994; Wirtanen et al., 1995). Généralement 

l’augmentation de la rugosité de la surface affecte la rétention des micro-organismes 

sur cette surface (Whithead et Verran, 2006). Les surfaces rugueuses sont colonisées 

de façon préférentielle car les forces répulsives sont moindres et la surface de fixation 

est augmentée, grâce à la présence d’aspérités (Donlan, 2002). Néanmoins, certaines 

souches sauvages de bactéries colonisent aussi des surfaces lisses (Donlan et 
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Costerton, 2002). Les biofilms auront ainsi tendance à se former au niveau des 

aspérités des matériaux, formant des recoins propices aux proliférations bactériennes 

et moins sensibles aux agents désinfectants ou antiseptiques. 

      Cependant, une des principales caractéristiques de l’adhérence bactérienne est 

l’hydrophobicité (Carré et Mittal, 2011). 

4.1.2. Propriétés physico-chimiques de la surface :  

       Les propriétés physico-chimiques de la surface peuvent exercer une influence sur 

le taux d’attachement et sur son ampleur. Les micro-organismes se fixent plus 

facilement à des surfaces hydrophobes et non polarisées comme le téflon ou d’autres 

matières plastiques, que sur des matériaux hydrophiles comme le verre ou les métaux. 

Les cellules sont capables d’outrepasser les forces répulsives que peuvent exercer sur 

elles le substrat, via l’action de liaison hydrophobes (Bendinger et al., 2003).  

4.2. Caractéristiques du milieu :  

        La formation et la dispersion d’un biofilm nécessitent des équipements 

enzymatiques précis et des entités structurales particulières, dont l’activation dépend 

de facteurs environnementaux clefs. On peut citer les facteurs suivants (Fletcher, 

1988 ; O’Toole, 2000 ; Donlan, 2002 ; Martinez, 2007 ;Goller, 2008): 

_ Température , En 1998 Smoot et Pierson ont montré que l’hydrophobicité 

augmentait quand la température de croissance diminuait. Comme elle affecte aussi 

l’activité métabolique et enzymatique des bactéries(Dumas, 2007) , 

_ pH : conditions optimales de formation de biofilms en situation de neutralité 

(Martinez, 2007), 

_ Concentration en oxygène, 

_ Concentration en fer, 

_ Osmolarité, 

_ Présence d’ions spécifiques, 

_ Sources de carbone disponibles : elles ont une influence sur la formation d’un 

biofilm et sur sa maturation (Martinez, 2007),   

_ Concentration en nutriments : Les micronutriments peuvent fortement influencer 

le développement du biofilm. Pour des espèces de Pseudomonas, le phosphore, 

l'azote, et le fer peuvent exercer un effet crucial sur la structure de biofilm. (Singh et 

al., 2002 ; Banin et al., 2005 ; Thompson et al., 2005 ; Monds et al., 2007).   Dans 
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un milieu statique, la concentration en nutriments doit être élevée pour qu’il puisse y 

avoir formation d’un biofilm ; ce n’est pas le cas pour un milieu hydrodynamique 

(Spormann, 2008), 

_ Concentration en certains cations : l’augmentation de la concentration de 

plusieurs cations (sodium Na+, Calcium Ca2+, ion ferrique Fe3+, ion lanthanum) 

influence l’attachement de Pseudomonas fluorescens sur des surfaces en verre, en 

réduisant les forces répulsives s’exerçant entre les bactéries chargées négativement et 

la surface de verre (Fletcher, 1988), 

_ Hydrodynamique du fluide :  selon la position du matériau dans un fluide, il sera 

plus ou moins exposé à des turbulences. La zone de moindres turbulences, à l’écart 

des flux laminaires, est appelée zone de fixation. C’est précisément dans cette zone 

qu’il est plus facile pour les micro-organismes de se fixer sur une surface, puisqu’ils 

sont moins soumis aux forces exercées par le fluide (Donlan, 2002) (voir figure 05). 

La figure 05 indique plusieurs interactions qui se produisent dans un biofiltre.  

_ saison : il existerait un effet saisonnier sur la formation de biofilms (Donlan, 1994). 

 

Figure 05 : Schéma illustratif de l’interrelation entre les conditions hydrodynamiques 

et le biofilm (De Andrade, 2016). 

     La formation d’un biofilm dépend, selon les bactéries, de conditions 

environnementales différentes. Par exemple, Pseudomonas aeruginosa peut former 

des biofilms dans n’importe quelles conditions alors que d’autres bactéries nécessitent 

des conditions particulières de température, de pH ou encore de nutrition. Certaines 
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bactéries peuvent s’adapter à des milieux par des modifications génétiques 

(Clutterbuck, 2007). 

     Des conditions environnementales stressantes (fortes concentrations de sels, de 

sucres, d’alcools, hautes températures, variations extrêmes du pH) inhibent la 

biosynthèse du flagelle (Goller, 2008) (Voir tableau 01). 

Tableau 01: Facteurs influençant l’attachement de cellules et la formation d’un    

biofilm, d’après Donlan, (2002). 

4.3. Propriétés des cellules : 

     L’hydrophobicité de la surface de la cellule, la présence de fimbriae et de flagelles, 

et la production d’exopolysaccharides influencent l’attachement des bactéries sur une 

surface. L’hydrophobicité d’une surface est importante dans l’adhésion des 

microorganismes à cette dernière. Plusieurs éléments structuraux des bactéries 

Propriétés de la 

surface/support 

 Propriétés du 

milieu 

 Propriétés de la 

cellule 

➢ Texture de la 

surface, 

➢ Rugosité de la 

surface, 

➢ Hydrophobicité de 

la surface, 

➢ Présence d’un film 

conditionnant à la 

surface. 

 ➢ Vitesse du flux, 

➢ pH , 

➢ Cations présents 

dans le milieu 

(Ca 2+ , Na²+, 

Fe3+…), 

➢ Concentration 

en fer et en 

nutriments, 

➢ Sources de 

carbone 

disponibles, 

➢ Disponibilité en 

oxygène dans le 

milieu, 

➢ Présence 

d’agents anti-

microbiens. 

 ➢ Hydrophobicité 

de la surface des 

cellules, 

➢ Présence 

d’appendices 

(fimbriae, 

flagelles) 

➢ Molécules de 

surfaces. 
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interviennent dans leur attachement à une surface : flagelles, fimbriae, 

polysaccharides. Il peut y voir des compétitions ou des coopérations entre cellules 

lorsque plusieurs espèces de bactéries sont concernées. Les polymères apolaires situés 

à la surface des cellules comme les fimbriae, certaines protéines, et les acides 

mycoliques (composants de certaines bactéries à Gram positives) semblent s’attacher 

de façon prédominante à des surfaces hydrophobes. Les exoploysacchardies et les 

lipopolysaccharides sont plus importants dans les mécanismes d’attachement à des 

surfaces hydrophiles (Donlan, 2002). 

      La synthèse de fimbriae du type I par des bactéries est un processus complexe 

gouverné par les statuts nutritionnels des cellules (stimulation de la synthèse si déficit 

carboné ou en acides aminés chez les souches uropathogènes d’Escherichia coli) et 

par les conditions environnementales (pas de synthèse si pH bas, température basse ou 

forte osmolarité) (Goller, 2008).  

      L’expression des curli est sous le contrôle de cascades de phosphorylation. Les 

conditions environnementales répriment ou stimulent l’expression de gènes codants 

pour des caractères de motilité. La synthèse de curli est stimulée dans les conditions 

environnementales suivantes : faible osmolarité, basse température, faible 

disponibilité du milieu en azote, phosphate et fer ; microaérophilie et croissance 

ralentie (Goller, 2008). 

      En général, les bactéries avec des caractéristiques hydrophobes préfèrent des 

matériaux avec des surfaces hydrophobes, et ceux ayant des caractéristiques 

hydrophiles préfèrent les surfaces hydrophiles (Mitik-Dineva et al., 2009).Cependant, 

il a été démontré que des matériaux avec des surfaces hydrophobes jouent un rôle plus 

important dans l’adhésion que l’hydrophobicité de la surface bactérienne 

(Katsikogianni et Missirlis, 2004). 

5. Organisation d’un biofilm : 

      La couche la plus profonde du biofilm est constituée par les cellules qui se sont 

fixées en premier. Ces cellules sont petites, leur métabolisme est anaérobie et leur 

croissance est lente. La couche superficielle du biofilm est constituée de grandes 

cellules en aérobiose et a croissance rapide. Entre ces deux couches de cellules, on 

trouve des cellules en microaérobiose. L’organisation stratifiée des biofilms 

s’explique par l’existence de gradients de nutriments, d’ions... Les nutriments présents 

dans le milieu extérieur diffusent en plus grande quantité dans les couches 
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superficielles du biofilm. Plus on avance vers les couches profondes du biofilm, 

moins la diffusion est efficace et plus les concentrations en éléments nutritifs sont 

basses. Ces gradients permettent d’expliquer la présence de zones de croissance 

différente des micro-organismes (Bury-Moné, 2007). 

     Des simulations tridimensionnelles réalisées par informatique ont permis de 

montrer que les zones de croissance rapide du biofilm sont caractérisées par la 

présence de larges structures en colonnes contrairement aux zones de croissance 

réduite où l’on trouve un réseau étroit de structures entraînant ainsi une réduction des 

communications intercellulaires et de la croissance du biofilm (Clutterbuck, 2007). 

5.1. Structure des biofilms : 

     Dans les conditions naturelles, les bactéries existent sous deux formes 

(Clutterbuck, 2007) : 

_  libre : mode de flottaison libre appelé forme planctonique, 

_  sessile : attaché, sous forme de biofilm. 

Le passage d’un mode de vie à l’autre est un processus dynamique et complexe. La 

forme planctonique permet aux bactéries de proliférer et de coloniser de nouvelles 

niches. C’est la forme minoritaire. Brièvement, des bactéries sous forme libre 

s’attachent à une surface de façon irréversible, puis croissent. Ces bactéries produisent 

et accumulent des polymères extracellulaires, formant une matrice extracellulaire à 

forte teneur en eau. Les bactéries sont immobilisées au sein de cette matrice. Leur 

proximité entre elles leur permet de réaliser des échanges de signaux et de nutriments. 

C’est cet ensemble qui forme le biofilm (Clutterbuck, 2007). 

6. Le quorum sensing : 

6.1. Définition et mécanismes : 

     La formation d’un biofilm est contrôlée par des mécanismes de « QS » . Il s’agit de 

mécanismes de contrôle des processus ayant lieu au sein des cellules, matérialisé par 

des signaux de cellule à cellule, et dépendant de la quantité de cellules présentes : on 

parle de mécanismes de perception du quota. Ces mécanismes sont basés sur le 

principe de masse critique (Costerton, 1999 ; Tomlin, 2005). Une fois que les 

signaux atteignent une valeur seuil (valeur critique), des régulateurs transcriptionnels 

sont activés et exercent un contrôle sur des gènes spécifiques (Costerton, 1999 ; 

Clutterbuck, 2007 ; Irie, 2008). La nature et la fonction des molécules signalant les 



Partie I :          Synthèse bibliographique 

 16 

échanges de cellule à cellule changent à partir d'une concentration donnée des 

bactéries (Costerton, 1999). Des mutations de gènes impliqués dans les mécanismes 

de quorum sensing entraînent des répercussions sur les stades tardifs de formation des 

biofilms. Ces gènes exercent un contrôle sur une grande partie de l’expression du 

transcriptome (ensemble des ARNm au sein d’une population de cellules) et du 

protéome (ensemble des protéines traduites au sein d’une population de cellules), avec 

en particulier un contrôle de l’expression de facteurs de virulence comme les 

protéases par exemple (Tomlin, 2005). 

6. 2. Les molécules du quorum sensing : 

     Les molécules du QS sont différentes selon les types de bactéries (Parsek, 2004 ; 

Irie, 2008). On trouve des acyl homosérines lactones (AHL) chez la plupart des 

bactéries à Gram-négatives. La majorité des bactéries à Gram-positives utilisent des 

peptides auto-inducteurs, dont la taille est très variable (de 5 à 87 acides aminés). Les 

molécules du quorum sensing sont dégradées par des enzymes : AHL-lactonases et 

AHL-acylases. On obtient par conséquent une ségrégation spatiale des molécules du 

quorum sensing au sein d’un biofilm (Irie, 2008). 

7. Transfert d’information génétique au sein du biofilm : 

     Les transferts horizontaux d’information génétique jouent un rôle important dans 

l’évolution et la diversité génétique des communautés microbiennes. L’un des 

principaux mécanismes de transfert génétique est celui de la conjugaison qui permet 

l’échange direct d’ADN par contact physique entre deux cellules via un pili de 

conjugaison. Les biofilms, en favorisant le contact des bactéries entre elles, offrent un 

environnement idéal pour le transfert de gènes par le mécanisme de conjugaison, et de 

nombreuses études ont montré que la fréquence de transferts génétiques par 

conjugaison augmentait lorsque les bactéries se développaient sous forme de biofilm 

(Roberts et al., 1999 ; Bjorklof et al., 2000 ; Ghigo, 2001). 

     La mise en évidence de la relation entre conjugaison et capacité à former un 

biofilm a de profondes conséquences écologiques. Elle suggère en particulier que les 

plasmides conjugatifs, en exprimant des fonctions d’adhésion, favorisent l’accès de 

leurs bactéries hôtes aux biofilms, micro-environnements très favorables à la 

transmission horizontale de matériel génétique, un mécanisme essentiel d’acquisition 

de gènes de résistance aux antibiotiques (Ghigo, 2001). Ainsi, l’utilisation des 

antibiotiques en médecine humaine ou vétérinaire, en favorisant la sélection de 
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souches porteuses de plasmides vecteurs de résistance aux antibiotiques, pourrait 

également favoriser la formation des biofilms dont l’élimination pose un grave 

problème de santé publique (Hall-Stoodley et al., 2004). 

    Les bactéries peuvent acquérir des gènes de résistance par transfert de gène 

horizontal (HGT). En fait, le HGT conjugué au plasmide est considéré comme le 

processus le plus important dans l'émergence de nouveaux agents pathogènes 

résistants (Schiwon et al., 2013). Il est bien documenté que la conjugaison 

bactérienne peut se produire au sein des biofilms car elle offre une situation idéale 

pour l'échange de matériel génétique d'origines diverses (Christensen et al., 1998; 

Hausner et Wuertz, 1999). D'un autre côté, la conjugaison bactérienne peut induire 

la formation de biofilm puisque le contact de cellule à cellule établi pour l'échange de 

gènes favorise la proximité immédiate des bactéries nécessaires à la formation de 

biofilm (Ghigo, 2001; Molin et Tolker-Nielsen, 2003; Reisner et al., 2006; Yang et 

al., 2008; D'Alvise et al., 2010). 

8. Le biofilms de Pseudomonas dans les installations de production 

alimentaire : 

    La présence des biofilms dans une usine alimentaire met la santé humaine en 

danger. Le niveau de risque dépend des espèces bactériennes formant cette structure 

vivante tridimensionnelle. Les principaux sites de développement de biofilms 

dépendent du type d'usine, mais peuvent comprendre de l'eau, du lait et d'autres 

conduites de liquide, des plaques de pasteurisateur, des membranes d'osmose inverse, 

des tables, des gants d'employés, des carcasses d'animaux, des surfaces de contact, des 

silos de stockage pour les matières premières et les additifs, les tubes distributeurs, 

matériaux d'emballage…etc. (Camargo et al., 2017). 

   Il est reconnu depuis longtemps que les surfaces des équipements et des ustensiles 

peuvent aider les micro-organismes à adhérer, à se développer et à devenir une source 

de détérioration. Parmi ces  micro-organismes : Pseudomonas aeruginosa et 

Pseudomonas fluorescens qui sont des membres des bactéries d'altération et sont 

également impliqués dans les processus d'adhésion et la formation de biofilms. Ces 

deux organismes d'altération se trouvent dans les environnements de transformation 

des aliments, y compris les drains et les planchers, sur les fruits, les légumes et la 

viande des surfaces. 
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    Les composantes clés des EPS dans  le biofilm de P. aeruginosa sont les exo 

polysaccharides  y compris l’alginate, l'ADN extracellulaire (ADNe), les lipides et les 

protéines. Les pili extracellulaires du type IV (T4P) et les flagelles agissent également 

comme éléments structuraux dans les biofilms matures (Van Schaik et al., 2005; 

Barken et al., 2008). Les fimbriae jouent un rôle important dans les interactions de 

cellule à cellule au stade précoce de la formation du biofilm (Wei et Ma, 2013). La 

composition et les fonctions des EPS dans le biofilm de P. aeruginosa ont été mises 

en évidence dans plusieurs revues (Flemming et Wingender, 2010; Moradali et al., 

2017). 

     Le lait est généralement stocké à basse température pendant 2 à 5 jours avant le 

traitement thermique (De Jonghe et al., 2011; Baur et al., 2015). Pendant le 

stockage, ce qui peut réduire la qualité du lait cru à cause des micro-organismes 

psychrotrophes (Lafarge et al., 2004; Xin et al., 2017). 

     Le Pseudomonas a été identifié comme une bactérie psychrotrophique, ce qui en 

fait l'un des groupes bactériens les plus importants de l'industrie laitière (Wiedmann 

et al., 2000; Marchand et al., 2009a).Les espèces de Pseudomonas les plus 

fréquemment détectées dans le lait et les produits laitiers sont P. fluorescens, P. 

gessardii, P. fragi et P. lundensis (Mallet et al., 2012). Pseudomonas spp  peut croître 

sur une plage de températures de 4 à 42 °C, avec une température de croissance 

optimale supérieure à 20 °C (Chakravarty et Gregory, 2015). Ils sont présents dans 

des environnements différents et sont fréquemment liés à la détérioration des 

aliments, en particulier celle du lait cru (Quigley et al., 2013; Chakravarty et 

Gregory, 2015). Les Pseudomonas peuvent dépasser d'autres bactéries à basses 

températures, représentant au moins 50% de toutes les bactéries dans le lait (Munsch-

Alatossava et Alatossava, 2006; Fricker et al., 2011; von Neubeck et al., 2015). La 

croissance des Pseudomonas est souvent associée à la production d'enzymes 

extracellulaires (par exemple, les peptidases et les lipases). Les peptidases sécrétées 

par Pseudomonas pendant le stockage à froid sont des peptidases extracellulaires 

thermostables qui peuvent conserver leur activité après pasteurisation ou traitement à 

ultra-haute température (UHT) (Marchand et al., 2009b; Glück et al., 2016).  
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9. Elimination du biofilm en industrie alimentaire : 

La principale source de contamination des produits laitiers est souvent associée à la 

formation de biofilms à la surface des tuyaux de transport du lait, des conteneurs de 

traite et des accessoires dans les industries laitières (Srey et al., 2013). Les biofilms 

sont établis principalement dans des conditions qui permettent aux bactéries d'adhérer 

facilement aux parois des tuyaux, par exemple, lorsque le lait se trouve dans des 

tuyaux de transport sans écoulement (Stoodley et al., 2002). De plus, les bactéries du 

biofilm peuvent également augmenter la corrosion des tuyaux métalliques, réduire le 

transfert de chaleur et augmenter la résistance à la friction des fluides (Kumar et 

Anand, 1998; Gupta et Anand, 2018). C’est pour cette raison il est nécessaire de 

connaitre le type de souillure à éliminer ainsi que le type de support (matériel) à 

nettoyer pour le choix du produit nettoyant. L’efficacité du nettoyage va dépendre de 

certains facteurs qui sont : l’action mécanique, l’action chimique (choix du produit de 

nettoyage), la température et le temps de contact. Ces quatre éléments forment le 

cercle de Sinner (Wirtanen et Salo, 2003). (Voir tableau 02).  
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Tableau 02 : Choix du produit nettoyant en fonction des souillures( Diaby, 2018). 

 

      Les produits alcalins et acides sont des détergents couramment utilisés dans 

l'industrie alimentaire (Simões et al., 2010) par exemple les alcalins ayant réussi à 

éliminer les biofilms de Pseudomonas putida de l'acier inoxydable (Antoniou et  

Frank, 2005).  

       La meilleure manière de combattre les biofilms en IAA est la connaissance de son 

industrie et des processus de fabrication. Le respect des consignes d’utilisation est 

aussi un point important dans le cadre de la lutte contre les biofilms. Une opération de 

nettoyage et de désinfection ne respectant pas les paramètres indiqués par le 

fournisseur (concentration, temps de contact, plage de pH, température,…etc.) peut 

être inefficace.  

      Par exemple, un produit désinfectant peut avoir une action bactéricide et sporicide 

à une concentration donnée, mais une diminution de cette concentration peut 

Types de souillures  Détergents adaptés 

➢ Souillures 

minérales :(exemple : 

terre,sable,poussière ) 

➢ Tartre ou calcaire. 

 ➢ Détergent neutre. 

 

 

 

➢ Détergent acide(détartrant). 

➢ Souillures organiques : 

➢ Souillures fraiches de protéines 

et graisses(présente sur les 

surfaces impliquant un 

nettoyage manuel). 

➢ Salissures blanchissables 

(café,fruits,vin…) 

➢ Graisses cuites ou séchés. 

 

➢ Graisses carbonisés 

(friteuse,gril,four…) 

➢ Résidus sucrés. 

  

➢ Détergent alcalin doux avec un 

pH proche de la neutalité. 

 

 

➢ Détergent alcalin doux. 

 

➢ Détergent alcalin moyen (pH 

compris entre 9et 12.5). 

➢ Détergent alcalin fort(pH 

compris entre 13.5 et 14). 

➢ Détergent acide. 
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supprimer l'une des deux actions. L'utilisation d'un désinfectant à une concentration 

plus faible peut entraîner l'apparition des micro-organismes résistants. Afin d’éviter le 

phénomène de résistance des micro-organismes à un produit donné, il est 

recommandé de changer régulièrement le produit désinfectant (David et Balty, 2014). 

      Le système de nettoyage en place (CIP) est couramment utilisé par les industries 

pour contrôler les biofilms dans les chaînes de transformation du lait. Il s'agit d'une 

procédure de désinfection qui comprend le nettoyage régulier des tuyaux et des 

équipements en utilisant des solutions acides et alcalines appliquées à des 

températures élevées (Bremer et al., 2006). Il est utilisé essentiellement pour assurer 

la désinfection des surfaces propres et l'élimination des résidus organiques grâce à 

l'action des désinfectants dans les endroits difficiles d'accès (Shi et Zhu, 2009). 

Cependant, la contamination et la détérioration des produits causés par les biofilms 

sont toujours des problèmes récurrents (Ostrov et al., 2016). Un autre mécanisme lié 

à la persistance du biofilm est considéré comme l'expression génique différente dans 

la population multicellulaire, car certaines cellules entrent dans un état dormance ou 

persistance, manifestant une résistance ou une tolérance non héréditaire à différents 

agents  antimicrobiens (Wood et al., 2013; Singh et al., 2017). 

      L'une des stratégies possibles pour lutter contre la formation de biofilms consiste à 

empêcher l'adhésion bactérienne aux surfaces à l'avance (Palmer et al., 2007). Cette 

stratégie comprend la réduction de la rugosité de surface, des revêtements 

antimicrobiens ou des composés antiadhésifs qui repoussent les cellules bactériennes 

au moyen de mécanismes physiques (Verran et Whitehead, 2005; Lejars et al., 

2012). En raison du besoin de matériaux anti-biofilm non toxique, le revêtement des 

surfaces avec des agents antiadhésifs est plus attrayant car il n'implique pas de 

composés toxiques et n'est pas susceptible de provoquer le développement d'une 

résistance dans la flore bactérienne (Nir et Reches, 2016). 

     L'une des façons prometteuses de modifier les surfaces implique l'utilisation de 

peptides antimicrobiens. Ces peptides sont un groupe hétérogène de petites molécules 

produites par une grande variété de cellules qui présentent une puissante activité 

antibactérienne (Batoni et al., 2011). Certains peptides se caractérisent par leur 

capacité à inhiber la formation du biofilm (Sakala et Reches, 2018); par conséquent, 

de nombreuses tentatives ont été faites pour les utiliser sous leur forme naturelle ou 

synthétique dans les industries de la médecine et de l'alimentation (Geng et al., 2018). 
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Ces peptides influencent les processus cellulaires bactériens et, par conséquent, les 

bactéries peuvent développer une résistance, ce qui se produit dans le cas des 

antibiotiques (Chung et Khanum, 2017; Hamley, 2017). 
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1. Lieu d’étude : 

La partie pratique de cette étude s’était programmé dans le laboratoire de 

microbiologie de la faculté SNV-ST de l’université de khemis-Miliana. 

2. Origine des souches : 

À fin d’évaluer la capacité de formation de biofilm nous avons procédé à 

travailler sur 11 souches de Pseudomonas spp isolées à partir des canalisations post et 

pré pasteurisation (les souches proviennent d’une ancienne collection). 

3. Etude de l’hydrophobicité de la paroi bactérienne par la technique 

MATH (Microbial Adhesion To Hydrocarbon ) : 

L’hydrophobicité de la paroi est estimée selon le protocole 

MATH(Rosenberg, 1981, 2006) avec des modifications minimes et en utilisant 

l’hexadécane comme solvant. Les souches sont cultivées séparément dans 5 ml de 

bouillon tryptone soja TSB et incubées pendant 18h à 37°C. Les cellules sont 

récupérées après centrifugation (5000 tours /min) pendant 15 minutes. Le culot obtenu 

est ensuite lavé après 2 centrifugations successives à l’aide du tampon PBS 

(Phosphate Buffered Saline pH= 7.1) et mis en suspension dans le même tampon à 

une densité optique initiale (DOi) comprise entre 0,8 et 1 à 600 nm. Un volume de 0,3 

ml de chaque solvant est additionné à 1,8 ml de suspension bactérienne puis 

l’ensemble est agité au vortex pendant 2 min. Après 20 min de décantation, la DO 

(DOf) de la phase aqueuse est mesurée à 600 nm . Le pourcentage d’adhésion au 

solvant est alors calculé par l’équation suivante :  

Pourcentage d’adhésion au solvant (𝐶𝑆𝐻 %) =
𝐷𝑂𝑖 − 𝐷𝑂𝑓

𝐷𝑂𝑖
x100 

Lorsque la CSH(%) ˂ 20% hydrophile, 

CSH(%) > 40% hydrophobe, 

20% ˂ CSH(%) ˂ 40% moyennement hydrophobe. 

 

4. Evaluation de la formation de biofilm in vitro : Méthode de culture 

sur microplaque (TCP) sous différents conditions : 

       La production de biofilms sur la surface polystyrène a été déterminée en utilisant 

des microplaques PS à 96 puits, en suivant la méthode quantitative décrite par 

Stepanović et al. (2000) avec des modifications mineures. 
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     Afin de comparer la capacité des souches isolées à former des biofilms sur des 

surfaces de polystyrène avec différents milieux, toutes les souches ont été soumises à 

un test de biofilm sur des surfaces de PS en présence du bouillon nutritif ou bouillon 

tryptone soja. Pour mesurer le potentiel de formation de biofilm des souches à 

différentes températures, toutes les souches ont été soumises à un essai de biofilm sur 

les surfaces PS à 37 °C et 55 °C, respectivement. 

4.1.Souches bactériennes et des conditions de croissance : 

Les souches isolées qui ont été maintenues à -80 °C dans du TSB contenant 50% 

glycérol mélangé et cultivé en TSB à 37 °C pendant 18 h pour atteindre la phase 

stationnaire. Les organismes étaient récolté par centrifugation à 2350 g, 4 °C pendant 

10 min, puis lavé deux fois par une solution saline stérile tamponnée au phosphate 

(PBS, pH 7,4) et remis en suspension dans du BN stérile frais et TSB (concentration 

finale d'environ 106 UFC / ml) selon les éléments suivants les expériences. 

     Un volume de 200 μl de la suspension bactérienne est déposé dans les puits de 

microplaques en polystyrène stériles de 96 puits en forme "U", chaque culture 

bactérienne a été utilisé en 3 fois pour assurer une exactitude des résultats. 

Parallèlement, un même volume de 200 μl du TSB  ou du BN non ensemencé est 

déposé dans trois puits et sert comme contrôle négatif, la microplaque est incubée à 

37 ºC pendant 24h sans agitation.  

      Après la durée d’incubation, Les puits ensemencés de la microplaque sont ensuite 

vidés et la suspension bactérienne est éliminer. Suivie de 3 rinçages par le PBS ( 

pH=7.4) afin d’éliminé les bactéries non adhérées, puis la microplaque est séché à une 

température ambiante en position inversée pendant 30 min.  

     Les puits de la microplaque séchés sont ensuite coloré par 200 μl de Cristal violet à 

1% dans chaque puits, après 15 min le colorant Cristal violet est éliminé et les puits 

sont rincés 3 fois à l’eau distillée stérile pour éliminer toute trace de colorant non fixé, 

les plaques sont ensuite séchées à une température ambiante en position inversée. 

Enfin les puits sont remplis encore une fois avec 200 μl d’éthanol à 95% pour le 

processus de solubilisation du Cristal violet contenu dans le biofilm formé dans les 

puits.  

    La densité optique est mesurée à 570 nm par le lecteur de microplaque (ELISA ; 

technique immuno-enzymatique) (modèle SafasmonacoMP96) couplé a un ordinateur. 
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    les souches compte tenu de leur pouvoir adhérent, ont été classées en quatre 

catégories : non adhérentes, faiblement adhérentes, modérément adhérente et 

hautement adhérente (Stepanović et al., 2000; Stepanović et al., 2007):  

*aucune production de biofilm (DO570≤ DO control) 

* faible (DOcontrol <DO570≤ 2DOcontrol) 

* modérée (2DOcontrol <DO570≤ 4DOcontrol) 

* forte productrice de biofilms (DO570> 4DOcontrol). 

 

 

Figure 06 : Formation de biofilm en microplaque ( Bellifa, 2014). 
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5. Evaluation de la formation de biofilm sur acier inoxydable sous 

différents conditions : 

5.1. Traitement des lames d’acier inoxydable : 

 Les lames d’acier inoxydable appelées également « inox » sont préparées suivant 

la technique de (Peng , 2001). 

-Les lames coupées dans des dimensions de 5 cm sur 2 cm sont submergées dans un 

mélange d’éthanol et d’acétone (v/v) pendant une heure, afin d’éliminer les traces des 

matières grasses.  

-Rinçage à l’EDS.  

-Elles sont ensuite submergées dans une solution de NaOH à 2% pendant 5 min à 

75°C.  

-Un deuxième rinçage des lames à l’EDS. 

-Puis elles sont submergées dans une solution de HNO3  à 1% pendant 5 min à 75°C. 

-Et enfin un dernier rinçage à l’EDS. 

5.2. Formation du biofilm sur les lames d’acier inoxydable : 

Cette technique a été effectué selon ( Lee et al., 2015). 

Chaque souche de Pseudomonas a été cultivé dans 5 ml de TSB ou BN pendant 24h à 

37°C, puis 1ml de chaque suspension bactérienne est transféré dans des tubes à essai 

contenant 10 mm de PBS (pH 7.4)et des lames d’inox  (type 316,5 cm par 1 cm ) , les 

tubes sont incubés à 37°C pendant 2h pour permettre l’adhésion des cellules 

bactériennes à la surface des lames d’inox. 

Après 2h les lames sont séchées est immergées dans des tubes contenant du TSB ou 

BN pendant 24h à  37°C, après incubation les lames sont lavées 3 fois à l’eau distillé 

stérile et séché puis coloré par 1 ml de Cristal violet 0.5% pendant 2 min, l’excès du 

Cristal violet est éliminé et les lames sont rincées à l’eau distillé stérile. 

Le Cristal violet incorporé dans le biofilm est solubilisé par 1 ml d’éthanol 99%, la 

densité optique est mesurée à 595 nm au spectrophotomètre. 
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     P.aeruginosa est une bactérie qui réside généralement dans la nature sous forme de 

biofilm (Nagant, 2013), c’est l’une des bactéries les plus abordées dans l’étude des 

biofilms (Musk et al., 2005). 

    Selon Kochkodan et al. (2008) et Giaouris et al. (2009), l'hydrophobicité de la 

surface cellulaire est un facteur majeur d'adhésion bactérienne et de formation de 

biofilm. Ceci est soutenu par Krasowska et Sigler. (2014) 

    Pour faciliter l'adhérence aux substrats hydrophobes, les bactéries dégradant les 

hydrocarbures peuvent augmenter l'hydrophobicité de la surface cellulaire en 

modifiant les composants de la surface cellulaire (Morgan et Watkinson, 1993).De 

plus, les cellules microbiennes peuvent produire des substances polymères 

extracellulaires (EPS) sous forme de capsules ou de sécrétions mucoïdes qui peuvent 

interagir avec des substrats hydrophobes, tels que des hydrocarbures (Abdel-megeed, 

Suliman et Mueller, 2014). 

    Certains  auteurs  considèrent  que  l’hydrophobicité  de  la  surface  bactérienne  

est  le paramètre clé qui gouverne l’adhésion bactérienne aux supports inertes  (Jana 

et al., 1999; Cappello et Guglielmino, 2006).   

    D’autre part, le rôle des fimbriae en tant que déterminant principal de 

l'hydrophobicité de la surface cellulaire de  de P. aeruginosa a été élaborer par des 

études microscopiques. Les fimbriaes et autres structures de surface filamenteuses, 

telles que les pili et les flagelles, servent d'hydrophobines et confèrent un caractère 

hydrophobe élevé aux organismes dans lesquels elles se trouvent (Lindahl et al., 

1981; Rosenberg et al., 1982; Rosenberg et Kjellenberg, 1986; Irvin, 1990; 

Wadstrom, 1990; Deziel et al., 2001).  

    Les flagelles, les pili type IV et les fimbriae  se sont avérés jouer principalement 

des fonctions auxiliaires en tant que facteurs d'adhésion et support structurel dans la 

formation du biofilm de P. aeruginosa (Whitchurch et al., 2002). Les flagelles 

interviennent dans la motilité de P. aeruginosa .Il peut également agir comme une 

adhésine et jouer un rôle critique dans les interactions initiales cellule-surface 

(O’Toole et Kolter, 1998). De plus, la présence de flagelles fonctionnels permet à la 
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bactérie de nager et de surmonter les forces électrostatiques répulsives qui peuvent 

exister entre la surface cellulaire et la surface du matériau ou du film de 

conditionnement de l’hôte (O’Toole et Kolter, 1998). 

     Une étude récente montre que P. aeruginosa avait présenté des propriétés de 

surface hydrophobes vers un solvant apolaire (hexadécane) et à une croissance assez 

lente. En raison des propriétés de surface hydrophobes et de la lenteur de croissance, 

P. aeruginosa a montré une forte formation et persistance de biofilm. Parmi plusieurs 

organismes, P. aeruginosa est comparativement plus hydrophobe, à croissance lente 

et adopte le mode de vie du biofilm assez tardivement. Ces résultats suggèrent que 

l'hydrophobicité de la surface cellulaire est directement proportionnelle à la formation 

de biofilm et à la population de variantes de petites colonies « S C Vs » (Small 

Colony Variants) et inversement proportionnel au taux de croissance du sujet s'isole 

(Zulfiqar et al., 2018).  

  L'hydrophobicité des cellules de P. aeruginosa a été déterminée par Khelissa 

et al. (2019)  en mesurant l’affinité des cellules du biofilm de P.aeruginosa et des 

cellules planctoniques pour l’hexadécane. L'augmentation de la température de 

croissance de 20 à 37°C a diminué l'affinité des cellules planctoniques pour 

l'hexadécane de 71 à 50% (P  < 0,05; voir figure 07). 

Figure 07 : Affinité du biofilm de Pseudomonas aeruginosa et des cellules 

planctoniques cultivées à 20, 30 et 37 °C avec l'hexadécane (Khelissa et al., 2019). 
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    Les résultats de Khelissa et al. (2019) ont montré que l'hydrophobicité des cellules 

du biofilm de P. aeruginosa augmente lorsque la température de croissance de cette 

bactérie passait de 20 à 37 °C.  

     Le polystyrène est largement utilisé dans l’industrie médicale et agroalimentaire, 

en raison de son faible coût, de sa durabilité, de sa facilité de production (Lerman et 

al., 2018) . 

     D’après Hassan et al. (2011) la méthode TCP est une technique sensible, simple et 

fiable utilisée pour révéler la formation d’un biofilm in vitro. Cette méthode consiste à 

cultiver des souches bactériennes dans des microplaques de titration en polystyrène à 

96 puits et nécessite l’utilisation du cristal violet comme indicateur de viabilité 

cellulaire. Les résultats de la coloration obtenus peuvent être observés à l’œil nu ainsi 

que sa quantification nous permet de déterminer la masse du biofilm formé (Musk et 

al., 2005). 

Le développement des biofilms en fonction du  temps a été étudié par Valeria et 

al. (2020) en utilisant le comptage de cellules viables et une quantification de la 

densité optique, en utilisant le test CV (Cristal Violet). Le développement a été étudié 

pour des niveaux d'inoculum de 104 et 107 UFC/ ml (voir figure 08). Les résultats 

montrent que la densité optique mesurer de P.fluorescens en utilisant l’inoculum de 

104  et de 107 sont presque les mêmes, c‘est-à-dire que la charge microbienne ne 

reflète rien sur l’adhésion au polystyrène. 
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Figure 08 : Développement de la biomasse du biofilm de P. fluorescens après 

coloration CV. Variation de la densité optique (DO590) dans le temps obtenue avec 

des niveaux d'inoculum de 104  (points noirs) et 107 (points bleus) CFU / ml. 

(Valeria et al., 2020). 

   Valeria et al. (2020) ont trouver que les molécules organiques produites par P. 

fluorescens (par exemple, l'alginate) plus les molécules présentes dans le milieu de 

croissance (par exemple, le glucose, le soja et la peptone de caséine) ont facilité le 

conditionnement de la surface. Les micro-organismes ont rapidement formé une 

couche qui a neutralisé les charges de surface excessives et l'énergie libre de surface, 

facilitant la croissance ainsi l’adhésion sur le polystyrène.  

   Sabaeifard et al. (2014) , ont étudiés la capacité de formation de biofilm de 10 

souches de Pseudmonas spp par la méthode TCP, dont la formation de biofilm est 

mesurer par un lecteur d’absorbance (à 590nm) de microplaques. Les résultats 

obtenus sont en forme d’histogramme (voir figure 09). Ils montrent que les souches 

n’ont pas produits de biofilms durant les deux périodes de temps, ceci explique que le 

changement de temps ne reflète pas sur la formation de biofilm.  
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Figure 09 : la formation de biofilm par les souches de Pseudomonas spp après 24 

heures et 48 heures d’incubation (Sabaeifard et al., 2014). 

    Les résultats de Stepanović et al. ( 2007), montrent que les souches de 

Pseudomonas spp sont des souches non productrices de biofilms durant les deux 

périodes d’incubation (24h et 48h). Ces résultats sont similaires à celui de Sabaeifard 

et al. (2014). 

   Durant une incubation des souches de Pseudomonas fluorescens à 10 °C il y avait 

une formation de biofilm modérée, par contre l’incubation des souches à 30 °C n’a 

révélé aucune formation de biofilm. Ceci peut être due à la mobilité des cellules ; la 

présence des flagelles (Rossi et al., 2016). 

   Une préculture de P.aeruginosa remise en suspension pendant une nuit a été diluée 

5000 fois (environ 5 x 106 UFC / ml) avec TSB + 1% Glu + 0,6% YE. Le TSB donne 

une croissance remarquable de P.aeruginosa , car il contient une digestion 

enzymatique de caséine, une digestion enzymatique de farine de soja, du chlorure de 

sodium, du phosphate dipotassique et du dextrose. Deux cents microlitres de chacune 

de la suspension ont été ajoutés à huit puits de microplaques en polystyrène stérile à 

96 puits (fond plat) quatre puits avec du milieu uniquement servi de blanc. Les  



Partie III :             Discussion des résultats antérieurs 

 34 

plaques ont été incubées pendant sept intervalles de temps différents (8 h, 16 h, 24 h, 

48 h, 72 h, 96 h et 120 h) dont 72 h se sont avérés établir un biofilm mature et ont été 

incubés à 5 températures différentes (4°C, 18°C, 25°C, 30°C et 37°C) pour déterminer 

l'impact de la température sur formation de biofilm. La densité optique a été lue à 600 

nm pour déterminer la densité de croissance des cellules et la force du biofilm à 595 

nm en utilisant une coloration au Cristal violet, l'exopolysaccharide (EPS) formé à 

différentes températures a été quantifié en utilisant une coloration au rouge de 

ruthénium à DO450 nm en utilisant lecteur de microplaques (Systronics, Bangalore). 

D’après les recherches il s’est avéré que l’incubation des microplaques pendant 72h à 

30 °C est la meilleure pour l’adhésion des souches à la surface en polystyrène. De 

plus, une composition comme le glucose et l'extrait de levure induit une excellente 

croissance de la bactérie. Les résultats des paramètres physico-chimiques indiquent 

que, TSB + 1,0% Glu + 0,6% YE a donné une croissance significative in vitro 

(Zameer et al., 2009). 

    Zameer et al. (2010) ont constatés que les bactéries généralement préfèrent se fixer 

à des surfaces hydrophobes à faible énergie telle que le polystyrène plutôt qu'à des 

surfaces hydrophiles à haute énergie telle que le verre. 

 

   D’après Scott et Edmund. (1997), le conditionnement de surface par TSB ,RSM 

(lait écrémé reconstitué) RSM + Saccharose représente le potentiel d'encrassement de 

l'acier inoxydable dans des conditions de transformation alimentaire; le 

conditionnement en PBS représente une surface propre. Les résultats de cette étude 

montrent que l'effet des salissures sur l'adhérence variait avec chaque micro-

organisme et chaque milieu de croissance. En plus de l'effet de salissure, les 

conditions de croissance semblent également influencer l'adhérence. D'autres 

chercheurs ont observé des résultats similaires comme Helke et al. (1993). 

    Le tableau 03 indique que la concentration d’adhérence de P.fragi dans le TSB est 

élevé, et lorsque la croissance dans RSM et RSM + Sac a été comparée, ils ont vu que 

l'addition de saccharose n'améliorait pas la croissance. 
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Tableau 03 : Concentration de P.fragi cultivée dans divers milieux de culture après 

centrifugation et remise en suspension dans du PBS (Scott et Edmund, 1997). 

   Concentration (UFC/ml)en milieu de culture 

Microorganisme 

étudié 

TSB RSM RSM+Sac 

P.fragi 1.30 x 108 4.15 x 107 4.10 x 107 

 

    Les cellules de P. fragi ont adhéré en nombre substantiel dans toutes les conditions 

testées (voir figure 10). Dans chaque milieu de conditionnement, les plus grands 

niveaux d'adhérence des cellules de P. fragi ont été observés lorsque la culture avait 

été cultivée dans RSM + Sac. Lorsque la surface était conditionnée dans du PBS, le 

milieu de croissance n’affecte pas l'adhérence. De plus, lorsque RSM + Sac était 

utilisé comme milieu de croissance, l'adhérence semblait être améliorée. 

 

Figure 10 : Nombre de cellules P. fragi adhérentes observées après 30 min de temps 

de contact avec de l'acier inoxydable conditionné. Milieu de croissance: TSB , RSM, 

RSM+Sac (Scott et Edmund, 1997). 

     Selon les recherches de Khelissa et al. (2019), les cellules du biofilm de 

P.aeruginosa adhèrent mieux aux surfaces abiotiques que les cellules planctoniques. 



Partie III :             Discussion des résultats antérieurs 

 36 

La température de croissance a affecté l'adhésion des cellules de P.aeruginosa à 

l’acier inoxydable en influençant leurs propriétés physico-chimiques de surface. Les 

résultats ont montré que le PZ « Potentiel Zeta » des cellules planctoniques 

augmentait de -20 à -35 mV (P<0,05) lorsque la température de croissance augmentait 

de 20 à 37°C (voir  figure 11). De plus, les résultats ont montré que le type de 

surface «l’acier inoxydable » avait un effet significatif sur le PZ des cellules du 

biofilm. 

 

Figure 11 : Potentiel Zêta des cellules planctoniques et des cellules du biofilm de 

P.aeruginosa  cultivé à 20 et 37°C pendant 24 heures sur l’acier inoxydable d’après  

Khelissa et al. (2019). 

En général, les cellules hydrophobes adhèrent plus fortement aux surfaces 

hydrophobes, tandis que les cellules hydrophiles adhèrent fortement aux surfaces 

hydrophiles (Kochkodan et al., 2008 ; Giaouris et al., 2009) .  
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Conclusion :  

La capacité des souches de Pseudomonas spp à se fixer aux surfaces et à se 

développer en un biofilm a été d'un intérêt considérable pour de nombreux groupes 

dans de nombreuses industries, y compris l'industrie médicale et alimentaire, comme 

ils sont capables de coloniser de multiples niches environnementales en utilisant des 

composés naturels comme sources d’énergie. Du fait que ces souches sont 

psychrotrophique, elles altèrent le lait très souvent. Selon les études menées par 

différents chercheurs, les résultats ont montré que les interactions hydrophobes jouent 

un rôle crucial dans l'attachement bactérien aux surfaces (acier inoxydable et 

polystyrène). Sachant que l’hydrophobicité des cellules bactériennes pourrait être 

affectée par : la production d’EPS, la température du milieu de croissance, la 

concentration et l’abondance  des nutriments, la présence des flagelles et de pili, et  la 

charge  de la surface du substrat. Cela confirme l'importance de considérer la capacité 

de formation de biofilm et d'adhésion comme un facteur majeur de virulence et de 

pathogenèse bactérienne, ce qui peut être utile pour comprendre le développement sur 

les surfaces de transformation des aliments. 

         Cette étude vise à évaluer  la capacité des souches de Pseudomonas spp à former 

un biofilm sur différentes surfaces abiotiques (microplaque, inox), en déterminant  

l’hydrophobicité de surface bactérienne et son influence sur la capacité des souches à 

former des biofilms. 

Les souches utilisées dans cette étude ont été isolées à partir des prélèvements issus 

des canalisations post et pré -pasteurisation. Les souches ont été identifiées selon les 

méthodes phénotypiques et biochimiques, et confirmés par la technique MALDI-TOF 

MS. 

         Sachant que la partie pratique n’a pas été réalisée à cause de la crise sanitaire 

COVID-19, aucun résultat relatif à  notre étude n’a été obtenu, nous souhaitons que ce 

travail soit réalisé par d’autres étudiants. 
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