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Effet antimicrobien et antibiofilm de divers extraits végétaux 

sur des bactéries de l’environnement  



التأثير المضاد للميكروبات والمضاد للبيوفيلم للمستخلصات النياتية على البكتيريا البيئية: الملخص  

المختبر وكذلك  تهدف هذه الدراسة إلى تحسين مستوى النظافة في المختبرات التابعة لكليتنا من خلال تحليل التلوث الجرثومي لبيئة

.دراسة سلوك البكتيريا المعزولة فيما يتعلق بالمستخلصات النباتية المختلفة  

تم تعداد الاحياء الدقيقة الموجودة في الهواء بطريقة الترسب السلبي ولاحظنا وجود تلوث متجانس نوعياً وكمياً في المختبرات التي تم 
 3بأن المختبر رقم  و ن على سطح عمل المختبر سمحت لنا بملاحظة عدة أنواع من الجراثيمالعينّات التّي تم أخذها م. تحليلها ومعاينتها

01×2...يعتير الأكثر تلوثا بعدد 
3 

سم/ملل/م.م.و
.
التنّظيف والتعقيم للسطح ربما كان غير كافٍ أو لم يتم إجراؤه في المكان الذي تم .  

.أخذ العينة منه  

وغيرها من أصل بشري  Bacillus cereus البكتيرية تلوث بيئة المختبر ببكتيريا من أصل بيئي مثلأظهر عزل وتحديد السلالات 
    .Staphylococcus aureus و Enterobacteriaceae مثل

ة أظهرت العديد من الدراسات أن المستخلصات النباتية فعالة جدا كمضادات للميكروبات وللبيوفيلم تجاه العديد من  الكائنات الحي

 . يعتمد هذا النشاط على السلالة البكتيرية والعضو النباتي وحالة نضوجه وطبيعة الاستخراج. الدقيقة
واعدة في نظافة الأسطح الصناعية  نتائجوقد لوحظت  .تمت دراسة مستخلصات النباتات العطرية كمضادات طبيعية ضد البيوفيلم

 .الزراعية

 

 الكلمات المفتاحية: نظافة الأسطح ، المستخلصات النباتية، مضادات الميكروبات، مضادات البيوفيلم، استراتيجيات المحاربة

 Résumé : Effet antimicrobien et antibiofilm de divers extraits végétaux sur des bactéries de 

l’environnement. 
Le travail que nous avons entrepris avait pour but d’améliorer l’hygiène de laboratoire de notre faculté  en 
analysant la contamination microbienne de l’environnement des  laboratoires de  pôle de microbiologie et l’étude 

du comportement des  bactéries isolées à l’égard de différents extrait végétaux de Berberis vulgaris et Citrullus 

colocynthis.  

Le dénombrement de la microflore totale de l’air  a été  effectué par méthode passive  de décantation, et une 

contamination homogène qualitativement et quantitativement a été observée dans les laboratoires analysés. Le 

prélèvement de la surface des paillasses  par écouvillonnage a permis de  constater que la flore est riche et que le 

laboratoire N° 03 présente une contamination plus importante avec 22.5×103UFC/mL/cm2. Le nettoyage et la 

désinfection de la surface sont  insuffisants ou non réalisés à l’endroit où ce prélèvement a été fait. 

 L’isolement et l’identification des souches bactériennes ont montré une contamination de l’environnement des 

laboratoires par des bactéries d’origine environnementale telles que Bacillus cereus et d’autres d’origine 

humaine tel que des entérobactéries et des Staphylococcus aureus. 
De nombreuses  études  ont montré que les extraits végétaux présentent un pouvoir antimicrobien et antibiofilm 

très important vis-à vis de multiples micro-organismes. Cette activité dépendait de la souche bactérienne, de 

l'organe végétal, de son état de maturation et de la nature de l'extraction. 

Les extraits de plantes aromatiques sont actuellement étudiés en tant qu'agents naturels pour lutter contre les 

biofilms bactériens. Des effets prometteurs ont été observés dans l’hygiène des surfaces agro-industrielles.  

  

Mots clés : hygiène des surfaces, extraits végétaux, antimicrobien, antibiofilm, stratégies de lutte. 

Abstract: Antimicrobial and antibiofilm effect of various plant extracts on environmental bacteria. 

This study aims to improve the laboratory hygiene of our faculty by analyzing the microbial contamination of the 

laboratoiries environment and studying the behavior of bacteria isolated against plants extracts of Berberis 

vulgaris and Citrullus colocynthis.  
The count of the total air microflora was made by passive settling method we observed a qualitatively and 

quantitatively homogeneous contamination in the laboratories analyzed. The sampling of the surface of the 

benches by swabbing showed that the flora is rich and that laboratory N° 03 has higher contamination with 

22.5×103UFC/mL/cm2. The cleaning and disinfection of the surface are insufficients or not carried out at the 

place where the sample was taken. 
  The isolation and identification of bacterial strains indicated that the laboratory environment was contaminated 

with bacteria of environmental origin such as Bacillus cereus and others of human origin such as 

Enterobacteriaceae and Staphylococcus aureus. 
Many studies have shown that plant extracts have a very important antimicrobial and antibiofilm activity against 
multiple microorganisms. This activity depended on the bacterial strain, the plant organ, their state of maturation, 

and the nature of the extraction. 

Extracts from aromatic plants are being investigated as natural agents against bacterial biofilms. Promising 

effects have been observed in agro-industrial surface hygiene. 

Key words: surface hygiene, plant extracts, antimicrobial, antibiofilm, control strategies 



 

 

Dédicaces 

              Grâce à Dieu j’ai pu réaliser ce travail que je dédie à 

Mes parents, les êtres les plus chers au monde pour l’amour qu’ils 

m’ont porté, pour leurs sacrifices, leurs encouragements et leur soutien 

moral tout au long de mes études, qu’ils trouvent ici l’expression de 

mes sentiments d’amour et de reconnaissances. Que Dieu leur préserve 

longue vie et bonne santé.  

Mes sœurs Rabiaà et Fatima-Zohra 

Mon frère Youcef 

La joie de notre maison Yahia Zakaria  

Toute ma famille, spécialement mon grand père et mes tantes que je 

remercie profondément. 

Enfin, à toutes mes amis les plus fidèle, ceux qui m’ont aidé de près 

ou de loin à réaliser ce travail. 

 

 

 

 



 

 

Remerciements  

 

           Je remercie tout d’abord ALLAH le tout puissant et le 

miséricordieux de m’avoir donné la santé la patience, la puissance et 

la volonté pour réaliser ce mémoire. 

         J’exprime mes profondes gratitudes à Mme. MALEK F. maître 

de conférences de classe A au département de biologie, université de 

Tlemcen d’avoir accepté de diriger ce travail. Je  la remercie 

profondément pour sa constante disponibilité, ses pertinents conseils et 

son sens aigu de responsabilité. Son soutien et son encouragement 

jusqu’au bout de ce mémoire m’ont permis de finaliser cette expérience 

et de me préparer à mon future carrière d’étude. Ce travail témoigne 

de sa confiance et de son soutien Qu’elle trouve ici l’expression de ma 

reconnaissance et de mon respect. 

          Je tiens à remercier très vivement Melle. BENARIBA N. maître 

de conférences de classe A au département de biologie de l’université 

de Tlemcen pour le grand honneur qu’il m’a fait en acceptant de 

présider le jury. 

         Mes chaleureux remerciements s’adressent également à Mme. 

Kholkhal-Brahimi W. maître de conférences de classe B au 

département de biologie d’avoir accepté d’examiner et de juger ce 

travail. 

         Je tiens à témoigner mes sincères remerciements et gratitude à 

touts les membres des laboratoires du pôle de microbiologie  qui m’ont 

facilité le travail au laboratoire et m’ont trop aidé  pour la réalisation 

de ce modeste travail spécialement Mr. Yazid Amine ingénieur de 

laboratoire de microbiologie au département de Biologie de 

l’Université de Tlemcen 

          Enfin, mes remerciements vont également à mon collègue 

BENHAMOU Djamel Eddine et tous ceux qui ont contribué de près ou 

de..loin..à..la..réalisation..de..ce..mémoire. 



Table des matières 
 
 

Table des matières 

 

Introduction ............................................................................................................................1 

1. Généralités sur le biofilm ......................................................................................3 

1.1. Définition .............................................................................................................3 

1.2. Composition .........................................................................................................3 

1.3. Les étapes de formation du biofilm .......................................................................4 

1.3.1. La fixation initiale  ou adhésion réversible ............................................................4 

1.3.2. Fixation irréversible ..............................................................................................5 

1.3.3. Formation de microcolonies ..................................................................................6 

1.3.4. Maturation ............................................................................................................6 

1.3.5. Dispersion et détachement ....................................................................................7 

1.4. Le quorum sensing et sa relation aux biofilms .......................................................9 

1.4.1. Définition .............................................................................................................9 

1.4.2. Le quorum sensing chez les bactéries à Gram négatif .......................................... 10 

1.4.3. Le quorum sensing chez les bactéries à Gram  positif .......................................... 11 

1.5. Résistance des biofilms  aux agents antimicrobiens ............................................. 11 

1.6. Stratégies de lutte contre le biofilm ..................................................................... 12 

1.6.1. Traitement curatifs des biofilms .......................................................................... 12 

1.6.1.1. Nettoyage et désinfection .................................................................................... 13 

1.6.1.2. Détergents enzymatiques .................................................................................... 13 

1.6.1.3. Approches physiques .......................................................................................... 14 

1.6.2. Les approches préventives de la formation du biofilm ......................................... 14 

1.6.2.1. Caractéristiques hygiénique des matériaux .......................................................... 14 

1.6.2.3. Les biofilms positifs ............................................................................................ 15 

1.6.3. Autres approches ................................................................................................ 16 

1.6.3.1. Bactériophage ..................................................................................................... 16 

1.6.3.2 Bactériocines ...................................................................................................... 16 

1.6.3.3. Inhibiteurs du Quorum Sensing ........................................................................... 16 

2. Hygiène des surfaces........................................................................................... 18 

2.6. Nettoyage et désinfection des surfaces hospitalières ............................................ 19 



Table des matières 
 

 

2.7. Nettoyage  des  équipements  en  industries agro-alimentaires ............................. 20 

2.8. La désinfection des surfaces en laboratoire de biologie ....................................... 22 

3. Agents antimicrobiens d’origine végétale ............................................................ 22 

3.6. Principaux groupes de composés antimicrobiens d'origine végétale ..................... 22 

3.6.3. Les composés phénoliques .................................................................................. 23 

3.6.4. Les terpènoides et les huiles essentielles ............................................................. 24 

3.6.5. Les alcaloïdes ..................................................................................................... 25 

3.6.6. Autres antimicrobiens d'origine végétale ............................................................. 25 

3.7. Mode d’action des agents antimicrobiens d’origine végétale ............................... 26 

3.7.3. Activité antibactérienne ...................................................................................... 26 

3.7.4. Activité antifongique .......................................................................................... 27 

3.7.5. Activité antivirale ............................................................................................... 27 

3.8. Effet antibiofilm  des biocides naturels................................................................ 28 

Matériels et méthodes ........................................................................................................... 29 

1. Isolement et dénombrement de la flore de contamination de l’environnement des 

laboratoires ........................................................................................................................... 29 

1.1. Prélèvement de l’air ambiant ............................................................................... 29 

1.2. Prélèvement de la surface des paillasses .............................................................. 30 

1.2.1. Echantillonnage par écouvillonnage .................................................................... 30 

1.2.2. Isolement   sur milieu solide par ensemencement en surface ............................... 30 

1.2.3. Isolement sur milieu solide par ensemencement en profondeur ........................... 31 

1.3. Dénombrement des bactéries ............................................................................... 32 

1.4. Purification et conservation des souches.............................................................. 32 

2. Identification des souches purifiées ..................................................................... 32 

2.1. Caractères culturaux............................................................................................ 33 

2.2. Caractères morphologiques ................................................................................. 33 

2.2.1. Coloration de GRAM .......................................................................................... 33 

2.2.2. Observation de la spore ....................................................................................... 34 

2.3. Caractères biochimiques ..................................................................................... 34 

2.3.1. Recherche de la catalase...................................................................................... 34 

2.3.2. Recherche de l’oxydase....................................................................................... 34 

2.3.3. Galeries d’identification (Système API) Galerie API  20E .................................. 35 

2.3.4. Identification  au genre Staphylococcus ............................................................... 35 

2.3.5. Identification  au groupe Bacillus cereus ............................................................. 36 



Table des matières 
 

 

2.3.5.1. Croissance sur milieu Mossel complet ................................................................ 36 

2.3.5.2. Croissance sur gélose au sang ............................................................................. 36 

3. Evaluation de l’activité antimicrobienne des extraits végétaux ............................ 37 

3.1. Préparation des solutions des extraits .................................................................. 37 

3.2. Stérilisation et conservation des solutions ........................................................... 37 

3.3. Préparation des suspensions bactériennes de l’inoculum ..................................... 37 

3.4. La méthode de diffusion des disques ................................................................... 37 

3.5. Détermination des concentrations minimales inhibitrices CMI des extraits .......... 38 

3.6. Détermination de la concentration minimale inhibitrice du biofilm CMIB ........... 39 

3.7. Détermination de la concentration minimale éradicatrice du biofilm (CMEB) ..... 40 

Résultats et discussion .......................................................................................................... 41 

1. Résultats de l’isolement et du dénombrement de la flore de contamination de 

l’environnement des laboratoires .......................................................................................... 41 

1.1. Evaluation de la contamination de l’air ............................................................... 41 

1.2. Dénombrement des contaminants de la surface des paillasses .............................. 42 

2. Résultats de l’identification des isolats ................................................................ 44 

2.1. Résultats de l’identification macroscopique ........................................................ 45 

2.2. Résultats de l’identification microscopique ......................................................... 45 

2.3. Résultats de l’identification biochimique............................................................. 47 

2.3.1. Résultats de l’identification des Staphylocoques ................................................. 47 

2.3.2. Résultats de l’identification  du genre Bacillus .................................................... 49 

2.3.3. Résultats de l’identification des bactéries à Gram négatif .................................... 51 

3. Résultats de l’activité antimicrobienne des extraits végétaux ............................... 52 

3.1. L’activité antimicrobienne des extraits par la méthode de diffusion des disques .. 52 

3.2. La concentration minimale inhibitrice (CMI) ...................................................... 52 

3.3. La concentration minimale inhibitrice de la formation du biofilm (CMIB) .......... 53 

Conclusion 57 

 Bhunia A.K. (2018). Staphylococcus aureus. in Foodborne Microbial Pathogens : Mechanisms 

and Pathogenesis (New York, NY Springer). Pp.181-192 ............................................................. 59 

 Denis F., Bingen E. ,Martin C. Ploy M-C,  et Quentin R.(2011).Bactériologie médicale : 

Techniques usuelles. 2
ème

  Edition. Elsevier Masson. Les Moulineaux Cedex. ............................... 64 

 Références bibliographiques…………………………………………………..…………..…58 

Annexe ……………………………………………………………………………………….84 

 



Table des matières 
 

 

 

  



 

 

Liste des abréviations 

 

% :   Pourcentage  

°C :   Degré Celsius 

ADN :  Acide désoxyribonucléique 

ARN :  Acide ribonucléique 

CLSI :   Clinical and Laboratory Standards Institute 

CMI:   Concentration Minimale Inhibitric 

CMIB : La concentration minimale inhibitrice de la formation du biofilm 

CMEB : La concentration minimale éradicatrice du biofilm 

CV :   Cristal violet 

DMSO :  Diméthyl Sulfoxyde 

Do :   Densité Optique 

EPS :   substances exoplymère 

h :   heure 

HE :   Huile essentielle 

H2O :   monoxyde de dihydrogène 

H2O2:   Peroxyde d’hydrogène 

ISO :   Organisation internationale de normalisation 

LPS :   Lipopolysaccharides 

NaCl :  Chlorure de sodium 

O2 :   Oxygène moléculaire 

pH :  potentiel hydrogène 

QS :   Quorum-Sensing 

TSA :   Trypticase Soja Agar 

TSB:   Trypticase Soja Broth 

UFC :   Unité Formant Colonie 

μl :   microlitre 



 

 

Liste des figures 

Figure 01 : Les étapes  du processus de  formation d’un biofilm bactérien…………………...4 

Figure 02 : Représentations schématiques de la dispersion passive et active du biofilm……..7 

Figure 03 : Mécanisme de Quorum Sensing chez les microorganismes  …………………..…9 

Figure 04 : Structure du  3-oxo-C12-HSL et C4-HSL………………………………………………..10 

Figure 00 : Images électroniques montrant (de gauche à droite) des spores de B. cereus 

adhérées à des surfaces en inox altérées, et un biofilm refugié dans une crevasse…………...14 

Figure 06: Contrôle du biofilm par des enzymes, des phages et des bactériocines……….....16 

Figure 07 : Schéma simplifié d'une procédure CIP conventionnelle en cinq étapes et d'une 

stratégie CIP améliorée en trois étapes…………………………………………………..…...20 

Figure 08 : principaux terpénoïdes  antimicrobiens……………………………………..…...23 

Figure 09 : Principaux alcaloïdes antimicrobiens………………………………….………...24 

Figure  10 : Schéma du protocole de préparation de dilutions  et d’ensemencements……....30 

Figure 11 : Photos représentant la flore de contamination de l’air ambiant des laboratoires 

analysés………………………………………………………………………………...……..40 

 

Figure 12 : Photos représentant la flore de contamination de la surface des paillasses du 

laboratoire N°03………………………………………………………………………..……..42 

Figure13 : Photos représentant la flore de contamination de la surface des paillasses du 

laboratoire N°02………………………………………………………………………………42 

Figure 14 : Observation microscopique des isolats après coloration de Gram……………....45 

Figure 15 : observation microscopique des spores après coloration à la fuchsine…………..46 

Figure 16 : Test de catalase positive………………………………………………………....47 

Figure 17 : Colonies de Staphylococcus sur milieu Chapman………………………..……...47 

Figure18 : Aspect des colonies sur milieu Mossel après 24h d’incubation à 30°C………….49 

Figure 19 : Aspect des colonies sur milieu gélose au sang après 24h d’incubation à 30°C 

………………………………………………………………………………………………...49 

Figure 19 : Résultat  de la croissance des colonies sur milieu Mac Conkey  ………………..50 



 

 

Liste des tableaux 

 

Tableau 1 : Les sites de prélèvement à partir de l’air ambiant des laboratoires……………..28 

Tableau 2 : Les sites de prélèvement à partir de la surface des paillasses…………………...29 

Tableau 3 : Description des caractères culturaux  des isolats ……………………………….44 



 

 

 

 

 

 

 

 

INTRODUCTION



   Introduction 
 

 
1 

          Introduction  

           Les milieux de l’environnement (air, surfaces, eau) présentent une contamination 

microbiologique permanente mais variable dans le temps et dans l’espace. Les micro-

organismes présents sont des saprophytes de l’environnement mais aussi des commensaux ou 

des pathogènes d’origine humaine. Vecteurs de la contamination, les milieux de 

l’environnement disséminent les micro-organismes et contribuent insidieusement à la 

contamination progressive des divers supports inertes de l’environnement. Certains de ces 

micro-organismes sont à l’origine de l’altération des produits dans diverses industries et 

d’infections associées aux soins chez les patients vulnérables dans les établissements de santé, 

ces micro-organismes qui sont présents dans l'environnement représentent un facteur de 

risque invisible mais dangereux (Albertini et al., 2020; Squinazi, 2017). 

          Certains micro-organismes peuvent se développer sous deux formes: une forme libre ou 

planctonique, et une forme sessile ou attachée en biofilm  qui constitue le mode de vie 

privilégié des bactéries dans la nature, alors que la phase planctonique ne serait qu’un passage 

permettant la dissémination vers de nouvelles surfaces. Les transitions entre ces modes de vie 

mettent en jeu des processus dynamiques et complexes (Roux et Ghigo, 2006 ; Le Gallou  et 

Lepelletier, 2017). Un biofilm peut être défini comme une communauté microbienne 

caractérisée par son adhésion à une surface solide et par la production d'une matrice de 

polymère extracellulaire dans laquelle les micro-organismes associés sont incorporés 

(Alvarez-Ordóñez et al., 2019). 

        Les biofilms rendent les bactéries plus résistantes aux désinfectants et aux différents 

agents antimicrobiens. Ils sont considérés comme un gros problème d'hygiène dans 

l'environnement, dans l'industrie alimentaire et  restent une menace mondiale pour la santé en 

raison de sa grande résistance aux traitements, à la réponse immunitaire de l’hôte et de sa 

capacité à aggraver les infections nosocomiales. La recherche de nouvelles molécules 

efficaces pour s'attaquer à ce problème est donc une priorité (Jamal et al., 2018; Famuyide 

et al., 2019).  

        Les pistes de recherche sont nombreuses mais l’exploration des ressources naturelles 

apparaît comme une des plus prometteuses car celles-ci constituent, de par leur biodiversité, la 

plus grande réserve de substances actives (Koudokpon et al., 2017). Les plantes médicinales, 

notamment celles utilisées de façon traditionnelle, constituent une source potentielle de ce 
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type de composés. Ils ont montré un large éventail d'activités pharmacologiques, y compris 

des effets antimicrobiens (Bouharb et al., 2014; Aljabry et al., 2019). 

           L’objectif de ce travail  est d’améliorer l’hygiène de laboratoire de notre faculté  en 

analysant la contamination microbienne de l’environnement des  laboratoires de  pôle de 

microbiologie et de tester le pouvoir antimicrobien et antibiofilm des extraits de deux plantes 

médicinales : Berberis vulgaris et Citrullus colocynthis. Dans ce but on a adopté le plan 

expérimental suivant : 

- Isolement et dénombrement de la flore de contamination des laboratoires du pôle de 

microbiologie. 

- Identification des isolats  

- Evaluation de l’activité antimicrobienne par la méthode de diffusion des disques 

- Détermination de la concentration minimale inhibitrice (CMI) 

- Détermination de la concentration minimale inhibitrice de la formation du biofilm 

(CMIB) 

- Détermination de la concentration minimale d’éradication du biofilm CMEB). 
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1. Généralités sur le biofilm  

1.1.  Définition  

 

          Le terme biofilm a été proposé pour la première fois par John William Costerton 

(1978),  qui l’avait défini comme étant des populations de microorganismes adhérées entre 

elle à des surfaces biotique comme les (cellules de la muqueuse) ou abiotiques telles que 

planchers ou équipements industriels, formant des structures complexes.  Au sein du biofilm 

les cellules sont encapsulées dans une matrice adhésive et protectrice de substances 

exopolymères autoproduites (EPS) (Hurlow et al., 2015). 

         Les biofilms dans la nature et, en fait, dans l'industrie alimentaire sont généralement 

constitués de plusieurs espèces bactériennes, par opposition aux biofilms mono-espèce 

habituellement cultivés dans le cadre d'études en laboratoire (Yang et al., 2011). La vie dans 

un biofilm multi-espèces est avantageuse, car elle offre un meilleur abri et une plus grande 

résistance aux antimicrobiens que les biofilms d'une seule espèce correspondants (Burmølle 

et al., 2006). 

1.2.  Composition  

            Dans la plupart des biofilms, les microorganismes représentent moins de 10 % de la 

masse sèche, alors que la matrice peut représenter plus de 90% (Flemming et Wingender, 

2010)  . La matrice du biofilm est hautement hydratée et peut contenir jusqu’à 97 % d’eau. Elle 

est principalement constituée de polysaccharides, mais d'autres biomolécules comme les 

protéines, les lipides et les acides nucléiques sont également présentes dans la matrice  

(Cortes et al. 2011). Les polymères comme les glycopeptides, les lipides et les 

lipopolysaccharides forment un réseau et maintiennent le biofilm ensemble (Flemming et 

Wingender, 2010). Sa  composition  varie selon l’espèce bactérienne et les conditions de 

croissance. 

        Au sein du biofilm les microcolonies sont séparées par des canaux aqueux qui forment 

un réseau de circulation permettant, d’une part, d’acheminer l’oxygène et les nutriments dans 

les régions enfouies du biofilm, et, d’autre part, d’évacuer les déchets (Filloux et Vallet, 

2003). 
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          Plusieurs fonctions de l'EPS ont été déterminées, démontrant un large éventail 

d'avantages pour le mode de vie du biofilm. Les molécules d'EPS interviennent dans la 

formation de l'architecture du biofilm, qui est un processus continu et dynamique produisant 

une organisation spatiale dans laquelle les cellules du biofilm se regroupent en microcolonies 

(Neu  et Lawrence, 2014).  Elles permettant  de s'ancrer (se fixer) aux surfaces biotiques et 

abiotiques (Characklis et Marshall, 1990), de concentrer les nutriments du milieu 

environnant au sein du biofilm facilitant le piégeage des nutriments, de limiter l'accès des 

agents antimicrobiens (contribuant à la résistance) et de prévenir la dessiccation du biofilm 

(Carpentier et Cerf, 1993). 

1.3.  Les étapes de formation du biofilm  

             Le biofilm microbien se développe en cinq étapes consécutives (Figure 01) : la 

fixation initiale ou adhésion réversible, la fixation ou adhésion irréversible, adhésion de 

cellule à cellule ; formation de microcolonies, la maturation et la dispersion (Sauer et al. 

2002 ; Stoodley et al. 2002). 

         Certaines bactéries commencent la formation d'un biofilm sans fixation  à une surface 

par l'agrégation de cellules planctoniques. La fixation ultérieure  de ces agrégats préformés 

sur une surface solide entraîne la formation d'un véritable biofilm (Melaugh et al., 2016). 

La réussite de la fixation sur des surfaces solides est conditionnée par une série de facteurs 

concernant à la fois la cellule bactérienne et la surface (Chmielewski et Frank, 2003; Persat 

et al., 2015).  

1.3.1. La fixation initiale  ou adhésion réversible  

            Avant que les bactéries ne viennent au contact du support, un mélange complexe, 

composé de protéines, de glycoprotéines et de nutriments organiques, forme un film 

chimique, dit « de conditionnement », sur la surface. Ce film, riche en nutriments, va favoriser 

l’adhésion et la croissance bactérienne (Squinazi , 2017). 

        Dans un premier temps, les cellules microbiennes planctoniques adhèrent à la surface 

soit par des forces physiques comprenant les forces  de Van der Waals, forces 

électrostatiques, interactions hydrophobes (Garrett et al., 2008), soit par des appendices 

bactériens tels que les Pilli ou les flagelles (Maric et Vranes 2007) et les curli (Cookson et 
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al., 2002). Les appendices de la bactérie permettent à la cellule de surmonter les forces 

répulsives associées à la surface cellulaire. 

Lors de la fixation réversible, les bactéries présentent encore un mouvement brownien et sont 

facilement déplacées par l'application d'une force de cisaillement légère (Gupta et al., 2015) 

        L'adhésion à un substrat peut être active ou passive selon la motilité des cellules.  

L'attachement passif est déterminé par la gravité (par sédimentation), la diffusion et la 

dynamique des fluides. En adhérence active, la surface de la cellule bactérienne facilite la 

fixation initiale. Les propriétés de la surface cellulaire telles que les flagelles, les pili, les 

protéines telles que les adhésines, les capsules et la charge de surface influencent 

l'attachement (Kumar et Anand, 1998). 

 

Figure 01 : Les étapes  du processus de  formation d’un biofilm bactérien (Lebeaux  et 

Ghigo , 2012). 

 

1.3.2. Fixation irréversible  

        L’adhésion irréversible intervient lorsque la barrière énergétique est franchie. Une 

fixation forte entre le microorganisme et le support est alors possible.  

       Le franchissement de la barrière énergétique et l’installation d’une adhésion 

irréversible  se fait au moyen de deux mécanismes principaux. On observe d’une part la 
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multiplication des liaisons faibles (type liaisons de Van der Waals, liaisons hydrogènes, 

liaisons hydrophobes) dont le nombre compense le niveau d’énergie. 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. Ainsi les micro-

organismes sont capables de se fixer de manière ferme et durable sur le support 

(Characklis et  Marshall, 1990). 

1.3.3. Formation de microcolonies  

            Après l’attachement, les bactéries se multiplient  en formant des agrégats cellulaires 

appelés microcolonies. Dans des conditions environnementales favorables, les 

microcolonies forment des structures dynamiques bidimensionnelles à mesure que le 

nombre de cellules augmente, ce qui constitue la première étape vers l'organisation 

structurelle sur la surface choisie (Pilchová et al., 2014). 

Au cours de cette phase, les cellules microbiennes commencent à communiquer entre elles 

par la production de signaux auto-inducteurs qui vont entraîner l'expression des gènes 

spécifiques au biofilm (Davies et al., 1998 ; Vasudevan, 2014). Dans cette phase, le 

microorganisme sécrète une matrice de substances  polymériques extracellulaires (EPS) 

pour stabiliser le réseau du biofilm (Rasamiravaka et al., 2015). 

1.3.4. Maturation  

         Les microcolonies dans le biofilm sont souvent constituées de communautés 

microbiennes diverses. Ces micro-consortiums multi-espèces fonctionnent de manière 

relativement complexe et coordonnée. Leur étroite proximité favorise l'échange de 

substrats, la distribution des produits métaboliques et l'élimination des produits finaux 

toxiques (Davey et O'toole, 2000). 

       La maturation, entraîne la génération d'une architecture tridimensionnelles complexe, 

multicouche sous forme de champignon (mushroom- like), et contenant des  canaux 

aqueux, qui  permettent l’acheminement d’oxygène et de nutriments dans les parties 

enfuies du biofilm , ainsi que l'évacuation des déchets (Stoodley et al., 2002). Au cours de 

cette étape de maturation, le biofilm s'adapte aux conditions extérieures en modifiant sa 

structure, sa physiologie et son métabolisme (Gupta et al., 2015). 
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      Contrairement aux cultures classiques réalisées en milieux liquides agités, le biofilm 

n’est pas un environnement homogène car il présente des zones à teneurs variables en 

oxygène ou en nutriments, qui présentent des valeurs de pH différentes. Les régions au 

centre des agrégats bactériens sont généralement anaérobies et pauvres en nutriments, 

alors que celles situées près des canaux ou de l’interface entre le biofilm et le liquide sont 

mieux oxygénées et plus riches en nutriments (Costerton et al., 1994). 

1.3.5. Dispersion et détachement  

             La dernière étape du cycle de vie d'un biofilm implique le retour d'un certain nombre 

de cellules adhérentes dans le milieu environnant où elles peuvent s'adsorber sur des surfaces 

et former des biofilms dans des nouvelles niches environnementales. Cette étape est 

importante pour la propagation et l'auto-renouvellement de la communauté (Hall-Stoodley et 

al., 2004 ; Renner et Weibel, 2011). 

          Le détachement des cellules peut être initié par différents facteurs : des perturbations 

mécaniques (exp. force de  cisaillement, abrasion), la dégradation enzymatique de la  matrice 

polymérique, la dégradation enzymatique du substrat sur lequel le biofilm est attaché, 

l’induction de la motilité, la production d’agents tensioactifs  et le relâchement de la matrice 

extracellulaire (Tremblay et al., 2014). 

       Le détachement d’un biofilm peut s’effectuer selon deux modes : passif et actif (Figure 

02). Dans le cas d'un détachement actif, les cellules reviennent à leur état planctonique et 

quittent le biofilm en réponse à des signaux cellulaires régulés par le  quorum sensing (QS) 

(ce qui les encourage à rechercher un site d'attache supplémentaire lorsque les conditions sont 

favorables). Le détachement passif est induit par une force externe, comme les forces de 

cisaillement, qui provoque la destruction totale ou partielle du biofilm. (Hall-Stoodley et al., 

2004 ; Kaplan, 2010). 

Le détachement de biofilm a été divisé en trois processus : érosion, abrasion et sloughing:  

 L'érosion : se réfère au détachement continu de cellules individuelles ou de petits 

groupes de cellules de la surface du biofilm et c’est  le résultat des forces de 

cisaillement exercées par le fluide en contact avec la surface du biofilm.  

 Sloughing : Correspond à la perte instantanée des grandes parties du biofilm  et c’est 

un processus discret apparemment aléatoire. 
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 L'abrasion est causée par des collisions de particules solides avec le biofilm (Nicolella 

et al., 1997). 

 

Figure 02 : Représentations schématiques de la dispersion passive et active du biofilm 

(Fleming et Rumbaugh, 2017). 

En dispersion passive, une force externe (force de  cisaillement, débridement brutal) 

provoque la destruction complète ou partielle du biofilm. En dispersion active, les 

microorganismes du biofilm répondent à un stimulant antibiofilm (la carence  

nutritionnelle, libération du signal de dispersion, inhibition du QS) en dégradant 

activement la matrice, libérant ainsi des cellules planctoniques. 

                La dispersion du biofilm a une signification cruciale en ce qui concerne la 

contamination croisée et la transmission des maladies (Malek et al., 2013). 

 Dispersion et contamination croisée  

          La contamination croisée désigne le transfert des bactéries détachées du biofilm à 

l’aliment transformé, et constitue la principale source de contamination du produit fini  et 

affecte ainsi sa qualité hygiénique et sanitaire. Ceci constitue un  gros problème économique 

et sanitaire dans les industries agro-alimentaire (Malek, 2019). 

          De même, l'importance du détachement du biofilm pour l'infection réside dans la 

dissémination de l'infection de la surface d'un dispositif médical  vers d'autres sites via la 

lymphe et la circulation sanguine. Les bactéries du biofilm détaché peuvent établir des 
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infections secondaires éventuellement avec une intensité accrue, comme par exemple 

l'endocardite. De plus, les bactéries détachées peuvent provoquer des infections aiguës telles 

que  la septicémie (Otto, 2013). 

1.4.  Le quorum sensing et sa relation aux biofilms  

       Il est bien connu que les bactéries réagissent à de multiples signaux environnementaux 

tels que la  concentration d’éléments nutritifs ainsi qu’à la densité de cellules bactériennes, 

phénomène mieux connu sous le nom de quorum sensing (QS), et que ceci aura une influence 

sur les différentes étapes de la formation du biofilm (Tremblay et al., 2014). 

1.4.1. Définition  

             Le QS est un mécanisme par lequel les bactéries peuvent coordonner l'expression des 

gènes et coopérer entre elles (Waters et  Bassler 2005). Dans ce système, les bactéries 

peuvent évaluer leur densité de population via la synthèse et la diffusion de molécules « signal 

», appelées auto-inducteurs (AI). Ces molécules peuvent diffuser à travers la membrane 

bactérienne ou être transportés à l’extérieur de la cellule (Mion et al., 2019). Lorsque leur 

concentration atteint un certain seuil (Figure 03), les auto-inducteurs se lient à leur protéine 

régulatrice  apparentée (R). La formation des complexes (AI/R- protéine) induit la 

transcription de gène cible (de Kievit et Iglewski, 2003). Les phénotypes régulés par le QS 

comprennent la production d'exopolysaccharides nécessaires à l'adhésion et à la formation de 

biofilms, la production d'enzymes hydrolytiques extracellulaires et la production de composés 

antibiotiques. Ces phénotypes contribuent à la colonisation, à l'acquisition de nutriments et à 

la défense collective (Badri et al. 2009 ; Jefferson, 2004 ; Mion et al., 2019). 

      Les molécules « signal » du QS diffèrent suivant que les bactéries soient de type Gram 

négatif ou de type Gram positif. Les bactéries à Gram négatif synthétisent ces auto-inducteurs 

à partir d’un précurseur cytoplasmique appelé N-acylhomosérine lactone (AHL), alors que les 

bactéries à Gram positif produisent, quant à elles, des auto-inducteurs de nature peptidique 

(AIPs), la structure chimique des AIPs est très variée et comprend plusieurs types, tels que les 

petits oligopeptides et les peptides cycliques de lactone/thiolactone (Singh et al., 2016; 

Bouyahya et al., 2017). Un troisième système appelé autoinducteur 2 (AI-2) a été proposé 

comme étant un système de signalisation commun à toutes les bactéries (Seghir et al., 2017). 
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Les gènes impliqués dans la voie de la signalisation du QS ont été identifiés chez de 

nombreuses bactéries responsables d’infections opportunistes comme Pseudomonas 

aeruginosa et Staphylococcus aureus (Hmelo, 2017). 

 

Figure 03 : Mécanisme de Quorum Sensing chez les microorganismes  (de Kievit et 

Iglewski, 2003). 

1.4.2.  Le quorum sensing chez les bactéries à Gram négatif  

                  Deux systèmes de détection du quorum de P. aeruginosa ont été caractérisés. Le 

système las, premier système à avoir été décrit il est nommé ainsi car il régule en particulier 

l’expression de l’élastase LasB (Gambello et Iglewski, 1991). Il comprend le gène lasR, 

codant pour la protéine régulatrice LasR, et le gène lasI, codant pour une enzyme auto-

inducteur synthase LasI. Cette enzyme est nécessaire à la synthèse d’un type d’AHL : la N-(3-

oxododécanoyl)-L-homosérine (3-oxo-C12-HSL). Lorsque la concentration en 3-oxo-C12-

HSL atteint un seuil critique, une molécule d’AHL se lie à deux protéines LasR, pour 

constituer un complexe (LasR-AHL) activateur de la transcription de plusieurs gènes. 

      Le deuxième système de QS découvert chez P. aeruginosa, est nommé rhl car il régule  la 

production de rhamnolipides. Il comprend le gène rhlR, codant pour la protéine régulatrice RhlR 

et le gène rhlI, codant pour une enzyme auto-inducteur synthase, RhlI nécessaire à la synthèse 

d’un second type d’AHL : la N-butyryl-L-homosérine lactone (C4-HSL) (Le Berre et al., 2006). 
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Figure 04 : Structure du  3-oxo-C12-HSL et C4-HSL (Rasamiravaka et al., 2015). 

1.4.3. Le quorum sensing chez les bactéries à Gram  positif  

                 Chez S. aureus, le système du quorum sensing est appelé agr (accessory gene 

regulator). Le système agr est constitué de deux unités de transcription divergentes, l'ARNII 

et l'ARNIII, dont la transcription est pilotée par les promoteurs P2 et P3, respectivement. Le 

locus ARNII contient quatre gènes, agrB, agrD, agrC et agrA codant les quatre protéines du 

système agr lui-même, responsable d’un rétrocontrôle positif (Le et Otto, 2015). 

Le système agr utilise une phéromone peptidique (peptide autoinducteur, AIP) secrétés sous 

la forme de thiolactones cycliques dans le milieu extracellulaire. Lorsque le seuil d’une 

certaine densité bactérienne est atteint, l’AIP se lie à une histidine kinase membranaire, 

nommée AgrC. L'AgrC active à son tour une protéine régulatrice, l'AgrA. C’est ce qu’on 

appelle un système à deux composants. L'AgrA  en se liant aux deux promoteurs, active la 

transcription de l'opéron Agr lui-même (auto-feedback) et celle de l'ARNIII, l'effecteur 

intracellulaire du système. L’expression de l’ARNIII se traduit  par l’activation des facteurs 

de virulence, comme les protéases, les toxines et les lipases ( Novick et Geisinger, 2008; 

Otto, 2013) . 

1.5.  Résistance des biofilms  aux agents antimicrobiens  

             Les bactéries d’un biofilm sont généralement moins sensibles aux antibiotiques et aux 

désinfectants que ces mêmes bactéries sous forme planctonique. En fait, les bactéries d’un 

biofilm peuvent être de 10 à 1000 fois plus résistantes aux agents antimicrobiens (Ceri  et al., 

2010). 
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          Plusieurs facteurs peuvent expliquer la plus grande résistance des biofilms aux agents 

antimicrobiens (Anderson et O’Toole , 2008). 

 la matrice polymérique qui agit comme barrière réduisant ou empêchant la diffusion 

des agents antimicrobiens soit en les ralentissant physiquement soit en réagissant 

chimiquement avec eux (Walters et al., 2003).  

 Le métabolisme des bactéries d’un biofilm joue également un rôle très important.  En 

raison de la faible concentration de certains nutriments et le gradient en oxygène, 

certaines cellules du biofilm seront peu actives métaboliquement et pourront même 

être sous forme dormante ce qui réduit leur sensibilité aux antimicrobiens. Ces cellules 

bactériennes dormantes  ou cellules persistantes  (persister cells) sont considérées 

comme responsables d’une grande partie de la résistance des biofilms (Lewis, 2008).  

 Selon certains auteurs la proximité spatiale des bactéries au sein d’un biofilm mature 

favorise le transfert horizontal de gènes et l’augmentation de la résistance aux 

antimicrobiens (Ghigo, 2001), ainsi que l’expression de gènes spécifiques, réprimés à 

l’état planctonique (Donlan et Costerton 2002). 

           En résume, c’est tout le phénotype biofilm qui est impliqué dans le phénomène de 

résistance microbienne (Malek, 2019). 

 

1.6.  Stratégies de lutte contre le biofilm  

          Les stratégies de lutte contre les biofilms sont essentiellement basées sur l’action des 

agents antimicrobiens, antibiotiques ou biocides, et se heurtent toujours au problème crucial 

de la résistance sessile (Malek, 2019). 

La meilleure stratégie pour éradiquer les biofilms bactériens  est d'empêcher leur formation. 

Cela peut être réalisé en empêchant la présence de bactéries formant un biofilm dans des 

zones critiques, et améliorer ainsi le statut hygiénique des surfaces, notamment celles qui sont 

en contact avec les aliments. 

1.6.1. Traitement curatifs des biofilms  

                   Le meilleur moyen pour éliminer un biofilm déjà formé est d’appliquer une 

procédure efficace de nettoyage et de désinfection (Chmielewski et Frank, 2003). 
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1.6.1.1.  Nettoyage et désinfection  

        Des processus quotidiens de nettoyage et de désinfection sont effectués dans chaque 

usine de fabrication de produits alimentaires afin d'éliminer les microbes qui s'y sont 

introduits et de prévenir la colonisation ou la persistance. Les mesures concernées 

comprennent des processus mécaniques, chimiques et thermiques pour empêcher la formation 

d'un biofilm aussi efficacement que possible (Coughlan et al., 2016). 

Il existe des procédures de nettoyage documentées et validées, et leur mise en œuvre est 

légalement contrôlée par des organismes de réglementation. Une procédure générale de 

nettoyage des zones de transformation et de production des aliments comporte six étapes 

séquentielles nécessaires : pré-nettoyage (physique), lavage (détergents), rinçage, 

désinfection, rinçage final et séchage (Safefood, 2012). 

         Pour  les circuits fermés (canalisation, tubulures ....) un protocole de contrôle connu sous 

le nom de Clean-In-Place (CIP) est mis en œuvre pour  éliminer les souillures et réduire la 

charge microbienne en général (Bremer et al., 2006).  Le CIP est un cycle programmé semi- 

ou entièrement automatisé de rinçage et de nettoyage. Toutefois, l’élimination du biofilm est 

difficile même avec un CIP acceptable (Bremer et al., 2006 ; Faille et al., 2010).  IL  a été 

suggéré récemment que l’approche CIP améliorée par des biocides naturels ou chimiques 

reste la meilleure stratégie pour éliminer le biofilm (Gopal et al., 2015 ; Malek, 2019). 

1.6.1.2.  Détergents enzymatiques  

                 Les solutions de nettoyage industriel classiques ne sont pas satisfaisantes, car elles 

ne permettent ni de prévenir ni d’éliminer les biofilms des canalisations agro-alimentaires 

notamment. Par ailleurs, les options de nettoyage et de désinfection classiques (soude, peroxy, 

chlore…) contribuent à l’apparition et à la propagation de résistances des microorganismes à 

ces agents de nettoyage (par mutation ou sélection). Vers la fin des années 2000, une nouvelle 

génération de stratégies « vertes » de lutte contre les biofilms, a été mise au point: la 

détergence enzymatique (Coughlan et al., 2016). 

        En raison de leur capacité à dégrader les substances polymèriques qui forment la matrice 

extracellulaire du biofilm (Figure 6A), les enzymes sont considérées comme une stratégie 

écologique et innovante pour éliminer les biofilms, et les détergents enzymatiques sont ainsi 

proposés comme des outils utiles dans ce but. Ces derniers, en hydrolysant la matrice du 
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biofilm, permettent aux désinfectants d’atteindre plus facilement leurs cibles (Alvarez-

Ordóñez et al., 2019). 

1.6.1.3. Approches physiques  

                  Les ultrasons se sont avérés efficaces pour l'élimination des biofilms lorsqu'ils sont 

utilisés en combinaison avec d'autres agents anti-biofilms tels que les antibiotiques (Peterson 

et Pitt, 2000), l'ozone (Baumann et al., 2009) et l'agent chélatant acide éthylène diamine 

tétra acétique (EDTA) (Oulahal et al., 2007). 

              De nouvelles technologies d'inactivation physique des microbes sont également 

proposées comme technologies vertes alternatives pour le contrôle des biofilms dans les 

industries alimentaires. Parmi celles-ci, les plasmas atmosphériques non thermiques ont fait 

l'objet d'une grande attention, car ils ont démontré une grande capacité de désinfection contre 

les biofilms d'un large spectre de micro-organismes et offrent une série d'avantages, comme le 

fait d'être sans contact et sans eau, par rapport à la désinfection chimique classique 

(Puligundla  et Mok, 2017). En effet, les plasmas froids ont été testés avec succès contre les 

biofilms formés par Salmonella sur des lames de verre (Niemira et al. 2014). 

1.6.2. Les approches préventives de la formation du biofilm  

                  Une des meilleures solutions « anti-biofilms » est la prévention, consistant à 

limiter les capacités des matériaux à être colonisés par les micro-organismes. La façon la plus 

simple d’inhiber le développement d’un biofilm est d’empêcher sa formation et cela 

notamment en perturbant l’attachement des bactéries sous forme planctonique à une surface 

biotique ou abiotique (Donlan, 2002).  

1.6.2.1.  Caractéristiques hygiénique des matériaux  

                 Les matériaux des  équipements sont sélectionnés sur la base d'un nombre de 

facteurs, dont le plus important est la facilité de nettoyage pour la réduction de la 

contamination et des risques associés. Les matériaux doivent également être raisonnablement 

résistant à la corrosion chimique et à la corrosion liée à l'âge : l’usure pour l'entretien d'une 

surface lisse et facile à nettoyer et pour prévenir les risques de contamination et les temps 

d'arrêt liés au remplacement fréquent des équipements endommagés/corrodés.  Comme le 

montre la figure 05, la topographie de la surface est  aussi importante car les micro-
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organismes peuvent s'y attacher dans les fissures, les éraflures et les coins où ils  sont 

extrêmement difficiles à éliminer (Bremer et al., 2006). 

 

Figure 00 : Images électroniques montrant (de gauche à droite) des spores de B. cereus 

adhérées à des surfaces en inox altérées, et un biofilm refugié dans une crevasse (Malek, 

2019).  

1.6.2.2.  Les revêtements antimicrobiens des surfaces  

            Comme la topographie de la surface et les caractéristiques physico-chimiques ont un 

effet important sur les premières étapes de la formation du biofilm, plusieurs initiatives de 

recherche ont été lancées ces dernières années pour mettre au point des revêtements qui 

modifient ces propriétés de surface, réduisant ainsi l'attachement bactérien et la formation du 

biofilm et améliorant l'efficacité des programmes de nettoyage et de désinfection (Alvarez-

Ordóñez et al., 2019). 

         Il a également été démontré que les revêtements de surface incorporant des composés 

antimicrobiens, tels que les nanoparticules d'argent (Fialho et al., 2018) ou recouverts de 

molécules contrôlant le quorum sensing (Kim et al., 2017), empêchent la formation d'un 

biofilm par divers agents pathogènes. 

1.6.2.3.  Les biofilms positifs  

              L’utilisation de biofilms positifs est envisagée pour limiter l’implantation des flores 

pathogènes dans les ateliers de fabrication agro-alimentaire. Il s’agit d’entretenir la 

colonisation des surfaces grâce à une microflore naturelle compétitive s’opposant à l’adhésion 

ou à la croissance des germes indésirables. Cette stratégie n’est envisageable que sur les 

produits possédant une flore naturelle déjà abondante tels que le lait. La méthode utilisée doit 

être spécifique du produit. La flore implantée ne devrait pas nuire aux qualités 

organoleptiques de ce dernier (Branger et al., 2007). 
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1.6.3. Autres approches  

1.6.3.1.   Bactériophage  

                    Les bactériophages sont les ennemis naturels des bactéries et peuvent être utilisés 

contre les bactéries pathogènes et d'altération des aliments (Endersen et al., 2014). Les 

phages sont particulièrement utiles pour éradiquer les biofilms car ils sont capables de 

pénétrer dans la matrice et de diffuser à travers le biofilm mature et, une fois à l'intérieur, 

d'exprimer leurs propriétés antibactériennes (Briandet et al., 2008 ; Donlan, 2009) , comme 

le montre la figure 6B. En raison de leur activité inhibitrice très spécifique, les bactériophages 

ont été reconnus comme des outils adéquats pour cibler les biofilms formés par des micro-

organismes de détérioration ou pathogènes (Gutiérrez et al. 2016). 

En outre, certaines enzymes lytiques dérivées de phages, telles que les endolysines, ont 

également démontré une activité contre les biofilms bactériens (Gutiérrez et al. 2014). 

1.6.3.2   Bactériocines  

      Des peptides antimicrobiens synthétisés par les ribosomes et sécrétés par les bactéries, 

appelés bactériocines, ou les souches productrices de bactériocines elles-mêmes, peuvent être 

ajoutés aux milieux de culture pour empêcher l'adhésion cellulaire initiale et la formation d'un 

biofilm de certaines bactéries sensibles (da Silva et De Martinis, 2013), comme l'illustre la 

figure 6C. 

1.6.3.3.  Inhibiteurs du Quorum Sensing  

         Aujourd’hui, il est montré que le QS est fortement associé au développement de la 

résistance aux antimicrobiens via l’induction de la formation des biofilms. D’où la nécessité 

de cribler des molécules qui pourraient avoir un effet anti-QS (Bouyahya et al., 2017). 

               Les stratégies qui ciblent le quorum sensing et, par conséquent, la formation d'un 

biofilm (et d'autres facteurs de virulence), par opposition aux stratégies bactéricides, exercent 

une pression de sélection moindre pour développer une résistance à l'agent inhibiteur. Dans 

ces cas, les bactéries peuvent être "contrôlées" au lieu d'être tuées (Coughlan et al., 2016).  

Ces stratégies sont basées sur l'inhibition de la communication de cellule à cellule, qui peut 

être exécutée de plusieurs façons, notamment l'inhibition de la biosynthèse des molécules de 

signalisation(les auto-inducteurs), de la dégradation de ces derniers ou  la prévention de la 

liaison auto-inducteur/protéine R (Brackman et Coenye, 2015). 
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Figure 06: Contrôle du biofilm par des enzymes, des phages et des bactériocines 

(Couglan et al., 2016). 

(A).Effet des enzymes sur le biofilm préexistant (i) biofilm formé, production de EPS, 

ajout d'enzymes (ii) dégradation de l’EPS et réduction du biofilm par action 

enzymatique. 

(B).Effet du bactériophage sur le biofilm préexistant (i) biofilm formé, production de 

EPS, ajout de phage (ii) dégradation du EPS par le phage, réduction du biofilm (iii) 

cellules bactériennes du biofilm ciblées par le phage pour l'infection. 

(C) Effet des bactériocines et exclusion compétitive sur les cellules formant un biofilm 

(i) cellules planctoniques de l'espèce A (bleu) (ii) ajout d'une espèce B productrice de 

bactériocines (vert) (iii)ciblage de l'espèce A par les bactériocines, augmentation du 

nombre de cellules de l'espèce B (iv) augmentation de la concentration de molécules 

QS pour l'espèce B, fixation à la surface du solide (v) formation d'un biofilm de 

l'espèce B à la place de l'espèce A. 

 

 

              Plusieurs stratégies ont été développées pour bloquer la communication cellulaire 

bactérienne. Certaines d’entre elles, comme le « quorum quenching », se basent sur la 

recherche d’enzymes capables de bloquer les molécules « signal » du QS : les auto-

inducteurs. Une N-acyl homosérine lactonase, qui dégrade le noyau lactone des AHLs, a ainsi 

été découverte chez Bacillus sp (Dong et Zang, 2005). Ces molécules peuvent être d’origine 

naturelle ou synthétique. L’algue Delisea pulchra bloque les gènes de virulence de Serratia 

liquefaciens par la production de furanones halogénées, qui agissent en tant qu’inhibiteurs 
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compétitifs des AHLs (Rasmussen et al., 2000). La potentialisation de cette activité 

inhibitrice a été obtenue par la synthèse de la furanone C-30. En plus de bloquer les facteurs 

de virulence de P. aeruginosa, ce composé inhibe ses propriétés d’adhésion, facilitant ainsi 

l’élimination des biofilms formés par le pathogène (Christensen et al., 2007 ; Guinoiseau, 

2010). 

            D’autres inhibiteurs, qui interfèrent avec l’expression de la protéine régulatrice LasR 

(Müh et al., 2006) ou qui limitent les interactions entre LasR et l’auto-inducteur LasI (Smith 

et al., 2003), ont été synthétisés. Leur utilisation in vitro a permis de réduire considérablement 

la pathogénicité de P. aeruginosa. Des inhibiteurs du système agr, impliqué dans la régulation 

des facteurs de virulence des bactéries  à Gram positif, comme S. aureus, ont également été 

identifiés. Ce sont, pour la plupart, des antagonistes des protéines auto-inductrices (AIPs). En 

se fixant sur l’histidine kinase Agr C, récepteur spécifique des AIPs, ils bloquent l’activation 

de l’opéron agr entraînant ainsi l’inhibition des facteurs de virulence (George et al., 2008 ; 

Guinoiseau, 2010). 

       Des études récentes ont montré des propriétés anti-QS des extraits organiques et des 

huiles essentielles de plusieurs plantes médicinales. Un ester de coumarate isolé de l'extrait 

d'écorce de Dalbergia trichocarpa, une espèce endémique malgache, interfère avec les 

systèmes QS de P. aeruginosa (las et rhl), inhibe la formation du biofilm et augmente 

l'efficacité de l'antibiotique tobramycine à tuer le biofilm de  P. aeruginosa (Rasamiravaka 

et al., 2013). Aliyu et al. (2016) ont montré que le sesquiterpène lactone ; dispose d’une 

grande capacité à perturber la communication entre les cellules bactériennes via des effets 

antagonistes sur les récepteurs de LuxR chez Chromobacterium violaceum. Le composé 

phénolique curcumine, un constituant majeur des racines de curcuma (Curcuma longa L.) 

inhibe l'adhésion de P. aeruginosa (PAO1) aux surfaces de polypropylène. Ceci a été corrélé 

avec une diminution de la production de 3-oxo-C12-HSL (Rudrappa et Bais, 2008). 

2. Hygiène des surfaces  

       La pandémie COVID-19 (coronavirus disease 2019) est apparue en décembre 2019 dans 

la ville chinoise de Wuhan, et s'est propagée à grande échelle dans le monde entier. Malgré 

des mesures de quarantaine et de confinement rigoureuses, l'incidence de COVID-19 continue 

de grimper en flèche (Oyeniran et Chia, 2020). 
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       Actuellement, il n’existe ni vaccin ni médicament homologué, la prévention reste le seul 

moyen pour se protéger et éviter la propagation de ce nouveau virus (Organisation Mondiale 

de la Santé, 2020). Plusieurs mesures à but de limiter la propagation du virus ont été mises en 

œuvre telles que le nettoyage et la désinfection  régulière des locaux, du sol et des surfaces 

fréquemment touchées, l’hygiène des mains,  le respect des règles d’hygiène en cas de toux ou 

d’éternuement,  la distanciation physique…(Hamadouche, 2020). Les experts s'accordent à 

dire que la meilleure protection contre le virus est l'hygiène. 

2.6.   Nettoyage et désinfection des surfaces hospitalières 

             L’hygiène de l’environnement hospitalier nécessite la mise en place de moyens de 

nettoyage et de désinfection visant à limiter la transmission des microorganismes liés aux 

locaux et à leurs surfaces pouvant être à la source d’infections nosocomiales. De façon 

temporaire, la désinfection permet de tuer les microorganismes sur les surfaces (mobiliers, 

lavabos, sanitaires, sols, carrelages…). 

           Pour éliminer le maximum de produits organiques, de poussières et de salissures, il est 

nécessaire de nettoyer les surfaces (propreté visuelle ou macroscopique), afin de les 

désinfecter de manière efficace. La désinfection permet de rompre la chaîne de contamination 

entre les patients et leur environnement. Des locaux et surfaces nettoyés protègent les patients 

et le personnel (Dancer, 2009). 

            Le nettoyage des locaux s’effectue dans quatre zones hiérarchisées selon leur risque 

contaminant: 

 Zone 1 : hall d’accueil, services administratifs, bureaux… Nécessitant un nettoyage 

domestique quotidien.  

 Zone 2: couloirs, escaliers, ascenseurs, consultations…  

 Zone 3: chambres de patients, laboratoires, pharmacie, salles d’examens, postes de 

soins, offices alimentaires, locaux communs.  

 Zone 4: les blocs opératoires, services de réanimation, d’oncologie, d’hématologie, 

chambre de patients immunodéprimés, service de greffes… Nécessitant un nettoyage 

avec des produits nettoyants-désinfectants (Hallouët et al., 2008). 

            Le nettoyage standard est microbiologiquement insuffisant. Son amélioration est 

primordiale pour le contrôle des endémies et des épidémies bactériennes. C’est pourquoi des 

systèmes automatisés de désinfection des surfaces par voie aérienne (DSVA)  à base de 



Synthèse bibliographique 

 

 
20 

peroxyde d’hydrogène (H2O2) sont de plus en plus utilisés.  Son but est de disperser dans 

l’atmosphère un produit biocide afin que ce dernier puisse entrer en contact avec les surfaces 

à désinfecter.  

Un cycle de désinfection comprend toujours trois ou quatre étapes : 

- étape 1 (optionnelle), le préconditionnement : adaptation de la température et de 

l’hygrométrie du local assurant des conditions optimales d’efficacité du procédé ; 

- étape 2, la phase de dispersion du produit : diffusion du produit dans le local 

permettant le contact du biocide avec les surfaces à décontaminer ; 

-  étape 3, la phase de contact : temps nécessaire pour atteindre le niveau d’efficacité 

attendu du biocide ; 

- étape 4, la phase d’aération : temps nécessaire à l’élimination du biocide. 

Les biocides utilisés par les DSVA étant en général toxiques pour l’être humain, le local 

désinfecté est donc indisponible durant toute la durée du cycle de désinfection (Blazejewski 

et al., 2014). D’où l’intérêt d’utiliser des produits inoffensifs comme les produits naturels.  

2.7.   Nettoyage  des  équipements  en  industries agro-alimentaires  

              La présence de souillures ou plus spécifiquement d’encrassant microbien sur les 

surfaces des équipements dans les industries de transformation alimentaires doit être évité. 

Ainsi les risques qui en découlent concernent à la fois la qualité du produit final et la santé du 

consommateur. 

Le nettoyage et la désinfection impliquent généralement l'utilisation de différents agents 

chimiques et de différentes procédures d'application, et ils ont des rôles distincts 

(Featherstone, 2015). 

           Historiquement, les équipements destinés à la transformation des aliments étaient 

ouverts et nettoyés individuellement. La production à grande échelle a conduit à la nécessité 

pour les industriels la mise en place de systèmes de Nettoyage-En-Place (Clean In Place CIP). 

Ces processus très développés sont automatisés, mais sont rarement efficaces s’ils ne sont pas 

optimisés (Ryther, 2014). 

Voici un exemple classique d’un cycle de nettoyage: 

- pousse à l’eau ou à l’air pour récupérer le produit alimentaire encore présent dans les 

installations et les éliminer des surfaces. 

-  pré rinçage : circulation d'eau chaude ou de l’eau froide (alors combinés à la pousse à 

l’eau) pour éliminer les substances faiblement liées à la surface. ; 
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- phase de détergence : action chimique du nettoyage (acide ou alcalin) ayant pour but 

d’agir sur le dépôt de façon à favoriser son éliminer de la surface ; 

- post-rinçage : on parle aussi de rinçage final ou de rinçage intermédiaire avant 

désinfection dans lequel les dépôts et résidus chimiques sont éliminés par circulation 

d'eau; 

-  une possible désinfection ; 

- rinçage final par circulation d'eau avant une nouvelle transformation des produits 

(Ashurst et Hargitt, 2009). 

A titre d’exemple, un CIP standard comprend : un rinçage à l’eau froide, un traitement avec  

la soude caustique (NaOH) 1% à 65°C pendant 10 min, un rinçage intermédiaire, un 

traitement avec l’acide nitrique HNO3 1% à 65°C pendant10 min et un rinçage final (In 

Malek, 2019). Il peut être amélioré par l’incorporation d’une étape de désinfection selon le 

schéma représenté dans la figure N°07. 

 

Figure 07 : Schéma simplifié d'une procédure CIP conventionnelle en cinq étapes et d'une 

stratégie CIP améliorée en trois étapes (Malek, 2018).  

           Pour réaliser un bon nettoyage, il faut tenir compte de quatre  paramètres qui sont 

représentés dans un cercle appelé Cercle de Sinner : temps, température, forces mécaniques et 

chimiques appliquées. Ces paramètres sont affectés l’un par l’autre, par exemple 

l’augmentation de la concentration d’un agent de nettoyage réduira le temps d’application 

nécessaire (Hilaire et al., 2007). 
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2.8.   La désinfection des surfaces en laboratoire de biologie  

            Des micro-organismes ou des échantillons sont manipulés dans les laboratoires 

de recherche biologique, de biotechnologie, d’analyses médicales ou vétérinaires ainsi 

que dans les laboratoires d’anatomie et cytologie pathologiques et les salles d’autopsie. 

Ces micro-organismes peuvent contaminer les surfaces (paillasses, équipements, sols…) 

et les opérateurs. Il est donc nécessaire de mettre en place des procédures de nettoyage et de 

désinfection des surfaces (Klein, 2012). 

          Le nettoyage et la désinfection des paillasses doivent s’effectuer au moins une fois 

par jour, avant de quitter le local, mais peuvent être également réalisés à la fin de chaque 

manipulation. Il est également recommandé de nettoyer ou nettoyer/désinfecter les sols à 

la fin de la journée de travail. La surface des appareils est traitée en fonction de la nature 

et du danger des microorganismes manipulés (Pelnier et al., 1999). 

Il existe des règles de base qui doivent être respectées pour toutes les opérations de 

nettoyage et de désinfection : 

- aller de la zone la plus propre vers la zone la plus sale,  c’est ce qu’on appelle la 

marche en avant 

- éviter de repasser sur des zones déjà traitées, 

-  ne pas retremper une bande, une chiffonnette déjà utilisée dans le produit propre 

afin de ne pas le salir, 

- décrire des « 8 » ou des bandes parallèles se chevauchant afin de n’oublier aucune 

surface. 

           Le nettoyage des murs se fait du haut vers le bas, le nettoyage du sol se fait du fond de 

la pièce vers la sortie, le nettoyage des surfaces horizontales se fait en partant de la zone la 

plus éloignée vers la zone la plus proche (pour éviter tout contact du corps sur une zone déjà 

nettoyée) (David et Balty, 2014).  

 

3.  Agents antimicrobiens d’origine végétale  

3.6.   Principaux groupes de composés antimicrobiens d'origine végétale  

           Les plantes synthétisent un large éventail de métabolites secondaires au cours de leur 

croissance. Bien que les rôles exacts de ces composés non essentiels dans la croissance et le 

développement des plantes ne soient pas totalement connus, ils possèdent diverses fonctions 

biologiques, notamment des activités antimicrobiennes et antioxydantes (Lin et  Tsao, 2019). 
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Les composés phytochimiques antimicrobiens utiles peuvent être divisés en différentes 

catégories : les composés phénoliques, les terpènes, les alcaloïdes … 

3.6.3. Les composés phénoliques  

           Les composés phénoliques ou polyphénols sont des groupes de molécules de structures 

variées (Richter, 1993). L'élément structural fondamental qui les caractérisent est la présence 

d'au moins un noyau benzoïque auquel est directement lié un groupe hydroxyle libre ou 

engagé dans une autre fonction : éther, ester, hétéroside (Bruneton, 1999). Les composés 

phénoliques sont issus de deux voies de biosynthèse différentes :  

- Voie de l’acide shikimique : acide cinnamique, acide benzénique, coumarines, 

lignanes…   

- Voie de l’acide acétique (polyacétate): chromones, quinones…( Lugasi et al, 2003). 

Ils sont généralement divisés en flavonoïdes et non flavonoïdes. 

 Les flavonoïdes  

       Les flavonoïdes ont un squelette de base formé par deux cycles en C6 (A et B) reliés 

entre eux par une chaîne linéaire à trois carbones qui peut évoluer en un hétérocycle (cycle C) 

les flavonoïdes peuvent  être subdivisés en de nombreuses sous-classes : flavonols, flavones, 

flavanones, anthocyanidines, flavanols, et aussi isoflavones (Tapas et al., 2008). 

 Les non flavonoïdes 

       Les principaux groupes de non flavonoïdes sont les acides phénoliques et les stilbènes. 

Les acides phénoliques peuvent être subdivisés en dérivés de l'acide benzoïque, tels que 

l'acide gallique et l'acide protocatéchoïque, et en dérivés de l'acide cinnamique, qui consistent 

principalement en acide coumarique, caféique et férulique (Daglia, 2012). 

Les polyphénols peuvent être  présents dans les tissus végétaux sous forme de molécules 

polymérisées complexes à poids moléculaire élevé, comme les tanins qui peuvent se combiner 

aux protéines ce qui explique leur pouvoir tannant : tanner la peau, c’est-à-dire la rendre 

imputrescible (Quideau et al., 2011 ; D’Archivio et al., 2007). 

Les composés phénoliques des extraits de fleurs de baie de goji (Lycium barbarum) se sont 

révélés avoir des activités antimicrobiennes potentielles contre la plupart des agents 
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pathogènes d'origine alimentaire, y compris S. aureus, Bacillus subtilis, Listeria 

monocytogenes et Salmonella typhimurium (Mocan  et al., 2015). 

3.6.4. Les terpènoides et les huiles essentielles  

                Les terpénoïdes sont une classe d'hydrocarbures dont l'unité de base est l'isoprène à 

cinq atomes de carbone. Selon le nombre d'unités d'isoprène, les terpénoïdes sont classés en 

hémiterpènes (C5) ; monoterpènes (C10) ; sesquiterpènes (C15) ; diterpènes (C20) ; 

sesterpènes (C25) ; triterpènes (C30) ; tétraterpènes (C40). Environ 40 000 terpénoïdes et 

leurs dérivés ont été identifiés (Lu et al., 2016). Certains terpénoïdes volatils sont directement 

libérés dans l'environnement après avoir été synthétisés, et d'autres sont modifiés par 

oxydation, réduction, méthylation et stockés dans des plantes. 

              Les huiles essentielles végétales sont des mélanges de différents terpénoïdes, en 

particulier de monoterpènes (C10) et de sesquiterpènes (C15) et d'une variété d'hydrocarbures 

aliphatiques de faible poids moléculaire, d'acides, d'alcools, d'aldéhydes et de composés 

phénoliques (Figure 08). Les monoterpénoïdes sont particulièrement connus pour l'activité 

antibactérienne, antifongique et antioxydante des huiles essentielles (Pandey  et al., 2016 ; 

Greay et Hammer, 2015)  

         Les huiles essentielles d'eucalyptus ont montré des effets inhibiteurs sur la croissance de 

pathogènes d'origine alimentaire, notamment les bactéries à Gram positif (Bacillus spizizenii 

et S. aureus), et les bactéries à Gram négatif (Enterobacter aerogenes, E. coli, et Klebsiella 

pneumoniae) à des concentrations comprises entre 8 et 250 mg/mL (Siddique et al., 2018). 

 

Figure 08 : principaux terpénoïdes  antimicrobiens (Lin et Tsao, 2019). 
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3.6.5. Les alcaloïdes  

                Les alcaloïdes d'origine végétale sont dérivés d'acides aminés et contiennent 

souvent un ou plusieurs cycles hétérocycliques contenant des atomes d'azote. Le premier 

exemple d'alcaloïde médicalement utile est la morphine, isolée en 1805 à partir du pavot à 

opium Papaver somniferum (Fessenden  et Fessenden, 1982 ; Compean et  Ynalvez, 2014). 

Ces composés sont regroupés en trois classes: 

 Les alcaloïdes vrais : qui sont dérivés d’acides aminés dont l'azote est inclus  dans un 

cycle hétérocyclique. 

 Les pseudo-alcaloïdes : qui  présentent le plus souvent toutes les caractéristiques des 

alcaloïdes vrais  mais ils ne sont pas dérivés d'acides aminés. 

 Les proto-alcaloïdes : qui sont des dérivés d'acides aminés dont l'azote n'est pas  inclus 

dans un noyau hétérocyclique (Compean et  Ynalvez, 2014). 

 

Figure 09 : Principaux alcaloïdes antimicrobiens (Lin et Tsao, 2019). 

Les alcaloïdes constituent un groupe très diversifié de substances phytochimiques. Par 

exemple,  les molécules telles que l’isoquinoline, pyridine, indole, pervenche et respérine se 

sont avérés actives contre les micro-organismes d'origine alimentaire (Sibi et al., 2014). 

3.6.6. Autres antimicrobiens d'origine végétale  

          Les peptides sont de courtes chaînes d'acides aminés (2 à 100 acides aminés) liées par 

des liaisons peptidiques, remplissant divers rôles dans la croissance des plantes, le 

développement, la reproduction, les interactions symbiotiques et les réactions au stress. Les 

peptides sont produits dans différentes parties des plantes y compris les racines, les graines, 
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les fleurs, les tiges et les feuilles comme défense chimique contre les micro-organismes 

envahissants, et possèdent  des propriétés microbicide, en plus d'être impliqués dans la 

signalisation cellulaire (Nawrot et al., 2014 ; Tam et al., 2015). 

3.7.    Mode d’action des agents antimicrobiens d’origine végétale  

         Le mode d'action antimicrobienne exercé par les substances phytochimiques  peut 

être différent en raison de la diversité des classes chimiques auxquelles elles 

appartiennent.  L’activité antimicrobienne semble résulter d’une combinaison de plusieurs 

modes d’action, impliquant différentes cibles cellulaires (Omojate  et al., 2014). 

 

3.7.3. Activité antibactérienne  

               Le mode d’action de certaines molécules antibactériennes a été décrit dans la 

littérature.  En effet, le caractère lipophile des molécules constituant les huiles essentielles et 

d’autres métabolites secondaires les rend capables de pénétrer dans la double couche 

phospholipidique de la membrane cellulaire et de s’accumuler entre les phospholipides, 

entraînant des changements de conformation et éventuellement un manque de régulation de la 

membrane cellulaire, ce qui perturbe ainsi le transport membranaire des substances nutritives. 

Le transport membranaire peut aussi être affecté via la perturbation du gradient ionique des 

deux côtés de la membrane cytoplasmique (Cox et al., 2001 ; Alvesalo et al., 2006). La 

modification dans la membrane cellulaire affecte légèrement le processus du couplage 

énergétique conduisant à une perturbation entre l’équilibre du pool d’ATP intra- et 

extracellulaire via la perturbation de la chaîne respiratoire au niveau membranaire (Caillet et 

Lacroix, 2006 ; Turgis et al., 2009). 

      Le principal mécanisme d'action des saponines  qui sont des triterpénoïdes glycosylés dont 

le nom provient de leur capacité à former des mousses semblables à du savon  semble 

impliquer une perturbation de la membrane conduisant à une augmentation de la perméabilité 

(Coleman et al., 2010; Augustin et al., 2011 ; Sampedro et Valdivia, 2014).   

  Un mécanisme proposé qui pourrait expliquer la toxicité des flavonoïdes est une inhibition 

directe de l'ATP synthase, car les flavonoïdes peuvent se lier à la sous-unité  ℽ et bloquer sa 

rotation (Gledhill et al., 2007 ; Dadi et al., 2009). En raison de leur richesse en groupes 

phénoliques, les flavonoïdes sont capables de se fixer sur certaines protéines et enzymes 

modifiant ainsi les équilibres enzymatiques.  Plusieurs études indiquent également que les 
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flavonoïdes pourraient réduire la pathogénicité des bactéries en interférant avec les 

mécanismes du quorum sensing (Vandeputte et al., 2011 ; Cushnie et Lambn, 2011). 

      L'activité des gallotannins est due à leur forte affinité pour le fer et elle est également liée 

à l'inactivation des protéines membranaires (Daglia, 2012). 

    Il a également été constaté que l’ester d'acide cinnamique, l'acide 3-p-trans-coumaroyl-2-

hydroxyquinique (ACHQ) réduisait la synthèse de l'ADN de la bactérie et interagissait 

directement avec l'ADN par le biais du mode de liaison des sillons (groove binding mode) 

entraînant un dysfonctionnement cellulaire et même la mort des bactéries (Wu et al., 2018). 

3.7.4. Activité antifongique  

          Les mécanismes fongicides peuvent impliquer la destruction des mycéliums existants, 

ainsi que l'inhibition du développement de nouveaux mycéliums (Sharma  et Tripathi, 

2008). 

    En outre, les huiles essentielles ont été trouvées capables d'inhiber la formation de spores 

(Sant’Anna et al., 2009). Les huiles essentielles du romarin, de la menthe et du thym ont 

démontré des activités antifongiques contre Aspergillus flavus et inhibé la production 

d'aflatoxine B1 in vitro (El-Habib 2012). 

    Les peptides antimicrobiens hispidalines  purifiés à partir des graines de Benincasa hispida, 

une plante médicinale de la famille des Cucurbitacées ont montré des activités antifongiques 

contre les champignons pathogènes et d'altération des aliments : Aspergillus flavus, 

Penicillium chrysogenum, Fusarium Solani, et Curvularia geniculata (Sharma et al., 2014). 

3.7.5. Activité antivirale  

               L'utilisation des huiles essentielles dans le traitement des maladies virales a été 

confirmée par de nombreuses études au cours des dernières décennies. L'activité antivirale a 

été étudiée dans différentes fractions d'extraits de romarin. L'extrait d'hexane a montré une 

activité contre le virus de l'herpès simplex (HSV-2) propagé dans des cultures de cellules de 

fibroblastes pulmonaires d'embryons humains (Böhme et al., 2014). 

Une autre étude in vitro a montré l’effet antiviral de l’HE d’origan et du girofle sur le virus 

Type 1 de l’herpès simplex ainsi que sur le virus de la maladie de Newcastle (Siddiqui et al., 
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1996 ; Rhayour, 2002). Le β-pinene et le limonene ayant montré des propriétés antivirales 

contre le virus Herpes simplex de type 1(Soualeh et Soulimani, 2016). 

        Une activité antivirale de l'épigallocatéchine gallate (EGCG) a également été découverte 

dans les années 1990. Il a été montré que le  EGCG prévenait l'infection causée par le virus de 

la grippe en se liant à l'hémagglutinine virale, empêchant ainsi la fixation des particules 

virales aux cellules réceptrices cibles (Nakayama et al., 1993). 

3.8.   Effet antibiofilm  des biocides naturels  

           Ces dernières années en particulier, un grand nombre d'études ont évalué l'efficacité de 

composés d'origine naturelle, y compris des huiles essentielles ou des extraits obtenus à partir 

des plantes, pour inhiber la formation de biofilms ou éliminer les biofilms existants 

(Coughlan et al. 2016). 

        Certains de ces nouveaux composés et extraits exercent un effet bactéricide direct sur les 

microbes liés au biofilm, tandis qu'à d'autres occasions, ils présentent des activités indirectes 

d'inhibition du biofilm, principalement l'inhibition du quorum sensing et de leurs phénotypes 

régulés (Alvarez-Ordóñez et al., 2019). 

       Les extraits de plantes aromatiques sont étudiés en tant qu'agents naturels contre les 

biofilms bactériens (Bridier et al., 2015). Ils sont généralement reconnus inoffensifs 

(generally recognized  as safe : GRAS) et sont donc compatibles avec les réglementations 

actuelles concernant la production alimentaire. Parmi les exemples, on peut citer : l'huile 

d'origan, le thymol et le carvacrol, efficaces contre les biofilms de Staphylococcus (Nostro et 

al., 2007).  
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        Matériels et méthodes 

         La partie expérimentale  de ce travail a été  réalisée au sein du laboratoire N° 03 du pôle 

de Microbiologie du département de biologie, Faculté SNV-STU, Université de Tlemcen. Elle 

consiste en l’analyse de la contamination microbienne de l’environnement des  laboratoires de 

ce pôle et de l’étude du comportement des  bactéries isolées à l’égard de différents extrait 

végétaux.  

1. Isolement et dénombrement de la flore de contamination de l’environnement des 

laboratoires  

1.1.  Prélèvement de l’air ambiant  

             Pour effectuer ce prélèvement, une boîte de Pétri, remplie d'un milieu gélosé nutritif 

TGEA (Tryptone Glucose Extrait de levure Agar)  est laissée ouverte pendant 30 minutes. 

Ainsi par gravité les microorganismes vont se déposer sur la boite. Elle est placée ensuite à 

incuber à 30°C pendant 24 à 72 h, il est important d’avoir une boite Pétri contenant un volume 

important de gélose pour éviter le dessèchement et le durcissement de la gélose. Il reste à 

dénombrer et identifier les colonies qui apparaissent à la surface du milieu.   

 La matinée du 18 février 2020, 11 boites de Pétri sont réparties dans différents endroits dans 

les 4 laboratoires du pôle de  microbiologie, tel que présenté dans le tableau 1. 

Tableau 1 : Les sites de prélèvement à partir de l’air ambiant des laboratoires: 
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1.2. Prélèvement de la surface des paillasses  

1.2.1. Echantillonnage par écouvillonnage  

                Sortir un écouvillon de son emballage stérile, humidifier l’extrémité en le plongeant 

dans un tube contenant le diluant tryptone-sel-eau TSE+0.3% Tween 80, éliminer l’excès de 

diluant en le pressant contre la paroi du tube. A l’aide de l’extrémité de l’écouvillon, tracer 

des stries sur une surface estimée de 4 cm
2
 délimitée  par un gabarit en papier aluminium 

stérile, en faisant tourner l’écouvillon entre le pouce et l’index. Replacer l’écouvillon dans le 

tube avec le diluant et couper le bâtonnet, c’est la solution mère à partir de  laquelle  des 

séries de dilution décimale sont réalisées  jusqu’à la dilution 10
-3 

en conditions d’asepsie (1 

mL de la solution mère est mise dans 9 mL du diluant TSE jusqu’à la dilution 10
-3

).  Ce 

prélèvement a été effectué le 20 février 2020 l’après-midi et les sites de prélèvement à partir 

de la surface des paillasses sont indiqués dans le tableau 2. 

Tableau 2 : Les sites de prélèvement à partir de la surface des paillasses: 

Laboratoire Sites de prélèvements 

Labo 2 1  A côté de l’autoclave 

2 A côté de l’étuve 

3 A côté de la porte 

Labo 3 1 A côté de la porte 

2 A côté de l’étuve 

3 A côté du poste de lavage 

1.2.2. Isolement   sur milieu solide par ensemencement en surface  

            Après avoir préparé les dilutions décimales, 0.1 mL de la solution mère et de chaque 

dilution est prélevé à l’aide d’une micropipette et est  ensemencé par étalement sur les boites 

de Pétri contenant du milieu Tryptone-Soja (TSA) à l’aide d’une pipette  Pasteur en râteau de 

telle sorte à assurer une distribution homogène des germes. L’incubation des boites se fait à 

30°C pendant 24h à 48h.  

Ce travail est répété pour tous les sites choisis. 
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1.2.3. Isolement sur milieu solide par ensemencement en profondeur  

           Un volume de 1 mL de la solution mère ainsi que de chaque dilution   est prélevé et 

déposé  sur des boîtes de Pétri vide, ensuite 14 mL de milieu gélosé TSA maintenu en 

surfusion mais légèrement refroidie (environ 45 °C) sont coulés. Homogénéiser par des 

mouvements circulaires sur paillasse et en gardant à la boîte de Pétri fermée. Laisser refroidir 

la gélose sans la bouger. Ensuite mettre les boites à l’incubateur à 30°C pendant 24 à 48h. La 

figure 10 représente le schéma du protocole de préparation de dilutions  et d’ensemencements. 

 

  Figure  10 : Schéma du protocole de préparation de dilutions  et d’ensemencements 
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1.3.  Dénombrement des bactéries  

             Le dénombrement après culture concerne,  les cellules viables de l'échantillon. 

Autrement dit, les cellules capables de croitre. Il est basé sur l'aptitude de chaque bactérie, 

fixée par la solidification du milieu gélosé, à former une colonie visible à l'œil nu. Après 24h 

d'incubation à 30°C, les colonies développées sont dénombrées et les  résultats exprimés en 

UFC (Unité Formant une Colonie). 

Le nombre de germes est déterminé en calculant la moyenne arithmétique des résultats 

obtenus et en tenant compte des facteurs de dilution, selon la formule (Marchal et Bourdon 

,1982):   

 

Où : 

 N : nombre des microorganismes en UFC/ ml.  

n: nombre des colonies dénombrées.  

v: Volume prélevé.  

d: Dilution. 

1.4. Purification et conservation des souches  

                  Les colonies différant morphologiquement ont été isolées et purifiées par 

repiquages successifs selon la méthode en stries (Martineau, 1996). 

              La conservation à court terme des souches pures est effectuée sur milieu solide 

gélose nutritive  (GN) inclinée, les souches sont ensemencées sur la pente des tubes. Après 

croissance à température optimale, les cultures sont maintenues à 4°C  et le renouvellement 

des  souches se fait par repiquage  toutes les quatre semaines (Badis et al., 2005).  

2. Identification des souches purifiées  

             L’identification comporte une série d’étape, se succédant le plus souvent dans un ordre 

déterminé : les souches isolées ont été identifiées d'abord par l'observation de l'aspect cultural 

des colonies sur les milieux sélectifs, l'observation microscopique des souches à l'état frais, 

après coloration de Gram, puis par  des tests biochimiques ; test catalase, test d’oxydase, API 

Staph (BioMérieux) pour S.aureus et API 20E,  test hémolyse….  

N= n/ d.v 
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Les résultats obtenus au cours de chaque étape permettent l’orientation des démarches 

ultérieures. 

2.1.  Caractères culturaux  

                  L’observation macroscopique des colonies ou l’étude des caractères visibles à 

l’œil nu permet d’effectuer une première caractérisation (aspect des colonies et de leur revers, 

la taille et la couleur. D’après Joffin et Leyral (2006), les éléments d’identifications 

macroscopiques sont:  

• La forme des colonies : rondes, irrégulières,…etc.  

      • La taille des colonies par la mesure du diamètre : petite, moyenne, grande. 

       • couleur et/ou pigment de la colonie.  

• L'élévation: colonies bombés ou plates. 

      • L'opacité: opaque, translucide ou transparente.  

• La surface: lisse, rugueuse, sèche, dentelée,…etc. 

2.2.  Caractères morphologiques  

                 L’examen microscopique permet de  déterminer la morphologie des bactéries : la 

forme, la taille, leur mode de regroupement, le  type de Gram,  la mobilité, vérifier la pureté 

des isolats ainsi que la présence  ou  l’absence de spores.  

2.2.1. Coloration de GRAM  

                       L’examen microscopique des colorations de Gram demeure la première analyse 

diagnostique dans le traitement des échantillons en microbiologie. 

Cette coloration est réalisé systématiquement sur les différentes colonies purifiées pour 

préciser le caractère Gram (+) ou Gram(-). Avec cette coloration double, les bactéries  à Gram 

positive apparaissent en violet foncé tandis que les bactéries à Gram négatives sont colorées 

en rose ou en rouge. 
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Des frottis sont préparés à partir des cultures jeunes, après avoir réalisé toutes les étapes de la 

coloration de Gram comme décrit par Murray et al., (1994), les lames sont observées au 

microscope optique à immersion. 

2.2.2. Observation de la spore  

                   La mise en évidence des spores a été effectuée sur des cultures âgées de 5 à 7 

jours après une simple coloration à la Fuchsine. Sur un frottis bactérien séché et fixé  sur lame 

quelques gouttes de la Fuchsine sont versées sur la lame, laisser agir une minute, ensuite 

rincer à l’eau distillée, sécher et observer au microscope optique. 

2.3. Caractères biochimiques  

           Cette approche nous oriente vers le métabolisme suivi par ces microorganismes et les 

enzymes qu'ils possèdent. Ces tests ont été réalisés en utilisant quelques tests classiques et les 

galeries biochimiques. 

2.3.1. Recherche de la catalase  

                  Ce test  standardisé pour les identifications bactériologiques (Prescott et al., 

2007), a été réalisé sur des colonies pures et bien isolées. 

La catalase est une enzyme qui catalyse la dégradation du peroxyde d’hydrogène  (H2O2) 

produit toxique du métabolisme aérobie de nombreuses bactéries, en H2O et ½ O2. 

H2O2                                                        H2O+   ½ O2 

Une réaction positive de la présence de la catalase se manifeste immédiatement par la 

production des bulles de gaz qui correspondent à l'oxygène dégagé, après le mélange d’une 

culture bactérienne avec quelques gouttes d’eau oxygénée à 10 volumes. 

2.3.2. Recherche de l’oxydase  

Comme pour la recherche de la catalase, ce test est standardisé pour les identifications 

bactériologiques (Prescott et al., 2007). 

     Le cytochrome oxydase ou oxydase est une enzyme de la chaîne respiratoire bactérienne qui 

catalyse des réactions d'oxydation  du cytochrome C.  
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             La présence du cytochrome C dans la chaine respiratoire de la bactérie testée permet 

d’oxyder un réactif : le N tétraméthyl-paraphénylène diamine (TMPD) qui forme un 

complexe violet au contact de cette enzyme. Ce réactif peut se trouver sous forme d’un disque 

pré-imprégné par ce dernier (Denis et al., 2011). 

Avec une pipette Pasteur frotter doucement une colonie bien isolée sur le disque d’oxydase  et 

observer la réaction qui se traduisant par l’apparition d’une coloration violette dans un délai 

de 30 secondes :  

Oxydase + : couleur mauve, (le TMPD est oxydé grâce à la présence du cytochrome C) 

Oxydase - :    incolore. (Le TMPD réduit a gardé ses électrons car le cytochrome C est absent) 

2.3.3. Galeries d’identification (Système API) Galerie API  20E  

Les souches à Gram (-), oxydase (-) sont ensemencées sur des plaques API 20E. 

La galerie API 20E associant 20 tests enzymatiques et de fermentation des sucres, permet 

l’identification des bacilles à Gram négatif oxydase négative de type entérobactéries  (Holmes 

et al.,   1978)  et  de   bacilles à  Gram  positifs  du  genre  Bacillus. 

La galerie API 20E (BioMérieux) composée de 20 microtubes contenant des milieux et 

substrats sous forme déshydratée est utilisée selon les recommandations décrite par le 

fabricant. Les microtubes de la galerie API 20E sont inoculés avec une suspension 

bactérienne, incubées à une température de 30 °C pendant 24h à 48 h. Les réactions produites 

durant la période d’incubation se traduisent par des virages colorés spontanés ou révélés par 

l’addition de réactifs (Emanuel et Lorrence, 2009). Ensuite la lecture des réactions se fait en 

se référant au tableau de lecture fournit par le fabricant (BioMérieux), on additionne les 

chiffres selon les résultats obtenus et on vérifie le code dans le livre de référence.  

2.3.4. Identification  au genre Staphylococcus  

           Les  isolats en forme de cocci à Gram (+) regroupés en grappe du  raisin sont repiqués 

sur le milieu  Chapman  qui est  un milieu sélectif, Ce milieu contient un inhibiteur : fortes 

concentrations en chlorure de sodium (75 g/L),  ce qui permet un isolement sélectif 

de Staphylococcus  tolérant les fortes concentrations en NaCl. (Hennekinne et Le Loir, 

2014). Ce milieu permet la mise en évidence de l'utilisation du mannitol grâce à la présence 

du rouge de phénol. L'utilisation du mannitol se traduira par une acidification du milieu, 
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provoquant le virage au jaune de l'indicateur de pH.  Après 24 à 48h d’incubation à 37°C, les 

colonies mannitol positif sont entourées d’une auréole jaune. 

- Staphylococcus aureus : petites colonies mannitol positif 

- Autres espèces de Staphylococcus : colonies en général plus petites, mannitol 

positif ou négatif. 

 Galerie API  Staph  

            Le principe de la galerie API Staph, la préparation et l’ensemencement de la galerie 

est le même que celui de la galerie API 20E, mais la préparation de l’inoculum ou la 

suspension bactérienne est réalisée dans API Staph Medium. 

2.3.5. Identification  au groupe Bacillus cereus  

            Les bacilles à Gram positif, catalase positive et sporulées sont  ensemencés sur milieu 

Mossel  et sur gélose au sang pour l’identification du groupe B. cereus 

2.3.5.1. Croissance sur milieu Mossel complet  

              Pour la détection et le dénombrement des formes végétatives et des spores de B. 

cereus,   le milieu Mossel complet est conforme aux recommandations de l'ISO 7932 (2004). 

Il permet  l'identification de B. cereus sur la base de la résistance à la polymyxine, de la 

capacité à fermenter le mannitol et de la production de lécithinase. La formulation de Mossel 

rend ce milieu suffisamment sélectif pour détecter même un petit nombre de cellules et de 

spores de B. cereus. 

2.3.5.2. Croissance sur gélose au sang  

             Les souches  à tester ont été ensemencées par stries sur  la gélose au sang à 5% dans 

le but de la recherche de l'activité hémolytique et la confirmation de B. cereus produisant des 

exotoxines appelées hémolysines capables de détruire les globules rouges et l'hémoglobine ce 

qui se traduisant après 24h d’incubation à 30°C par une zone claire autour des colonies. 
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3. Evaluation de l’activité antimicrobienne des extraits végétaux  

     En se basant sur le mémoire de Latti (2018),  l’évaluation de l’activité antimicrobienne 

des extraits végétaux de  Citrullus colocynthis et  Berberis vulgaris  a été réalisée par deux  

techniques pour étudier la résistance ou la sensibilité des souches bactérienne:  

- Technique de diffusion sur gélose (méthode de disques) ;  

- Technique de microdilution en milieu liquide (concentration minimale inhibitrice 

ou CMI). 

3.1.  Préparation des solutions des extraits  

                 Les extraits végétaux secs ont été dissouts dans le diméthyle sulfoxyde (DMSO)   

pour obtenir une solution mère  à 10 %. Préparer des dilutions successives pour obtenir 

différentes concentrations (Teanpaisan et al., 2014). 

3.2. Stérilisation et conservation des solutions  

              Les solutions des extraits végétaux préalablement préparées vont être stérilisées par 

microfiltration puis mises  dans le réfrigérateur à 4°C jusqu’à l’utilisation. 

3.3.  Préparation des suspensions bactériennes de l’inoculum 

            Les tests antibactériens sont effectués à partir de colonies jeunes de 18 à 24 h en phase 

de croissance exponentielle. Une suspension bactérienne est réalisée dans des tubes à essai 

contenant 5mL du bouillon Tryptone-soja (TSB)  pour chaque souche et standardisée à une 

densité optique de  0,08 à 0,10 lue à 625 nm correspond à 1-2 ×10
8 

UFC/mL (Clinical and 

Laboratory Standards Institute, 2015). 

3.4.  La méthode de diffusion des disques  

           La méthode de diffusion en milieu gélosé encore appelée méthode des disques consiste 

à estimer l’inhibition de la croissance des micro-organismes soumis au contact du produit. 

L’effet du produit antimicrobien est apprécié par la mesure du diamètre d’une zone 
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d’inhibition, et en fonction de ce diamètre la souche du microorganisme sera qualifié de 

sensible, d’intermédiaire ou de résistante (Selka et al., 2016). 

 Cette technique est réalisée selon le protocole adapté (Chaouche et al., 2016). 

L’ensemencement des boites contenant le milieu Muller-Hinton  se fait par écouvillonnage de 

l’inoculum sur la gélose grâce à des stries serrées. Ensuite, des disques stériles en papier-filtre 

Wattman de 6 mm de diamètre  imprégnés par10μl des extraits à tester sont déposés dans les 

boîtes sur la gélose préalablement ensemencée. Les boîtes de Pétri ont été conservés à 4 °C 

pendant 2 h. Après  diffusion de l’agent antimicrobien, les boites  de Pétri sont incubées à 

37°C pendant 18 à 24 heures. 

         Des disques imprégnés d’eau distillée stérile et d’autres imprégnés de DMSO serviront 

de contrôle négatif  et différents disques d’antibiotiques standards ont également été utilisés 

comme contrôle positif.  

Les diamètres des zones d’inhibition (mm) ont été mesurés, y compris le diamètre des 

disques. 

3.5.  Détermination des concentrations minimales inhibitrices CMI des extraits  

            La Concentration Minimale Inhibitrice (CMI) est considérée comme étant la plus 

faible concentration d’antimicrobien capable d’inhiber toute croissance visible après un temps 

d’incubation de 18 à 24 h (Teresa Fera et al., 1998). La détermination de la CMI a été 

réalisée par la technique de microdilution en milieu liquide tel que décrit par le CLSI 

(Clinical and Laboratory Standards Institute, 2012 in Mezouar, 2014). 

            Dans chaque ligne de la microplaque, est déposé 100 µl du bouillon Mueller Hinton. 

Ensuite, 100 µl de l’extrait à tester sont introduites dans le 1
ier

  puits. Après avoir bien 

homogénéisé le contenu du 1
ier

  puits une série de dilution est réalisée où 100 µl sont prélevés, 

puis déposé dans le 2
ème

  puits, et ainsi de suite jusqu’au 10
ème

  puits où 100 µl restantes sont 

éliminés. Par conséquent, nous obtenons une dilution ½ entre chaque puits. Le puits n°11 

contient uniquement le bouillon Mueller Hinton et le puits n°12 contient le milieu de culture 

et l’inoculum représentent des témoins négatif et positif respectivement. Enfin, 100 µl de 

l’inoculum (10
6
 UFC/mL) sont ajoutés dans chaque puits. Les microplaques sont scellées et 

incubées à 30°C pendant 24h. 
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               Après incubation des plaques à 30°C pendant 24 h, les CMI sont déterminées en tant 

que la plus faible concentration de l'extrait qui a complètement inhibé la croissance par 

rapport à celle des contrôles. La concentration minimale bactéricide  CMB a été défini comme 

la plus faible concentration qui ne permettait pas une croissance visible lorsque 10 mL du 

contenu du puits a été ensemencé sur agar et cultivé à 37 C dans des conditions appropriées 

(Teanpaisan et al., 2017). 

3.6.  Détermination de la concentration minimale inhibitrice du biofilm CMIB  

             Les CMI de la formation de biofilm ont été déterminées par la technique des 

microplaques à 96 puits selon des protocoles adaptés (in Kalai et al., 2018). 

 Une série de concentrations  a été préparée à partir de chaque extrait. 

Les solutions ont été réparties dans chaque puits comme suit : 

 100 µl de suspension bactérienne de chaque isolat de 10
7
 ufc/mL d’une culture jeune 

dans un bouillon Mueller Hinton. 

 100 µl de chaque extrait de plante des différentes concentrations (B. vulgaris et 

C.colocynthis).  

 des puits contenants 100 µl d’eau distillée et 100 µl d’extrait végétal sans culture 

bactérienne sont considérés comme témoin négatif. 

 des puits contenants 100 µl d’eau distillée et 100 µl de culture bactérienne sans extrait 

végétal sont considérés comme témoin positif. 

        Après une incubation de 24 heures à 30°C, chaque puits a été lavé deux fois avec de l'eau 

distillée stérile pour éliminer les cellules microbiennes flottantes, séché, coloré pendant 5 

minutes avec une solution du cristal violet (CV) à 1 %, lavé à nouveau avec de l'eau et 

observé à la lumière.  

       Les puits colorés indiquent la présence de biomasse cellulaire adhérente. La concentration 

minimale qui inhibe la formation d'un biofilm (CMIB) a été déterminée comme étant la plus 

faible concentration des extraits végétaux où aucune coloration n'est visible sur les puits, par 

rapport au contrôle positif. 
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3.7.  Détermination de la concentration minimale éradicatrice du biofilm (CMEB)  

La détermination de la concentration minimale d’éradication du biofilm a été faite selon les 

protocoles décrits in Kalai et al. (2018) 

 Formation de biofilm 

Au début, pour produire un biofilm, tous les isolats, à un taux d'inoculum de 10 
7
 ufc/mL ont 

été cultivés dans des   microplaques à 96 puits  contenant du bouillon Muller-Hinton frais puis 

incubées  pendant 24h à 30°C. 

 Traitement de biofilm par l’extrait végétal 

          Après 24h  d’incubation, les microplaques ont aseptiquement subi un rinçage doux à 

l’eau distillée trois fois. Le milieu a été renouvelé dans les microplaques contenant de biofilm, 

en lui ajoutant de l’extrait végétal de B. vulgaris à des concentrations croissantes (CMI, 

2CMI, 3CMI, 4CMI, 5CMI) tel que décrit dans Latti, (2018). Les microplaques ont été 

incubées une deuxième fois pendant  20 minutes à 30°C, puis elles ont été vidées et lavées 

avec de l'eau distillée stérile. Les biofilms préformés ont été récupérés en grattant la surface 

intérieure de chaque puits puis ils ont été étalés sur la surface des boites contenant de gélose 

LB (Luria-Bertani)  et incubés pendant 72 h à 30°C, selon le protocole décrit in Kalai et al. 

(2018).  

             La concentration minimale d'éradication du biofilm (CMEB) a été déterminée comme 

étant la concentration la plus faible qui ne permettait pas la croissance visible à la surface 

d’une gélose LB (Teanpaisan et al., 2017). 
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Résultats et discussion 

1. Résultats de l’isolement et du dénombrement de la flore de contamination de 

l’environnement des laboratoires  

1.1.Evaluation de la contamination de l’air  

           Le dénombrement de la microflore totale a été  effectué sur le milieu TGEA (Tryptone 

Glucose Extrait de levure Agar), afin de vérifier la charge microbienne totale qui renseigne 

sur l’hygiène des laboratoires. Les résultats obtenus sont présentés dans la figure N°11.  Il est 

possible d’observer une contamination homogène qualitativement et quantitativement dans les 

quatre laboratoires. 

 

Figure 11 : Photos représentant la flore de contamination de l’air ambiant des 

laboratoires analysés. 

Le volume d’air par boite de Pétri  est inconnu pour calculer le nombre d’ufc par rapport à un 

volume donné car une bonne démarche de dénombrement nécessite la connaissance du 

volume d’air. Ce prélèvement a été alors effectué pour avoir une indication  sur  le niveau 

d’hygiène et l’état de propreté des laboratoires et pour l’isolement des micro-organismes qui 

vont être utilisés dans les tests qui vont suivre. 

         Le dénombrement des micro-organismes  présents dans l'air n'est pas une tâche facile. 

De nombreuses méthodes sont utilisées telles que le comptage des unités formant des colonies 

par mètre cube d'air (ufc/m
3
), le dénombrement des ufc sur des plaques de décantation (boites 

de Pétri), la mesure d'un composant chimique des cellules microbiennes/m
3
 de l'air (ATP, 

ADN, enzymes) et le comptage au microscope ou par compteurs automatiques en 

fluorescence (cytométrie en flux ou hybridation fluorescente in situ).  Le dénombrement d’ufc 

est le paramètre le plus important, car il mesure les micro-organismes vivants qui peuvent se 
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multiplier. Les échantillons d'air peuvent être collectés de deux manières : par des 

échantillonneurs d'air actifs ou par des échantillonneurs d'air passifs (les plaques de 

décantation). Les deux méthodes sont largement utilisées (Pasquarella et al., 2000).  

      Les plaques de sédimentation donnent la mesure de la partie nocive de la population 

aéroportée qui tombe sur une surface critique en un temps donné. Les plaques de décantation 

permettent d'évaluer la contamination de surface provenant de l'air. La principale limite de la 

méthode passive est qu'elle fournit un résultat qualitatif de la contamination de l'air, qui 

pourrait être faiblement corrélé avec le degré réel de contamination de l'environnement testé. 

De plus, cette méthode est facilement influencée par le flux d'air présent à proximité de la 

plaque, ce qui fait que les résultats varient en fonction de l'emplacement de la plaque. Elle 

peut être insensible dans les cas où la charge bactérienne est faible. Les méthodes passives 

nécessitent également des périodes d'échantillonnage plus longues par rapport aux méthodes 

actives, d'au moins 1 h (Pasquarella et al., 2000; Shimose et al., 2018). 

          L'évaluation du niveau de contamination microbienne de l'air dans les lieux à risque est 

considérée comme une étape fondamentale pour vérifier l’efficacité des  procédures de 

nettoyage et de désinfection et pour orienter les mesures préventives. Cependant, il reste des 

problèmes à résoudre concernant la méthodologie, la surveillance, l'interprétation des données 

et les niveaux maximums acceptables de contamination ( Pasquarella et al., 2000 ; Albertini 

et al., 2020). 

1.2.  Dénombrement des contaminants de la surface des paillasses  

         Après 24h d'incubation à 30°C, les colonies développées sont dénombrées. Le nombre 

de germes par 4cm
2
 est déterminé en calculant la moyenne Arithmétique des résultats obtenus 

et en tenant compte des facteurs de dilution, selon la formule (Marchal et Bourdon ,1982). 

Comme le montre les figures N°12 et 13, dans le laboratoire N°3 on a trouvé 

22.5×10
3
UFC/mL/cm

2
, alors que dans le laboratoire N°2 on a trouvé 9×10

3
UFC/mL/cm

2
. 
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Figure 12 : Photos représentant la flore de contamination de la surface des paillasses du 

laboratoire N°03. 

 

Figure13 : Photos représentant la flore de contamination de la surface des paillasses du 

laboratoire N°02. 

Selon les résultats obtenus on peut conclure que la charge microbienne est importante et la 

flore est riche. Le nettoyage et la désinfection de la surface sont  insuffisants ou non réalisés à 

cet endroit où on a fait le prélèvement. 

      Les surfaces constituent un support pouvant recevoir et héberger à la fois des salissures et 

des micro-organismes. La contamination des surfaces par des micro-organismes peut jouer un 

rôle important dans la transmission des infections associées aux soins et dans les difficultés 



Résultats et discussion 
 

 
44 

rencontrées au cours de certains processus industriels, en particulier dans l’industrie 

agroalimentaire. 

          La colonisation de la surface sera fonction de l’aptitude des micro-organismes à se 

développer ou à survivre, ce qui va dépendre des conditions écologiques locales (humidité, 

température, nature de la surface, présence de substances protectrices, nutritives ou 

inhibitrices cumulée à des facteurs biologiques, etc.). Va également intervenir à ce stade la 

forme de la surface (fissure, craquelure, etc.) qui jouera un rôle dans la possibilité de « 

nidification » des germes à l’abri d’une action mécanique voire des détergents ou des 

désinfectants (Hartemann, 2019). 

            La colonisation de la surface sur plusieurs couches constituera le biofilm au sein 

duquel les micro-organismes situés au plus près de la surface ne seront pas atteints par les 

désinfectants ni les méthodes de prélèvement (Espinal et al., 2012). 

La contamination des surfaces se fait par contact direct (mains) ou indirect (objets souillés) 

avec l’homme, par dissémination d’eau (milieu de vie de nombreux micro-organismes 

saprophytes), et par sédimentation des particules de l’air. Cette interaction est continue 

puisque la remise en suspension (mouvements, techniques d’entretien inadaptées) de 

particules déposées sur les surfaces et chargées de micro-organismes peut contaminer l’air 

(Paton et al., 2015 In Le Gallou et Lepelletier, 2017). 

 La possibilité de la transmission d’infections par la contamination de l’air ou des surfaces 

impose la mise en place de mesures ciblées de maîtrise de celle-ci, après analyse des facteurs 

de risque d’exposition (pathogénicité du micro-organisme, mode de contamination, existence 

d’une porte d’entrée, réceptivité de l’hôte) (Le Gallou et Lepelletier, 2017). 

2. Résultats de l’identification des isolats  

           Cette partie de l’étude a concerné les colonies que nous avons isolées suite aux 

résultats de la première partie du l’isolement et le dénombrement des contaminants de l’air et 

des surfaces. Dix souches ont été isolées : 4 souches à partir de l’air (A8, A14, A17 et A22) et 

6 souches à partir des surfaces des paillasses (S4, S7, S9, S14, S15 et S16). 
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2.1. Résultats de l’identification macroscopique  

              L’observation macroscopique des colonies a permis d’étudier l’aspect macroscopique 

des colonies tel que le diamètre, la couleur, la forme…., les résultats obtenus sont regroupés 

dans le tableau 3. L’étude des caractères culturaux montre des colonies bien séparées avec des 

caractères spécifiques qui différencient les isolats. 

Tableau 3 : Description des caractères culturaux  des isolats  

Isolats Taille 

(mm) 

Couleur opacité Aspect Forme Elévation 

 

A8 2 Orange + Lisse circulaire Bombée 

A14 2 Blanche + Rugueux irrégulier Plate 

A17 1 Blanche + Lisse circulaire Demi bombée 

A22 3 Blanche + Rugueux Rhizoïde Plate 

S4 2 beige + Lisse Irrégulier Bombée 

S7 2 Jaune  + Lisse circulaire Bombée 

S9 2 blanche + Lisse irrégulier Bombée 

S14 2 blanche + Lisse circulaire Bombée 

S15 1 blanche + Lisse Ronde Bombée 

S16 1 transparente - Lisse circulaire Bombée 

2.2. Résultats de l’identification microscopique  

              L’observation microscopique a été réalisée suivant 2 étapes : coloration de Gram, 

recherche et coloration de spores. 
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            L’observation des frottis colorés sous microscope optique nous permet de distinguer 

les formes cellulaires bactériennes de nos isolats. La coloration de Gram révèle quatre 

groupes de bactérie :  

 des bâtonnets à Gram positif isolés, en chainettes ou en diplobacilles et la présence de 

spores (Figure 14 A, B et E), pour les souches A14, S4, S16 et S22. 

 des cocci à Gram  positif   asporulés regroupés en forme de grappe de raisin (Figure 14C) 

pour les souches S7, A8 et A17.  

 des cocobacilles à Gram négatif : la souche S14 (figure 14 D) 

 des petits bacilles à Gram négatif : les souches S9 et S15. 

 

Figure 14 : Observation microscopique des isolats après coloration de Gram (G x 100 à  

immersion). 

Dans la coloration à la fuchsine réalisée sur des cultures âgées des souches bâtonnets à Gram 

positif, on voit que les cellules sont dans le dernier stade de sporulation beaucoup de spores 

sont à l’état de spores libres (figure15).  La coloration de Gram a  permis la mise en évidence 

des spores situées en position centrale comme le montre la figure (14 E). 
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Figure 15 : observation microscopique des spores après coloration à la fuchsine (G x 100 à 

immersion). 

Les caractère morphologiques et le type de Gram ont permis d’orienter l’identification 

microscopique des souches S7, A8 et A17  vers le genre Staphylococcus constitué de cocci à 

Gram positif , asporulées et regroupées en grappe de raisin (Bhunia, 2018), et les souches 

A14, S4, S16 et S22  sont orientées vers le  genre Bacillus   constitué de bâtonnets à Gram positif 

produisant des spores centrales ou terminale (Granum et Lindbäck , 2013). 

2.3.   Résultats de l’identification biochimique  

2.3.1. Résultats de l’identification des Staphylocoques  

                 Les critères biochimiques étudiés comprennent la recherche de la catalase  et la 

fermentation du mannitol. 

Les résultats du test de la catalase ont montré que les souches S7, A8 et A17 sont catalase 

positive et la réaction se traduit par le dégagement immédiat des bulles d’oxygène 

(Figure16). 
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Figure 16 : Test de catalase positive 

         Les enzymes produites par les staphylocoques incluent la catalase  qui réduit l'H2O2  en 

H2O et ½ O2  et rend les bactéries plus résistantes aux attaques des neutrophiles (Gordon et 

Parry, 2013). 

Concernant la fermentation du mannitol, le jaunissement du milieu Chapman indique que la 

souche A17 est mannitol positive et halotolérante (Figure17.A), et les souches S7 et A8  sont 

mannitol négative et halotolérantes (Figure 17.B, C).  Le milieu de Chapman ne laisse croître 

au bout de 24 à 48 heures que les staphylocoques, germes halophiles qui tolèrent des 

concentrations élevées de NaCl jusqu’à 7,5% qui inhibent pour cette raison, la plupart des 

autres germes (Kloos et Veron, 1990). 

 

Figure 17 : Colonies de Staphylococcus sur milieu Chapman. 

La souche A17 mannitol positive peut être identifiée à S. aureus, alors que les souches A7 et 

A8, mannitol négative peuvent être identifiées aux autres espèces du  genre Staphylococcus. 
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             Les bactéries du genre Staphylococcus sont des coques (cocci) à Gram positif, 

groupés en amas ayant la forme de grappes de raisin, immobiles, non sporulés, catalase 

positive et oxydase négative (Willcox, 2007). Les staphylocoques sont des bactéries 

ubiquitaires présentes sur la peau, les muqueuses et la sphère rhinopharyngée chez les 

animaux à sang chaud (mammifères, oiseaux) et en particulier chez l’Homme. Ces bactéries 

sont également isolées de l’environnement naturel (sol, eau douce et eau de mer, poussière, 

air), de l’environnement domestique de l’Homme (cuisine, réfrigérateur), de l’environnement 

hospitalier et des ateliers de préparation alimentaire ainsi qu’à partir de denrées alimentaires. 

La peau et les muqueuses de l’Homme et des animaux constituant l’habitat de S. aureus avec 

10 à 40% d’individus porteurs de façon permanente (porteur sain) et environ 60% qui 

hébergent S. aureus de façon intermittente. La présence de ce microorganisme dans 

l’environnement est due à une contamination par l’Homme ou les animaux, éliminé dans le 

milieu extérieur, cette bactérie peut survivre longtemps dans l’environnement (Foster, 2004 ; 

Sung et al., 2008). 

2.3.2. Résultats de l’identification  du genre Bacillus  

Les souches bâtonnets à Gram positif (A14, S4, S16 et S22) sont catalase positives. 

                    Les caractéristiques utilisées pour le diagnostic sur la gélose Mossel (ISO 7932, 

2004) sont : l’aspect des colonies, la précipitation de la lécithine hydrolysée et l’absence 

d’utilisation du mannitol par B. cereus. Les colonies caractéristiques de B. cereus présentant 

une couleur caractéristique rose, entourées d’un précipité de jaune d’œuf de couleur identique. 

Ces critères distinguent B. cereus des autres espèces du genre Bacillus. 

           Les colonies développées après 24h d’incubation à 30°C sont de couleur rose indiquant 

l’absence de la fermentation du mannitol et elles sont entourées d’un halo de précipitation 

(souche S22), les souches A14, S4, S16 n’ont pas poussé sur le milieu Mossel (Figure18). 
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 Figure18 : Aspect des colonies sur milieu Mossel après 24h d’incubation à 30°C. 

B. cereus est catalase (+), mannitol (-), lécithinase (+) et hémolysine (+). (La souche S22) 

Concernant la recherche de l’hémolysine, après 24h d’incubation à 30°C les souches 

ensemencées sur gélose au sang ont donné les résultats représentés dans la figure19 

 Des colonies grises, opaques et absence de toute zone d’hémolyse : souche S16. 

 Zone floue verdâtre représente l’hémolyse α : les souches A14, S4 et S22.  

 

Figure 19 : Aspect des colonies sur milieu gélose au sang après 24h d’incubation à 30°C 

La souche S22 est catalase (+), mannitol (-), lécithinase (+) et hémolysine (+), elle peut être 

identifiée à B. cereus. 

Les souches A14 et S4 sont catalase (+), lécithinase (-) et hémolysine (+). La souche S16 est  

catalase (+), lécithinase (-) et hémolysine (-). 
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De ce faite les souches A14, S4 et S16 peuvent être identifiées au genre Bacillus spp. 

            B. cereus est largement distribué dans l’environnement et possède plusieurs habitats. 

Le sol a été longtemps considéré comme réservoir primaire et l’habitat naturel de cette espèce 

mais on peut l’isoler également de l'environnement de production alimentaire, des aliments et 

du tractus intestinal des insectes et des mammifères (Christiansson et al., 1999 ; Lepsanovic 

et al., 2018).  B. cereus se comporte comme un pathogène opportuniste et cette espèce est 

également responsable de toxi-infections alimentaires (Lesley et al., 2017). Sa capacité à 

former des endospores  permet à B. cereus de persister dans des conditions environnementales 

difficiles telles que des températures élevées, la déshydratation et la carence nutritionnelle ce 

qui  pose de sérieux problèmes dans les industries agroalimentaires notamment les industries 

laitières ( Lepsanovic et al., 2018; Malek, 2019). Ainsi que son pouvoir à s’adhérer aux 

surfaces en acier inoxydable et à former un biofilm rend B. cereus plus résistant aux 

antimicrobiens et aux désinfectants (Kumari et Sarkar, 2016).  

 Cette bactérie peut survivre dans l'environnement sous forme de spores ce qui explique qu’on 

a pu l’isoler à partir de l’air ambiant et les surfaces des laboratoires. 

2.3.3. Résultats de l’identification des bactéries à Gram négatif  

Les bactéries à Gram (-) sont réensemencées sur milieu Mac Conkey  qui  est un milieu 

sélectif pour l'isolement des entérobactéries (Figure 20). En effet, il contient des agents 

sélectifs qui freinent le développement des bactéries à Gram positif: cristal violet et sels 

biliaires.  

 

Figure 19 : Résultat  de la croissance des colonies sur milieu Mac Conkey   
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Après avoir  déposé les  colonies des souches S9, S14 et S15 sur les disques d’oxydase on a 

observé une absence de la couleur mauve donc ces souches sont Oxydase (-). 

3. Résultats de l’activité antimicrobienne des extraits végétaux  

3.1. L’activité antimicrobienne des extraits par la méthode de diffusion des 

disques 

               L’activité inhibitrice des extraits végétaux par la méthode de diffusion des disques 

est montrée par l’apparition des zones d’inhibition tout autour des disques imprégnés. 

             D’après  les résultats obtenus par Latti, (2018) l’extrait de B.vulgaris s’avère plus 

efficace, les diamètres des zones d’inhibition varient de 22-33 mm pour B.cereus, de 18-20 

mm pour S.aureus et Staphylocpccus spp. Benkhaldi, (2017) a observé une résistance totale à 

l’égard des extraits de Citrullus colocynthis  sur les souches de Bacillus subtilis, S.aureus, 

Escherichia coli et Klebsiella pneumoniae et à différentes concentrations (20, 40, 60 mg/mL). 

             Selon les travaux de Bnyan et al., (2013) l'extrait éthanolique du C. colocynthis a 

montré une inhibition maximale contre Escherichia coli (20 cm), suivi par Proteus mirabilis 

(16 cm) et Staphylococcus aureus (12 cm), il n'y a eu aucun effet sur Streptococcus 

pneumoniae et K. pneumonia.  Les extraits aqueux n’ont présenté aucun effet chez toutes les 

espèces bactériennes. 

3.2.  La concentration minimale inhibitrice (CMI)  

           Selon Sharma et al., (2010) in Hussain et al., ( 2014), l’activité antibactérienne des 

extraits du Citrullus colocynthis préparés dans divers solvants a été étudiée sur certaines 

bactéries pathogènes à savoir Bacillus cents, Salmonella typhimurium, S. aureus, E.coli, 

Proteus vulgaris, Pseudomonas aeruginosa, Mycobacterium smegmatis et Staphylococcus 

epidermidis. La plupart des extraits présentaient une concentration minimale inhibitrice (CMI) 

modérée compris entre 20 et 100 µg/mL contre tous les agents bactériens pathogènes.  

               D'après les résultat de Mojaddar Langroodi et al., (2018),  la CMI des extraits 

aqueux et éthanoliques de B.vulgaris était de 6,25 - 25 mg/mL et de 3,125 - 12,5 mg/mL 

respectivement. Les bactéries à Gram positif étaient plus sensibles que les bactéries à Gram 

négatif pour les deux extraits. 
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                 D’après les résultats de Riazi et al., (2015), la CMI de l'extrait de B.vulgaris sur 

S.aureus  et E.coli était de 3 et 4 (mg/mL), respectivement.  

D’après Ebrahimi et al., (2017), les extraits hydro-alcooliques et de chloroforme de la racine 

de B. vulgaris étaient capables d'inhiber la croissance de toutes les bactéries étudiées dans une 

gamme de concentration de 25 à 75 et de 1,562 à 6,250 mg/mL, respectivement.  L'extrait de 

chloroforme étudié présentait une plus grande activité 

             L'activité  antimicrobienne des extraits dépendait de la souche bactérienne testée, de 

la composition de l'organe végétal, son état de maturation ainsi qu’à  la nature de l'extraction 

(Alshammary et Ibrahim, 2014). 

3.3.   La concentration minimale inhibitrice de la formation du biofilm (CMIB)  

          D’après les résultats de  Latti, (2018) l’ajout de l’extrait de B. vulgaris a empêché la 

formation du biofilm en présence des concentrations décroissantes en extrait allant jusqu’à 

6,25. 10
-4

 g/mL qui représente la CMIB.  L’effet de l’extrait de B.vulgaris 10% sur l’adhésion 

de S. aureus et B. subtilis a montré une diminution du nombre de cellules adhérées aux lames 

en verre. Les résultats montrent clairement que l’extrait a empêché l’adhésion  bactérienne au 

verre. L’interférence avec l’adhésion aux surfaces inertes est un mécanisme d’action qui a été 

décrit pour les huiles essentielles (Ultee et al., 2002) et les extraits végétaux (Kouidhi et al., 

2015). 

           D’après  Benkhaldi, (2017) des valeurs de CMIB ≤ 80mg/mL ont été obtenus par 

l’extrait de Citrullus colocynthis à l’égard des souches testées (E.coli, S.aureus, 

K.pneumoniae). 

            Les résultats de l'étude d’Aljabry et al., ( 2019) ont montré que  les extraits de C. 

colocynthis ont  une activité antibactérienne contre les micro-organismes testés (B. subtilis S. 

aureus E. coli S. typhi) ainsi que des propriétés antifongiques contre Candida albicans et 

Aspergillus niger. Cette activité se retrouve dans les deux extraits des  graines et des fruits. 

Par contre Shaikh et al., (2016) ont trouvé que l'extrait méthanolique de pulpe de fruit de 

C.colocynthis n’a présenté aucune activité contre toutes  les bactéries à Gram positif ( S. 

aureus, S. epidermidis et B. cereus) , à Gram négatif ( E. coli, K. pneumoniae, P. aeruginosa 

et S.typhi ) et des champignons étudiés(C. albicans Aspergillus sp. et Penicillium sp.). 



Résultats et discussion 
 

 
54 

          D’après une étude réalisée par Eidi et al., (2015), l'activité antifongique de C. 

colocynthis est élevée par rapport à l'amphotéricine B, le médicament antifongique standard. 

Cette action inhibitrice  pourrait être attribuée à la présence de composés actifs, notamment 

des glucosides et des résines qui inhibent l'activité enzymatique dans la membrane 

cytoplasmique, de la colocynthidine et des alcaloïdes de colocynthine qui peuvent perturber la 

membrane cytoplasmique des micro-organismes par leur action sur les lipides et les protéines 

(Eidi et al., 2015).  De plus, ces composés peuvent pénétrer la membrane cytoplasmique et 

entrer en compétition pour les sites actifs de certaines enzymes qui sont essentielles à la 

multiplication des microorganismes à l'intérieur de la cellule (Tarraf et al., 2019). 

      L'étude phytochimique qualitative menée sur C. colocynthis  a montré qu'elle est 

constituée de métabolites secondaires tels que les saponines, les tanins, les alcaloïdes, les 

glycosides et les flavonoïdes. Il a été signalé que les tanins empêchent le développement des 

micro-organismes en précipitant les protéines microbiennes et en rendant les protéines 

nutritionnelles indisponibles pour eux (in Bnyan et al., 2013). En outre, il a été montré que le 

mécanisme de toxicité des flavonoïdes vis-à-vis des micro-organismes se fait soit par 

privation des ions métalliques tels que le fer, soit par des interactions non spécifiques telles 

que l’établissement des ponts hydrogènes avec les protéines des parois cellulaires des micro-

organismes (les adhésines) ou encore les enzymes (in  Basli et al., 2012).  

          Les extraits éthanoliques de fruits, feuilles, tiges et racines  de C. colocynthis se sont 

avérés actifs contre les bacilles à Gram positif, à savoir Bacilus pumilus et S. aureus tandis 

que  l’activité à l’égard des bactéries à Gram négatif (Escherichia coli et Pseudomonas 

aeruginosa) était faible (Alshammary et Ibrahim, 2014).  

       Les bactéries à Gram négatif ont généralement une plus grande résistance aux extraits de 

plantes que les bactéries à Gram positif. Cela peut être attribué à la caractéristique distincte de 

la morphologie des parois cellulaires des bactéries à Gram négatif qui, contrairement à celles 

des bactéries à Gram positif, comportent une membrane externe composée de 

lipopolysaccharides (LPS) qui constitue une barrière efficace réduisant  la diffusion et les 

effets des molécules antimicrobiennes, ainsi que la présence de certaines enzymes dans 

l'espace périplasmique qui décomposent les molécules antibactériennes (Famuyide et al., 

2019). Le LPS, grâce à ses charges négatives de surface, empêche la diffusion des molécules 

hydrophobes, et les protéines excluant le passage des molécules hydrophiles de poids 

moléculaire élevé (Basli et al., 2012). 
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D’après une étude de Eroğlu et al., (2020), les extraits de fruits de B. vulgaris ont montré une 

activité antimicrobienne contre B. cereus, S. typhimurium, Yersinia enterocolitica et S. 

aureus.. 

              B. vulgaris est principalement composée de l'alcaloïde d'isoquinoléine : la berbérine 

qui est connu pour ses propriétés antimicrobiennes à l'égard de divers micro-organismes, 

notamment les bactéries, les champignons, les protozoaires et les virus (Dinesh et  Rasool, 

2019 ; Kocić et al., 2019). L’étude phytochimique des racines de B. vulgaris a également 

révélé la présence de flavonoïdes, de saponine, de composés phénoliques, de terpénoïdes et de 

glycosides cardiaques (Ebrahimi et al., 2017).  

          L'étude des mécanismes de l'activité bactéricide de la berbérine a montré qu'elle altère 

la membrane, inhibe la synthèse de l'ADN, des protéines et l'activité de l'arylamine-N-

acétytrasférase chez Salmonella Typhi. De plus, la berbérine bloque l'adhésion de 

Streptococcus pyogenes aux cellules épithéliales de l'hôte première étape de l'infection (Wu et 

al. 2005 in Peng et al., 2015). La berbérine est également un excellent intercalant d'ADN et il 

est donc peu probable qu'une résistance due à la modification de la cible se développe contre 

elle ( In Malik et al., 2017). En outre, les composés phénoliques ont un effet antimicrobien 

par divers mécanismes, notamment le changement de la perméabilité de la cellule 

microbienne, l’inhibition de l'activité enzymatique, de la synthèse des protéines et des acides 

nucléiques, ainsi que l'interaction avec les protéines membranaires par des liaisons 

hydrogènes et hydrophobe qui modifie leur structure et leur fonction (Riazi et al., 2015; 

Olszewska et al., 2020). 

La berbérine a montré un excellent effet antibiofilm contre des souches de S. aureus  et un 

effet inhibiteur sur un grand nombre de micro-organismes (Tan et al., 2019). Les composés 

polyphénoliques inhibent souvent l'adhésion aux surfaces. Ces composés végétaux sont 

efficaces pour réduire la colonisation microbienne (Muthusamy et Shanmugam, 2020). 

               Dernièrement plusieurs études ont été menées sur l’évaluation des effets des huiles 

essentielles vis-à-vis les biofilms, visant leur utilisation comme désinfectants surtout dans 

l’industrie agroalimentaire. Ces études ont révélé la capacité de plusieurs huiles essentielles à 

dégrader et/ou éliminer les biofilms (Barchan et al., 2016). Miladi et al. (2017)  ont montré 

que des composés naturels tels que l'eugénol, le thymol et le carvacol ont inhibé la formation 

de biofilm de S. typhimurium de plus de 50%.  
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 La formulation du désinfectant à base de l’huile essentielle de Thymus ciliatus a permis une 

réduction significative des populations résiduelles adhérentes aux surfaces, aboutissant  dans 

certains cas à l’élimination totale du biofilm (Kalai et al., 2018).  

            L'excellente capacité des extraits de plantes à interférer avec le stade initial de la 

formation du biofilm bactériens peut être attribuée à la perturbation des forces telles que les 

forces de Van der Waals et d'interaction électrostatique qui favorisent la déposition et 

l'adhésion des bactéries aux surfaces (Famuyide et al., 2019). 

              Les substances phytochimiques présentes dans les HE leur confèrent des propriétés 

antimicrobiennes et des propriétés antioxydantes qui les rendent utiles comme conservateurs 

alimentaires (Salehi et al., 2019). Bien que l’activité antimicrobienne des huiles essentielles 

de plantes soit largement signalée, leur application dans les produits frais reste difficile en 

raison de leur nature hydrophobe et  leur effet sur la qualité organoleptique qui limite leur 

utilisation. Ces inconvénients ont récemment été atténués par l’encapsulation, en particulier 

grâce à la technique de nanoémulsion. La nanoémulsion est incolore et plus stable que les 

émulsions conventionnelles, elle s’est avérée avoir une meilleure activité (Lin et Tsao, 2019). 

Par ailleurs les interactions synergiques entre les différentes huiles essentielles peuvent 

également diminuer leurs effets organoleptiques négatifs en les rendant efficaces même à des 

doses plus faibles (Sharma et al., 2020). De même, il a été démontré que les agents 

antimicrobiens naturels microencapsulés incorporés dans les emballages alimentaires  

contrôlent toute une série de micro-organismes et  permettent donc de mieux préserver les 

caractéristiques organoleptiques, la sécurité et la durée de conservation d'un produit 

(Olszewska et al., 2020). L'utilisation de substances naturelles dans l'industrie 

pharmacologique minimise les dangers et les allergies habituellement associés aux produits 

chimiques (Aljabry et al., 2019).  

          Bien  que les extraits de plantes et autres produits naturels sont parfois considérés sans 

danger, il est nécessaire de déterminer leur cytotoxicité pour fournir des preuves scientifiques 

de leur innocuité (Famuyide et al., 2019). 
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Conclusion 

        La formation d'un biofilm est l'un des moyens d'action indirects par lesquels les bactéries 

sont résistantes aux différents agents antimicrobiens et qui permet également de transférer des 

gènes de résistance au sein de la microcommunauté du biofilm. Aujourd'hui, à l'ère des 

organismes multirésistants, les biofilms soulignent la nécessité de renforcer les moyens de 

lutte contre la résistance des microorganismes aux agents antimicrobiens et d’améliorer les  

conditions et mesures d'hygiène  pour prévenir  la formation d'un biofilm. 

         Dans le cadre d’améliorer l’hygiène des laboratoires de notre faculté, nous avons 

analysé la contamination microbienne de l’environnement (air, surfaces).  Nous avons 

constaté que la charge microbienne est importante et la flore est riche et que le laboratoire N° 

03 présente la contamination la plus importante. L’isolement et l’identification des souches 

bactériennes ont montré une contamination de l’environnement des laboratoires par des 

bactéries d’origine environnementale tel que Bacillus cereus et d’autres d’origine humaine 

telles que des entérobactéries et des Staphylococcus.  

              Des études récentes sur l'activité antimicrobienne des produits naturels visent à 

trouver des composés qui pourraient potentialiser l'activité bactéricide d'antibiotiques connus 

contre des souches bactériennes multirésistantes et être utilisés comme désinfectant des 

surfaces dans les industries agro-alimentaires. Les résultats de différentes études  ont montré 

des activités antimicrobiennes et antibiofilm  importantes des extraits de Citrullus colocynthis  

et Berberis vulgaris  vis-à vis de nombreux micro-organismes (Latti, 2018 ; Benkhaldi, 

2017). L'activité  antimicrobienne dépendait de la souche bactérienne, de l'organe végétal, de 

son état de maturation et de la nature de l'extraction. Les parties aériennes de ces plantes, les 

racines et les extraits de fruits constituaient une bonne source de composés bioactifs 

présentant des bonnes propriétés antimicrobiennes.  

  Enfin, il serait souhaitable que cette investigation soit complétée par :  

- d’autres études plus détaillées et plus approfondies pour découvrir les composés 

bioactifs spécifiques responsables des propriétés antimicrobiennes. 

- Les extraits actifs devraient être testés pour une synergie potentielle avec d'autres 

antimicrobiens. 

- Des essais in situ par incorporation des extraits actifs dans des formulations pour le 

nettoyage et la désinfection des surfaces et de l’environnement des laboratoires.
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 Milieu Mossel 

Milieu de base 

Tryptone 10g 

Extrait de viande 1g 

D-mannitol 10g 

Chlorure de sodium 10g 

Rouge de phénol 0.025g 

Agar-agar 17g 

Après stérilisation à 120°C pendant 20 minutes ajouter : 

Colistine 1×10
6
UI 

Emulsion du jaune d’œufs 100mL 

pH : 7±0.2 

- Préparation de l’émulsion du jaune d’œufs : 

                 Utiliser des œufs frais de poule à coquille intacte, nettoyer les œufs avec un 

détergent liquide à l’aide d’une brosse. Les rincer à l’eau courante ensuite les plonger dans 

l’alcool à 95°C pendant 30 seconds et les sécher, casser chaque œuf et séparer les jaunes des 

blancs par transferts répétés du jaune d’une demi coquille dans l’autre. 

            Placer les jaunes d’œufs dans une éprouvette stérile et ajouter quatre parties en 

volumes d’eau distillée stérile. Transférer de façon aseptique dans un flacon stérile et 

mélanger vigoureusement. Porter le mélange au bain d’eau réglé à 45°C pendant 2h et 

entreposer entre 0 et 5°C pendant 18 à 24h pour permettre  au précipité de se former. 

Recueillir  aseptiquement l’émulsion surnagente. 

L’émulsion peut être conservée à 4°C pendant au maximum 72 h. 

(ISO 7332 : 1993)  

 Milieu Tryptone sel eau (TSE) 

Peptone 0.5g 

Chlorure de sodium 4g 

Eau distillée 500mL 

Autoclvé  à 120°C pendant 20 minutes 

 

 

 



Annexe  
 

 
85 

 Gélose nutritive  

Gélose nutritive déshydratée 28g 

Eau distillée QSp 1L 

pH :6.8±0.2 à 25°C 

Autoclvé  à 121°C pendant 20 minutes 

 

 Milieu  Trypticase-Soja-Agar 

Milieu tryptone-soja-agar déshydraté 40g 

Eau distillée Qsp 1L 

pH :7.2 ±0.2 à 25°C  

Autoclvé  à 121°C pendant 20 minutes 

 Bouillon Trypticase-Soja 

Bouillon Tryprone-Soja déshydraté 30g 

Eau distillée Qsp 1L 

pH :7.3 ±0.2 à 25°C  

Autoclvé  à 121°C pendant 20 minutes 

 


