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Résumé : 

Dans l'industrie alimentaire, y compris celle de la volaille, la plupart des agents pathogènes 

et/ou d’altération ont la capacité aux surfaces en contact avec les aliments et par conséquent 

formerdes biofilms 

L’objectif de ce travail est d’évaluer la capacité de formation de biofilms par des souches 

appartenant à B.cereus et Staphylococcus aureus isolées de la viande de poulet hachée crue et 

du Döner Kebab prêt à manger commercialisés dans la région de Tlemcen. L’effet de l’acide 

acétique et de l’acide citrique sur des biofilmsde Staphylococcus aureusformés sur des 

surfaces en acier inoxydable à plusieurs concentration et durées de contact différents. 

Les résultats d’évaluation de la formation des biofilms des souches sur le PVC, gélose en 

rouge congo et sur l’acier inoxydable sont les suivants : 58,06% des souches sont non 

productrices de biofilms, 41,94% sont des souches productrices de biofilm sur le PVC, que 4 

souches appartenant aux S. aureus sont productrices du slime sur gélose en rouge congo, ainsi 

que les résultats montrent que la plupart des souches sont non productrice sur l’acier 

inoxydable 61,29%, 45,16% et 54,83% pendant des différents temps d’incubation 24,48,72h, 

respectivement. 

L’acide acétique a un effet réducteur important(2,59 log) par rapport à l’acide citrique(2,36 

log) ;mais en même temps  la valeur de la réduction la plus basse est de 0,070 log  

enregistréepour  l’acide acétique. 

L’acide citrique a un effet d’élimination total du biofilm plus que réductionnel, contrairement 

à l’acide acétique. 

Mots clés :biofilm, Staphylococcus aureus, Bacillus cereus, acide acétique, acide citrique. 
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Abstract : 

In food idustry, incuding poultry, most pathogenic  and or weathering have the ability of 

adesion in surfaces that has a contact with  food by forming a biofilms, such as S. aureus and 

B. cereus. 

The main objective of this work is to evaluate the effect of acetic acid and citric acid on a 

selected strain of Staphylococcus aureus from 31 strains isolated from raw chicken meat and 

Döner Kebab ready to eat commercialized in the region of Tlemcen, including 20 strains of 

Bacillus cereus and 11 are Staphylococcus aureus. 

All 31 strains were evaluated for quantitative and qualitative biofilm formation on titration 

microplates made of PVC, congo red agar and stainless steel. 

The evaluation results of the biofilm formation of the strains on PVC, agar in Congo red and 

on stainless steel are as follows: 58.06% of strains are non-producing biofilms, 41.94% are 

strains producing biofilm on PVC, 4 strains belonging to S. aureus are producing slime on 

agar in red congo,as well as the results show that most strains are nonproducer on 61.29%, 

45.16% and 54.83% stainless steel during different incubation times 24.48,72h, respectively. 

The second experimental part shows that acetic acid has a significant reducing effect (2.59 

log) relative to citric acid (2.36 log); but the lowest biofilm reduction (0.070 log) is recorded 

in acetic acid. 

The citric acid has a total elimination effect of the biofilm more than reduction, unlike acetic 

acid. 

Key words: chicken meat, biofilm, Staphylococcus aureus, Bacillus cereus, acetic acid, citric 

acid. 
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 :الملخص

في يدال انصُاعاث انغزائيت، بًا في رنك انذواخٍ ، يعظى انعىايم انًضببت نلأيشاض او انخي حغيش انسانت انطبيعيت نلأغزيت 

انخي يٍ بيُها   (à Gram positive)نذيها انقذسة غهى انخثبج عهى يضازاث يخصهت بالاغزيت يشكهت انبيىفيهى، كانبكُيشيا  

B. cereus   وانبكخيشياS. aureu  .

 

 وزًط انضخشيك عهى صلانت يخخاسة يٍ (انخمزًط )الأصيخيكيطذانهذف انشئيضي يٍ هزا انعًم هى حقييى حأثيش 

، في يُطقت حهًضاٌنلأكم ودوَش كباب خاهزة  يضىقٌ نسى انذخاج انُيئو صلانت يعزونت 31انًكىساث انعُقىديت انزهبيت يٍ 

 .انًكىساث انعُقىديت انزهبيت صلانت يٍ 11 و يٍ انبضيهىس صيغييىس صلانت 20يُها 

 ، نىزاث أخاس انكىَغى PVC صلانت نفسىصاث حشكيم بيىفيهى انكًي وانُىعي عهى نىزاث انًعايشة 31حى حقييى خًيع ال 

 .الأزًشوأنىاذ انفىلار انًقاوو نهصذأ

:  ، نىزاث أخاس انكىَغى الأزًش وعهى انفىلار انًقاوو نهصذأ هي كًا يهيPVCَخائح حقييى انضلالاث نخشكيم انبيىفيهى عهى

 صلالاث فقط حُخًي PVC ،4، ٪ هي صلالاث يُخدت نهبيىفيهى عهى 41.94 ٪ يٍ انضلالاث غيش انًُخدت نهبيىفيهى58.06

حُخح انضلايى في أخاس انكىَغى الأزًش، وكزنك أظهشث انُخائح أٌ يعظى انضلالاث غيش يُخدت بُضبت S. aureusإنى 

 . صاعت عهى انخىاني24.48.72٪ عهى انفىلار انًقاوو نهصذأ خلال أوقاث زعاَت يخخهفت 54.83٪ و 45.16٪ و 61.29

 2.36)يقاسَت بسًط انضخشيك  (log 2.59)وظر اندزء انخدشيبي انثاَي أٌ زًط الأصيخيك نه حأثيش حقهيم نهبيىفيهى كبيش 

log) ؛ ونكٍ حى حضديم أدَى حخفيط نهبيىفيهى(0.070 log) عُذ زًط الأصيخيك. 

 .زًط انضخشيك نه حأثيش انقعاء انخاو عهى انبىفيهى أكثش يٍ انخخفيط ، عهى عكش زًط انخهيك

 ، زًط الأصيخيك ، زًط انباصيهىس صيغيىس ، انًكىساث انعُقىديت انزهبيتنسى انذخاج ، انبيىفيهى ، : الكلمات المفتاحية

.انضخشيك  
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Liste des abréviations et signe utilisés : 

 % : Pourcentage. 

 (-) : Négatif. 

 (+) : Positif. 

 °C : Température en dégrée Celsius. 

 µl : Microlitre. 

 ADN : Acide désoxyrébonucléique.  

 AISI: Institue américain de fer et de l’acier. 

 B. cereus : Bacillus cereus. 

 BHIA : Gélose infusion cœur-cervelle. 

 BHIB : Bouillon cœur-cervelle. 

 CaCl2 : Chlorure de calcium. 

 CV : Cristal Violet. 

 DO : Densité optique. 

 EDS : Eau Distillée Stérile. 

 g : Gramme. 

 K2HPO4 : L’hydrogénophosphate de potassium. 

 KCI : Chlorure de potassium. 

 l : Litre. 

 Log : Le symbole mathématique du mot logarithme. 

 Mg : Milligramme. 

 MnSO4 : Sulfate de manganèse.  

 Mz : Mégahertz. 

 Na2HPO4 : L’hydrogénophosphate de soduim. 

 NaCl : Chlorure de sodium. 

 NaOH : L'hydroxyde de sodium. 

 Nm : Nanomètre. 

 P/V : Poid par Volume. 

 PBS : Phosphate-Buffered Saline. 

 PCA : plaque de gélose de compter(Plate Acount Agar). 

 PIA : Polysaccharide Intercellulaire Adhésion. 

 PVC : Polychlorure de Vinyle: désigne une matière plastique. 

 RCA : La culture de Rouge Congo Agar. 



 

V 
 

 Rpm : Nombre de tour par minute. 

 S. aureus : Staophylococcus aureus. 

 TSB : Tryptie Soy-Broth. 

 UFC : Unité Formant Colonie. 

 V/V : Volume par Volume 
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Introduction : 

La consommation et la production de la viande de poulets et des sous-produits de 

poulets augmentent annuellement dans le monde entier, que ce soit dans les pays 

développées, ou ceux en voie de développement (FAO/OMC, 2015). La viande de 

poulet est une source importante de protéines animales utilisées couramment en raison 

de sa valeur nutritionnelle élevée et ses prix relativement raisonnables (Zhou et al., 

2010). Elle est considérée comme un milieu favorisant la croissance des différents types 

des micro-organismes durant tout le cycle de production tel que les bactéries (Ghafir et 

Daube, 2007). Parmi ces bactéries, les bactéries à Gram positif dont les bactéries 

sporulées tel que Bacillus cereus et les bactéries productrices des toxines dont 

Staphylococcus aureus. Ces agents pathogènes peuvent passer dans la chaîne 

alimentaire. Un grand nombre d’espèces de bactéries potentiellement pathogènes pour 

l’homme est retrouvé dans la viande de poulet (Van Immerseel et al., 2003a, 2003b). 

Dans l'industrie alimentaire, la plupart des agents pathogènes d'origine alimentaire 

ont la capacité de s'échapper à la stérilisation de routine (telles que les températures et 

pressions élevées, le rinçage mécanique) en formant un biofilm sur les surfaces des 

matériaux couramment utilisés dans le secteur alimentaire, tels que l'acier inoxydable, le 

verre, le caoutchouc, le polycarbonate, le polyuréthane, le polystyrène, le 

polypropylène, le titane, l'aluminium et la céramique (Rode et al., 2007 ; Di Ciccio et 

al., 2015; Miao et al., 2019). 

Le phénomène de sporulation de Bacillus cereus préoccupe l’industrie alimentaire 

en raison que les spores confèrent à la bactérie une capacité à survivre aux des différents 

conditions environnementales tel que les hautes températures et les valeurs extrêmes de 

pH (Immerseel et al., 2004; Cartman et al., 2008; Soni et al., 2016). En effet, 

Staphylococcus aureus est le troisième agent pathogène d'origine alimentaire, il a une 

capacité élevée de former un biofilm sur les différents surfaces (Di Ciccio et al., 

2015;Thiran et al., 2018). 

Staphylococcus aureus est l'un des principaux microorganismes pathogènes 

présent dans les aliments pouvant provoquer des intoxications alimentaires qui résultent 

de l'ingestion d'entérotoxines (SE) staphylococciques produites lors de la croissance de 

S. aureus dans les aliments, tandis que Bacillus cereus fait partie des espèces 

pathogènes du genre Bacillus susceptibles de provoquer des maladies d'origine 

alimentaire (Fernandes et al., 2018 ; Martínez-Vasallo et al., 2019). 
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Dans ce cadre, la présente étude a été menée avec les objectifs suivants : 

 Évaluer la capacité des souches isolées à partir de la viande de 

poulet cru et du Döner Kebab prêt à manger et commercialisés dans la 

région de Tlemcen à former un biofilm par différentes techniques à savoir 

les microplaques de titration en PVC, la gélose au Rouge Congo et sur des 

surfaces solides en acier inoxydable. 

 Tester l’effet de l’acide acétique et l’acide citrique sur des biofilms formés 

par Staphylococcus aureus à différentes concentrations. 
 

Ce mémoire est structuré comme suit : 

1. Une synthèse bibliographique qui comporte trois chapitres : Les biofilms 

microbiens, Généralités sur Bacillus cereus et Staphylococcus aureus et Effet de l’acide 

acétique et l’acide citrique sur la formation des biofilms ; 

2. Une description de la méthodologie envisagée ; 

3. Les résultats obtenus sont décrits et discutés par la suite ; 

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

de  nouveaux axes de recherches. 
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Chapitre 1 : Les biofilms microbiens 

1.1. Définition de biofilm : 

Les biofilms sont des structures bien organisées de microorganismes (Tremblay 

et al., 2014) soit de la même espèce, soit d’espèces différentes qui vivent en symbiose et 

forment une communauté (Banger et al., 2017). Cette dernière est caractérisée par son 

adhésion à une surface biotique ou abiotique présentant des caractéristiques 

fonctionnelles et structurelles complexes (Rodríguez-Calvo et al., 2017). Les 

microorganismes en interaction sont piégés dans une substance polymérique 

extracellulaire autoproduite appelée : la matrice (Gaunand et Matt, 2012 ; Al Shamsi, 

2015). 

1.2. . Composition et organisation du biofilm : 

Un biofilm est formé d’un ensemble de microorganismes lié à une surface solide 

et enrobés dans une matrice extracellulaire (Filloux et Vallet, 2003 ; Clutterbuck et al., 

2007 ; Ardré, 2014). 

Les biofilms se composent par différents types de microorganismes à savoir les 

bactéries, les protozoaires, les algues, les mycètes et les virus (Phillips et al., 2011 ; 

Coughlan et al., 2016). Ces microorganismes présentent des propriétés totalement 

différentes de leur homologues planctoniques (Jamel et al., 2015). Ils représentent 10 à 

25% du volume total du biofilm (Al Shamsi, 2015). Les biofilms multi-espèces 

représentent le mode de vie le plus adapté par les micro-organismes dans la nature 

(Yang et al., 2011). Ils sont plus complexes que les biofilms mono-espèce ce qui rend 

leur étude très difficile (Burmølle et al., 2014). 

La matrice du biofilm est le constituant majeur car elle représente 50 à 90% avec 

une épaisseur qui varie de 0.2 à 1µm (Sutherland 2001 ; Branda et al., 2005 ; Al 

Shamsi, 2015 ; Jamal et al., 2017). Les substances polymériques extracellulaire (EPS) 

sont des matériaux gélatineux recouvrant les cellules de biofilm composées par des 

molécules excrétées par les cellules elles-mêmes (Coughlan et al., 2016). La 

composition de la matrice est présentée dans le tableau 1, elle varie selon l’espèce 

bactérien et les conditions de croissance (Tremblay et al., 2014). Les EPS (substances 

polymériques extracellulaires) sont divisées en trois types : les EPS solubles (S-EPS), 

les EPS faiblement liés (LB-EPS) et les EPS étroitement liés (TB-EPS). Les EPS-LB et 
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TB-EPS sont les composantes dominantes des EPS totaux (Miao et al., 2017). L’EPS 

constitue la partie la plus vaste d’un biofilm et remplit de nombreuses fonctions incluant 

la structure et la stabilité mécanique du biofilm (Fish et al., 2017), une barrière de 

protection pour augmenter la tolérance des biofilms aux stress environnementaux 

(Wang, 2018). Elles jouent également un rôle important dans l’adhésion et l’agrégation 

microbiennes (Miao et al., 2017). 

Tableau 1 : composition des EPS d’après Greener et al., (2016) : 

Composition de la matrice % 

Protéines 2 

Polysaccharides 1-2 

ADN et ARN 1-2 

Eau 97 

Ions Traces 

Cellules microbiennes 2-5 

 

1.3. . Les étapes de formation du biofilm : 

La formation des biofilms peut être décrite en cinq étapes (comme indiqué dans la 

figure 1), avec une notion de cycle car un biofilm constitue un réservoir potentiel pour 

la création d’un nouveau biofilm (Banger et al., 2017). Ce processus a été observé 

presque chez toutes les espèces bactériennes étudiées au fil du temps (Hughes, 2016), 

où les cellules microbiennes se transforment de la forme planctonique à la forme sessile 

pour l’adaptation aux diverses conditions nutritionnels et environnementales (Jamal et 

al., 2015). La formation du biofilm fait appel à un type particulier de signalisation 

appelé « le quorum sensing », et une transcription d’un ensemble des gènes par rapport 

à ceux des formes planctoniques de la même espèce microbien (Jamal et al., 2017). 
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Figure 1 : Représentation schématique des différentes étapes conduisant à la formation d’un 

biofilm (Akbas, 2015). 

1.3.1. Film conditionnement et transport des bactéries vers le support : La première 

étape est la formation du film primaire. Dans l’environnement alimentaire, il est 

généralement riche en nutriments, telle que les protéines, les glucides, les lipides et la 

matière minérale. Ces composants agissent souvent comme un film visqueux, modifiant 

les propriétés physicochimiques de la surface et stimulant l’attraction et l’adhésion des 

bactéries vers la surface (Al Shamsi, 2015 ; Banger et al., 2017). Le transport des 

bactéries implique le déplacement de la cellule vers le lieu de son adhésion. Il dépend de 

plusieurs propriétés dynamiques, dont les caractérisations des bactéries incluant 

différentes appendices tel que les flagelles et cils, ainsi que la nature et le mouvement de 

milieu (Parot, 2007 ; Brain-Jaisson, 2014). 
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1.3.2. L’adhésion réversible : C’est une étape de transport qui permet aux bactéries de 

s’approcher de la surface grâce à la force du flux, à la gravitation, à leur mobilité 

intrinsèque, et dans certains cas où il y a un gradient de concentration de certaines 

substances entre les deux interfaces s’implique un transport actif (Ying et Wei, 2017), 

les appendices cellulaires tels que la flagelle, fimbriaes et les pilis sont impliqués dans 

l'attachement réversible. À ce stade, les bactéries peuvent s’engager dans le mode de vie 

du biofilm ou quitter la surface pour revenir au mode de vie planctonique (Toyofuku et 

al., 2016). Dans cette étape les cellules bactériennes se fixent à la surface grâce à leur 

appendices tels que les pillis, les flagelles et les fimriaes et peuvent également être 

attachées par d’autre forces physiques comme Van der Waal’s et les interactions 

électrostatiques. Les microorganismes s’attachent plus facilement aux surfaces 

hydrophobes et non polaires (Chmielewski et Frank, 2003 ; Katsikogianni et al., 2004 

; Jamal et al., 2017). 

1.3.3. L’adhésion irréversible et la formation des microcolonies : Dans cette étape 

certain protéines de surface sont sécrétés (Toyofuku et al., 2016), et permettant de 

consolider la fixation des bactéries au support avec l’application des interactions 

irréversibles de courte distance d’énergie plus élevée entrent en jeu qui sont les liaisons 

covalentes (Vallet et al., 2001 ; Banger et al., 2017) qui se manifeste entre les bactéries 

et la surface : des interactions hydrophobes, liaisons de Van der Waals, forces 

hydrodynamiques et interactions répulsives électrostatiques caractérisées par la 

formation de ponts entre une charge négative du micro-organisme et une charge 

négative du substrat, par l’intermédiaire de cations divalents (Ca2+, Mg2+) (Banger et 

al., 2017 ; Doghri, 2018). Ces attachements ne peuvent être éliminés que sur l’action 

d’une forte force d’agitation, et la synthèse des EPS se poursuit (qui débute dès les 

premières étapes d’adhésion) pendant la maturation du biofilm (Spiers et al., 2003 ; 

Kuchma et al., 2005). 

Cette étape est caractérisée par la formation de microcolonies composées à la fois 

des bactéries initiales qui se divisent et de bactéries qui s’attache sur le biofilm en 

formation (Chmielewski et Frank, 2003 ; Stanley et al., 2003 ; Roux et Ghigo, 2006 ; 

Akbas, 2015). 
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Par la suite le biofilm a une croissance exponentielle se traduisant par une 

augmentation importante de son épaisseur jusqu’à former un film hétérogène 

tridimensionnel (Davey et O’Toole, 2000 ; Sauer et al., 2002). 

1.3.4. La maturation du biofilm et la formation de la structure tridimensionnelle : Dans 

cette étape les cellules communiquent entre elles par des molécules de signalisation du 

quorum sensing « les auto-inducteurs ».Il s’agit d’un système de stimulation pour l’expression 

des gènes en coordination avec d’autre cellule et une réponse liée à la densité de leur 

population locale. La molécule de signalisation s’attache à un récepteur d’autre bactérie et 

aide la transcription des gènes spécifiques. 

Le système de quorum sensing permet la communication entre les espèces intra-

spécifiques et interspécifiques (Jamal et al., 2015). Certains gènes spécifiques expriment 

d’importantes substances pour la formation d’EPS qui est le principal matériau de la structure 

tridimensionnelle de biofilm. Des canaux interstitiels sont ensuite produits dans la matrice qui 

agissent comme un système circulatoire pour distribuer les nutriments et éliminer les déchets 

des communautés microbiennes au sein du biofilm (Jamal et al., 2017). Le biofilm grandit et 

devient mature, s’épaississant jusqu’à devenir macroscopique en conditions optimales 

(Banger et al., 2017). 

1.3.5. Détachement et dispersion de biofilm : Le détachement de cellules du biofilm 

intervient lorsque les conditions environnementales deviennent défavorables à savoir 

limitation en oxygène, diminution de la concentration ou modification de la nature des 

nutriments disponibles. L’apparition des forces de cisaillement dues aux conditions 

hydrodynamiques peuvent intervenir. Les bactéries peuvent alors migrer afin de trouver 

un environnement plus favorable à leur développement. Ce phénomène n’est pas 

restreint au dernier stade du développement du biofilm mais peut avoir lieu, soit par lyse 

cellulaire soit par le départ de cellules viables tout au long de la formation du biofilm et 

en réponse à un changement d’environnement (Donlan, 2002 ; Sauer et al., 2002 ; 

Sauer et al., 2004 ; Parot, 2007 ; Kaplan, 2010). 

Le détachement des cellules bactériennes est considéré comme un problème 

majeur car cela peut conduire à la contamination des aliments ou à la colonisation 

d'autres régions, donnant lieu à la formation de biofilm sur une nouvelle surface 

(Fernandes et al., 2018). 
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1.4.  Les facteurs influençant la formation du biofilm : 

La formation des biofilms et leur organisation structurale résultent essentiellement 

d’interactions entre l’environnement, la flore microbienne et le matériau. Ils sont donc 

tributaires et influencent tout à la fois des paramètres propres à chacun des trois acteurs, 

notamment l’oxygénation, le pH, la température, l’accès à la lumière, la quantité de 

matière organique en ce qui concerne l’environnement, la nature du matériau, la 

microstructure, l’état de surface pour le matériau, et le métabolisme, les polymères 

sécrétés et les interactions cellulaires pour les micro-organismes (Doghri, 2018 ; Miao 

et al., 2019). 

1.4.1. Les propriétés physiques de la surface : Les biofilms revêtent une grande 

importance pour l'industrie alimentaire et se produisent sur une grande variété de 

surfaces en contact avec les aliments. En fait, plusieurs auteurs ont signalé la capacité de 

bactéries à former des biofilms sur des matériaux couramment utilisés dans le secteur 

alimentaire, tels que l'acier inoxydable, le verre, le caoutchouc, le polycarbonate, le 

polyuréthane, le polystyrène, le polypropylène, le titane, l'aluminium et la céramique. 

Outre, les surfaces contaminées lors de la propagation d'agents pathogènes dans les 

aliments sont déjà bien établies dans les secteurs de la transformation des aliments, de la 

restauration et dans les environnements domestiques  (Bendinger, 2003 ; Rode et al., 

2007 ; Garzoni et Kelley, 2009 ; Di Ciccio, 2015). 

Les matériaux de la surface ont un effet substantiel sur la fixation et la formation 

des biofilms. L’adhésion à une surface abiotique est affectée par ses caractéristiques 

physicochimiques telles que la rugosité, la charge, l’hydrophobicité, le pH et la 

température (Akbas, 2015 ; Di Ciccio, 2015 ; Fernandes et al., 2018). 

1.4.2. Lespropriétés physicochimiques de la cellule bactérienne : L’hydrophobicité 

de la surface bactérienne. La structure de la cellule bactérienne peut influencer sur la 

formation de biofilm, par exemple la présence de fimbriae, des protéines, l’EPS et les 

flagelles qui jouent un rôle très important dans l’attachement des bactéries  (Akbas., 

2015). 
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1.4.3. La biosynthèse d’EPS : Les molécules d’EPS sont acceptées comme un facteur 

majeur affectant la formation des biofilms. Les EPS ont des différentes propriétés 

chimiques et physiques en fonction de leur composition chimique. La synthèse d’EPS 

est affectée par les facteurs environnementaux comme le carbone ou l’azote. La plupart 

des types d’EPS sont à la fois hydrophiles et hydrophobes  (Donlan et Costerton, 

2002). 

1.4.4. Les facteurs environnementaux : La formation de biofilm peut être influencée 

par l’espèce bactérien et les conditions environnementales défavorables incluant les 

nutriments, le pH et la température pression osmotique, qui existent couramment dans 

l'industrie agro-alimentaire (Akbas, 2015 ; Fernandes et al., 2018 ; Miao et al., 2019). 

1.5.  Les biofilms en industries alimentaire : 

Les biofilms étaient généralement considérés comme des sources de contamination 

microbienne dans divers domaines industriels. Le contrôle des biofilms est une question très 

importante dans l'industrie alimentaire, la croissance des biofilms est un problème majeur 

dans les secteurs de la santé et de l’alimentation (Furukawa, 2015 ; Amrutha et al., 2017). 

La sécurité alimentaire reste une préoccupation mondiale majeure pour le secteur 

alimentaire (Yuan et Yuk, 2018). La viande et les produits carnés sont particulièrement 

exposés à des contaminations par des agents pathogènes et d’altération. La viande de 

poulet est une sources importante de protéines animales utilisées couramment en raison 

de sa valeur nutritionnelle élevée et ses prix relativement raisonnables (Zhou et al., 

2010). Pendant la production, la transformation, la distribution et le stockage des 

denrées alimentaires, ils subissent des détériorations par le biais de produits chimiques 

et par des processus microbiens. Plusieurs études ont montré que la viande est plus 

susceptible d'être contaminée et altérée par différentes bactéries et surtout les bactéries 

sporulantes tel que Bacillus cereus et des bactéries productrices de toxines tel que 

Staphylococcus aureus. Plusieurs études antérieures ont montré la capacité de telles 

bactéries à adhérer et à former des biofilms dans les lignes de production et de 

transformation alimentaires y compris celle de la viande (Ayari et al., 2015). 
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2. Chapitre 2 : Généralités sur Bacillus cereus et Staphylococcus aureus 

2.1. . Généralités sur Bacillus cereus : 
 

Les espèces appartenant au genre Bacillus sont des bactéries à Gram positif, 

mobiles, formatrices d’endospores, thermorésistantes, anaérobies facultatives (Delanas, 

2014). Bacillus spp a été signalée à avoir une tolérance aux conditions défavorables telle 

que la pasteurisation ou l’acidité rencontrée dans l’estomac (Laouami, 2012 ; Chitra 

Pandey et  al., 2018). 

2.1.1. Taxonomie et caractéristiques : 

Bacillus cereus appartient au domaine des Eubactéries, phylum des Firmicutes 

(bactéries à bas G+C % et à coloration de Gram positive), classe des Bacilli, l’orde des 

Bacilliales et la famille des Bacillaceae (Dromigny, 2008). Le genre Bacillus renferme 

plus de 90 espèces, dont certaines forment le groupe «Bacillus cereus» qui rassemble 

Bacillus anthracis, B. cereus, B. mycoides, B. pseudomycoide, B. thuringiensis et B. 

weihenstephanensis (Delanas, 2014). 

Bacillus cereus est un agent pathogène d'origine alimentaire. Il est ubiquitaire 

dans la nature, couramment présent dans les aliments. C'est un microorganisme 

opportuniste largement reconnu comme agent étiologique des épidémies d'origine 

alimentaire (Lopez et al., 2014). Il a été isolé des fruits, légumes, noix, céréales, lait et 

produits laitiers, viande, aliments séchés et épices (RijuBasu et al., 2016). Les viandes 

non cuites et cuites sont considérées comme des substrats favorables pour le 

développement de B. cereus. Elle a contribué à 9% de la charge totale des 

microorganismes isolés à partir de la viande fraîche du marché international (Ayari et 

al., 2012). Bacillus cereus peut former des biofilms qui agissent comme une source de 

contamination persistante (Shakhawat et Deog-Hwan, 2017). 

 

 
Figure 2 : La forme de Bacillus cereus (ATCC 14579) sous microscopie optique (Laouami, 

2012). 
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2.1.2 Pathogénicité de Bacillus cereus : B. cereus cause d’importantes maladies 

d’origine alimentaire. Elle est fréquemment impliquée dans des épidémies d'origine 

alimentaire à partir des aliments traités thermiquement en raison de leurs endospores et 

de l'absence de flore compétitive et provoque la détérioration des aliments qu’elle 

contamine (RijuBasu et al., 2016).  

Ce pathogène provoque deux types d'intoxication alimentaire distinctes : le type 

diarrhéique et le type émétique. Le syndrome diarrhéique est causé par des 

entérotoxines complexes produites lors de la croissance végétative du microorganisme 

dans l’intestin grêle. Ces toxines (hémolysine BL et l'entérotoxine non hémolytique 

Nhe) agissent sur les cellules épithéliales tout en provoquant une sécrétion massive du 

liquide dans la lumière intestinale. Le syndrome émétique est causé par la toxine 

émétique produite par les bactéries au cours de leur croissance dans les aliments qui 

affecte les nerfs (RijuBasu et al. ,2016). En plus des toxines produites (figure 3), 

Bacillus cereus provoque des infections locales (plaies et blessures) et des infections 

systémiques (le système nerveux central) (Laouami, 2012 ; Shakhawat et Hwan, 

2017). 

 
Figure 3 : Infections causées par B. cereus chez l’homme (Laouami, 2012). 
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2.1.3. La sporulation de Bacillus cereus : La sporulation est le processus qui conduit à 

la formation d’une forme cellulaire de résistance qui s’appuie sur une morphologie 

unique et remarquable. En 1876, Robert Koch et Ferdinand Cohn publient la première 

description morphologique des endospores de B. anthracis et B. subtilis (Loison, 2013). 

Les bactéries sporulées les plus fréquentes dans les aliments appartiennent aux genres 

Bacillus et Clostridium. La majorité des espèces sont des flores d’altération des aliments 

(coagulation du lait, développement d’odeurs, gonflement des boîtes de conserve et des 

emballages…), certaines espèces peuvent être pathogènes pour l’homme et agissent par 

l’intermédiaire de toxines (Christieans et al., 2011). 

2.1.3.1. Structure de la spore: La description de la structure d la spore est schématisée dans 

la figure ci-dessous. La spore de Bacillus cereus se compose d’une multitude de couches 

survirant à protéger leur génome dans un espace central déshydraté. Chaque couche possède 

des spécificités notamment en termes de composition (Loison, 2013). La membrane interne 

peut être visible sur des coupes de spores mais la membrane externe l’est plus rarement. Le 

centre de la spore est protégé par le cortex et les tuniques qui se séparent en deux couches la 

tunique interne et la tunique externe. Selon les espèces un exosporium entoure les tuniques. 

L’exosporium constitué d’une base et de projections aériennes est séparé des tuniques par un 

espace (McKenney et al., 2010 ; McKenney et al., 2013 ; Bressuire-Isoard, 2015). 

 

Figure 4 : Observation et descriptif de la structure des spores de Bacillus (A) : structure 

schématisée, (B) : Observation au microscope électronique à transmission (MET) de coupes 

de spores de B. subtilis marquées au rouge de ruthénium pour visualiser l’exosporium 

(McKenney et al., 2010), échelle: 0,125 nm et (C) : B. anthracis marquées au tétroxide 

d’osmium (McKenney et al., 2013). 
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2.1.3.2. Cycle de sporulation : Le processus de la sporulation est affecté par les conditions 

environnementales incluant la composition moyenne du milieu, disponibilité en minéraux, 

activité de l'eau du milieu, température de sporulation (22°C), disponibilité en oxygène et la 

distribution spatiale dans la culture liquide contre la surface de gélose (Hayrapetyan, 2015). 

Le cycle de sporulation se compose de plusieurs étapes schématisées dans la figure 4. Pendant 

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

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

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

mère et une pré-spore où σF devient actif. Après l’invagination, le facteur σE est actif dans la 

cellule mère puis le cortex se met en place parallèlement à l’activation de σG dans la pré-

spore. Le facteur σK devient actif et les tuniques se mettent en place autour de l’endospore. 

Après la lyse cellulaire, la spore est libérée et peut redonner une cellule par germination (De 

Hoon et al., 2010). La figure 5 montre par le biais du microscope électronique le processus de 

sporulation chez Bacillus cereus.  

La germination des spores en cellules végétatives occupent un intérêt considérable 

pour l'alimentation des micro-organismes car c’est non seulement un point de contrôle 

pour empêcher la production de toxine, mais aussi une méthode de réduire la dormance 

et la résistance des spores (AswathiSoni et al., 2018). 

 

Figure 5 : Observation microscopique de Bacillus cereus au cours de sa sporulation. 

Des cellules végétatives ; (B) : Des endospores ; et (C) : Spores (Bressuire-Isoard, 2015). 
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Figure 6: Cycle de la sporulation et régulation génétique chez Bacillus subtilis (De Hoonet 

al., 2010) 

 

2.1.3.3. Caractéristiques des spores : Le genre Bacillus, y compris Clostridium, est 

thermorésistant grâce à la formation des spores capables de supporter des températures 

supérieures à 100°C pour des durées de traitement de plusieurs minutes, de résister à la 

cuisson des aliments et de s’y multiplier potentiellement durant la conservation. Pour pallier à 

cette problématique, les industriels ont développé des stratégies pour détruire les spores 

(traitements thermiques comme l’appertisation ou le traitement UHT) ou inhiber le 

développement des formes végétatives et sporulées via l’acidification, l’ajout de sel ou 

d’additifs de conservation (Christieans et al., 2011). 

Il a été signalé que la sporulation pourrait se produire dans les biofilms sur les 

surfaces en contact avec les aliments et le niveau de sporulation dépend de la souche et 

du milieu de croissance. Les conditions nutritionnelles minimales favorisent la 

formation du biofilm ou la sporulation des cellules de Bacillus. 

Les spores sont souvent définies comme dormantes, inertes ou métaboliquement 

inactives. Cette activité métabolique extrêmement réduite des spores est à l’origine de 

leur extrême longévité (Bressuire-Isoard, 2015). 
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Les souches de Bacillus ont pu former des biofilms mono-espèces sur des coupons 

en acier inoxydable et des biofilms mixtes avec des souches résidentes et que la 

sporulation se produisait encore facilement dans ces structures complexes. Ces spores 

étaient très résistantes au nettoyage mais étaient facilement transférées sur l’agar. 

Bacillus provoque la contamination alimentaires croisées (Faille et al., 2014 ; 

Rajamani et al., 2019). 

Les spores de Bacillus cereus posent un défi à l'industrie alimentaire car elles 

résistent aux traitements thermiques (sauf la mise en autoclave) et ont été détectés dans 

une large gamme de produits alimentaires y compris le riz cuit, aliments à faible teneur 

en eau comme les épices et le lait en poudre ainsi que pasteurisés, produits alimentaires 

réfrigérés. Sous conditions favorables, les spores de B. cereus peuvent germer en 

cellules végétatives, capables de produire deux types de toxines (Faille et al., 2014). 

Pour le genre Bacillus, l’espèce B. cereus, suivie par B. subtilissont les plus étudiées 

(Christieans et al., 2011). Les souches de Bacillus sont souvent isolées de biofilms 

dans les industries alimentaires. 

Certaines bactéries, appartenant aux genres Bacillus, Clostridium (bâtonnets) ou 

Sporosarcina (coques) sont capables dans des conditions défavorables, de produire une 

structure de résistance particulière : l’endospore. Les spores de ce microorganisme peut 

survivre à la pasteurisation et se retrouver dans le produit final avec le potentiel de 

causer la détérioration et l'intoxication alimentaire, en particulier puisque la 

pasteurisation élimine la plupart des formes végétaves des bactéries (Hayrapetyan, 

2015). 

2.2. Généralité sur les Staphylococcus aureus : 

Staphylocoques sont des coccus à Gram positive, catalase positive, coagulase positive 

ou négative selon les espèces et thermo-nucléase positive (DjalmaChaves, 2017). 

Staphylococcus spp, sont souvent associés aux intoxications alimentaires t aux 

épidémies dans le monde entier en raison de leurs capacité à produire plusieurs types 

d’entérotoxines (Viçosa, 2009). 
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Figure 1 : Observation par microscope électronique à balayage de Staphylococcus aureus 

(Rubab et al., 2018) 

2.2.1. Définition des Staphylococcus aureus : C’est un coccus à Gram positif, 

anaérobie facultatif, non mobile et ne forme pas de spores. Elles sont mésophiles et 

produisent des entérotoxines thermostables à des températures comprises entre 10 °C et 

46 °C responsable des  intoxications alimentaires (Kroning, 2016 ; Chang, 2017 ; 

Papadopoulos, 2017 ; Qiuchun Lia, 2018). 

2.2.2. Pouvoir pathogène : Ce germe est largement distribué dans la nature. Il est 

présent dans l'air, eau et nourriture; à la surface du corps humain, dans la cavité nasale, 

sur le pelage des animaux et dans l'appareil digestif tract parmi d'autres sites. S. aureus a 

été responsable de plusieurs maladies infectieuses, y compris infections tissulaires et 

cutanées, pneumonie, septicémie, mammite, arthrite et infections des tissus mous 

(Qiuchun Lia, 2018). Ils peuvent coloniser des volailles saines, être isolé dans les 

usines de transformation de la volaille, et du poulet au détail avec des résistances aux 

antimicrobiens (Dupre, 2019). L'intoxication alimentaire due au staphylocoque est 

provoquée par l'ingestion orale des produits alimentaires contaminés par des 

entérotoxines staphylococciques (Wakabayashi et al., 2017 ; Dupre, 2019). 

La virulence de Staphylococcus aureus est un processus multifactoriel impliquant 

la production de diverses protéines liées et sécrétées aux cellules ainsi que la formation 

de biofilm (SchneidKroning, 2016). Les entérotoxines classiques à staphylocoques (A, 

B, C, D et E) sont responsables de 95% des épidémies d'intoxication alimentaire, et les 

entérotoxines A et C sont les plus courantes (SchneidKroning, 2016). Les 

entérotoxines sont thermostable et peuvent maintenir leur stabilité même après les 

traitements thermique généralement employés dans les industries alimentaires. Cela 

représente un risque pour les consommateurs d’où la nécessité de contrôler ces micro-
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organismes au cours des premières étapes de la production (NogueiraViçosa, 2009). La 

virulence implique également la présence de l'opéron ica qui est responsable de la 

production du polysaccharide d’adhésion intercellulaire (PIA), et par conséquent, la 

formation de biofilm (SchneidKroning, 2016). Elle est aussi exprimée par la capacité 

des S. aureus d'acquérir des déterminants de la résistance aux antibiotiques 

(Papadopoulos, 2017). 
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Chapitre 3 : Effet de l’acide acétique et de l’acide citrique sur la formation des 

biofilms 

Les maladies d’origine alimentaire entrainent des taux de mortalité élevé dans le 

monde entier. Selon le rapport de l’Organisation mondiale de la santé en 2015, 420000 

personnes sont décédées dans le monde après avoir consommé des aliments contaminés 

par des bactéries pathogènes. L’Autorité Européenne de Sécurité des Aliments a indiqué 

que les viandes sont les principaux sources des agents pathogènes d’origine alimentaire 

(Hoa Van Ba et al., 2000), notamment Bacillus cereus, Bacillus subtilis, et 

staphylococcus aureus qui pourraient se fixer et se former un biofilm dans un 

environnement de transformation des aliments tel que le verre, le métal, et l’acier 

inoxydable (Akbas, 2015). Ces deux éléments (la souche bactérienne et le matériau de 

surface en contact avec les aliments) sont les facteurs les plus importants pour la 

formation des biofilms et peuvent entrainer une détérioration des aliments et la 

transmission des maladies (Akbas et Cag, 2016). Donc, de nombreuses recherches sur 

la prévention et l’éradication de la formation des biofilms ont été menées pendant 

plusieurs années (Rode et al., 2007 ; Akbas, 2015). 

Les acides organiques sont parmi les nouvelles approches sécurisées pour le 

contrôle de la formation de biofilm (Akbas, 2015). Les acides organiques sont 

naturellement présents dans les fruits et les aliments fermentés (Akbas et Olmez, 2007), 

ils sont obtenus par fermentation et extraction et ils sont utilisés comme acidulant 

antimicrobien contre les bactéries et les levures, et comme des agents aromatisants et 

des conservateurs des aliments (Mogosanu et al., 2017). Il est observé que l’effet 

antimicrobien des acides organiques varie d’un acide à un autre (Garzoni et Kelley, 

2009 ; Akbas et Kokumer, 2015 ; Akbas et Cag, 2016). 

3.1. . L’acide acétique : 

C’est un acide faible qui peut être produit soit par fermentation de l’éthanol (acide 

éthanoïque) soit par synthèse (Bjarnsholt et al., 2014). Il est considéré comme le 

composant principal de vinaigre et joue un rôle important dans les domaines de la 

médecine, l’industrie alimentaire et la chimie (Yang et al., 2018). Le vinaigre 

(concentration de l’acide acétique égale à 20%) est utilisé comme agent de conservation 

naturel pour la prévention de la détérioration de divers produits alimentaires : viandes, 
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sauces, cornichons (Mogosanu et al., 2017). La figure 8 représente la structure de 

l’acide acétique. 

 

Figure 8 : Structure de l’acide acétique (Site web 1). 

 

3.2.  L’acide citrique: 

C’est un acide tricarboxylique hydroxyle à six atomes de carbone et il constitue le 

principale acide organique des agrumes. Il a nombreuses applications comme agent de 

conservation des aliments et il est capable d’inhiber une grande variété de 

microorganismes grâce à sa capacité d’abaissement du pH. L’acide citrique fonctionne 

également comme un agent de chélation des métaux (Akbas et Cag, 2016). La figure 9 

représente la structure de l’acide acétique. 

 

Figure 9 : Structure de l’acide acide citrique (Site web 2). 

 

3.3. . L’effet antibactérien de l’acide acétique et de l’acide citrique : 

En plus d’être les agents antimicrobiens les plus largement utilisées pour la 

décontamination des carcasses des viandes dans nombreux pays comme les Etas Unis et 

Canada. Les acides organiques comme l’acide acétique et l’acide citrique ont un effet 

antioxydant pouvant éliminer une couche minérale et biologique de la surface des 
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racines et le même effet attendu dans les biofilms (Ba et al., 2000). L’action des acides 

organiques dépend de plusieurs facteurs (Lecompte, 2008) : 

 Le type d’acide  

 Le pH : plus le pH est faible, plus l’action est importante. 

 Le degré de dissociation de l’acide : les acides faibles non dissociés sont plus efficace. 

Pour inhiber et détruire les microorganismes que les formes dissociés. 

L’acide acétique ou l’acide citrique traversent la membrane cellulaire, à l’intérieur 

des cellules. Le pH intracellulaire élevé provoque la dissociation de l’acide et la 

libération des anions et des protons chargés qui ne peuvent plus traverser la membrane 

en sens inverse. Une augmentation de la concentration en acide dans la cellule provoque 

des différentes effets concourent à l’inhibition de la croissance bactérienne tels que : 

 La rupture de la membrane bactérienne et modification de sa perméabilité. 

 L’inhibition des réactions métaboliques vitales. 

 Un stresslié à l’homéostasie du pH intracellulaire par un changement de gradient 

d’hydrogène entre les sites intracellulaires et extracellulaires. 

 Accumulation des anions toxiques (Souza et al., 2000 ; Lecompte, 2008). 

La combinaison d’acide acétique et citrique a montré une activité antimicrobienne plus 

élevé lorsque l’un des deux acides était utilisé individuellement et ils représentent un effet de 

rémanence extrêmes intéressent et peu d’effets indésirables et autorisés dans l’alimentation 

humaine (Lecompte, 2008 ; Al Rouzan, 2017). 
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Chapitre 1 : Évaluation de la capacité de formation des biofilms : 

1.1. Origine des souches : 

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

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

commercialisée dans la région de Tlemcen. Alors que les souches restantes sont des 

Staphylococcus aureus, isolées du Döner Kebab prêt à manger commercialisée dans la 

même région. 

1.2. Revivification des souches : 

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

transférée dans 7ml du bouillon BHIB (Liofilchem, Italy) et incubée à 37°C pendant 

24h. Chaque souche est étalée, après homogénéisation au vortex, sur une boite de pétri 

contenant une gélose BHIA (Liofilchem, Italy) pour les souches de Bacillus cereus et 

une gélose Baird Parker pour les souches de Staphylococcus aureus. L’incubation des 

boites est faite à 37°C pendant 24h. 

1.3. Observation microscopique : 

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

Des frottis bactériens sont préparés puis colorés avec le bleu de méthylène. 

L’observation est réalisée au microscope optique au grossissement 100. 

1.4. Conservation des souches : 

Des tubes de gélose inclinée de 5ml sont préparés et ensemencés par stries à partir 

des cultures pures de Bacillus cereus et de Staphylococcus aureus. Les tubes sont 

incubés à 37°C pendant 24h. Après  l’incubation les tubs sont récupérés et conservés au 

réfrigérateur à 4C° pendant 20 jours. 
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1.5. Évaluation de la capacité de formation de biofilm : 

1.5.1. Caractérisation phénotypique de la formation de biofilm par les 

microplaques de titration à 96puits en Polychlorure de Vinyle PVC : 

1.5.1.1. Principe de la technique : La méthode de plaque de titration décrit par O'Toole et 

al., (2000) permet une évaluation quantitative de la formation du biofilm. Les biofilms mono-

espèces peuvent se former sur des supports en polystyrènes en utilisant des microplaques à 96 

puits. 
 

A partir d’une culture de 18 heures dans le milieu Bouillon infusion cœur cervelle 

(BHIB), les puits d’une microplaque de 96 puits sont inoculés avec des bactéries. Les 

microplaques sont incubées par la suite pendant 24 heures à 37°C. Les puits sont lavés 

trois fois avec de tampon phosphate salin (PBS) (Figure 10). 
 

Les biofilms ainsi formés par l’adhésion des bactéries sessiles sont colorés avec 

du Cristal Violet (CV) à 1%. En fonction de la lecture des densités optiques (DO) de la 

phase biofilm, les bactéries sont classées comme suit : non formatrices du biofilm, 

formation modérée, fortement formatrice du biofilm (Mathur et al., 2006 ; Afreenich 

et al., 2011). 
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Figure 10 : Formation de biofilm en microplaque (Mathur et al., 2006). 

1.5.1.2. Préparation de la suspension sporale et bactérienne : La suspension sporale des 

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

préparée à partir des géloses inclinées. Une fraction de chaque souche de Bacillus cereus est 

ensemencée dans 5ml de bouillon BHIB (Liofilchem, Italy) puis incubée30°C pendant 24 

heures. Une gélose fortifiée est préparée en ajoutant à la gélose nutritive (Conda, Espagne) 

50ml/l MnSO4 et 60mg/l CaCl2. À partir de la pré-culture un volume de 0,3ml est ensemencé 

sur la gélose fortifiée et incubé à 30°C pendant 10 jours. Les tapis formés à la surface de la 

gélose sont raclés dans 3ml d’eau distillée stérile et sont transférées dans des tubes coniques. 

Les suspensions sporales sont centrifugées à 6500tours par minute pendant 15minutes. Le 

surnageant est éliminé et les spores sont lavées avec l’eau distillée stérile. Une deuxième 

centrifugation à 6500 tours/min pendant 15 minutes est réalisée. Le surnageant est jeté et le 

culot est conservé dans le réfrigérateur à 4 °C dans un volume de 3ml d’eau distillée stérile 

additionnée d’éthanol (50/50 v/v). 

Pour les souches de Staphylococcus aureus, 5 ml de BHIB (Liofilchem, Italy) est 

ensemencé à partir des souches conservées sur gélose inclinée et incubé à 37°C/24h. 
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1.5.1.3. Protocole : Un volume de 5ml de BHIB (Liofilchem, Italy) à 0.25 % de glucose est 

ensemencé par les souches à tester. Les souches de Staphylococcus aureus sont incubées à 

37°C pendant une nuit puis ajustée à une concentration finale de ≈ 10
8
 Ufc / ml, alors que 

celles de Bacillus cereus sont passées directement la mesure de la densité optique.  

L’ensemencement des microplaques de titration est réalisé comme suit, chaque 

puit est rempli par 200µl de BHIB (Liofilchem, Italy) à 0,25% glucoseet10µl des 

cultures bactériennes de Bacillus cereus et de Staphylococcus aureus. Chaque souche 

est inoculée dans trois puits et testée à deux reprises. Les puits du contrôle sont remplis 

avec BHIB (Liofilchem, Italy) à 0,25%glucose stérile. L’ensemble des microplaques est 

incubé à 37°C pendant 24h. Après l’incubation, les cultures sont éliminées. Afin 

d’exclure les cellules non adhérées, les puits sont lavés deux fois par le PBS et laissés 

sécher à l’air libre pendant 15 minutes. Les microplaques sont remplies par 250µl de 

cristal violet à 1% pendant 15 minutes à température ambiante. Une fois le cristal violet 

est éliminé, les puits sont rincés plusieurs fois avec le PBS et séchés à l’air libre pendant 

15 minutes. Un volume de 200µl d’acide acétique à 33% est ajouté dans les puits et 

laisser agir 30 minutes. La densité optique à 595nm est mesurée (BioTek, ELx808). Les 

souches sont classées comme suit (Stepanovic et al., 2000): 

 DO ≤ DOTémoin :Non formatrice de biofilm ;  

 DOTémoin < DO≤ 2xDOTémoin : Faiblement formatrice ; 

 2xDOTémoin < DO ≤ 4xDOTémoin : Capacité modérée ;  

 DO >4xDOTémoin : Fortement formatrice du biofilm. 

1.5.2. Caractérisation phénotypique de la formation de biofilm par la production 

de slime sur la gélose au Rouge Congo : 

1.5.2.1. Principe de la technique : Selon Freeman et al., (1989), la gélose Rouge Congo est 

un milieu très convenable pour la détection des souches productrices de biofilm. Sur ce milieu 

les souches exprimant le PIA (Polysaccharide Intercellulaire Adhésion) donnent des colonies 

noires avec une surface rugueuse contre des colonies de couleur rouge et à surface lisse pour 

les souches PIA négatives (Ziebuhr et al.,2001; Nagaveni et al., 2010). 

Après 24 heures d'incubation à 37°C les souches à phénotype variable donnent des 

colonies à centre noir  à surface rugueuse qui montre la production de slime et à contour 

rouge ou à centre rouge et à contour noir (Ziebuhr et al., 2001; Mathur et al., 2006; 

Afreenich et al., 2011; Nasr et al. 2012;Rewatkar et Wadher,2013). 
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1.5.2.2. Préparation de la suspension sporale et la suspension bactérienne : comme décrit 

précédemment. 

1.5.2.3. Protocole : Selon Freeman et al.,(1989), la gélose au Rouge Congo est préparée par 

l’addition de 37 g/l de bouillon BHIB (Merck, Germany), 50 g/l de saccharose, 10 g/l de 

l’agar bactériologique, et 0,8g/l de Rouge Congo (Fluka, India). À partir de la suspension 

sporale et de la suspension bactérienne des boites au Rouge Congo sont ensemencées par 

épuisement et incubées à 37°C pendant 24-48h. Les souches productrices de slime donneront 

des colonies noires à surfaces rugueuse alors qu’un résultat négatif indiquera des colonies 

rouges à surface lisse. Les souches de phénotype variable donneront des colonies à contre noir 

et contour rouge ou à centre rouge et contour noir. 

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

inoxydables : 

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

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

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

méthode décrite par Rossoni et Gaylarde (2000). Elles sont rincées par l’acétone (EMSURE, 

Germany) pur, puis lavées par immersion dans NaOH à 1% (p/v) à PH = 13.2 pendant 1h. Un 

rinçage à l’eau distillée stérile et un séchage sont appliqués. Ensuite les lames sont lavées 

avec l’alcool à 70% (v/v), rincées avec EDS et séchées pendant 2 heures à 60°C. Placées dans 

une boite de pétri, les lames sont autoclavées à 121°C pendant 20 minute. 

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

précédemment. 



 Partie II : Matériel et Méthodes Chapitre 1  

28 

1.5.3.3. Protocole : Le protocole appliqué est celui décrit par Paytubi et al., (2014) avec 

quelques modifications. Les lames sont placées dans des boites de pétri stériles. Un volume de 

20 ml de la culture bactérienne est coulé dans les boites. L’incubation est faite à 37°C pendant 

24, 48 et 72 h. Après chaque période d’incubation les lames sont rincées 3 fois avec PBS 

pendant 10 secondes pour éliminer les cellules non adhérées. Les biofilms ainsi formés sont 

fixés par incubation à 80°C pendant 30 minutes. Les lames sont immergées dans le CV à 1 % 

(p/v) pendant 15 min pour une évaluation quantitative. Ensuite elles sont rincées avec l’eau et 

séchées à l’air. Les lames sont placées dans 5 ml de l’acide acétique à 30% avec une agitation 

vigoureusement pendant 30 minutes. La densité optique est mesurée à 595nm comme étape 

finale. Les souches sont classées comme suit (Stepanovic et al., 2000):  

 DO ≤ DOTémoin : Non formatrice de biofilm ;  

 DOTémoin < DO ≤ 2xDOTémoin : Faiblement formatrice ; 

 2xDOTémoin < DO ≤ 4xDOTémoin : Capacité modérée ;  

 DO >4xDOTémoin : Fortement formatrice du biofilm.
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Chapitre 2 : Évolution de l’effet de l’acide acétique et l’acide citrique sur des 

biofilms à Staphylococcus aureus : 

2.1. Préparation des systèmes : le modèle expérimental utilisé dans cette étude pour la 

formation des biofilm est inspiré des systèmes utilisés par Gram et al.,(2007) et par 

Bagge et al., (2001). Le système est constitué de deux cercles en acier inoxydable 

(AISI, 304), dans lesquels 12 coupons de la même matière sont tenus en position 

verticale et radiale (voir figure). Les lames font 2.5 cm de longueur et 1 cm de largeur et 

ont une épaisseur de 1mm. L’ensemble du système est nettoyé comme décrit 

précédemment et placé dans un bécher stérile et couvert par du papier aluminium avant 

sont autoclavage. 

 

Figure 11: (A) : La composition du dispositif d’acier inoxydable: deux cercles sur lesquelles 

12 lames du même diamètre disposées verticalement, (B1) : Le modèle expérimental (Bécher 

+ Le dispositif d’acier inoxydable) utilisé pour la formation de biofilm mono-espèce 

Staphylococcus aureus, (B2) : système Batch qui contient le dispositif expérimental, BHIB 

stérile (200ml) et la suspension bactérienne de Staphylococcus aureus (50ml) avant 

incubation. 

2.2. Préparation de la suspension bactérienne : comme décrit précédemment. 

2.3. Protocole de développement du biofilm mono-espèce à Staphylococcus aureus : 

Les béchers contenant les systèmes sont remplis par un volume total de 250 ml, à 

savoir 200 ml de bouillon BHIB stérile et 50 ml la culture bactérienne de 

Staphylococcus aureus. L’incubation de l’ensemble est faite à 37°C pendant 7 jours. 

Sans renouvellement et sous agitation de 100 rpm. 
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2.4. Traitement des biofilms : 

Les tubes sont remplis par 5ml de l’acide acétique (Haneywell, Germany), acide 

citrique (SIGMA-ALDRICH, USA) aux concentrations suivantes : 1, 1.5, 2, 2.5 et 3% 

et1, 2, 3, 4 et 5%, respectivement. Les lames sont retirées aseptiquement des béchers et 

rincées avec le PBS. Chaque lame est plongée dans le tube approprié, et laisser agir 

pendant 5, 10 et 15 minutes. Après les temps de traitement, chaque lame est rincée par 

le PBS. Les lames du contrôle sont soumises directement au démembrement. 

 

2.5. Démembrement des bactéries attachées sur les lames après les traitements : 

 Les lames sont transférées dans des tubes contenant 10ml de la solution saline, puis les 

tubes sont placés dans un bain à Ultrason 100MZ (WiseClean) pendant 2.5 minutes. Ensuite 

une homogénéisation pendant 3 secondes est assurée par le vortex. L’opération est répétée 

une autre fois. Une série de dilution décimale allant jusqu’à 10
-8

 est réalisée. Un volume de 

100µl à partir de chaque dilution est ensemencé sur le milieu PCA et incubé à 37 °C pendant 

24h puis passant au dénombrement. Les résultats sont exprimés en ufc/cm
2
 selon la formule 

suivante : 

N (ufc/cm
2
) = [nv/d]/S 

 n: nombre de colonie compté sur la boite retenue ; 

 d: taux de dilution ; 

 v : volume total de la dilution qui a servi au dénombrement 

 S : surface de la lame délimitée à 5 cm2. 

Pour les lames témoin, le nombre est noté N0, tandis que pour les lames traitées, le 

nombre est noté NF. La réduction logarithmique des cellules de biofilm récupérées à partir de 

coupons de l’acier inoxydable a été déterminée de la manière suivante : 

Réduction Log = Log N0-Log NF 

 N0 : nombre de cellules témoins non traitées ; 

 NF : nombre de cellules récupérées après traitement. 
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Chapitre 1 : Évaluation de la capacité de formation des biofilms : 

Une quantification de la biomasse du biofilm formé sur les microplaques de titration en PVC 

et en acier inoxydable est réalisée par un protocole de coloration au Cristal Violet à 1%. La 

solubilisation du CV est faite par l’acide acétique à 30%. La coloration de la biomasse formée 

permet une quantification plus précise du biofilm que l’observation visuelle et le tableau 2 ci-

dessous a été envisagé les résultats. 

3.1.1 Caractérisation phénotypique de la formation de biofilm par les microplaques de 

titration à 96puits en Polychlorure de Vinyle PVC : 

A partir d’un total de 31 souches, 13 souches présentaient une faible capacité de formation de 

biofilm, dont deux de Bacillus cereus et 11 souches de Staphylococcus aureus, et 18 souche de B. 

cereu sont classés comme non formatrice de biofilm. 

La densité la plus importante est enregistrée chez la souche S. aureus (14C) avec une valeur 

(DO =0,41). Les résultats obtenus sont représentés dans les figures (12,13 et 14) pour S. aureus et 

B. cereus, respectivement. La figure 14 représente un exemple de microplaque de titration après 

coloration  

L’ensemble des résultats obtenus est indiqué dans le tableau 2. 

 

Figure 12 : Quantification de la formation de biofilm (DO595nm) sur des microplaque de titration en PVC 

après une croissance statique des souches de Staphylococcus aureus à 37°C dans le milieu BHIB après 24 

d’incubation. 
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Figure 13 : Quantification de la formation de biofilm (DO595nm) sur des microplaques de titration en PVC 

après une croissance statique des souches de Bacillus cereus à 37°C dans le milieu BHIB après 24 

d’incubation. 
 

 

Figure 14 : Évaluation du taux de la formation du biofilm par B. cereus par la révélation au cristal violet 

dans les plaques de titration au poly chlorure de Vinyle à 96-puits des souches Gram positif ; aspect des 

puits après coloration des souches. (A) : Control négatif, , (C1, C2): Faible capacité, (D) : Non 

productrices. 
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Tableau 2: Capacité des souches bactériennes isolées à partir de viande de poulet cru et du Döner 

Kebab prêt à manger commercialisée dans la région de Tlemcen à former le biofilm dans les 

microplaques de titration en PCV. 

Espèces Négatif 

 (-) 

Faible 

(+) 

Modéré 

(++) 

Forte 

(+++) 

Total 

Bacillus cereus 18 2 0 0 20 

Staphylococcus aureus 0 11 0 0 11 

Total 18 13 0 0 31 

 

3.1.2 Caractérisation phénotypique de la formation de biofilm par la production de slime sur 

la gélose au Rouge Congo : 

Une détection phénotypique a été réalisée sur la gélose au Rouge Congo (ARC). La lecture après les 

24 h d’incubation sur le milieu ARC était suffisante pour permettre un résultat définitif de la totalité des 

souches testées. 

A partir des résultats obtenus des 31 souches testées. 27.27% des souches de S. aureus sont capable 

de former des colonies noir sur la gélose au Rouge Congo, alors que 72.72% des souches de S. aureus et 

100% des souches de B. cereus ne l’étaient pas. 

 La figure (15) et le tableau (3) représentent les résultats obtenus. 
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Figure 15 : (A) RCA-positive souche de S. aureus (colonies noires), (B) : RCA- négative souche des 

Staphylococcus aureus (colonies rouges), (C) : RCA- négative souche des Bacillus cereus (colonies 

rouges). 
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Tableau 3: Capacité des souches bactériennes isolées à partir de viande de poulet cru et du Döner 

Kebab prêt à manger commercialisée dans la région de Tlemcen à produire le slime dans le gélose à 

rouge congo. 

Espèces productrice Non productrice Total 

Bacillus cereus 0 20 20 

Staphylococcus aureus 3 8 11 

Total 3 28 31 

 

3.1.3 Évaluation de la capacité à former les biofilms sur les surfaces en acier inoxydables : 

 Une quantification de la biomasse du biofilm formé sur les surfaces en acier inoxydable est 

réalisée par un protocole de coloration au Cristal Violet à 1%. La solubilisation du CV est faite par 

l’acide acétique à 30%. Les résultats obtenus sont illustrés dans les figures 16 et 17 pour les souches 

B. cereus et de S. aureus sur des lames en acier inoxydable24, 48 et 72h, respectivement. La 

coloration de la biomasse formée permet une quantification plus précise du biofilm. 

 La formation de biofilm par toutes les souches testées (n=31), exprimée par la valeur de la 

DO595nm mesurée, est comparée avec celle obtenue par le contrôle négatif (bouillon non inoculé). 

Les souches sont classées en quatre catégories : non formatrices de biofilm, avec une faible capacité 

à former le biofilm, avec une capacité modérée et avec une forte capacité à produire le biofilm, 

selon le tableau suivant : 

Tableau 4:Classement des souches testées pour leur capacité à former le biofilm selon le temps 

d’incubation : 

Classement   Durée d’incubation  

24h 48h 72h 

Non formatrice DO<0,12 DO<0,44 DO<0,6 

Faible capacité 0,12 < DO<0,5 0,44 < DO<0,8 0,6 < DO<1 

Capacité moderée 0,5<DO< 1 0,8<DO<1,2 1<DO<1,5 

Forte capacité DO>1 DO > 1,2 DO > 1,5 

 

 Parmi toutes les souches étudiés aucune souche a une forte capacité de former un biofilm, et 

que trois souches de Staphylococcu saureus qui ont une capacité moyenne à former un biofilm sur 

les surfaces d’acier après 24h d’incubation. 
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 61,29%, 45,16%, et 54,83% des souches de B.cereus et de S. aureus sont non formatrices 

de biofilm pendant les trois temps d’incubation 24h, 48h et 72h respectivement. Concernant 

souches faiblement formatrice de biofilm on a enregistré 61.29% des souches de B. cereus et de S. 

aureus après un temps d’incubation de 48h. Après 72h 41.93% des souches B. cereus et de S. 

aureus. 

 

 

Figure 16 : Quantification de la formation de biofilm (DO595nm) sur des surfaces d’acier inoxydable 

après une croissance statique des souches de Staphylococcus aureus à 37°C dans le milieu BHIB 

après 24,48 et 72 h d’incubation. 

 

Figure 17 : Quantification de la formation de biofilm (DO595nm) sur des surfaces d’acier inoxydable après 

une croissance statique des souches de Bacillus cereus à 37°C dans le milieu BHIB après 24,48 et 72 h 

d’incubation. 
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Discussion : 

La méthodologie envisagée dans notre travail consiste en l’évaluation de la capacité des souches à 

former le biofilm via les microplaques de titration à 96-puits en PCV, sur la gélose au Rouge Congo et sur 

des surfaces solides en acier inoxydable puisqu'il s'agit du matériau le plus couramment utilisé dans les 

équipements de transformation de l'industrie alimentaire. 

Les résultats de l’évaluation de la capacité de formation de biofilm ont indiqué que la majorité des 

souches de B.cereus testées étaient non formatrices de biofilm et la totalité des souches de Staphylococcus 

aureus étaient faiblement formatrices de biofilm sur le PVC. Ces résultats sont comparables aux travaux 

deHouryet al., (2010), Wijmanet al., (2007) et Hamon et al., (2001), qui ont montré que les biofilms de 

Bacillus ont été observés uniquement si les cellules ont été incubées dans des conditions relativement 

statiques. Outre le choix de la composition de plaque à 96 puits et les conditions du milieu et l’origine des 

souches dans le groupe B. cereus ont un rôle crucial dans la production de biofilm, des études ont 

confirmé que le temps d’adaptation des souches avec le CV à un effet significatif sur la formation de 

biofilm (Rajamaniet al., 2019 ; Auger et al., 2009). 

Fernandes et al., (2018) a montré que le temps de contact entre la bactérie et la surface est l’un des 

paramètres les plus importants de la formation de biofilm. En effet, la formation de biofilm a tendance à 

être plus élevée à la température optimale de l'espèce. 

Selon Stepanovic´ et al., (2000; 2007)et Götz (2002), la formation de biofilms chez les 

staphylocoques est multifactorielle de manière significative. Des souches ont été classées non adhérentes 

sur la microplaque de titration car des facteurs pouvant influencer la capacité d'adhérence des 

staphylocoques comprennent le type de surface en verre et en plastique, ainsi que toutes les variations 

dans les conditions de l’expérience influent principalement sur la formation de biofilm. 

D’après Miao et al., (2019) le stade le plus actif dans la formation de biofilm était de 16 heures, 

moment auquel le biofilm était au stade de l'adhésion avec la prolifération rapide et le métabolisme à 

l'intérieur, ainsi que l’environnement optimal pour la formation de biofilm de S. aureus était de 37°C, pH 

7,0, avec une concentration en glucose et en NaCl de 2% et 10% respectivement. Bien que le biofilm ait 

maintenu sa résistance aux environnements défavorables, les études ont montré que le biofilm de S. 

aureus était sensible à diverses températures, les conditions de pH et de pression osmotique, qui existent 

couramment dans l'industrie agro-alimentaire. Les travaux de Rode et al., (2007)confirment qu'il est 

probable que plusieurs mécanismes interviennent dans la formation de biofilm. 

Le slime est en fait un composant du biofilm (Hall-Stoodley et al., 2004). Les Staphylocoques sont 

bien reconnus comme étant des bactéries qui peuvent former des biofilms sur les surfaces dans les usines 

de transformation du lait (Sharma et Anand, 2002 ; Vasudevan et al., 2003). Selon Freeman et al., 
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(1989), la gélose Rouge Congo Agar est un milieu très convenable pour la détection des souches 

productrices de slime (Ziebuhr et al., 2001 ; Jain et Agarwal, 2009 ; Nasr et al., 2012). 

La production du slime est due à la  présence de gènes ica dans les bactéries slime-positif 

(Arciolaet al., 2001). Pour les bactéries non productrices du slime des études ont suggéré que le 

phénotype modifié pourrait être associé à la suppression de la totalité du locus ica. Malgré la présence du 

locus ica, la formation de biofilm in vitro peut échouer car la formation de biofilm sur des surfaces inertes 

est très sensible aux conditions de croissance (Vasudevanet al, 2003). Plusieurs auteurs ont signalent que 

la méthode de rouge Congo semble être moins efficace pour détecter la formation du biofilm in vitro de 

point de vue de conditions environnementales. 

Le potentiel de B. cereus et S. aureus de former des biofilms a été testé sur des coupons en acier 

inoxydable immergés. Parmi toutes les souches testées lors de cette étude, (19/31) sont faiblement 

formatrice de biofilm pour un temps d’incubation de 48h, et (13/31) pour 72h alors que pour 24h (09/31).  

Concernant les souches non formatrice de biofilm pour les trois temps d’incubation(24h,48h et 72h) les 

résultats sont respectivement comme suit (19/31), (11/31) (17/31), ces résultats sont comparables avec les 

travaux de Wijmanet al., (2007) qui a travaillé sur la formation de biofilms de B. cereus en interface air-

liquide. 

Dans l’évaluation in vitro, il est à noter que les conditions environnementales ont une grande 

incidence sur les résultats, comme le temps de contacte, le pH du milieu, les limitations en oxygène et / 

ou en nutriments influençant la formation de biofilm de plus le type de surfaces et si elles sont 

complètement immergée dans le milieu de culture ou pas et sans ou avec agitation (Hamon et al., 2001 ; 

Rode et al., 2007 ; Wijman et al., 2007 ; Hory et al., 2010 ; Boles et al., 2011 ; Fernandes et al., 2018 ; 

2018  Ciccioet al., 2015 ; Miao et al.,). 

L’analyse des résultats montre que la méthode de coloration au CV a permis de mettre en évidence 

une formation de biofilm variable chez l’ensemble de souches étudiées en comparaison avec la méthode 

de RCA qui a permis de détecter la formation de biofilms chez seulement 03 souches. De ce fait et à fin 

de détecter et de quantifier les biofilms formés invitro, la méthode de RCA semble être moins efficace par 

contre la méthode de coloration au CV peut être la plus adaptés et la plus fiable (Hou et al., 2012). 
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Chapitre 2 : Évolution de l’effet de l’acide acétique et l’acide citrique sur des biofilms à 

Staphylococcus aureus : 

A partir des résultats obtenus dans la première approche la souche 14C de S. aureus était 

sélectionnée pour la deuxième démarche. Le biofilm âgé de 7 jours de S. aureus a été traité par des 

différentes concentrations d’acide acétique et d’acide citrique séparément, les résultats de la réduction par 

les acides sont représentés dans les figures 18 et 19, respectivement. 

La réduction logarithmique la plus élevé par l’acide acétique est enregistrée (2,59 log) a une 

concentration de 1% pendant un temps de traitement de 10 minutes, et un résultat proche est obtenu (2,53 

log) après un traitement de 15min à 1,5%. 

En ce qui concerne l’utilisation de l’acide citrique à cinq concentrations différentes (1, 2, 3,4 et 

5%), la valeur la plus élevé de la réduction logarithmique enregistrée (2,36 log) est obtenue après un 

traitement à 1% pendant 5 min. suivi par une réduction logarithmique enregistrée (1,94 log) à une 

concentration de 2% à 10 min. de traitement.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 18 : Traitement du biofilm à Staphylococcus aureus de 7 jours par l’acide acétique à différent 

concentration(1%, 1.5%, 2%, 2.5%, 3%) pendant des temps différents(5minutes, 10 minutes, 15 minutes). 
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Figure 19 : Traitement du biofilm à Staphylococcus aureus de 7 jours par l’acide citrique à différent 

concentration (1%, 2%, 3%, 4%, 5%) pendant des temps différents (5 minutes, 10 minutes, 15 minutes). 

 

Discussion : 

Après l’évaluation de capacité de formation de biofilm par différentes techniques, la souche 14C de 

Staphylococcus aureus a été sélectionnée pour la suite du travail. 

Des biofilms âgés de 7 jours ont été formés sur des surfaces en acier inoxydable par Staphylococcus 

aureus dans un système clos. Par la suite, ces biofilmssont soumis aux traitements par l’acides acétique et 

l’acide citriqueà différentes concentrations et pendant des durés de contactes de 5, 10 et 15 minutes.  

Selon les résultats obtenus,les biofilms de S. aureusforméssur les surfaces d’acier inoxydable ont 

été réduits par rapport aux coupons témoins non traités, dont l’acide acétique à marquer une réduction 

logarithmique de 2,59 à la concentration de 1% à 10 min, suivi par une réduction de 2,53 log après 

traitement à 1,5% pendant 15min. 

D’après Amruthaet al., (2017) ; Tsang et al., (2018), les bactéries à Gram négatif sont 

généralement plus sensibles à pH faible que les bactéries à Gram positif. L’effet antibactérien de l’acide 

acétique était dû à la forme non dissociée de cet acide qui se dissocie pour former de l’acétate, qui se 

combine avec des protons péri-plasmiques pompés par la chaîne de transport d'électrons et les ramène à 

travers la membrane en contournant l'ATP synthase transmembranaire, perturbant ainsi la formation 

d'ATP. La dissociation intracellulaire de l'acide acétique réduit également le pH du cytoplasme ce qui 

conduit à son tour au déploiement des protéines avec des dommages ultérieurs à la membrane et à 

l'ADN.L’acide acétique actif contre les microorganismes à Gram positif et négatif. Des études antérieures 

ont démontré son action inhibitrice et son éradication contre les bactéries dans les états planctoniques et 

en biofilm (Tsang et al., 2018). 
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Pour S. aureus un traitement avec 0,5% d’acide acétique a réduit le nombre de cellules viables d’un 

biofilm âgé de 3 jours, alors qu’une éradication complète a été obtenue avec 1% d’acide acétique 

(Bjarrnsholt, 2014). 

Les résultats de l’acide citrique sont comparables aux travaux de Olaimat et al., (2017) qui 

travaillaient sur les souches Shigellasonnei et Shigellaflexneri isolées à partir du Pois chiches. Les 

réductions logarithmiques les plus élevées de traitement de l’acide citrique sont 2.36 et 1.94 à 1 et 2% 

pendant 5 et 10min respectivement. Selon Cai et al., (2019) ; Garzoni et Kelley, (2009), l'acide citrique 

peut inhiber de manière significative le taux d'hydratation de la magnésie en suspension aqueuse; Les 

mesures de conductivité ont montré que l'acide citrique peut être absorbé a la surface des particules de 

magnésie et former des complexes avec un ligand non identifie. On peut comprendre de ce passage que la 

présence de l’acide citrique est importante dans la production d’acier c'est-à-dire l’acide citrique est déjà 

présent dans l’acier inoxydable donc c’est la raison que la réduction du biofilm est stoppée à la 

concentration de 2% et après cette concentration on a une élimination total du biofilm. 

L’utilisation d’un traitement à l’acide citrique pour inhiber les activités métaboliques des bactéries 

peut être considérée comme une alternative efficace comme nouvelle stratégie de contrôle du biofilm 

naturel (Akbas et Kokumer, 2015). 

Plusieurs auteurs ont montré que une large gamme de facteurs peuvent être impliqués dans la 

détermination de l'activité antimicrobienne des acides organiques, tels que la température, le substrat 

(milieu), hydrophobicité, le type et la concentration d'acides organiques, les organismes. La réduction du 

pH dans l'environnement, la perturbation du transport et / ou de la perméabilité de la membrane et 

l'accumulation d'anions pouvaient également affecter l'activité inhibitrice (Cai et al.,2019;Tsang et al., 

2018 ; Al-Rousanet al., 2018 ; Amruthaet al.,2017;Akbas et Kokumer, 2015;Garzoni et Kelley, 

2009). 

En effet, les acides acétique et citriques sont des acides faibles qui présentent un équilibre de formes 

ionisées et non ionisées en solution qui lui permettent de diffuser librement des membranes hydrophobes 

des bactéries en raison de leur équilibre, contrairement aux acides forts qui se dissocient complètement en 

solution dans leur forme ionisée; Ainsi que l'activité antimicrobienne d'un acide organique dépend de sa 

valeur de pKa et, par conséquent, ils sont plus actifs dans des conditions acides en raison de la présence 

d'une proportion plus élevée d'acide organique sous forme non dissociée ( Garzoni et Kelley, 2009 ; Al-

Rousanet al., 2018). 

L'effet des acides organiques sur la motilité des agents pathogènes a également été examiné, ces 

études ont montré que des concentrations plus élevées d'acides organiques ont tendance à diminuer la 
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motilité des isolats aussi l'effondrement du gradient de proton résultant du changement de pH, qui est être 

efficace contre la détection du quorum (Olaimat et al., 2017). 

En fin, la combinaison des acides acétique et citrique a montré une activité antimicrobienne plus 

élevée que chaque acide utilisé séparément dans certains cas, cela peut être dû à une réduction du pH. 

Cette combinaison est très efficace contre S.aureus qui était résistant aux traitements acides utilisés 

(Amrutha et al., 2017; Al-Rousan et al., 2018). 

En général, l’acide acétique présentait une activité inhibitrice supérieure à celle de l’acide citrique 

à la température ambiante. 
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Conclusion : 

 

La viande de volaille, est l’une des viandes les plus consommées au monde entier et en 

Algérie en particulier, vue son faible prix et sa valeur nutritive. D'autre part, cette viande,crue 

ou cuite est à risque de contamination par des bactéries car elle est considérée comme un 

milieu riche en nutriments qui favorise leur croissance. Cette étude nous a permet d’avoir une 

idée sur la capacité de former des biofilms par Bacillus cereus et Staphylococcus aureus 

isolées à partir de la viande de poulet cru et du Döner Kebab prêt à manger commercialisée 

dans la région de Tlemcen, suivi par l’étude de l’effet réductionnel de l’acide acétique et 

l’acide citrique sur les biofilms formés par Staphylococcus aureus sur l’acier inoxydable. 

Toutes les souches de Staphylococcus aureus présentent une faible capacité de formation 

de biofilm sur le PVC avec une valeur de la DO comprise entre 0.41 et 0.29, tandis que 10% 

des souches de Bacillus cereus ont une faible capacité de former le biofilm. La production du 

slime était exclusive que pour 3 souches de S. aureus. Concernant la production de biofilm sur 

l’acier inoxydable 54,83% des souches sont non formatrices de biofilm après 72h. 

Le biofilm formé est réduit par 2,59 log et 2,36 log après le traitement d’acide acétique et 

d’acide citrique, respectivement à une concentration de 1% pendant 10 et 5min, 

respectivement. 

En conclusion, les agents antimicrobiens naturels comme les acides organiques tels que 

d’acide acétique et l’acide citrique, pourraient constituer des solutions potentielles pour lutter 

contre les biofilm dans l’industrie alimentaire afin d’éviter tout détérioration organoleptique et / 

ou  une démolition de la valeur nutritive des aliments transformés. 

En perspective, il serait intéressant de faire des recherches plus approfondies sur les 

souches de Staphylocoques, d’étudier les gènes de résistance, de rechercher par des techniques 

de biologie moléculaires les gènes responsables de la formation de biofilm. Ce qui nous 

permettra d’assimiler le système de régulation de biofilm ‘quorum sensing’ pour la lutte contre 

la formation de ce dernier. D’étudier l’effet des acides acétique et citrique en combinaison sur 

des biofilms mono-espèce et des biofilms mixtes de Bacillus cereus et Staphylococcus aureus. 
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Annexe 1 : Les milieux de cultures 

1. Composition du tampon phosphate buffer saline (PBS) : 

NaCl   7,60g 

KCl   0,200g 

K2HPO4  0,710g 

Na2 HPO4  0,245g 

Préparation du phosphate buffer saline (PBS) pour 1 litre d’eau distillée, stérilisation par l’autoclave 

à 121C° pendant 15 min.  

2. Composition de BHIB : 

Protéase-peptone 10,0g/l 

Infusion de cervelle de veau 17,5g/l 

Infusion de cœur de beuf 5,0g/l 

Glucose 2,0g/l 

Chlorure de sodium 5,0g/l 

Hydrogénophosphate de sodium 2,5g/l 

Ph 7,4 

Préparation : 

37g pour 1 litre d’eau distillé, on sépare dans des tubes d’essai, stérilisation par l’autoclave à 

121C° pendant 15 min. 

3. Cristal violet (1%) : 

1 g de cristal violet pour 100ml d’eau distillée. 

4. Préparation d’eau physiologique : 

9g de chlorure de sodium (NaCl) pour 1 litre d’eau distillée, stérilisation par l’autoclave à 

121C° pendant 15 min. 

5. Composition de gélose nutritive (GN) : 

Préparation : 

28g pour 1 litre d’eau distillé, stérilisation par l’autoclave à 121C° pendant 15 min.  

Extrait de viande 1,0g/l 

Extrait de levure 2,5g/l 

Peptone  5,0g/l 

Chlorure de sodium 5,0g/l 

Agar 15g/l 

Ph  7,0 
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6. Composition de la gélose nutritive fortifiée : 

Extrait de viande 1,0g/l 

Extrait de levure 2,5g/l 

Peptone  5,0g/l 

Chlorure de sodium 5,0g/l 

Agar 15g/l 

MnSo4 50mg 

CaCl2 60mg 

Ph  7,0 

Préparation : 

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

stérilisation par l’autoclave à 121C° pendant 15 min. 

 

7. Composition de Plate count agar(PCA) : 

Peptone de caséine 5,0g 

Extrait de levure 2,5g 

Glucose 1,0g 

Agar  18g 

Ph 7,0 

Préparation : 

23,5g pour 1 litre d’eau distillé, on sépare dans des tubes d’essai, stérilisation par l’autoclave à 

121C° pendant 15 min. 

8. Composition du gélose infusion cœur-cervelle(BHIA) : 

Mélange de peptone  10,0g 

Infusion de coeur de bœuf 10,0g 

Infusion de cerveau de veau 7,50g 

dextrose 2,0g 

phosphate disodique 2,5g 

chlorure de sodium 5,0g 

Agar Bactériologique 15g 

PH 7,4 
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Préparation : 

52g Pour 1 litre d’eau distillé, stérilisation par l’autoclave à 121C° pendant 15 min. 

9. Composition du milieu Rouge Congo Agar (RCA): 

BHIB 38 g 

Saccharose 20 g 

Agar Bactériologique 10 g 

Rouge Congo 0.8 g 

PH 7,4 

Préparation : 

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

 

10. Composition du milieu Baird-Parker : 

Peptone 10,0 g 

Extrait de viande de bœuf  4,0 g 

Extrait de levure 2,0 g 

Pyruvate de sodium  10,0 g 

Glycocolle 12,0 g 

Chlorure de lithium 5,0 g 

Agar-agar 20,0 g 

pH 7,2 

Préparation : 

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

 

 

 

 

 

 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Peptone
https://fr.wikipedia.org/wiki/Extrait_de_viande
https://fr.wikipedia.org/wiki/Levure
https://fr.wikipedia.org/wiki/Pyruvate
https://fr.wikipedia.org/wiki/Glycocolle
https://fr.wikipedia.org/wiki/Chlorure_de_lithium
https://fr.wikipedia.org/wiki/Agar-agar
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Annexe 2 : Résultats de la capacité des souches à former des biofilms en acier inoxydable 

 

Tableau 04 : Capacité des souches bactériennes isolées à partir de viande de poulet cru et du Döner Kebab prêt à manger commercialisée dans la 

région de Tlemcen à former le biofilm sur des surfaces des lames en acier inoxydable. 

Capacité de formation du biofilms 

Especes/résultats Négatif (-) Faible (+) Modéré (++) Forte 

(+++) 

Temps de trait. 24h  48h 72h 24h 48h 72h 24h 48h 72h 24h 48h 72h 

Témoins 0,18 0,44 0,62 0,18 0,44 0,62 0,18 0,44 0,62 0,18 0,44 0,62 

B.cereus 16 06 09 04 13 10 00 00 01 00 00 00 

S. aureus 03 05 08 05 06 03 03 00 00 00 00 00 

Total 19 11 17 09 19 13 03 00 01 00 00 00 
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Annexe 3 : Résultats de la capacité des souches à former des biofilms en PVC 

Tableau 05 : Capacité des souches bactériennes isolées à partir de viande de poulet cru 

et du Döner Kebab prêt à manger commercialisée dans la région de Tlemcen à former le 

biofilm par les microplaques de titration en PVC. 

 

Capacité de à former biofilm 

Especes Négatif (-) Faible (+) Modéré (++) Forte (+++) Total 

B.cereus 

EH61/2
 
E 

EM93/1 E
 

EM41/2 E
 

EH62/2 E
 

EM81/1 E
 

ES91/2 E
 

ES62/1 E
 

EM71/2 E
 

EM22/2 E
 

M71/2 E
 

ES101/2 E
 

EH9/3 E 

EM11/2 E 

EM31/2 E 

ES81/2 E 

ES32/3 E 

EH51/2 E 

ES61/1 E 

EM21/2
 
E 

EH8/3 E 

EM12/2 E 

EM81/1 E 

18 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

- 

+ 

+ 

+ 

+ 

- 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

02 

- 

- 

- 

- 

- 

+ 

- 

- 

- 

- 

+ 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

00 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

00 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

20 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Staph. aureus 

8C 

25C 

12C 

2C 

23C 

36C 

18C 

4C 

14C 

27C 

24C 

00 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

11 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

00 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

00 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

- 

 

 

 

 

 

11 

 

 

 

 

 

 

Total 18 13 00 00 31 
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Annexe 4 : Matériel utilisé  

Tubes à assai, tubes coniques, tubes de biofilms, éprouvettes (100ml, 500ml,1L), 

erlenmeyer (2L), béchers (200ml, 500ml, 1L), flacons stériles(250ml), pipettes gradués 

(5ml, 10ml), pipettes pasteur, lames et lamelles en verre, microplaque de titration en 

PVC, boites de pétri, anse de platine, portoirs, coton, ciseaux, spatules, pinces, , bec 

bunsen, papiers filtre, papiers aluminiums, papiers parafilms. 

Annexe 5 : Appareils utilisés  

Balance de précision, plaque chauffante, autoclave, four pasteur, bain marie, 

microscope optique, microscope optique, étuves a (37°c, 80°c), vortex, réfrigérateur, 

bain a ultra son, lecteur microplaques, PSM. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

https://www.google.com/search?safe=active&q=erlenmeyer&spell=1&sa=X&ved=0ahUKEwiN_8_B1azjAhUk2-AKHZdMDH0QkeECCCsoAA


 

 

 

Résumé : 

Dans l'industrie alimentaire, y compris celle de la volaille, la plupart des agents pathogènes et/ou d’altération ont la capacité  

d’adhérer  aux surfaces en contact avec les aliments et par conséquent former des biofilms, tel que les bactéries à Gram positive 

dont B. cereus et Staphylococcus aureus. 

L’objectif de ce travail est d’évaluer la capacité de formation de biofilms par des souches appartenant à B. cereus et 

Staphylococcus aureus isolées de la viande de poulet hachée crue et du Döner Kebab prêt à manger commercialisés dans la région 

de Tlemcen. L’effet de l’acide acétique et de l’acide citrique sur des biofilms de Staphylococcus aureus formés sur des surfaces en 

acier inoxydable à plusieurs concentration et durées de contact différents. 

Les résultats d’évaluation de la formation des biofilms des souches sur le PVC, gélose en rouge congo et sur l’acier inoxydable 

sont les suivants : 58,06% des souches sont non productrices de biofilms, 41,94% sont des souches productrices de biofilm sur le 

PVC, que 4 souches appartenant aux S. aureus sont productrices du slime sur gélose en rouge congo, ainsi que les résultats 

montrent que la plupart des souches sont non productrice sur l’acier inoxydable 61,29%, 45,16% et 54,83% pendant des différents 

temps d’incubation 24,48,72h, respectivement. L’acide acétique a un effet réducteur important(2,59 log) par rapport à l’acide 

citrique(2,36 log) ;mais en même temps  la valeur de la réduction la plus basse est de 0,070 log  enregistréepour  l’acide acétique. 

L’acide citrique a un effet d’élimination total du biofilm plus que réductionnel, contrairement à l’acide acétique. 

Mots clés : Biofilm, Staphylococcus aureus, Bacillus cereus, acide acétique, acide citrique. 

Abstract : 

 

In food idustry, incuding poultry, most pathogenic  and or weathering have the ability of adesion in surfaces that has a contact with  

food by forming a biofilms, such as S. aureu and B. cereus. 

The main objective of this work is to evaluate the effect of acetic acid and citric acid on a selected strain of Staphylococcus aureus 

from 31 strains isolated from raw chicken meat and Döner Kebab ready to eat commercialized in the region of Tlemcen, including 

20 strains of Bacillus cereus and 11 are Staphylococcus aureus. All 31 strains were evaluated for quantitative and qualitative 

biofilm formation on titration microplates made of PVC, congo red agar and stainless steel. 

The evaluation results of the biofilm formation of the strains on PVC, agar in Congo red and on stainless steel are as follows: 

58.06% of strains are non-producing biofilms, 41.94% are strains producing biofilm on PVC, 4 strains belonging to S. aureus are 

producing slime on agar in red congo,as well as the results show that most strains are nonproducer on 61.29%, 45.16% and 

54.83% stainless steel during different incubation times 24.48,72h, respectively.The second experimental part shows that acetic 

acid has a significant reducing effect (2.59 log) relative to citric acid (2.36 log); but the lowest biofilm reduction (0.070 log) is 

recorded in acetic acid.The citric acid has a total elimination effect of the biofilm more than reduction, unlike acetic acid. 

Key words: Biofilm, Staphylococcus aureus, Bacillus cereus, acetic acid, citric acid. 

 :الملخص

في يدال انصُاعاث انغزائيت، بًا في رنك انذواخٍ ، يعظى انعىايم انًضببت نلأيشاض او انخي حغيش انسانت انطبيعيت نلأغزيت نذيها انقذسة غهى انخثبج عهى يضازاث يخصهت 

 . S. aureuوانبكخيشيا   B. cereusانخي يٍ بيُها   (à Gram positive)بالاغزيت يشكهت انبيىفيهى، كانبكُيشيا  

 صلانت يعزونت يٍ 31وزًط انضخشيك عهى صلانت يخخاسة يٍ انًكىساث انعُقىديت انزهبيت يٍ  (زًط انخم) انهذف انشئيضي يٍ هزا انعًم هى حقييى حأثيش زًعالأصيخيك

. انًكىساث انعُقىديت انزهبيت صلانت يٍ 11 و يٍ انبضيهىس صيغييىس صلانت 20خاهزة نلأكم في يُطقت حهًضاٌ، يُها   Döner Kebabونسى انذخاج انُيئ 

َخائح حقييى  . ، نىزاث أخاس انكىَغى الأزًشوأنىاذ انفىلار انًقاوو نهصذأPVC صلانت نفسىصاث حشكيم بيىفيهى انكًي وانُىعي عهى نىزاث انًعايشة 31حى حقييى خًيع ال 

، ٪ هي 41.94 ٪ يٍ انضلالاث غيش انًُخدت نهبيىفيهى58.06:  ، نىزاث أخاس انكىَغى الأزًش وعهى انفىلار انًقاوو نهصذأ هي كًا يهيPVCانضلالاث نخشكيم انبيىفيهى عهى

حُخح انضلايى في أخاس انكىَغى الأزًش، وكزنك أظهشث انُخائح أٌ يعظى انضلالاث غيش يُخدت S. aureus صلالاث فقط حُخًي إنى PVC ،4صلالاث يُخدت نهبيىفيهى عهى 

وظر اندزء انخدشيبي انثاَي أٌ زًط  . صاعت عهى انخىاني24.48.72٪ عهى انفىلار انًقاوو نهصذأ خلال أوقاث زعاَت يخخهفت 54.83٪ و 45.16٪ و 61.29بُضبت 

 .عُذ زًط الأصيخيك (log 0.070)؛ ونكٍ حى حضديم أدَى حخفيط نهبيىفيهى (log 2.36)يقاسَت بسًط انضخشيك  (log 2.59)الأصيخيك نه حأثيش حقهيم نهبيىفيهى كبيش 

 .زًط انضخشيك نه حأثيش انقعاء انخاو عهى انبىفيهى أكثش يٍ انخخفيط ، عهى عكش زًط انخهيك

 . ، زًط الأصيخيك ، زًط انضخشيكانباصيهىس صيغيىس ، انًكىساث انعُقىديت انزهبيتنسى انذخاج ، انبيىفيهى ، : الكلمات المفتاحية

 


