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 ملخص:

 

ًَثهخطىسالأغشُتانحُىَتفُبنبكخُشَبانًسببتنلأيشاظبنخُخُقههبالأغزَتيشكهتفُصُبعتالأغزَتانضساعُت،وقذَكىَهزاهىأصلالأغزَ

 31 فُبنعًلانحبنُخًعضل. أويعبنجخهب،وانخًُُكُأَخؤدَئنىًشبكهصحُتخطُشة/  ةانخُُخًخذاونهبو

 .َتسلانتيُبنًُخجبحبنغزائُتانقبدسةعهىخشكُلالأغشُتانحُى

حقًُُخكىَُبلأغشُتانحُىَتبىاسطتسلالاحًُبنسلالاحىبزوسانذجبجبنًعضونتيُبنذجبجىانذجبجبنًببعفًُُطقتحهًسبَىدوَشكبببجبهض

 .يُُبحُتأخشي،حًخقًُُخأثُشانجهىكىصوكهىسَذانصىدَىيفُبنًسخقبم. ةنهخسىَقبُفسطشَقتانًُطقت

 Bacillusعهىسلالاث 12 َخبئجبلاخخببسانـ

cereusسهبلاحخىافقًعبلأغشُتانحُىَتانقذًَتعهىصفُحبحبنًعبَشة،بًُُبحخشكهسلالاحبنًكىساحبنعُقىدَتانزهبُتالاثُُعششانخُخًبخخبب

 22 و 44 بعذ. أحجبسيُبنًكىساحبنعُقىدَتانزهبُت 3 ححخبنبشوسخبحىانبكخُشَبانعصىَتغُشَشطتنهىحهى. بشكهععُف

٪  42 و٪  22 حًخصُُف. هعهىبنفىلارانًقبويههصذأ،عهىبنخىانٍيُبنسلالاحكبَخغُشبُىفُهًخشكُ٪  54 و٪  21 سبعتيُبنحعبَت،

 .سبعتيُبلأغشُتانحُىَت،عهىبنخىانٍ 22 و 44 يُبنسلالاحعهىأَهبظعُفتانخُسُقبعذ

 Bacillusحصهبكخُشَب. َؤثشوجىدانجهىكىصوكهىسَذانصىدَىيفُىسطبنثقبفتعهىخكىَُبنغشبءانحُىٌ

cereus30 وعُذدسجتحشاسة٪ 2 ىصيسبوَبنًـإنىًسخىاهبالأقصىعُذيبَكىَخشكُضانجهىك 

. دسجتيئىَت 40 يُكهىسَذانصىدَىيعُذدسجتحشاسة٪ 1 دسجتيئىَتوعُذيبَخًبنخحكًفُبنىسطبُسبت

 30 كهىسَذانصىدَىيًعحعبَتعُذ٪  1.5 دسجتيئىَتو 30 عُذ٪  1 كبَبنًكىساحبنعُقىدَتانزهبُتفُىجىدانجهىكىص

. دسجتيئىَت

ىعُذيبَضَذحشكُضانجهىكىصانًخىسطت،ونكُأَبنضَبدةفُخشكُضكهىسَذانصىدَىيُؤدَئنىبَخفبظهزهبنذساستخهصخئنىأَخكىَُبُىفُهًه

 .فُزنك

 11 حًكُخبنسلالاحبنـ. كبَخكىَُبلأغشُتانحُىَتوفقبًنطشَقتكىَغىسَذآجبس،وفحصبلأنىاحبنذقُقتوانصهبععُفبًببنفعم

 . .سبعتيُبنحعبَت 22 و 44 و 24 ذيُبنًكىساحبنعُقىدَتانزهبُتببنفعهًُبنحفبظعهىبلأغشُتانحُىَتانععُفتبع

 

 .بُىفُهى،ببسُهىسسُشَىط،انًكىساحبنعُقىدَتانزهبُت،انجهىكىص،كهىسَذانصىدَىو،دسجتانحشاسة: الكلماتالمفتاحية

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 

Résumé 

 
     Le développement de biofilms par des bactéries pathogènes d'origines alimentaires 

constitue une problématique dans l’industrie agroalimentaire .Ce dernier peut être à l’origine des 

aliments manipulés et/ou transformés, ce qui pourra conduire à des problèmes de santé graves. 

Dans le présent travail 31 souches a été isolées à partir des produits alimentaires capables de 

former des biofilms ont été testées.  

L’évaluation de la formation de biofilms par des souches de B.cereus et S.aureus isolées de 

la viande de poulet hachée cru commercialisée dans la région de Tlemcen et du Doner Kebab prêt 

à manger commercialisé dans la meme région a été effectué par differentes méthode. D’autre part, 

l’effet du glucose et du NaCl combiné à la témperature a été evalué.  

Les résultats obtenus ont montrés que 12 souches testées de Bacillus cereus sont 

incaapables de former des biofilms sur les microplaques de titration et 12 souches de 

Staphylococcus aureussont faiblement formatrice de biofilm. Par ailleurs, les résultats obtenus 

sur RCA indiquent que toutes les souches de Bacillus cereus sont incapables de produire le 

slime et 3 souches seulement de Staphylococcus aureusl’ont produit. Apres 48 et 72h 

d’incubation, 71% et 58% des souches étaient non formatrices de biofilm sur l’acier 

inoxydable, respectivement. 29% et 42% des souches étaient classées comme faiblement 

formatrices de biofilm apres 48 et 72 hd’incubation, respectivement.  

La présence du glucose et du NaCl dans le milieu de culture a influencé la formation de 

biofilm. Bacillus cereus a atteint son taux  maximal lorsque la concentration du glucose est 

égale à 2% et à une température de 30°C et lorsque le milieu contenait 1% de NaCl à une 

température 40°C.La production maximale de biofilm par Staphylococcus aureusétait en 

présence de 1% de glucose à 30°C, et 1,5% de NaCl avec une incubation à 30°C. Cette étude 

nous a permis de conclure que la formationde biofilm augmente lorsque la concentration du 

milieu en glucose augmente, mais l’augmentation de la concentration du NaCl provoque une 

diminution de celui-ci. 

 La formation  de biofilms par la méthode Gélose Rouge Congo, dosage sur microplaque et  

sur l’acier inoxydable était respectivement faible. Certaines souches parmi les 20 étudiées de 

Bacillus cereus ont été capable de former des faibles biofilm, certaines d’autres sont incapables, 

Les 11 souches de staphylococcus aureus ont été capable  de former des biofilm faible à modérés 

après 24, 48 et 72h d’incubation. 

 

Mots clés : Biofilm, Bacillus cereus, Staphylococcus aureus, glucose, NaCl, température. 



 

 

Abstract: 

 

The development of biofilms in food-borne pathogenic bacteria is a problem in the agri-food 

industry. This may be the origin of the food handled and / or processed, which can lead to 

serious health problems. In the present work 31 strains were isolated from food products 

capable of forming biofilms were tested. 

Evaluation of the formation of biofilms by strains of strains and chicken seeds isolated from 

chicken and chickens sold in the region of Tlemcen and Doner Kebab ready to be marketed in 

the same region method. On the other hand, the effect of glucose and NaCl have been 

evaluated in the future. 

The 12 test results on the Bacillus cereus strains tested are incompatible with the old biofilms 

on the titration microplates and the 12 strains of Staphylococcus aureus are weakly biofilm-

forming. Under the Prostate and Bacillus Cereus are inactive to slime and 3 Stones of 

Staphylococcus aureus. After 48 and 72h incubation, 71% and 58% of the strains were non-

biofilm forming on stainless steel, respectively. 29% and 42% of the strains were classified as 

weakly formatted after 48 and 72 hours of biofilm, respectively. 

The presence of glucose and NaCl in the culture medium influences the formation of biofilm. 

Bacillus cereus reaches its maximum level when the glucose concentration is equal to 2% and 

at a temperature of 30 ° C and when the medium is controlled by 1% NaCl at a temperature of 

40 ° C. The maximum production of biofilm by Staphylococcus aureus was in the presence of 

1% glucose at 30 ° C and 1.5% NaCl with an incubation at 30 ° C. This study it was 

concluded that biofilm formation is when the concentration of glucose medium increases, but 

that the increase in the concentration of NaCl causes a decrease in it. 

The formation of biofilms according to the Congo Red Agar method, the microplate assay and 

the steel was already weak. The 11 strains of staphylococcus aureus have already been able to 

maintain a weak biofilm after 24, 48 and 72h incubation. . 

 

Key words: Biofilm, Bacillus cereus, Staphylococcus aureus, glucose, NaCl, temperature. 
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Introduction générale  
 

1 
 

 

La production et la consommation des viandes de poulet augmentent annuellement 

dans le monde entier soit dans les pays développés ou en voie de développement.Elles sont 

universellement populaires, car elles ne sont pas soumises à des contraintes culturelles ou 

religieuses et la viande elle-même est perçue comme saine et nutritive, étant relativement 

faible en gras et avec une plus faible teneur en acides gras insaturés que les autres viandes. 

Plus important encore, elles sont disponibles pour beaucoup de gens à des prix abordables, 

bien que les coûts de production varient considérablement à travers le monde (FAO/OMC, 

2015).  

Les matières premieres utilisées dans la fabrication et/ou la transformation de produits 

alimentaires peuvent contenir des microorganismes d’altération et/ou pathogènes. Ces 

microorganismes ont la capacité d’adherer aux surfaces en contactes et, par conséquent, 

former des biofilms. La présence de biofilm en IAA est une problématique majeure 

engendrant des pertes économiques et un risque potentiel pour la santé du 

consommateur(Diabi ,2018).La fixation des bactéries sur les surfaces est influencée par les 

propriétés physico-chimiques de l'environnement (température, pH), de surface 

(hydrophobicité), du milieu (substrat) et de microorganisme (hydrophobicité, la flagellation et 

la motilité) (MoltzetMartin, 2005;FolsometFank, 2006 ; Shiet Zhu, 2009 ;Youwen et 

al.,2010 ;Agarwal et al., 2011 ; Victoria et Tajudeen., 2011 ) 

Le but de cette étude vise à évaluer la capacité de formation de biofilm chez  deux  

espèce dont 20 souches  de B. cereusisolées de la viande de poulet cru commercialisée dans la 

région de Tlemcen, et 11 souches de Staphylococcus aureus isolées du Döner Kebab prêt à 

manger commercialisée dans la même région.D’autre part, évaluer l’effet de la temperetaure 

d’incubation et l’addition du glucose et du NaCl à differentes concentrations sur la formation 

de biofilms.  

Ce mémoire estscindé en 3 parties : 

1. La première partie est consacrée à une synthèse bibliographique ; 

2. La seconde partie présente une description de la méthodologie envisagée ; 

3. La dernière partie comporte la description et la discussion des résultats obtenus ; 

4. Ce travail sera clôturé par une conclusion et des perspectives qui peuvent ouvrir de  

nouveaux axes de recherches. 
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Chapitre 1 : Les biofilms microbiens 

1.1.Définition : 

Il n’existe pas de consensus absolu sur la définition du biofilm et il est possible de 

trouver quelques divergences suivant les auteurs. En général, un biofilm est défini comme une 

association structurée de cellules fixées à une surface,une interface et/ou entre elles (da Silva 

et al., 2013) et enrobées dans une matrice extracellulaire hydratée (Sutherland, 2001 ; 

Costertonet al., 2003 ;Whitehead et Verran, 2015 ). Cette dernière est majoritairement 

constituée de polysaccharides, de protéines, d’acides nucléiques, de lipides et de matières 

minérales (Lahaye, 2006). Plus de 99% de bactéries vivent dans un biofilm depuis que ce 

mode de vie confère aux microorganismes des avantages considérables. D’une part, la 

protection contre les effets néfastes de l'environnement comme les agents antimicrobiens 

chimiques, le stress nutritionnel et oxydant, la chaleur, l’acidité, l’exposition au rayonnement 

ultraviolet, les variations du pH, le choc osmotique et la dessiccation (Bridieret al., 2011, 

2015 ; Sanchez-Vizueteet al., 2015). D’autre part, la disponibilité des éléments nutritifs et la 

coopération métabolique (Davey et O’Toole, 2000 ; Jefferson, 2004). En plus des avantages 

cités ci-dessus, la vie des microorganismes en biofilms leur confère l’acquisition de nouveaux 

gènes(Hamilton et al., 2009 ; Madsenet al., 2012 ;Martínez et Vadyvaloo, 2014 ).  

1.2. Étapesde formation de biofilm : 

La formation de biofilm est un processus très complexequi est affecté par plusieurs 

facteurs. Elle se réalise en plusieurs étapes (Breyers et Ratner, 2004 ; Yannick et al., 

2014 ; Speranzaet al., 2017 ) qui seront décrites ci-dessous et schématisées dans la figure 1 : 

1.2.1. Film de conditionnement :Le film de conditionnement est la première étape dans la 

formation de biofilm.Cependant, avant qu'une cellule puisse se lier à une surface, cette 

dernière est conditionnée par l'adsorption de molécules présentes dans le milieu environnant 

(Whitehead et Verran, 2015).Ces molécules peuvent être de nature chimiques organiques ou 

inorganiques ou mêmedes composés biologiques (Palmer et al., 2007).L’adsorption de ces 

molécules provoque des modifications des propriétés physico-chimiques de surface tout en 

influant sur l’adhésion bactérienne qui sera favorisée ou inhibée (Rubio, 2002 ; Bakkeret al., 

2004  ; Loriteset al., 2011 ;). La nature du conditionnement est affectée par la nature de la 

surface et la source du film de conditionnement (Pratt-Terpstra et Busscher, 1998 ; Boyd et 

al., 2000).Presque toutes les branches de l’industries alimentaire, sont remise en cause par le 
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problème des biofilms(Sreyet al., 2013).Leur formation sur les surfaces en contact avec les 

aliments est quasi inévitable et elle est favorisée par les conditions qui prévalent dans les 

établissements de transformation des aliments(Simoes et al., 2006 ; Simoes et Vieira, 2009).  

1.2.2. L’adhésionréversible : L’initiation de la formation de biofilm se produit lors de la 

fixation réversible des bactériens à une surface amorçant ainsi la surface à une liaison 

irréversible ultérieure (Bjarnsholtet al., 2013). Cette étape est fortement influencée par le 

mouvement brownien et les forces de gravité, et par les forces hydrodynamiques 

environnantes telles que les forces de van der Waal, les interactions électrostatiques et 

l'hydrophobicité de surface (Donlan, 2002 ; Beloinet al., 2008 ;Gautam et al., 2013 ; Reenet 

al., 2019). La fixation des cellules nécessite également l'action des flagelles et pili qui 

agissent avec les adhésines pour adhérer à la structure physique. L'importance de la motilité 

flagellaire pour l’attachement initial a été documentée pour plusieurs agents pathogènes, y 

compris Bacillus cereus dont les flagelles sont nécessaires pour l'initiation du biofilm dans les 

conditions statiques à l'interface air-liquide, mais pas à l'interface surface-liquide (Houryet 

al., 2010). À ce stade de développement du biofilm, l'attachement est dynamique et réversible. 

Les bactéries peuvent toujours se détacher si elles sont perturbées par des forces 

hydrodynamiques dans l'écoulement ou en réponse à des changements dans la disponibilité 

des éléments nutritifs (Guiton et al., 2009). 

1.2.3. L’adhésion irréversible :Après un lapse de temps, la fixation bactérienne devient 

irréversible en raison de la productiond'un réseau enchevêtré et 

canaliséd’exopolysaccharidesqui maintient le biofilm ensemblepar les bactéries et grâce à des 

structures d’adhérence.Ces molécules sontvariables selon les espèces bactériennes.Pour les 

bactéries àGramnégatif,  il s’agit depili, de fimbriae et des curli qui interagissent avec des 

récepteurs spécifiques présents sur la surface (Van Houdt etMichiels, 2005 ; Beloinetal., 

2008). Pour les bactéries àGram positif, ce sont les acides teichoïques, l’acidemycolique, la 

capsule et le glycocalix. Ces molécules d’adhésions permettent d’établir des contacts cellule- 

surface et des contacts cellule-cellule (Lemon, 2008), ainsi que des ponts entre les cellules et 

le film de conditionnement (Kokareet al., 2009). 

1.2.4. Formation de micro colonies:Durant cette étape, lorsque les bactéries sont 

irréversiblement attachées à la surface, il sera définitif, elles vont s’agréger entre elles et se 

diviser en utilisant les nutriments présents dans le film de conditionnement et 

l’environnement. Ceci mène  à la formation des micro colonies qui s’élargissent et s’unissent 
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pour former une couche cellulaires couvrant la surface (Otto, 2013 ; Moghaet 

al.,2014 ;Goetzet 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). 

1.2.5. Maturation du biofilm :L’architecture complexe du biofilm se met en place avec la 

formation de canaux aqueux et de pores entre les micro-colonies, permettant l’acheminement 

d’oxygène et de nutriments nécessaires à la croissance de micro-organismes, ainsi que 

l’élimination des déchets (Tenkeetal.,2006 ; Folkessonet al., 2008). 

La production et la sécrétion d’enzymes provoque la dégradation des résidus présentent 

dansles surfaces environnantes et permet ainsi la libération de nutriments qui favorise 

legrandissement et la croissance du biofilm jusqu'à devenir macroscopique (Brangeret 

al.,2007 ;Jacolbsenet al., 2008 ; Alnnasouri, 2010). 

1.2.6. Détachement de biofilm : Une foisles biofilmsaturés,les bactéries peuvent se détacher 

(Rupp et al., 2005). Ce détachement permet aux bactéries de coloniserde nouvelles surfaces 

et former à nouveau desbiofilms ou retourner à l'écoulement en vrac (Ma et al., 2009). Le 

détachement des cellules est déclenché par des facteurs intrinsèques, tels que le taux de 

mortalité et l'autolyse dans le biofilm et des facteurs extrinsèques incluant l’épaisseur du 

biofilm, la vitesse d’écoulement,les forces de cisaillement du liquide et la disponibilité 

nutritive (Lappin-Scott et al., 1992 ;Thormannet al.,2006 ;Florjanic et Kristl, 2011).Les 

facteurs moléculaires intervenant dans l’attachement doivent être détruits ou inactivés pour 

qu’il y ait détachement (Spormann, 2008).La dispersion du biofilm est considérée comme 

cruciale pour la propagation et l'auto-renouvèlement de la communauté bactérienne (Renner 

et Weibel,2011). 
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Figure 1 : Processus régissant la formation de biofilm (BreyersetRatner, 2004). 

 

1.3.Facteurs influençant la formation de biofilm: 

La formation d’un biofilm est un phénomène complexe.Il est influencé par de nombreux 

facteurs parmi lesquels: la surface, le milieu et les microorganismes (Figure 2)(Brangeret 

al.,2007;wijman et al.,2007 ; hayrapetyanet al., 2015 ). 

 

Figure 2 : Principaux facteurs affectant la formation de biofilm(Speranza et Corbo, 2017) 
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1.3.1. Caractéristiques des microorganismes :La plupart des bactéries sont chargées 

négativement et présentent à leur surface des zones hydrophobes. Cette hydrophobicité 

influence l’attachement des bactéries sur une surface ; moins les surfaces sont polarisées plus 

les liaisons hydrophobes deviennent importantes. (Liesse Iyamba, 2012; Bellifa, 2014). Cette 

association stable avec la surface s’établit grâce à des structures adhésives telles que des 

adhésines filamenteuses (fimbriae, pili) ou non (EPS, capsule,…) (Perrin, 2009 ; Alyajouri, 

2012). Toutes les souches bactériennes n’ont pas la même capacité à coloniser les surfaces et 

de grandes différences existent au sein d’une même espèce bactérienne (Kukavica-Ibrulj, 

2007). 

1.3.2. Caractéristiques de la surface :La rugosité, les propriétés physicochimiques et la 

formation préalable d’un film protéique sur une surface influencent l’attachement des 

bactéries et par conséquent la formation d’un biofilm. La colonisation microbienne semble 

augmenter avec la rugosité de la surface (Martinez, 2007). En effet les surfaces rugueuses 

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

fixation est augmentée à la présence d’aspérités (Donlan, 2002). 

1.3.3.Caractéristiques environnementales :Cela englobela disponibilité du milieu en 

nutriments (excès ou carence) et les différents stress physicochimiques (pH, température, 

présence de composés bactéricides, etc.) (Marchal, 2010).Les conditions environnementales 

telles que la disponibilité des nutriments peuvent initierla formation de biofilm. Dans 

certaines recherches, le manque d’éléments nutritifs a déclenché l'adhésion cellulaire, alors 

que dans d'autres études, le processus de colonisation bactérienne était augmenté par une 

quantité élevée d'éléments nutritifs.Fletchera montré que le pH et la température sont tous 

deux importants pour l'adhésion bactérienne à la surface de l'acier inoxydable. Fletcheret ses 

collaborateursont rapporté qu'une augmentation de la concentration de cations tels que le 

sodium, le calcium, le lanthane ou le fer affectela fixation de P. fluorescents aux surfaces en 

verre(Fletcher,1988). 

1.3.3.1. Effet de la température :C’est un paramètre important non seulement parce qu'il 

affecte l’activité métabolique et enzymatiquedes bactéries, mais aussi parce qu'il influence 

certains paramètres physicochimiques tel que le pH,l’activité ionique, l’agitation thermiqueet 

la solubilité des gaz ainsi que les propriétés de surfacedes microorganismes (Dumas, 

2007).La température de croissance peut avoir un effet significatif sur la mobilité cellulaire et 

la production de flagelles et ainsi sur l’adhésion (Dumas, 2007). 
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1.3.3.2. Effet du pH : Le pH du milieu environnantest d’une grande importance car il modifie 

la charge de surface des microorganismes ainsi quecelle des supports solides, et par 

conséquent, une réduction ou uneaugmentation des interactions électrostatiques répulsives 

défavorables à l’adhésion (Hamadiet al., 2004 ; Boutaleb, 2007).  
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Chapitre 2 : Généralités sur Bacillus cereus et Staphylococcus aureus: 

2.1.GénéralitéssurBacillus cereus : 

Le genre Bacillusest hétérogène regroupant des bacillesaéro-anaérobie facultatif à Gram 

positif, formant des spores, mobiles.L'ensemble des espèces appartenantà ce genre sont aptes 

à se multiplier à l'air aux températures moyennes, mais plus précisément à des températures 

optimales de croissance située entre 20 et 40°C. Elles peuvent être pathogènes ou d'altération 

(Bougeois et Leveau, 2006). Les bacilles appartiennent à la famille des Bacillaceae, à l’ordre 

des Bacillales, à la classe Bacilles (Bacilli) (Maughan et Van der Auwera, 2011). Bacillus 

cereus est l’espèce la plus répondue de ce genre. Elle est ubiquiste, saprophyte dans le sol 

mais également trouvée dans les aliments en particulier les produits laitiers. C’est une bactérie 

anaérobie facultative, génératrice de spores ovales en position sub-terminaleet sa cellule 

végétative mesure de 3 à 5 µm de long pour un diamètre de 1 à 2 µm, mésophile dont la 

plupart de ses souches sont mobiles par l’intermédiaire de flagelles péritriches (Euzéby, 

2003 ; Vilas Boas et al., 2007). 

2.1.1. Pouvoir pathogène : 

Ce germepeut être rencontré dans une grande variété d’aliments tels que les pâtes, le riz, 

les produits laitiers, les denrées alimentaires séchées, la viande, les légumes, les fruits, les 

céréales (Arnesenet al., 2008).B.cereus se comporte comme un pathogène opportuniste 

responsable d’infection systémique et locales et cette espèce est également responsable de 

toxi-infections alimentaires (Bottone,2010 ; Logan, 2012). La présence de spores de B. 

cereus pose de sérieux problèmes dans les industries agroalimentaires. L’infection se produit  

en mangeant des aliments contaminés par ses spores qui contaminent le plus souvent la viande 

de poulets(Hickset al.,2012).Provoque ensuite deux types d’intoxications, émétique : liée 

généralement à des facteurs de virulence portés par un plasmide dont les symptômes 

surviennent à courte durée d’incubation, de 1 à 5 heures ,etdiarrhéiques sont provoquées par 

des facteurs de virulence chromosomique. Les symptômes de l’intoxication diarrhéique se 

déclenchent 8 à 16 heures après l’ingestion d’un aliment contaminé(Evreux et al,. 2007) 

Après ingestion, les spores germent et causent des lésions n'importe où dans le corps (Hickset 

al.,2012). 
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2.1.2. La sporulation de Bacillus cereus : 

Certaines bactéries à Gram positif telles que Bacillus ont la capacité de sporuler 

lorsqu’elles se trouvent dans des environnements de stress comme le manque de nutriments 

dans le milieu (Leggettet al.,2012). Les spores bactériennes sont des cellules différenciées, 

métaboliquement inactives et très résistantes aux traitements par la chaleur, la pression, les 

UV et les produits chimiques (Clavel et al.,2004;Setlow, 2006; Tam et al., 2006 ; Nguyen 

Thi Minhet al.,2011). 

2.1.2.1. Définition et structure de la spore de Bacillus cereus :Les spores comme 

schématisées dans la figure 3 contiennent un noyau cellulaire relativement déshydraté lié à la 

membrane et entouré d'un cortex de peptidoglycane, ainsi qu'une couche protectrice externe 

contenant plusieurs couches de protéines.Certaines espèces, y comprisBacillus cereus, 

possède la couche la plus externe appelée «exosporium», une coquille peu serrée entourant le 

manteau. Le volume entre l'enveloppe de spores et l'exosporium, l '«espace intermédiaire», 

contient des protéines, mais n'a pas été bien étudié.  L’exosporium est constitué d’une couche 

«basale» supportant une «sieste poilue» filamenteuse et est composé de protéines, lipides et 

glucides. Les protéines de l'exosporium sont susceptibles d'avoir des interactions intimes avec 

l'environnement(Kailas et al., 2011). 

 

 

Figure 3 : Spore de Bacillus cereus en microscopie électronique àtransmission (Ohye 

Murrell, 1973). 
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2.1.2.2.Définition de la sporulation : La sporulation est un mécanisme de différentiation 

cellulaire qui aboutit à la formation de spores, permettant aux bactéries de survivre à des 

conditions environnementales extrêmes (de Hoonet al., 2010; Galperinet al., 2012; Higgins 

etDworkin 2012; Paredes-Sabjaet al., 2014; Al-Hinaiet al., 2015; Talukdaret al., 2015). 

Chez les Bacilli, la sporulation se met généralement en place en fin de phase exponentielle, 

lorsque les nutriments se raréfient et deviennent limitant pour la croissance bactérienne (Al-

Hinaiet al., 2015). Cependant, convertir une cellule en spore est un mécanisme élaboré et 

couteux en énergie qui contrairement aux autres systèmes de réponse cellulaire devient 

irréversible deux heures après son initiation. La sporulation est ainsi une solution de dernier 

recours dont l’initiation complexe est la conséquence de l’échec des mécanismes de réponses 

alternatifs existants (MirouzeetDubnau, 2013). 

2.1.2.3. Cycle de la sporulation : Les étapes morphologiques de la formation des spores sont 

similaires chez toutes les bactéries sporulantes (Talukdaret al., 2015). Elledébute pendant la 

croissance bactérienne lorsquel’ADN se réplique, puis la cellule se divise symétriquement et 

donne deux cellules filles. La sporulation initiée est visible par la mise en place d’un septum 

asymétrique séparant les deux copies du chromosome en deux compartiments : une cellule 

mère et une pré-spore. La formation de membranes internes et externes par migration permet 

ensuite l’invagination de la pré-spore dans la cellule mère. L’espace entre ces deux 

membranes est alors comblé par le développement d’une couche de peptidoglycane modifiée 

appelé cortex. Par la suite, une structure complexe de nature protéique se construit autour du 

cortex formant ainsi les tuniques. Chez certaines bactéries, on peut distinguer l’apparition de 

deux types de couches externes supplémentaires qui couvrent les tuniques: l’exosporium et le 

crust. (De Hoonet al.,2010). Ces modifications structurales sont suivies par un processus de 

maturation au cours duquel se développent les propriétés de résistance, et de dormance. La 

dernière étape correspond à la lyse de la cellule mère et la libération de la spore (Piggotet 

Hilbert, 2004; de Hoonet al., 2010; Higgins etDworkin, 2012; Bateet al., 2014; Sella et al., 

2014; Tan etRamamurthi, 2014; Al-Hinaiet al., 2015; FimlaidetShen, 2015). La figure ci-

dessous représente le cycle de sporulation de Bacillus subtilis. 
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Figure 4 : Cycle de la sporulation et régulation génétique chez Bacillus subtilis(De Hoonet 

al.,2010) 

 

Dans ce cycle de sporulation, la croissance des bactéries commence par une division 

binaire de la cellule mère en deux cellules filles, une des cellules va avoir l’initiation de la 

sporulation pourla formation d’un septum asymétrique qui sépare les deux copies de 

chromosomes pour donner deux compartiments : une cellule mère et une présporeδF qui va 

devenir active. La cellule mère δE devient active après invagination et la préspore va avoir 

une formation d’un cortex qui du ensuite à l’activation de δ G. La cellule δK devient active et 

les tuniques entourent de l’endospore. Après la lyse de la cellule mère, la spore va redonner 

une cellule après avoir germer. 

2.1.2.4.Germination de la spore :Les spores peuvent survivre et résister dans un état de 

dormance aux stress environnementaux pendant des années (Vreelandet al., 2000; Gould, 

2006; Setlow, 2014). Lorsque les conditions sont favorables, sous l’influence d’un stimulus 

chimique, physique, et/ou mécanique, la germination est activée et les spores perdent leurs 

propriétés de dormance et de résistance (Moiret al., 2002; Moir, 2006; Setlow, 2014). Le 
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processus de germination se déroule en deux étapes (Moiret al., 2002; Moir 2006; Abeeet 

al., 2011; Paredes-SabjaetSarker,2011; Setlow, 2013; Setlow, 2014) :ces grandes étapes 

avec un germinant de type nutriment sont représentées dans la figure ci-dessous. Suite à 

l’activation, l’étape 1 est marquée par la libération de cations monovalents et d’acide 

dipicolinique (DPA). Puis l’étape 2 correspond à une forte hydratation du cœur et à la perte 

des propriétés sporales. On observe ensuite un retour à la vie végétative avec la réactivation 

du métabolisme : 

 

 

Figure 5 : Germination des spores des Bacilliobservée par microscope à contraste de phase. 

(Setlowet al., 2003 et 2015). 

 

2.1.2.4.1. Etape 1 : Après activation de la germination, les cations H+, K+ et Na+ sont libérés 

via les canaux formés par la protéine SpoVA. Cette libération entraine une augmentation du 

pH du cœur de la spore de 6,5 à 7,7. La spore libère également un composé chimique, l’acide 

dipicolinique ou acide pyridine-2,6 di carboxylique (DPA) associé majoritairement aux 

cations Ca2+. (Bressuire-Isoard, 2015). 

2.1.2.4.2.Etape 2 : La libération des cations et du DPA entraîne un léger afflux d’eau qui a 

pour conséquence la perte de certaines propriétés dont la résistance à la chaleur. 

L’augmentation du pH permet l’activation des enzymes lytiques du cortex comme CwlJ et 

SleB. L’hydrolyse du cortex a pour conséquence une forte hydratation du cœur et son 

expansion. Ce nouvel afflux d’eau permet la restauration de la mobilité protéique, de l’activité 
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enzymatique et l’activation du métabolisme mais entraîne la perte des propriétés de dormance 

et de résistances des spores(Bressuire-Isoard, 2015). 

 

Figure 6 : Observation microscopique de spores de B. cereus en cours de germination. 

Une spore réfringente (A), une spore germée « grise » (B) et spore germée noire (C) ont été 

observées au laboratoire de l’équipe de microbiologie de l’INRA d’Avignon au microscope 

optique en contraste de phase(X 100). Ces observations ont été réalisées à partir de spores 

produites en milieu mFNA à 37°C et mises en contact avec une solution d’inosine (0,5 mM) 

pendant 15 min (B) et 1 h (C). Echelle: 0,5 μM(Bressuire-isoard, 2015) 

 

 

2.1.3. Les biofilm de Bacillus cereus : 

Le pouvoir d’adhésion de Bacillus cereusaux surfaces etpar conséquent la formation de 

biofilm sont attribués aussi bien aux propriétés physico-chimiques de surface des spores 

(Peng et al., 2001; Lequetteet al., 2011), qu’à son potentiel génétique (Oosthuizenet al., 

2002; Sauer, 2003). Le rôle de la mobilité et la présence de flagelle dans la formation de 

cesbiofilm a également été rapportée (Houryet al., 2010). Cette propriété est mise à profit 

pour permettre à la bactérie d’atteindre des sites favorables à son développement. Le 

phénomène d’adhésion bactérienne a été étudié dans de nombreux domaines de sécurité 

sanitaire ou la présence de micro-organismes adhérés a un impact négatif(Nicolas et 

Lavoie,2011). Très largement répandu dans la nature, B. cereus se comporte comme un 

pathogène opportuniste responsable d’infection systémique et locales et cette espèce est 

également responsable de toxi-infection alimentaire(Bottone, 2010 ; Logan,2012).B. cereus 

peut être rencontré dans une grande variété d’aliments tels que les pâtes, le riz, les produits 

laitiers, les denrées alimentairesséchées, la viande, les légumes, les fruits les céréales, les 

épices ou les fruits de mer(Guinebretière et Nugyen-The 2003 ;King et al., 

2006 ;Coorevitset al.,2008 ;Rahmati et Labbé, 2008 ;Meldrumet al., 2009 ; Ranieri et 

Boor,2009). 
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2.2.Généralités sur Staphylococcus aureus : 

 Staphylococcus aureusest unecocci à Gram positif, aéro-anaérobie facultatif, catalase 

positif (1 μm de diamètre) se présentant au microscope sous forme de grappes. Elles ne sont 

pas mobiles, dépourvues de spores, possède une capsule polysaccharide. Sa teneur 

en caroténoïdes lui confère une couleur dorée à l'origine de son nom (Arum et Thomas, 

2018). 

 La paroi cellulaire de S. aureus contient trois composants principaux: le peptidoglycane 

comprenant la répétition d’unités de N-acétyl glucosamine β-1,4 liées à l’acide N-

acétylmuramique ; un acide ribitolteichoïque lié via N-acétylmannosaminyl-β-1,4-N-acétyl 

glucosamine en muramyl-6-phosphate et la protéine A, qui est liée de manière covalente au 

peptidoglycane et caractérisée par sa capacité à se lier au composant Fc de l'immunoglobuline 

dans le plasma provoquant l’autoagglutination. La plupart des autres espèces de 

staphylocoques sont dépourvues de protéines A dans leur paroi cellulaire (Devrieseet al., 

2005; Taponen et Pyörälä, 2009; Bonaret al., 2018). S. aureus est une bactérie commensale 

de l’hommeà savoir la narine antérieure, la gorge,lesplis cutanés et le tractus gastro-intestinal 

(Crossley et Solliday, 1980; Peters et al., 2013).  

 

2.3. Pouvoir pathogène de S. aureus : 

 Les caractéristiques de S. aureussont principalement dues à plusieurs facteurs de 

virulence comme la coagulase, la protéine A, la fibréonectine, l’hémolysine, les nucléases, 

facteur d'agglutination, toxines exfoliatives et entérotoxines (Gaurav, 2017).La sécrétion de 

la coagulase est une caractéristique significative pouvant être utiliséeprincipalementpour 

l'identification de S. aureus(Momtazetal., 2011). Ainsi,la capacité de coaguler le plasma par 

la production de coagulase est la première étape de l'identification des staphylocoques 

(Bonaret al., 2018). 

S. aureus est responsable de nombreux types d’infections chez l’homme et compte 

parmi les agents pathogènes les plus souvent isolés des infections nosocomiales et 

communautaires (Vincenotet al.,2008; Kurlenda et Grinholc, 2012; Otto, 2012). Les 

infections suppuratives superficielles cutanéo-muqueuses tels les furoncles, les folliculites, les 

impétigos, les sinusites et les otites sont les plus couramment rencontrées. Ces infections 

peuvent se compliquer par une diffusion hématogène de la bactérie ou par une extension 

locorégionale de l’infection. En plus des infections aiguës, S. aureus peut provoquer des 

infections chroniques. La plupart d’entre elles sont dues à la capacité de ce pathogène à 
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adhérer sur les implants médicaux temporaires (ex: cathéters) ou permanents (ex: prothèses 

orthopédiques, valves cardiaques) et à former des biofilms(vonEiffet al.,2005; Harris et 

Richards, 2006; Bernard, 2006). 

 

2.4. Les biofilmsdeStaphylococcus aureus: 

Staphylococcus aureus (S. aureus) est une bactérie pathogène parmi toutes les bactéries 

alarmantes, associés à la détérioration des aliments. De plus, le biofilm bactérien a causé 

environ les deux tiers de la maladie humaine associée à une infection bactérienne (Spoering 

et al., 2001). Biofilms de S. aureus non seulement améliorent la virulence bactérienne mais 

empêchent également l’élimination par des agents antibactériens ou par le système 

immunitaire de l’hôte système (O’Neill et al., 2008). Le détachement de cellules du biofilm 

mature permet la dissémination des bactéries et la colonisation de nouveaux sites d’infection 

chez l’homme (Otto, 2008). La pathologie des rhinosinusites chronique est associée au 

biofilm produit par S. aureus (Romain et al., 2012). 

 

 

Figure 7: Image obtenue par microscopie, image confocale d’un biofilm formé par 

Staphylococcus spp. À la surface d’un cathéter veineux (Centers for Disease Control and 

Prevention,  2009). 
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Chapitre1 :Évaluation de la capacité de la formation de biofilm : 

1.1. Origine des souches : 

Un total de 31 souches a été étudié dans ce travail. Les souches appartenant au genre 

Bacillus cereus, avec un total de 20, ont été isolées de la viande de poulet cru commercialisée 

dans la région de Tlemcen. Alors que les souches restantes sont des Staphylococcus aureus, 

isolées du Döner Kebab prêt à manger commercialisée dans la même région. 

1.2. Revivification des souches : 

Une fraction issue du stock des cultures sur glycérol de chaque souche à tester est 

transférée dans 7ml du bouillon BHIB (Liofilchem, ITALY)) et incubée à 37°C pendant 24h. 

Chaque suspension est homogénéisée par agitation au vortex. Un ensemencement par 

épuisement est réalisé sur la gélose  BHIA(Liofilchem, ITALY) pour les souches de Bacillus 

cereus et sur une gélose de Baird Parker pour les souches de Staphylococcus aureus.Les 

boites sont par la suite incubées à37°C pendant 24 h. 

1.3. Observation microscopique : 

Afin de vérifier la pureté des souches une observation microscopique est réalisée. À 

partir des souches de Bacillus cereus et Staphylococcus aureus des frottis bactériens sont 

préparés et colorés au bleu de méthylène. 

1.4. Conservation des souches :  

Pour  une conservation  de courte durée, chaque colonie des deux espècesest 

ensemencée sur une gélose inclinée et ensuite incubée à 37°C pendant 24h.Après l’incubation, 

les tubes sont placés au réfrigérateur à 4°C, pour une période de 20 jours.  

1.5. Évaluation de la capacité de formation de biofilm : 

1.5.1. Caractérisation phénotypique de la formation de biofilm par les microplaques de 

titration à 96 puits en Polychlorure de Vinyle (PVC) : 

1.5.1.1. Principe de la technique :Une plaque de micro-titration appelée également 

microplaque ou plaque de micro-puits comprend typiquement 6 à 384 puits disposés en 



Matériel et Méthodes  

 

19 
 

matrice rectangulaire. Les plaques utilisées dans notre étude sont à 96-puits en PVC (figure 

13).Ce test basé sur ce type de plaques permet de déterminer la capacité des bactéries à 

adhérer aux surfaces sous des conditions de laboratoire.Après incubation, les bactéries 

planctoniques sont rincées et les bactéries adhérentes (biofilm) sont colorées avec le Cristal 

Violet, permettant ainsi la visualisation du biofilm (Chaiebet al., 2005). 

1.5.1.2. Préparation de la suspension sporale :La suspension sporale des Bacillus cereus est 

réalisée selon le protocole décrit par Mazas (1995).Une pré-culture est préparée par 

ensemencement de 5 ml de BHIB à partir des géloses inclinées qui sont ensuite incubées à 

30°C pendant 24 h. 0,3 µl de chaque tube de pré-culture est ensemencées sur une 

GN(CONDA,ISPANE) supplémenté  avec 50mg /l de MnSo4 et 60 mg/l de CaCl2 et incubée 

pendant 10 jours à 30°C. Le tapis formé sur les boites est raclé dans 3ml d’eau distillée stérile, 

puis transféré dans des tubes coniques. Les spores récupérées sont ensuite centrifugées à 6500 

trs/min pendant 15 min. Le surnageant formé est jeté. Les spores sont lavées avec de l’eau 

distillée stérile et centrifugés une seconde fois à 6500 trs/min  pendant 15 min. Le surnageant 

est ensuite jeté et la suspension est conservée dans 3ml d’eau distillée avec l’éthanol (50/50   

V/V)au réfrigérateur. 

1.5.1.3. Préparation de la suspension bactérienne : Afin de préparer une suspension 

bactérienne de staphylococcus aureus une fraction de colonies bactériennes est ensemencée à 

partir de gélose inclinée dans 5 ml de BHIB puis incubée à 37° pendant 24 h. 

1.5.1.4. Protocole :Un volume de 5ml de BHIB  à 0.25 % de glucose est ensemencé par les 

souches à tester. Les souches de Staphylococcus aureus sont incubées à 37°C pendant une 

nuit puis ajustée à une concentration finale de ≈ 10
8
ufc/ml, alors que celles de Bacillus cereus 

sont passées directement la mesure de la densité optique.  

Chaque puis est remplis par 200µl de BHIB à 0,5% glucose et 10 µl de culture 

bactérienne. Les puits contrôle sont remplis avec BHIB à 0,5 %glucose.Chaque souche est 

inoculée dans 2 puits et la technique est réalisée en duplicate.Lesmicroplaquessont incubées à 

37 °C pendant 24 h. Après  l’élimination des cultures,  les puits sont lavés 2 fois par PBS pour 

éliminer les cellules non adhérées et laissées  sécher à l’aire libre pendant 15min.Aprèsle 

séchage, les puitssont remplis par  250 µl de Cristal Violet à 1 % et laisser agir 15 min à 

température ambiante. Ils sont rincés  plusieurs fois avec PBS et séchés à l’air libre pendant 

15 min. Un volume de 200 µl d’Acide acétique à 33% estajouté et laissée agir 30 min.La 
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densité optique est mesurée à 595 nm (BioTek).Les souches sont classées comme suit 

(Stepanovicet al., 2000): 

 

 DO ≤ DOTémoin :Non formatrice de biofilm ;  

 DOTémoin< DO≤ 2xDOTémoin : Faiblement formatrice ; 

 2xDOTémoin < DO ≤ 4xDOTémoin : Capacitémodérée ;  

 DO>4xDOTémoin: Fortement formatrice du biofilm. 

  

1.5.2.Caractérisation  phénotypique de la formation de biofilmpar la production de 

slime sur la gélose au Rouge Congo : 

1.5.2.1. Principe de la technique :Cette technique qualitative consiste à l’ensemencement des 

souches testées pour leurs capacité à produire un biofilm sur le milieu Rouge Congo (Chaiebet 

al., 2005). C’est une méthode indirecte qui permet de distinguer entre les souches productrices de 

slime de celles qui n’en produisent pas, en se basant sur la composition de la couleur de leurs 

colonies (Mathur et al.,2006). 

1.5.2.2. Préparation de la suspension sporale et la suspension bactérienne : comme décrit 

précédemment. 

1.5.2.3. Protocole :Selon Freeman et al.,(1989), le milieu gélosé au Rouge Congo est 

préparé avec 37 g/l de bouillon BHI (Merck, Germany), 50 g/l de saccharose, 10 g/l de l’agar 

bactériologique, et 0,8g/l de Rouge Congo (Fluka, India). Les boites contenant le milieu sont 

inoculées par les souches à tester à partir du milieu solide BHI et incube à 37 °C pendant 24 à 

48 h. Les souches productrices de slime donneront des colonies noires à surfaces rugueuse 

alors qu’un résultat négatif indiquera des colonies rouges à surface lisse. Les souches de 

phénotype variable donneront des colonies à contre noir et contour rouge ou à centre rouge et 

contour noir.  

1.5.3. Évaluation de la capacité à former les biofilms sur les surfaces en acier 

inoxydable : 

1.5.3.1. Préparation des surfaces : Des surfaces en acier inoxydable de type AISI 304 et de 

taille 2.5x1 cm ont été utilisées. Ces surfaces solides sont utilisées pour examiner in vitro la 

capacité de nos souches à former le biofilm. Les lames  sont nettoyées et stérilisées selon la 

méthode décrite par Rossoni et Gaylarde(2000). La première étape est effectuée par rinçage 
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à l’acétone pure (EMSUR, GERMANY), puis un lavage par immersion dans NaOH à 1% 

(P/V) à pH 13,2 et les laisser pendant 1h.Les lames sont rincées avec l’eau distillée stérile 

etlaissées sécher. Elles sont lavées avec l’alcool à 70%(V/V) et les rincées avec de l’eau 

distillée stérile. Après un séchage de2 h à 60°C, les lames  sont stériliséesà l’autoclave à 

121°C pendant 20min.  

1.5.3.2. Préparation de la suspension sporale et la suspension bactérienne : comme décrit 

précédemment. 

1.5.3.3. Protocol :Le protocole appliqué est celui décrit par Paytubiet al.,(2014) avec 

quelques modifications. Les lames sont placées dansdes boites de pétri stériles.  Chaque boite 

est remplie par la culture bactérienne à raison de 20ml. Les boites sont incubées  à 37°C 

pendant 24, 48 et72h. Après chaque période d’incubation,les lames sont rincées3 fois avec  

PBS  pendant 10 secondespour éliminer les cellules non adhérées.Les biofilms forméssont 

fixés par incubation à 80°C pendant  30 min. Les lames sont immergées dans le Cristal Violet 

à 1% (P/V) pendant 15 min pour une évaluation quantitative (figure8). Ensuite, elles sont 

rincées à l’eau et séchées à l’air. Les lames sont placées dans l’acide acétique à 30% pendant 

30 min avec une vigoureuse agitation. La densité optiqueest mesurée à 545 nm. Les souches 

sont classées comme suit (Stepanovicet al., 2000): 

 

 DO ≤ DOTémoin :Non formatrice de biofilm ;  

 DOTémoin< DO≤ 2xDOTémoin : Faiblement formatrice ; 

 2xDOTémoin < DO ≤ 4xDOTémoin : Capacitémodérée ;  

 DO >4xDOTémoin: Fortement formatrice du biofilm. 
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Figure 8 :Évaluation de la capacité à former les biofilms sur les surfaces en acier inoxydable 

(photo personnelle) : (A) : Rinçage des lames par PBS ; (B) : Coloration par Cristal violet 

Chapitre 2 : Facteurs affectant la formation de biofilms de Bacillus cereus et de 

Staphylococcus aureus : 

2.1. Préparation de la suspension sporale et la suspension bactérienne : Comme décrit 

précédemment. 

2.2. Protocol : Un total de 12 souches de Bacillus cereus et Staphylococcus aureus est 

sélectionné pour étudier l’effet du glucose et du NaCl sur la formation de biofilm ainsi que la 

température d’incubation. Pour cela, 6 concentrations de glucose et du NaCl sont testées, à 

savoir : 1, 1.5, 2, 2.5, 3, 3.5% et 0.5, 1, 1.5, 2, 2.5, 3% pour le sel et le sucre respectivement. 

Pour chaque concentration 3 températures sont testées : 30, 37 et 40°C. 

Chaque puis est remplis par 200µl de BHIB(figure 9) à la concentration fixéeet 10 µl de 

culture bactérienne. Les puits contrôle sont remplis avec BHIBstérile.Chaque souche est 

inoculée dans 2 puits et la technique est réalisée en duplicate.Lesmicroplaques sont 

incubéesaux températures choisies pendant 24 h. Après  l’élimination des cultures,  les puits 

sont lavés 2 fois par PBS pour éliminer les cellules non adhérées et laissées  sécher à l’aire 

libre pendant 15min.Après le séchage, les puits sont remplis par  250 µl de Cristal Violet à 1 

% et laisser agir 15 min à température ambiante. Ils sont rincés  plusieurs fois avec PBS et 

séchés à l’air libre pendant 15 min.Un volume de 200 µl d’Acide acétique à 33% est ajouté et 

laissée agir 30 min. La densité optique est mesurée à 595 nm (BioTek).Les souches sont 

classées comme suit (Stepanovicet al., 2000): 
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 DO ≤ DOTémoin :Non formatrice de biofilm ;  

 DOTémoin< DO≤ 2xDOTémoin : Faiblement formatrice ; 

 2xDOTémoin < DO ≤ 4xDOTémoin : Capacitémodérée ;  

 DO >4xDOTémoin: Fortement formatrice du biofilm. 
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Chapitre 1 :Caractérisation et évaluation de la capacité de formation de biofilm : 

1.1. Caractérisation phénotypique de la formation de biofilm sur les microplaques de titration à 

96-puits en Poly Chlorure de Vinyle : 

 Pour connaitre la capacité de la formation de biofilm, un total de 31 souche de Bacillus 

cereus et Staphylococcus aureus est testé sur les microplaques de titration à 96-puits en PVC. 

Les resultats obtenus ont indiqué qu’aucune souche de Bacillus cereus et  Staphylococcus 

aureus  a une capacité modérée ou forte de formation de biofilm. 2 souches ont presenté une 

faible capacité de formation de biofilm avec une DO qui varie entre 0,25 à 0,47  et 11 souche 

de Staphylococcus aureus avec une DO entre 0,22 et 0,43. Les 20 souches restantes  de B. 

cereus ont été classées comme non productrices de biofilm, et pour les Staphylococcus aureus 

aucune souche n’a montré une capacité négative.L’ensemble des résultats est résumé dans le 

tableau 1. 

 

Figure 9: Formation de biofilm de Bacilluscereus sur les microplaques de titration à 96puits 

en  PVC par la technique de cristal violet : non productrice de biofilm (DO595nm ≤ 0,35), 

non formatrice (0,35 <DO595nm ≤ 0 ,70), faible (0,70<DO595nm ≤1,4), modéré 

(DO595nm> 1,4) fortement formatrice de biofilm. 
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Figure 10: Formation de biofilm de Staphylococcusaureus sur les microplaques de titration à 

96-puits en  PVC par la technique de cristal violet : non productrice de biofilm (DO595nm ≤ 

0,21), non formatrice 0,21<DO595nm ≤ 0 ,42), faible (0,42<DO595nm ≤0,84), modéré 

(DO595nm>0,84), fortement formatrice du biofilm. 

 

Tableau 1 : Résultatsde capacité à former le biofilm sur lesmicroplaques de titration à 96-

puits en PVC des souches bactériennes de B.cereus et de Staphylococcus aureus : 

Espèces Capacité à former le biofilm  

Total Négatif 

(-) 

Faible 

(+) 

Modère 

(++) 

Forte 

(+++) 

Bacillus cereus 18 2 0 0 20 

Staphylococcus aureus 0 11 0 0 11 

Total 18 13 0 0 31 

 

1.2. Caractérisation phénotypique de la production de biofilm sur la gélose au Rouge 

Congo : 

La formation de  biofilm sur la gélose au Rouge Congo (ARC) permet d’avoir une 

détection phénotypique des souches. Pour cela, une incubation pendant 24h a été réalisée pour 

obtenir les résultats résumés dans le tableau 2 et  la figure 12. 

Dans cette expérience, aucune des 20 souches de Bacillus cereus n’était capable de de 

produire le slime sur la gélose au Rouge Congo. Pour les souches de Staphlococcus aureus 
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3/11 était capables de produire des colonies noires sur la gélose au Rouge Congo, alors que 8  

souches étaient incapables de le produire. 

 

 

Figure 11:Détection phénotypique de la formation de biofilm des souches testées sur la 

gélose au Rouge Congo (A) souche appartenant à l’espèce Staphylococcus aureus productrice 

de biofilm avec des colonies noires signifiant la production de slime ; (B) Souche appartenant 

à l’espèce Bacillus cereus non formatrice de biofilm avec colonies rouges(photo personnelle). 

 

 

Tableau 2 :Résultatsde capacité à former le biofilm sur la gélose au Rouge Congo des 

souches bactériennes isolées à partir de viande de poulet cru et Donner Kebab prêt àmanger : 

 

Espèce 

 

Productrice 

 

Non productrice 

 

Total 

Bacillus cereus 

 

0 20 20 

Staphylococcus aureus 

 

3 8 11 

Total 

 

3 28 31 

 

1.3. Evaluation de la capacité à former le biofilm sur des lames en acier inoxydable : 

La formation de biofilm sur l’acier inoxydable est réalisée par plusieurs étapes : la 

coloration au CV et sa solubilisation par l’acide acétique à 30%. Les figures 11 et 12 

expriment les résultats obtenus mesurés par la valeur de laDO545nm et pendant 3 durées 

d’incubation. Les souches sont classées, comme indiqué dans le tableau 3, en quatre 
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catégories : non formatrices de biofilm, avec une faible capacité à former le biofilm, avec une 

capacité modérée et avec une forte capacité à produire le biofilm. 

Au total, 61% des souches sont classées comme non formatrices de biofilm ou avec 

une faible capacité sur les surfaces en acier inoxydable après 24h dont 51% des souches de 

Bacillus cereus et 10% des souches de Staphylococcus aureus. 29% des souches sont 

faiblement formatrice de biofilm appartenant à Bacillus cereus avec un taux de 13% et à 

Staphylococcus auresu avec 16%. 10% des souches sont modérément formatrices de biofilm 

dont Staphylococcus aureus, par contre  aucune souche de Bacillus cereus n’est modérément 

formatrice de biofilm. Pour une forte formation de biofilm aucune des 31 souches n’est 

fortement formatrice de biofilm.  

  Après 48 h d’incubation, 71% souches ne sont pas formatrices de biofilm qui sont 

45% souches de Bacillus cereus et 26% souches de Staphylococcus aureus. 29%  des souches 

ont une faible capacité à former le biofilm. Pour une formation  de biofilm modérée à forte, 

aucune des 31 souches n’est capable à former.  

 L’évaluation de la formation de biofilm sur l’acier inoxydable apres 72 h à indiqué que 

58%  des souches testées sont non formatrices de biofilm dont 32% souches de Bacillus 

cereus et 26% souches de Staphylococcus aureus. 42% de souchessont classées comme 

faiblement formatrices de biofilm dont 32% souche de Bacillus cereus et 10% souches de 

Staphylococcus aureus. Aucune souche des deux espèces n’est ni modérément formatrice de 

biofilm ni fortement formatrice sur l’acier inoxydable. La plus grande valeur obtenue par 

Bacillus cereus est égale à 1. 
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Figure 12  : Résultat de formation de biofilm (DO545nm) des souches de Bacillus cereus sur 

des surfaces d’acier inoxydable après une croissance à 37°C dans  20 ml de la culture 

bactérienne après 24,48et72h d’incubation. 

 

 

Figure 13: Résultat de formation de biofilm (DO545nm) des souches de Staphylococcus 

aureus sur des surfaces d’acier inoxydable après une croissance à 37°C dans  20 ml de la 

culture bactérienne après 24,48 et72h d’incubation. 
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Tableau 3 : Classement des souches testées pour leur capacité à former le biofilm sur les 

surfaces d’acier inoxydable :  

 

Classement Temps d’incubation (h)  

24 h 48h 72h 

Non formatrice DO ≤ 0,18 DO ≤ 0,44 DO ≤ 0,62 

Faiblement formatrice 0,18 < DO ≤ 0 ,36 0,44 < DO ≤ 0,88 0,62 < DO ≤ 1,24 

Moyennement formatrice 0,36 < DO ≤ 0,72 0,88 < DO ≤ 1,76 1,24 < DO ≤ 2,48 

Fortement formatrice DO > 0,72 DO > 1,76  DO > 2,48 

 

1.4.Discussion : 

La présence de biofilm sur les surfaces en contact avec les aliments affecte 

négativement la qualité et la sécurité des produits alimentaires. Ces biofilms peuvent en effet 

contenir un nombre considérable de micro-organismes à la fois d’altération et pathogènes 

(Giaouris et al.,2014).Il existe plusieurs techniques permettant la détection et la 

quantification des biofilms, parmi lesquelles la méthode de microplaque de titration suivie par 

une  coloration au cristal violet (CV) et la méthode de la gélose au Rouge Congo (ARC) 

semble être moins efficace pour détecter la formation du biofilm in vitro(Mathur et al., 

2006). 

Parmi les souches testées dans ce travail, 9,67%  se sont montrées productrices de 

slime sur la gélose au Rouge Congo, alors que 74,19% ne l’ont pas produit dont toutes les 

souches de Bacillus cereus. Toutes les souches de B. cereus n’ont pasproduit de slime sur 

ARC et seulement 02 souches ont une faible capacité à produire sur PVC, la plus part des 

souches ne produisaient pas de slime mais forment des biofilms sur le PVC avec une faible 

capacité. Nos résultats concordent avec ceux obtenus parBouali, (2017) qui a indiqué que la 

plupart des souches de B. cereus sont incapables de former le biofilm ou capables à faible 

capacité sur les microplaques de titrations. Alors que pour S. aureus 03 souches sont 

productrice de slime et 11 souches avaient une faible aptitude à former le biofilm sur le PVC. 

L’étude de Johannes et al., (2002)a montré que 04  souches seulement sur 128 de S. 

aureusformaient un biofilm.De même, Mathur et al., (2006)ont trouvé que 07 souches 

seulement étaient formatrices de biofilm sur un total 152. Taj et al.,  (2012) ont montré que le 

dépistage par la technique de Rouge Congo n’est pas recommandé pour l’étude de la 

formation de biofilm. De nombreux facteurs, notamment la température élevée, la faible 
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teneur d’oxygène ont été identifiés comme étant des paramètres influençant  l’expression d’un 

gène responsable de la formation du biofilm (Xu et al., 2011 ; Yu et al., 2012). 

Il est bien établi que la formation de biofilms est affectée par un grand nombre de 

facteurs environnementaux tel que le type de surface (Gotz, 2002 ; Stanley et al., 2003 ; 

Karatan et Watnick, 2009). D’après les résultats de la formation de biofilm sur l’acier 

inoxydable, la majorité de souches de Bacillus cereus testées sont considérées comme non 

formatrice de biofilm après 24 h d’incubation. Alors que, après 72 h de croissance, 

quelquessouches avaient tendance à former des biofilms avec une capacité modérée 

contrairement à ce qui est obtenus par les méthodes précédente à savoir les microplaques de 

titration à 96-puits et la méthode au Rouge Congo avec lesquelles une incapacité de formation 

de biofilm par Bacillus cereusa été enregistrée. 

Nos résultats sur les coupons d’acier inoxydable  sont en accord avec ceux rapportés 

précédemment par Lindsay et al.,(2006), Wijman et al.,(2007) et Zhao et al.,(2013) 

indiquant que B. cereus forment des biofilms épais à l’interface air-liquide alors que ils 

peuvent former des biofilm beaucoup plus faible dans les systèmes immergés. D’aprée 

(Failleet al., 2014), la quantité de biofilm formée se diffèrent en fonction de la souche, ou il 

résulte que la plus faible quantité de biofilm a été produite par B. cereusce qui est en accord 

avec nosrésultats. le signal environnemental peut aussi déclencher des réactions différentes 

selon les espèces. Par exemple, la limitation des nutriments favorise la formation de biofilm 

par Salmonella enterica(Gerstel et Römling 2001) et B. subtilis(Stanley et al., 2003), mais 

l’inhibe pour Vibrio cholera (Yildiz et al., 2004). Pour B. cereus, plus de souches ont 

tendance à former un biofilm dans un milieu pauvre en nutriments ou milieu induisant la 

sporulation par rapport à un milieu riche (Wijman et al., 2007 ; Hsueh et al. 

2008).Staphylococcus aureus a la capacité d’adhérer et de former un biofilm sur une surface 

inerte, telle que l'acier inoxydable couramment utilisé dans l'industrie alimentaire(Hamadi et 

al.,2014). Il a été constaté que la cause d'une importante crise au Japon en 2000, qui a touché 

plus de 13 000 personnes, a été la production d'une toxine thermorésistants par la bactérie 

S.aureus survivre dans les canalisations d’une usine agroalimentaire (Asao et al., 2003).Les 

résultats obtenus montrent qu’après une augmentation de temps d’incubation, la formation de 

biofilm diminue.c’est àdire que les bactéries  prennent leur taux maximal de production de 

biofilm juste après 24 h d’incubation marqué par 3/11souches avec une capacité modérée. Par 

contre Tsuneda et al.,(2003) ontindiqué qu’après 72 h d’incubation y avait une formation de 

biofilm. Marques et al., (2007) ont étudié la formation de biofilm par S. aureus isolées des 

environnements alimentaires sur les surfaces en acier, ils ont constaté qu’il existe une 
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formation de biofilm respectivement, après 15 jours d'incubation.D’une façon générale les 

résultats obtenus par les 3 méthodes  montrent que les 11 souches de Staphylococcus aureus  

testées par PVC sont faiblement formatrices de biofilm, 3/11 souches forment de slime par la 

méthode au Rouge Congo, et la pluparts des souches sont considérées comme non formatrices 

de biofilm ou avec une faible capacité à former.Plusieurs études ont constaté que l'adhésion 

bactérienne est inhibée ou réduite par le préconditionnement (Helke et al., 1993;Almakhlafi 

et al., 1994 ; Wong, 1998 ; Barnes et al., 1999 ; Flint et al., 2001 ; Pakar et al.,2001 ; 

Rubio et al., 2002). 

Notre étude sur le Rouge Congo  a montré  un développement des colonies noires se produit 

chez les souches de Staphylococcus aureus  seulement.Cela s’expliquerait par la formation de 

biofilms qui se fait en deux étapes : une adhésion à la surface suivie d’une production des 

exo-polysaccharides (Ouchar et al., 2013), et donc la production de slime. Les résultats de 

Savadogo et al.,(2004), Ouchar et al., (2013)  signifient une production importante des EPS 

ce qui conduit à la formation de slime. Cependant des résultats de production des EPS  

inférieurs ont été observés par Francis et al., (2009) et Vijayabaskar et al., (2011) par 

Bacillus subtilis, Pseudomonas aeruginosa et Streptococcus mutans. La production des exo-

polysaccharides joue un rôle important dans les infections causées par différents 

microorganismes (Alcaraz et al., 2003) et est considérée comme un facteur de virulence 

important pour certains microorganismes tels que Staphylococcus aureus. 
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Chapitre 2 :Facteurs affectant la formation de biofilms de Bacillus cereus et de 

Staphylococcus aureus : 

La formation du biofilm pour chaque souche a été évaluée en utilisant les 

microplaques  de titration à 96-puits en PVC. L’effet du glucose et du NaCl a été évalué en 

testant six concentrations differentes pour chaque élément avec différentes temperatures 

d’incubation. Les résultats obtenus sont illustrés dans les figures ci-dessous.  

 

 

 

Figure 14 :Effet du NaCl à 1%. 
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Figure 15 : Effet du NaCl à 1,5%. 

 

Figure 16 : Effet du NaCl à 2%. 
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Figure 17 :Effet du NaCl à 2,5%. 

 

Figure 18 : Effet du NaCl à 3%. 
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Figure 19 : Effet du NaCl à 3,5%. 

 

Figure 20 :Effet du NaCl et de la température sur la formation de biofilm chez Bacillus 

cereus et Staphylococcus aureus. 
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Figure 21 : Effet du glucose à 0,5%. 

 

Figure 22 : Effet du glucose à 1%. 
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Figure 23 : Effet du glucose à 1,5%. 

 

Figure 24 : Effet du glucose à 2%. 
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Figure 25 : Effet du glucose à 2,5%. 

 

Figure 26 : Effet du glucose à 3%. 

Figure 27: Effet du Glucose et de la température sur la formation de biofilm chez Bacillus 

cereus et Staphylococcus aureus  
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cereus atteint son taux  maximal lorsque la concentration du Glucose est égale à 2% et à une 

température de 30°C dont la valeur de la densité optique enreigistrée est de l’ordre de 1,62 . 

Pour les souches de Staphylococcus aureusou la production est en maximmun à 30 °C et a 

concentration qui égale à 1% avec une valeur de DO égale  1,8. 

Discussion : 

Plusieurs travaux ont montré queles facteurs environnementaux tel que la température, 

les nutriments et autres composants présent dans le milieu de culture affectent la fixation des 

microorganismes à la surface de divers matériaux et pas consequent la formation de biofilms 

(Hood et Zottola, 1997 ; Iversen et al., 2004).  

La formation de biofilm de 12 souche testées dont 6 appartenant au genre Bacillus 

cereus isolées de la viande de poulet cru commercialisée dans la région de Tlemcen et 6 

souches de Staphylococcus aureus isolées du Döner Kebab prêt à manger commercialisée 

dans la même région ont été analysée sous différentes conditions (températures, 

concentrationsde glucose et de NaCl). Dans un environnement agro-alimentaire, différentes 

surfaces et les températures peuvent être utilisées en fonction de l'équipement qui pourrait 

affecter la formation de biofilm de B. cereus (Kwon et al., 2017). Globalement, nos résultats 

des différentes concentrations testées montrent que la plupart des souches étudiées sont 

capables de produire un biofilm dans les 3 températures d’incubation testées. Kwon et ses 

collaborateurs(2017)ont trouvé que sur toutes les souches de Bacillus cereus testées,une  était 

capable de former des biofilms à la fois à 25°C et à 30° C après 48 h d'incubation, et que les 

quantités de biofilms formés sur PS étaient significativement plus faibles que celle de l’acier 

inoxydable. De mème,Hayrapetyan et al., (2015)vont signalé une quantité significativement 

plus élevée de biofilm formé sur SS comparée à PS pour B. cereus d’origine alimentaire et  

cette plus grande quantité de formation de biofilm par B. cereus (capable de produire des 

spores, qui sont hydrophobe) sur SS (une surface hydrophobe) pourrait être due raux 

différences dans les propriétés thermodynamiques qui  facilitent  leur adhérence ensemble. 

Ces données indiquent que la formation de biofilms parB. cereus est substantiellement 

affectée par les propriétés de surface.  

Chez  la souche EM81/1
E
 la quantité de formation de biofilm sur PVC à 37°C était 

plus élevé que celle marquée à 30° et à 40°C. Ces données suggèrent que la formation de 

biofilms parB.cereus est également affectée par la température. La dépendance à la 

température de la formation de biofilm de B. cereus a été rapportée précédemment par 

Wijman et al.,(2007).  Nous avons étudié la formation de biofilms des souches de S. 
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aureusd'origine alimentaire dans différentes conditions à savoir la température, le chlorure de 

sodium et glucose.D’après nos résultats, la production de biofilm par les souches de 

Staphylococcus aureus  est généralement faible à modérée. Des résultats similaires sont 

rapportés par  Bose et al., (2009) qui ont enregistré des résultats très inferieurs de production 

de biofilm  en étudiant les souches des staphylocoques. D’autre part des résultats supérieurs 

ont été rapportés par Adilson et Maria (2010) avec des souches cliniques des Staphylococcus 

epidermidis etFatima et al. (2011) avec les souches cliniques des Staphylococcus aureus. 

D’après le teste sur PVC a différentes températures et concentration les résultats 

montrent une formation de biofilm plus importante  à 30°qu’à 37° et 40°C. Ces résultats sont 

conformes à ceux trouvés par Tomaras et al., (2003) qui a montré qu’une  souche sauvage 

d’A. baumannii était capable de produire plus de biofilm à une température de 30°C qu’à 

37°C. Ce phénomène est aussi observé chez d’autres espèces bactériennes tel Hafnia alvei, 

unpathogène opportuniste de l’homme et de l’animal (Vivas et al., 2008). Par contre  Miao et 

al., (2009)ont indiqueque l'environnement optimal pour la formation de biofilm des souches 

de  S. aureus alimentaire était de 37°C.Cette  étude a montré que le biofilm de S. 

aureus était sensible à diverses conditions de température. 

 

L’ajout du glucose a un effet positif sur la formation du biofilm pour les six  souches testées 

de Staphylococcus aureus. La concentration optimale du glucose ou de NaCl pour la 

formation du biofilm chez les Staph  est de 2% pour le glucose et 1,5% pour le NaCl. Le 

glucose constitue un facteur important qui influence la formation des biofilms ey il est comme 

une source de carbone pour les micro-organismes. La composition du milieu est capable 

d’influencer la capacité des bactéries à produire des biofilms in vitro, en particulier la 

présence de glucose dans le milieu de croissance est notée pour améliorer la formation de 

celui-ci (Stepanovic et al., 2007). Nôtres  résultats sont également en accord avec l’étude de 

(stepanovic et al., 2003) ;(Mathur et al.,2006) qui à montre que l’enrichissement du milieu 

TSB avec glucose augmente la capacité desstaphylocoques à former des biofilms. D’autre 

résultat ont aussi montré que le glucose stimulepositivement la formation des biofilms à 

staphylococcus aureus (Yong et ses collaborateurs.,2010). Il en est de même pour Rinaudo 

et ses collaborateurs (2010) qui indiquant que laformation de biofilms par staphylocoque 

augmente lorsque la concentration en glucoseenvironnemental augmente. Aussi Kara-Terki 

(2014) qui a montré que la formation de biofilmpar des souches de staphylocoques isolées 

d’une sonde  urinaires augmente de30% à 49,5% après l’ajout de 1% de glucose. La quantité 

de biofilm formée augmente avec la concentration de NaCl jusqu’a 1,5%, alors que une 
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réduction de quantité de biofilm formé  est cependant notée chez la plus part des souches 

restées partir d’une concentration de 1,5%. Plusieurs études ont montré que de fortes 

concentrations de NaCl peuvent inhiber la formation de biofilm, comme  le cas de 

Pseudomonas fluorescens (O’Toole et Kolter, 1998b). De même, la croissance de 

Salmonella typhimurium dans un milieucontenant des concentrations élevées de NaCl inhibe 

la transcription de CsgD, un gènerégulateur de la formation de biofilm et de la production de 

curli (Romling et al., 1998). Havasi et al., (2008) a montré qu’il existe un effet inhibiteur du 

NaCl sur la croissance et lamobilité de Pseudomonas aeroginosa à une concentration de 2%, 

4% et 7%.   

Les résultats obtenus à partir de l’addition des différentes concentrations de glucose et 

de NaCl  chez les 6 souches  étudiés montrent que la formation de biofilm atteint son 

maximum à une concentration de 0,5% de glucose et de  1%  de NaCl chez les 6 espèces de 

Bacillus cereus.Ces résultats sont en conformité avec ceux obtenus par M’Hamedi (2015) qui 

a montré que la formation de biofilm par des souches cliniques d’A. baumannii sous 

différentes concentrations de NaCl atteint son maximum à une concentration 1% . Des 

résultats similaires ont également été observés avec des espèces de Staphylococcus (Lim et 

al., 2004).Gao et al., (2015) ont rapportéque l’addition de glucose (1%) dans le TSB peut 

déclencher la formation de biofilm de B. cereusen particulier, un biofilm immergé(Foulston 

et al., 2015). De manière importante, lors de l’ajout d’une concentration élevée de glucose 

(compris entre 0.5% et 8%) certaines souches ont présenté une diminution de la formation de 

biofilm. Par conséquent, l’ajout de glucose pourrait contribuer à d’autre facteurs, notamment 

diminution du aw, pouvant affecter de manière significative la formation de  biofilm de B. 

cereus(kwon et al., 2017). Les différentes concentrations de NaCl ajoutées, diminuent la 

production de biofilm à partir de 1% chez les espèces de Bacillus cereus. Les résultats de 

Kwon et al.,(2017)montrent que  lorsque la concentration de NaCl a été augmentée  (de 2 à 

8%), une réduction de la formation de biofilm des souches de Bacillus cereus dans le milieu 

TSB a été enregistré.Certaines bactéries sont au contraire capables de produire un biofilm 

sous forte concentration de sel tel que Vibrio Cholerae (Kapfhammer et al., 2005) et 

Escherichia coli ou 200 mM de NaCl active la transcription du gène PGA qui code pour les 

protéines nécessaires à la synthèse de poly Nacetylglucosamine, un polymère essentiel dans la 

formation de biofilm (Goller et al., 2006). 

En générale, l’excès de glucose dans le milieu améliore la croissance des cellules 

dans le biofilm,où un lien entre la disponibilité des nutriments et le développement du 

biofilm a été démontré. Les bactéries ont tendance à adhérer et former un biofilm mature 
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sur des surfaces dont l’environnement procure suffisamment de nutriments plutôt que des 

surfaces pauvres en nutriments (Dawei et al., 2012). D’autre étude ont montré également 

que le temps d’incubation peut être connu comme le temps pour lequel les bactéries entrent 

en contact avec la surface. En effet, plus le temps de contact augmente plus les bactéries 

ont assez de temps pour se fixer et former un biofilm sur les surfaces(Maczynska et 

al.,2010).Toutes ces observations peuvent être expliquées par des différences spécifiques aux 

espèces dans la régulation des gènes impliqués dans la production de biofilm(M’Hamed et 

al.,2015). Ces résultats indiquent que la capacité de formation de biofilms est dépendante de 

facteurs environnementaux (Rode et al., 2007; Takahashi et al., 2009 ; Hua et al., 2010). 

 

 



 

 
 

 

 

Conclusion 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Conclusion  

 

45 
 

La formation de biofilms les surfaces en contact avec les alimentsconstitue un risque 

accru de contamination du produit.La capacité d’une souche à former du biofilm est reconnue 

comme étant un importantfacteur de virulence chez de nombreuses espèces bactériennes, dont 

staphylococcus aureus et Bacillus cereus. 

Au terme de cette étude, portant sur l’étude phénotypique qualitative et quantitative de 

la production de biofilm in vitro selon differentes méthodes à savoir la méthode standard de 

coloration au CV appliquée en en microplaque à 96-puits, la méthode de détection de slime 

sur la gélose au Rouge Congo (RCA) et l’étude d’adhésion des souches a l’acier inoxydable. 

Lesrésultats obtenus ont montrés que 12 souches testées de Bacillus cereus sont incaapables 

de former des biofilms sur les microplaques de titration et 12 souches de Staphylococcus 

aureussont faiblement formatrice de biofilm. Par ailleurs les résultats obtenus à l’issu de la 

methode RCA indiquent que toutes les souches de Bacillus cereus sont incapable de produire 

le slime et 3 souches seulement de Staphylococcus aureussont productrices de slime. Apres 

48 72h d’incubation, 71% et 58% des souches étaient non formatrices de biofilm sur l’acier 

inoxydable, respectivement. 29% et 42% des souches étaient classées comme faiblement 

formatrices de biofilm apres 48 et 72 hd’incubation, respectivement.  

La présence du glucose et du NaCl dans le milieu de culture a influencé la formation 

de biofilm par les souches testées. Bacillus cereus a atteint son taux  maximal lorsque la 

concentration du glucose est égale à 2% et à une température de 30°C et lorsque le milieu 

contenait 1% de NaCl à une température 40°C. 

La production maximale de biofilm par Staphylococcus aureusétait en présence de 1% 

de glucose à 30°C, et 1,5% de NaCl avec une incubation à 30°C. Cette étude nous a permis de 

conclure que la formationde biofilm augmente lorsque la concentration du milieu en glucose 

augmente, mais l’augmentation de la concentration du NaCl provoque une diminution de 

celui-ci. 

 

Comme perspectives, il serait intéressant : 

 D’approfondir les recherches sur d’autres facteurs influençant la formation de 

biofilm par Bacillus cereus et Staphylococcus aureuscomme le pH, le type du 

milieu de culture 
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 D’étudier l’effet de ces facteurssur des biofilms bi-espèces à Bacillus cereus et 

Staphylococcus aureus, 

 De combiner l’effet de plusieurs facteurs sur la formationdes biofilms à 

Staphylococcus aureus et/ou Bacillus cereus.  
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AnnexeI : les matériels utilisés dans ce travaille 

1-Matériels 

Autoclave, four pasteur, plaque chauffante, vortex, balance électrique de précision, bain 

marie, étuves électriques à30°C, 37 °C et à 60°C, microscope optique, réfrigérateur 

2- Petites matériels et verreries : 

Bec bunsen, portoirs, boite de pétri, spatules, pinces, ciseaux, anse de platine, papier film, 

papiers aluminiums, tubes à essai, flacon stérile, bécher, pipettes pasteurs, pipettes graduées, 

erlenmeyer, éprouvettes, lames et lamelles. 

Annexe II : Milieux de cultures et leur préparation : 

 Milieu BHIB est un milieu polyvalent adapté à la culture d'un grand nombre de 

microorganismes. 

 Milieu gélose nutritive fortifié pour la suspension sporale. 

 Milieu gélose nutritive pour le dénombrement des Bacillus. 

 Bouillant nutritive permet la croissance bactérienne. 

Annexe III : Composition des milieux des cultures et leur préparation : 

1. Composition de BHIB : 

 

protéase-peptone 10,0 g/l 

Infusion de cœur de bœuf 5,0 g/l 

Infusion de cervelle de veau 12,5 g/l 

hydrogénophosphate de sodium 2,5 g/l 

Glucose 2,0 g/l 

Chlorure de sodium 5,0 g/l 

PH 7,4 

 

1.1. Préparation : 

37 g par litre, on dépose 5ml dans des tubes d’essai, stérilisation par l’autoclave à 121°C 

pendent 15 min. 
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2. Composition de gélose nutritive (GN) : 

Extrait de viande 1 ,0g/l   

Extrait de levure 2,5 g/l   

Peptone 5,0 g/l   

Chlorure de sodium 5,0 g/l   

Agar 15 g/l   

Ph 7,0   

 

2.1. Préparation : 

28 g pour 1 litre d’eau stérile, stérilisation par l’autoclave à121 pendent 15 min. 

3. Composition de la gélose nutritive fortifiée : 

Extrait de viande 1 ,0g/l    

Extrait de levure 2,5 g/l   

Peptone 5,0 g/l   

Chlorure de sodium 5,0 g/l   

Agar 15 g/l   

MnSo4 50 mg/l   

CaCl2 60 mg/l   

Ph 7,0   

 

3.1. Préparation : 

28 g pour 1 litre d’eau stérile avec l’ajoute de 50 mg/l de MnSo4 et 60 mg/l de CaCl2,  

stérilisation par l’autoclave à121 pendent 15 min. 

4. Composition de BrainHeart Infusion Agar (BHIA) : 

 

Mélange de peptone 10,0g 

infusion de cœur de bœuf  10,0g 

Infusion de cerveau de veau 7,50g 

Dextrose 2,0g 

Phosphate disodique 2,5g 

Chlorure de sodium 5,0g 

Agar bactériologique 15,0g 

PH 7,4 
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5. Composition de PBS : 

 

NaCL 7,6g 

Kcl 0.2g 

K2HPO4 0,71g 

NaHPO4 0,245g 

 

5.1. Préparation : 

Pour 1 litre d’eau distillé, stérilisation par autoclave à 121°C pendant 15 min. 

6. Composition de Baird-Parker : 

 

 

 

 

6.1. Préparation :  

63g par litre, agiter lentement, jusqu’à dissolution complète, répartir en flacons, stériliser à 

l’autoclave à 121°C pendant 15 min. 

 

Tryptone 10,0g 

Extrait de viande de bœuf 4,0g 

Extrait de levure 2,0g 

Pyruvate de sodium 10,0g 

Glycocolle  12,0g 

Chlorure de lithium 5,0g 

Agar  20,0g 

PH 6,8 



 

 
 

 ملخص:

 حى انحبنٍ انعًم فٍ. انغزائُت انًىاد صُبعت فٍ يشكهت هى انغزاء أصم يٍ نلأيشاض انًسببت انبكخُشَب بىاسطت انحُىَت حطىَشالأغشُت

 نهصذأ انًقبوو انفىلار صفُحت يقبَست انكىَغىالأحًشأجبس، يٍ انبُىفُهى حشكُم وكبٌ .S.aureus و B.cereus  يٍ سلانت 31 اخخببس

 وانبعط ظعُف، بُىفُهى َخكىٍَ و نًذسوست ا انعصىَت انعصُبث يٍ 20 بٍُ يٍ انسلالاث بعط حًكُج  .انخىانٍ ًعه ظعُفت،

 و 44 و 24 بعذ يخىسط إنً ظعُف بُىفُهى حشكُم عهً عششقبدسة الإحذ انزهبُت نعُقىدَت ا ث انًكىسا كبَخسلالاث اِخشغُشقبدس،و

 أٌ اسخُخبج إنً بُب  أدي ،يًب انحشاسة دسجت يع جُب إنً جُبًب انصىدَىو ُشانجهىكىصوكهىسَذحأث حقُُى حى أخشي، َبحُت يٍ.  سبعت 22

 .رنك فٍ اَخفبض َسبب. انصىدَىو حشكُضكهىسَذ صَبدة نكٍ حشكُضانجهىكىص، َضداد عُذيب َضداد انغشبءانحُىٌ حكىٍَ

 .انحشاسة دسجت انصىدَىو، انجهىكىص،كهىسَذ هبُت،انز انعُقىدَت انًكىساث سُشَىط، ببسُهىط بُىفُهى، : الكلماتالمفتاحية

 

Résumé : 

   Le développement de biofilms par des bactéries pathogènes d'origines alimentaires constitue une 

problématique dans l’industrie agroalimentaire. Dans le présent travail 31 souches de B.cereus et 

S.aureus  ont été testées.  .  La formation  de biofilms par la méthode Gélose Rouge Congo, dosage sur 

microplaque et  sur l’acier inoxydable était respectivement faible. Certaines souches parmi les 20 

étudiées de Bacillus cereus ont été capable de former des faibles biofilm, certaines d’autres sont 

incapables, Les 11 souches de staphylococcus aureus ont été capable  de former des biofilm faible à 

modérés après 24, 48 et 72h d’incubation. . D’autre part, l’effet du glucose et du NaCl combiné à la 

témperature a été evalué ce qui nous a permis de conclure que la formationde biofilm augmente 

lorsque la concentration du milieu en glucose augmente, mais l’augmentation de la concentration du 

NaCl provoque une diminution de celui-ci. 

Mots clés : Biofilm, Bacillus cereus, Staphylococcus aureus, glucose, NaCl, température. 

 

Abstract 

  The development of biofilms by pathogenic bacteria of food origin is a problem in the food industry. 

In the present work 31 strains of B.cereus and S.aureus were tested. Biofilm formation by Congo Red 

Agar, microplate assay and stainless steel was weak, respectively. Some strains among the 20 studied 

Bacillus cereus were able to form weak biofilm, some others are unable, The 11 staphylococcus aureus 

strains were able to form weak to moderate biofilm after 24, 48 and 72h incubation . . On the other 

hand, the effect of glucose and NaCl combined with the temperature was evaluated, which led us to 

conclude that the formation of biofilm increases when the concentration of glucose medium increases, 

but the increase of NaCl concentration increases. causes a decrease in it. 

Key words: Biofilm, Bacillus cereus, Staphylococcus aureus, glucose, NaCl, temperature. 

 


