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 ملخص

الية الجودة يوفر مياه ع فهو ستخدمة في معالجة المياه السطحية،فعالة الماليعتبر التناضح العكسي من أكثر العمليات 

ائق الع شية يعتبرانسداد الأغ، لكنويقضي على كمية كبيرة من الكائنات الحية الدقيقة والمواد العضوية والملوثات الدقيقة. 

محاليل المضادة استخدام ال في في استهلاك الطاقة، زيادة ارتفاع، ئهاإلى انخفاض في أداؤدي ي حيث ،يةالرئيسي لهذه التقن

 ية مياه البحر. أجريت هذه الدراسة في محطة تحلسدودةللأغشية الم و الغير مرغوب فيه متكررالتغيير الللحشف، وأخيراً، 

غشية على سطح أ ةالموجود ات الحية الدقيقةكمية الكائن)الجزائر(، وركزت بشكل أساسي على تحديد  اءلاتالثبسوق 

شكيل ت على السلالات المعزولة و تقييم قدرة، وتحديد الأنواع المسؤولة عن الحشف الحيوي. (RO)  التناضح العكسي

جميع الذاتي، الت هذه الكائنات الحية مثلالعوامل الميكروبيولوجية التي تحفز التصاق  الأغشية الحيوية. كما تمت دراسة

ي باستخدام أغشية التناضح العكس انسداددراسة  حولالبحث  تمحورللماء. ثانيا،  ةالكارهالخاصية التجميع المشترك ، و

تم  ا،عليه المتحصلو الإلكتروني. بناءً على النتائج  (Epi-fluorescent) يالفلور مطياف رامان و الفحص المجهري

 الأغشية. انسدادإجراء محاكاة رياضية للتنبؤ بمستوى 

 سلالاتهده ال تنتميحيث  ،مسدودة من ستة أغشية تناضح عكسي بكتيرية تم عزلها ( سلالة37سبعة وثلاثين ) احصاءتم 

،  .Escherichia sp.،Raoultella sp.  ،Klebsiella spالتالية موزعة على الفصائل اسجنأ (7) سبعةإلى 

Stenotrophomonas sp.  ،Pseudomonas sp.  ،Staphylococcus sp.  ،Micrococcus sp. أظهر تحليل .

ن هذا مختلفة م ياتكشفت خرائط رامان عن مستو كما . حشفأسطح الأغشية بواسطة مطياف رامان أنواعًا مختلفة من ال

ن المجهري المختلفة عن تراكيب معقدة م تقنيات التصوير هذا وأظهرتالأخير، فهو يختلف من منطقة إلى أخرى. 

، صل عليهاالمتحبيانات بعد التحليل الرياضي لل و الرواسب اللاأحيائية والكائنات الدقيقة المكونة للغشاء الحيوي. في النهاية،

 .أغشية التناضح العكسي انسدادخمسة سيناريوهات محتملة  بخصوص  و تطويرتم كشف 

Enregistrer la traduction 

يع المشترك ، غشاء التناضح العكسي ، الحشف الحيوي ، الأغشية الحيوية ، التجميع الذاتي ، التجم : الكلمات المفتاحية

 الكراهية للماء ، التحليل الطيفي لرامان ، الفحص المجهري.

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

Résumé 

L'osmose inverse est l'un des procédés, les plus efficaces, utilisés pour le traitement des eaux 

de surface. Il fournit une eau de haute qualité et élimine une grande quantité de micro-

organismes, de matières organiques et de micropolluants. En revanche, la principale limite 

contraignante de cette technologie est l'encrassement des membranes. Ce fléau entraîne une 

diminution des performances des membranes, une augmentation de la consommation 

d'énergie, une forte utilisation des solutions anti-salissures et, enfin, des changements répétés 

et indésirables des membranes encrassées. Cette étude a été menée dans la station de 

dessalement de l'eau de mer de Souk Tlata (Algérie), elle a porté principalement sur la 

détermination de la charge microbienne présente à la surface des membranes d'osmose inverse 

(RO), l'identification des espèces responsables de leur bio-encrassement et l'évaluation du 

pouvoir des souches isolées à former des biofilms. L'auto-agrégation, la co-agrégation et 

l'hydrophobicité, facteurs microbiologiques induisant l'adhésion microbienne, ont également 

été étudiées. De plus, cette étude a porté également sur l'étude de l'encrassement des 

membranes d'osmose inverse par la méthode spectroscopique Raman et la microscopie épi-

fluorescente et électronique à balayage. Sur la base des résultats obtenus, une simulation 

mathématique a été réalisée afin de prévoir le niveau d'encrassement des membranes. 

Trente-sept (37) souches appartenant à sept (7) genres bactériens ont été isolées à partir de six 

membranes d'osmose inverse encrassées, il s’agit de Escherichia sp. Raoultella sp., Klebsiella 

sp., Stenotrophomonas sp., Pseudomonas sp., Staphylococcus sp., et Micrococcus sp. 

L’analyse des surfaces membranaires par spectroscopie Raman a montré différents types 

d’encrassement. De plus, la cartographie Raman a révélé que le niveau de ce dernier diffère 

d'une zone à l'autre. Les différentes techniques d'imagerie microscopique ont révélé des 

structures complexes de dépôts abiotiques et de microorganismes formant des biofilms. Au 

final, cinq hypothèses possibles ont été divulgués et élaborés concernant l'encrassement des 

membranes d'osmose inverse, et ce, suite à l'analyse mathématique des données de cette 

recherche. 

Mots clés : Membrane d’osmose inverse, encrassement biologique, biofilms, auto-agrégation, 

co-agrégation, hydrophobicité, spectroscopie Raman, Microscopie.    

 

 



 

 

 

Abstract 

Reverse osmosis is one of the most effective processes used for surface water treatment ;       

it provides high quality water and eliminates a large amount of microorganisms, organic 

matter and micro-pollutants. On the other hand, the main constraint of this technology is the 

fouling of the membranes. This scourge leads to a decrease in the performance of the 

membranes, an increase in energy consumption, a high use of antifouling solutions and, 

finally, repeated and unsatisfactory changes of the fouled membranes. This study was 

conducted in the seawater desalination plant of Souk Tlata (Algeria), it focused mainly on the 

determination of the microbial load present on the surface of reverse osmosis membranes 

(RO), the identification of the species responsible for their biofouling and evaluation of the 

power of the isolated strains to form biofilms. Auto-aggregation, co-aggregation and 

hydrophobicity, microbiological factors inducing microbial adhesion, have also been studied. 

Secondly, research focused on studying the fouling of reverse osmosis membranes using the 

Raman spectroscopic method and epi-fluorescent and scanning electron microscopy. Based on 

the results obtained, a mathematical simulation was carried out in order to make the level of 

membrane fouling predictable. 

Thirty-seven (37) strains belonging to seven (7) bacterial genera were isolated from six fouled 

reverse osmosis membranes. They are Escherichia sp. Raoultella sp., Klebsiella sp., 

Stenotrophomonas sp., Pseudomonas sp., Staphylococcus sp., and Micrococcus sp. Analysis 

of membrane surfaces by Raman spectroscopy showed different types of fouling. In addition, 

Raman mapping revealed the level of the latter, it differs from one area to another. The 

different microscopic imaging techniques have revealed complex structures of abiotic 

deposits and biofilm-forming microorganisms. In the end, five possible scenarios were 

disclosed and developed concerning the fouling of reverse osmosis membranes, following the 

mathematical analysis of the data from this research. 

Key words: Reverse osmosis membrane, biofouling, biofilms, auto-aggregation, co-

aggregation, hydrophobicity, Raman spectroscopy, Microscopy. 
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d’une membrane d’osmose inverse encrassée [Grossissement : (A) × 500 et (B) × 4000]… 

 
71 

Figure N° 31 : Microscopie électronique à balayage des biofilms formés sur la surface 

d’une membrane d’osmose inverse encrassée [Grossissement : (A) × 2500 et (B) × 8000]. 

Les flèches indiquent des agrégats bactériens de différentes morphologies………………... 
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Figure N° 32: Plotellipses basé sur l’analyse des correspondances multiples illustrant les 

modalités de toutes les variables étudiées…………………………………………………... 
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L’eau est indispensable au maintien de la vie sur terre ; c’est une ressource hautement 

stratégique dont dépendent de nombreuses activités humaines. 

Selon le Centre d’Information sur l’Eau (CIE, 2011), les ressources totales en eau (eau douce 

et eau salée) représentent 1400 millions de milliards de mètres cube, et couvrent trois quarts 

de la surface de la Terre. Cependant, la grande part (97,5 %) des réserves hydriques sur la 

planète est une eau salée, tandis que l’eau douce ne représente qu’une infime partie, ou 

seulement 0,7 % d’eau potable est disponible pour l’utilisation humaine. 

Dans les milieux naturels, l’eau peut subir de nombreuses contaminations de nature chimique 

et/ou biologique, ce qui peut engendrer de graves répercutions sur l’environnement et sur la 

santé des consommateurs (Levi et al., 2007). Selon l’Organisation Mondiale de la Santé 

(OMS), 80 % des maladies affectant la population mondiale sont associées à l’eau 

(Desjardins, 1997). 

Une eau potable doit satisfaire les besoins des organismes humains et les exigences 

correspondantes en matière d’hygiène et de santé. Elle doit être exempte de microorganismes 

pathogènes (virus, bactéries, champignons) et/ou de parasites. De plus, l’eau potable ne doit 

pas contenir certaines substances minérales considérées comme toxiques, tels que les nitrates, 

les phosphates et les métaux lourds ; ni des composés organiques comme les hydrocarbures et 

les pesticides [(Houari et Di Martino., 2007) ; (De Vries et al., 2019)].  

Pour la plupart des pays du Moyen-Orient et d'Afrique du Nord, la disponibilité de l'eau 

douce est devenue problématique [(Al-Ahmad et al., 2000) ; (Al-Suleimani et Nair, 2000) ; 

(Hamrouni et Dhahbi, 2001)]. L'Algérie est confrontée à ce problème en raison de la rareté 

des pluies ainsi que leur fréquence disparate et irrégulière. Ceci impose des limites à la 

politique hydraulique basée sur la mobilisation de ces ressources naturelles par voie de 

captage (barrages, retenues…) (Kehal, 2001). 

En revanche, le littoral maritime de 1622 km offre à l’Algérie une autre alternative qui 

consiste à dessaler l’eau de mer. Toutefois, cette dernière reste non propre à la consommation 

compte tenu de sa grande teneur en électrolytes, en matière organique, en microorganismes, 

en algues et en certains polluants tel que le pétrole et les déchets industriels toxiques (kettab, 

2001). 

Comparativement aux autres méthodes utilisées dans la production de l’eau potable, la 

technologie de filtration sur des membranes est largement utilisée (De Vries et al., 2019). Ces 
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procédés sont appliqués pour purifier ou dessaler l'eau vu leur haute efficacité pour séparer 

cette dernière de ses solutés, ce qui offre la possibilité d'éliminer la plupart des contaminants 

d'une manière relativement rentable (Shannon et al., 2008).   

Par définition, une membrane est une barrière entre deux milieux, elle permet la séparation 

sélective d’un certain nombre de composés (Sheikholeslami, 2007). Cette séparation résulte 

toujours de l’existence d’une force motrice, cette dernière est induite par l’existence d’une 

différence de pression, de potentiel électrique et de concentration entre les deux milieux 

séparés par la membrane (Houari, 2009). 

Selon la taille des pores des membranes, quatre procédés de filtration se distinguent (Tableau 

N° 1) ; la microfiltration, l’ultrafiltration, la nanofiltration et l’osmose inverse 

(Sheikholeslami, 2007).  

La microfiltration (MF) est une technique de séparation sur membrane avec une pression 

basse (0.1 -2 bar), elle est principalement utilisée pour réduire la turbidité du liquide à filtrer 

(Houari, 2009). Ce procédé de filtration utilise une membrane microporeuse dont la taille des 

pores varie de 0,1 à 10 µm (Baker, 2004). En général, les particules en suspension, de 

nombreux micro-organismes et les grosses particules colloïdales sont retenus, tandis que les 

macromolécules, de nombreuses bactéries, virus et solides dissous traversent la membrane 

[(van der Bruggen, et al., 2003) ; (Scott et Hughes, 1996)]. 

L’ultrafiltration (UF) est un procédé de séparation membranaire dont la pression est 

relativement basse (1-10 bar), ce procédé est plus proche de la microfiltration, mais la 

filtration est plus sélective [(Bonnelly, 2005) ; (Godart, 2000) ; (Tamas, 2004)]. La taille des 

pores des membranes varie de 0,02 à 0,01 µm, cela donne au mécanisme de séparation un 

tamisage sélectif. L’ultrafiltration est utilisée pour éliminer les grosses particules, les micro-

organismes et les macromolécules solubles telles que les protéines ; elle ne permet que le 

passage des molécules de faible poids moléculaires et des ions [(Tansel, et al., 2000) ; (Scott, 

1996)]. 

La nanofiltration (NF) est un procédé plus sélectif que l’ultrafiltration, la pression appliquée 

est plus importante, elle est comprise entre 10 et 25 bar [(Bonnelly, 2005) ; (Godart, 2000) ; 

(Tamas, 2004)] ; la taille des pores des membranes de la nanofiltration est généralement 

autour de 1 nm (Mulder, 1996). La nanofiltration est un procédé utilisé habituellement pour 

la décoloration, la déminéralisation ou le dessalement de l’eau (Houari, 2009). 
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Tableau N° 1 : Aperçu sur les différents procédés de la filtration membranaire et leurs 

caractéristiques [(Van der Bruggen, et al., 2003) ; (Scott et Hughes, 1996)]. 

 

 

 

Micro-Filtration 

(MF) 

Ultra-Filtration 

(UF) 

Nano-Filtration 

(NF) 

Osmose Inverse 

(RO) 

 

Pression 

(bar) 

 

0.1 -2 

 

1-10 

 

10-25 

 

15-80 

 

Diamètre des 

pores (µm) 

 

0.1 - 10 

 

0.01 - 0.02 

 

<0.002 

 

0.0001 

 

Épaisseur de 

la couche de 

la membrane 

(µm) 

 

10 - 150 

 

150 

 

Sous-couche : 

150 

Couche 

supérieure : 1 

 

Sous-couche : 

150 

Couche 

supérieure : 0.2 

 

Morphologie 

 

Symétrique 

 

Asymétrique 

 

Composite 

 

Composite 

 

Capacité de 

rejet 

 

Particules 

 

Particules 

Macromolécules, 

Bactéries 

 

Particules 

Macromolécules, 

Bactéries 

Ions 

multivalents, 

 

Particules 

Macromolécules, 

Bactéries 

Ions 

multivalents, 

Ions 

Monovalents 

 

Mécanisme 

de séparation 

 

Tamisage 

 

Tamisage 

 

Diffusion de la 

solution 

 

Diffusion de la 

solution 

 

Matériel 

 

Hydrophobe : 

Poly-vinylidène 

fluorure, 

Polypropylène, 

Polyéthylène 

Hydrophile : 

Poly-sulfone, 

Polyéther- 

sulfone, 

Poly-carbone. 

 

Poly-sulfone, 

Polyéthersulfone, 

Poly-

acrylonitrile, 

Acétate de 

cellulose. 

 

Polyamide 

aromatique, 

Poly-sulfone, 

Polyéther- 

sulfone, 

Acétate de 

cellulose. 

 

Tri-acétate de 

cellulose, 

Polyamide 

aromatique, 

Matériau 

composite à 

couche mince. 

 

Applications 

 

Clarification, 

Prétraitement, 

Élimination des 

bactéries. 

 

Élimination des 

macromolécules 

et des bactéries. 

 

Élimination des 

particules 

organiques fines. 

 

Eau ultra-pure, 

Dessalement 
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L’osmose inverse (RO) est un procédé de séparation membranaire sous haute pression       

(15-80 bar), il est plutôt utilisé pour le dessalement de l'eau de mer afin d'obtenir une eau 

ultrapure [(Godart, 2000) ; (Tamas, 2004) ; (Bonnelly, 2005)].  

La taille des pores de la membrane RO est d'environ 0,1 nm ; le mécanisme principal de 

séparation et de transport de l’eau est assuré par diffusion de la solution (Paul, 2004). 

La membrane semi-perméable est le composant central du processus d’osmose inverse. La 

première génération de membranes RO disponibles sur le marché a été développée dans les 

années 1960, et ce, en utilisant de l'acétate de cellulose (Lee et al., 2011). Au début des 

années 1980, une membrane en polyamide avec une structure composite à couche mince a été 

introduite par la société Filmtech® (Mattson et Lew, 1982). 

La membrane d’osmose inverse présente les avantages d'une perméabilité élevée à l'eau, d'un 

rejet très important de sel (99,7 %), le respect des règles les plus rigoureuses en matière de 

santé publique, de protection de l'environnement et de processus de séparation (López-

Ramírez et al., 2006).  

De plus, le procédé d’osmose inverse est actuellement la technologie de dessalement la plus 

économe en énergie, avec un coût énergétique d'environ 1,8 kWh/m3, ce qui est bien inférieur 

à celui des autres technologies (Xu et al., 2013). 

Le dessalement de l'eau de mer et de l'eau saumâtre reste la plus importante application de 

l’osmose inverse [(Vetter et al., 2007) ; (Darwish et al., 2009) ; (Monnot et al., 2017)]. 

Cependant, les technologies d'osmose inverse et de nanofiltration sont largement utilisées 

pour produire de l'eau potable dans le monde entier. Ces deux procédés de filtration 

permettent l’élimination des sels et des substances organiques présentes dans les eaux ainsi 

qu’une partie des bactéries et des virus (Gaid et Treal., 2007). 

Les membranes de nanofiltration et d'osmose inverse sont des membranes composites, 

souvent en polyamide et enroulées en spirale avec la superposition de plusieurs couches de 

polymères (figure N° 1) [(Sheikholeslami, 2007) ; (Bikai et al., 2015) ; (Escudier et al., 

2019)]. 
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Figure N° 1 : Schéma d’un module de membrane spiralée d’osmose inverse. 

http://www.evoqua.com/en/brands/IPS/Pages/what-is-reverse-osmosis.aspx (2021). 

Le processus de dessalement d’eau de mer utilisant des membranes est généralement composé 

de quatre étapes essentielles, dont la prise d’eau, le prétraitement, la filtration par osmose 

inverse et le post-traitement.  

La prise d'eau de mer doit assurer une quantité et une qualité indépendamment suffisante du 

type d'usine de dessalement installée en aval. Toutefois, cette étape nécessite un dispositif de 

pré-filtration immergé dans l’eau de mer pour minimiser la quantité de sable aspirée dans la 

conduite et s'assurer qu'aucune particule qui pourrait endommager ou bloquer la pompe ne 

puisse pénétrer. Les prises d'eau de mer à ciel ouvert doivent faire face à des quantités 

beaucoup plus élevées de débris grossiers ainsi qu'à des micro-organismes (Gille, 2003). 

Le prétraitement est un processus indispensable dans la production d’eau potable, car il 

permet l’élimination de la turbidité, les matières organiques, les matières inorganiques et les 

colloïdes. Il amplifie l'assurance du bon fonctionnement des membranes d'osmose inverse, car 

il peut réduire la quantité des substances et des bactéries en suspension (Kumar et al., 2006). 

La filtration proprement dite est celle de l’osmose inverse à travers une membrane appropriée, 

c’est l’étape la plus critique dans le dessalement de l’eau de mer. Au cours de ce processus, 

 (Grille d’espacement) 

http://www.evoqua.com/en/brands/IPS/Pages/what-is-reverse-osmosis.aspx
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l'eau passe du compartiment le plus concentré vers le moins concentré, ce qui est l'inverse du 

principe de l'osmose. Ceci est assuré par l'application d'une pression supérieure à la pression 

osmotique de la solution saline (Scott et Hughes, 1996). 

L’étape finale du processus est le post-traitement de l’eau filtrée. Cette étape est invariable 

pour la potabilité de l’eau, elle permet d’ajuster sa stabilité chimique, son pouvoir tampon et 

sa teneur en minéraux (Birnhack et Lahav, 2018). 

Bien que ces procédés garantissent une alimentation continue en eau potable, l'inconvénient 

majeur de la filtration membranaire est l'encrassement des membranes [(Chen et al., 2006) ; 

(Van den Broek et al., 2010)]. En effet, l’encrassement peut se produire dans tous les 

processus membranaires, à savoir l’osmose inverse, la nanofiltration, l’ultrafiltration ou 

encore la microfiltration (Guo et al., 2012). 

En général, l'encrassement est l'accumulation de dépôts indésirables dans les pores de la 

membrane et/ou sur leurs surfaces, entraînant ainsi une diminution du flux d’eau filtrée et du 

rejet de sel (Malaeb et Ayoub, 2011).  

Le problème de l’encrassement des membranes résulte des interactions physiques et 

chimiques complexes entre les constituants des agents colmatants et les surfaces 

membranaires, conduisant à la fixation, l’accumulation et/ou l’adsorption de ces constituants 

sur la surface des membranes (Guo et al., 2012). 

Quatre grand types d’encrassements des membranes sont décrits, à savoir ; l’encrassement 

inorganique, organique, colloïdal et biologique (Flemming et al., 1997).  

L’encrassement inorganique figure sous forme d’entartrage (écaillage) des minéraux, c’est le 

résultat du dépôt de ces derniers en raison de leur excès en solution (Flemming et al., 1997). 

Le sulfate de calcium et le carbonate de calcium sont les détartrants les plus courants ; ils sont 

souvent la cause principale de l’entartrage des membranes d’osmose inverse (Ochando-

Pulido et al., 2015). 

L’encrassement organique est causé par l’accumulation des substances humiques, de 

polysaccharides, de protéines, de lipides, d’acides nucléiques, d’acides aminés, d’acides 

organiques et de composants cellulaires [(Flemming et al., 1997) ; (Cho et al., 1999) ; 

(Jeong et al., 2016)]. 
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Le troisième type est l’encrassement colloïdal, il s’agit de dépôt d’argile, de substances 

humiques en particules, de débris et de silice (Flemming et al., 1997). Les mécanismes de ce 

type d'encrassement comprennent le blocage des pores et la formation d’une pâte visqueuse 

sous forme de gâteau (Kennedy et al., 2003). 

Enfin, l’encrassement biologique, est l'un des problèmes opérationnels les plus graves dans les 

applications membranaires. Il est causé par l’adhésion et l’accumulation des microorganismes 

sur la surface membranaire induisant la formation des biofilms, structures complexes des 

communautés microbiennes (Flemming et al., 1997). 

Comparé aux autres types d’encrassement, celui biologique est difficile à prévenir ou à 

contrôler, car les microorganismes se multiplient et sécrètent des substances de polymères 

extracellulaires (EPS) qui protègent la communauté microbienne contre les agents chimiques 

de nettoyage [(Flemming et al., 1997) ; (Vrouwenvelder et Van der Kooij, 2001)]. 

Le biofilm est un constituant universel de la biosphère. Cette forme de vie est la plus ancienne 

et la plus réussie sur terre (Schopf et al., 1983). En effet, 90 % des microorganismes vivent 

dans des biofilms et peuvent s'adapter à des conditions environnementales extrêmes       

[(Epp, 1975) ; (Costerton et al., 1987)].   

Ce mode de vie correspond à une association de microorganismes sous forme d’agrégats, 

adhérant les uns aux autres et s'entourant d'une matrice d'exo-polymères. Les biofilms peuvent 

également se développer sur la plupart des surfaces, notamment les interfaces solide-liquide, 

tel que les tissus cellulaires, le milieu marin, les conduites d’eau, les matériaux médicaux et 

industriels, etc…) [(Characklis, 1990) ; (Salta et al., 2013) ; (Flemming et al., 2021)].  

Par ailleurs, ces associations de microorganismes ont tendance à former une phase de gel 

entre l’eau et la surface solide, cette matrice de gel ne permet pas un transport libre de 

particules. De plus, la surface du biofilm est hydrophile, poreuse, molle, collante et peut 

piéger des particules qui rentrent dans la constitution de la partie abiotique du biofilm 

(Flemming et al., 1997). 

L’adhésion des microorganismes à une surface engendre le changement de certaines de leurs 

caractéristiques, telles que leurs activités enzymatiques, leurs morphologies cellulaires, leurs 

concentrations cellulaires, leur mobilité et leur résistance aux substances toxiques             

(van Loosdrecht et al., 1990).   
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Dans le milieu marin, les biofilms sont constitués essentiellement de bactéries. Leur formation 

est considérée comme étant la première étape de l’établissement de l’encrassement ou des 

salissures. Ces bactéries créent des points d’ancrage pour les autres microorganismes, puis 

pour les larves et ensuite pour les macro-organismes, il s’agit du phénomène d’encrassement 

biologique ou «biofouling» (Salta et al., 2013). 

En effet, les biofilms formés sur la surface des membranes de nanofiltration et d’osmose 

inverse sont organisés en un réseau interpénétré composé principalement de substances de 

polymères extracellulaires. Cela favorise l’adhésion et la croissance des cellules microbiennes 

sous forme de microcolonies (Houari et al., 2008). Leur structure est très complexe et 

hétérogène, elle renferme des microcolonies enrobées dans une matrice polymérique 

extracellulaire (EPS), dont la composition et la nature varient selon l’environnement et les 

conditions dans lesquels le biofilm s’est formé (Flemming et  al., 2016).  

Cette matrice extracellulaire est constituée généralement de métabolites générées au cours du 

processus de la croissance microbienne, elle représente la plus grande fraction du biofilm et 

est composée principalement de polysaccharides, de protéines, de lipides, de substances 

humiques et d’acides nucléiques [(Herzberg et al., 2009) ; (Guo et al., 2012)].  

Quel que soit l’environnement colonisé, la formation des biofilms est un mécanisme 

séquentiel qui passe généralement par cinq étapes (figure N°2) ; l’adhésion réversible, 

l’adhésion irréversible, la formation des microcolonies, la maturation du biofilm et la 

dispersion  [(Ghigo, 2003) ; (Tremblay et al., 2014)]. 

L’adhésion commence par le conditionnement de la surface et le déplacement des 

microorganismes, induisant l’adhésion réversible suivie par l’adhésion irréversible. Durant 

cette étape, les molécules inorganiques et/ou organiques telles que les protéines, les hydrates 

de carbone ou les lipides commencent à s'agréger pendant plusieurs heures permettant la mise 

en place d'un film primaire (Donlan, 2002). Ce dernier facilite l’adsorption des 

microorganismes sur la surface solide d’une part et d’autre part, permet aux microorganismes 

de s'ancrer et d'accéder aux nutriments [(Garrett et al., 2008) ; (Jain et Bhosle, 2009)]. 

L’adhésion aux surfaces est suivie de la phase de croissance logarithmique ; les 

microorganismes commencent à proliférer et à former des microcolonies. À ce stade, le terme 

«biofilm» peut être utilisé vue l’augmentation de la taille de la nouvelle structure engendrée 
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par la multiplication microbienne et la synthèse importante des molécules de la matrice 

extracellulaire [(Ghigo, 2003) ; (Houari, 2009) ; (Tremblay et al., 2014)]. 

La maturation du biofilm se traduit par la formation des macro-colonies et l’adhésion de 

nouvelles bactéries. Durant cette phase, la quantité du matériel extracellulaire augmente 

jusqu’à ce que la population microbienne soit entièrement confinée, un biofilm hétérogène 

tridimensionnel se forme alors (Seddiki, 2021). 

Enfin, les microorganismes peuvent se détacher du biofilm et coloniser d’autres surfaces, 

c’est l’étape de la dispersion. Le détachement des microorganismes du biofilm peut résulter 

d’un décrochage physique causé par les forces de flux. Il peut être également déclenché par 

les bactéries elles-mêmes sous l’action de divers signaux internes ou environnementaux 

[(Ghigo, 2003) ; (Houari, 2009) ; (Tremblay et al., 2014)]. 

 

Figure N° 2 : Principales étapes de la formation d’un biofilm bactérien (Guilhen et al., 

2017). 

Concernant les biofilms formés sur les surfaces membranaires, la composition de la 

communauté microbienne est complexe et est influencée par divers paramètres, notamment la 

qualité de l'eau d'alimentation et les étapes de prétraitement de cette dernière. La composition 

et l'architecture des biofilms sont influencées par les conditions opérationnelles locales telles 

que la température et les changements saisonniers, la concentration en oxygène dans l'eau 

Adhésion 

réversible et 
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d'alimentation, d’une part et d’autre part, l'organisation des éléments membranaires en 

cascade dans les récipients et les étages des différents trains et les procédures de nettoyage des 

membranes [(Flemming et al., 1997) ; (Calderón et al., 2012) ; (Yu et al., 2017)]. 

L’installation et la formation des biofilms sont tributaires de nombreux facteurs           

(Tableau N° 2). En effet, l’adhésion des microorganismes aux surfaces des membranes est 

influencée par les propriétés des surfaces microbiennes, les caractéristiques des surfaces des 

membranes de filtration ainsi que les conditions opérationnelles de la station de dessalement 

[(Camesano et Logan, 1998) ; (Kang et al., 2004) ; (Walker et al., 2004)  ; (Habimana et 

al., 2014) ; (Nguyen et al., 2016) ; (Tang et al., 2016)].  

Les propriétés microbiennes impliquent principalement la charge et la structure de la surface 

des microorganismes [(Zita et Hermansson, 1997) ; (Krasowska et Sigler, 2014)]. En effet, 

ces propriétés dépendent de l'architecture de la paroi cellulaire et de la présence des 

biomolécules sur cette dernière (Habimana et al., 2014). Effectivement, les structures et les 

charges des surfaces bactériennes sont hétérogènes. De plus, les propriétés de la surface 

peuvent changer considérablement en réponse aux changements de leur environnement 

[(O’Toole et al., 2000) ; (Habimana et al., 2009)]. 

L'hydrophobicité de la surface des cellules bactériennes est l'un des facteurs les plus 

importants dans l'adhésion des bactéries aux diverses surfaces. Dans le cas des membranes de 

nanofiltration et d’osmose inverse, l'augmentation des niveaux d'adhésion bactérienne est 

corrélée à l'augmentation de l'hydrophobicité de leur paroi cellulaire (Pang et al., 2005).  

La formation des biofilms est influencée également par les caractéristiques de la membrane de 

filtration, celles-ci comprennent l’hydrophobicité et la charge, la composition chimique, la 

rugosité et la morphologie de la surface membranaire. Dans ce contexte, une étude antérieure 

a démontré que toutes ces propriétés membranaires sont impliquées dans l'adhésion 

bactérienne et la formation des biofilms (Nguyen et al., 2012). 

Les matériaux hydrophiles sont moins favorables à l'adhésion bactérienne [(Fletcher et Loeb, 

1979) ; (Li et Logan, 2004)]. En effet, plusieurs études ont montré que plus une membrane 

est hydrophobe, rugueuse et possède moins de charges négatives, plus la probabilité 

d'adhésion bactérienne augmente [(Kang et al., 2006) ; (Subramani et Hoek, 2008) ; (Lee et 

al., 2010b) ; (Myint et al., 2010)].  
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Les conditions opérationnelles de la station qui influencent la formation des biofilms 

comprennent, quant à elles, la grille d’espacement, le flux de l’eau d’alimentation, sa vitesse 

d’écoulement transversal, sa température, sa pression, son pH, sa concentration en sels et la 

présence de certaines molécules (Jiang et al., 2017). En effet, les membranes d’osmose 

inverse subissent différents degrés de formation de biofilm, cela est éventuellement liés aux 

caractéristiques de l'eau d’alimentation [(Vrouwenvelder et al., 2001) ; (Xu et al., 2010)]. 

De plus, le flux d’alimentation en présence d’une haute pression induit un dépôt de cellules 

plus important sur la surface de la membrane (Subramani et Hoek, 2008). 

Tableau N° 2 : Facteurs influençant l’adhésion des microorganismes aux surfaces des 

membranes de filtration. 

Facteurs 

Propriétés microbiennes Hydrophobicité de la surface des microorganismes 

Charge de la surface des microorganismes  

Structure de la surface des microorganismes 

Caractéristiques de la membrane Hydrophobicité de la surface  

Charge de la surface 

Composition chimique 

Rugosité   

Morphologie 

Conditions opératoires Flux de l’eau d’alimentation 

Vitesse d’écoulement transversal 

Température 

Pression 

pH 

Concentration en sels 

Présence de certaines molécules 

Grille d’espacement 

 

Par ailleurs, les particules d'exopolymère transparentes (TEP), particules de micro-gel 

flottantes que l'on trouve couramment dans toutes les eaux, sont connues pour être impliquées 

dans la colonisation bactérienne et la formation de biofilms aquatiques (Berman et 

Holenberg, 2005). Dans ce contexte, une étude antérieure a montré qu’environ 0,5 à 25 % de 

toutes les bactéries présentes dans l'eau de mer et l'eau douce sont fixées sur des particules 

d'exopolymère transparentes (Figure N° 3) (Passow, 2002).  

L’encrassement biologique des membranes de filtration, connu également sous le terme de 

biofouling ou bio-colmatage, se déroule en deux grandes phases, le microfouling et le 
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macrofouling (Figure N° 3). Le premier correspond à la formation des biofilms bactériens 

suivie de l’installation des micro-algues, des levures et des protozoaires. Le second est 

représenté par la colonisation des membranes par des organismes pluricellulaires eucaryotes 

et des macro-algues (Doghri et al., 2015). 

En fait, quatre séquences sont observées dans le processus de biofouling membranaire ; le 

conditionnement chimique de la surface par l’adsorption quasi-instantanée des molécules 

organiques et inorganiques, la colonisation par les bactéries puis par les organismes 

eucaryotes unicellulaires et enfin les organismes eucaryotes pluricellulaires (Wahl, 1989). 

 

Figure N° 3 : A ; Représentation schématique modifiée d’une membrane d’osmose inverse 

encrassée.  B ; Formation de biofilm sur la grille d'espacement prélevé lors de l'autopsie d'une 

membrane spiralée (Vrouwenvelder et al., 2009). 

Eau filtrée 

 Biofilm 

 Eau d’alimentation 
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L’encrassement biologique a plusieurs effets négatifs sur les membranes. Il entraîne une 

diminution du flux membranaire, une biodégradation de la membrane, une diminution du taux 

de rejet de sel, une augmentation de la pression différentielle et d’alimentation, une 

dégradation de la qualité d’eau filtrée et la nécessité de nettoyages fréquents. Cela conduit à 

terme à un coût de traitement élevé et souvent à un échec du processus [(Nguyen et al., 

2012) ; (Qureshi et al., 2013)].  

De plus, les bactéries peuvent tolérer une large gamme de pH (0,5 - 13), de température (12 - 

110 °C), de salinité, d’intensité de rayonnement et de pression. De ce fait, les 

microorganismes sont capables de coloniser toutes les surfaces membranaires des stations de 

dessalement dans des conditions variables [(O’Toole et al., 2000) ; (Flemming, 2008) ; 

(Qureshi et al., 2013)]. 

Bien que plusieurs approches aient été suivies pour surveiller le développement des biofilms 

sur la surface des membranes d’osmose inverse, il n’existe actuellement aucune méthode 

standard pour surveiller et contrôler ce type d’encrassement biologique dans les systèmes de 

filtration membranaire. De ce fait, un débat est engagé aujourd’hui sur le meilleur moyen de 

surveillance. Or, peu d’études ont été réalisées en Algérie bien que ce pays enregistre un 

surcoût considérable induit par l’encrassement répété des membranes RO, d’où leur 

changement précoce.  

Pour répondre à ce verrou scientifique, nous avons entrepris cette étude qui se veut un repère 

en Algérie et au pays du bassin méditerranéen, et ce, à travers une recherche sur terrain et au 

laboratoire, permettant de contribuer à la surveillance du biofouling membranaire. 

La présente étude a porté sur la station de dessalement de Souk Tlata de la wilaya de 

Tlemcen, les points suivants définissent les objectifs visés : 

 Étude du bio-colmatage des membranes d’osmose inverse (RO). 

 Détermination du poids sec du matériel colmatant dans les membranes d’osmose 

inverse encrassées. 

 Évaluation de la charge microbienne présente sur la surface membranaire encrassée. 

 Isolement, purification et identification des microorganismes responsables de 

l’altération des membranes d’osmose inverse. 

 Évaluation du potentiel des souches isolées à former des biofilms in vitro. 

 Détermination de l’auto-agrégation, la co-agrégation et l’hydrophobicité des souches 

isolées. 
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 Caractérisation du bio-colmatage par la Spectroscopie Raman. 

 Mise en évidence de la structure tridimensionnelle des biofilms formés sur la surface 

des membranes encrassées par les techniques microscopiques. 
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L’actuel travail est réalisé au sein de :  

 Station de dessalement d’eau de mer de Souk Tlata – Tlemcen – Algeria. 

 Laboratoire Antibiotiques, Antifongiques : Physico-chimie, Synthèse et Activité 

Biologique (LAPSAB) de l’université Abou Bekr Belkaîd – Tlemcen. 

 Laboratoire de Catalyse et Synthèse en Chimie Organique (LCSCO), Département de 

Chimie, Faculté des Sciences, Université de Tlemcen. 

1. Lieu d’étude et échantillonnage 

Les membranes de filtration sont récupérées au niveau de la station de dessalement d'eau de 

mer de Souk Tlata, celle-ci est située au Nord-Ouest de la wilaya de Tlemcen (35°04′16″N 

2°00′06″W) (Figure N° 4), et est installée sur une superficie de 8,5 hectares. Cette station est 

composée de deux unités de filtration membranaire, la première concerne l’ultrafiltration 

tandis que la seconde est consacrée à la filtration par osmose inverse. 

 

Figure N° 4 : Vue satellitaire de la station de dessalement d’eau de mer de Souk Tlata. Les 

chiffres désignent les différentes unités de la station. 1 : Prise d’eau de mer, 2 : Ultrafiltration, 

3 : Osmose inverse et 4 : Post-traitement. 
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L’unité de l’ultrafiltration est composée de cinq banques, chacune contient neuf trains et 

chacun de ces derniers est composé de 144 modules, soit une totale de 6480 modules de 

membranes d’ultrafiltration dans toute la station (Figure N° 5). 

 

Figure N° 5 : Train d’ultrafiltration dans la station de dessalement de Souk Tlata. Les flèches 

indiquent les membranes d’ultrafiltration (UF). 

La seconde unité est celle de l’osmose inverse, elle est composée de treize trains de filtration 

identiques, et ce, pour une capacité de production de 200 000 m3/jour. Chaque train dispose 

de 1344 membranes, soit un total de 17472 membranes sur l'ensemble de la station           

(Figure N° 6).  

 

Figure N° 6 : Train de filtration par osmose inverse dans la station de dessalement de Souk 

Tlata. 
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Le processus global de dessalement de l’eau de mer dans la station commence par la prise 

d’eau, suivi d’un processus de prétraitement, un système d’osmose inverse et enfin un 

processus de post-traitement.   

Primo, la station reçoit l’eau de mer par gravitation ; les canalisations d'alimentation sont 

immergées dans la mer à une profondeur de 12 m, et ce, à 900 m de la station avec une 

inclinaison de 30° à sa droite. Lorsque l’eau arrive, elle est stockée dans deux réservoirs. 

Deux pompes injectent de l'air dans ces réservoirs pour éliminer les poissons, le plancton et 

d’autres agents biologiques. En parallèle, un système de traitement au chlore permet 

d'éliminer les microorganismes. Enfin, l’eau est pompée vers un système d’ultrafiltration. 

En second lieu, l’eau pré-filtrée subit une étape de dessalement par osmose inverse. Ce 

processus comprend plusieurs équipements dont un système de dosage antitartre, des pompes 

d'alimentation, des pompes à haute pression, des pompes turbo, des trains d’osmose inverse, 

un système de récupération d'énergie, un système de nettoyage en place et un réservoir de 

stockage de l'eau filtrée.  

L'eau produite passe à l'étape de post-traitement, à ce stade, elle subit son traitement final en 

injectant de l'hypochlorite de sodium et en ajoutant du dioxyde de carbone et des oligo-

éléments pour la rendre potable. L'eau est ensuite stockée avant sa distribution (Figure N° 7).  

 

Figure N° 7 : Schéma général du procédé de dessalement de la station de dessalement de 

Souk Tlata - Tlemcen. 

Réservoir d’eau 
produite (RO) 
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Les prélèvements sont effectués sur une période allant de septembre 2018 à septembre 2019. 

Les membranes présentant une capacité de filtration réduite sont retirées des trains puis sont 

acheminées au laboratoire pour effectuer les différentes analyses. Quatre types de membranes 

sont récupérés, il s’agit des membranes SWC4+, SWC5, SWC5-LD et SWC5 MAX 

(Hydranautics, Nitto Group Company) ; celles-ci sont confectionnées en polyamide et ont un 

taux de rejet de sel d’environ 99,7 %.   

2. Estimation du poids sec du matériel colmatant 

Les membranes soupçonnées d’être colmatées, ayant présenté un rendement de filtration 

réduit, sont retirées des différents trains de la station. Le poids sec du matériel colmatant est 

déterminé en se référant à leurs poids avant et après leur utilisation.  

Pour ce faire, les membranes retirées des trains sont égouttées et séchées dans un endroit sec 

pendant un mois, et ce, selon les recommandations des ingénieurs de la station. Le poids de 

chaque membrane est noté puis comparé au poids initial, la différence est considérée comme 

étant le poids sec du matériel colmatant.  

Afin de compléter les données précédentes, la quantité des particules totales solides dissoutes 

(TDS) et en suspension (TSS) dans l’eau de mer (Annexe 6) est utilisée pour déterminer le 

taux journalier de particules retenues par la membrane, ce qui correspond au taux journalier 

de leur dégradation.  

Cette estimation, généralisée par l'analyse des données, est réalisée à l'aide du logiciel Matlab 

R 2014a pour le calcul de l'indicateur de santé (HI, Health Indicator) des membranes. Dans le 

cas idéal, l'indicateur de santé a une tendance monotone, strictement décroissante de un à zéro 

(figure N° 8), où HI = 1 signifie un nouveau système sain tandis que HI = 0 signifie un 

système complètement dégradé (arrêt du système) [(Hong et al., 2014) ; (Javed et al., 

2015)]. Dans notre cas, le système de dessalement est représenté par son élément critique ; à 

savoir les membranes d’osmose inverse utilisées dans la station. 

Le taux journalier moyen de la dégradation, en gramme, des membranes est calculé selon 

l’équation suivante : 

Taux = Moyenne (TDS+TSS) / Débit journalier d’alimentation  

On note que 1 ppm = 1g/m3. 
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Selon le fabricant, le débit journalier d’alimentation est de 408 m3/membrane. 

La figure N° 8 montre la relation entre l'indicateur de santé (HI) et la durée de vie utile 

restante (RUL, Remaining Useful Life). La RUL représente le temps restant pour qu’une 

membrane soit utile. 

 

 

Figure N° 8 : Forme générale de l’indicateur de santé d’un système donné (Sekkal et al., 

2016). 

 

T : Variable aléatoire, temps de vie moyen  (jusqu’à l’échec du système).  

tc : temps actuel. 

3. Autopsie des membranes 

Six membranes d'osmose inverse encrassées ont fait l’objet de l’autopsie ; celles-ci sont 

prélevées à différentes périodes de l’année, l’autopsie est réalisée dans une hotte à flux 

laminaire. Les membranes sont d’abord dérobées de leurs coques externes, puis sont 

déroulées afin de pouvoir accéder à toutes ses parties. Des échantillons sont prélevés 

aseptiquement à partir de trois endroits différents (Figure N° 9). 
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Le premier concerne des fragments de 1 cm2 prélevés de la partie à travers laquelle entre l’eau 

salée prétraitée, le second et le dernier comprennent des fragments prélevés, respectivement, 

du milieu et de la sortie de la membrane. Les fragments prélevés sont placés, chacun, dans un 

tube contenant 10 mL de tampon phosphate salé stérile (PBS, pH 7,2 10 mM) (Lee et al., 

2010a). 

 

Figure N° 9 : Autopsie et prélèvement d’échantillons à partir d’une membrane d’osmose 

inverse encrassée. 

4. Évaluation de la charge microbienne  

La charge des microorganismes adhérant aux surfaces des membranes colmatées est évaluée 

en rapportant les résultats au nombre d’unités formant colonies par m2 de membrane 

(UFC/m2) (Jett et al., 1997). Le comptage est réalisé dans les différentes parties des 

membranes ; l’entrée, le milieu et la sortie. 

Chaque échantillon est soumis à deux dénombrements successifs. Le premier concerne 

l’évaluation de la charge microbienne faiblement attachée à la membrane ; celui-ci est réalisé 
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suite à l’agitation au vortex pendant une minute, les microorganismes sessiles ne peuvent pas 

être détachés totalement par ce procédé (Boucherit-Atmani et al., 2011). Le second concerne 

le nombre de cellules fortement attachées aux surfaces ; les microorganismes sont détachés 

par sonication pendant une minute (Nady et al., 2020).  

Après agitation, 100 µL des suspensions sont étalés sur la gélose TSA (Tryptic Soja Agar, pH 

7,2), préalablement coulée dans des boites de Petri. Celles-ci sont ensuite incubées pendant 24 

heures à 37 °C et le nombre d’UFC/m2 est évalué par le comptage des colonies formées. 

Des dilutions sont réalisées pour les échantillons à charge microbienne élevée. Pour chaque 

échantillon, deux répétitions sont effectuées.   

5. Isolement, purification et identification  

L’isolement et la purification des souches sont réalisés par des repiquages successifs sur des 

milieux sélectifs. Les géloses MacConkey et Chapman sont utilisées pour sélectionner les 

bactéries Gram-négatives et Gram-positives, respectivement.  

Les galeries API® 20 E, API® 20 NE et API® Staph (Biomerieux, France) sont utilisées pour 

identifier les souches isolées. Une suspension bactérienne équivalente à 0,5 McFarland est 

distribuée dans les puits, les galeries sont ensuite incubées à 37° C pendant 24 heures. Les 

souches sont identifiées en se référant au tableau d'identification du catalogue analytique ainsi 

qu'aux logiciels d’identification API (API 20 E+ V 4.1, API 20 NE V 7.0 et API Staph V 4.1).  

Les tests d’identification des souches sont réalisés en double. Les souches isolées sont 

conservées au froid (4-6 °C). 

6. Evaluation du potentiel de formation des biofilms 

La technique de coloration au cristal violet permet d’estimer la biomasse des biofilms 

microbiens (Christensen et al., 1985). La technique modifiée de O’Tool (2011) est utilisée 

pour évaluer et quantifier les biofilms formés par les souches isolées. Le cristal violet, de 

charges positives, se lie aux molécules extracellulaires chargées négativement, notamment les 

polysaccharides de la matrice exo-polymérique des biofilms. 

Les suspensions bactériennes jeunes sont centrifugées (1000 g, 15 min, 4 °C) et les culots sont 

ensuite lavés deux fois avec du tampon PBS stérile (10 mM, pH 7,4). Les cellules 
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bactériennes sont remises en suspension dans du bouillon Tryptic Soja (TSB, pH 7,3), puis les 

concentrations des inocula sont ajustées à 107 cellules/mL. À partir de chaque suspension, 100 

µL sont introduits dans les puits d'une microplaque stérile à 96 puits ; des puits remplis de 

milieu de culture stérile sont utilisés pour le contrôle négatif. Les microplaques sont scellées 

puis incubées à 37 °C pendant 24 heures. 

Une fois le milieu retiré des puits, ces derniers sont lavés trois fois avec du tampon PBS 

stérile afin d’éliminer les cellules planctoniques et/ou les cellules non-adhérentes. Ensuite, 

100 μL de méthanol (99 %) sont ajoutés dans chaque puits et laissés agir pendant 15 min à 

température ambiante, ceci permet la fixation des biofilms formés. Les puits sont ensuite 

lavés et remplis par 100 µL d'une solution de cristal violet (0,1 % p/v) puis laissés agir 

pendant 20 minutes à température ambiante avant d'être lavées une fois de plus. Le cristal 

violet lié aux biofilms est libéré par l'ajout de 150 μL d'acide acétique (33 %) dans chaque 

puits, l'absorbance est lue à 570 nm à l'aide d'un lecteur de microplaques (Rayto, RT-2100C) ; 

cette opération permet l'évaluation de la biomasse des biofilms formés. L’expérimentation est 

répétée deux fois pour toutes les souches. 

L’absorbance seuil (As) est définie comme étant trois écart-types au-dessus de l’absorbance 

moyenne du témoin négatif (A). Selon (Stepanović et al., 2000), le potentiel de formation des 

biofilms, est classé dans les catégories suivantes : 

Absorbance  (As) Classification des bactéries 

A <As  Non adhérentes 

As <A ≤ 2As Faiblement adhérentes 

2As <A ≤ 4As Moyennement adhérentes 

4As <A Fortement adhérentes 

 

7. Test d’hydrophobicité 

La capacité de formation des biofilms est proportionnellement influencée par le caractère 

hydrophobe de la surface des microorganismes. Le test d’hydrophobicité consiste à évaluer le 

degré d'affinité des microorganismes isolés vis-à-vis d’un solvant organique, l’hexane. Plus 

cette affinité est importante, plus la surface microbienne est hydrophobe (Krepsky et al., 

2003). 
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À partir d’une culture jeune, des colonies sont suspendues dans 4 mL de tampon PBS (pH 7,2 

10 mM), pour avoir une concentration finale de 3 × 108 cellules/mL. Ensuite, 400 µL 

d’hexane (95 %) sont ajouté aux suspensions bactériennes qui sont incubées dans un bain-

marie à 37 °C pendant 10 minutes. Celles-ci sont ensuite agitées au vortex pendant une 

minute, puis laissées décanter pendant 15 minutes à température ambiante, et ce, pour 

permettre la séparation des deux phases.  

L’absorbance de la phase aqueuse est mesurée à 570 nm (A1). Le pourcentage d’adhésion des 

bactéries isolées au solvant est calculé selon la formule suivante :  

% Adhésion = (
𝐀𝟎 − 𝐀𝟏

𝐀𝟎
) × 𝟏𝟎𝟎 

 

A0 : absorbance de la suspension bactérienne originale,  

A1 : absorbance de la phase aqueuse. 

Selon le pourcentage d’hydrophobicité obtenu, les souches isolées sont classées en trois 

catégories selon le tableau suivant : 

Pourcentage d’adhésion (%) Propriété de surface des bactéries 

Supérieure à 50 Hydrophobe  

entre 20 et 50 Relativement hydrophobe 

Inférieure à 20 Hydrophile 

 

8. Agrégation cellulaire 

8.1. Test d’auto-agrégation 

La formation des biofilms est souvent le résultat de l’agrégation des microorganismes. Le test 

d'auto-agrégation est effectué pour détecter la capacité des souches isolées à former des 

agrégats cellulaires. Un tel phénomène augmente le potentiel de former les biofilms   

(Seddiki, 2021). 

Dans un premier temps, un test visuel à l’œil nu est réalisé afin de révéler la formation 

d'agrégats au fond des tubes, et ce, après leur incubation pendant 24 heures à température 

ambiante (Rupani et al., 2008).  
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Dans un deuxième temps, la méthode quantitative spectrophotométrique de Karched et ses 

collaborateurs (2015) est utilisée, cette méthode est effectuée en mesurant l'absorbance à 600 

nm. La suspension cellulaire cultivée pendant 24 heures à 37 °C dans un bouillon nutritif est 

centrifugée à 5000 g pendant 15 min à 4 °C, puis lavée deux fois avec du tampon KCl (pH 6 ; 

50 mM KCl ; 1 mM CaCl2 ; 1 mM KH2PO4 ; 0,1 mM MgCl2).  

Le taux d'auto-agrégation est mesuré par la diminution des absorbances des suspensions 

bactériennes après 24 heures d'incubation. La turbidité est ajustée à 1 (600 nm) ; celle-ci 

correspond à la valeur de l’absorbance au temps zéro. Après 24 heures d’incubation à 

température ambiante, une aliquote de 1 mL de la suspension est introduite dans une micro-

cuve pour la mesure de l’absorbance des suspensions bactériennes. Le taux d'auto-agrégation 

est calculé par l'équation suivante : 

% auto-agrégation= (
𝐀𝟎 − 𝐀𝟏

𝐀𝟎
) × 𝟏𝟎𝟎 

A0 : absorbance au temps zéro,  

A1 : absorbance de l’échantillon au temps t. 

8.2. Test de co-agrégation 

Ce test est réalisé afin de mesurer la co-agrégation des souches co-isolées des mêmes surfaces 

membranaires suivant le même protocole utilisé pour le test d’auto-agrégation          

(Karched et al., 2015). 

Deux souches sont sélectionnées pour tester leurs co-agrégations avec le reste des souches 

isolées, et ce, selon les résultats de l’identification des souches isolées et du test de formation 

des biofilms. La première souche correspond à celle qui présente le meilleur potentiel à 

former le biofilm, la seconde souche est l’espèce fréquemment isolée.  

Après 24 heures d’incubation à 37 °C, les colonies bactériennes sont mises en suspension 

dans le tampon KCl stérile. L'absorbance de chaque suspension bactérienne est ajustée                     

à 1 (600 nm). Ensuite, 500 µL de la suspension cellulaire de chacune des deux espèces à tester 

sont introduits dans une cuvette, puis incubés à la température ambiante du laboratoire.  

La co-agrégation est évaluée toutes les 15 minutes pendant 2 heures, puis après 24 heures 

d’incubation à température ambiante. L'absorbance mesurée à 600 nm permet de calculer le 
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pourcentage de la co-agrégation à intervalle de temps ; ce qui révèle l’évolution de la          

co-agrégation au cours du temps. Le pourcentage de la co-agrégation est calculé par l'équation 

suivante : 

% co-agrégation = (
𝐀𝟎 − 𝐀𝟏

𝐀𝟎
) × 𝟏𝟎𝟎 

A0 : absorbance au temps zéro,  

A1 : absorbance de l’échantillon au temps t. 

9.  Spectroscopie Raman 

La spectroscopie Raman est un outil très utile dans la caractérisation et l'identification des 

systèmes biologiques [(Samek et al., 2010) ; (Pahlow et al., 2015)]. 

La spectroscopie Raman permet de connaître les états transitoires de vibrations et de rotations 

d’une molécule excitée par une puissance source lumineuse monochromatique du type laser. 

C’est donc une technique complémentaire à la Spectroscopie Infrarouge. Dans le cadre de la 

Spectroscopie Raman, on s’intéresse aux énergies de vibration et de rotation très faibles en 

comparaison à celle des photons incidents (lasers UV, vert 530 nm, rouge 630 nm et IR 800 - 

2000 nm). 

Dans cette étude, des investigations spectroscopiques Raman sont réalisées à l'aide d'un 

spectromètre HORIBA LABRAM HR Raman fonctionnant en mode spectrographe unique 

avec un réseau dispersif holographique de 600 rainures/mm équipé d'une fréquence (633, 785 

et 325 nm). 

Les échantillons sont analysés en mode rétrodiffusion sur la platine d'un microscope confocal 

Olympus fixé au spectromètre à l'aide d'un objectif x50. Le détecteur utilisé est un Symphony 

IGA à dispositif couplé de charge refroidi à l'azote liquide. Des filtres, coupe-bande 

holographiques à 633 et 785 nm sont utilisés pour éliminer la lumière diffusée par Rayleigh. 

La largeur de la fente d'entrée est de 100 µm donnant une résolution de 2 cm-1 dans la gamme 

comprise entre 100 et 5000 cm-1. Des acquisitions répétées utilisant les grossissements les 

plus élevés sont accumulées pour améliorer le rapport signal sur bruit dans les spectres. Les 

spectres sont calibrés en utilisant la raie 520,5 cm-1 d'une plaquette de silicium. 
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Dans un premier temps, la composition chimique des différentes espèces isolées des 

membranes d’osmose inverse encrassées est analysée et caractérisée. En second lieu, nous 

avons analysé trois zones différentes d'une même membrane encrassée, relatives à l’entrée, le 

milieu et la sortie de la membrane. Finalement, des cartographies Raman sont réalisées pour 

la caractérisation des couches d’encrassement formées sur les surfaces membranaires. Cette 

procédure permet d’évaluer également les biofilms microbiens, du point de vue qualitatif et 

structurale. 

10.  Imagerie microscopique 

10.1. Microscopie optique 

Des morceaux d’environ 1 cm² sont prélevés à partir d’une membrane d’osmose inverse 

encrassée. Ensuite, les différentes couches de la membrane sont séparées et fixées sur une 

lame et visualiser par le microscope optique ; il s’agit de la partie supérieure, la partie 

inférieure et la partie intermédiaire, en plus de la grille d’espacement.   

10.2. Microscopie à épi-fluorescence 

Afin d'illustrer le biofouling, les membranes colmatées sont observées par microscopie à épi-

fluorescence. Un fragment de membrane blanche (non colmatée) ainsi qu'un autre, provenant 

d'une membrane d’osmose inverse encrassée, sont examinés au microscope à fluorescence 

(Euromex iScope, IS.3152-PLi/3). 

10.3. Microscopie électronique à balayage (MEB) 

En raison de son fort grossissement et de sa résolution, la microscopie électronique à balayage 

(MEB) est utilisée pour mettre en évidence les détails des biofilms qui sont formés à la 

surface de la membrane d’osmose inverse encrassée. Les échantillons destinés à l'observation 

MEB sont prélevés à partir de l’entrée, le milieu et la sortie de la membrane, puis placés dans 

du tampon phosphate salé stérile (PBS, pH 7,2 10 mM). 

Avant leurs examens, les fragments choisis sont rincés avec du PBS, puis fixés avec une 

solution de glutaraldehyde (2,5 % v/v). Les échantillons sont envoyés au laboratoire à 

l’université Yeditepe, département de génétique et de bio-ingénierie – Istanbul pour leur 

observation au microscope électronique à l’aide d’un microscope de marque ZEISS EVO 10, 

Germany. 
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11.  Analyse statistique 

L'analyse statistique est réalisée à l'aide du logiciel IBM SPSS STATISTICS (version 23). La 

signification (ANOVA) est déterminée à p ≤ 0,05. 

Une analyse des correspondances multiples (ACM) a été effectuée pour déterminer les 

relations qui existent entre trois variables de l’étude, à savoir la charge microbienne, 

l’imagerie électronique des biofilms et la cartographie Raman.  

L’ACM a été réalisée à l’aide du programme R-Studio (v. 1.3.1093). Pour cela, les trois 

variables ont été transformées en modalités qualitatives. 
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1.  Échantillonnage et poids sec du matériel colmatant 

Au total, cinquante-six (56) membranes encrassées ont fait l’objet de cette étude. Cinquante 

(50) d’entre elles sont utilisées pour l’estimation du poids sec du matériel biologique et non- 

biologique ayant causé leur encrassement. Six (6) membranes ont été acheminées au 

laboratoire pour la réalisation des analyses microbiologiques, spectrales et microscopiques. 

Le tableau N° 3 regroupe les résultats enregistrés relatifs aux moyennes du poids sec du 

matériel colmatant pour chaque type de membranes encrassées. Sur un total de 50 

membranes, appartenant aux types SWC4+, SWC5, SWC5-LD et SWC5 Max, le poids sec du 

matériel colmatant dans les membranes de type SWC5-LD et SWC5 est de 4,86 ± 2,03 Kg et 

4,14 ± 2,51 Kg, respectivement. Vient ensuite celui de type SWC4+ puis SWC5 Max, avec 

3,2 ± 2,37 Kg et 1,55 ± 1,23 Kg, respectivement. 

En général, le poids sec moyen du matériel colmatant des membranes d’osmose inverse, tous 

types confondus, est de 3,44 ± 2,38 Kg. En effet, l'encrassement biologique des membranes 

dans les usines de dessalement via le procédé d’osmose inverse est inévitable ; l'eau de mer 

contient des quantités importantes de substances organiques, de nutriments et de micro-

organismes (Anwar et al., 2020). Ceci conduit à penser que le dépôt de différents matériaux 

sur ces membranes peut expliquer le colmatage de leurs pores, et par conséquent la 

diminution du rendement du processus de filtration. 

Tableau N° 3 : Moyennes des poids secs du matériel colmatant des différents types de 

membranes d’osmose inverse utilisées dans la station de dessalement de Souk Tlata. 

 

 

Types de  

membranes 

Nombre de 

membranes 

Poids 

initial 

(kg) 

Poids moyen après 

retrait  

(kg) 

Poids moyen du 

matériel colmatant  

(Kg) 

SWC 4+ 13 16.4 19.60 ± 2.37 3.2 ± 2.37 

SWC5 13 16.4 20.54 ± 2.51 4.14 ± 2.51 

SWC5-LD 12   15 19.86 ± 2.03 4.86 ± 2.03 

SWC5 Max 12 16.4 17.95 ± 1.23 1.55 ± 1.23 

Tout types 50 / 19.51 ± 2.25 3,44 ± 2.38 
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2. Estimation de la durée de vie des membranes 

Il est important de noter que l’augmentation du poids des membranes au cours du processus 

de dessalement jusqu’à leur encrassement total est proportionnelle aux particules contenues 

dans l’eau d’alimentation. Ces particules sont entièrement bloquées, une partie d’entre elles 

est retenue par la membrane tandis que l’autre est éliminée dans le rejet.  

L’analyse des données fournies par la direction de la station de dessalement, relatives aux 

matières totales solides dissoutes (TDS) et en suspension (TSS) (Annexe 6), sont utilisées 

pour déterminer l’indicateur de santé des membranes d’osmose inverse. Selon ces données, la 

durée de vie moyenne des membranes, durant laquelle celles-ci passent d’un état neuf jusqu’à 

leur encrassement total, est de 738 jours.  

Les membranes d’osmose inverse sont l’élément critique du processus de dessalement, leur 

encrassement engendre dans la plupart des cas la défaillance du système entier. Selon les 

techniciens de maintenance de la station, la durée de vie effective des membranes varie de 2 à 

3 ans, bien loin de la garantie de 5 ans promise par le fabricant.  

La figure N° 10 représente les variations moyennes respectives du TDS, du TSS, de la 

conductivité électrique et de la turbidité, et ce, selon les différentes saisons de l’année. Il 

ressort de ces résultats que la quantité de la matière totale solide dissoute (TDS) dans l’eau 

d’alimentation est plus importante durant l’automne. En revanche, celle-ci diminue 

progressivement durant l’hiver, le printemps puis l’été. Cette observation est constatée 

également quant à la conductivité électrique de l’eau ; cela montre que cette dernière est 

proportionnelle à la quantité de la matière totale solide dissoute (TDS). 

La même figure montre que la quantité de la matière totale solide en suspension (TSS) de 

l’eau d’alimentation de la station enregistre un pic durant l’hiver. De plus, un pic est constaté 

également pour la turbidité de l’eau, et ce, durant la même saison. Cela, montre que la 

variation de la turbidité est proportionnelle à celle de la matière totale solide en suspension 

(TSS). 
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Figure N° 10 : Variation moyenne de TDS, TSS, conductivité électrique et turbidité de l’eau de mer de la station de dessalement de Souk Tlata 

durant les différentes saisons de l’année.
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Ces résultats permettent de constater que le colmatage des membranes d’osmose inverse 

enregistre le niveau le plus important entre l’automne et l’hiver. Ceci suggère que 

l’abondance de ces particules, TDS et TSS, est plus remarquable durant cette période de 

précipitations abondantes, d’où l’augmentation de la turbidité et de la conductivité électrique 

de l’eau. La position géographique de la station de dessalement à proximité de l’oued 

Koûardâ (Figure N° 4) joue un rôle dans l’augmentation de la concentration de ces particules. 

De plus, l’eau non filtrée dans la station, au caractère  trop salin, est rejetée dans la mer via cet 

oued.  

Par ailleurs, les résultats précédents permettent de déterminer l'indicateur de santé (HI) des 

membranes ; c’est un indice décroissant partant d’un système sain vers l’arrêt de celui-ci. Ceci 

permet de prévoir les scénarios possibles du colmatage relatif à la durée de vie moyenne des 

membranes. 

Dans ce contexte, la quantité journalière des particules retenues par la membrane, regroupée 

dans le tableau N° 4, fournit des données permettant la détermination des différents 

scénarios.  

Tableau N° 4 : Quantité journalière moyenne des particules retenues par les membranes 

selon les différents scénarios. 

 Quantité journalière des particules retenues par les 

membranes (ppm) 

Scénarios 
Très 

Pessimiste 

Pessimiste   Normal Optimiste Très                            

Optimiste 

Une membrane 0.050 0.200 0.160 0.133 0.259 

Système entier 

(17472 membranes) 

888.986 3501.614 2799.757 2334.409 4536.109 

La quantité journalière moyenne des particules TDS et TSS retenue par les membranes, 

calculée selon le débit journalier d’alimentation a révélé un taux journalier de 2 799,76 ppm 

avec une durée de vie moyenne de 913 jours. 
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Selon les niveaux du colmatage des membranes, cinq scénarios sont possibles. Il s’agit d’un 

scénario optimiste, indiquant un indicateur de santé (HI) proche de 1, signifiant un niveau de 

colmatage membranaire réduit. Cet indicateur tend vers 0 pour un scénario pessimiste, 

indiquant un système défaillant. Ce dernier révèle que la durée de vie de la membrane lors de 

la phase d’apprentissage est de 738 jours.  

La figure N° 11 représente les différents scénarios de l’estimation de l’indicateur de santé 

d’une membrane d’osmose inverse utilisée dans la station de dessalement de Souk Tlata. 

 

Figure N° 11 : Indicateur de santé d’une membrane d’osmose inverse et scénarios possibles 

de sa durée de vie. 

Le premier scénario, très pessimiste, est relatif à une durée de vie minimale de 730 jours       

(2 ans) d’une membrane colmatée dans laquelle une quantité minimale de particules est 

filtrée. Le deuxième scénario, pessimiste, relatif à une durée de vie minimale similaire au 

premier, mais avec quantité modérée de particules filtrées. Cependant, le troisième scénario, 

dit normal, correspond à une durée de vie moyenne de 913 jours (2,5 ans) et une quantité 

modérée de particules filtrées par membrane. Le quatrième scénario est optimiste, celui-ci 

correspond à une durée de vie maximale de 1095 jours (3 ans) et une quantité modérée de 

particules filtrées par membrane. Le dernier scénario est qualifié de très optimiste, il 
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correspond une durée de vie similaire au précédent (3 ans), mais une quantité de particules 

filtrées maximale. 

3. Autopsie des membranes encrassées et charge microbienne 

Six (6) membranes d’osmose inverse encrassées sont soumises à l’autopsie, cette opération a 

permit de réaliser dix-huit (18) prélèvements de fragments membranaires de 1 cm2 à partir de 

trois zones différentes de chaque membrane, celle de l’entrée, du milieu et de la sortie de 

l’eau. 

Le comptage effectué pour déterminer la charge microbienne sur les différentes parties de 

trois (3) membranes d’osmose inverse encrassées a révélé une différence dans le potentiel 

d’adhésion des microorganismes. Les bactéries faiblement attachées sont celles qui se 

détachent après une agitation au vortex pendant une minute ; cependant l'ultra-sonication a 

permis le détachement des bactéries fortement adhérées aux membranes. Les résultats obtenus 

sont représentés sur les figures N° 12 et 13, correspondant respectivement à une adhésion 

faible et forte, exprimés en nombre d’unités formant colonies par mètre carré de la surface 

membranaire (UFC/m²) vis-à-vis des régions d’entrée, du milieu et de la sortie de l’eau. 

 

Figure N° 12 : Charges des bactéries faiblement attachées aux différentes régions des trois 

membranes d’osmose inverse encrassées. Les barres représentent la moyenne de l’erreur 

standard. 

Selon les résultats obtenus, la charge microbienne diffère significativement (P < 0,05) d’une 
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l'ensemble, la charge bactérienne faiblement attachée aux membranes varie de 26 ± 1 × 105 

UFC/m² à 222 ± 8 × 105 UFC/m². Cette charge est plus élevée dans la partie du milieu de la 

première membrane (M1), elle est de 107 ± 7 × 105 UFC/m². Celles de la sortie (S1) et de 

l’entré (E1) ont enregistré 67 ± 6 × 105 UFC/m² et 56 ± 6 × 105 UFC/m², respectivement. 

En ce qui concerne la deuxième membrane, la sortie (S2) s’est révélée plus altérée par les 

bactéries avec une charge de 222 ± 8 × 105 UFC/m², suivie par celle de l’entrée (E2) et du 

milieu (M2) avec 111 ± 12 × 105 UFC/m² et 110 ± 9 × 105 UFC/m², respectivement.  

Par ailleurs, la charge la plus importante dans la troisième membrane est enregistrée à l’entrée 

(E3) avec 134 ± 15 × 105 UFC/m². Celles des régions de la sortie (S3) et du milieu (M3) ont 

révélé des charges respectives de 177 ± 2 × 105 UFC/m² et 26 ± 1 × 105 UFC/m². 

Concernant les bactéries fortement attachées à la surface des membranes d’osmose inverse 

encrassées, les résultats obtenus sont représentés dans la figure N° 13. 

 

Figure N° 13 : Charges des bactéries fortement attachées aux différentes régions des trois 

membranes d’osmose inverse encrassées. Les barres représentent la moyenne de l’erreur 

standard. 

Pour la première et la troisième membrane, la région de l’entrée est celle qui a présenté la 

charge la plus élevée avec 251 ± 10 × 105 UFC/m² et 262 ± 42 × 105 UFC/m², respectivement. 

D'autre part, la région du milieu de la deuxième membrane s’est montrée la plus altérée avec 

une charge microbienne de 238 ± 11 × 105 UFC/m², suivie par celle de la sortie et de l’entrée, 

respectivement. 
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Par ailleurs, il est à noter que la charge des bactéries fortement attachées à la surface des 

membranes d’osmose inverse encrassées est nettement supérieure par rapport à celle des 

bactéries faiblement attachées à cette dernière (P < 0.05) (Figure N° 14). Cela montre que la 

majorité des bactéries qui sont à la surface des membranes d'osmose inverse encrassées sont 

fortement adhérées, ce qui suggère que ces microorganismes sont séquestrés dans des 

biofilms.  

Selon l’analyse de la variance (ANOVA), la charge microbienne n’est pas influencée par la 

zone membranaire ni par la position de la membrane au niveau du train de filtration de la 

station de dessalement. De plus, il n’y a pas d’interactions significatives entre ces deux 

facteurs. 

En effet, les biofilms microbiens sont fortement impliqués dans le colmatage des membranes 

d’osmose inverse utilisées dans la production de l’eau potable (Chiellini et al., 2012). Selon 

Anwar et ses collaborateurs (2020), l'eau de mer contient des microorganismes, en particulier 

les bactéries. En outre, une étude antérieure a montré que les microorganismes incorporés 

dans des biofilms sont adhérés d’une façon covalente et ne se détachent pas totalement suite à 

leur agitation au vortex (Boucherit-Atmani et al., 2011).  

 

Figure N° 14 : Charge des bactéries faiblement et fortement attachées à la surface de trois 

membranes d’osmose inverse encrassées. 
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4. Isolement, purification et identification  

Cette étude vise à mettre en évidence le colmatage des membranes d’osmose inverse utilisées 

dans la station de dessalement de l’eau de mer de Souk Tlata - Tlemcen (Algérie). Les 

résultats obtenus ont montré que ce colmatage est causé par des substances abiotiques et des 

substances biotiques, en particulier les bactéries. La répartition des souches isolées sur les 

trois régions des membranes étudiées est représentée sur la figure N° 15. 

 

Figure N° 15 : Répartition des souches isolées sur les trois régions étudiées des membranes 

d’osmose inverse encrassées. 

Il ressort de cette figure que la sortie des membranes est la région qui occupe la première 

place du taux d’encrassement biologique avec 43 %. La zone du milieu vient au second rang 

(32 %) suivie par celle de l'entrée (25 %).  

Il semble que les bactéries, probablement structurées dans des biofilms, situées à l’extrémité 

de la sortie des membranes d'osmose inverse se sont adaptées aux différentes conditions 

oligotrophes en comparaison à celles des autres régions. Cela revient au flux de l'eau 

d'alimentation qui est rendu moins puissant par la force de la couche d'encrassement lorsque 

cette eau circule le long de la membrane. 

Selon cette étude, 37 souches bactériennes sont obtenues au total ; les souches isolées et 

purifiées ont révélé 22 souches (59 %) Gram négatives et 15 (41 %) Gram positives. Les 

souches identifiées sont regroupées dans le tableau N° 5. 
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Ces résultats montrent la dominance des bactéries Gram négatives ; ce qui va dans le même 

sens avec ceux de Ivnitsky et ses collaborateurs (2007). Ces auteurs ont montré que les 

espèces bactériennes isolées des membranes de nanofiltration utilisées pour le traitement des 

eaux sont majoritairement Gram négatives. 

Toutes les bactéries Gram négatives isolées appartiennent à la classe des 

gammaprotéobactéries. Il s'agit de 18 (82 %) souches de la famille Enterobacteriaceae et de 4 

(18 %) bactéries non fermentaires, dont trois Stenotrophomonas maltophilia et une 

Pseudomonas luteola. Ce résultat va dans le même sens avec ceux de Dang et ses 

collaborateurs (2008). D’après eux,  les gammaprotéobactéries forment l'une des classes 

pionnières de l'assemblage bactérien le plus représentatif dans les écosystèmes marins. 

Nagaraj et ses collaborateurs (2017) font le même constat, ils ont montré que cette classe de 

bactérie domine à la surface des membranes d'osmose inverse encrassées. Ces mêmes auteurs 

ont révélé en 2018 que le nombre important des gammaprotéobactéries augmente 

proportionnellement avec le temps de filtration sur les surfaces des membranes dans les usines 

de dessalement. 

Par ailleurs, l'eau d'alimentation du système d’osmose inverse, provenant de l'ultrafiltration 

sur cartouche, contient une grande variété de phylotypes typiques de l'eau pure, parmi 

lesquels les gammaprotéobactéries [(Bereschenko et al., 2007) ; (Bereschenko et al., 2008)]. 

En effet, Horsch et ses collaborateurs (2005), ont révélé que ce groupe de bactéries est le 

principal colonisateur des membranes de nanofiltration sur lesquelles elles forment des 

biofilms. 

En revanche, dans une étude antérieure, réalisée dans la mer rouge à l’ouest du royaume de 

l’Arabie Saoudite, Belila et ses collaborateurs (2016) ont découvert que les 

gammaprotéobactéries sont le deuxième colonisateur des membranes d'osmose inverse 

encrassées.  

Selon la présente étude, l’identification de sept (7) souches isolées s’est avérée être 

Escherichia coli, c’est une gammaprotéobactérie appartenant à la famille Enterobacteriaceae. 

Cette espèce représentait 19 % de l’ensemble des souches isolées (tableau N° 5). Dans ce 

concept, Alves et ses collaborateurs (2014) ont montré que l'eau de mer représente un 

réservoir pertinent de souches de Escherichia coli adaptées au milieu marin. De même, 

Nagaraj et ses collaborateurs (2017) ont révélé la forte abondance des entérobactéries, dont 
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Escherichia spp. dans leurs échantillons de filtres à cartouche utilisés pour le dessalement de 

l'eau de mer. 

Selon le tableau N° 5, trois souches de Raoultella ornithinolytica et une souche de Raoultella 

terrigena sont isolées dans cette étude. Des travaux de recherches antérieurs ont montré que 

Raoultella ornithinolytica est connue pour son habitat dans les milieux aquatiques [(Kanki et 

al., 2002) ; (Seng et al., 2016)]. 

Tableau N° 5 : Souches isolées à partir des membranes d’osmose inverse encrassées 

provenant de la station de dessalement d’eau de mer de Souk Tlata – Tlemcen (Algérie). 

Souches isolées Nombre (%) Gram 
Pourcentage de précision 

de l’identification 

Escherichia coli 7  (19) - 95-99 

Raoultella ornithinolytica 3 (8 ) - 81-89 

Raoultella terrigena     1 (2.7) - 70 

Klebsiella oxytoca                                 4 (11) - 94-97 

Klebsiella pneumoniae 1 (2.7) - 98 

Enterobacter amnigenus 1 (2.7) - 97 

Serratia odorifera                                     1 (2.7) - 99 

Stenotrophomonas maltophilia 3 (8) - 99-100 

Pseudomonas luteola                              1 (2.7) - 98 

Micrococcus spp                                     5  (13) + 97-99 

Staphylococcus xylosus    4 (11 ) + 52-77 

Staphylococcus cohnii ssp cohnii 3 (8) + 95-99 

Staphylococcus haemolyticus   1 (2.7) + 97 

Staphylococcus saprophyticus   1 (2.7) + 64 

Staphylococcus sciuri 1 (2.7) + 56 

Total 37 (100) / / 
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Selon ce tableau, Stenotrophomonas maltophilia est une autre espèce isolée dans cette étude, 

elle représente un taux de 8 %. Pang et Liu (2007) qui ont rapporté que le phylotype 

Stenotrophomonas représente environ 10 % de la communauté de biofilm formée sur les 

membranes de filtration. 

Cette étude a mis en évidence une seule souche de Pseudomonas luteola. Contrairement,      

Al Ashhab et ses collaborateurs (2017) ont constaté que les bactéries de la famille 

Pseudomonadaceae sont très courantes dans tous leurs échantillons des membranes d’osmose 

inverse encrassées. En fait, dans les environnements marins, l'abondance relative des taxons 

bactériens est affectée par les changements saisonniers, tels que les différences de 

température, la durée du jour, la composition et la concentration des éléments nutritifs 

(Fuhrman et al., 2015). 

Pour les bactéries Gram positives, deux genres sont identifiés ; il s’agit de Micrococcus spp. 

et Staphylococcus spp. (Tableau N° 5). Cette dernière représente 27 % du total des souches 

isolées ; tandis que Micrococcus spp.  a été retrouvée dans 13 % des cas. 

Selon des recherches antérieures, Staphylococcus spp. [(Fang et al., 2006) ; (Harakeh et al., 

2006)] et Micrococcus spp. [(Wood, 1952) ; (Mohapatra et Bapuji 1997) ; (Umadevi et 

Krishnaveni, 2013)] sont souvent retrouvés dans des échantillons marins ; ceci indique leur 

capacité à survivre dans des conditions environnementales extrêmes. Ces mêmes auteurs ont 

signalé que la mer est considérée comme un réservoir riche en microorganismes ; y compris 

Staphylococcus spp. et Micrococcus spp. 

À la lumière des résultats obtenus, l’encrassement des membranes d’osmose inverse est dû en 

partie à l’adhésion des bactéries marines, Gram positives ainsi que Gram négatives. En effet, 

la surface des membranes est très souvent colonisée par des bactéries transportées par l'eau 

d'alimentation marine. Dans ce contexte, les travaux de Nagaraj et ses collaborateurs (2017) et 

ceux de de Vries et ses collaborateurs (2020) ont montré que cette source constitue l’origine 

de l'encrassement bactérien des membranes d’osmose inverse, tandis que les membranes 

neuves ont été exemptes de ces germes. En revanche, la communauté bactérienne adhérée à la 

surface de ces membranes représente une très faible proportion par rapport à celle contenue 

dans l'eau de mer (Nagaraj et al., 2017). de Vries et ses collaborateurs (2019 et 2020) ont 

suggéré que les conditions environnementales à la surface des membranes contribuent à la 
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sélection bactérienne ; par conséquent, l'abondance de certains microorganismes par rapport à 

d’autres. 

5. Potentiel des souches isolées à former les biofilms 

Le biofilm constitue un mode de vie dans lequel les microorganismes adoptent un 

comportement multicellulaire [(Flemming et al., 1996) ; (Stewart et al., 2001)].  

Le potentiel de formation des biofilms varie d’une espèce à l’autre, il est tributaire de 

plusieurs paramètres relatifs aux conditions environnementales et de cultures [(Van der Veen 

et Abee, 2011) ; (Ren et al., 2015) ; (Seddiki, 2021)]. 

Dans cette étude, les résultats se sont montrés également variables (figure N° 16). Toutes les 

souches isolées ont présenté la capacité de former les biofilms, cependant avec des quantités 

variables. En effet, des études antérieures ont signalé que ce potentiel varie selon les espèces 

[(Van der Veen et Abee, 2011) ; (Giaouris et al., 2013) ; (Burmølle et al., 2014) ; (Liu et 

al., 2018)]. 

Par ailleurs, la communauté bactérienne des biofilms formés à la surface des membranes 

d’osmose inverse cachent une importante diversité microbienne contenue dans l'eau de mer 

[(Nagaraj et al., 2017) ; (Zhang et al., 2019)].  

Le test de formation des biofilms, évalué selon l’absorbance de la lumière à 570 nm, a révélé 

que la majorité des souches isolées ont présenté un potentiel significatif à former les biofilms 

(P < 0,05). Vingt trois souches (62 %) sont classées fortement formatrices des biofilms 

(DO570  allant de 0,42 ± 0,09 à 2,22 ± 0,03). En revanche, ce potentiel est considéré comme 

moyen chez huit souches (22 %) alors qu’il s’est révélé faible chez six autres souches (16 %).  

Il est important de noter que la transition des cellules planctoniques vers les communautés 

sessiles est un processus de développement hautement régulé [(Pratt et Kolter, 1999) ; 

(Hall-Stoodley et Stoodley, 2002) ; (Burmølle et al., 2014)] ; la biologie contrôle 

grandement la formation des biofilms, et ce, dans différentes conditions (Rendueles et Ghigo, 

2012).  

Ce processus commence par le transport bactérien vers le support suivi de l’adhésion 

cellulaire, puis d'une agrégation en microcolonies et finalement d'une maturation du biofilm 

[(Heydorn et al., 2000) ; (Tolker-Nielsen et al., 2000)]. 
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Il s’est révélé de cette étude que Pseudomonas luteola (ROi-33) est la souche ayant le plus 

grand pouvoir de formation des biofilms (DO570 = 2,22 ± 0,03). Au contraire, Staphylococcus 

xylosus (ROi-37) est la souche qui a enregistré le plus faible potentiel de former un biofilm 

(DO570 =  0,05 ± 0,003). L’étude antérieure de Belgini et ses collaborateurs (2014) ont montré 

que Pseudomonas spp. est dotée d’un potentiel élevé de formation de biofilm sur les 

membranes d’osmose inverse ; ce qui lui rend le principal agent responsable de leur 

encrassement dans les stations de dessalement d'eau de mer (Belila et al., 2016). En fait, deux 

ans plus tard, Casillo et ses collaborateurs (2018) ont signalé que les espèces de Pseudomonas 

sont couramment associées à l'encrassement de ces membranes.  

En effet, au sein des membranes RO, les conditions sont sélectives pour les populations 

microbiennes sessiles et, par conséquent, les cellules incorporées dans les biofilms et la 

matrice extracellulaire deviennent plus difficiles à éliminer avec le temps (de Vries et al., 

2019). 

D’une manière générale, l'adhésion cellulaire aux surfaces abiotiques et la formation des 

biofilms sont tributaires de la charge et de l'hydrophobicité de la surface cellulaire, de la 

présence de polymères extracellulaires et du conditionnement primaire du support [(Dunne 

Jr, 2002) ; (Giaouris et al., 2013) ;  (Ren et al., 2015) ; (Liu et al., 2018)].  
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Figure N° 16 : Quantités des biofilms formés in vitro des souches isolées selon la méthode de cristal violet. 
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6. Test d’hydrophobicité 

L'adhésion des bactéries aux surfaces des membranes d'osmose inverse est une étape critique 

dans le développement des biofilms, elle dépend initialement de l'hydrophobicité de la surface 

cellulaire ainsi que des interactions électrostatiques [(Pasmore et al., 2001) ; (Krepsky et al., 

2003) ; (Redman et al., 2004) ; (Jang et al., 2006)]. L'hydrophobicité de cette surface est, en 

effet, l'un des facteurs les plus importants dans l'adhésion ou le détachement des bactéries 

[(Zita et Hermansson, 1997) ; (Krasowska et Sigler, 2014)] ; elle est souvent médiée par 

des événements non spécifiques qui dépendent principalement de l'hydrophobicité de la 

surface cellulaire (Dunne Jr, 2002). 

Il ressort des résultats obtenus un pourcentage d’hydrophobicité inférieur à 20 % chez 26 

souches isolées ; la majorité d’entre elles sont Gram négatif. Ceci indique, selon Krepsky et 

ses collaborateurs (2003), qu’elles sont totalement hydrophiles (Figure N° 17).  

Par ailleurs, l’hydrophobicité enregistrée chez le reste des souches (11) est comprise entre 20 

et 35 %, signifiant ainsi qu’elles sont relativement hydrophiles. Cependant, ces souches sont 

majoritairement Gram positif.  

Dans cette optique, une étude antérieure (Torres et al., 2011) a montré que certaines bactéries 

Gram positives réduisent l’hydrophobicité de leurs surfaces cellulaires en présence de 

solvants organiques, l’hexane dans cette étude. 

En outre, aucune souche n’a présenté le caractère hydrophobe ; ce résultat correspond, en 

effet, à l’origine aquatique des souches isolées. En revanche, le caractère hydrophile ou 

hydrophobe du matériau qui constitue la membrane RO joue un rôle important dans leur 

encrassement.  

Dans ce contexte, les membranes hydrophiles étant préférées aux hydrophobes en raison de 

leurs faibles capacités d’adsorption, c’est pour cela que les manufacturiers cherchent à rendre 

leurs membranes plus hydrophiles et donc, moins susceptibles d’être colmatées par les 

microorganismes hydrophobes présentes dans l’eau (Bouchard et al., 2000).  

De plus, l'hydrophobicité des cellules augmente l’affinité des microorganismes à l'adhésion 

aux supports également hydrophobes, et vice-versa [(Kochkodan et al., 2008) ; (Giaouris et 

al., 2009)].  
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Cependant, les microorganismes peuvent basculer entre les phénotypes hydrophobes et 

hydrophiles en réponse aux changements des conditions environnementales tels que la 

température, la composition en nutriments et les phases de croissance [(Borecka-Melkusova 

et Bujdakova, 2008) ; (Bujdakova et al., 2013)]. 

Plusieurs études antérieures ont signalé l’importance du caractère hydrophobe ; la formation 

des biofilms est, effectivement, déclenchée par les micro-organismes qui présentent une 

hydrophobicité cellulaire élevée [(Bullitt et al., 1995) ; (Pasmore et al., 2001) ; (sorroche et 

al., 2018)]. 
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Figure N° 17 : Taux d’hydrophobicité de la surface cellulaire des souches isolées. 
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7. Agrégation cellulaire 

7.1.  Auto-agrégation 

L’auto-agrégation est un phénomène cellulaire permettant d’accélérer la formation des 

biofilms microbiens [(Seddiki, 2021) ; (Sorroche et al., 2012)]. Ce phénomène est largement 

observé chez les espèces environnementales et pathogènes (Trunk et al., 2018). 

Dans ce contexte, le test d’auto-agrégation est réalisé afin d’évaluer la capacité des souches 

isolées à former des agrégats cellulaires.  

Selon les résultats obtenus, toutes les souches isolées avaient présenté cette capacité. 

L’observation macroscopique de l’auto-agrégation a révélé des dépôts aux fonds des tubes. 

Après 24 heures d’incubation à température ambiante, les tubes où les souches à faible 

potentiel d'auto-agrégation sont incubées ont gardé un trouble visible (Figure N° 18). 

 

Figure N° 18 : Observation macroscopique de l’auto-agrégation chez (A) : Pseudomonas 

luteola (ROi-33) et (B) : Serratia odorifera (ROi-34). 

La méthode spectrophotométrique a révélé des résultats variables d’une souche à l’autre 

(Figure N° 19). Après 24 heures d’incubation, le taux d’auto-agrégation était supérieur à     

50 % chez 6 (16 %) souches, avec la prédominance de Staphylococcus cohnii ssp cohnii 

(ROi-26), Staphylococcus cohnii ssp cohnii (ROi-27), Staphylococcus xylosus (ROi-28) et 
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Klebsiella pneumoniae ssp pneumoniae (ROi-2), avec des taux respectifs de 80, 77, 66 et 63 

%.  

D’autre part, 31 (84 %) souches ont enregistré un taux d’auto-agrégation inférieur à 50 %.  

Micrococcus spp (ROi-25), Klebsiella oxytoca (ROi-8) et Micrococcus spp (ROi-19) ont 

présenté le plus faible taux d’auto-agrégation, inférieur à 20 %. 

Par ailleurs, en prolongeant le temps d’incubation à 48 heures, l’auto-agrégation s’est 

accentuée remarquablement, et ce, pour la majorité des souches. Celle-ci a pu atteindre un 

taux voisin de 90 % chez Raoultella ornithinolytica (ROi-6) et Micrococcus spp (ROi-20).  

Au contraire, l’auto-agrégation chez Klebsiella pneumoniae ssp pneumoniae (ROi-2) s’est 

curieusement diminuée de 63,61 % à 58,53 %. 

Dans l'environnement, les microorganismes vivent rarement sous forme planctonique et 

préfèrent se développer sous forme d'agrégats cellulaires (Liu et al., 2004). Cependant, Trunk 

et ses collaborateurs (2018), ont souligné ce phénomène comme étant l'une des premières 

étapes de la formation d'un biofilm.  

En fait, l’agrégation est généralement médiée par des interactions des protéines de surfaces 

microbiennes, notamment les agglutinines de charge opposée [(Sorroche et al., 2012) ; 

(Trunk et al., 2018) ; (Seddiki, 2021)]. 

L’auto-agrégation est un phénomène étroitement lié à la formation des microcolonies et des 

biofilms microbiens [(Sorroche et al., 2012) ; (Trunk et al., 2018)]. Ceci est généralisé par 

des interactions des auto-agglutinines entre les cellules bactériennes dans la suspension 

[(Dunne Jr, 2002) ; (Beloin et al., 2008)]. Dans cette même optique, les résultats de 

l’actuelle étude renforcent ce constat.  
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Figure N° 19 : Taux de l’auto-agrégation des souches isolées après 24 et 48 heures d’incubation. 
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La figure N° 20 présente le potentiel de formation des biofilms des souches isolées en 

fonction de leurs taux d’auto-agrégation. Il ressort de cette figure que la majorité (56 %) des 

souches, ayant un fort potentiel de formation des biofilms, présentent un taux d’auto-

agrégation également élevé. En effet, les souches suivantes ont présenté à la fois ces deux 

caractères ; il s’agit de Pseudomonas luteola (ROi-33), Micrococcus spp. (ROi-18),  

Raoultella ornithinolytica (ROi-32), Klebsiella oxytoca (ROi-7), Raoultella terrigena (ROi-

3), Staphylococcus haemolyticus (ROi-16), Enterobacter amnigenus (ROi-9), Raoultella 

ornithinolytica (ROi-6), Escherichia coli (ROi-13), Klebsiella pneumoniae (ROi-2), 

Staphylococcus cohnii ssp cohnii (ROi-17) et Micrococcus spp. (ROi-20).  

Ce résultat montre que l’auto-agrégation est un phénomène qui favorise la formation des 

biofilms. Dans ce contexte, une étude antérieure a montré, effectivement, qu’il y a une 

corrélation positive entre l’auto-agrégation et la formation des biofilms, puisqu’il s’agit des 

mêmes forces d’adhésions agissant sur ses deux phénomènes (Sorroche et al., 2012). 

Cependant, chez d’autres souches, l’auto-agrégation et le potentiel de formation des biofilms 

ont enregistré des taux variables et varié d’une souche à l’autre. En effet, le test de la 

formation des biofilms, ainsi que celui de l’auto-agrégation ont révélé des résultats non-

similaires. Ceci dit que, une souche bonne formatrice de biofilm n’implique pas forcément un 

taux élevé d’auto-agrégation, et vice-versa (Figure N° 20). Ce constat est en accord avec 

celui de Trunk et ses collaborateurs (2018) qui ont montré que l’auto-agrégation ne favorise 

pas forcément la formation des biofilms. 

En fait, Stenotrophomonas maltophilia (ROi-15), Klebsiella oxytoca (ROi-31), 

Staphylococcus scuiri (ROi-35), Klebsiella oxytoca (ROi-21), Micrococcus spp (ROi-36) et 

Staphylococcus cohnii ssp cohnii (ROi-17) ont présenté un potentiel à former des biofilms 

fort, mais un faible taux d’auto-agrégation.  

A l’inverse, Staphylococcus cohnii ssp cohnii (ROi-26), Staphylococcus cohnii ssp cohnii 

(ROi-27), Staphylococcus xylosus (ROi-28), sont faiblement formatrices des biofilms, mais 

ont présenté un taux élevé d’auto-agrégation. Le reste des souches présentent de faibles 

potentiels de formation des biofilms et d’auto-agrégation.  

La structure de surface et des polysaccharides extracellulaires des microorganismes et les 

conditions environnementales sont des facteurs influençant l'auto-agrégation et le 
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développement du biofilm chez la plupart des espèces bactériennes [(Fujishige et al., 2006) ; 

(sorroche et al., 2010)].
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Figure N° 20 : Nuage de points des souches isolées en fonction du taux d'auto-agrégation et du potentiel de formation de biofilm. 
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7.2. Co-agrégation 

Les micro-organismes de différentes espèces en suspension peuvent former des agrégats qui 

adhèrent ensuite aux surfaces (Bos et al., 1999). L’établissement d'une communauté sessile 

peut se produire suite au processus de co-agrégation, où les bactéries génétiquement distinctes 

peuvent se lier entre elles via des molécules spécifiques. Ce phénomène correspond à la 

formation d'agrégats cellulaires d’espèces bactériennes apparentées (Trunk et al., 2018). 

Dans cette étude, la co-agrégation est testée séparément entre Escherichia coli (ROi-13), 

Pseudomonas luteola (ROi-33) et le reste des souches isolées. Étant donné que E. coli est 

l’espèce la plus isolée, tandis que la seconde est la souche qui a présenté le potentiel de 

formation des biofilms le plus élevé, celles-ci ont été sélectionnées pour la réalisation du test 

de co-agrégation. 

Selon les résultats obtenus, des taux variables sont enregistrés quant à la co-agrégation 

cellulaire, en présence de Escherichia coli (ROi-13) ou de Pseudomonas luteola (ROi-33) 

(Figures N° 21 et N° 22, respectivement). 

En effet, inférieur à un taux de co-agrégation de 10 %, les suspensions cellulaires ont gardé 

inchangée de leur turbidité. L’agrégation cellulaire s’est rendue discrètement visible lorsque 

ce taux enregistre un pourcentage compris entre 10 % et 30 %. Une apparente co-agrégation 

au fond des tubes est, cependant, observée lorsque le taux de celle-ci est compris entre 30 % 

et 40 % ; au de là, la co-agrégation est devenue très visible avec l’apparition de volumineux 

agrégats aux fonds des tubes. 

Les taux de co-agrégation les plus importants de Escherichia coli (ROi-13) et Pseudomonas 

luteola (ROi-33) ont été enregistrés vis-à-vis des mêmes souches ; il s’agit de Staphylococcus 

haemolyticus (ROi-16), Staphylococcus cohnii ssp cohnii (ROi-17), Micrococcus spp (ROi-

18) et Staphylococcus saprophyticus (ROi-24). Notons que l’agrégation auto de ces souches, 

préalablement testée, était supérieure ou égale à 40 %.  

Par ailleurs, Klebsiella oxytoca (ROi-7) et Klebsiella oxytoca (ROi-31) ont présenté un taux 

de co-agrégation inférieur à 10 % (Figure N°21). Cependant, la co-agrégation entre 

Escherichia coli (ROi-13) et Pseudomonas luteola (ROi-33) a enregistré, curieusement, un 

faible taux (11,73 %). En tenant en compte ce résultat ainsi que ceux de l’auto-agrégation de 
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ces deux souches (44,33 % et 52,46 %, respectivement) ; un taux élevé de l’agrégation auto 

n’implique point un taux similaire de co-agrégation.  

D’après Trunk et al., (2018), l'auto-agrégation et la co-agrégation aident les cellules 

bactériennes à l'adaptation rapide à l’environnement. 

Dans ce contexte, plusieurs études ont montré que le processus de co-agrégation est médié par 

des interactions stéréochimiques entre des composants des surfaces cellulaires des 

microorganismes en interaction [(Cisar et al., 1979) ; (Kolenbrander, 1989) ; 

(Kolenbrander et London, 1992)]. De plus, chaque souche ou espèce microbienne a son 

propre partenaire spécifique de co-agrégation (Kolenbrander, 1989). C’est un phénomène 

interspécifique qui dépend de la capacité de la souche à exprimer des molécules de surface 

cellulaire spécifiques (Afonso et al., 2021).  

 

Figure N° 21 : Taux de la co-agrégation entre Escherichia coli (ROi-13) et le reste des 

souches isolées. 
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Figure N° 22 : Taux de la co-agrégation entre  Pseudomonas luteola (ROi-33) et le reste des 

souches isolées. 

L’évolution de la co-agrégation montre que certaines souches se sont engagées dans ce 

phénomène dès leur premier contact avec la souche partenaire, Escherichia coli (ROi-13) ou 

Pseudomonas luteola (ROi-33). Cependant, d’autres ont pris 15 à 120 minutes pour présenter 

les premiers dépôts de la co-agrégation (Figure N° 23). De plus, cette évolution d’agrégation 

vis-à-vis de Pseudomonas luteola (ROi-33) s’est avérée similaire à celle enregistrée avec 

Escherichia coli (ROi-13).  

Il ressort de cette figure que l’évolution de la co-agrégation observée chez Staphylococcus 

haemolyticus (ROi-16), Staphylococcus cohnii ssp cohnii (ROi-17) et Micrococcus spp. (ROi-

18) a enregistré d’importante tendance avec les souches partenaires. Il est important de noter 

que ces mêmes souches ont enregistré les taux de co-agrégation les plus importants. 

Dans ce contexte, Gibbons et Nygaard (1970) ont montré que la co-agrégation chez certaines 

paires de microorganismes est rapide et étendue alors que d'autres non. En effet, la co-

agrégation est spécifique à la souche (Afonso et al., 2021) ; les cellules co-agrégées possèdent 

un avantage métabolique par rapport aux cellules individuelles (Rickard et al., 2003). Ceci 

mène à penser à la nécessité d’explorer les mécanismes moléculaires de la co-agrégation 

(Afonso et al., 2021). 
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Figure N° 23 : Evolution de la co-agrégation, révélée après chaque 15 min pendant 2 heures, entre Escherichia coli (ROi-13) et le reste des 

souches isolées et entre Pseudomonas luteola (ROi-33) et le reste des souches isolées.  
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8. Spectroscopie Raman 

8.1. Caractérisation des souches isolées 

La spectroscopie Raman est un outil très utile dans la caractérisation et l’identification des 

systèmes biologiques [(Zimba et al., 1989) ; (Samek et al., 2010) ; (Pahlow et al., 2015)]. 

Globalement, chaque spectre Raman correspond à une espèce bien déterminée, il présente des 

pics typiques relatifs à l’espèce en question. 

La figure N° 24 révèle des spectres Raman typiques à treize (13) espèces bactériennes isolées 

à partir des membranes d’osmose inverse encrassées, ce qui correspond à l’identité des 

souches antérieurement identifiées par les méthodes biochimiques. 

Les spectres Raman obtenus montrent des pics relatifs aux élongations et bandes qui 

représentent différents constituants bactériens. Ces pics, indiquent, en effet, l’élongation C-H 

à 2936 cm−1, l’amide I des protéines à 1663 cm−1, l’ADN à 1584 cm−1, les protéines à 1444 

cm−1, l’amide III des protéines à 1251 cm−1 et la phénylalanine à 1004,18 cm−1. Le tableau  

N° 6 regroupe l’ensemble des sources de contribution, relatives aux constituants bactériens 

observés dans les spectres Raman à 633 nm. Selon leurs intensités faibles, moyennes ou 

fortes, il ressort des spectres obtenus, des déplacements Raman divers qui sont relatifs aux 

constituants des bactéries, notamment, l’ADN, les amides protéiques et les protéines. 

Le déplacement Raman à 1332,63 cm-1 donne un pic de moyenne intensité, révélant la 

présence d’acides nucléiques. Cependant, des pics à faibles intensités avec les déplacements, 

de 642, 668 et 722,47 cm-1, correspondent à la tyrosine, la guanine et l’adénine, 

respectivement. 

En revanche, à 1444,57 cm−1, un pic de forte intensité est enregistré, celui-ci est relatif aux 

protéines. Cependant, la phénylalanine est révélée avec deux intensités différentes, la 

première faible à 620 cm−1 et la seconde forte à 1004,18 cm−1. Un troisième pic à 780 cm−1 

révèle la phénylalanine, mais également la cytosine et l’uracile. De plus, les amides III et I des 

protéines sont révélés par deux pics respectifs, moyen à 1251 cm−1 et fort à 1663,05 cm−1 ; ce 

dernier est représentatif aux lipides insaturés, également. 

Ces résultats montrent que la spectroscopie Raman peut être utilisée dans la caractérisation et 

l’identification des bactéries [(Schuster et al., 2000) ; (Huang et al., 2004) ; (Ramesh et al., 

2018)]. En fait, il est possible d'identifier efficacement les bactéries en utilisant cette méthode 
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spectroscopique. Ceci est en accord avec des études précédentes qui ont identifié les espèces 

bactériennes grâce à la spectroscopie Raman [(Kotanen et al., 2016) ; (Pahlow et al., 2015) ; 

(Rebrošová et al., 2017) ; (Tien et al., 2016)]. Dans ce contexte, des études récentes ont 

montré que cette technique fournit des méthodes simples pour analyser et identifier les 

cellules bactériennes [(Akanny et al., 2021) ; (Cilogluet al., 2021) ; (He et al., 2020) ; (Kim 

et al., 2020) ; (Wang et al., 2021)]. 

 

Tableau N° 6 : Source des contributions observées dans les spectres Raman à 633 nm des 

constituants bactériens [(Huang et al., 2010) ; (Strola et al., 2014) ; (Wichmann et al., 

2021)]. 

Déplacement Raman 
Source de la contribution 

(constituant cellulaire) 

Intensité du 

spectre 

540 cm−1 Déformation COC glycosidique Faible 

620 cm−1 Phénylalanine Faible 

642 cm−1 Tyrosine Faible 

668 cm−1 Guanine Faible 

722,47 cm−1 Adénine Faible 

780 cm−1 Phénylalanine, Cytosine, Uracile Faible 

1004,18 cm−1 Phénylalanine Forte 

1103,96 cm−1 Phosphate Moyenne 

1251,06 cm−1 Amide III des protéines Moyenne 

1332,63 cm−1 Adénine, Guanine, Tyrosine, Tryptophane Moyenne 

1444,57 cm−1 Protéines Forte 

1584,14 cm−1 ADN Faible 

1663,05 cm−1 Lipides insaturés, Amide I des protéines Forte 

2936,13 cm−1 Elongation C-H Forte 
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Figure N° 24 : Spectres Raman relatifs aux différentes espèces bactériennes isolées 

des membranes d’osmose inverse encrassées. 
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8.2. Caractérisation du matériel colmatant des membranes  

Selon Wagner et ses collaborateurs (2009), la microscopie Raman peut être utilisée pour 

l'analyse de la matrice exo-polymérique des biofilms.  

La figure N° 25 montre des spectres Raman d'une membrane non colmatée, dite blanche et 

ceux correspondant à deux membranes colmatées, prélevés respectivement de la zone d'entrée 

et de sortie.  

 

Figure N° 25 : Spectres Raman du matériel colmatant. Bleu : membrane blanche non 

colmatée. Vert : zone d'entrée et Rouge : zone de sortie des membranes colmatées. 

La figure précédente révèle le spectre typique de polyamide (spectre bleu), constituant majeur 

de la membrane d’osmose inverse. Plusieurs pics représentatifs sont observés, Tong et ses 
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collaborateurs (2016) ont, en effet, bien discuté le spectre typique de polyamide en précisant 

les pics correspondants ; ces variations sont essentiellement liées aux liaisons chimiques et 

aux structures moléculaires. 

En plus des pics représentant le matériel colmatant ; il ressort des spectres de la figure N° 25 

quelques pics relatifs aux polyamides sur la surface de la zone d’entrée de la membrane 

colmatée, notamment le pic des étirements NH à 3300 cm-1 pour le polyamide. En revanche, 

peu de pics de polyamide sont observés au niveau de la sortie de la même membrane ; ce qui 

indique que la surface de cette dernière est quasiment recouverte par le matériel colmatant. 

Par comparaison des spectres obtenus, des différences sont observées entre les trois 

spécimens. Celles-ci dévoilent des pics correspondant au matériel colmatant couvrant le 

polyamide des surfaces membranaires. 

En effet, le spectre obtenu vis-à-vis de la zone d’entrée (vert) de la membrane colmatée 

montre un pic très caractéristique de l'acide humique à 1608 cm-1. Ce résultat va dans le 

même sens avec celui discerné par Sánchez-Cortés et ses collaborateurs (2006). Cependant, la 

présence de substances humiques sur les surfaces des membranes d’osmose inverse est 

attribuée à un encrassement organique (Flemming, 1997). 

De plus, des pics caractéristiques des hydrates de carbone sont observés au niveau de la zone 

de sortie de la membrane colmatée (rouge) à ≈160, 210, 710 et 1100 cm-1 ; ces pics sont 

représentatifs des polysaccharides.  Cette constatation est enregistrée au niveau de la zone 

d’entrée de la membrane encrassée à 746,01 et 639,77 cm-1.  

Ce résultat évoque la possibilité de la présence de la matrice extracellulaire des biofilms 

bactériens formés sur la membrane encrassée. Matin et ses collaborateurs (2011) stipulent en 

effet que la matrice extracellulaire des biofilms se compose principalement de 

polysaccharides et d'autres macromolécules d'origine microbienne.  

En plus de ceux des polysaccharides, d’autres pics caractéristiques des acides nucléiques sont 

enregistrés entre 650 cm-1 et 800 cm-1, ces macromolécules bactériennes peuvent être 

présentent dans la matrice des biofilms [(Zhang et al., 2015) ; (Seddiki, 2021)]. 

Ces résultats appuient le fait qu'un biofilm bactérien s'est formé sur ces zones, ce qui a 

empêché Raman de détecter l’élément composant de la membrane [(Schuster et al., 2000) ; 

(Szymańska-Chargot et al., 2016)].  
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8.3. Cartographie Raman 

Dans le but de déterminer la répartition du matériel colmatant sur les surfaces membranaires, 

des cartographies Raman ont été réalisées. La figure N° 26 représente trois cartographies 

Raman effectuées pour trois zones différentes d’une membrane encrassée ; celles de l’entrée, 

du milieu et de la sortie de l’eau. La cartographie Raman fournie des informations relatives 

aux spectres ponctuels des zones membranaires étudiées.  

Dans cette étude, les bandes spectrales caractéristiques ont été utilisées afin de tracer la 

cartographie des trois zones membranaires concernées. Ces bandes correspondent aux 

spectres du polyamide, de l’acide humique ainsi que ceux de l’élongation C-H, 

respectivement caractéristiques du constituant des membranes RO, de la matière organique et 

des cellules bactériennes (Figure N° 26). Par rapport aux pics caractéristiques, cette figure 

présente une cartographie avec 250 spectres Raman des zones colmatées, avec une taille de 17 

× 15 µm pour la zone d'entrée et celle du milieu (Figure N° 26A et B, respectivement) et de 

17 × 15 × 5 µm pour la zone de sortie (Figure N° 26C). 

Les résultats obtenus montrent que la répartition du colmatage diffère entre les trois zones de 

la membrane d’osmose inverse colmatée ; ceci montre que le colmatage n'est pas totalement 

homogène sur la même membrane affectée.  

La cartographie Raman dévoile, en effet, un tapis plus condensé dans certains endroits par 

rapport à d'autres ; selon les pics caractéristiques des bactéries, de l’acide humique et du 

polyamide, la cartographie se présente sous forme de plusieurs points de couleurs différentes. 

Ce qui correspond aux différents types de dépôts à la surface des membranes colmatées. 

Pour une meilleure évaluation, la zone de sortie est représentée avec une cartographie Raman 

en trois dimensions (3D) ; l'axe Z donne une idée sur l'épaisseur de la couche d'encrassement 

formée à la surface de la membrane d’osmose inverse encrassée (Figure N° 26C). 

Selon cette cartographie, l'épaisseur de la couche d'encrassement est de 5 µm à cet endroit. 

C’est une couche relativement fine par rapport à la taille des biofilms matures (Seddiki, 

2021). Cependant, la cartographie réalisée ici n’a tenu en compte que les bandes 

caractéristiques de deux constituants, l’acide humique et les élongations C-H, ce qui ne 

correspond point à la totale constitution d’un biofilm bactérien. 
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De plus, l’hélice résultant du super-enroulement des membranes d’osmose inverse ne 

laisse pas assez d’espace entre les différentes couches de celle-ci. Il en résulte la diminution 

des possibilités pour l’installation de grosses structures des biofilms.   

D’autre part ; ce résultat a montré que cette couche d'encrassement est probablement la 

couche basale formant le biofilm. Celle-ci est liée de manière covalente à la surface de la 

membrane ; elle résiste au flux de l’eau d’alimentation à haute pression, ainsi qu’au nettoyage 

chimique fréquemment appliqué.  

Ce résultat semble être en accord avec ceux de Paul et ses collaborateurs (2012), ces auteurs 

stipulent que la présence d'une couche basale compacte sur les membranes résiste aux 

contraintes de cisaillement lors du développement du biofilm. Selon ces mêmes auteurs, au-

dessus de cette couche basale, la cohésion devient plus faible et dépend de la contrainte de 

cisaillement appliquée ; qui a prévalu un détachement pour la partie supérieure des biofilms et 

une compression pour les couches basales. 

Pour  l'analyse des biofilms,  la microscopie Raman peut être utilisée en combinaison avec les 

techniques microscopiques (Wagner et al., 2009). 
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Figure N° 26 : Cartographie Raman des trois zones de la membrane RO colmatée. De l'entrée (A), du milieu (B) et de la sortie (C).
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9. Imagerie microscopique 

Les membranes d’osmose inverse utilisées dans la station de dessalement d’eau de mer sont 

conçues de trois couches superposées. Il s’agit de la partie supérieure, la partie inférieure et la 

partie intermédiaire plus la grille d’espacement.   

9.1. Microscope optique 

La microscopie optique est utilisée pour visualiser les différentes couches d’une membrane 

d’osmose inverse encrassée. La micrographie obtenue montre une structure symétrique de la 

couche intermédiaire de la membrane d’osmose inverse dans laquelle les pores sont visibles 

(Figure N° 27A). Cependant, la figure N° 27B montre clairement le biofouling de la surface 

de la couche supérieure de la membrane RO. En effet, au grossissement × 400, l’encrassement 

se révèle sous forme d’énormes taches brunes tapissant la surface membranaire. De plus, la 

grille d’espacement qui sépare les feuilles super-enroulées dans un module de la membrane 

d’osmose inverse est également affectée par le dépôt des matériaux colmatants (Figure N° 

27C). 

Selon Vrouwenvelder et ses collaborateurs (2009), le biofouling affecte les différentes parties 

des membranes RO. Ceci conduit à la diminution de leur performance, d’où l’échec du 

processus de dessalement [(Nguyen et al., 2012) ; (Qureshi et al., 2013)]. 

 

 

Figure N° 27 : Observation par microscope optique de A : Couche intermédiaire d’une 

membrane d’osmose inverse, B : Couche supérieure colmatée d’une membrane d’osmose 

inverse et C : Grille d’espacement entre les couches d’une membrane d’osmose inverse 

[Grossissement ; A et B × 400, C × 100].   
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9.2.  Microscope à épi-fluorescence 

Les micrographies à épi-fluorescence montrent un chevauchement des fibres constituant la 

membrane non colmatée, dite blanche (Figure N° 28A). Toutefois, les surfaces encrassées 

des membranes d’osmose inverse sont recouvertes de dépôts organiques et inorganiques 

(Figure N° 28B, C et D) ; les taches brunes dans la figure N° 28C révèlent, en effet, leur 

encrassement biologique. Cependant, la figure N° 28D dévoile des zones claires et denses, 

respectivement relatives aux petites et grandes quantités de dépôts des produits colmatant, y 

compris les biofilms.  

Ce nuisible biofouling peut être dû à la formation des biofilms sur les surfaces de ces 

membranes, ce qui est considéré comme un défi crucial pour le dessalement de l'eau de mer 

(Podar et al., 2021). 

La microscopie à épi-fluorescence est utilisée pour investiguer le bio-colmatage des surfaces 

membranaires encrassées. En effet, cette technique microscopique peut être utilisée pour 

évaluer les biofilms bactériens [(Montañez-Izquierdo et al., 2012) ; (Bogachev et al., 

2018)]. De plus, Hassan et ses collaborateurs (2010) ont pu observer les biofilms formés sur la 

surface des membranes d’osmose inverse utilisées dans la concentration de lactosérum en 

utilisant la microscopie à fluorescence. 

 

 

Figure N° 28 : Micrographies épi-fluorescentes de ; (A) : Membranes d’osmose inverse 

blanches, (C et D) : Membranes d’osmose inverse encrassées et (B) : Image sans fluorescence 

[Grossissement × 400]. 
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9.3. Microscope électronique à balayage (MEB) 

Les échantillons soumis à l’observation de la microscopie électronique à balayage ont exposé 

des surfaces membranaires d’osmose inverse encrassées qui était recouvertes d’un mélange de 

dépôt biotique et abiotique.  

La figure N° 29 montre les biofilms formés sur les trois différentes parties d’une membrane 

d’osmose inverse encrassée, à savoir l’entrée, le milieu et la sortie. Ce résultat montre que la 

taille des biofilms et la charge des microorganismes diffère entre les trois parties étudiées. 

L’entrée et la sortie de la membrane ont présenté des biofilms avec une charge de 

microorganismes très importante (Figure N° 29 A et C, respectivement). Contrairement, la 

partie du milieu de la membrane (Figure N° 29 B) a révélé un biofilm avec une charge 

microbienne réduite comparativement aux autres parties étudiées.    

 
 

 

Figure N°29 : Microscopie électronique à balayage d'un mélange d'agrégation bactérienne et 

de dépôt abiotique sur trois parties différentes d'une membrane d’osmose inverse encrassée ; 

(A) : Entrée, (B) : Milieu et (C) : Sortie. Grossissement (A et C, × 8000 ; Barres = 2 μm)        

(B × 5000 ; Barres = 10 μm). 

Par ailleurs, la figure N° 30 montre une structure complexe qui couvre uniformément toute la 

surface de la zone d’entrée d’une membrane encrassée, il s’agit d’un dépôt, formé en 

particulier de cristaux.  

Cette figure divulgue un colmatage vigoureux, formé par des particules non biologiques ; en 

effet, peu de matière extracellulaire est observée à cet endroit.   

 De plus, au grossissement élevé (× 8000) (Figure N° 31A et B), de nombreuses bactéries se 

sont montrées dispersées de manière irrégulière sur toute la surface de la membrane. 



Troisième partie                                                                  Résultats et discussion 

70 

 

Cependant, la présence de cellules bactériennes de formes et de tailles différentes au sein 

d’une matrice révèle la notion du biofilm mixte. 

En outre, certaines cellules sont dispersées individuellement sur la surface membranaire, 

néanmoins d’autres ont formé des agrégats compacts (Figure N° 31B). Dans ce contexte, une 

étude récente a montré que les biofilms sont des associations et des agrégats de micro-

organismes, adhérant les uns aux autres ; ceux-ci peuvent se développer à l'interface solide-

liquide (Flemming et al., 2021). Dans la présente étude, les microorganismes mis en évidence 

ont développé une vie sessile sur des membranes RO, un environnement équivalent à 

l'interface solide-liquide. 

De plus, différentes morphologies bactériennes sont observées à la surface de la membrane, à 

savoir cocci, bacilles et gros bâtonnets. Toutes ces formes microbiennes semblent baigner 

dans la matrice extracellulaire du biofilm formé sur la membrane RO. Ces résultats sont en 

accord avec ceux trouvés par Bereschenko et ses collaborateurs (2010) qui ont montré que les 

biofilms matures formés sur les surfaces des membranes d'osmose inverse encrassées 

présentent une structure hétérogène complexe et s'étalent sur toute la surface de la membrane.  

Au contraire, Kwan et ses collaborateurs (2015), ont révélé que les biofilms formés à la 

surface des membranes d’osmose inverse sont étroitement organisés en raison de la pression 

hydraulique appliquée. De plus, il est constaté que les biofilms formés sur la surface de ces 

membranes sont composés d'une communauté microbienne hétérogène (Cuevas et al., 2020). 

Les résultats obtenus ont montré que les dépôts d'encrassement diffèrent d'une zone 

membranaire à l'autre. Ce résultat corrobore ceux enregistrés suite à la détermination de la 

charge microbienne et à la cartographie Raman. En conséquence, les résultats des techniques 

microscopiques, combinés à ceux de la spectroscopie Raman et des méthodes de culture 

microbiologique, peuvent fournir un aperçu général et complémentaire de l'état 

d'encrassement des membranes d'osmose inverse.  

Dans ce contexte, Wagner et ses collaborateurs (2009) ont suggéré la combinaison de la 

microscopie Raman aux techniques microscopiques pour  l'analyse des biofilms. 
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Figure N° 29 : Microscopie électronique à balayage d’un dépôt hétérogène sur la surface de la sortie d’une membrane d’osmose inverse 

encrassée [Grossissement : (A) × 500 et (B) × 4000]. 
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Figure N° 30 : Microscopie électronique à balayage des biofilms formés sur la surface de la sortie d’une membrane d’osmose inverse encrassée 

[Grossissement : (A) × 2500 et (B) × 8000]. Les flèches indiquent des agrégats bactériens de différentes morphologies. 
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10.  Analyse des correspondances multiples (ACM) 

Le plotellipse (Figure N° 32), basé sur l’analyse des correspondances multiples (ACM), 

illustre les modalités des variables étudiées (charge microbienne, imagerie électronique des 

biofilms et la cartographie Raman). L’ACM a regroupé les modalités en trois groupes selon la 

région étudiée de la membrane RO colmatée. Ainsi, l’entrée de la membrane présente une 

grande formation de biofilm selon l’imagerie électronique (Figure N° 29 A), une charge 

microbienne élevée et un fort colmatage selon la spectroscopie Raman (Figure N° 26 A). 

Cependant, la région du milieu de la membrane a montré un petit biofilm selon l’imagerie 

électronique (Figure N° 29 B), une charge microbienne faible et un colmatage également 

faible selon la spectroscopie Raman (Figure N° 26 B). Concernant la sortie de la membrane, 

l’imagerie électronique a montré un biofilm modéré (Figure N° 29 C), le comptage des 

microorganismes a donné une charge microbienne moyenne et la spectroscopie Raman a 

présenté un niveau de colmatage moyen (Figure N° 26 C). 

Ces résultats statistiques corroborent ceux discutés ci-dessus, il semble que le colmatage des 

membranes d'osmose inverse soit mieux étudié en combinant les trois variables précédentes. 

 

Figure N° 32 : Plotellipses basé sur l’analyse des correspondances multiples illustrant les 

modalités de toutes les variables étudiées. 
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Le colmatage des membranes d’osmose inverse, utilisées dans les systèmes de filtration de la 

production d’eau potable, constitue le principal verrou technologique. Cependant, ce 

colmatage pose de sérieux problèmes dans les usines de dessalement d'eau de mer, car il 

réduit la durée de vie des membranes et augmente les coûts d'exploitation. 

Dans ce contexte, la présente étude a porté sur l'étude des produits de colmatage ainsi que sur 

le développement des biofilms à la surface des membranes d'osmose inverse utilisées dans le 

procédé de dessalement de l'eau de mer de la station souk Tlata. 

À la lumière des résultats obtenus, les points suivants ressortent de ce travail : 

 Les produits de colmatage induisent un poids supplémentaire significatif vis-à-vis des 

membranes d'osmose inverse encrassées. 

 Le dénombrement des microorganismes présents sur les différentes parties des 

membranes d'osmose inverse montre que la charge microbienne diffère d'une 

membrane colmatée à l'autre et entre les zones d'entrée d'eau et celles de sa sortie. 

 Sur dix-huit (18) échantillons prélevés à partir de six (6) membranes d'osmose inverse 

encrassées, un total de trente-sept (37) souches sont isolées, dont vingt-deux (22) 

Gram négatives et 15 Gram positives.  

 La répartition des souches isolées entre les zones appartenant aux trois parties étudiées 

dans chaque membrane colmatée a montré que celle d'où sort l'eau est la plus 

colonisée par les microorganismes. 

 Les entérobactéries et certaines bactéries à Gram positif étaient prédominantes sur les 

surfaces encrassées des membranes d'osmose inverse. 

 Les souches isolées ont toutes le pouvoir de former des biofilms in vitro, avec une 

biomasse importante. 

 Le test d'hydrophobicité a montré que la majorité des souches isolées ont une paroi 

hydrophile alors qu'aucune souche n'est classée comme hydrophobe, ce qui est 

cohérent avec le milieu aquatique des souches isolées. 
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 L'analyse des parties colmatées par spectroscopie Raman a révélé, d'une part, des 

spectres caractéristiques de substances organiques et, d'autre part, des spectres 

caractéristiques de biofilms formés à la surface de la membrane. 

 La cartographie Raman a montré que le colmatage n'est pas homogène sur toute la 

surface de la membrane, l'épaisseur de la couche d'encrassement étant différente d'une 

zone à l'autre. 

 Les observations microscopiques ont révélé des dépôts biotiques et abiotiques sur les 

surfaces membranaires dont différentes morphologies bactériennes ont été observées. 

 Enfin, la combinaison des méthodes microscopiques, spectroscopie Raman et 

méthodes microbiologiques conventionnelles, permet l'examen complémentaire des 

membranes d'osmose inverse encrassées. 

Une compréhension approfondie du mécanisme d'encrassement et de ses principes 

scientifiques sous-jacents est essentielle pour un fonctionnement optimisé du processus de 

nettoyage. Il est donc important de procéder à l'avenir à une description de l'agent de 

nettoyage des membranes d’osmose inverse, de la fréquence de nettoyage et de la température 

de l'eau d'alimentation. 

Il est crucial de décrire également où l'élément membranaire doit être placé dans le récipient, 

sous pression.  

Par ailleurs, la formation des biofilms sur les surfaces membranaires est complexe ; il faut 

s'intéresser aux différentes stratégies de lutte existantes pour éliminer ou limiter le 

développement des biofilms sur les surfaces membranaires et développer des recherches pour 

améliorer l'efficacité de la lutte contre ces biofilms. 
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Annexe 1 

 Tableau N°7 : Souches isolées de six (6) membranes d’osmose inverse encrassées. 

 

Matricules Nom des souches isolées 

ROi-1 Escherichia coli 
ROi-2 Klebsiella pneumoniae ssp pneumoniae 

ROi-3 Raoultella terrigena 

ROi-4 Escherichia coli 

ROi-5 Raoultella ornithinolytica 

ROi-6 Raoultella ornithinolytica 

ROi-7 Klebsiella oxytoca 

ROi-8 Klebsiella oxytoca 

ROi-9 Enterobacter amnigenus  

ROi-10 Escherichia coli 

ROi-11 Escherichia coli 

ROi-12 Escherichia coli 

ROi-13 Escherichia coli 

ROi-14 Escherichia coli 

ROi-15 Stenotrophomonas maltophilia 

ROi-16 Staphylococcus haemolyticus 

ROi-17 Staphylococcus cohnii ssp cohnii 

ROi-18 Micrococcus spp 

ROi-19 Micrococcus spp 

ROi-20 Micrococcus spp 

ROi-21 Klebsiella oxytoca 

ROi-22 Stenotrophomonas maltophilia 

ROi-23 Stenotrophomonas maltophilia 

ROi-24 Staphylococcus saprophyticus 

ROi-25 Micrococcus spp 

ROi-26 Staphylococcus cohnii ssp cohnii 

ROi-27 Staphylococcus cohnii ssp cohnii 

ROi-28 Staphylococcus xylosus 

ROi-29 Staphylococcus xylosus 

ROi-30 Staphylococcus xylosus 

ROi-31 Klebsiella oxytoca 

ROi-32 Raoultella ornithinolytica 

ROi-33 Pseudomonas luteola 

ROi-34 Serratia odorifera 

ROi-35 Staphylococcus sciuri 

ROi-36 Micrococcus spp 

ROi-37 Staphylococcus xylosus 
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Annexe 2 

Tableau N°8 : Poids de 50 membranes avant et après leurs encrassements.  

Types de membranes Poids 

initial 

(KG) 

Poids final 

(KG) 

Poids du colmatant 

(KG) 

SWC 4+ 16,4 16,9 0.5 

SWC 4+ 16,4 22,6 6,2 

SWC 4+ 16,4 18,43 2,03 

SWC 4+ 16,4 21,45 5,05 

SWC 4+ 16,4 22,1 5,7 

SWC 4+ 16,4 21,9 5,5 

SWC 4+ 16,4 20,02 3,62 

SWC 4+ 16,4 22,32 5,92 

SWC 4+ 16,4 16,97 0,57 

SWC 4+ 16,4 16,95 0,55 

SWC 4+ 16,4 19,65 3,25 

SWC 4+ 16,4 18,21 1,81 

SWC 4+ 16,4 19,15 2,75 

SWC5 16,4 18,3 1,9 

SWC5 16,4 20,78 4,38 

SWC5 16,4 17,6 1,2 

SWC5 16,4 18,46 2,06 

SWC5 16,4 23,69 7,29 

SWC5 16,4 19,12 2,72 

SWC5 16,4 18,93 2,53 

SWC5 16,4 18,52 2,12 

SWC5 16,4 19,58 3,18 

SWC5 16,4 25,33 8,93 

SWC5 16,4 23,4 7 

SWC5 16,4 20,13 3,73 

SWC5 16,4 23,19 6,79 

SWC5-LD 15 16,64 1,64 

SWC5-LD 15 19,01 4,01 

SWC5-LD 15 21,58 6,58 

SWC5-LD 15 21,17 6,17 

SWC5-LD 15 19,45 4,45 

SWC5-LD 15 21 6 

SWC5-LD 15 20,39 5,39 

SWC5-LD 15 20,54 5,54 

SWC5-LD 15 17,99 2,99 

SWC5-LD 15 20,65 5,65 

SWC5-LD 15 23,37 8,37 

SWC5-LD 15 16,54 1,54 

SWC5 Max 16,4 16,75 0 ,35 

SWC5 Max 16,4 16,81 0,41 

SWC5 Max 16,4 20,76 4,36 



Sixième partie                                                                           Annexes 

97 

 

SWC5 Max 16,4 18,57 2,17 

SWC5 Max 16,4 17,76 1,36 

SWC5 Max 16,4 17,23 0,83 

                    0,35 SWC5 Max 16,4 16,75 

SWC5 Max 16,4 18 1,6 

SWC5 Max 16,4 19,1 2,7 

SWC5 Max 16,4 18,5 2,1 

SWC5 Max 16,4 19 2,6 

SWC5 Max 16,4 19,4 3 

 

 

Annexe 3 

Tableau N°9 : Qualité de l’eau de mer de la station de dessalement de Souk Tlata. 

Paramètres unité Minimum Maximum 

Température ° C 18 28 

pH / 7,8 8,2 

Total des matières solides dissoutes (TDS) mg/L 36500 38000 

total des matières solides en suspension (TSS) mg/L 2 8 

Chlorure mg/L 19677 20391 

Calcium mg/L 416 429 

Sulfate mg/L 2710 3400 

Strontium mg/L 9 10 

Magnésium mg/L 1325 1381 

Sodium mg/L 11631 12384 

Bicarbonate mg/L 130 135 

Bore mg/L 4,8 5 

Composé organique total mg/L 0,1 0,5 
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Annexe 4 

Tableau N°10 : Système d’ultrafiltration de la station de dessalement d’eau de mer de Souk 

Tlata. 

 

Localisation 

 

Prétraitement 

Débit 631100 m3/Jour 

Pression 3,5 bars 

Type Fibre creuse 

Diamètre des pores des membranes 0,015 – 0,020 µm 

Surface membranaire (par module) 70 m2 

Dimension du module membranaire  Diamètre : 20,32 cm / Longueur : 203,2 cm 

 Nombre de module / train 144 

Type de rétro-lavage Air et eau 

Nombre de train 40 trains en service, 5 trains en attente 

  

 

Annexe 5 

Tableau N°11 : Système d’osmose inverse de la station de dessalement d’eau de mer de Souk 

Tlata. 

 

Localisation 

Débit / Module  

 

Osmose inverse 

16833 m3 / Jour 

Récupération 45 % 

Total des matières solides dissoutes (TDS) 37000 mg / L 

Température 18 – 27 °C 

Nombre de trains 12 en service, 1 en attente 

Nombre de tubes/Train 192 

Nombre de modules membranaires/Train 1344 

Nombre Totale des modules membranaires 17472 

Membrane configuration Enroulée en spirale 

Rejet de sel/Élément 99,8 % 

Dimensions Diamètre : 20,32 cm / Longueur : 101,6 cm  

Surface/Élément 37,1612 m2 

Pression 68 bars 
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Annexe 6 

Tableau N°12 : Conductivité, turbidité, TDS et TSS de l’eau de mer pendant les trois 

premières années de fonctionnement de la station de dessalement de Souk Tlata. 

Date Conductivité (ms/cm) TDS (ppm) TSS (ppm) Turbidité (NTU) 

30/10/2011,  01:15  59,5 41650 80,5 62,10 

30/10/2011, 03:00  59,5 41650 58,5 36,40 

30/10/2011,  05:45  59,1 41370 56,5 34,50 

30/10/2011,  07:30  59,5 41650 43,5 33,00 

30/10/2011,  09:00  59,4 41580 114,5 37,80 

30/10/2011,  13:00  59,1 41370 34,5 29,1 

30/10/2011,  18:00 59,1 41370 43,0 39,3 

30/10/2011,  20:30  59,3 41510 30,0 33,2 

30/10/2011,  12:00  59,4 41580 39 18 

31/10/2011,  04:45  59,4 41580 27,0 13,60 

31/10/2011,  07:30   59,7 41790 39,5 32,20 

31/10/2011,  10:45  59,6 41720 37,0 38,80 

31/10/2011,  12:45  59,4 41580 33,0 34,90 

31/10/2011,  15:00  59,5 41650 20,0 22,60 

31/10/2011,  17:00  59,4 41580 4,5 10,16 

31/10/2011,  19:00  59,0 41300 3,5 8,13 

01/11/2011,  05:00   60,2 42140 8,5 9,12 

01/11/2011, 08:30  59,5 41650 31,5 7,53 

01/11/2011,  11:00  59,8 41860 50,0 16,50 

01/11/2011,  14:30  59,4 41580 25,5 19,90 

01/11/2011,  18:30  59,6 41720 20,0 18,56 

01/11/2011,  20:40  59,8 41860 59,5 59,0 

02/11/2011,  01:00  59,0 41300 16,0 19,3 

02/11/2011,  05:00  57,8 40460 16,5 7,3 

25/11/2011,  09:00  59 41300 5,3 6,63 

25/11/2011,  13:00  59,2 41440 14,5 10,12 

26/11/2011,  13:00  58,9 41230 6,5 9,50 

27/11/2011,  13:00  59,0 41300 36,0 10,68 

28/11/2011,  01:00  58,9 41230 11,5 9,91 

28/11/2011,  22:00  58,0 40600 57,0 56,00 

29/11/2011, 01:00  58,8 41160 61,0 38,70 

29/11/2011, 05:00  58,5 40950 67,0 66,20 

29/11/2011, 09:00  58,3 40810 31,0 46,80 

29/11/2011, 13:00  58,3 40810 17,5 30,70 

29/11/2011, 18:00  58,5 40950 14,0 23,2 

29/11/2011, 21:00  58,4 40800 3,00 9,91 
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30/11/2011, 02:00  58,6 41020 8,50 8,61 

30/11/2011, 09:00  58,5 40950 6,75 6,22 

30/11/2011, 14:00  58,6 41020 6,50 8,61 

01/12/2011, 01:00  58,0 40600 8,75 6,51 

01/12/2011, 09:00  59,0 41300 18,50 3,62 

01/12/2011,  15:00  58,7 41090 8,75 7,37 

02/12/2011,  01:00  58,0 40600 3,00 2,36 

02/12/2011,  17:00  58,2 40740 16,25 3,63 

03/12/2011,  17:00  58,0 40600 13,75 10,01 

04/12/2011,  02:00  57,8 40460 16,50 11,65 

04/12/2011,  17:00  58,0 40600 33,50 13,40 

05/12/2011,  05:00  58,2 40740 6,50 6,15 

05/12/2011,  17:00  58,1 40670 4,50 2,59 

06/12/2011, 01:00  58,2 40740 5,00 3,20 

06/12/2011, 05:00  57,9 40530 2,00 2,54 

16/12/2011,  09:00  58,3 40810 10,00 3,45 

17/12/2011,  01:00  57,7 40390 27,00 29,60 

17/12/2011,  09:00  57,2 40040 33,50 21,90 

17/12/2011,  13:00  58,2 40740 28,00 20,00 

17/12/2011,  17:00  58,3 40810 29,00 23,60 

17/12/2011,  22:30  57,2 40040 33,50 21,90 

18/12/2011, 01:00  58,2 40740 28,00 20,00 

18/12/2011, 05:00  58,3 40810 29,00 23,60 

18/12/2011, 09:00  57,8 40460 89,50 83,20 

18/12/2011, 13:00  57,7 40390 31,50 35,10 

18/12/2011, 17:00  57,8 40460 25,50 30,00 

18/12/2011, 21:00  57,6 40320 25,50 24,20 

19/12/2011, 05:00  57,4 40180 14,50 13,54 

19/12/2011, 09:00  58,1 40670 9,50 7,55 

 02/02/2012,  9:00 57,9 40530 4,75 6,12 

02/02/2012,  9:00 58,4 40880 7,25 6,22 

03/02/2012,  9:00 57,7 40390 4,25 4,68 

03/02/2012,  9:00 56,6 39620 41,00 38,80 

04/02/2012,  4:00 56,4 39480 17,50 14,55 

04/02/2012,  10:00 57,8 40460 35,00 26,70 

4/2/2012,  4:00 57,9 40530 17,00 11,49 

02/04/2012 21:00 58,2 40740 27,30 7,96 

02/05/2012 05:00 57,2 40040 16,20 6,53 

02/05/2012 10:00 57,7 40390 17,50 14,61 

02/05/2012 16:00 58,0 40600 9,30 6,91 

02/05/2012 21:00 57,3 40110 16,50 3,57 

02/06/2012 05:00 57,7 40390 51,00 34,30 

02/06/2012 15:00 56,7 39690 56,00 62,40 

02/06/2012 21:30 57,7 40390 17,00 20,30 

02/07/2012 04:30 57,6 40320 7,50 8,130 

02/07/2012 11:00 57,4 40180 31,00 11,23 

14/01/2013,  09:00 55,2 38640 8,00 9,42 
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14/01/2013,  11:00  55,0 38500 8,00 7,14 

19/01/2013,  15:00  54,1 37870 79,00 63,10 

21/01/2013,  11:30  54,1 37870 78,00 60,60 

23/01/2013,  17:30  54,7 38290 31,00 31,40 

24/01/2013,  10:20  54,9 38430 28,00 22,00 

25/01/2013,  13:00  54,4 38080 17,00 11,89 

26/01/2013,  07:50  54,2 37940 38,00 32,40 

27/01/2013,  12:30  55,1 38570 16,00 12,65 

28/01/2013,  09:00  55,1 38570 11,00 10,20 

 25/04/2013,  09:00  53,7 37590 24,00 18,41 

 25/04/2013,  17:00  53,6 37520 38,00 32,40 

 25/04/2013,  21:00  53,7 37590 26,00 27,90 

 26/04/2013,  05:00  53,4 37380 17,00 18,71 

 26/04/2013,  09:00  53,4 37380 8,00 8,11 

 23/05/2013,  12:30  52,2 36540 10,00 8,46 

 13/09/2013,  09:00  51,8 36260 39,00 30,20 

 14/09/2013,  13:00  52,2 36540 14,00 10,90 

 14/09/2013,  22:00  52,4 36680 10,00 9,69 

 15/09/2013,  09:00  52,5 36750 19,00 15,96 

 16/09/2013,  21:00  52,9 37030 31,00 35,40 

 17/09/2013,  09:00  55,5 38850 17,00 15,42 

 18/09/2013,  09:00  52,5 36750 13,00 10,60 

 08/10/2013,  09:00  52,4 38776 4,00 3,09 

 08/10/2013,  21:00  52,1 38554 17,00 17,51 

 09/10/2013,  01:00  52,1 38554 14,00 10,32 

 09/10/2013,  05:00  52,4 38776 16,00 12,91 

 09/10/2013,  09:00  52,4 38776 28,00 25,70 

 09/10/2013,  21:30  52 38480 10,00 8,38 

 10/10/2013,  05:00  52,3 38702 13,00 10,19 

 10/10/2013,  09:00  52,5 38850 21,00 15,16 

 11/10/2013,  09:00  52,3 38702 6,00 3,94 

 11/10/2013,  21:00  51,8 38332 4,00 4,22 

 30/10/2013,  20:00  50,4 37296 18,00 11,83 

 30/10/2013,  21:00 50,7 37518 12,00 16,1 

 31/10/2013,  01:00  50,7 37518 14,00 154 

 31/10/2013,  05:00  50,7 37518 16,00 13,57 

 31/10/2013,  09:00  51,0 37740 22,00 16,99 

 01/11/2013,  09:00   51,0 37740 9,00 8,36 

  02/11/2013, 09:00  50,8 37592 8,00 7,26 

  03/11/2013, 09:00  50,8 37592 10,00 4,36 

 04/11/2013,  21:00  50,8 37592 18,00 17,51 

 05/11/2013,  05:00  50,8 37592 31,00 31,10 

 05/11/2013,    17:00  50,7 37518 21,00 20,80 

 

 


