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 الملخص

ن عزل وتحديد البكتيريا من محيط مخابر التحاليل التابعة لعلوم الأحياء الدقيقة كشف عن وجود تلويث فطري و بكتيري في      ا 

والمكورات العنقودية  (B. cereus) العصيات الشمعية, حيث تم تحديد تواجد بكتيريا ذات صبغة غرام سالبة. جميع مواقع أأخد العينات

 .DO=3,2 مع قيمة( البيوفيلم)هذه الأخيرة صُن ِّفت على أأنها مُنتِّج مفرط للغشاء الحيوي  .(S. aureus) الذهبية

 (Pinus halepensis) تم اختبار التأأثير المضاد للبكتيريا والمضاد للبيوفيلم الخاص بالمس تخلصات النباتية للصنوبر الحلبي    

حيث أأظهرت  .B. cereus لاتت معزوة  من محيط امخاابر وسلاة  مرجعية يضد أأربعة سلا (Ammi visnaga) ولنبات الخلة البلدية

ضد   CMI=20mg/ml النتائج المحصل عليها أأن مس تخلص الصنوبر الحلبي أأكثر فعالية ضد نمو البكتيريا مع أأقل تركيز مثبط بقيمة

بالمقارنة مع مس تخلص  (S8) السلاة  ضد CMIB=80mg/ml وحتى ضد تشكيل البيوفيلم مع أأقل تركيز مثبط قدره ,S17 السلاة 

 .نبات الخلة البلدية

 B. creus. S. aureus. CMI. CMIB .نباتية مس تخلصات. الحيوي الغشاء. التحليل مخابر: المفتاحية الكلمات

 

Résumé  

L’isolement et l’identification des bactéries à partir de l’environnement des laboratoires d’analyse 

de microbiologie a révélé une contamination fongique et bactérienne dans tous les sites de 

prélèvement, dont les espèces bactériennes identifiées sont Staphylococcus aureus, Bacillus cereus et 

autres bactéries à Gram négatif. La souche de S. aureus isolée est classée comme hyper productrice du 

biofilm avec une valeur de DO=3,2. 

L’effet antibactérien et anti-biofilm des extraits végétaux d’Ammi visnaga et Pinus halepensis a été 

testé contre quatre souches isolées et une souche de référence B. cereus. Les résultats obtenus 

montrent que l’extrait de P. halepensis est plus efficace contre la croissance bactérienne avec une CMI 

de 20 mg/ml contre la souche S17, et même contre la formation du biofilm avec une CMIB de 80 

mg/ml contre la souche (S8) que l’extrait d’Ammi visnaga.     

Mots clés: Laboratoires d'analyses. Biofilm. Extraits végétaux. B. cereus. S. aureus. CMI. CMIB 

  

Abstract  

Isolation and identification of bacteria from the microbiology laboratory environment revealed 

fungal and bacterial contamination at all sampling sites. The bacterial species identified were 

Staphylococcus aureus, Bacillus cereus and other gram-negative bacteria. The isolated S. aureus strain 

is classified as hyper-producing biofilm with an OD value of 3.2. 

The antibacterial and anti-biofilm effect of plant extracts of Ammi visnaga and Pinus halepensis 

was tested against four isolated strains and a reference strain B. cereus. The results obtained show that 

the P. halepensis extract is more effective against bacterial growth with a MIC of 20 mg/ml against the 

S17 strain, and even against biofilm formation with a CMIB of 80 mg/ml against the strain (S8) than 

the Ammi visnaga extract.      

Key words: Analytical laboratories. Biofilm. Plant extracts. B. cereus. S. aureus. MIC. MBIC. 
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1 

INTRODUCTION GENERALE : 

 

Les laboratoires d’analyse microbiologiques jouent un rôle important dans le domaine 

médical, industriel et agro-alimentaire. Ces laboratoires constituent un environnement riche 

en microorganismes, qui peuvent être trouvés partout (sols, paillasses, équipements..) et 

peuvent contaminer même le manipulateur. Pour cela, ces surfaces doivent être nettoyées et 

désinfectées de manière régulière et efficace. 

Un biofilm est une communauté microbienne qui se caractérise par l’adhésion à une 

surface solide, et qui peut coloniser les surfaces de tout l’équipement et appareillage de 

laboratoire. Ces structures présentent une ligne de défense  et échappent aux systèmes de 

nettoyage et désinfection des surfaces. La diminution de l’efficacité des méthodes de 

nettoyage/désinfection conventionnelles à éradiquer les biofilms, a conduit vers la recherche 

de nouvelles méthodes plus efficaces telles que les substances produites par les plantes. 

En effet, les composés actifs produits au cours du métabolisme secondaire des végétaux 

sont généralement responsables des propriétés biologiques, ces produits peuvent 

potentiellement contrôler la croissance microbienne dans diverses situations (Silva et 

Fernandes Jùnior., 2010). De même, ils ont la capacité de pénétrer les biofilms bactériens, 

sont facilement biodégradables, moins nocifs pour l'environnement et sont presque non 

toxiques (Ling et al., 2020). 

L’objectif de ce travail, est d’améliorer l’hygiène des surfaces par l’utilisation des biocides 

naturels, via l’évaluation du pouvoir antimicrobien et antibiofilm de ces substances sur des 

contaminations bactériennes isolées à partir de l’environnement de laboratoires d’analyse 

biologique et de leurs surfaces. Le plan expérimental de ce travail est le suivant : 

1. Isolement des bactéries à partir de l’air ambiant et les surfaces des laboratoires ciblés. 

2. Identification phénotypique des souches isolées. 

3. Détermination du potentiel des bactéries isolées à former le biofilm. 

4. Evaluation de l’activité antimicrobienne et antibiofilm des extraits de quelque plantes. 
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CHAPITRE I : BIOFILM MICROBIEN ET HYGIENES DES SURFACES 

I.  Généralités sur les biofilm  

Les bactéries vivent rarement en un seul organisme dispersé, elles vivent le plus souvent en 

communautés et colonisent les surfaces  (Hartmann et Rothballer., 2017). 

Le développement d’un biofilm est très complexe et lié à plusieurs variables telles que les 

conditions environnementales (disponibilité des nutriments, la température, le pH, 

protéines/adhésines, l’hôte), les structures de surface et les facteurs microbiologiques (Gram 

négatif / positif, forme microbienne, structure, composition moléculaire, espèce, physico-

chimie, phase de croissance, âge, présence de flagelles, pili, capsules ou substances 

exopolymères) (Speranza et al.,2020). 

I. 1. Définition du biofilm 

Un biofilm est un consortium de micro-organismes dans lesquels les cellules adhèrent les 

unes aux autres et souvent aussi à une surface: les cellules sont intégrées et protégées au sein 

d'une matrice extracellulaire composée de substances polymériques extracellulaires (EPS) 

produites par les mêmes micro-organismes impliqués (Speranza et al.,2020) 

Au sein du biofilm les microorganismes ne représentent que 5%-35% du volume (Jamal et 

al.,2017), ces microorganismes sont recouvertes d’une matrice polymérique fortement 

hydratée et composée d’exopolysaccharides, de protéines et d’acides nucléiques (Lister et al.,  

2014) comme c’est illustré dans la figure 1. 

 
Figure 1 : Composition du biofilm. D’après Lister et al., (2014) 
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I. 2. Les étapes de formation du biofilm 

Les étapes de formation d’un biofilm sont  représentées dans la figure 2, et comprennent 

l’adhésion ou adhérence, la multiplication et croissance du biofilm, sa maturation et enfin la 

dispersion ou étape finale du cycle de vie du biofilm. 

 
Figure 2 : Les étapes de formation du biofilm bactérien (Gotze et al., 2016). 

 

I. 2.1. L’adhérence 

Les cellules planctoniques vont venir s’agréger à une surface biotique ou abiotique par 

l’intermédiaire de transport passif (ex : sédimentation) ou actif en faisant intervenir des 

structures spécifiques de la bactérie comme les flagelles chez Pseudomonas aeruginosa 

(Percival et al.,2011). 

L’adhésion met en jeu des forces d’interaction différentes, notamment les forces de 

London-van der Waals, les interactions électrostatiques et les interactions de Lewis. 

L’ensemble est modélisé par la théorie dite XDLVO (van Oss, 1995; Wang et al., 2011). Cette 

phase initiale de formation du biofilm est divisée en adhésion réversible et irréversible. 

L’adhésion irréversible se fait au moyen de deux mécanismes principaux, d’une part la 

multiplication des liaisons faibles (type liaisons de van der Waals, liaisons hydrogènes, 

liaisons hydrophobes) dont le nombre compense le niveau d’énergie (Characklis et Marshall, 

1990 ; Thibaut,2014). D’autre part, il apparaît des ponts polymériques entre d’un côté les 

divers appendices, flagelles et pili et les EPS secrétées par la cellule, et de l’autre, le support 

conditionné (Thibaut,2014). Si la cellule échappe à la barrière électrostatique répulsive, 
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l’adhésion deviendra irréversible et entrainera l’adhésion permanente des microorganismes à 

cette surface (Gotze et al., 2016).  

I. 2.2 Multiplication et croissance du biofilm 

Les nutriments présents dans le film de conditionnement et le milieu liquide environnant 

aident les cellules bactériennes fixées de manière permanente à se développer et se multiplier 

pour former des microcolonies. Ces dernières, agrandissent et forment une couche de cellules 

recouvrant la surface. En ce moment, les cellules attachées produisent également un polymère 

(EPS) qui aide à ancrer les cellules à la surface et à stabiliser la colonie contre les fluctuations 

de l'environnement (Otto., 2013). 

Ces EPS sont essentiellement cationiques chez les bactéries à Gram positif telles que 

Staphylococcus aureus et S. epidermidis qui produisent une matrice composée d’un 

polymère de β-1,6-N-acétylglucosamine (Sutherland., 2001 ; Sakuragi, Kolter., 2007), alors 

que les EPS des bactéries à Gram négatif (Escherichia coli, Salmonella typhimurium) sont 

neutres ou polyanioniques dont le cellulose est le composé essentiel de leurs biofilms (Zogaj 

et al., 2001). Chez P. aeruginosa les EPS sont caractérisés par la présence d’alginate, un 

polysaccharide linéaire constitué de L-guluronique et D-mannuronique liés par des liaisons β-

1,4 .Ce polysaccharide joue un rôle d’adhésine comme il participe à la structuration du 

biofilm (Khalilzadeh., 2009). 

I. 2.3 Maturation du biofilm  

  Les structures 3D se développent dans lesquelles la matrice EPS fournit un échafaudage 

multifonctionnel et protecteur, permettant à des micro-environnements chimiques et 

physiques hétérogènes de se former et où des micro-organismes coexistent au sein 

d'interactions polymicrobiennes et sociales (compétitives et synergiques) (Hyun et al, 2017). 

Au sein de cette communauté l’activité métabolique globale ralentie et l’architecture se 

modifie où des canaux aqueux se créent entre les colonies permettant une circulation des 

enzymes, les déchets et les nutriments (figure 3). Un gradient d’O2 et éléments nutritifs se 

créée, les cellules les plus proches du support étant moins alimentées de ce fait elles entrent 

dans un état de dormance et donc sont les mieux protégées vis-à-vis des agressions extérieures 

(Khalilzadeh., 2009). 
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Figure 3 : Structure et architecture tridimensionnelle des biofilms (Djeribi et al., 2012) 

I.          2.4 La dispersion/détachement 

I.         2.4.1. Description 

La dispersion ou détachement constitue la dernière étape du cycle de vie d’un biofilm et 

peut être active ou passive (Kaplan., 2010). Ce phénomène pourra être initié par différents 

facteurs tels qu’une force externe comme les forces de cisaillement qui provoquent la 

destruction complète ou partielle du biofilm, c’est la dispersion passive, ou en réponse à un 

stimulus interne ou externe tel que la diminution de la qualité des nutriments ou la libération 

du signal de dispersion ce qui provoque la libération des cellules planctoniques, c’est la 

dispersion active (Fleming et Rumbaugh ., 2017)  

Chez S.aureus la synthèse d’enzymes et de surfactants est le mécanisme majeur utilisé afin 

de dégrader la matrice du biofilm sous le contrôle du système agr (le nom donné au QS chez 

cette espèce) (Gotze et al., 2016). L’activation de ce système induit le passage des cellules de 

l’état sessile à un état planctonique (Boles et Horswill., 2008 ; Lauderdale et al., 2010). 

  S. aureus produit 10 protéases sécrétées (Shaw et al., 2004) ce qui entraine la dégradation 

d’importantes protéines de la matrice et la déstabilisation de biofilm (Zeilinska et al., 2012) 

On note aussi que la sérine protéase Esp produite par S. epidermidis disperse les biofilms de 
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S. aureus (Sugimoto et al., 2013), et comme molécule surfactant, le rhamnolipide produit par 

P. aeruginosa sous le contrôle du QS permet de réaliser son détachement (Davey et al., 2003). 

I.         2.4.2. Exemple de la dispersion/détachement en industrie laitière : 

 

Le détachement est une étape clé dans la transmission et la persistance des contamination 

dues au biofilm car ce phénomène entraine la dissémination des cellules planctoniques qui 

vont coloniser d’autres surfaces (Gotze et al., 2016). Les souches de Bacillus cereus se 

caractérisent par une dispersion rapide qui se produit en moins de 20 heures (Malek ., 2016). 

Dans l’industrie laitière, cette dispersion est impliquée dans les problèmes des contamination 

croisées (Malek., 2018). La figure 4 montre les différents styles de dispersion de cet agent 

pathogène qui peuvent se produire dans les lactoducs. 

 

 
Figure 4: Différents styles de dispersion du biofilm dans les lactoducs. Chaque style de 

dispersion est représenté par des images ESEM de biofilms in vitro de 20 h de B. cereus (a et 

b) ou de biofilms de sept jours formés in situ à l'intérieur de conduites de lait (c et d) (Malek ., 

2018). 

I. 2. 4. 3. Application dans la lutte contre le biofilm 

 

A partir de ces mécanismes de dispersion, plusieurs stratégies de traitements sont 

développées pour induire la dispersion microbienne telle que l’utilisation de la dispersine B. 

C’est une enzyme isolée d’Aggregatibacter actinomycetemcomitans capable de disperser les 

biofilms de S.epidermidis et S.aureus en hydrolysant la liaison glycosidique du protéines 

auto-inductrices, elle dégrade également la matrice et entraine le détachement de cellules 
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bactérienne du biofilm (Kaplan et al., 2004). La dispersion induite pourrait entrainer des 

dégâts si les agents antimicrobiens ne parviennent pas à éradiquer les cellules libérées. Elle 

doit être associée à un traitement antibiotique (Lister et Horswill., 2014).  

 

I. 3. Rôle du QS dans la formation du biofilm 

 

La formation du biofilm nécessite l’établissement d’un système de communication entre 

les bactéries appelé le quorum sensing (QS). Le QS est un mécanisme de signalisation 

intercellulaire largement répandu (Galié et al., 2018), il est formé via la production de 

molécules dites auto-inductrices (AI). La production de ces dernières dépend de la nature de 

bactérie (Gram négatif / Gram positif ), l’état physiologique (densité cellulaire) et de la 

présence d’autre éléments (signaux synthases, signaux récepteurs, gènes et signaux 

régulateurs) (Amara et al., 2011). 

Les bactéries à Gram négatif utilisent l’acyl-homosérine lactone (AHL) et 

occasionnellement des 4-hydroxyl 2-alkyl quinolone (HAQ) comme AI, alors que  les 

bactéries à Gram positif utilisent principalement des oligopeptides cycliques (Hartmann., 

Rothballer., 2017).  

Les signaux QS peuvent déclencher la dispersion en réponse aux changements 

environnementaux liés aux niveaux de nutrition et à l’appauvrissement en oxygène (Soto., 

2011). Chez  P. aeruginosa le QS dirige la dispersion en réduisant la biosynthèse de 

l’exopolysaccharide « Pel » qui est un composant structurel de la matrice du biofilm, et 

augmente la synthèse du rhamnolipides tensioactifs. La surproduction de ce dernier entraine le 

détachement du biofilm de P. aeruginosa  (Singh., 2018).   

II. Stratégies de lutte contre les biofilms microbiens 

La formation des biofilms est considérée comme une étape importante dans le cycle de vie 

de la plupart des espèces bactériennes, et peut être liée à des épidémies, à la résistance aux 

antimicrobiens ou à la contamination de produits médicaux et industriels (Caro-Astorga et al., 

2020). Les procédures d'assainissement conventionnelles ne sont pas totalement efficaces 

contre les biofilms et peuvent induire la sélection de phénotypes résistants (Ling et al,2020). 

Pour combattre les biofilms on peut utiliser des stratégies à titre préventif ou curatif. 
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II. 1. Stratégies à titre préventif :  

De nombreuses approches peuvent être utilisées pour empêcher la formation de biofilms, 

on peut citer à titre non exhaustif : 

- Inhibition de l'adhésion irréversible par interférence avec la production d'adhésines.  

-Blocage de l'interaction des adhésines avec leurs récepteurs. 

-Utilisation d'agents chélateurs qui inhibent le transport de métaux essentiels vers 

l'intérieur des cellules.  

-Blocage des voies biochimiques qui sont cruciales pour la formation de biofilms, et 

inhibition de la biosynthèse des nucléotides de signalisation tels que le diguanosine 

monophosphate cyclique (c-diGMP), qui peut maintenir les bactéries à l'état planctonique 

(Lebeaux et al,2014).  

-L'interférence avec la communication bactérienne par l'utilisation d'inhibiteurs du signal 

du quorum sensing (QS).  

-L'utilisation de bactéries non pathogènes qui peuvent concurrencer les agents pathogènes 

en produisant des toxines (par exemple, des bactériocines) ou d'autres substances (Wu H et 

al,2015).    

- Le développement des nanomatériaux et des technologies correspondantes offre une 

nouvelle possibilité de développer des agents antimicrobiens pour contrôler les biofilms 

microbiens (Rizzello et al., 2013). Les nanomatériaux tels que l'argent en nanomètres, le 

dioxyde de titane et l'oxyde de cuivre présentent de bonnes activités antibactériennes (Pelgrift 

et Freidman., 2013 ; Besinis et al., 2017) 

II. 2. Stratégies curatives 

Si la formation d'un biofilm ne peut être empêchée, il existe des méthodes pour le 

désassembler comme l’induction de la dispersion par : 

-La pectine méthylestérase une enzyme capable de réduire la formation de biofilm dans les 

bioréacteurs (Torres et al., 2011). 

-La production de D-acides aminés pendant la phase stationnaire tardive induisant la 

dispersion du biofilm de multiples bactéries (Kolodkin-Gal et al., 2010). 

-L’application de chélateurs de métaux divalents, d'inhibiteurs du signal QS, comme on 

peut utiliser aussi les bactériophages ou bien on combine les antibiotiques avec du sucre ou de 

l’argent pour éradiquer les cellules persistantes (Kim et al, 2016).   
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Pour assurer la digestion de la matrice organique du biofilm des détergents à base 

d’enzymes (lipases, protéases…) peuvent être utilisés, comme ils sont moins nocifs pour 

l’environnement (Hasan et al., 2010). 

Cependant, la stratégie utilisée en industrie agro-alimentaire est le nettoyage/désinfection 

qui assure l’élimination des souillures.   

III. Hygiènes des surfaces et de l’environnement des laboratoires d’analyse 

III. 1. Importance du nettoyage/désinfection 

Dans un laboratoire d’analyse microbiologique, les microorganismes sont omniprésents, ce 

qui présente un danger pour le manipulateur et peut même fausser les résultats d’analyse. Pour 

éviter ces problèmes une procédure de nettoyage/désinfection doit être suivie. 

Le nettoyage/désinfection des paillasses doit être réalisé à la fin de chaque manipulation 

alors que les sols sont nettoyés à la fin de la journée de travail. En outre, pour une 

désinfection optimale, les surfaces doivent être correctement nettoyées au moyen d’un 

détergent (David et Balty ., 2014). Pour détacher les salissures d’une surface et les disperser 

ou mettre en solution pendant le nettoyage, le détergent utilisé doit contenir un agent 

tensioactif qui permet à la solution de nettoyage d’entrer en contact avec la surface et décoller 

les souillures, ce détergent comprend aussi des agents anticorrosion, agents d’émulsion, de 

dispersion et de solubilisation qui permettent de retenir les salissures au sein de la solution de 

détergence (David et Balty., 2014).  

III. 2. Les agents chimiques de désinfection 

Beaucoup de produits chimiques sont utilisés dans le processus de nettoyage/désinfection. 

Le choix du désinfectant dépend de la nature de la souillure et celle du contaminant 

microbien. Les salissures sont des composés fines (poussières) et ou complexes qui se fixent 

sur les surfaces et renferment les microorganismes.  Une souillure est caractérisée par le 

rapport entre son hydrosolubilité et sa liposolubilité, et c’est cette caractéristique qui devrait 

être prise en compte lors du choix des agents chimique de décontamination. La nature 

chimique des souillures peut être organique (les lipides, les protéines et les glucides), 

inorganiques (les oxalates, les aluminates…) ou encore les microorganismes eux-mêmes (El 

atyqy., 2018) 

Les produits les plus couramment utilisés comprennent le chlore et ses dérivés, l’acide 

peracétique, les ammoniums quaternaires…(David et Balty., 2014). 
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III. 2. 1. Hypochlorite de sodium (Eau de Javel) 

 

L’eau de Javel (NaOCl) possède un spectre d’activité très large et est efficace pour 

éradiquer les biofilms de plusieurs bactéries tels que les biofilms de S. aureus et S. enterica 

formés sur les surfaces en acier inoxydable et en polypropylène (Galié et al., 2018). NaOCl ne 

doit pas être mélangé avec des détergents ou détartrants car cela entraine des projections et un 

dégagement de chlore gazeux très toxique (Anonyme., 2006) 

III. 2. 2. Le dioxyde de chlore 

 

Le dioxyde de chlore (ClO2) aqueux est l’assainissant le plus utilisé dans l’industrie 

alimentaire. En effet, il a été démontré que le ClO2 gazeux est plus efficace contre les 

endospores  de B. cereus présentes dans les biofilms sur les surfaces en acier inoxydable 

(Nam et al., 2014). De même, cet agent chimique est plus efficace contre les biofilm d’E. coli 

que NaOCl en particulier lorsqu’une étape de séchage suivait le traitement de la surface 

(Galié et al., 2018). 

III. 2. 3. Acide peracétique 

  

L’eau oxygénée (H2O2) est un puissant désinfectant oxydant qui génère des radicaux libres 

en contact avec les structures du biofilm, les détruisant à des concentrations minimes sans 

effets secondaires toxiques (Srey et al., 2013). Sa combinaison avec l’acide acétique donne 

l’acide peracétique, avec un pH de 2,8. Il attaque la plupart des métaux et substances 

organiques comme il présente également une grande efficacité contre S. aureus et Listeria 

monocytogenes (Srey et al., 2013). 

III. 3. Biocides naturels dans le nettoyage/désinfection des surfaces : 

  

L’utilisation des agents chimiques dans les procédures de nettoyage/désinfection peut 

altérer la qualité sanitaire des produits industriels, et leurs efficacité reste toute fois variable 

d’une application à une autre. De ce fait, des travaux envisagent le traitement des surfaces en 

utilisant les biocides d’origines naturels tels que les huiles essentiels, acides, sels… (Dubois-

Brissonnet et al,. 2006). Le traitement des surfaces d’acier inoxydable par du chitosan et du 

carvacrol été efficace sur différentes microorganismes pathogènes (Listeria monocytogenes, 

Salmonella enterica serovar Typhimurium, Staphylococcus aureus, et Saccharomyces 

cerevisiae ) (Knowles et Roller,. 2001). De plus, le traitement des suspensions bactériennes et 
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des bactéries adhérentes sur l’acier inoxydable par le thymol a montré que les bactéries 

adhérentes sont légèrement plus résistantes que les bactéries planctoniques (figure 5), alors 

que la réalisation de la même expérience en utilisant le carvacrol et l’eugénol, les bactéries 

adhérentes ne montrent pas de résistance accrue par rapport à leurs homologues planctoniques 

( Dubois-Brissonnet et al,. 2006). 

 
Figure 5 : Survie de Salmonella Typhimurium après 5 minutes de contact avec différentes 

concentrations de thymol  (Dubois-Brissonnet et al,. 2006). 

 

III. 4. Amélioration du nettoyage conventionnel : cas du CIP 

III. 4. 1. Description du CIP 

Pour les systèmes fermés tels que les lactoducs dans l’industrie laitière, un nettoyage acide-

alcalin, le CIP (cleaning in place) est utilisé (Bremer et al., 2006). La procédure CIP 

conventionnelle comprend les cinq étapes suivantes (Malek ., 2018) : 

-Un pré-rinçage par l’eau froide. 

-Un passage de solution alcaline (NaOH) à 2% à 80° pendant 10 minutes, permet de 

minéraliser les souillures organiques. 

-Un rinçage intermédiaire, permet d’éliminer les souillures et la neutralisation du pH. 

-Un passage de solution acide (HNO3) 1% à 70° pendant 5 minutes, l’élimination des 

souillures minérales. 

- Le rinçage final. 
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III. 4. 2. Amélioration du CIP  

  Lors de l’application de cette procédure conventionnelle, des recontaminations des 

surfaces nettoyées ont été observés, en raison du phénomène de réadhésion des spores 

bactériens (Le Gentil et al., 2010 ; Faille et al., 2013). Cependant, l’efficacité du CIP 

classique dans l’élimination des biofilms est limitée (Bremer et al., 2006 ; Faille et al., 2010). 

La figure 5 donne un exemple de surface mal nettoyée en industrie laitière.  

 

Figure 6 : Exemple de surfaces mal nettoyées en industrie laitière : biofilms matures 

formés in-situ sur des lames en inox placées à l’intérieur de conduites de lait pendant 7 jours 

et observées au microscope électronique à balayage environnemental (ESEM), après 

application du système de nettoyage (CIP). A gauche : segment de pré-pasteurisation, à 

droite : segment de post-pasteurisation (Malek., 2016). 

 L’utilisation de détergents enzymatiques et les molécules d’origine végétale en 

combinaison avec ce système donne de meilleurs résultats, pour cela une procédure CIP 

améliorée en 3 étapes est proposée (Malek .,2018) et comprend les étapes suivantes (figure 6) 

-Le pré-rinçage à froid. 

-Le nettoyage/assainissement combiné à l’aide de solutions désinfectantes alcalines à base 

de produits naturels. 

-Le rinçage final. 
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Figure 7 : Schéma simplifié d'une procédure CIP conventionnelle en cinq étapes et d'une 

stratégie CIP améliorée en trois étapes (Malek., 2018). 
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CHAPITRE II : PLANTES MEDICINALES ET POUVOIR ANTIMICROBIEN 

I. Les plantes médicinales et aromatiques (PAM) 

I.1. Définition 

Ce sont des plantes utilisées en médecine traditionnelle pour ses propriétés 

médicamenteuses. Une ou plusieurs parties de ces plante  médicinales (PAM) peuvent être 

utilisées de différentes manières (décoction, macération ou infusion) pour bénéficier de leurs 

propriétés thérapeutiques qui proviennent de leurs métabolismes (Dutertre ., 2011). 

Selon l’appartenance chimique des éléments actifs des PAM, ils sont classés en plusieurs 

grands groupes tels que les terpènes, les stéroïdes, les composés azotés, les composés 

phénoliques et les huiles essentielles, chacune de ces classes regroupe une grandes diversité 

de composés qui possèdent une très large gamme d’activités biologiques dépendant de leur 

nature chimique et de leur concentrations (Hartmann ., 2007 ; Irchhaiya et al., 2015) 

I.2. Pouvoir antibiofilm des substances naturelles 

I.  2. 1. Effet sur l’adhésion et la formation de biofilm 

  Les composés naturels comme les extraits et ou les huiles essentielles de plantes sont 

actuellement évalués pour leur potentiel à éliminer les biofilms. Ces composés ont la capacité 

de pénétrer les biofilms bactériens, sont facilement dégradés dans l'environnement et sont 

presque non toxiques (Ling et al,2020).   

Les facteurs de virulence et la biosynthèse des flagelles de Cronobacter sakazakii ont été 

réduites par le citral (présent dans les huile essentielles de verveine, d’orange de citron…) 

(figure 7) qui a été prouvé comme un composé anti-adhésion et antibiofilm (Shi et al., 2017).                                                                                     

 
Figure 8 : Structure chimique du citral. 
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1.2. 2. L’effet inhibiteur du quorum-sensing 

Le système de communication AHL est la cible de divers composés d’origine végétale 

ayant des activités inhibitrices du QS (QSI) ainsi que les furanoses halogénés de l’algue rouge 

Delisea pulchra. De même,  les composés disulfure de l’ail et l’acide rosmarinique de romarin 

agissent comme QSI et empêchent la formation du biofilm de P. aeruginosa (Koh et al., 

2013). En outre, les extraits de Piper nigrum et Cinnamamum verum ont montré des effets 

inhibiteurs importants sur la formation du biofilm de la bactérie Cronobacter sakazakii par 

inhibition du QS (Singh et al., 2016). 

I. 3. Mécanismes d’action des substances naturelles 

Plusieurs travaux ont était réalisés dans ce sens. L’émodine est une molécules active qu’on 

peut trouver dans les feuilles de Senna occidentalis (Niranjan et Gupta., 1973 ; Majumdar et 

al., 1987). Elle présente un effet inhibiteur de la formation du biofilm, elle induit aussi la 

protéolyse du récepteur de signal QS « TraR » d’E. coli comme elle augmente l’activité 

d’ampicilline contre P. aeruginosa (Kim et al., 2016). L’effet inhibiteur du QS a été révélé 

dans les extraits de Cecropia pachystachya (Brango-vanegas et al., 2014) et dans les principes 

actives de l’hépatique Lepilozia chardulfera (Gilebert et al., 2015). La malvidine  obtenue par 

l’extrait méthanolique de Syzygium amini augmente la sensibilité du biofilm de Klebseilla 

pneumoniae aux antibiotiques classiques, et inhibe la synthèse des EPS (Gopu et al., 2015). 

Le carvacrol et le thymol, la structure du thymol est similaire à celle du carvacrol (figure 8) ; 

ils diffèrent toutefois quant au lieu du groupe hydroxyle dans le cycle phénolique.Ces deux 

substances affectent la perméabilité de la membrane et provoquent une fuite des constituants 

cytoplasmiques. Leur structure désintègre la membrane externe des bactéries à Gram négatif, 

libérant des lipopolysaccharides (LPS) et augmente  la perméabilité du cytoplasme à l'ATP 

(Lambert et al., 2001 ; Helander et al., 1998). 

(A) (B) 
Figure 9 : Structure chimique du thymol (A) et carvacrol (B). 
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Les mécanismes d’action d’autres substances naturelles sont présentés dans le tableau 

suivant (Tableau 1) : 

Tableau 1 : Mécanismes d’action de différentes substances naturelles.  

Substance naturelle Mécanisme d’action Bactérie cible Référence 

Extrait de thé (Rosa 

rugosa) 

polyphénoles+flavonoïdes 

Inhibition des 

mouvement en 

« swarming » et la 

formation de biofilm 

chez  E. coli , P. 

aeruginosa 

Chromobacterium 

violaceum ; E. coli ; 

P. aeruginosa 

(Zhang et al., 

2014) 

Hydrate de baicaline, 

cinnamaldéhyde et 

l’hamamélitannine 

-Améliore la 

sensibilité des 

biofilms aux 

antibiotiques 

classiques. 

-Augmente la 

sensibilité in vitro et 

in vivo des biofilms 

des SARM à 

l’antibiotique 

vancomycine avec 

l’hamamélitannine. 

P. aeruginosa, 

Burkholderia 

cenocepacia, S. 

aureus (y comprise 

le SARM) 

Brackmann et 

al., 2011) 

 

 

 

 

-(Brackmann et 

al., 2016 ; Kim  

et al., 2016) 

Extrait de l’ail (Allium 

savitum) 

-Augmente la 

sensibilité des 

biofilms au traitement 

par l’antibiotique 

tobramycine. 

-La présence 

d’allicine inhibe le 

QS. 

P.aeruginosa (Bjarnsholt et 

al., 2005) 

Eugenol -Inhibition de la 

production d’amylase 

et de protéase par 

B.cereus 

B.cereus (Thoroski et al., 

1989) 

Carvone -Limite la croissance 

d'E. coli, de 

Streptococcus 

thermophilus et 

Lactococcus lactis 

E. coli,  

Streptococcus 

thermophilus et 

Lactococcus lactis 

(Oosterhaven et 

al., 1995) 
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Notre travail a été effectué au niveau des laboratoires pédagogiques : Pôle de la 

microbiologie (département de biologie) Faculté SNV-STU, Université de Tlemcen. Il 

consiste à tester l’activité antimicrobienne et antibiofilm des extraits de deux espèces 

végétales : Pinus halepensis et Ammi visnaga sur des bactéries isolées de l’environnement de 

ces laboratoires après leur identification et la caractérisation de leur potentiel de formation du 

biofilm. 

I/Isolement des souches : 

Les prélèvements sont effectués dans les 4 laboratoires du pôle de microbiologie du 

département de Biologie de l’université de Tlemcen, à partir de l’air ambiant et des surfaces 

des paillasses. 

I.1/Prélèvement à partir de l’air ambiant : 

Dans différents endroits de ces quatre laboratoires de microbiologie, des boites de Petri 

contenant le milieu Tryptone Glucose Extract Agar (TGEA) sont déposées ouvertes à l’air 

libre pendant 30 minutes, puis  mises à l’incubation à 30ºC pendant 24h à 72h. 

I.2/Prélèvement à partir des surfaces : 

Afin de mettre en évidence l’efficacité des processus de nettoyage, un prélèvement à partir 

de la surface des paillasses est effectué au niveau des laboratoires du même pôle. 

Une solution de 5mL d’eau physiologique Peptonnée (TSE)  a été préparée pour chaque 

tube qui contient un agent neutralisant le Tween 80 à raison de 0.3%. 

Après l’humidification de l’écouvillon dans la solution de dilution préparée, on racle 

aseptiquement une zone délimitée à l’aide d’un guide stérile de 4cm² pour garantir un 

prélèvement d’une superficie identique  d’un point de prélèvement à un autre. 

 Les écouvillons sont remis dans les tubes aseptiquement. Après le vortexage, une série des 

dilutions décimales est réalisée à partir de la solution mère allons jusqu’à la dilution 10
-3

. 

I.2.1/Ensemencement : 

a/Ensemencement en surface :  

Dans des boites de Petri qui contiennent un milieu gélose tryptone soja (TSA) on met 

0.1mL de suspension microbienne de chaque tube à la surface de la gélose. La technique 



MATERIELS ET METHODES 

 

20 

d’ensemencement utilisée est l’ensemencement en surface par étalement au râteau, les boites 

ensemencées sont incubées à 30ºC pendant 24h à 72h. 

b/Ensemencement en profondeur : 

Dans des boites de Petri vides, on verse 1mL de la suspension microbienne, puis on coule 

les boites par la gélose TSA tiède avec des mouvements d’agitation pour homogénéiser la 

dispersion des microorganismes dans la gélose. Une fois le milieu est solidifié, on incube les 

boites à 30ºC pendant 24h à 72h. 

   II/Identification des isolats : 

L’identification phénotypique des souches isolées porte par l’étude d’un certain nombre de 

critères morphologiques, physiologiques et biochimiques : 

II.1/Critères morphologiques : 

II.1.1/Examen macroscopique :  

L’examen macroscopique des cultures est le premier examen effectué à partir de 

l’isolement et après 48h-72h  d’incubation. L’étude consiste à l’observation directe à l’œil nu 

l’aspect morphologique des colonies obtenues sur le milieu de culture en tenant compte des 

critères suivants : La taille, la forme (bombée, plate, ombiliquée, à bords surélevées, ronde…) 

couleur, nombre de colonies, type de colonies…  

II.1.2/Examen microscopique : 

Pour les cultures jeunes, on réalise une coloration de Gram pour mettre en évidence le type 

de paroi ainsi que la forme, la taille et le mode de groupement. 

Les cultures âgées sont conservées pour la recherche de la formation éventuelle des spores 

chez les cultures Gram+ en forme de bâtonnets.   

Après le passage par les étapes de la coloration de Gram, les lames sont observées sous 

microscope optique (grossissement *100 à l’immersion) 

L’examen de la spore est effectué sur des cultures âgées après coloration à la fuchsine   

II.2/Critères biochimiques : 

II.2.1/Test catalase :  

Il sert à mettre en évidence la présence de l’enzyme catalase qui décompose le peroxyde 

d’hydrogène (H2O2)  

                                         2H2O2  -------------->2 H2O + O2 
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A l’aide d’une pipette Pasteur boutonnée et cotonnée on dépose l’inoculum bactérien sur 

une lame en verre nettoyée, dégraissée et sèche. Puis on ajoute une goute  d’eau oxygénée. 

Le résultat positif se traduit par dégagement d’O2 par effervescence visible à l’œil nu, 

l’absence d’effervescence est un résultat négatif. Ce test est recherché chez les bactéries 

Gram+. 

II.2.2/Test d’oxydase : 

A l’aide d’une pipette Pasteur boutonnée et cotonnée on dépose une colonie bactérienne 

pure sur un disque à l’oxydase. Le  virage de couleur vers le bleu-mauve traduit un résultat 

positif. L’absence de coloration est un résultat négatif. Uniquement les souches Gram- sont 

testées. 

II.2.3/ L’identification au genre  Bacillus : 

Les bâtonnés Gram positifs sont ensemencés sur milieu Mossel pour rechercher la 

lécithinase et fermentation de mannitol qui font partie des tests d’identification au groupe 

Bacillus cereus. 

- L’apparition d’un halo de précipitation indique que les colonies sont lécithinase 

positives. 

- L’apparition des colonies rouges signifie qu’elles sont mannitol négatives. 

- L’apparition des colonies jaunes signifie qu’elles sont mannitol positives. 

Les mêmes souches ensemencées sur milieu Mossel sont repiquées sur une gélose au sang. 

Pour la recherche d’hémolyse. Ce milieu de culture permet de déterminer les germes 

hémolytiques et la confirmation de l’identification au groupe B. cereus  après incubation à 

30ºC pendant 24h.  

II.2.4/ Identification au genre Staphylococcus : 

Le but de cette étape est de distinguer Staphylococcus aureus des autres cocci. Toutes les 

cocci Gram (+) et catalase (+) sont repiquées sur milieu Chapman puis incubées à 37ºC 

pendant 24h. Le virage de couleur de milieu autour des colonies signifie la présence 

présomptive de S. aureus.   

III/ Conservation des souches : 

 La conservation des souches s’effectue dans des tubes à essai contenant de milieu (GN) 

Inclinée. Les souches sont ensemencées sur la pente des tubes par des stries et incubées à 

30°C  pendant 24h, puis conservées à 4°C. 
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IV/ Etude de la formation de biofilm : 

Le potentiel de formation de biofilm chez les bactéries testées est déterminé par la méthode 

de cristal violet selon la technique d'Auger et al, (2006). 

 IV.1/ Inoculation des microplaques 

 À partir de souches repiquées sur les boites, nous avons préparé une préculture de 24 h 

dans le milieu TSB. Après 24h une dilution décimale a été préparée pour avoir une densité 

optique (D.O) comprise entre 0.6 à 0.8 à 595 nm. Ensuite, 100 μl de suspension bactérienne 

sont déposés dans chaque puits de la plaque de micro titration stérile sachant que la première 

rangée est laissé vide pour le contrôle du lecteur et la deuxième est remplie par le milieu non 

ensemencé utilisé comme un contrôle négatif. Chacune des plaques est incubée à 37ºC.  

IV.2/ Coloration au cristal violet 

 Après le temps d'incubation, les biofilms formés sur les parois des puits sont mis en 

évidence par coloration au cristal violet. Pour cela les plaques subissent le traitement suivant : 

 Les plaques sont d'abords vidées avec la micropipette.  

 Rinçage par l’eau distillée (EDS) trois fois pour éliminer les cellules non adhérées.  

 Laisser sécher 10 à 15 min. 

 Remplir les puits avec 100 μl de cristal de violet à 1% qui permet la coloration du 

biofilm.  

 Le temps de coloration est environ de10 min  

 Rinçage à 1' EDS 3 fois.  

 Séchage des plaques en position renversée  

 Lecture visuelle des plaques, appréciation de l’intensité de la coloration au cristal 

violet.  

 

IV.3/ Lecture des plaques 

 Avant la mesure de la D.O au spectrophotomètre munis d'un lecteur de microplaque 

(ELISA) à 630 nm les puits sont remplis avec une solution dissolvante constituée de l’acide 

acétique à 33% préparé à partir de l’acide acétique glacial dilué dans l'eau distillée. 
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V/ Détermination de l’activité antimicrobienne des extraits végétaux 

 L’évaluation de l’activité antimicrobienne des extraits: d’Ammi visnaga et Pinus halpensis 

a été réalisé par la méthode de diffusion sur gélose (disques et puits), pour étudier la 

résistance ou la sensibilité des souches à partir d’une gamme de concentrations. La 

détermination des concentrations minimales inhibitrice de la croissance à l’état libre (CMI) et 

de la formation de biofilms (CMIB) est réalisée par la technique de microplaque. 

V.1/ Préparation des solutions des extraits aqueux 

 Les extraits de plantes d’Ammi visnaga et Pinus halpensis ont été dissouts dans l’eau 

distillée (EDS) stérile pour préparer des dilutions successives pour aboutir aux différentes 

concentrations étudiées (Tableau 2). 

Tableau 2: Préparation des solutions des molécules antimicrobiennes d’après (Benkhaldi., 

2017) 

Vsm V.D V.T C.F 

30 µl 270 µl 300 µl 10 mg/ml 

60 µl 240 µl 300 µl 20 mg/ml 

120 µl 180 µl 300 µl 40 mg/ ml 

180 µl 120 µl 300 µl 60 mg /ml 

240 µl 60 µl 300 µl 80 mg/ml 

  

Vsm : volume de la solution mère, V.D : volume de diluant, V.T : volume totale, C.F : 

concentration finale 

 

V.2/  Préparation des cultures  

L’activité antimicrobienne des extraits végétaux a été évaluée par la méthode de diffusion 

par disques sur milieu gélosé « Mueller Hinton (MH)». Le diamètre des zones d’inhibition 

autour les disques imprégnés des extraits détermine leur activité inhibitrice. Cinq 

concentrations ont été testées (10 mg/ml, 20 mg/ml, 40 mg/ml, 60 mg/ml, 80mg/ml) sur 5 

souches bactériennes qui ont été choisies : 4 souches isolées : S17, S11, S10 et S8  et 1 souche 

de référence : StoA (Tableau 3). Les boites de gélose MH de 4mm d’épaisseur ont été 

ensemencées par écouvillonnage avec un inoculum préparé à un DO de 0,6 pour chaque 

souche. Un disque de 6 mm de diamètre en papier Whatman stérile est imprégné de molécules 

bioactives puis déposé à la surface de la gélose MH. Pour le témoin, un disque imprégné de 

l’EDS est appliqué dans les boites.   
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Trois répétitions sont réalisées pour chaque essai. Les boites de Pétri sont placées à 4ºC 

pendant 1 à 2h pour laisser les molécules bioactives diffuser puis sont incubées pendant 24 h à 

37°C. 

Tableau 3 : Origines des souches utilisées dans les différents tests d’activités 

antimicrobiennes.  

Souche Gram Origine 

S10 Positif  

Air ambiant de laboratoire S11 Positif 

S17 Positif 

S8 Négatif Surfaces des paillasses 

StoA Positif Collection (Malek., 2013) 

 

VI/ Détermination de la concentration minimale inhibitrice de la formation des biofilms 

(CMIB) 

La CMIB des extraits végétales est testée est déterminée par la technique du cristal violet 

(CV) (Nostro et al., 2007) 

Les puits de microplaque sont remplis par l’inoculum bactérien (100 µl de 10
7
UCF d’une 

culture d’une nuit dans le bouillon Muller-Hinton (MH)) en présence de 100µl de différentes 

concentrations des extraits (de 10-80 mg/ml) ou du témoin négatif. 

Apres 24h d’incubation à 30ºC, chaque puits a été lavé deux fois avec de l'eau distillée 

stérile, séché, coloré pendant 5 minutes avec 1% de cristal violet (CV), lavé à nouveau à l'eau 

et observé à la lumière. Les puits colorés indiquent la présence de la biomasse cellulaire 

adhérente. La valeur CMIB représente la plus faible concentration à laquelle les bactéries 

sessiles ne parviennent pas à repousser. 

 

VII/ Détermination de la concentration minimale éradicatrice des biofilms préformés 

(CMEB)  

Au début, pour produire un biofilm, tous les isolats, à 10
7
 UFC/ml d'inoculum, ont été 

cultivés dans des plaques de microtitration contenant du bouillon Muller-Hinton frais. Après 

24 heures d'incubation à 30°C, la phase planctonique a été doucement éliminée et les puits ont 

été lavés trois fois avec de l'eau distillée stérile. Ensuite, 200 µl de dilutions des extraits 

préparés dans un bouillon MH stérile, ont été ajoutés aux puits. Différentes concentrations des 

extraits (allant de 10 à 80 mg/ml ) ont été ajoutées aux puits portant des biofilms de 24 heures. 

Toutes les plaques de microtitration ont été réincubées en présence d'agents antimicrobiens 

pendant 20 minutes à 30°C, puis elles ont été vidées et lavées avec de l'eau distillée stérile. 
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 Les biofilms préformés ont été récupérés en grattant la surface intérieure de chaque puits, 

puis étalés sur la surface des plaques de gélose LB (Luria-Bertani : trypton 10 g, extrait de 

levure 5g, NaCl 5g, gélose 15g/L) et incubé pendant 72 h à 30°C. La valeur CMEB a été 

déterminée comme étant la concentration la plus faible où aucune croissance bactérienne ne 

s'est produite sur la gélose LB (Kalai et al., 2018).  
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I/Les contaminants microbiens de l’air ambiant : 

Les résultats d’isolement sont représentés dans le tableau 4 : 

Tableau 4 : Dénombrement et description des contaminants bactériens de l’air ambiant.     

 

Echantillons 

 

Nombre de 

bactéries en 

ufc 

 

Commentaire 

Aspect des colonies sur 

milieu gélosé 

 

 

 

 

Lab1 

E1 87 -Contamination hétérogène. 

-Dominance de colonies pigmentées 

dont le diamètre est de l’ordre de 1-2 

mm. 

-Présence de contamination fongique. 

 

E2 96 

 

 

 

Lab2 

E1 53 -Contamination hétérogène. 

-Nombre de colonies est réduit par 

apport au laboratoire 1. 

-Présence de contamination fongique. 

 

E2 50 

 

 

 

 

Lab3 

E1 38 -Contamination hétérogène avec 

dominance fongique, ce qui est logique 

parce que le laboratoire 3 c’est un 

laboratoire de mycologie. 

 

E2 36 

 

 

 

 

Lab4 

E1 

 

52 

 

-Contamination hétérogène avec 

dominance de colonies pigmentées dont 

le diamètre est de l’ordre de 1-3mm. 

-La contamination est uniforme puisque 

les mêmes types morphologiques se 

trouvent dans toutes les boites prélevées 

des différents laboratoires analysés.  

 

E2 69 
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II/ Les contaminants microbiens  des surfaces : 

Les boites de Petri ensemencées en surface présentent des colonies hétérogènes dont la 

majorité est constituée de colonies bactériennes. Le laboratoire 2 présente une dominance de 

la contamination fongique, alors que dans le laboratoire 3, la contamination est trop dense et 

totalement bactérienne. On note l’apparition de nouvelles formes dans les dilutions de tous les 

échantillons testés, le diamètre des colonies est compris entre 1-3 mm.  

D’après le dénombrement et l’observation des boites ensemencées en profondeur, on 

remarque que la contamination est totalement bactérienne. Dans l’échantillon 2 du laboratoire 

2, la contamination est réduite se qui traduit un bon niveau d’hygiène de cette surface.  

III/ Résultat de l’identification microscopique: 

    L’observation microscopique après coloration de Gram a permis de révéler que les souches 

isolées présentent différentes formes (cocci en grappe de raisin, diplocoques, bâtonnets en 

chainettes, coccobacilles…)  et un Gram variable (positif, négatif). Quelques souches 

présentent des endospores ovales, subterminales non déformantes (figure 9). 

IV/ Résultat de l’identification biochimiques : 

Les résultats du test de la catalase ont montré que toutes les souches isolées sont catalase 

positive (+), la réaction se traduit par un dégagement immédiat d’O2 par effervescence visible. 

Les résultats du test de l’oxydase montrent que toutes les souches testées sont oxydase 

négatives , la réaction se traduit par l’abscence de virage de couleur.  
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1/ Identification au groupe B. cereus: 

Les résultats de l’identification des souches testées sont représentés dans le tableau 5 et 

dans la figure 10 : 

 
Grandes bâtonnets en chênettes Gram +   

 
Cocci en grappe de raisin Gram +  

 
Diplocoques Gram +  

Bacilles à Gram - 

 
Spores bactériennes en position sub-terminale 

 
Spores bactériennes ovales  

 

Figure 10: Aspect microscopique des souches isolées après coloration de Gram. 
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Tableau 5 : Résultat de l’identification au groupe B.cereus 

Origine des 

souches 
Code Développement dans le 

milieu Mossel complet 
Lécithinase Hémolyse 

 

 

 

 

 

 

Air ambiant 

du laboratoire 

 

 

 

 

 

 

S1 + - - 
 S2 + - - 
S5 + - - 
S6 + - - 
S9 + - - 
S10 + + + 
S11 + - + 
S13 + - - 
S14 + - + 
S16 + - - 
S22 + + + 

 

Surfaces des 

paillasses 

 

(S1) + - - 
 (S4) + - + 
(S16) + - - 

 

En se basant sur les résultats de la coloration de Gram, test de formation de spores, la 

présence de la catalase, la production d’hémolysine et la zone de précipitation (lécithinase) et 

par comparaison aux souches B. cereus de collection (Malek, 2013) (S85 et StoA), les 

souches S10 et S22 isolées dans le présent travail peuvent être identifiés au groupe B. cereus 

(figure 10).   

 
Figure 11: Photos montrant la croissance de la souche 22 sur gélose au sang (gauche), et 

sur milieu Mossel complet (droite).  
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2/ Identification au genre Staphylococcus: 

Les résultats d’identification des souches testées sont représentés dans le tableau 6 et la 

figure 11 : 

Tableau 6 : Résultats de l’identification au genre Staphylococcus. 

Origine des 

souches 
Code Développement Auréole jaune Commentaire 

 

Air ambiant 

du 

laboratoire 

 

 

 

 

S3 + - Orientation vers le genre 

Staphylococcus  
S4 + - 
S7 + - 
S8 + - 
S12 + - 
S15 - - Souche inhibée par le milieu 

S17 + + Orientation vers l’espèce 

Staphylococcus aureus.   

Surfaces 

des 

paillasses 

(S17) + - Orientation vers le genre 

Staphylococcus 

 

En se basant sur les résultats obtenus, la souche S17 peut être orientée vers l’identification 

à l’espèce S. aureus.  

 
Figure 12: Résultat de la croissance de la souche 17 sur milieu chapman. 

 

V/ Activité antimicrobienne et anti-biofilm des extraits végétaux   

Tous les résultats mentionnés dans cette partie sont prédits sur la base des résultats 

mémoire de master réalisé par l'étudiante Benkhaldi Dounia (2017) sur les bacilles 
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thermophiles et mésophiles  d’origine laitière et utilisant les extraits des mêmes espèces 

végétales que celles qui devaient être testées dans le présent travail. 

1/ Résultats de l’évaluation du potentiel de formation de biofilm : 

La formation de biofilm dans les microplaques de titration à 96 puits, est analysée par une 

simple observation à l’œil nu des puits après une coloration au cristal violet. C’est une 

technique indirect d’estimation de la production de biofilm sur différentes substrats 

(Djordjevic et al., 2002). La masse de biofilm est exprimée par la coloration développée, et sa 

solubilisation permis de la quantifier (Musk et al., 2005) in Benkhaldi (2017). 

D’après les résultats de Benkhaldi (2017), après 24h d’incubation à 37ºC, la formation du 

biofilm a eu lieu préférentiellement sur les bordures des puits, par la formation d’un anneau 

variable d’une souche à l’autre à l’interface air –liquide. La densité du biofilm est en relation 

avec l’intensité de l’anneau formé (une couleur foncée indique que les souches sont fortement 

productrices de biofilm et vice versa).  

La figure 12 représente une prédiction du potentiel de formation du biofilm après une 

mesure de DO à 630 nm.  

Classe 1 : DO < 0,5 : Faiblement productrice du biofilm.  

Classe 2 : 0,5 < DO < 1,5 : Moyennement productrice du biofilm.  

Classe 3 : 1,5 < DO < 2,5 : Fortement productrice de biofilm.  

Classe 4 : 2 ,5 < DO : Hyper productrice (Auger et al., 2009) 

 

Figure 13 : Croissance en biofilm prédite des souches isolées de l’environnement des 

laboratoires. 
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D’après la figure 12 on remarque que toutes les souches testées sont capables de former le 

biofilm avec des potentiels variables. La souche S17 (S. aureus) possède le plus grand 

potentiel de formation du biofilm avec une valeur de DO prédite de 3,2, pouvant être classée 

comme une souche hyper productrice  du biofilm. Boukera Abbaci et Daoudi (2019) ont 

trouvés que la DO de 88,7% des souches de S. aureus testées est plus élevée a celle du 

témoin ce qui signifie une capacité de formation du biofilm, et plus de 40% de ces souches 

ont une valeur de DO 4 fois plus élevée que celle du témoin ce qui est compatible avec nos 

prédictions que cette souche est hyper productrice du biofilm. 

Les bacilles Gram positif StoA, S10 (B. cereus) et S11 (B. spp) sont capables de produire 

le biofilm avec des valeurs de DO prédites de 1,9, 1,7 et  1,4 respectivement. La souche S11 

est moyennement productrice du biofilm, alors que, les souches StoA et S10 présentent une 

forte production du biofilm. Ces résultats prédits sont conformes à ceux  trouvés par Tirloni et 

al (2020) qui ont remarqué que toutes les souches de B.cereus isolées sont capables de former 

le biofilm après une mesure de la DO à 590 nm. La souche (S8) (bacille Gram négatif) a une 

capacité moyenne de former le biofilm avec une valeur DO prédite de 1,2.    

2/ Résultats de détermination de l’activité antimicrobienne et antibiofilm des extraits de 

plante: 

2.1/ Résultats du screening par la méthode des disques : 

La méthode de diffusion sur milieu gélosé ou aromatogramme est une méthode basée sur le 

principe de l'antibiogramme, la mesure de diamètre d’inhibition autour de disque imprégné 

des extraits végétaux détermine l’activité antimicrobienne de ces extraits (Sadou et al., 2015). 

La zone d’inhibition se traduit par un halo translucide autour de disque, la sensibilité ou la 

résistance des souches testées vis-à-vis les extraits végétaux sont expliqués par la présence ou 

l’absence de ce halo.  

La souche est dite résistante R si le diamètre d’inhibition est inférieur de  06mm,  elle est 

dite intermédiaire I si le diamètre d’inhibition est compris entre  06 mm et 13 mm, la souche 

est sensible S si la zone d’inhibition a un diamètre supérieur 13 mm ( Abi-Ayad et al., 2011) 

in Benkhaldi (2017).  

Le comportement prédit des souches a testées vis-à-vis différentes concentrations des 

extraits végétaux d’Ammi visnaga et Pinus halepensis  est illustré dans le tableau 7. 
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Tableau 7 : Le comportement prédit des souches isolées vis-à-vis les extraits végétaux : 

Souches Ammi visnaga Pinus halepensis 

Concentrations (mg/ml) 80 60 40 80 60 40 

S17 (S.aureus) R R R S I I 

S11 (B.spp) R R R R R R 

S10 (B.cereus) R R R I I R 

(S8) (Bacille G-) S I I I I I 

StoA (B.cereus) R R R I I R 

R : Résistante,     I : Intermédiaire,    S : Sensible 

Selon les résultats de l’antibiogramme présentés dans le tableau 7, on remarque que les 

souches a Gram positif (S17, S11, S10 et StoA) sont résistantes vis-à-vis l’extrait d’A. 

visnaga a toutes les concentrations utilisées, alors que, la souche a Gram négatif (S8) semble 

moins résistante a une concentration de 40 mg/ml et 60 mg/ml, et sensible a la concentration 

de 80 mg/ml de même extrait. Ce résultat prédit semble proche de celui  observé par 

Khalfallah et al (2011), qui ont remarqué que l’huile essentiel d’A. visnaga été plus efficace 

contre E. coli avec une zone d’inhibition de 25 mm de diamètre à une concentration de 128 

µg/ml, alors que, S. aureus été moins sensible avec une zone d’inhibition de 16 mm de 

diamètre à la même concentration. Les travaux de Soro et al (2015) ont montré que l’huile 

essentielle d’A. visnaga été active contre E. coli non productrice des bétalactamases à spectre 

élargie (BLSE), alors que, E. coli productrice BLSE est montré plus résistante vis-à-vis le 

même huile essentiel.  

Les souches testées semblent moins résistantes vis-à-vis des extraits végétaux de P. 

halepensis sauf la souche S11 (B. spp) qui a développé une résistance totale à l’égard de cet 

extrait et à différentes concentrations. Les deux souches les moins résistantes sont (S8) 

(Bacille à Gram négatif) qui développe une résistance intermédiaire I à toutes les 

concentrations utilisées, et la souche S17 (S. aureus) qui a été inhibée on utilisant une 

concentration de 80 mg/ml. Ces résultats prédits sont en bon accord avec les conclusions de 

(Raho., 2014) qui a remarqué que l’huile essentiel de P. halepensis à inhibé E. coli et S. 

aureus, et cette dernière été plus sensible avec un diamètre d’inhibition de 17 mm.  

2. 2/ Effet antimicrobien des extraits végétales : 

La concentration minimale inhibitrice (CMI) correspond à la plus petite valeur de 

concentration des extraits qui inhibe la croissance bactérienne. En se basant sur valeurs de 

CMI estimées par Benkhaldi (2017), les valeurs de CMI de l’extrait d’A. visnaga prédits 

contre les souches (S8), S17, S11, S10 et StoA sont de 20 mg/ml, 80 mg/ml, 80 mg/ml, 80 

mg/ml et 80 mg/ml respectivement. Ces valeurs de CMI prédites montrent que la souche (S8) 
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est plus vulnérable à être inhibée par l’extrait d’A. visnaga que les autres souches ce qui est 

compatible avec les observations de Ghareeb et al (2011) qui ont trouvé que les extraits 

éthanoliques de cette plante inhibent la croissance d’E. coli à une valeur de CMI de 12.5 

mg/ml, alors que, le même extrait inhibe la croissance de S. aureus à une valeur de CMI de 50 

mg/ml. Les mêmes auteurs ont trouvés des résultats proches avec une action moindre en 

utilisant des extraits aqueux d’A. visnaga, les deux souches sont inhibées à une CMI de 25 

mg/ml mais avec un diamètre d’inhibition différent (30 mm pour E. coli et 8 mm pour  S. 

aureus). Selon les tests effectués par Khalfallah et al (2011), E.coli a été inhibée par une CMI  

de 16 µg/ml d’huile essentiel d’A. visnaga, alors que, une valeur de CMI de 32 µg/ml  de la 

même huile essentielle a inhibée S. aureus.  

Les valeurs de CMI prédites de l’extrait de P. halepensis contre les souches (S8), S17, S11, 

S10 et StoA sont 40 mg/ml, 20 mg/ml, 40 mg/ml, 80 mg/ml, 60 mg/ml et 60 mg/ml 

respectivement. A partir de ces valeurs on remarque que l’extrait de P. halepensis a inhibé les 

souches à des valeurs de CMI variables, et la souche S17 est la plus inhibée pas cet extrait. 

Ces résultats sont conformes à ceux trouvés par Mitić, et al (2019), qui ont observé que parmi 

une liste des bactéries traitées par l’huile essentielle de P. halepensis la plus petite valeur de 

CMI est remarquée chez une souche de S. aureus prélevée de la gorge d’une valeur de 0.19 

mg/ml. En revanche, E. coli a enregistrée une valeur de CMI de 4 mg/ml vis-à-vis le même 

huile essentielle. La sensibilité de S. aureus vis-à-vis l’extrait et l’huile essentielle de P. 

halepensis a été confirmée par le travail de Dahham et al (2015) où l’activité inhibitrice du 

caryophyllène (l’un des composés majeurs de l’huile essentielle de cette plante) a été évaluée 

contre ce germe à une concentration de 0,614 mg/ml uniquement. Au contraire, E. coli a été 

signalée plus sensible à l’égard d’huile essentielle de P. halepensis  par Ghanmi (2007) à une 

concentration de 1/500 v/v, alors que, S. aureus n’a été pas inhibée qu’ à une concentration de 

1/250 v/v. Dans un autre travail, il a été documenté que les huiles essentielles de P. halepensis 

ont été inefficace contre E. coli et  S. aureus (Fekih et al., 2014). 

A partir de ces interprétations et résultats, on peut conclure que l’activité antibactérienne 

des ces antimicrobiens végétales est liée à la dose utilisée, les souches testées et composition 

chimique de ces extraits. 

2. 3/ Effet anti-biofilm des extraits végétales : 

Les concentrations minimales inhibitrices de la formation du biofilm (CMIB) prédites des 

extraits contre les souches à testées sont les suivantes : (S8) CMIB = 80 mg/ml pour l’extrait 

de P. halepensis et 200 mg/ml pour A. visnaga, S17 CMIB = 150 mg/ml et 200 mg/ml pour P. 
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halepensis et A. visnaga respectivement  et S11 CMIB = 300 mg/ml pout P. halepensis et 200 

mg/ml pour A. visnaga. A partir de ces valeurs, on observe que la souche (S8) est la plus 

affectée pour former son biofilm par l’extrait de P. halepensis, alors que, la souche S11 

semble la plus résistante. Ces valeurs sont en accord à ceux trouvés par Benkhaldi (2017), où 

l’extrait de fruit de P. halepensis a inhibé la formation de biofilm d’E. coli à une 

concentration 80≤ mg/ml, et l’extrait du cure dent d’A. visnaga a inhibé la formation du 

biofilm de S. aureus à une concentration de 200≤ mg/ml. La concentration minimale 

éradicatrice du biofilm (CMEB) n’a pas été entamée par Benkhaldi (2017), mais Kalai et al 

(2018) ont testé l’effet des antimicrobiens d’origine végétale (l’huile essentiel du Thymus 

ciliatus) sur un biofilm de 24 heurs de B. cereus, la CMEB trouvée était égale à 5 CMI, En 

comparant cette valeur avec les valeurs de CMEB obtenues par les acides organiques du 

même travail, on peut dire que l’huile essentielle utilisé est très efficace contre la croissance 

planctonique et le biofilm de B. cereus. 
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  La richesse de l’environnement des laboratoires de microbiologie par les 

microorganismes rend l’hygiène des surfaces dans ces établissements un processus important.  

Cette étude est basée sur deux aspects, l’un est l’isolement et l’identification des 

microorganismes de l’environnement de laboratoire (air ambiant et surfaces), l’autre est 

l’évaluation de l’activité antimicrobienne et anti-biofilm des extraits de plantes médicinales 

(Ammi visnaga et Pinus halepensis) contre les germes isolés de cet environnement. 

La contamination dans l’environnement du laboratoire été hétérogène avec dominance de 

colonies pigmentées. Elle est aussi uniforme, dont les mêmes types morphologiques sont 

retrouvés dans toutes les boites prélevées des différents laboratoires. Le type des espèces 

bactériennes identifiées varient entre le Gram négatif et positif comme les  bacilles à Gram 

négatif, S. aureus, B. cereus, Bacillus. spp et Staphylococcus spp, et autres formes de colonies 

fongiques (champignons et moisissures).    

Concernant l’effet antibactérien des extraits de plantes, il est variable selon la 

concentration utilisée et la souche testée. L’extrait de P. halepensis semble plus efficace 

contre la croissance planctonique et même contre la formation du biofilm que celui d’A. 

visnaga. On note que la souche S11 (B. spp) est prédite la plus résistante vis-à-vis les extraits 

en sa forme planctonique et biofilm. 

Nos résultats peuvent être complétés sur les aspects suivants : 

 Une identification moléculaire des souches isolées. 

 Isolement et identification des souches de l’entourage des laboratoires pour 

connaitre l’origine de contamination. 

 Une application in situ des extraits végétaux sur des surfaces contaminées. 

 Evaluation de l’effet anti-biofilm de ces extraits sur des biofilms bactériens déjà 

formés. 
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Composition du milieu TSE (pour 1L) 

1 g peptones 

8 g NaCl 

Composition d’eau physiologique (pour 1L) 

9 g NaCl 

La gélose au sang 

Le milieu de base de la gélose nutritive (GN) + 5% du sang du mouton. 

Milieu Mossel 

1/ Milieu de base : 

1g extrait de viande 

10g peptone 

10g D-mannitol 

10g chlorure de sodium 

15g Agar-agar  

0,025g Rouge de phenol 

900mL eau 

Ajuster le pH à 7,2 

Après stérilisation du milieu de base on ajoute 10
6
 UI de colestine par 1 Litre. 

2/ Emulsion de jaune d’œuf : 

Deux à quatre œufs frais de poule à coquille intacte, à l’aide d’un détergent liquide 

nettoyer les œufs avec une brosse puis rincer à l’eau courante. Faire plonger les œufs dans 

l’alcool à 95° pendant 30s et les sécher. Aseptiquement, casser chaque œuf et séparer les 

jaunes des blancs par transferts répétés d’une demi-coquille dans l’autre et récupérer les 

jaunes dans un Bécher stérile. 

Placer les jaunes dans une éprouvette graduée stérile et ajouter quatre fois le volume d’eau 

stérile. Transférer de façon aseptique dans un flacon stérile et mélanger vigoureusement. 

Mettre le flacon dans un bain d’eau réglé 45°C pendant 2h et entreposer entre 0° et 5°C 

pendant 18h à 24h pour permettre au précipité de se former. Recueillir aseptiquement 

l’émulsion surnageant. Cette dernière peut etre conservée entre 0° et 5° C au maximum 

pendant 72h. 

Dans un flacon de 180mL de milieu de base de Mossel, ajouter 20mL d’émulsion.
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