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Pendant longtemps les bactéries ont été étudiées sous forme planctonique en culture 

liquide en tant que cellules libres, alors que paradoxalement dans la nature la majorité d’entres 

elles se trouvent sous forme du biofilm. Dans  cette structure particulière, les 

microorganismes se développent en micro colonies adhérentes les unes aux autres  à une 

interface ou sur une surface solide. Les biofilms colonisent des surfaces très variées et sont 

particulièrement connus pour leurs effets néfastes dans le domaine de la santé publique et de 

l’industrie. Parmi leurs impacts négatifs les plus connus : les infections nosocomiales et les 

contaminations des produits alimentaires. 

La médecine actuelle doit faire face a la prise en compte des infections impliquant 

des biofilms qui se forment sur des dispositifs médicaux tel que les sondes urinaires, les 

cathéters  et les implants, puisqu’on estime que 60 % des infections associées aux soins 

auraient pour origine un dispositif invasif [(Balaban et al., 2003) ; (Espinasse et al., 2010) ]. 

 La présence des biofilms lors d’une infection n’est pas diagnostiquée par les 

méthodes usuelles de microbiologie et de ce fait toutes les infections sont traitées de la même 

manière. Cependant toutes les études et les preuves s’accumulent pour reconnaitre que le 

biofilm est un véritable bouclier à l’action des antimicrobiens, d’autant plus que la 

propagation des souches multirésistantes ces dernières années. 

Outre ces résistances, l’organisation spatiale des biofilms, le quorum sensing, la 

présence de curli, l’adhésion aux différents supports, peuvent être à l’origine de la tolérance 

aux antibiotiques et à la chronicité d’infections nosocomiales.  

Des études impliquant la microscopie à balayage ont montré que presque tous les 

dispositifs sont colonisés par des microorganismes habituellement intégrés dans le biofilm.  

Klebsiella pneumoniae est une souche  placée au premier rang des pathogènes 

opportunistes qui profitent de l’affaiblissement des défenses de l’organisme pour induire très 

souvent des infections nosocomiales. Dans certaines situations elle peut constituer des 

biofilms notamment sur des surfaces inertes (sondes ou cathéters), a partir de ce réservoir de 

bactéries ainsi constitué a proximité immédiate du patient, la bactérie peut contaminer celui-ci 

via des dispositifs médicaux souillés.  

En  Algérie il ya peu de publications dans ce domaine, c’est à cette problématique 

que nous nous sommes attachées dans le cadre de ce travail de thèse qui porte sur l’évaluation 

de la capacité de Klebsiella pneumoniae à former  un biofilm  sur dispositifs médicaux et 

l’étude de quelques paramètres et facteurs conduisant à la formation de ces agrégats sur 

surface abiotique.  
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La compréhension de l’installation de tels biofilms permettra de mettre en place des 

moyens de lutte spécifiques et efficaces vis-à-vis de ces bactéries pathogènes.  

 

L’objectif de ce travail est d’étudier les caractéristiques des souches de Klebsiella 

pneumoniae isolées des dispositifs médicaux et leurs interactions avec  des surfaces 

abiotiques. 

 

La thèse est présentée au travers de trois parties. La première est une synthèse 

bibliographique qui présente en premier lieu la bactérie Klebsiella pneumoniae, ensuite une 

revue bibliographique est faite sur les propriétés du biofilm. La deuxième partie  détaille les 

matériels et méthodes ; elle décrit les conditions expérimentales utilisées. Dans la dernière 

partie  nous exposons les résultats obtenus en les discutant. 

Enfin une conclusion générale permet de résumer les résultats obtenus et de discuter 

les perspectives et applications potentielles d’un tel travail. 
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Chapitre 1 : Généralités sur Klebsiella pneumoniae 

1. Taxonomie et phylogénie 

L’espèce Klebsiella pneumoniae appartient au règne des Procaryotae, au domaine des 

Bacteria, au phylum des Proteobacteria, à la classe des Gamma proteobacteria, à l’ordre des 

Enterobacteriales, à la famille des Enterobacteriaceae et au genre Klebsiella. Le genre 

Klebsiella a été crée en 1885 en l’honneur du microbiologiste allemand Edwin Klebs (1834-

1913), inventeur de la technique de fixation des prélèvements dans la paraffine et co-

découvreur de Corynebacterium diphteriae (Martínez et al., 2004). La taxonomie du genre 

Klebsiella a été révisée à de nombreuses reprises, notamment grâce au développement des 

méthodes d’identification et de typage. Parmi les différentes classifications, la plus 

communément admise jusqu'à la fin du vingtième siècle est celle proposé par Orskov en 1984. 

K. pneumoniae, K. rhinoscleromatis et K. ozaenae sont regroupées pour former une seule 

espèce K. pneumoniae, elle-même divisée en trois sous espèces : K. pneumoniae subsp. 

pneumoniae, K. pneumoniae subsp. rhinoscleromatis, K. pneumoniae subsp. ozaenae.  

Le genre comprend cinq espèces : K. pneumoniae, K. oxytoca, K. planticola, K. 

terrigena et K. ornithinoliytica. En 1999, Calymmatobacterium granulomatis (agent de la 

Donovanose) est transféré dans le genre Klebsiella et renommé K. granulomatis (Carter et al., 

1999).  

En 2001, un nouveau nom de genre Raoultella, est donné aux espèces jusque la 

dénommées K. ornithinolytica, K. planticola et K. terrigena.  

La justification de cette nouvelle dénomination a été apportée par l’étude combinée 

des gènes codant pour l’ARN16S et du gène rpoB codant pour la sous-unité β de l’ARN 

polymérase (Carter et al.,  1999). Dans les années 2000, de nouvelles espèces ont été ajoutées 

à la nomenclature : K. variicola et K. singaporensis (Rosenblueth et al., 2004). 

 

2. Epidémiologie 

K. pneumoniae est une espèce ubiquitaire. Elle peut être isolée de l’environnement (sols, eaux 

de surface, eaux usées, végétaux) ainsi que des flores commensales de l’homme et des 

animaux (Bagley et al., 1978). Elle colonise jusqu’à 30% des individus au niveau des 

muqueuses digestive et nasopharyngée. La colonisation augmente de façon très importante 

chez les patients hospitalisés (Haverkorn et Michel, 1979). Elle est aujourd’hui reconnue 

comme responsable d’infections nosocomiales (infections urinaires, intra-abdominales, 

infections de site opératoire, septicémies, pneumonies). 
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K. ornithinolytica a été mise en évidence dans des prélèvements alimentaires dans la 

flore commensale du tube digestif ainsi que dans des prélèvements urinaires, 

bronchopulmonaires et des plaies diverses.  

K. terrigena, dont son rôle pathogène n’est pas démontré est une espèce isolée d’eaux 

de surface, d’eaux usées et du sol [(Gavini et al., 1977); (Izard et al., 1981)].  

K. planticola a été isolée essentiellement à partir d’échantillons d’eaux de surface et de 

plantes, mais quelques souches ont été retrouvées associées à des mastites bovines, et à des 

cas cliniques chez l’homme (Freney et al., 1986). Quant à K. oxytoca, elle présente une 

épidémiologie proche de K. pneumoniae. Chez l’homme, les deux sous-espèces                     

K. pneumoniae subsp. ozaenae et K. pneumoniae subsp. rhinoscleromatis ont été isolées 

uniquement en situation pathogène, alors que K. pneumoniae subsp. pneumoniae peut être 

présente à l’état de saprophyte au niveau du nasopharynx et du tractus intestinal. Elle est 

retrouvée dans les selles chez 5 à 38% des individus, alors que le taux de portage au niveau du 

nasopharynx varie de 1 à 6%. Ces estimations chiffrées diffèrent d’une étude à l’autre et 

changent radicalement au sein de l’environnement hospitalier, où elles augmentent 

proportionnellement avec la durée du séjour des individus. Selon l’étude de Podschun et 

Ullmann (1998) il ressort que  77% des patients hospitalisés sont porteurs de K. pneumoniae 

dans la flore intestinale, 19% au niveau du pharynx et 42% sur les mains. Le personnel 

hospitalier héberge lui-même des taux élevés de K. pneumoniae. 

 

3. Caractères bactériologiques 

3.1 Caractères culturaux 

K. pneumoniae présente tous les caractères généraux des entérobactéries. C’est une 

bactérie aéro-anaérobie facultative, qui se cultive sur milieux usuels non-enrichis (gélose 

trypticase-soja (TS), gélose Mac Conckey, gélose lactosée au pourpre de bromocrésol (BCP) 

et gélose de Drigalski). Après 18-24 heures à 37°C, elle forme des colonies arrondies, 

muqueuses, généralement bombées et brillantes. Sur les milieux contenant du lactose et un 

indicateur de pH, les colonies de K. pneumoniae apparaissent lactose-positive avec virage de 

l’indicateur coloré (Illiaquer, 2010). 
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3.2 Caractères biochimiques 

K. pneumoniae possède les caractères suivants : oxydase négative, catalase positive, 

fermentation du D-glucose et réduction des nitrates en nitrites 

Les caractères biochimiques conduisant au diagnostic de l’espèce sont les suivants :β-

galactosidase positive, uréase positive, VP positive (réaction de Voges-Proskauer : production 

d’acétoïne), lysine-décarboxylase (LDC) positive, ornithine-décarboxylase (ODC) négative, 

arginine di-hydrolase (ADH) négative, indole négative, gélatinase négative, une absence de 

production d’H2S et  fermentation de nombreux sucres dont le saccharose, le rhamnose et le 

mélibiose. 

 

4. Facteurs de pathogénicité 

K. pneumoniae est un pathogène opportuniste fréquent, isolée le plus souvent 

d’infections urinaires, respiratoires ou lors de septicémies. Habituellement saprophyte, chez 

l’homme, elle profite d’une défaillance du système immunitaire de l’hôte pour provoquer une 

infection (Illiaquer, 2010). Les facteurs de pathogénicité sont résumés sur la figure 1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : Représentation schématique des facteurs de pathogénicité de Klebsiella sp. 

(Podschun et Ullmann, 1998). 

 

4.1 La capsule 

La plupart des souches de Klebsiella pneumoniae produisent une capsule 

polysaccharidique, de structure fibrillaire, recouvrant la totalité de la paroi bactérienne et 

apparaissant à la coloration de Gram sous la forme d’un halo clair. Les sous-unités de cette 

capsule sont composées par quatre ou six sucres, avec une prédominance d’acide 

glucuronique conférant une charge négative à la capsule. Les antigènes capsulaires                

Adhésines 

(Pili) 

Sidérophores 

Résistance au sérum 

LPS 

(8 sérotypes) 

Capsule 

(77 sérotypes) 



                                                                               Synthèse bibliographique 
 

6 
 

K déterminent 77 sérotypes (Orskov, 1984). Les études de létalité chez la souris ont montré 

que les sérotypes K1 et K2 pouvaient être considérés comme les plus virulents (Mizuta et al., 

1983). 

 

4.2 Les adhésines 

Différentes adhésines ont été mises en évidence chez K. pneumoniae. Le terme 

d’adhésines est utilisé pour la dénomination de molécules variées impliquées dans l’adhésion 

des bactéries aux cellules de l’hôte. Ces molécules jouent un rôle essentiel dans la première 

étape du processus infectieux. Les propriétés d’adhésion des Enterobacteriaceae sont 

généralement médiées par différents types de pili ou fimbriae. Ce sont des structures 

protéiques non flagellaires et filamenteuses formant des appendices à la surface des bactéries. 

Bien que les deux termes pili et fimbriae soient habituellement considères comme synonymes, 

ils devraient être différencies : fimbriae pour l’adhésion aux cellules et pili pour les 

appendices formes lors de la conjugaison. Ils sont formés de différentes sous-unités. Les deux 

types de fimbriae les plus rencontrés chez K. pneumoniae sont le type 1 et le type 3. Ils sont 

formés de différentes sous unités.  

Pili de type I (ou commun) 

Les fimbriae de type 1 sont les mieux connus et sont présents chez la majorité des 

entérobactéries (figure 2). 

 
 

Figure 2: Structure fibrillaire couvrant la surface bactérienne (Podschun et Ullmann, 1998). 
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Les pili de type 1 sont des fimbriae de structure rigide de 5 à 7 nm de diamètre et de 

longueur variable (0,2 à 2μm), disposés de façon péritriche à la surface des bactéries      

(figure 3). 

Ils sont impliqués dans l’adhérence aux cellules épithéliales et aux muqueuses des 

tractus urogénital, respiratoire et intestinal (Ofek et Beachey, 1978). Leur rôle dans la 

physiopathologie des infections urinaires à K. pneumoniae a été clairement démontré à l’aide 

de modèles animaux (Fader et Davis, 1980). Leur implication lors de pyélonéphrites 

s’explique par leur capacité à adhérer aux cellules tubulaires proximales (Fader et Davis, 

1982).  

Les gènes gouvernant la biosynthèse des pili de type 1 sont regroupés au sein de 

l’opéron fim porté par le chromosome. L’expression de ces facteurs d’adhésion n’est pas  

constitutive et comme pour E. coli, les pili de type 1 de K. pneumoniae sont soumis à une 

variation de phase, les bactéries alternant entre un état d’expression (phase piliée) et un état de 

non-expression (phase non piliée). Cette régulation permet à la bactérie une meilleure 

adaptabilité aux différentes niches écologiques rencontrées, mais aussi une meilleure 

protection contre le système immunitaire de l’hôte, ces structures étant fortement 

immunogènes (Balestrino, 2006).  

 

Figure 3 : Pili d’E. coli. (A) Clichés de microscopie électronique à transmission après 

coloration négative d’E. coli exprimant des pili de type-1. (B) Microscopie électronique à 

haute résolution de l'extrémité du pilus ; la flèche indique l'adhésine FimH                 

(Schilling et al., 2001) 
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Il existe un phénomène de « variation de phase » contrôlé par des facteurs génétiques 

et environnementaux. Lorsque la bactérie a colonisé les tissus situés sous les muqueuses, elle 

n’exprime plus les pili de type I, ceux-ci deviennent alors inutiles et favoriseraient la 

phagocytose par liaison à des récepteurs spécifiques sur les leucocytes (Ofek et Sharon, 

1988). 

 Pili de type III 

Ils sont capables d’adhérer aux cellules endothéliales et aux cellules épithéliales des 

tractus urogénital et respiratoire (Würker et al., 1990). Au niveau des reins, ils sont impliqués 

dans l’adhérence aux membranes tubulaires à la capsule de Bowman et aux vaisseaux 

sanguins (Tarkkanen et al., 1997).  

D’autres adhésines ont été décrites : 

 CF29K 

 Dont le gène est codé par un plasmide, permet l’adhérence aux cellules intestinales 

(Darfeuille-Michaud et al., 1992) : son homologue CS31A chez Escherichia coli est impliqué 

lors de diarrhées ; CF29K appartient à la famille des adhésines K88 (adhésines de type non 

fimbriae) (Di Martino et al., 1995). 

 Une adhésine dont la composition se rapproche de celle de la capsule (adhésine 

de type non fimbriae (Favre-Bonte et al., 1995). 

 KPF-28 

impliquée dans l’adhérence aux cellules de l’intestin (adhésine de type fimbriae (Di Martino 

et al., 1996). 

 

4.3 Les endotoxines 

Comme tous les bacilles à Gram négatif, K. pneumoniae possède une endotoxine 

encore appelée lipopolysaccharide (LPS), composée de trois parties : le lipide A, le core 

polysaccharidique et la chaîne latérale O. Le LPS provoque une activation du système 

immunitaire induisant des effets physiopathologiques chez l’hôte, via la sécrétion de 

différentes cytokines pro-inflammatoires (leucopénie, réaction fébrile, voire choc 

anaphylactique et collapsus (Gaytán-Martínez et al.,  2000). 
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4.4 Les sidérophores 

La concentration en fer libre dans les tissus hôtes est insuffisante pour assurer la 

croissance bactérienne. La plupart des bactéries sécrètent des chélateurs de fer de faible poids 

moléculaire, les sidérophores, capables de rentrer en compétition avec les protéines de l’hôte, 

pour capter le fer. 

Deux groupes de sidérophores ont été décrits : 

 Les sidérophores de type phénolate, tel que l’entérobactine ; 

 Les sidérophores de type hydroxymate, comme l’aérobactine. 

Le rôle de l’entérobactine, comme facteur de virulence, n’a pas été démontré. A 

l’inverse, celui de l’aérobactine, grâce à des modèles animaux, a été prouvé (De Lorenzo et 

Martinez, 1988). En revanche, il ne semble pas jouer un rôle essentiel chez Klebsiella sp., par 

rapport à d’autres entérobactéries (Podschun et al., 1993). 

 

5. Résistance aux antibiotiques 

La nature des bactéries impliquées dans les infections nosocomiales dépend du site de 

l’infection mais également de la pression de sélection qu’exerce l’antibiothérapie. Dans les 

années 1940, dès le début de l’utilisation de la pénicilline, des phénomènes de résistance à cet 

antibiotique par production de β-lactamases sont apparus et la survenue d’épidémies 

hospitalières à des souches résistantes constitue depuis un problème majeur. La découverte de 

β-lactamines résistantes aux pénicillinases a initialement réduit l’incidence des infections dues 

à des bactéries à Gram-négatif, entre 1960 et 1980. Mais, d’autres enzymes à spectre plus 

large sont ensuite apparues, réduisant l’efficacité de ces molécules. Le rôle prépondérant de 

l’usage intensif des antibiotiques dans l’émergence de souches nosocomiales multirésistantes 

est parfaitement illustré avec K. pneumoniae puisque c’est au sein de cette espèce qu’ont été 

initialement décrites les β-lactamases à spectre étendu (BLSE) (Balestrino, 2006). 

K. pneumoniae est naturellement résistante aux pénicillines (amoxicilline, ticarcilline) 

par production constitutive d’une β-lactamase de classe A (pénicillinase) chromosomique, 

appelée SHV-1. A partir des années 1970, sont apparues des souches produisant outre SHV-1, 

des β-lactamases de type TEM, actives non seulement sur les pénicillines mais également sur 

les céphalosporines de première génération. Ces pénicillinases à large spectre sont produites 

par des souches de K. pneumoniae après acquisition de plasmides conjugatifs portant les 

gènes codant pour ces enzymes (Jackson et al., 1978). 
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En 1985, sont apparues des souches de K. pneumoniae qui en plus des résistances aux 

antibiotiques précédemment citées, résistaient aux céphalosporines de seconde et troisième 

générations. Ces β-lactamases à spectre étendu sont également à déterminisme plasmidique 

(Sirot et al., 1987) et sont apparues après mutations ponctuelles successives dans les gènes 

codant des pénicillinases (de type TEM-1 ou SHV-1), mutations qui altèrent la structure du 

site actif de l’enzyme permettant l’hydrolyse des antibiotiques. La première enzyme décrite 

chez K. pneumoniae a été appelée CTX-1 car elle présentait une forte activité vis-à-vis du 

céfotaxime. Depuis de nombreuses BLSE ont été identifiées et caractérisées, notamment par 

leur point isoélectrique. Elles sont dénommées selon leur substrat préférentiel : soit le 

céfotaxime (CTX), soit la céftazidime (CAZ) [(Sirot et al., 1987); (Sirot et al., 1989)]. Tous 

les dérivés de TEM et SHV sont sensibles aux inhibiteurs de β-lactamases dont fait partie 

l’acide clavulanique (Sirot, 1995), ce qui permet par association aux β-lactamines, de 

récupérer partiellement l’activité de cet antibiotique. Néanmoins, en 1995, une β-lactamase 

induisant une résistance de haut niveau à l’association amoxicilline/acide clavulanique a été 

caractérisée chez K. pneumoniae (Lemozy et al., 1995). En 1997, pour la première fois, une 

souche de K. pneumoniae productrice de BLSE a montré une résistance additionnelle à 

l’imipenem (Bradford et al., 1997). D’autres résistances sont également apparues au sein de 

cette espèce bactérienne et permettent d’inactiver l’action d’antibiotiques appartenant à 

diverses familles, notamment aminoglycosides et fluoroquinolones (Paterson et al., 2000). 

L’apparition de multi-résistances au sein de ces souches pathogènes constitue une limite 

importante en terme thérapeutique. La diffusion épidémique des β-lactamases au sein de 

souches nosocomiales est liée au fait que les gènes codant ces enzymes sont généralement 

situés sur des éléments d’ADN mobiles, tels que des plasmides conjugatifs[(Arlet et al., 

1990); (Garrouste-Orgeas et al., 1996)]. Ces plasmides étant facilement transmissibles, on 

observe alors une accumulation de gènes de résistance contribuant ainsi à l’apparition de 

bactéries multi-résistantes. Selon les études de Marty et Jarlier en 1998,  parmi les bactéries 

multi-résistantes, la proportion globale des souches de K. pneumoniae était de 24,8% en 1993. 

Elle a significativement diminué et atteint 10% en 1996. Néanmoins, parmi les 

entérobactéries productrices de BLSE, K. pneumoniae constitue toujours l’espèce la plus 

représentée (45%). Bien qu’essentielle, la résistance aux antibiotiques n’est certainement pas 

suffisante pour expliquer la persistance de ces souches dans l’environnement hospitalier au 

sens large du terme. La colonisation des muqueuses de l’homme, ainsi que celle des surfaces 

inertes contribuent pleinement à leur diffusion et leur persistance dans l’environnement. 
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Chapitre2 : biofilm dans le secteur médical 

La bactérie Klebsiella pneumoniae est placée au premier plan des pathogènes 

opportunistes qui profitent de l’affaiblissement des défenses de l’organisme pour induire des 

pathologies infectieuses, sous la forme d’infections urinaires et respiratoires, de bactériémies 

et de surinfections de plaies opératoires.  

Klebsiella pneumoniae est naturellement présente à faibles concentrations dans 

l’environnement, mais également dans le tube digestif et les cavités naturelles de l’homme. 

Dans certaines situations (température, humidité), elle peut constituer des agrégats dénommés 

biofilms notamment sur des surfaces inertes (sondes urinaires, tubes endotrachéales, cathéters 

et autres) (Balestrino, 2006) (figure 4). 

 

 

Figure 4 : Microscopie électronique à balayage de l'adhésion agrégative de  K. pneumoniae 

sur les cellules intestinales (Favre-Bonté et al., 1995). 

 

1. Le biofilm bactérien  

1.1 Introduction  

L’idée que les bactéries croissent préférentiellement sur des surfaces a été avancée à 

intervalles réguliers au cours des 150 dernières années (Costerton, 1999). Parallèlement, 

certains microbiologistes ont constaté au microscope optique que les bactéries planctoniques 

poussaient différemment après avoir adhéré à une surface et initié la formation d’un biofilm. 

Les termes de bactéries sessiles et planctoniques décrivent des micro-organismes 

respectivement adhérents à une surface et libres dans une suspension. La surface d’adhésion 
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des organismes sessiles peut être abiotique (les matériaux inertes) ou biotique (les tissus ou 

les cellules vivantes) (Dune, 2002). Toute surface naturelle ou artificielle peut être le siège 

d’une colonisation bactérienne avec formation d’un biofilm. Toute surface du corps humain 

exposée à l’environnement extérieur (peau, dents, épithéliums buccal, respiratoire, gastro-

intestinal et vésical, vagin) peut aussi faire l’objet d’une colonisation bactérienne avec 

formation d’un biofilm (Cooper et Okhiria, 2006). Tenant compte de ces deux aspects 

(surface biotique ou abiotique), Costerton et ses collaborateurs (1999) ont défini le biofilm 

comme une communauté structurée de cellules bactériennes incluses dans une matrice 

polymérique autoproduite et adhérentes à une surface inerte ou vivante. Dans ce contexte 

précis, la matrice du biofilm a comme seule origine les cellules bactériennes.  

Cette définition paraît cependant incomplète car la matrice du biofilm peut être aussi 

constituée de matériaux non cellulaires tels que les cristaux minéraux (exemple les 

canalisations d’eau) (Donlan, 2002).  

La définition précédente limite la formation du biofilm à l’interface solide/liquide 

alors qu’un biofilm peut aussi se former à l’interface air/liquide ou liquide /liquide. Les 

agrégats de cellules bactériennes flottant dans le liquide ont les mêmes caractéristiques que les 

agrégats formés à l’interface solide/liquide (Hall-Stoodley et al., 2012). Sur le plan médical la 

matrice du biofilm peut héberger des composants «extramicrobiens» provenant de l’hôte. 

D’autres bactéries peuvent se lier à la fibronectine à la surface d’un implant médical et, dans 

une endocardite infectieuse, les populations bactériennes peuvent s’imbriquer dans une masse 

de plaquettes agrégées, de fibrine et d’autres protéines de l’hôte.  

Restreindre la définition du biofilm à la seule origine bactérienne pousse à faire 

abstraction des infections dans lesquelles les bactéries interagissent avec les molécules et les 

récepteurs de l’hôte pour s’attacher, se multiplier et s’agréger. Tous les facteurs cités ci-

dessus permettent de donner une définition du biofilm plus complète et pertinente 

cliniquement. Ainsi, le biofilm est défini comme un ensemble des cellules microbiennes 

agrégées, entourées d’une matrice polymérique autoproduite et pouvant contenir des 

composants de l’hôte (Hall-Stoodley et al., 2012). Cette matrice représente jusqu’à 85% du 

volume total du biofilm (figure 5). 
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Figure 5 : Représentation schématique de la structure tridimensionnelle d'un biofilm 

bactérien. Les flèches indiquent la circulation du fluide à l'intérieur des canaux aqueux. 

"Center for biofilm enginrering" Montana State University (Balestrino, 2006). 

 

1.2 Structure et organisation  

Le biofilm est constitué essentiellement des microorganismes et de la matrice qu’ils 

synthétisent. Les micro-organismes représentent 2 à 15% du matériel du biofilm selon 

l’espèce impliquée alors que la matrice extracellulaire (EPS, extracellular polymeric 

substances), représente 50 à 90% de la masse organique carbonée du biofilm. Mais l’eau 

demeure le principal composant du biofilm [(Costerton, 1999); (Sutherland, 2001); (Donlan, 

2002)]. Les propriétés physico-chimiques de l’EPS sont variables d’un biofilm à un autre, 

mais un biofilm est initialement constitué de polysaccharides. La composition et la structure 

de polysaccharides déterminent la conformation primaire du biofilm. La quantité des EPS 

produite varie en fonction du micro-organisme, et elle augmente avec l’âge du biofilm. La 

matrice du biofilm peut aussi être composée d’ions métalliques, de cations divalents, de 

macromolécules (protéines, ADN, lipides, phospholipides) et de composants de l’hôte 

[(Sutherland, 2001); (Donlan, 2002); (Hall-Stoodley et al., 2012)].  

La matrice d’exopolysaccharides exerce différents rôles. Elle assure la protection et la 

cohésion de chaque microcolonie bactérienne, absorbe l’eau et piège les petites particules 

circulantes. L’EPS intervient aussi sur la relation des microorganismes entre eux et avec les 

surfaces. Son important degré d’hydratation, due à sa capacité à fixer un grand nombre de 
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molécules d’eau par des liaisons hydrogène, permet de lutter contre la dessiccation de certains 

biofilms dans le milieu naturel. Cette matrice contribue aussi aux propriétés 

d’antibiorésistance des biofilms en se liant directement aux agents antimicrobiens et en les 

empêchant de pénétrer au sein du biofilm (Wingender et al., 1999). Elle est aussi impliquée 

dans le maintien d’un microenvironnement unique pour les bactéries (Costerton et al., 1994). 

 

1.3 Physiologie du biofilm  

Les études menées sur le transport par diffusion des composants gazeux et liquides à 

travers la matrice du biofilm ont montré que les cellules situées dans le biofilm reçoivent 

moins d’oxygène et de nutriments que les cellules en suspension. On peut mettre en évidence 

un gradient de nutriments et d’oxygène depuis le sommet du biofilm jusqu’à sa base où l’on a 

un microenvironnement anaérobie. Les cellules de la périphérie d’une microcolonie sont 

mieux desservies par les réseaux de canaux que celles situées au centre. L’état métabolique 

d’une bactérie à l’intérieur d’un biofilm dépend de sa localisation au sein de la structure.    

Les cellules situées dans les couches les plus profondes ont une activité métabolique réduite    

[(Le Magrex et al., 1994); (McLandsborough et al., 2006)]. Les cellules bactériennes qui 

s’établissent sur une surface et s’engagent dans la formation du biofilm adoptent ainsi un 

phénotype profondément différent, l’expression de nombreux gènes change, ce qui conduit à 

des modifications métaboliques [(Becker et al., 2001); (Beenken et al., 2004)]. 

 

1.4 Formation des biofilms 

La formation d’un biofilm bactérien sur une surface solide est un phénomène 

complexe dans lequel des processus physiques, chimiques et biologiques sont impliqués 

[(Characklis et Marshall, 1990) ; (Lappin-Scott et Costerton, 1995)]. La constitution d’un 

biofilm mature nécessite plusieurs étapes (Figure 6) : 

 attachement réversible des bactéries, 

 adhésion irréversible et production d’EPS, 

 formation des micro-colonies, 

 maturation du biofilm et mise en place de la structure tridimensionnelle du 

biofilm, 

 détachement du biofilm. 
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Figure 6: Représentation schématique des différentes étapes conduisant à la formation 

d’un biofilm (Filloux et Vallet, 2003). 

 

adhésion initiale : c’est la première étape de la formation du biofilm [(Sauer et al., 

2002); (Stoodley et al., 2002)].  Les bactéries planctoniques s’approchent de la surface grâce à 

la force du flux, à la gravitation ou à leur mobilité intrinsèque (flagelle), et vont ainsi « scruter 

» la surface. Lorsqu’elles se trouvent au voisinage du support, les bactéries s’y fixent de 

manière transitoire, faisant face aux forces répulsives du matériau. Ces attachements 

transitoires sont réversibles pendant une période de quelques secondes à quelques minutes. Ils 

sont considérés comme une opportunité pour la bactérie s’adapte  l’environnement, ce qui 

entraîne soit une fixation définitive, soit un retour à la phase planctonique (Caiazza et 

O'Toole, 2004). Les cellules attachées de manière temporaire adhérent souvent par un de leurs 

pôles [(Hinsa et al., 2003) ; (Caiazza et O'Toole, 2004) ; (Agladze et al., 2005)]. 

 

Adhésion des bactéries : L’approche des bactéries de la surface dépend des propriétés 

dynamiques du milieu (vitesse d’écoulement du fluide) et des propriétés physico chimiques de 

la surface (Katsikogianni et al., 2004). L’adhésion bactérienne implique le déplacement de la 

cellule vers le lieu de son adhésion. Cette approche nécessite différents appendices bactériens, 

tels que les flagelles et les cils [(O’Toole et Kolter, 1998) ; (Gavin et al., 2003)] qui 

permettent également à la bactérie de se déplacer sur la surface. D’autres appendices, les pilis 
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sont pour leur part impliqués dans l’attachement initial à la surface [(Fletcher et al., 1993) ; 

(McBride, 2001)]. Dans un premier temps l’adhésion est due à des interactions faibles entre la 

surface et les bactéries (interactions de type van der Waals et électrostatiques). A ce stade, la 

bactérie peut désorber de la surface et retrouver son état planctonique, l’adhésion est donc 

réversible. 

Dans un deuxième temps, l’adhésion devient irréversible grâce à la sécrétion 

d’exopolymères par les bactéries permettant de consolider leur fixation au support. Dans ce 

cas, des interactions fortes s’établissent entre la bactérie et la surface avec des liaisons de type 

hydrophobe. La synthèse des EPS, qui débute dès les premières étapes d’adhésion, se poursuit 

pendant la maturation du biofilm [(Spiers et al., 2003) ; (Kuchma et al., 2005)] et la matrice 

peut alors occuper jusqu’à 75-95 % du volume d’un biofilm mature (Suci et al., 1994). 

 

Croissance du biofilm : Une fois que la bactérie est irréversiblement adhérée à la 

surface, sa multiplication conduit à la formation de colonies qui vont recouvrir toute ou une 

partie de la surface selon les propriétés de surface des bactéries et des matériaux. La structure 

du biofilm dépend des conditions environnementales telles que la source de carbone ou le 

régime hydrodynamique [(Stanley et al., 2003) ; (Klausen et al., 2006)]. 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 [(Costerton et al., 1995) ; (Davey et 

O’Toole, 2000) ; (Sauer et al., 2002)]. Dans cette structure tridimensionnelle se forment des 

canaux permettant la circulation de nutriments (Costerton et al., 1999), d’oxygène et 

l’évacuation des produits issus du métabolisme bactérien. Finalement l’épaisseur du biofilm 

se stabilise lorsque les phénomènes d’arrachement du biofilm compensent sa croissance. 

 

Dispersion du biofilm : Le détachement de cellules du biofilm intervient lorsque les 

conditions environnementales deviennent défavorables : limitation de la disponibilité en 

oxygène dans des biofilms épais, apparition de forces de cisaillement dues aux conditions 

hydrodynamiques, diminution de la concentration ou modification de la nature des nutriments 

disponibles [(Sauer et al., 2002) ; (Sauer et al., 2004)]. 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. 
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1. 5  Facteurs favorisant la formation d’un biofilm 

La formation d’un biofilm est un phénomène complexe, sous l’influence de nombreux 

facteurs : caractéristiques du substrat sur lequel les bactéries vont se fixer, forces s’exerçant 

dans le milieu aqueux (hydrodynamique du fluide), caractéristiques du milieu et propriétés de 

la surface des cellules (Donlan, 2002). 

 

1 .5 .1 Caractéristiques de la surface 

N’importe quel matériau en contact avec un fluide contenant des bactéries est un 

support potentiel pour la formation d’un biofilm. La rugosité, les propriétés chimiques d’une 

surface et la présence préalable de films protéiques influent sur l’attachement des bactéries à 

cette surface et à la formation d’un biofilm (De Chalvet De Rochemonteix, 2009). 

 

 Rugosité de la surface. 

Plus une surface est rugueuse, plus la colonisation de cette surface par des 

microcolonies est importante (Characklis, 1990). Les surfaces rugueuses sont colonisées de 

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

augmentée, grâce à la présence d’aspérités (Donlan, 2002). Néanmoins, certaines souches 

sauvages de bactéries colonisent aussi des surfaces lisses (Donlan et Costerton, 2002). Les 

biofilms auront ainsi tendance à se former au niveau des aspérités des matériaux, formant des 

recoins propices aux proliférations bactériennes et moins sensibles aux agents désinfectants 

ou antiseptiques. 

 

 Propriétés physico-chimiques de la surface 

Les propriétés physico-chimiques de la surface peuvent exercer une influence sur le 

taux d’attachement et sur son ampleur. Les micro-organismes se fixent plus facilement à des 

surfaces hydrophobes et non polarisées comme le Teflon ou d’autres matières plastiques, que 

sur des matériaux hydrophiles comme le verre ou les métaux (Bendinger, 1993). 

 

 Présence de films protéiques sur la surface 

La présence de polymères sur un matériau modifie les propriétés physico-chimiques 

de sa surface, et a une influence directe sur l’attachement de bactéries à cette dernière. En 

effet, la présence préalable sur un biomatériau d’un film protéique comme le sang, les larmes, 

l’urine, la salive, le liquide interstitiel et les sécrétions respiratoires influence l’attachement de 

bactéries à sa surface, et favorise la formation de biofilms (Mittelman, 1996). 



                                                                               Synthèse bibliographique 
 

18 
 

1.5. 2 Caractéristiques du milieu 

La formation et la dispersion d’un biofilm nécessitent des équipements enzymatiques 

précis et des entités structurales particulières, dont l’activation dépend de facteurs 

environnementaux clefs [(Fletcher, 1988) ; (O’Toole et al., 2000); (Donlan, 2002) ;              

(Martinez, 2007) ;( Goller, 2008)]: 

a. La température est importante non seulement parce qu'elle affecte l’activité 

métabolique et enzymatique des bactéries, mais aussi parce qu'elle influence certains 

paramètres physicochimiques (pH, activité ionique, agitation thermique et solubilité des gaz) 

ainsi que les propriétés de surface des microorganismes. La température de croissance peut 

avoir un effet significatif sur la mobilité électrophorétique cellulaire et la production de 

flagelles et, ainsi sur l’adhésion (Dumas, 2007). 

b. Le pH du milieu environnant modifie la charge de surface des 

microorganismes ainsi que celle des supports solides suite au déplacement des équilibres 

d’ionisation (protonation/déprotonation) des groupements fonctionnels exposés selon leur 

pKa (Hamadi et al., 2004) ce qui peut avoir comme conséquence une réduction ou une 

augmentation des interactions électrostatiques répulsives défavorables à l’adhésion (Boutaleb, 

2007). 

c. concentration en oxygène, concentration en fer, osmolarité, présence d’ions 

spécifiques, 

d. sources de carbone disponibles : elles ont une influence sur la formation d’un 

biofilm et sur sa maturation (Martinez, 2007). 

e. concentrations en nutriments : dans un milieu statique, la concentration en 

nutriments doit être élevée pour qu’il puisse y avoir formation d’un biofilm ; ce n’est pas le 

cas pour un milieu hydrodynamique (Spormann, 2008). 

f. concentrations en certains cations : l’augmentation de la concentration de 

plusieurs cations (sodium Na+, Calcium Ca2+, ion ferrique Fe3+) influence l’attachement de 

Pseudomonas fluorescens sur des surfaces en verre, en réduisant les forces répulsives 

s’exerçant entre les bactéries chargées négativement et la surface de verre (Fletcher, 1988). 

g. hydrodynamique du fluide : selon la position du matériau dans un fluide, il sera 

plus ou moins exposé à des turbulences. La zone de moindres turbulences, à l’écart des flux 

laminaires, est appelée zone de fixation. C’est précisément dans cette zone qu’il est plus facile 

pour les micro-organismes de se fixer sur une surface, puisqu’ils sont moins soumis aux 

forces exercées par le fluide (Donlan, 2002). 
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1.5.3 Propriétés des cellules 

L’hydrophobicité de la surface de la cellule, la présence de fimbriae et de flagelles, et 

la production d’exopolysaccharides influencent l’attachement des bactéries sur une surface. 

L’hydrophobicité d’une surface est importante dans l’adhésion des micro-organismes à cette 

dernière. Moins les matériaux sont polarisés, plus les liaisons hydrophobes deviennent 

importantes. 

 La plupart des bactéries sont chargées négativement et présentent à leur surface des 

zones hydrophobes. Plusieurs éléments structuraux des bactéries interviennent dans leur 

attachement à une surface : flagelles, fimbriae, polysaccharides.  Il peut y voir des 

compétitions ou des coopérations entre cellules lorsque plusieurs espèces de bactéries sont 

concernées. Les polymères apolaires situés à la surface des cellules comme les fimbriae, 

certaines protéines, et les acides mycoliques (composants de certaines bactéries Gram 

positives) semblent s’attacher de façon prédominante à des surfaces hydrophobes.  

Les exoploysacchardies et les lipopolysaccharides sont plus importants dans les 

mécanismes d’attachement à des surfaces hydrophiles (Donlan, 2002). 

La synthèse de fimbriae de type I par des bactéries est un processus complexe 

gouverné par les statuts nutritionnels des cellules (stimulation de la synthèse si déficit carboné 

ou en acides aminés chez les souches uropathogènes d’Escherichia coli) et par les conditions 

environnementales (pas de synthèse si pH bas ou température basse). L’expression des curli 

est sous le contrôle de cascades de phosphorylation. Les conditions environnementales 

répriment ou stimulent l’expression de gènes codant pour des caractères de motilité. La 

synthèse de curli est stimulée dans les conditions environnementales suivantes : faible 

osmolarité, basse température, faible disponibilité du milieu en azote, phosphate, fer et 

croissance ralentie (Goller, 2008). 

 

1.5.4 Les interactions physicochimiques 

La nature de la surface bactérienne détermine les interactions microorganisme-support 

[(Reifsteck et al., 1987);(Bellon-Fontaine et al., 1996)]. Ainsi, les interactions 

physicochimiques entre une surface bactérienne et un support résultent d’une combinaison de 

forces de Van der Waals, de forces électrostatiques, de propriétés acide-base de Lewis et de 

liaisons hydrophobes [(Bellon-Fontaine et al., 1996); (Briandet, 1999); (Krepsky et al., 

2003)]. 
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2. Biofilms et implants médicaux 

Des biofilms peuvent se former à la surface ou à l’intérieur de dispositifs médicaux 

implantés dans l’organisme : lentilles de contact, cathéter veineux central, sonde 

endotrachéale, dispositifs intra-utérins, valves cardiaques artificielles, pace-makers, cathéters 

de dialyse péritonéale, sondes de tympanostomie, sondes urinaires, prothèses vocales…etc. 

82% des infections nosocomiales sont dues à la présence d’implants médicaux contaminés 

(Archibald, 1997). 

 

2.1Biofilms et infections du tractus urinaire (biofilm et sondes urinaires) 

Les infections bactériennes du tractus urinaire (ITUs) sont les infections nosocomiales 

les plus fréquentes. Le risque de développer une infection urinaire augmente avec 

l’implantation de matériel médical comme les sondes urinaires. La pose d’une sonde urinaire 

est le premier facteur responsable du développement d’une infection urinaire (Hatt et Rather, 

2008). Les agents pathogènes les plus fréquemment rencontrés font partie de la flore du colon 

et du gros intestin et peuvent être introduits dans le tractus urinaire suite à des contaminations. 

Ces agents pathogènes vont former un biofilm sur la sonde urinaire et être à l’origine d’une 

infection. Les complications les plus fréquentes après la pose d’une sonde urinaire sont les 

infections nosocomiales du tractus urinaires, dix(10)  à 50% des patients porteurs d’une sonde 

urinaire pendant une courte durée (7 jours) ont une infection urinaire dûe au développement 

de biofilms sur la sonde, et 100% des patients sont infectés lorsqu’ils gardent la sonde 

pendant une durée supérieure à 28 jours (Stickler, 1996). Les ITUs sont asymptomatiques 

dans 90% des cas : une simple bactériurie sera alors observée. Les ITUs peuvent devenir 

symptomatiques (bactériurie, pyurie…) (Jacobsen et al., 2008). La majorité des micro-

organismes responsables proviennent de la flore cutanée ou de la région anale (contamination 

fécale) du patient, mais aussi des micro-flores transitoires portées par le personnel hospitalier. 

Ce sont surtout ces dernières qui peuvent être antibiorésistantes, ce qui complique le 

traitement de ces infections. Lors de l’insertion de la sonde, la muqueuse urétrale peut être 

endommagée et son effet protecteur vis-à-vis des microorganismes est alors altéré. Les zones 

altérées de la muqueuse uro-épithéliale suite à la pose de la sonde sont de nouveaux sites de 

fixation potentiels pour les bactéries. La pose d’une sonde dans de mauvaises conditions 

d’hygiène peut favoriser la pénétration de germes dans le tractus urinaire. La présence d’un 

corps étranger dans le tractus urinaire perturbe les mécanismes normaux de défense de l’hôte. 
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La présence d’urine résiduelle dans la vessie favorise le développement bactérien (Hatt et 

Rather, 2008).  

Le mécanisme de formation de biofilm sur une sonde urinaire est simple. Une fois la 

sonde posée, un film protéique va se déposer à sa surface et favoriser la fixation de micro-

organismes, et par conséquent entraîner la formation d’un biofilm (Figure 7). 

Une fois que les bactéries ont colonisé la sonde et l’uro-épithélium, elles doivent 

s’adapter à l’environnement formé par le tractus urinaire et se procurer des nutriments.         

La production bactérienne de toxines et d’enzymes dans l’environnement entraîne une 

dégradation des tissus avoisinants et une libération de nutriments (Jacobsen et al., 2008). 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 7 : A : mécanisme  de la formation du biofilm sur sonde urinaire (Jacobsen, 2008),  

B: une sonde urinaire contaminée (Stickler,1996) 

A 

B 
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2.2 Biofilms et cathéters veineux centraux 

       Les cathéters veineux centraux sont les implants médicaux les plus à risque par rapport au 

développement d’une infection nosocomiale, ceci pose de graves problèmes de santé publique 

puisque les traitements systémiques de routine des patients atteints d’infections de ce type se 

révèlent le plus souvent inefficaces (Donlan, 2008). Les microorganismes en cause 

proviennent de la flore cutanée du patient, de la micro-flore exogène du personnel hospitalier, 

ou encore d’environnements contaminés. Les micro-organismes atteignent le cathéter par 

migration à partir de la peau le long de la partie externe du cathéter. Les micro-organismes les 

plus fréquemment isolés sont: Staphylococcus aureus, Staphylococcus epidermidis, Candida 

albicans, Pseudomonas aeruginosa, Enterococcus faecalis et Klebsiella pneumoniae 

[(Donlan, 2001) ; (Donlan, 2008)]. 

La colonisation bactérienne a lieu dans les 24 heures suivant la pose du cathéter. Au 

contact du flux sanguin, la surface du cathéter se recouvre d’un film protéique (plaquettes, 

plasma, fibronectine, laminine, ou fibrine). La présence de ce dernier va modifier les 

propriétés physico-chimiques de la surface du cathéter et favoriser la formation de biofilms 

dès 3 jours après la pose du cathéter (Donlan, 2008). La localisation et l’extension du biofilm 

sur le cathéter dépend de la durée de la cathéterisation. Les cathéters de courte durée 

(inférieure à 10 jours) ont des biofilms au 64 niveau de la partie externe du cathéter et que les 

cathéters de longue durée (30 jours) ont des biofilms plutôt au niveau de la lumière du 

cathéter (Raad et al., 1993). 

 

3. Le biofilm face aux antibiotiques 

La persistance des infections chroniques même en présence d’une antibiothérapie et 

d’un système immunitaire actif, peut être due à l’émergence de phénomènes de résistance 

bactérienne. Il faut aussi prendre en considération le cas où les bactéries s’organisent 

spatialement pour former des biofilms [(Fux et al., 2005) ; (Bjarnsholt et al., 2005)]. 

La notion de «résistance» des biofilms aux antibiotiques mérite d’être clarifiée. En 

effet, une souche bactérienne est définie comme étant résistante si sa croissance n’est pas 

inhibée à une concentration critique (CMI) d’antibiotique généralement observée pour la 

majorité des souches de l’espèce considérée. Les cellules d’un biofilm sont quant à elles 

décrites comme résistantes par comparaison avec leurs homologues planctoniques. Par 

ailleurs, il est parfois plus exact de parler de tolérance plutôt que d'une véritable «résistance» 

lorsque le mécanisme  impliqué est de nature phénotypique (adaptation des cellules à la vie en 
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biofilm) et donc réversible (les bactéries revenues à l’état planctonique retrouvent leur 

sensibilité initiale. Cependant, il est rarement possible d’identifier la nature de l’insensibilité 

aux antibiotiques des bactéries incluses en biofilms. Il est aujourd’hui bien établi que la 

résistance des biofilms à l’action des agents antimicrobiens est multifactorielle (Daddi 

Oubekka, 2012). 

L’éradication d’un biofilm bactérien pose de gros problèmes cliniques, car 

l’antibiothérapie active habituellement sur les bactéries à l’état planctoniques se révèle bien 

souvent moins efficace sur des structures organisées en biofilm [(Brooun et al., 2000); (Liu et 

al., 2000); (Stewart et Costerton, 2001)]. 

 Les mécanismes de résistance habituels, basés sur des modifications enzymatiques, 

des mutations ou des pompes membranaires d’efflux, ne semblent pas entrer en jeu dans les 

résistances observées dans les biofilms bactériens (Mah et O'Toole, 2001). En revanche, la 

dispersion des bactéries d’un biofilm permet généralement de constater l’efficacité des 

antibiotiques adaptés [(Anwar et al., 1989); (Williams et al., 1997)]. 

Trois hypothèses principales sont avancées afin d’expliciter les mécanismes de 

résistance des biofilms aux antibiotiques (Stewart et Costerton, 2001).  

La première repose sur une notion de barrière physique qui expliquerait la pénétration 

lente et incomplète de certains antibiotiques. La seconde hypothèse est liée à l’environnement 

spécifique du biofilm, dont les zones les plus profondes, riches en résidus acides et pauvres en 

oxygène et en nutriments, pourraient gêner l’action de l’antibiotique. Enfin, la dernière 

hypothèse s’appuie sur les  modifications phénotypiques observées dans certains biofilms et 

dont les micro-organismes constituants pourraient présenter des formes plus résistantes 

(Figure 8). 

Ces trois hypothèses reposent sur la nature communautaire et multi-cellulaire du 

biofilm. La plupart des spectres antibiotiques ont été étudiés sur des formes planctoniques, et 

doivent maintenant être étudiés sur des modèles de biofilms plus complexes. Ainsi, de 

nouvelles concentrations minimales d’inhibition, ainsi que de nouvelles associations 

médicamenteuses doivent être envisagées.  

Les recherches actuelles essaient d’envisager des molécules capables de rompre ou 

d’empêcher la formation de la matrice polysaccharidique, voire d’agir sur les signaux de 

différentiation du « quorum sensing ». 
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Figure 8: Récapitulation des principaux mécanismes de résistance aux agents 

antimicrobiens des biofilms. D'après le "Center for biofilm enginrering"                       

Montana State University 

 

4. Régulation de la formation des biofilms : Le quorum sensing   

4.1 Le quorum sensing. Définition et mécanismes 

La formation d’un biofilm est contrôlée par des mécanismes de quorum sensing. Il 

s’agit de mécanismes de contrôle des processus ayant lieu au sein des cellules, matérialisés 

par des signaux de cellules à cellules, et dépendant de la quantité de cellules présentes : on 

parle de mécanismes de perception du quota. Ces mécanismes sont basés sur le principe de 

masse critique [(Costerton et al., 1999) ; (Tomlin et al., 2005)]. Une fois que les signaux 
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atteignent une valeur seuil (valeur critique), des régulateurs transcriptionnels sont activés et 

exercent un contrôle sur des gènes spécifiques [(Costerton, 1999) ; (Clutterbuck et al., 2007) ; 

(Irie et Parsek, 2008)]. La nature et la fonction des molécules signalant les échanges de 

cellule-à-cellule changent à partir d'une concentration donnée des bactéries (Costerton, 1999). 

 

4. 2 Les molécules du quorum sensing 

Les molécules du quorum sensing sont différentes selon les types de bactéries [(Parsek 

et Fuqua, 2004) ; (Irie et Parsek, 2008)]. On trouve des acylhomosérines lactones (AHL) chez 

la plupart des bactéries Gram-négatives. La majorité des bactéries Gram-positives utilisent 

des peptides auto-inducteurs, dont la taille est très variable (de 5 à 87 acides aminés). Les 

molécules du quorum sensing sont dégradées par des enzymes : AHL-lactonases et AHL-

acylases. On obtient par conséquent une ségrégation spatiale des molécules du quorum 

sensing au sein d’un biofilm (Irie et Parsek, 2008). 

 

4. 3 Le quorum-sensing des bactéries à Gram-négatif 

De manière surprenante, E. coli, S. enterica et K. pneumoniae possèdent ce système  

de QS, mais de façon incomplète. En effet, ces organismes exrpiment un récepteur de type 

LuxR, appelé SdiA, mais pas d’homologue de LuxI. Ceci suggère que ces espèces 

bactériennes répondent seulement aux AHL produites par d’autres, ce qui pourrait être le cas 

au sein d’écosystèmes complexes tel que la flore du tractus gastro-intestinal (Smith et Ahmer, 

2003). 

Il a été récemment montré que le gène srgE et l’opéron rck (pefI-srgDAB-rck-srgC) de 

S. enterica impliqués dans la protection de S. enterica vis-à-vis des défenses de l’hôte dans 

l’intestin (Ahmer et al., 1998)  sont régulés par SdiA, en présence d’AHL (Smith et Ahmer, 

2003). 
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1. Lieu d’étude  

Cette étude est réalisée au niveau de deux laboratoires : Laboratoire de Microbiologie 

Appliquée à l’Agro-alimentaire, au Biomédical et l’Environnement (LAMAABE) de 

l’Université Abou-Bekr Bekaid-Tlemcen et Laboratoire Microorganismes : Génome 

Environnement (LMGE) Université D’Auvergne, Clermont-Ferrand, France. 

 

2.  Prélèvements  

De  Mai 2010 à Mai 2012,  260 patients ont été inclus dans cette étude où 300 

dispositifs médicaux (sondes urinaires,  sondes d’intubation et tubes endotrachéales) ont été 

collectés au niveau de différents services du CHU de Tlemcen : service de réanimation, 

d’urologie, de médecine interne et de chirurgie. 

Les dispositifs médicaux ont été soigneusement prélevés dans des conditions 

d’asepsie, placées individuellement dans des tubes en verre stériles puis transportés 

immédiatement au laboratoire pour être analysé.  

 

3. Ensemencement et isolement 

L’extrémité distale de chaque dispositif médical a été coupée, placé dans 1 mL d’eau 

physiologique stérile puis agité au vortex durant 1 minute (technique de Brun Buisson). Un 

volume de 20 µL a été ensemencé simultanément  sur gélose nutritive pour dénombrement et 

confirmation de l’infection sur dispositifs médicaux et sur un  milieu Mac Conkey pour 

l’isolement des Klebsiella pneumoniae, grâce à l’action de deux inhibiteurs, cristal violet pour 

l’inhibition de la flore gram (+) et les sels biliaires pour la sélection des entérobactéries. Les 

boites ensemencées sont incubées à 37°C pendant 18-24 heures.  

 

4. Identification  

L’identification des souches est contrôlée, après vérification de leur pureté par : 

 l’étude des caractères macroscopiques ; 

 l’étude des caractères microscopiques (forme des colonies, mobilité, 

coloration de Gram) ;  

 l’étude des caractères biochimiques (API 20
E
 (Biomérieux®, France). 
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5. Détection de la capsule 

La présence d'une capsule a été examinée par coloration avec l'encre de Chine. Sur  

une lame, une goutte de suspension bactérienne a été mélangée avec le colorant. Au 

microscope optique, la capsule apparaît comme un halo claire autour des bactéries (El Fertas-

Aissani et al., 2012). 

 

6. Sensibilité aux antibiotiques 

La sensibilité aux antibiotiques a été déterminée par la méthode de diffusion de disque 

selon les recommandations du Comité de l’Antibiogramme de la Société Française de 

Microbiologie (CA SFM, 2010). Les antibiotiques utilisés (Bio-Rad) sont : l’amoxicilline 

(AMX), l’amoxicilline- acide clavulanique (AMC),  la ceftazidime (CAZ), la cefotaxime 

(CTX), la colistine(C), l’imipenème (IMP), la céfalotine (CF), la gentamycine(GN), la 

tobramycine (TB), la tétracycline (TET), l’acide nalidixique (AN), l’Amikacine (AK), la 

Ciprofloxacine (CIP), l’ofloxacine (OFX). 

 

7. Détection des BLSE : Test de synergie  

Le test consiste à rechercher une image de synergie entre un disque d’antibiotique 

contenant un inhibiteur de ß-lactamases et un disque de céphalosporine de 3
ème 

génération 

(CTX, CAZ). Cette image est dite « bouchon de champagne » (Philippon et Arlet, 2006).  

 

7.1  Technique  

La recherche de ß-lactamases à spectre étendu se fait dans les conditions standards de 

l’antibiogramme, en disposant 2 disques : amoxicilline+ acide clavulanique (AMC) et une 

céphalosporine de 3
eme

 génération (CAZ) à une distance de 20 a 30mm sur gélose Mulleur 

Hinton. L’incubation se fait à 37°C pendant 18h. 

 

7.2 Lecture 

La production de BLSE se traduit par l’apparition d’une image de synergie ou 

bouchon de champagne entre le disque AMC et C3G.     
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8. Evaluation de la formation de biofilm in vitro 

Cette  partie est consacrée aux techniques quantitatives et qualitatives de la formation 

du biofilm.  

  

8.1 Méthode de plaque de culture de tissus (TCP)  

8.1.1 Technique 

Le test TCP décrit par O'Toole et al., (2000) permet une évaluation quantitative de la 

formation du biofilm. 

 A partir d’une culture de 18 heures dans le milieu  BHIB, les puits d’une microplaque 

de 96 puits (polystyrène) sont inoculés avec 10 μL des bactéries diluées au 1/10. Chaque puits 

contient 150 μL de BHIB. Les microplaques sont incubées pendant 24 heures à 37°C. Les 

puits sont  lavés trois fois avec 0,2 mL de tampon phosphate salin PBS (pH= 7,2) afin 

d'éliminer les bactéries libres (planctoniques). Les biofilms  formés par l’adhérence des 

organismes sessiles sont colorés avec du cristal violet (0,1%) pendant 5 min. L'excès de 

colorant est ensuite rincé par un lavage en profondeur avec de l'eau distillée  et les plaques 

sont laissées pour le séchage afin d’évaluer l’importance de la coloration du biofilm 

(Stepanovic et al., 2000). 

 

8.1.2 Lecture 

La classification des résultats obtenus  présente sur la base du DO témoin. Les souches 

ont été classées comme suit : DO ≤  DOt(Témoin) : non formatrice du biofilm, DOt × 2 ≤ DO 

≤ DOt × 4 : Modérée, DOt × 4 ≤ DO : Fortement formatrice du biofilm (Christensen et al., 

1985). 

 

8. 2 La méthode tube (TM)  

C’est une technique qui permet une évaluation qualitative de la formation du biofilm 

décrite par Christensen et al., (1982). 

 

8.2.1 Technique 

A partir d’une boite de culture 18-24 heures, ensemencer une colonie dans 10 mL de 

BHIB supplémenté de 2% de saccharose puis incube à 37°C pendant 24 h. Les tubes ont été 

lavés avec du PBS (pH=7,3) puis séchés. Chaque tube a été ensuite coloré par le cristal violet 
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(0,1%) pendant 15 minutes. L’excès de colorant a été enlevé et les tubes ont été lavés avec de 

l’eau distillée, puis séchés en position renversée (Mathur et al., 2006). 

 

8.2.2. Lecture  

La formation du biofilm est considérée comme positive quand un film visible double 

et recouvre le mur et le bas du tube. La formation d’un anneau à l’interface liquide n’est pas 

indicative de la formation du biofilm. La formation de biofilms est notée comme de 0 pour 

absent, + pour modéré et +++ pour fort (Stepanovic et al., 2000). 

 

8.3 La méthode du Rouge Congo Agar  

La gélose Rouge Congo Agar est un milieu très convenable pour la détection des 

souches productrices de slime. Sur ce milieu les souches exprimant le PIA (Polysaccharide 

Intercellular Adhesion) 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). 

8.3.1 Technique 

La production de slime a été recherchée sur le milieu Rouge Congo Agar(RCA). Selon 

Freeman et al., (1989),  le milieu a été préparé avec 37 g/L BHIB, 50 g/L de saccharose, 10 

g/L d’agar et 0,8 g/L du Rouge Congo Agar,  puis autoclavé à 121°C pendant 15 minutes 

(Nasr et al., 2012). Le milieu est ensemencé avec une anse d’une suspension de notre souche. 

La lecture à été faite après 24 heures à 37°C et (Jain et Agarwal, 2009). 

 

8.3.2 Lecture  

Les souches productrices de slime donnaient des colonies noires à surface rugueuse 

contre des colonies rouges à surface lisse pour les souches non productrices. Les souches de 

phénotype variables donnaient des colonies à centre noir et à contour rouge ou à centre rouge 

et à contour noir (Nasr et al., 2012). 
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9. Détermination des Concentrations Minimales Inhibitrices (CMIs) et des 

Concentrations Minimales Inhibitrices Des Biofilms(CMIBs) 

9.1  Détermination des Concentrations Minimales Inhibitrices (CMIs) 

Les CMIs (Concentrations Minimales Inhibitrices) ont été déterminées par 

microplaques selon les indications du Comité de l'Antibiogramme de la Société Française de 

Microbiologie (CASFM, 2010). 100μL de milieu de culture liquide sont déposés dans les 96 

puits d’une microplaque stérile à fond rond. 100μL de la solution-mère de chaque produit à 

tester sont déposés dans le premier puits de 2 lignes (essais en double). 

Après homogénéisation, des dilutions de raison 2 sont réalisées de la colonne 1 à la 

colonne 10 incluse. L’inoculation a été réalisée par dépôt de 100μL de la suspension mère du 

microorganisme test ajustée à environ 10
8
 bactéries/ml ou à différentes concentrations, dans 

chaque puits d’une seconde microplaque (Dépôt de 1 à 3 μL/puits : concentration finale 10
6
 

bactéries/mL pour un inoculum initial à 10
8
/mL). Les colonnes 11 et 12 servent 

respectivement de témoin de stérilité du milieu (sans produit et sans microorganisme) et de 

témoin croissance du microorganisme (sans produit et avec microorganisme). Après 24 heures 

d’incubation à 37°C, les CMIs sont déterminées comme les plus petites concentrations  avec 

absence de croissance visible. 

 

9.2 Détermination des Concentrations Minimales Inhibitrices Des Biofilms 

(CMIB) 

Les biofilms ont été formé comme décrit ci-dessus. Après 24 heures d’incubation ces 

derniers sont rincés trois fois avec du PBS avant l’ajout de 250 μL de TSB additionnés 

d’antibiotiques aux concentrations prédéfinies. Les microplaques scellées  ont été incubées à 

37°
 
 C pendant 24 h. Après incubation, les puits ont été lavés  trois fois avec PBS stérile (pH 

7,2).  Le biofilm traité est gratté et transféré vers une autre microplaque stérile. Après 

incubation 24h à 37 ° C, les puits ont été soigneusement rincés, séchés et colorés au cristal 

violet suivant la technique standard. La densité optique est mesurée à 590 nm par le lecteur 

ELISA. 

La DO initiale après incubation avec différentes concentrations des agents 

antimicrobiens est comparée à celle du témoin sans antibiotique.  

L’élimination de la formation du biofilm par les agents antimicrobiens se traduit par 

une densité optique inferieure à celle de la DO initiale. 
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10. Caractérisation de propriétés physico-chimiques de la surface de 

Klebsiella pneumoniae 

10.1 Préparation de la suspension bactérienne 

Une suspension bactérienne est préparée dans 100 mL de milieu Luria Bertani (LB) à 

partir d’une culture jeune de Klebsiella pneumoniae obtenue sur gélose Mac Conkey. La 

suspension ainsi préparée est incubée dans un premier temps à 37°C pendant 18 heures, les 

cellules sont ainsi récoltées après une centrifugation à 500 rmp pendant 15 min. le culot 

obtenu est ensuite lavé, après deux centrifugations successives, à l’aide du tampon PBS 

(phosphat befferd saline) stérile dont le pH est ajusté selon les valeurs souhaitées (Van 

Loosdrecht et al., 1987). Le culot bactérien est ensuite remis en suspension dans une quantité 

minimale du tampon et la densité optique de la suspension bactérienne est ajustée à 600nm de 

sorte à obtenir les valeurs de DO comprises entre 0.08et 0,1. 

 

10.2 Etude de l’hydrophobicité de la paroi de Klebsiella pneumoniae 

L’hydrophobicité de la paroi cellulaire est estimée selon le protocole BATH (Bacterial 

Adhesion to Hydrocarbon) [(Rosenberg et al., 1980) ;(Rosenberg,1984)].  

Un volume de 0.3 mL de chacun des solvants hydrophobes retenus dans cette étude est 

additionné à 1.8mL de la suspension bactérienne initialement préparée selon le protocole ci-

dessus. La densité optique de la suspension(DOi) est ajustée entre 0.8 et 1. L’ensemble est 

vortexé pendant 2minutes j’jusqu’a l’obtention d’une émulsion. Après une période de 

décantation de 20minutes, les deux phases sont ainsi séparées (Figure 9). La phase aqueuse 

est alors prélevée et une mesure de la densité optique à 600nm est effectué(DOf). Le 

pourcentage d’adhésion au solvant est donné par la relation suivante : 

 

 

           A(%)     =                   ×  100 

 

DOi : représente la densité initiale, DOf : la densité optique de la phase aqueuse après 

décantation. 

 Lorsque la                A(%) ˂ 20%   hydrophile 

                                          A(%) ˂ 40%  hydrophobe 

                                   20% ˂     A(%) ˂ 40%   moyennement hydrophobes 

 

DOi  -  DOf 

DOi 
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Figure 9: Préparation de la suspension bactérienne 
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11. Étude du biofilm de Klebsiella pneumoniae par deux modèles 

expérimentales  

11.1 Formation de biofilm en microplaque de PVC 

A partir d’une culture bactérienne de 18h dans un milieu M63B1 additionné du 

Glucose à 0,4%, les puits d’une plaque 96 puits(PVC) sont incubés avec 4µLde bactéries 

diluées au 1/10. Chaque puits contient 150µL de M63B1additionné du Glucose 0,4%. Les 

microplaques sont incubées pendant 24h à 37°C, puis 150µL de cristal violet à 0.5% dans de 

l’eau   distillée stérile sont ajoutés dans chacun des puits (Figure 10). Après 15 minutes 

d’incubation à température ambiante, les puits sont vidés et rincés 3 fois à l’eau. 100 µL 

d’éthanol absolu sont ensuite ajoutés après avoir laissé sécher quelques minutes. La quantité 

de cristal violet solubilisé après 5 min d’incubation à température ambiante est mesurée par 

lecture de la DO à 570 nm dans un lecteur de plaque ELISA. 

 

 

 

Figure 10: Formation de biofilm en microplaque PVC (Protocole Laboratoire LMGE) 
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11.2 Biofilm en microfermenteur  

11.2.1 Principe 

Les biofilms peuvent être cultivés in vitro dans les cellules à flux (cell well). Celles-ci 

sont des systèmes ouverts qui permettent l’approvisionnement en continu des nutriments 

d’une manière similaire à l’environnement réel qu’il soit médical, naturel ou industriel. 

 

11.2.2 Mode opératoire 

Les biofilms sont réalisés dans un système de culture en flux continu à haut débit en 

microfermenteur (Figure 11). Les microfermenteurs sont inoculés par trempage de la spatule 

en verre pendant 1minute dans une suspension bactérienne à 0,1 unité de DO réalisée à partir 

d’une culture de 18h en milieu M63B1 additionné du Glucose à 0,4%. La vitesse de flux en 

milieu est ajustée à 1,75 mL/min (De Araujo et al., 2010). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                         

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 11 : Photo du microfermenteur  
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11.2.3 Quantification du biofilm 

Après 24h d’incubation les bactéries adhérentes sur les lamelles de 

microfermenteur (figure 12) sont mises en suspension dans 3mL de M63B1et 

détachées  par ultasonication et passage au vortex, puis la DO est mesurée à 590 nm. 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12: Le principe du microfermenteur (Protocole Laboratoire LMGE) 
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12. Détection des pili de type 3 de quelques souches de Klebsiella 

pneumoniae PCR (Polymerase Chain Reaction) 

La PCR permet d’amplifier les séquences d’ADN de manière spécifique, à l’aide d’un 

couple d’amorces constitué d’oligonucléotides complémentaires des extrémités du fragment 

d’ADN à amplifier, qu’elles vont délimiter. Le mélange réactionnel est composé par les deux 

amorces, la Taq-polymérase, les désoxyribonucléotides est soumis à des modifications 

itératives de températures. L’amplification d’ADN est exponentielle, ce qui permet 

d’augmenter de manière considérable la quantité d’ADN, afin de faciliter sa détection et son 

analyse. 

12.1 Extraction de l’ADN bactérien : méthode rapide par ébullition 

Pour chaque isolat, l’ADN total a été extrait par ébullition. Les bactéries ont été 

cultivées pendant une nuit sous agitation à 37 ° C dans 10 ml de bouillon LB. Une anse        

de 1 μL de la culture bactérienne était mise en suspension dans 100 μL d’eau distillée stérile 

dans un tube eppendorf. Après 10 minutes, à 100°C dans un  bain-marie le tube était 

centrifugé 8 minutes à 11000 tours par minute. Le surnageant contenant la matrice d’ADN 

était récupéré puis conservé à - 20°C pour des études ultérieures. 

 

12.2 Préparation du mélange réactionnel 

Le mélange réactionnel de PCR est préparé en fonction du nombre d’extraits               

à amplifier. Un tube témoin négatif et un tube témoin positif doivent être inclus dans la 

technique pour valider la série.  

Le mix, distribué dans des tubes de PCR, à raison de 45 μL est le suivant : 

 Amorce sens (25μM) : 1 μL 

  Amorce anti-sens (25 μM) : 1 μL 

 dNTP           : 1 μL 

 Enzyme(Taq) : 0,5 μL 

 Eau distillée : 36,5 μL 

 Tampon 10X : 5 μL 

Les deux amorces utilisées : MrkD F: 5'-CCACCAACTATTCCCTCGAA-3 'et MrkD 

R: 5'-ATGGAACCCACATCGACATT-3' (Gen Bank numéro d'accession: pour MrkD: 

AY225462) (Hennequin et Forestier, 2007). 
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12.3 La PCR 

Pour chaque souche, ajouter 5 μL d’extrait d’ADN au mix afin d’obtenir un volume 

final de 50 μL. Ajouter 5 μL d’eau distillée dans le tube témoin négatif, à la place de l’extrait 

d’ADN. La souche de référence : Kp lm 21 a été utilisée comme un témoin positif. Les tubes 

sont introduits dans un thermocycleur (Roche, Mannheim, Allemagne). 

 

L’amplification se déroule selon les conditions suivantes : 

 

 2 minutes à 94°C 

 30 secondes à 94°C 

 30 secondes à 58°C                                  30cycles 

 45 secondes à 72°C 

 7 secondes à 72°C 

 

 

12.4 Electrophorèse et révélation 

Après amplification, les produits de PCR obtenus sont soumis à une migration à 120 

Volts, en gel d’agarose à 1 % et visualisé sous lumière U.V. après passage dans un bain de 

bromure d’éthidium 0,1 % (Merck®, Darmstadt, Allemagne). Le marqueur de taille DNA 

Ladder (Invitrogen®, Carlsbad, Nouveau Mexique), est déposé en même temps que les 

échantillons. 

Les produits amplifiés ont été examinés par 1,3% électrophorèse sur gel d'agarose 

dans un tampon 0,5 x TBE. 
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1. Prélèvements  

Le centre hospitalier universitaire de Tlemcen représente l’unique établissement 

hospitalo-universitaire de la wilaya. Il a été construit en 1954 durant la période coloniale sur 

une superficie de 13 hectares. Il draine une population de diverses régions ouest du pays.  

Le CHU Tlemcen a été crée par le décret exécutif N° 97-467 du 02 décembre 1997 ; il 

assure une formation médicale et paramédicale et présente une activité très importante.  

Il est composé de 27 services, dont 26 services d’hospitalisation pour une capacité de 

850 lits (Hassaine, 2008). 

Entre Mai 2010 et Mai 2012, 300 prélèvements ont été analysés, soit 100 sondes 

urinaires, 100 tubes endotrachéales et  100 sondes d’intubation, tous ont été prélevés chez 260 

patients hospitalisés  plus de 48h dans quatre services : service de réanimation, service 

d’urologie, médecine interne et service de chirurgie) du CHU de Tlemcen (Algérie). L’âge 

des patients varie de  18 et 79 ans, les caractéristiques de ces patients sont résumées dans le 

tableau 1. 

La suspicion de signes d’infection, signes locaux inflammatoires (rougeur, chaleur, 

œdème, douleur), et des signes  généraux (fièvre supérieure à 38C) a été noté  chez tous ces 

patients porteurs d’un de ces dispositifs médicaux. 

 

Tableau 1 : caractéristiques et pathologies  rencontrées chez les différents patients 

Nombre de patients Pathologies 

60 Accidents vasculaires 

cérébraux +diabète 

40 Accidents 

vasculaires+diabète 

20 Amputation+ diabète 

50 Embolie pulmonaire 

20 Traumatisme crânien+diabète 

40 Hémorragie interne 

30 Tumeur 

 

Le diagnostic et la confirmation de la colonisation ou de l’infection liée à tous ces 

dispositifs médicaux à été réalisé pour l’ensemble des prélèvements.   
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Une culture quantitative après « vortexage » (technique de Brun Buisson), un seuil 

supérieur ou égal à 10
3
 UFC/mL  définit l’infection sur dispositifs médicaux. 

Sur l’ensemble des 300 dispositifs médicaux récoltés,  deux tiers d’entre eux étaient 

infecté avec un dénombrement ≥10
3 

UFC/mL ; soit 200 patients sur les 260 étudiés 

présentaient une infection nosocomiale liée à la présence d’un dispositif invasif. 

 La relation entre dispositifs médicaux (DM) et infection  nosocomiale n’est pas 

nouvelle, mais s’est diamétralement modifiée ces dernières années. 

L’enquête de prévalence réalisée par Hassaine en 2008 est la première enquête sur les 

infections nosocomiales  au CHU de Tlemcen. Cette étude a montré  que 16.85% des patients 

ont une infection nosocomiale. Ce taux reste élevé  à celui trouvé dans d’autres hôpitaux 

d’Algérie ; il est de 6% à l’hôpital Frantz Fanon Blida, de 11.1% au CHU de Sidi Bel-Abbès, 

de 13.7% (1999) à l’hôpital de Parnet Alger, de 16% (2000) au CHU Bab el Oued  Alger et 

12.06 % au CHU de Tizi-Ouzou (2003). 

En comparaison à d’autres pays magrébins, le taux de prévalence des infections 

nosocomiales à l’hôpital de Sousse était de 7% en 1999, à la même année il était de 11.5% au 

CHU Ibn Rochd Rabat et de 6.7% au CHU Hassan II au Maroc. Ce taux reste inférieur à 10% 

dans les hôpitaux européens (Hassaine, 2008). 

 

En revanche, 31% des patients étaient porteurs de dispositifs invasifs. Les sites 

d’infections les plus retrouvés sont les sondes urinaires  (42.37%), suivi de l’infection du site 

opératoire (39%). Les infections sur cathéters occupent la 3
ème

 position avec 8.47% (Hassaine, 

2008). 

Notre étude confirme les résultats retrouvés par Hassaine 2008, où le nombre des 

bactéries isolées des dispositifs médicaux variait   de 3,2. 10
3 

et 3,45. 10
8
 UFC /mL. Les 

sondes urinaires semblent être les plus infectées avec des seuils allant à 3,15. 10
8
 UFC /mL 

(tableau 2).  
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Tableau 2: Diagnostic  de l’infection sur les dispositifs médicaux recueillis chez les 

patients hospitalisés 

 Sonde Urinaire  

(n=100) 

Dénombrement 

 UFC/Ml 

Tube Endotrachéale 

(n=100) 

Dénombrement 

UFC/mL 

Sonde 

d’intubation 

(n=100) 

Dénombrement 

UFC/Ml 

 

 

 

Culture 

positive 

 

n=80 

 

        Max = 3,15. 10
8
 

        Moy=5,2. 10
6
 

        Min=2,7. 10
4 

 

 

n=70 

  

Max=5,2. 10
7
 

Moy=3,4. 10
4
 

           Min=4,2. 10
3
 

 

 

n=50 

 

Max=6,3. 10
7
 

Moy=2,7. 10
5
 

Min=3,2. 10
3
 

 

 

Culture  

Négative 

 

 

n=20 

 

n=30 

 

n=50 

Max : la valeur maximale, Moy : la valeur moyenne, Min   : la valeur minimale  

 

2. Caractères bactériologiques des souches de Klebsiella pneumoniae 

Les méthodes microbiologiques standards pour l’identification de Klebsiella 

pneumoniae ont été  la croissance sur milieu gélosé de mac Conkey, la coloration de Gram,   

et l’identification biochimique par galerie API20E. 

 

2.1 Aspect macroscopique 

K. pneumoniae présente tous les caractères généraux des entérobactéries. C’est une 

bactérie aéro-anaérobie facultative, qui cultive sur milieux usuels non-enrichis. 

Après 18-24 heures à 37°C, elle forme des colonies arrondies, muqueuses, 

généralement bombées et brillantes sur gélose Mac Conkey. Deux morphotypes ont été 

observé (Figure 13): 

Morphotype 1 : grosses colonies muqueuses, lactose positif, ayant un aspect de  

goutte de miel, avec une tendance à la confluence, dis "en goutte de miel". 

Morphotype 2 : colonies muqueuses, lactose positif, épaisses, opaques, bombées, de 

consistance visqueuse et confluente. 
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Figure 13 : Les deux morphotypes de Klebsiella pneumoniae sur le milieu             

Mac Conckey 

 

2.2 Aspect microscopique 

Toutes les souches isolées sont des bacilles à Gram négatif (Figure14), toujours 

immobile, donnant un aspect muqueux, assez typique. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

         

Figure 14 : Examen microscopique après coloration de Gram. 

 

 

 

Morphotype 1  Morphotype 2 



                                                                                    Résultats et discussion 
 

42 
 

2.3 Caractères biochimiques 

L’identification par la galerie API 20E a permis de caractériser 115 souches de 

Klebsiella pneumoniae, avec cinq profils numériques différents: 5215773 (60/115),  5205773 

(20/115 : urée -), 52155573 (17/115 : inositol-), 5205573 (13/115 : urée- inositol-) 5214773 

(10/115 : VP-), (Figure 15).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 15 : Identification de Klebsiella pneumoniae (galerie API20 E) 
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La prévalence de la colonisation par K. pneumoniae semble élevée dans la plupart des 

pays en développement témoignant d’une forte contamination de l’environnement hospitalier 

par cette bactérie et de la carence des mesures permettant de limiter sa transmission (Ben 

Jaballah et al., 2006). 

En Europe comme aux Etats Unis, environ 8% des infections nosocomiales sur 

dispositifs médicaux sont dues à cette espèce. En France, le rapport de l’ONERBA 

(Observatoire National de l’Epidémiologie de la Resistance Bactérienne aux Antibiotiques) de 

2008 indique que K. pneumoniae est responsable respectivement de 4,8% et 4,5% des 

bactériémies communautaires et nosocomiales, ce qui la place au 3
ème

 rang des bacilles à 

Gram négatif après Escherichia coli et Pseudomonas aeruginosa. 

 

2.3 Détection de la présence de la capsule des souches de Klebsiella pneumoniae 

Presque tous les membres de la famille des Enterobacteriaceae sont capables de 

produire une capsule. En effet, un simple examen direct à l’état frais en présence d’encre de 

Chine diluée au 1/3 révèle la présence d’une capsule. 

La capsule était visible comme un halo clair entourant chacune des 115 souches 

identifiées (Figure 16). 

 

 

 

 

 

 

 

    

 

 

 

 

Figure 16 : Détection de la capsule par l’encre de chine 

                            

 

 

Bactérie  Capsule Surface  
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3. Répartition des souches selon le service 

La répartition des souches isolées des dispositifs médicaux chez des patients 

hospitalisés selon les services est comme suit : 45% étaient isolées au niveau du service  de 

réanimation, 25% étaient isolées du service d’urologie, 20% étaient isolées du service de 

médecine interne et 10% du service de  chirurgie (figure17). 

 

 

Figure 17 : Répartition des souches de K. pneumoniae isolées des dispositifs médicaux dans 

différents services du CHU Tlemcen 

 

Un grand pourcentage des souches a été isolé de service de réanimation. En effet la 

réanimation restera  la discipline médicale où les infections nosocomiales sont les plus 

fréquentes. Cette situation est évidemment dûe à l’utilisation des dispositifs invasifs. 

On a remarqué que le biotype 5215773 était dominant dans tous les services étudiés, 

ce qui indique sa  grande dissémination. Alors que certains  biotypes  sont spécifiques pour 

certains services ;   le 5205773 (urée -) a été retrouvé dans le service de chirurgie, le 5214773 

(VP-) dans la médecine interne et la réanimation, le 52155573 (inositol-) dans le service 

l’urologie,  le 5205573 (urée-, inositol-) dans le service de réanimation. 

 

4. Répartition des souches selon le site d’isolement et la durée 

d’implantation 

Chez tous les sujets en bonne santé une flore saprophyte à faible pouvoir pathogène est 

présente à des concentrations importantes dans certains sites. Cet équilibre écologique 

représente un des maillons essentiels de la défense antibactérienne, en empêchant le 
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développement de germes à haut niveau pathogène. Dès la première semaine d’hospitalisation 

la flore endogène normale est remplacée par une flore hospitalière, constituée de bacilles à 

Gram négatif et de levures. Cette modification de flore provient d’une exposition inhabituelle 

à des germes pathogènes et du déficit immunitaire du patient. L’infection est le résultat de 

l’interaction entre l’hôte et son agent (Léone et al., 2000). 

L’espèce Klebsiella pneumoniae est placée au premier plan des pathogènes 

opportunistes. L’importance médicale de cette espèce bactérienne est sa capacité à provoquer 

de nombreux types d’infections chez l’homme et à persister à la surface des implants 

médicaux. 

L’implantation temporaire d’une sonde vésicale, d’une sonde d’intubation ou tubes 

endotrachéales  est associée à un risque infectieux non négligeable, puisque 60 % des 

infections associées aux soins auraient pour origine un dispositif invasif (Espinasse et al ., 

2012). 

 Un grand pourcentage de nos souches (46.5%) est isolé à partir des sondes 

urinaires.   En effet, la contamination de la sonde  provient de l’entrée des germes dans le 

système clos, par infraction au moment d’une ouverture momentanée de ce système : soit au 

moment de la vidange de la poche, soit au moment de la déconnection entre la sonde et le tube 

collecteur lors du changement de la poche. Une fois arrivée dans le tube, le germe remonte 

vers la vessie soit en suivant l’humidité de la paroi, ou par son entraînement par un reflux 

d’urine. 

La contamination directe de la sonde par le patient au niveau du méat urétral est 

fréquente et est responsable de 66% des infections urinaires ascendantes (Tambyah et al., 

1999). 

La sonde urinaire perturbe le cycle de fonctionnement normal de la vessie et altère les 

moyens de défenses vésicales par une action mécanique sur l’endothélium et la couche de 

mucopolysaccharides acides aussi par une perturbation du transit urinaire (Botto, 2002).  

 

 28.3% de nos souches de K. pneumoniae sont isolées des tubes endotrachéales 

(TET). Effectivement l’insertion d'un tube endotrachéale peut produire des blessures et 

inoculer les bactéries  par  microaspiration de l'oropharynx dans le bas appareil de voie 

respiratoire, altérant dans ce cas les défenses de l’hôte en produisant   des exopolysaccharides 

ce qui peut favoriser et générer la formation du biofilm sur ce dispositif médical permettant 

l'adhérence aux surfaces abiotiques et une protection contre l'action des antibiotiques      

(Rello, 1996).  
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 Quant aux sondes d’intubation K. pneumoniae était isolée avec une fréquence 

de 25.2%, la colonisation de la sonde d’intubation est essentiellement secondaire à la 

colonisation des voies aériennes inférieures. En 1999, Feldmann et ses collaborateurs ont 

étudié la chronologie de la migration bactérienne et démontré que la sonde d’intubation 

commençait à être colonisée à partir de la 60
ème

  heure qui suit la colonisation des voies 

aériennes inférieures. Il existe une atteinte prédominante de l’extrémité distale de la sonde 

(Berra et al., 2006). Contrairement à d’autres matériels biomédicaux placés dans des zones 

stériles (pacemaker et cavités cardiaques, prothèses et articulations, etc.) la sonde d’intubation 

est placée à travers la cavité oro-pharyngée atteignant  la trachée où se trouvent de 

nombreuses bactéries résidentes (Boyer et al., 2013) et d’autres qui peuvent les rejoindre en 

migrant de la sphère oropharyngée en suivant soit la surface externe de la sonde via le 

ballonnet, soit la surface interne lors des aspirations (Koerner, 1997).  

 

 

Figure 18 : Répartition des souches selon la durée d’implantation des dispositifs 

médicaux 

 

La présence de Klebsiella pneumoniae sur dispositifs médicaux peut être  favorisée par 

la durée d’implantation de celui-ci. En effet et selon la figure 18,  la durée d’implantation de 
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sondes urinaire chez différents patients allait de  7, 15, 21, voir même 30 jours avec une durée 

moyenne de 7jours. 

D’après Cartier et Lobel 1990, la prévalence de l’infection chez les sondés varie en 

fonction de la durée du sondage, elle serait de 15 à 30% au bout d’une semaine, 25 à 50% 

après deux semaines et 50 à 90% après un mois. 

La durée d’implantation de sondes endotrachéales et de sondes d’intubation variait de 

5 à 21jours chez les patients ventilés en réanimation.  

En conséquence, une  durée prolongée favoriserait le développement des bactéries et  

la survenue d’infection nosocomiale  sur ces dispositifs médicaux. C’est pourquoi plusieurs 

auteurs suggèrent de remplacer le dispositif médical avant une culture bactérienne, ce qui 

aurait pour effet d’augmenter la diffusion de l’antibiothérapie et de fournir des résultats plus 

valides (Shah et al., 2005).  

Si le dispositif médical n’est pas remplacé, plusieurs microorganismes seraient 

effectivement présents, ce qui pourrait conduire à une antibiothérapie erratique (Berthelot et 

al., 2003). 

Tout dispositif médical  devrait être changé régulièrement plusieurs fois par semaine, 

par exemple : la sonde doit être changée rapidement en cas d’infections, lors d’un traitement 

antibiotique, lorsqu’elle est bouchée ou défectueuse. Dans une situation plus chronique et en 

milieu clinique, elle devrait être changée tous les 7 jours. Pour un patient chronique ayant peu 

de complications, le changement pourrait s’effectuer entre deux et six semaines [(Wyndaele et 

al., 2001) ; (Tenke et al., 2004)]. 

Afin de limiter la colonisation sur les dispositifs médicaux ; des mesures de prévention 

doivent être prises en considération. Un sondage urinaire régulier, l’application stricte des 

règles d’asepsie et mesures d’hygiène et le bon choix des biomatériaux. 

 

5. Etude de la sensibilité de Klebsiella pneumoniae aux antibiotiques  

Un antibiogramme complet a été réalisé sur 115 isolats prélevés des 300 dispositifs 

médicaux. Etant donnés leurs phénotypes de résistance très différents, les fréquences de 

sensibilité pour chaque antibiotique ont été calculées  et représentées dans la figure ci dessous. 
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Figure 19: Fréquence de résistance aux antibiotiques des souches K. pneumoniae 

isolées des dispositifs médicaux étudiés (CHU Tlemcen). 

 

Selon la figure 19, les souches de K. pneumoniae isolées et identifiées  présentent des 

fréquences de résistance élevées à la plupart des antibiotiques en particulier aux 

céphalosporines de 3éme génération (C3G) dont les taux sont parmi les plus importants. 

Ces mêmes souches  révèlent des taux de résistance très élevés pour l’ampicilline 

(100%), l’amoxicilline (100%), l’amoxicilline/acide clavulanique (81%), la cefotaxime 

(80%), la ceftazidime (75%), la céfalotine (69%) et (74%) pour l’aztréoname. 

Quant aux  aminosides, le taux le plus important a été observé pour la gentamycine 

(85%), suivi de la tobramycine (83,33%), et de la  tétracycline (70%). 

En ce qui concerne les quinolones les taux de résistance sont les suivants : pour l’acide 

nalidixique 50%, et 64% pour l’ofloxacine.  

En revanche une bonne activité de l’amikacine et de la ciprofloxacine a été remarquée 

avec respectivement  80%, 90%  des souches sensibles. 

Aucune résistance n’a été observée pour l’imipenème et la colistine (Figure 20). 
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Figure  20: Résultats d’antibiogramme d’une souche de K. pneumoniae isolée du 

service de réanimation 

 

La majorité des souches résistantes sont  isolées de service de réanimation. Ceci est lié 

à la grande fréquence de prescription d’antibiotiques  pour traiter des infections hospitalières 

motivant le transfert en réanimation (Brun-Buisson, 2005). 

 

6. Détection des BLSE des souches de Klebsiella pneumoniae 

Les bêta-lactamases à spectre élargi ou étendu (BLSE) ont émergé peu de temps après 

l’introduction des céphalosporines de troisième génération (C3G) (Philippon, 2013). 

Les premières observations de BLSE ont été décrites en Europe et rapidement après, 

aux Etats-Unis à partir de 1988 où une nouvelle résistance à la ceftazidime et à l’aztréonam a 

permis de retrouver une nouvelle bétalactamase à transmission plasmatique chez une K. 

pneumoniae. Cette enzyme est transmise rapidement et facilement aux autres bacilles à Gram 

négatif dont E. coli [(Quinn et al., 1989) ;(Zogheib et Dupont, 2005)] Leur impact est très 

important, surtout dans les services de réanimation avec de véritables épidémies [(Paterson et 

al., 2001) ; (Zogheib et Dupont, 2005)]. Il a été démontré dans des études européennes 

précédentes que K. pneumoniae et E. coli étaient les espèces les plus fréquemment 

responsables de la sécrétion de BLSE (Hernandez et al., 2005). 

La résistance aux C3G dans notre étude était de l’ordre de 80 % et le pourcentage des 

souches BLSE était de 45,21% soit (52/115) (figure 21, 22),  le service pourvoyeur de ces K. 

pneumoniae BLSE est essentiellement le service de réanimation. 

En Algérie l’étude de Nedjai et al., (2012) révèle des taux élevés de K. pneumoniae 

productrices de BLSE, des  taux moins important ont été obtenu dans une étude tunisienne 
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(Ben et Khedher, 2012). En Espagne ce taux est 20,8 % (Romero et al., 2007). Les BLSE sont  

souvent déclarées pour être un problème hospitalier [(Pitout et al., 2005) ; (Pitout et 

Laupland, 2008)]. 

 

 

Figure 21 : Test de synergie permettant la détection de BLSE observé chez une 

souche de K. pneumoniae 

 

            Figure 22 : Nombre de souches de Klebsiella pneumoniae BLSE+ 

isolées des dispositifs médicaux 

 

52 patients étaient infectés par des souches de Klebsiella pneumoniae BLSE+, 

l’acquisition de ce phénotype de résistance a été détecté dés le 7jour d’hospitalisation des 

patients  et se poursuivant  jusqu’au 21
ème

 jour (tableau 3). 
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Selon le tableau 3, 13 patients ont acquis le phénotype BLSE+  au bout de quelques 

jours (3-5jours) essentiellement au niveau de service de réanimation dont  deux tiers d’entre 

eux présentaient le même biotype, ce qui confirme leur dissémination entre les services. 

 

Tableau 3 : Détection des BLSE chez les patients hospitalisés au cours de leur séjour 

K. 

pneumoniae 

 

Présence des BLSE 

5J 7J 10J 12J 14J 15 J 21J 30J 

KP1   BLSE      

KP2     BLSE    

KP3 
 

BLSE- 

 
    BLSE+  

KP4   BLSE      

KP5    BLSE     

KP6       BLSE  

KP7 
 

BLSE- 

 
    BLSE+  

KP8 
 

BLSE- 

 
    BLSE+  

KP9 
 

BLSE+ 

 
    

BLSE+ 

 
 

KP10       BLSE  

KP11 
 

BLSE- 

 
   

BLSE+ 

 
  

KP12 
 

BLSE- 

 
   

BLSE+ 

 
  

KP13    BLSE     

KP14    BLSE     

KP15    BLSE     

KP16 
 

BLSE- 

 
   

BLSE+ 

 
  

KP17 
   

BLSE 

 
    

KP18 
 

BLSE- 

 
   

BLSE+ 

 
  

KP19    BLSE     

KP20    BLSE     

KP21    BLSE     

KP22 
 

BLSE- 

 
   

BLSE+ 

 
  

KP23       BLSE  

KP24 
 

 

 
   

BLSE 

 
  

KP25       BLSE  

KP26       BLSE  

KP27  BLSE-    BLSE+   
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KP28 
 

BLSE- 

 
   

BLSE+ 

 
  

KP29      BLSE   

KP30       BLSE  

KP31      BLSE   

KP32      BLSE   

KP33      BLSE   

KP34  BLSE       

KP35         

KP36        BLSE 

KP37 
 

BLSE 

 
      

KP38    BLSE     

KP39      BLSE   

KP40     BLSE    

KP41  BLSE       

KP42     BLSE    

KP43     BLSE    

KP44   BLSE      

KP45     BLSE    

KP46        BLSE 

KP47     BLSE    

KP48  BLSE       

KP49     BLSE    

KP50     BLSE    

KP51     BLSE    

KP52        BLSE 

 

Effectivement un travail portant sur la résistance de K. pneumoniae au CHU de 

Tlemcen a révélé des taux élevés des BLSE (parmi 71 souches cliniques d’entérobactéries, 50  

souches de Klebsiella pneumoniae ont été productrices de BLSE) avec une dissémination et 

une acquisition des gènes codant pour les  BLSE, cette acquisition est liée à la circulation de 

plasmides entre les souches étudiée [(Baba Ahmed et al., 2012) ; (Baba Ahmed, 2013)]. 

La production d’une BLSE reste le mécanisme de résistance prépondérant aux 

céphalosporines à large spectre chez cette espèce.  

Néanmoins, depuis une dizaine d’années, d’autres mécanismes de résistance ont 

émergé chez K. pneumoniae tel que la production d’enzymes de type AmpC. Ces β-

lactamases plasmidiques sont souvent associées à d’autres gènes de résistances aux 

antibiotiques et constituent un réel problème en thérapeutique. 
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L’émergence de ces souches de Klebsiella pneumoniae multirésistantes est désormais 

un fait établi au CHU de Tlemcen. Une meilleure maîtrise en termes d’hygiène hospitalière 

(formation du personnel aux règles préventives, connaissance de l’écologie locale, isolement 

des porteurs…) et un meilleur contrôle de la consommation en antibiotiques au sein de 

l’établissement seraient toutefois des facteurs favorisants une meilleure maîtrise de cette 

émergence. 

 

7. Evaluation de la formation du biofilm in vitro par trois techniques  

Vu le prolongement de la durée d’implantation et la multirésistance des souches de 

Klebsiella pneumoniae isolées des dispositifs médicaux chez tous les patients étudiés, il 

apparait donc indispensable de connaitre et savoir si toutes ces souches sont capables de 

former un biofilm pouvant être responsable des situations précitées. 

La surface d’adhésion des organismes sessiles peut être abiotique (les matériaux 

inertes) ou biotique (les tissus ou les cellules vivantes) (Dune, 2002). Toute surface naturelle 

ou artificielle peut être le siège d’une colonisation bactérienne avec formation d’un biofilm. 

C’est le cas de toutes les variétés d’implants biomédicaux. 

 Le passage d’un mode de vie planctonique à un mode de biofilm est un processus 

dynamique et complexe, régulé par de nombreux facteurs exogènes et endogènes. Il est 

caractérisé par un changement radical de phénotype et par l’acquisition de propriétés 

spécifiques aux biofilms. 

Plusieurs  chercheurs ont étudié les stratégies employées par les micro-organismes 

pour produire des biofilms, Ils ont montré que les bactéries productrices de biofilm sécrètent 

certaines substances chimiques qui les protègent contre les désinfectants, les agents 

antimicrobiens et des systèmes immunitaires de l'hôte (Saitou, 2009). 

Des méthodes classiques de la  détection de la production de biofilm in vitro ont été 

établies, telles que la méthode qualitative  en tube  TM (Christensen et al., 1982), la méthode  

quantitative  de la microplaque 96puits [(Freeman et al., 1989); (Mathur et al., 2006)], et la 

méthode qualitative  du Rouge Congo (Mathur et al., 2006). 

Les 115 souches isolées lors de cette étude ont été testées pour leur capacité à former 

des biofilms par les trois techniques. 

 La technique de microplaque 96 puits a montré que 51 souches sont de bonnes  

formatrices de biofilm, 35 sont modérées et 20 souches  sont non formatrices (Figure 23). 
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Figure 23 : Evaluation de la production de biofilm par la méthode TCP 

 

Selon  la technique TM et sur l’ensemble des souches (115), 30 souches ont été 

fortement formatrices du biofilm, 65 souches étaient  modérément  et 20 souches ont été non 

formatrices du biofilm (Figure24).  

 La méthode TM semble facile à réaliser mais la lecture des résultats peut-être 

difficile, car plusieurs auteurs stipulent que la formation du biofilm est considérée comme 

positive quand un film visible recouvre le mur et le bas du tube alors que d’autres considère 

que la formation d’un anneau à l’interface liquide n’est pas indicative de la formation du 

biofilm (Mathur et al., 2006). 
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Figure 24: Evaluation de la production de biofilm par la méthode TM 

 

     La recherche de la production de slime sur milieu rouge Congo  révèle 85 souches 

productrices de slime contre 30 non productrices. Les souches productrices de slime avaient 

un phénotype variable ou positif (Figure25). 

 

 

 

 

 

 

       

      

     Phénotype positif                 Phénotype variable                 Phénotype négatif 

 

Figure 25 : Phénotype de production de slime chez K. pneumoniae sur milieu RCA. 

 

Suite à toutes ces techniques et selon plusieurs auteurs la méthode de rouge Congo 

semble être moins efficace pour détecter la formation du biofilm in vitro. 

T : Témoin 

A : formatrice du biofilm,  

B : biofilm modéré 

C : Biofilm négatif 
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La détection du biofilm par les méthodes TM  et TCP semblent  plus fiables à celle  du 

rouge Congo  (tableau 4). 

Nos résultats concordent avec ceux d’Oli et al., (2012), où ils montrent que la 

technique TCP est la plus fiable pour la détection de la formation de biofilm chez des souches 

cliniques. 

L’étude de Knobloch et al., (2002) suggèrent que le dépistage par le rouge congo ne 

peut être recommandé pour évaluer la formation de biofilm pour les isolats de K. pneumoniae. 

De même Mathur et al., (2006) ont récemment découvert que PIA (polysaccharides adhesins 

intracellulaires) qui influe sur la formation de Staphylococcus aureus ne peut pas être détectée 

par la méthode du rouge Congo.  

Taj et al., (2012) ont montré que  le dépistage par la technique de rouge Congo  n'est 

pas recommandé pour l'étude de la formation de biofilm et que les résultats obtenus par la 

technique TM sont bien corrélé avec les résultats obtenus par la microscopie électronique. 

La comparaison de la production de biofilm de nos  K. pneumoniae par ces trois 

méthodes conventionnelles est rapportée dans le tableau 4.  

 

 Tableau 4: Résultats de la formation du biofilm par les deux techniques TM, TCP et 

RCA 

 

Par conséquence nous pensons que la technique TCP peut être recommandée comme 

méthode de dépistage  rapide et  général pour la détection des bactéries productrices de 

biofilms in vitro. 

A travers cette étude la plupart des souches isolées des sondes urinaires  de type latex 

sont de bonnes formatrices de biofilm.  

Le  biofilm microbien s’installe en 24 à 72 heures après la pose de la sonde. Les 

espèces de Klebsiella pneumoniae dotées d’une uréase  sont présentes dans le biofilm, elles 

 

Technique 

Nombre des souches de Klebsiella pneumoniae 

Absence Modéré Fort 

TM 20 65 30 

Microplaque 

 

29 35 51 

RCA 

 

30 65 20 
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hydrolysent l’urée en ammoniac libre induisant une augmentation du pH urinaire et la 

précipitation de minéraux sous forme de cristaux de struvite ou d’hydroxyapatite qui 

s’incrustent sur la sonde. L’incrustation qui siège autour du ballonnet et dans la lumière de la 

sonde entraîne une réduction du canal de drainage et une stagnation des urines, favorisant 

ainsi la survenue de bactériurie. C’est une particularité du biofilm des sondes vésicales 

(Espinasse et al., 2010). 

Qu’elles que soient l’acquisition endoluminale ou extraluminale, les bactéries qui 

colonisent la sonde croissent sous forme de microcolonies enchâssées dans un biofilm qui les 

protège. 

La formation du biofilm se produit selon une séquence bien établie : les bactéries 

adhèrent à la surface du corps étranger, s’y multiplient et secrètent du “ slime ” ou “ 

glycocalyx ”, une matrice polysaccharidique extra-cellulaire. Les sels urinaires et les protéines 

urinaires de l’hôte telle la protéine de Tamm-Horsfall s’incorporent dans cette matrice, 

formant des incrustations à la surface de la sonde pouvant se développer dans un délai bref. 

50% des souches isolées des tubes endotrachéales de type PVC étaient des bonnes 

formatrices du biofilm. Des auteurs ont déjà montré une prévalence élevée du biofilm sur ces 

dispositifs, même sur de courtes périodes d’implantation (Feldman et al., 1999). 

En outre, l'insertion d'un tube endotrachéale peut produire des blessures et inoculer les 

bactéries endogènes de l'oropharynx dans le bas appareil de voie respiratoire ce qui favorise la 

formation du biofilm sur ce dispositif médical (Rello, 1996). 

20% des  souches isolées des sondes d’intubation ont été formatrices du biofilm. 

Sottile et al., (1986) sont les premiers à avoir montré au microscope électronique que 84 % 

des sondes d’intubation  sont recouvertes sur toute leur surface par un biofilm. La 

concentration bactérienne peut atteindre 10
6
 UFC/cm de sonde.  

Inglis et al., (1989)  trouvent  les mêmes bactéries formatrices du biofilm sur les deux 

surfaces (interne et externe) de la sonde d’intubation.  

Les autres facteurs jouant un rôle sur la formation du biofilm sont le débit des gaz 

délivrés par le ventilateur et la qualité de la sonde elle-même. Quoiqu’il en soit, dès que les 

bactéries rencontrent la surface de la sonde, la formation du biofilm s’organise, le plus 

souvent sous forme sessile (Koerner, 1997) puis est régulée sous l’influence de signaux 

biochimiques (par quorum sensing) (Berra et al., 2012). Le développement du biofilm peut 

finalement amener à l’obstruction progressive de la sonde (Boyer et al., 2013). 

 Domka et al., (2007) confirment qu’une durée supérieure ou égale à 7 jours favorise 

une bactériurie urinaire qui pourrait prendre origine d’un biofilm.  
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Nos résultats et  observations concordent avec ces études montrant que la durée 

d’implantation du dispositif médical influence considérablement la formation du biofilm. 

D’après ces résultats on a constaté que les souches isolées de sondes urinaire en latex 

sont considérées comme  de bonnes formatrices du biofilm par rapport à celles isolées des 

tubes endotrachéales et des sondes d’intubation de nature PVC. En effet, le latex est souvent  

irritant et susceptible de provoquer des inflammations de l’urètre et  en partie détruit par 

l’alcalinité des urines.  

Huang et al., (2005) suggèrent l'utilisation de sondes en  silicone à la place de sondes 

en latex chez les patients nécessitant une durée d’hospitalisation prolongée. 

Abd El-Baky en 2012 rapporte que l'adhérence microbienne sur les biomatériaux se 

produit dans l'ordre suivant: latex > silicone > PVC > Téflon > Polyuréthane > Acier > 

titanium.  

La nature du dispositif médical (DM)  joue aussi un rôle important dans la formation 

du biofilm. Où  le constituant de ce dernier  doit répondre à certains critères dont la 

biocompatibilité tissulaire, flexibilité, solidité et surface la plus lisse possible. 

 

8. Etude de l’effet de trois  antibiotiques  sur la forme planctonique et 

biofilm des souches de Klebsiella pneumoniae  

Seules 24 souches de K. pneumoniae  isolées de sondes urinaire et de tubes 

endotrachéales ont été retenues pour cette partie, le choix a été fait selon leur biotypie, 

antibiotypie, production de BLSE, la présence d’une capsule et leurs grandes capacités de 

former le biofilm 

De nombreux problèmes associés au développement des biofilms en milieu médical, 

ont pour origine leur résistance extrêmement élevée aux agents antibactériens (antibiotiques et 

désinfectants). Cette résistance accrue est multifactorielle, est liée aux conditions de vie dans 

le biofilm (hétérogénéité, accès aux nutriments, oxygène etc.). Elles modifient les propriétés 

physiologiques des micro-organismes et induisent des mécanismes de résistance spécifiques 

qui s’ajoutent aux mécanismes de résistance connus (Lewis, 2008). 

Alors que les progrès de la médecine moderne permettent de lutter efficacement contre 

de nombreuses maladies infectieuses, celles qui sont liées à la présence de biofilms, échappent 

largement à ce type de traitements. Les antibiotiques sont en effet très peu efficaces contre les 

biofilms et les symptômes peuvent réapparaître après  traitement. 
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En conséquence  l’éradication et/ou l’inhibition de la formation du biofilm reste un 

sérieux problème de santé publique.  

Afin de comparer l’effet des ATB sur les deux  formes de bactéries, une détermination 

des concentrations minimales inhibitrices  (CMI) et des concentrations minimales inhibitrices 

du biofilm CMIB vis-à-vis de 3 antibiotiques largement utilisés dans les services étudiés 

(gentamycine cefotaxime ciprofloxacine) a été recherché (tableau 5). 

 

Tableau 5: Effet des trois antibiotiques sur la forme planctonique et la forme biofilm 

 

De façon générale,  nos résultats montrent que les concentrations minimales 

inhibitrices de la forme biofilm (âgé de 24heures) de toutes les  souches sélectionnées (n= 24) 

étaient plus importantes que les CMIs de la forme planctonique.  

 

Souches 

N=24 

Gentamycine mg/L Cefotaxime mg/L        Ciprofloxacine mg/L                  

CMIs CMIBs CMIs CMIBs CMIs CMIBs 

Kp5 0.128 2.56 1.024 10 0.5 1 

Kp14 0.128 2.56 1.024 10 0.5 1.05 

Kp15 0.512 10 0.512 5 1 1.05 

Kp21 0.512 10 0.512 5 1 1 

Kp23 1.024 10 1.024 10 1 1.05 

Kp24 0.128 10 1.024 10 0.5 1 

Kp3 0.512 10 0.128 10   

Kp6 0.512 10 0.128 10   

Kp9 0.256 10 0.256 3   

Kp11 0.256 10 0.256 3   

Kp16 1.024 10 1.024 10   

Kp2 0.512 10 1.024 10   

Kp7   2.048 15   

Kp8   2.048 10   

Kp10   2.048 15   

Kp12   0.256 1.5   

Kp13   0.256 1.5   

Kp17   0.512 1.5   

Kp18   1.024 10   

Kp19   0.256 1.5   

Kp20   0.128 1.5   

Kp22   0.256 3   

Kp1   1.024 1.5   

Kp4   0.128 1.5   
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Notons que les CMIBs  étaient respectivement 25 fois plus élevée que la CMI de la 

forme planctonique vis-à-vis de la  céfotaxime,  10 fois plus élevée pour la gentamicine et 

doublement plus élevée pour la ciprofloxacine (Tableau 5). 

En effet, Verma et al., (2010) ont montré que le biofilm jeune de Klebsiella 

pneumoniae peut être éradiqué de façon significative par un seul traitement par la  

ciprofloxacine. 

Plusieurs travaux ont montré une différence de sensibilité aux antibiotiques entre les 

populations planctoniques et les populations du biofilm de K. pneumoniae, tel que les travaux 

de Ceri et al., (1999) qui ont obtenus des résultats similaires par l’utilisation  des  dispositifs 

du Calgary. 

De même Singla et al., (2012)  ont montré que K. pneumoniae en mode de croissance 

biofilm était  plus résistantes à des antibiotiques qu’en mode planctonique, les valeurs CMIB 

étaient identiques ou huit fois plus élevée que leurs correspondants CMIs ; Il a été observé 

que l'amikacine à une concentration de 40 µg /mL était capable d'éradiquer les jeunes biofilms 

mais avec l'augmentation de l'âge du biofilm, il est devenu totalement inefficace due à une 

production accrue d'exopolysaccharide. 

Ito et al., (2009)  en étudiant  l’effet de la pénétration des agents antimicrobiens dans 

les biofilms d’Escherichia coli, ils ont montré une résistance  accrue vis-à-vis des sous 

populations  dans les couches profondes de biofilms matures et que la production et la 

résistance de ces dernières  ont été facilitées par les phénotypes spécifiques du biofilm            

d’Escherichia coli. 

Les concentrations antimicrobiennes nécessaires pour inhiber les biofilms bactériens 

peuvent être 10-1000 fois plus élevées que celles qui sont nécessaires pour inhiber les mêmes 

bactéries sous forme planctonique (Simoes, 2011). La nature moléculaire de cette résistance 

apparente n'a pas été bien élucidée, et un certain nombre de mécanismes ont été proposées 

pour expliquer la diminution de la  pénétration des antibiotiques (Ito et al., 2009). 

Les bactéries dans les biofilms diffèrent d’un point de vue  physiologique et 

métabolique des homologues planctoniques, cette différence est due à la   résistance accrue 

des  biofilms aux agents  antimicrobiens (Bedi et al., 2009). 

La capacité des bactéries à développer une résistance aux antibiotiques et à coloniser 

les surfaces abiotiques en formant des biofilms est une cause majeure d'infections associées 

aux implants médicaux, ce qui engendre une prolongation des périodes d’hospitalisation ainsi 

qu’un taux élevé de mortalité. 
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Plusieurs approches de lutte contre les biofilms ont été décrites. Certaines consistent à 

rechercher des molécules qui interférent avec les mécanismes de communication nécessaires 

au développement de ces communautés microbiennes. De telles molécules empêcheraient les 

biofilms d’acquérir l’organisation responsable de ses propriétés de résistance. D’autres, 

consistent à rechercher des molécules qui bloquent la synthèse de la matrice, car elle constitue 

l’armure de protection des microorganismes. Enfin, il faut chercher à développer des surfaces 

anti-biofilm par recouvrement des surfaces de matériaux avec des agents antimicrobiens qui 

inhiberaient ou réduiraient la formation des biofilms. 

Par conséquent, l'identification de nouveaux agents antimicrobiens qui inhibent ou 

détruisent les biofilms est très  nécessaire. 

 

9. Résultats d’hydrophobicité de quelques souches de Klebsiella pneumoniae  

Le  mode de vie des bactéries en biofilm est responsable d’infection sur dispositifs et 

implants médicaux  est souvent liée la structure pariétale de la bactérie et la nature de surface. 

L’ adhérence peut se faire sur différents supports, chacun ayant des caractéristiques 

d’hydrophobicité et de charges de surface différentes, ce qui peut favoriser ou non 

l’adhérence microbienne en fonction des souches bactériennes utilisées. 

L’ hydrophobicité de  la cellule est basée sur des composés liés à la membrane externe 

comprenant des lipopolysaccharides, lipoprotéines et l’acide lipotéichoïques. L'orientation de 

ces composés sur la membrane externe détermine l’ hydrophobicité  de la  cellule            

(Neu, 1996).  

La plupart des bactéries à Gram négative ont de longues chaines de polysaccharides 

dans leur lipopolysaccharides exposé, ayant pour résultat une surface hydrophile tandis que 

les bactéries à Gram positive ont la partie de lipide d'acide lipotéichoïques se prolonger à 

l'extérieur de la cellule, ayant pour résultat une surface hydrophobe (Frank, 2001).  

Les polysaccharides peuvent être chargés ou neutres influençant ainsi l’adhésion des 

cellules au support ainsi que l’agrégation intercellulaire (Sutherland, 2001). Leur charge 

électrique peut varier suite à la modification du milieu due à la consommation des nutriments, 

aux rejets cellulaires et à la capture d’ions par la matrice de polysaccharides (Briandet, 1999). 

L’hydrophobicité de surface peut être estimée soit par mesure d’angle de contact entre 

substrat et bactérie, soit par le test MATS (microbial adhesion to solvents). La méthode 

MATS consiste à mettre en contact une suspension bactérienne de densité optique (DO) 

connue avec un solvant. Après une brusque agitation, des microgouttelettes de solvants         
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se forment sur lesquelles la bactérie adhère ou non, en fonction de l’hydrophobicité la mesure 

de la DO de la phase aqueuse permet de déterminer le pourcentage d’adhésion au solvant, 

indiquant si la bactérie est plutôt hydrophobe ou plutôt hydrophile. 

La surface des cellules est considérée hydrophobe lorsque ce pourcentage est supérieur 

à 20% et relativement hydrophile dans le cas contraire. 

On constate selon la figure 26, que  la valeur moyenne d’adhésion à l’hexane est 

inferieure à 20%,  nous  permettant ainsi de dire que toutes nos souches étudiées  ont une 

surface très hydrophile.  

Rappelons que toutes nos souches de  Klebsiella pneumoniae présentaient une capsule 

polysaccharidique ce qui  expliquerait en partie leurs  caractère hydrophile. 

 

 

Figure 26 : Affinité pour l’hexane des souches de Klebsiella pneumoniae isolées des 

dispositifs médicaux 

 

A cet effet Brisse et al., (2006) stipulent que les souches  de K. pneumoniae sont 

entourées par une capsule polysaccharidique et sont généralement hydrophile et  responsable 

de l'aspect muqueux et brillant  des colonies sur gélose. 

Souches de Klebsiella pneumoniae 
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Certains auteurs considèrent que l’hydrophobicité de la surface bactérienne est le 

paramètre clé qui gouverne l’adhésion bactérienne aux supports inertes [(Jana et al ., 2000) ; 

(Cappello et al., 2006)].  

Plusieurs travaux ont montré la diversité de l’hydrophobicité de Klebsiella 

pneumoniae, tel que le travail de Dimartino et al en 2003 où 43,4% de l’ensemble de ses 

souches sauvages étaient hydrophiles. 

Les variations de l’ hydrophobicité dépend du mode de la croissance bactérienne 

(Gilbert et al., 1991) et des conditions de culture (Spenceley et al., 1992). L’ hydrophobicité 

peut également être modifié par des traitements mécaniques et enzymatiques (Rosenberg et 

Kjelleberg, 1986) 

Des observations montrent que  l’hydrophobicité varie avec la température et le stade 

de croissance (Chavant et al., 2002). En 1998 Smoot et Pierson montrent également que 

l’hydrophobicité augmente quand la température de croissance diminue. 

 

10. Formation de biofilm sur les microplaques en PVC et le 

microfermenteur 

Afin de mieux comprendre et expliquer la formation du biofilm des 24 souches de 

Klebsiella pneumoniae sélectionnées sur  deux  systèmes expérimentaux : statique en 

microplaques de polyvinyl-chloride (PVC) et dynamique en flux continu microfermenteur, un 

travail a été réalisé au laboratoire Microorganismes : Génome Environnement (LMGE) 

Université D’Auvergne, Clermont-Ferrand, France sous la direction du professeur Christiane 

Forestier. 

 

10.1 Analyse de la formation de biofilm sur les microplaques en PVC 

Après 24h d’incubation, la masse bactérienne accumulée au sein des biofilms formés  

sur microplaques en PVC est quantifiée par coloration des bactéries adhérentes (la quantité de 

colorant étant alors directement proportionnelle à la quantité de bactéries) (figure 27).  
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Figure 27 : Formation du biofilm sur microplaque BD Falcon en PVC. La formation 

du biofilm a été quantifiée par le cristal violet 

 

Sur  les 24 souches, 12 d’entre elles ont été fortement formatrice du biofilm avec une 

DO comprise entre 0.48 et 0.93, 10 souches ont été modérément  productrices et 2 souches ont 

été considérées comme non formatrices (Figure 28). 

 

Figure 28: Quantification des biofilms formés par des souches de K. pneumoniae en 

microplaque pendant  24 heures dans M36B1 glucose + 0, 4% en mesurant la DO à 570 nm. 

La formation du biofilm a été quantifiée par le cristal violet. Les valeurs sont des moyennes 

des trois expériences indépendantes. KP3, KP6, KP14, KP15, KP21, KP5, Formatrice du 

biofilm; KP2, KP6, KP7, KP11, KP14, KP15, KP21, KP23, KP24, KP9, KP16, KP19, KP3: 

Formatrice du biofilm; KP2, KP4, KP5, KP17, KP18, KP20, KP10, KP8, KP3, KP13, 

modérément formatrice du biofilm; KP1, KP18: non formatrice 

Souches de Klebsiella pneumoniae 
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10.2 Analyse de  la formation du biofilm par le microfermenteur  

Après 24h d’incubation les bactéries fixées sur les lamelles de verre (Figure 29) sont 

quantifiées  par mesure de la densité optique comme décrit précédemment.  

Selon la figure 30 ; six isolats ont été des forts producteurs du biofilm tandis que 14 

ont été  modérés et 2 isolats ont été  non producteurs du biofilm.  

 

 

Figure 29: Quantification des biofilms formés par des souches de K. pneumoniae en 

microfermenteur dans  M36B1 glucose + 0, 4% en mesurant la DO à 570 nm. 

KP3, KP6, KP14, KP15, KP21, KP5, formatrice du biofilm; KP2, KP7, KP8, KP9, 

KP11, KP16, KP17, KP19, KP20, KP22, KP23, KP10, KP12, KP13, KP18, KP24, 

modérément formatrice ; KP1, KP4, non formatrice du biofilm 
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Figure 30 : Des exemples d’adhésion des souches de Klebsiella pneumoniae sur  les lames de 

microfermenteur : a, b, c: forte adhésion, d: faible adhésion 

 

La formation du biofilm  par  Klebsiella pneumoniae a été testée sur  deux surfaces 

abiotiques, verre (hydrophile) et PVC (hydrophobe), qui sont souvent présents dans plusieurs 

habitats de K. pneumoniae en milieu hospitalier. 

Quelques auteurs ont observé dans certains cas que l’adhésion des bactéries 

hydrophobes est plus importante sur les supports hydrophobes et celle des bactéries 

hydrophiles est plus importante sur les supports hydrophiles (Bellon-Fontaine et al., 1990). 

Sur les 24 souches de K. pneumoniae, 6 souches adhèrent fortement et efficacement  

respectivement  sur les lames de microfermenteur (verre) et sur PVC. Cela peut être expliqué 

par le fait que ces 6 souches présentaient un caractère très hydrophile par rapport aux autres 

isolats.  

Concernant  le reste des souches la formation du biofilm sur substrat hydrophobe PVC 

était plus importante que le support verre (les lamelles du microfermenteur). 

Selon nos résultats il n’existe aucune relation  entre l’hydrophobicité et la formation 

du biofilm puisque toutes nos  souches présentaient un caractère hydrophile et la majorité 

a b c d 
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d’entres elles  étaient  de bonnes formatrice du biofilm sur support hydrophobe (PVC) 

(tableau 6). 

 

Tableau 6 : La relation entre la formation du biofilm (PVC, microfermenteur) et 

l’hydrophobicité 

 

Souches 

Formation de biofilm 

sur PVC 

Formation de biofilm en     

microfermenteur 

Hydrophobicité 

 

     Kp1 

Kp2 

Kp3 

Kp4 

Kp5 

Kp6 

Kp7 

Kp8 

Kp9 

Kp10 

Kp11 

Kp12 

Kp13 

Kp14 

Kp15 

Kp16 

Kp17 

Kp18 

Kp19 

Kp20 

Kp21 

Kp22 

Kp23 

Kp24 

- 

+ 

+ 

- 

+++ 

+++ 

+++ 

+++ 

+++ 

+++ 

+++ 

+ 

+ 

+++ 

+++ 

+++ 

+ 

+ 

+ 

++ 

+++ 

+ 

+++ 

+++ 

- 

+ 

+ 

- 

+++ 

+++ 

+ 

+ 

+ 

+++ 

+ 

+ 

+++ 

+++ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+ 

+++ 

+ 

+ 

+ 

 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

Hydrophile 

 

 

+++  Bonne formatrice du biofilm; + Modérément formatrice du biofilm ; - Non formatrice du 

biofilm 
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Plusieurs auteurs ont observé que l’adhésion des bactéries hydrophobes est 

généralement supérieure à celle des bactéries hydrophiles (Bayoudh et al., 2006).   

Gallardo-Moreno et al., (2002) ont observé pour deux souches de Candida 

parapsilosis isolées du sang,  que l’adhésion était proportionnelle au caractère hydrophobe de 

la souche et qu’un changement de température contribue à augmenter le caractère hydrophobe 

favorisant encore l’adhésion. 

Le  même auteur a rapporté que l’adhésion Enterococcus faecalis est plus importante 

sur le silicone (hydrophobe) comparé au verre (hydrophile), cette adhésion étant potentialisée 

par un changement de la composition du milieu de culture qui induisait une augmentation du 

caractère hydrophobe des souches bactériennes.  

Bruinsma et al.,  (2001) montrent également que sur deux types de lentilles de contact, 

l’une présentant un caractère hydrophobe et l’autre hydrophile, une souche hydrophobe (P. 

aeruginosa) adhère mieux qu’une souche hydrophile (Staphylococcus aureus).  

Egalement, Bayoudh et al.,  (2006) ont observé que Pseudomonas stutzeri 

(hydrophobe) adhère mieux que Staphylococcus epidermidis (hydrophile) quelque soit 

l’hydrophobicité du support. 

Ceci montre qu’il existe encore des controverses entre les différents auteurs à ce sujet. 

Ce type de contradictions existe jusqu’à l’heure actuelle dans ce domaine, car le phénomène 

d’adhésion ne peut pas être traité seulement en raisonnant par rapport à l’hydrophobicité, mais 

en prenant compte d’autres paramètres tels que les autres propriétés physico-chimiques des 

cellules bactériennes et des surfaces colonisables (caractère acide-base et charge globale des 

cellules bactérienne), qui constituent les principaux facteurs contrôlant l'adhérence initiale 

bactérienne. Il ne faut pas oublier en outre que ces propriétés sont elles-mêmes sensibles aux 

conditions physicochimiques du milieu de suspension, au moins pour le partenaire bactérien 

[(van Oss et al., 1986) ; (Bellon-Fontaine et al., 1990) ; (Bos et al., 1999) ; (Gallardo Moreno 

et al., 2002) ; (Hamadi et al., 2004) ; (Bayoudh et al., 2006)]. 
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11. Etude des facteurs influençant sur la formation du biofilm de Klebsiella 

pneumoniae 

 11.1 Détection des pili de type3 codant le gène MrkD 

L’ADN des 24 souches de K. pneumoniae sélectionnées a été analysé par PCR pour 

rechercher et mettre en évidence le gène MrkD responsable de l’adhésion sur surface 

abiotique. Les résultats sont présentés dans la Figure 32. 

 

 

 

 

Figure 31 : Electrophorèse sur gel d’agarose des produits d’amplification du gène mrkD dans 

les souches 
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K. pneumoniae est un pathogène opportuniste fréquemment associé à des infections 

chez les patients hospitalisés avec sondes urinaires ou tubes endotrachéales menant à 

l'acquisition des infections nosocomiales des voies urinaires et respiratoires, respectivement. 

L'insertion de ces dispositifs entraîne également des dégâts localisés aux surfaces épithéliales, 

conduisant à la formation d'une autre niche écologique où les pili de type 3 pourraient  jouer 

un rôle dans le processus infectieux (Johnson et Clegg, 2010). De plus  ces dispositifs 

médicaux à demeure favorisent la formation du biofilm de K. pneumoniae en fournissant une 

surface inerte pour la fixation des adhésines bactériennes, améliorant ainsi la colonisation 

microbienne et le développement du biofilm (Yang et al., 2013). 

Les pili sont des adhésines majeures chez de nombreuses espèces bactériennes, leur 

petite taille leur permet de passer facilement la barrière de répulsion et d’assurer la liaison de 

la bactérie au support. 

Les pili de type 3 sont très largement répandus parmi les souches de Klebsiella, 

d’origine clinique ou environnementale. Leur rôle a été mis en évidence dans l’adhésion des 

bactéries aux cellules endothéliales, aux cellules épithéliales de l’arbre respiratoire et aux 

cellules uroépithéliales [(Wurker et al., 1990);(Hornick et al ., 1992); (Tarkkanen et al., 

1997)]. 

Les gènes codant les pili de type 3 sont regroupés en un opéron appelé mrk ; il 

comprend les gènes de structure et ceux codant les polypeptides nécessaires à l’assemblage de 

la structure piliée à la surface de la bactérie (Allen et al ., 1991). Les souches de K. 

pneumoniae peuvent posséder au sein de leur génome plusieurs copies, plasmidique ou 

chromosomique, des gènes mrk, chacune codant des pili avec des spécificités de liaison 

différentes [(Schurtz et al., 1994) ; (Hornick et al., 1995)]. 

Les fimbriae de type 3 ont été identifiés comme des appendices de médiation de la 

formation de biofilms sur des surfaces biotiques et abiotiques (Murphy et Clegg, 2012). 

Des études antérieures ont révélé que les  fimbriae de type 3 jouent un rôle important 

dans la formation biofilm de K. pneumoniae [(Langstraat et al., 2001) ; (Jagnow et Clegg, 

2003); (Johnson et al., 2011)]. 

Yang et al. (2013) ont montré que l'agent pathogène K. pneumoniae, facilite la 

colonisation de surfaces biotiques et abiotiques dont la formation des biofilms par cette 

bactérie  nécessite l'expression des fimbriae de type 3. 

Dans le présent travail sur les 24 souches de K. pneumoniae, 22  avaient les pili de 

type 3. Toutes proviennent de patients sondés et ventilés pendant  un temps d’implantation 

supérieure ou égal  à sept jours. 
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Les 22 souches présentant les pili de type 3 étaient soit fortement soit modérément 

formatrice du biofilm, contrairement aux deux autres non formatrices. 

Nos résultats confirment les travaux précédents démontrant que les  fimbriae de type3 

favorisent la formation du biofilm de K. pneumoniae. 

Contrairement à l’étude de Di Martino et al., 2003 où la présence des pili de types 3 

n’engendre pas la formation du biofilm  chez des souches clinique de K. pneumoniae ce qui 

impliquerait d’autres facteurs responsables de l’adhésion des souches de Klebsiella 

pneumoniae sur des surfaces abiotiques. 

 

11.2  Effet des BLSE  et de la capsule sur la formation du biofilm 

Klebsiella pneumoniae est souvent impliquée dans les infections liées aux biofilms, et 

elle est l'une des espèces les plus communes connues pour produire les  B-lactamases à 

spectre étendu (BLSE) [(Woodford et al., 2004); (Pitout et al .,2005)]. 

Les β-lactamases à Spectre étendu (BLSE) sont très dynamiques et constituent un 

problème croissant en raison de leur activité d'hydrolyse contre les  céphalosporines de 

troisième génération tels que céfotaxime, ceftazidime, et le monobactame aztréonam souvent 

utilisés dans le traitement des infections acquises aux hôpitaux [(Romero et al., 2005); 

(Dechen et al., 2009)]. 

Rappelons que parmi les 115 souches isolées 52 souches sont des productrices des 

BLSE dont la moitié d’entre elles  sont des bonnes formatrices du biofilm.  

Ceci pourrait certainement avoir une relation entre la production des BLSE et la 

formation du biofilm.  

Cette hypothèse a déjà été retenue par Melzer et al en 2008, sur  un total de 150 

souches de K. pneumoniae (113 étaient isolées des crachats, 24 isolées  à partir de l'urine, sept 

du sang et six prélèvements des plaies), les souches productrices de BLSE avaient une  

capacité de former le biofilm.  

Ils ont conclu que dans le cas de maladies respiratoires ou les  infections des voies 

urinaires par K. pneumoniae, associées aux dispositifs médicaux, la production de BLSE et la 

formation du biofilm devraient être considérés dans la thérapie antimicrobienne. 

Hennequin et Forestier  (2010) démontrent que la présence d’une capsule et de 

plasmides codant pour  la production de  BLSE sont impliqués dans l’adhésion des souches de 

Klebsiella pneumoniae sur les cellules intestinales. 
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De même la capsule est associée à des stades de développement du biofilm et qui 

présente une résistance accrue aux antibiotiques. La capsule est impliquée dans l’adhérence de 

la bactérie aux cathéters, sondes et autres dispositifs médicaux, dont elle favorise la 

colonisation. Elle augmente également l’adhérence des bactéries aux cellules intestinales et 

des bactéries entre elles (Schembri et al., 2005). 

Dzul et al. (2010) ont trouvé que la  capsule des souches clinique de K. pneumoniae 

contribue à la structure des agrégats du biofilm. 
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Les infections bactériennes sont la cause majeure de la morbidité et de la mortalité en 

milieu hospitalier dont la majorité peut être due à K. pneumoniae. L’importance médicale de 

cette espèce bactérienne est sa capacité à provoquer de nombreux types d’infections chez 

l’homme et à persister à la surface des implants médicaux. La présence d’un film protéique 

sur les implants médicaux en contact direct avec un fluide favorise l’adhésion et la formation 

des biofilms par K. pneumoniae. 

Ce travail nous  a permis de montrer que sur 300 dispositifs médicaux récoltés dans 

différents services du CHU de Tlemcen, 200 étaient infectés. Les sondes urinaires semblent 

être les plus chargées en bactéries  avec des seuils atteignant les  3,45. 10
8
 UFC/ml. 

Ces résultats nous permettent  d’évaluer  et d’approcher la définition de critère de 

qualité d’un service de soins. La surveillance des dispositifs invasifs et de leurs infections  

reste un objectif prioritaire des services à grand risque afin de croitre la crédibilité de la 

structure hospitalière et de diminuer les infections nosocomiales. 

Après  analyse bactériologiques de différents dispositifs médicaux, 115 souches de 

Klebsiella pneumoniae ont été isolées, ce qui montre la complexité des infections  à Klebsiella  

pneumoniae en milieu hospitalier. Toutes les souches identifiées  étaient capsulées à biotypes 

variables dont  45,21% étaient productrices de BLSE.  

De plus, au sein de cette espèce, nous avons pu observer qu’un grand nombre de 

souches ont acquis le caractère BLSE après un  court séjour d’hospitalisation au CHU de 

Tlemcen.  

L’évaluation de formation de biofilm de nos isolats  par les trois techniques  (TCP, TP, 

RCA) a révélé que la TCP donne de bons résultats et peut être recommandée comme méthode 

de dépistage général pour la détection des bactéries productrices de biofilms in vitro. 

Les  souches de K. pneumoniae  isolées des sondes urinaires   étaient des bonnes 

formatrices du biofilm à celles isolées des deux autres dispositifs médicaux.  

Comme nous l’avons repris à divers niveaux du présent travail, l’importance des 

biofilms sur dispositifs médicaux tient entre autre à leurs fortes résistances (rôle de la matrice 

d’exopolysaccharides) et à la difficulté d’imprégnation par les antibiotiques. La faible 

efficacité de certains antibiotiques étudiés lors de ce travail tel la cefotaxime la gentamycine 

et la ciprofloxacine vis-à-vis des Klebsiella pneumoniae sessiles   expliquerait  la nécessité de 

rechercher d’autres moyens de lutte. 

La formation de biofilms est influencée par le type de support, de façon générale, la 

rugosité, l’hydrophobicité d’une surface et la présence préalable de films protéiques 



                                                                                        Conclusion générale 
 

74 
 

influencent l’attachement des micro-organismes à cette surface et favorisent la formation d’un 

biofilm. 

L’adhésion des microorganismes aux surfaces serait un facteur non négligeable dans la 

résistance bactérienne aux antibiotiques ce qui pourrait expliquer l’émergence très rapide de 

Klebsiella pneumoniae BLSE  dans notre étude.  

Pour certains auteurs,  l’hydrophobicité des surfaces des microorganismes est 

généralement considérée comme un facteur qui gouverne  le phénomène d’adhésion. La 

technique MATS  a révélé que 24 sur 115 souches de Klebsiella pneumoniae isolées 

présentaient un caractère hydrophile. Ce caractère peut être lié  à la présence de la capsule 

polysaccharidique des isolats. 

Malgré que la formation du biofilm sur surface hydrophobe (microplaque en PVC) 

était plus importante comparée au support hydrophile (les lames de microfermenteur),  six de 

nos souches présentaient non seulement une forte capacité de former le biofilm sur PVC mais 

également  sur les lames du microfermenteur. 

Dans notre étude, La formation du biofilm ne peut pas être traitée seulement en 

raisonnant par rapport à l’hydrophobicité, mais également par la présence de quelques 

facteurs tel la présence du  gène MrkD qui code les pili de type 3 (détecté par la technique 

PCR) et responsable de  la formation du biofilm sur surface abiotique. 

Celui-ci était présent chez 22 souches de K. pneumoniae ce qui explique leur adhésion 

et en conséquence  leur pathogénicité. 

De même la production des  BLSE et la présence de capsule  pourraient  certainement 

être  responsables de  la formation du biofilm. 

Compte tenu des infections associées aux dispositifs invasifs étudiés, des programmes 

de surveillance rigoureux devraient être proposés à notre CHU et à tous les établissements de 

soins, respecter les conditions d’asepsie recommandées pour la pose et pour la manipulation 

de ces dispositifs , et particulièrement la désinfection des mains par friction hydroalcoolique 

et la préparation cutanée du site d’insertion . Le facteur de risque majeur de ces infections 

étant la durée d’exposition au dispositif, obtenir un consensus sur les indications pertinentes et 

veiller à la justification du maintien du dispositif constituent un axe de prévention de ces 

infections associées aux dispositifs invasifs. 

Enfin nous disons que la caractérisation et la connaissance d’autres facteurs 

spécifiques impliqués dans la formation du biofilm par cette bactérie pathogène constituerait  

une nouvelle approche dans la compréhension de l’installation du biofilm,  sa conception et la 

mise au point d’une thérapeutique antimicrobienne. 
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Celles-ci permettront de traiter les dispositifs médicaux de façon à inhiber la fixation 

des bactéries impliquées dans la formation du biofilm.  
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Annexe1 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
 

Les 

patients 
DM Sexe 

K. pneumoniae /BLSE 

 

5J 

 

7J 

 

10J 

 

12J 

 

14J 

 

15 J 

 

21J 

 

30J 

Patient 1 SU1+SU

2 

SI 

Femme   

 

 

Kp 

BLSE- 
   Kp 

BLSE+ 
 

Patient 2 SU 

SI 

Femme         

Patient 3 SU 

SI 

Homme KP 

 

       

Patient 4 SU1+SU

2 

SI 

Homme  Kp 

BLSE- 

 

    Kp 

BLSE+ 
 

Patient 5 SU 

SI 

Homme         

Patient 6 SU 

SI 

Homme         

Patient 7 SU 

SI 

Femme Kp 

 

       

Patient 8 SU1+SU

2 

SI 

Femme  Kp 

BLSE- 

 

    Kp 

BLSE+ 
 

Patient 9 SU1+SU

2 

SI 

Homme  Kp 

BLSE- 

 

    Kp 

BLSE+ 
 

Patient 10 SU1+SU

2 

SI 

Homme  Kp 

BLSE+ 

 

    Kp 

BLSE+ 

 

 

Patient 11 SU1+SU

2 

SI 

Femme         

Patient 12 SU1+SU

2 

SI 

Femme  Kp 

BLSE+ 

 

   Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 13 SU1+SU

2 

SI 

Homme  Kp  

BLSE- 

 

   Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 14 SU 

SI 

Homme    Kp 

BLSE 
    

Patient 15 SU 

SI 

Homme    Kp 

BLSE 
    

Patient 16 SU 

SI 

Homme    Kp 

BLSE 
    

Patient 17 SU1+SU

2 

SI 

Femme  Kp 

BLSE- 

 

   Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 18 SU 

SI 

Femme    Kp 

BLSE 

 

    

Patient 19 SU1+SU

2 

SI 

Homme  Kp 

BLSE- 

 

   Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 20 SU Homme    Kp 

BLSE 
    



 

 
 

SI 

Patient 21 SU 

SET 

    Kp 

BLSE 
    

Patient 22 SU 

SET 

    Kp 

BLSE 
    

Patient 23 SU1+SU

2 

SET 

Femme  Kp 

BLSE- 

 

   Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 24 SU 

SET 

Femme         

Patient 25 SU1+SU

2 

SET 

Homme  Kp 

BLSE- 

 

   Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 26 SU 

SET 

Homme       Kp 

BLSE 
 

Patient 27 SU 

SET 

Homme       Kp 

BLSE 
 

Patient 28 SU1+SU

2 

SET 

Homme  Kp 

BLSE- 

 

   Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 29 SU1+SU

2 

SET 

Femme  Kp 

BLSE+ 

 

   Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 30 SU 

SET 

Femme         

Patient 31 SU1+SU

2 

SET 

Homme         

Patient 32 SU 

SET 

Homme      Kp 

BLSE 
  

Patient 33 SU1+SU

2 

SET 

      Kp 

BLSE 
  

Patient 34 SU 

SET 

Femme      Kp 

BLSE 
  

Patient 35 SU 

SET 

Femme      Kp 

BLSE 
  

Patient 36 SU1+SU

2 

SET 

Homme   Kp 

BLSE- 

 

  Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 37 SU1+SU

2 

SET 

Homme   Kp 

BLSE- 

 

  Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 38 SU1+SU

2 

SET 

Homme   Kp 

BLSE- 

 

  Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 39 SU1+SU

2 

SET 

Femme   Kp 

BLSE- 

 

  Kp 

BLSE+ 

 

  

Patient 40 SU1+SU

2 

SET 

Femme   Kp 

BLSE- 

 

  Kp 

BLSE+ 

 

  



 

 
 

Patient 41 
SU1+SU

2 

 

Homme 
 

Kp 

BLSE 
 

   
  

Patient 42 SU Homme         

Patient 43 SU Femme         

Patient 44 SU Femme         

Patient 45 SU Homme         

Patient 46 SU Femme         

Patient 47 SU Femme Kp        

Patient 48 SU Homme      Kp 

BLSE 
  

Patient 49 SU Homme      Kp 

BLSE 
  

Patient 50 SU Homme  Kp 

BLSE 

      

Patient 51 SU Homme     Kp 

BLSE 

   

Patient 52 SU Femme         

Patient 53 SU Femme  Kp 

BLSE 

      

Patient 54 SU Homme         

Patient 55 SU Homme         

Patient 56 SU Femme  Kp 

BLSE 

      

Patient 57 SU Femme         

Patient 58 SU Femme         

Patient 59 SU Homme        Kp  

BLSE 

Patient 60 SU Homme         

Patient 61 SU Homme         

Patient 62 SU Homme         

Patient 63 SU Femme         

Patient 64 SU Femme     Kp 

BLSE 
   

Patient 65 SU Homme         

Patient 66 SU Homme         

Patient 67 SU Femme         

Patient 68 SU Femme        Kp  

BLSE 

Patient 69 SU Homme         

Patient 70 SU Homme         

Patient 71 SU Homme         

Patient 72 SU Homme   Kp 

BLSE 
     

Patient 73 SU Femme         

Patient 74 SU Femme     Kp 

BLSE 

   

Patient 75 SU Homme         

Patient 76 SU Homme         



 

 
 

Patient 77 SU Femme         

Patient 78 SU Femme     Kp 

BLSE 

   

Patient 79 SU Homme         

Patient 80 SU Homme         

Patient 81 SU Homme         

Patient 82 SU Homme         

Patient 83 SU Femme     Kp    

Patient 84 SU Femme         

Patient 85 SU Homme         

Patient 86 SU Homme         

Patient 87 SU Femme         

Patient 88 SU 

 

Femme 

 

    Kp 

BLSE 

   

 

Patient 89 SU Homme         

Patient 90 SU Homme         

Patient 91 SU Homme         

Patient 92 SU Homme     Kp    

Patient 93 SU Femme         

Patient 94 SU Femme         

Patient 95 SU Homme         

Patient 96 SU Homme         

Patient 97 SU Femme         

Patient 98 SU Femme         

Patient 99 SU Homme     Kp    

Patient 100 SU Homme     Kp 

BLSE 

   

Patient 101 SU Homme         

Patient 102 SU Homme         

Patient 103 SU Femme         

Patient 104 SU Femme        Kp   

BLSE 

Patient 105 SU Homme         

Patient 106 SU Homme         

Patient 107 SU Femme         

Patient 108 SU Femme         

Patient 109 SU Homme         

Patient 110 SU Homme         

Patient 111 SU Homme         

Patient 112 SU Homme    Kp 

BLSE 
    

Patient 113 SET Femme Kp        

Patient 114 SET Femme         

Patient 115 SET Homme         

Patient 116 SET Homme      Kp 

BLSE 
  



 

 
 

Patient117 SET Femme         

Patient 118 SET Femme         

Patient 119 SET Homme Kp        

Patient 120 SI Homme         

Patient 121 SI Homme         

Patient 122 SI Homme       Kp 

BLSE 
 

Patient 123 SI Femme         

Patient 124 SI Femme         

Patient 125 SI Homme         

Patient 126 SI Homme         

Patient 127 SI Femme Kp        

Patient 128 SI Femme         

Patient 129 SI  Homme         

Patient 130 SET Homme  Kp       

Patient 131 SET Homme         

Patient 132 SET Homme         

Patient133 SET Femme         

Patient 134 SET Femme  Kp       

Patient 135 SET Homme         

Patient 136 SET Homme         

Patient 137 SET Femme         

Patient 138 SET Femme         

Patient 139 SET Homme  Kp       

Patient 140 SET Homme         

Patient 141 SET Homme         

Patient 142 SET Homme         

Patient 142 SET Femme         

Patient 143 SET Femme         

Patient 144 SET Homme         

Patient 145 SET Homme         

Patient 146 SET Femme         

Patient 147 SET Femme    Kp 

BLSE 

    

Patient 148 SET Homme         

Patient 149 SET Homme         

Patient 150 SET Homme         

Patient 151 SET Homme         

Patient 152 SET Femme         

Patient 153 SET Femme         

Patient 154 SET Homme         

Patient 156 SET Homme         

Patient 157 SET Femme         

Patient 158 SET Femme         

Patient 159 SET Homme      Kp    



 

 
 

Patient 160 SET Homme   Kp      

Patient 161 SET Homme         

Patient 162 SET Homme         

Patient 163 SET Femme     Kp    

Patient 164 SET Femme  Kp       

Patient 165 SET Homme         

Patient 166 SET Homme         

Patient 167 SET Femme         

Patient 168 SET Femme         

Patient 169 SET Homme         

Patient 170 SET Homme   Kp       

Patient 171 SET Homme         

Patient 172 SET Homme         

Patient 173 SET Femme  Kp       

Patient 174 SET Femme         

Patient 175 SET Homme         

Patient 176 SET Homme         

Patient 177 SET Femme         

Patient 178 SET Femme         

Patient 179 SET Homme     Kp    

Patient 180 SET Homme         

Patient 181 SET Homme  Kp       

Patient 182 SET Homme         

Patient 183 SET Femme       Kp  

Patient 184 SET Femme         

Patient 185 SET Homme         

Patient 186 SET Homme         

Patient 187 SET Femme         

Patient 188 SET Femme         

Patient 189 SET Homme  Kp       

Patient 190 SET Homme         

Patient 191 SET Homme         

Patient 192 SET Homme     Kp    

Patient 193 SET Femme         

Patient 194 SET Femme         

Patient 195 SET Homme       Kp  

Patient 196 SET Homme         

Patient 197 SET Femme         

Patient 198 SET Femme         

Patient 199 SET Homme         

Patient 200 SET Homme         

Patient 201 SET Homme         

Patient 202 SET Homme  Kp 

BLSE 
      

Patient 203 SET Femme         



 

 
 

Patient 204 SET Femme      Kp 

BLSE 
  

Patient 205 SET Homme         

Patient 206 SET Homme  Kp       

Patient 207 SET Femme   Kp 

BLSE 
     

Patient 208 SET Femme         

Patient 209 SET Homme         

Patient 210 SET Homme   Kp 

BLSE 
     

Patient 211 SET Homme         

Patient 212 SET Homme         

Patient 213 SET Femme       Kp 

BLSE 
 

Patient 214 SET Femme     Kp    

Patient 215 SI Homme         

Patient 216 SI Homme         

Patient 217 SI Femme         

Patient 218 SI Femme      Kp   

Patient 219 SI Homme         

Patient 220 SI Homme   Kp 

BLSE 
     

Patient 221 SI Homme         

Patient 222 SI Homme Kp        

Patient 223 SI Femme         

Patient 224 SI  Femme     Kp    

Patient 225 SI Homme         

Patient 226 SI Homme         

Patient 227 SI Femme         

Patient 228 SI Femme  Kp       

Patient 229 SI Homme         

Patient 230 SI Homme         

Patient 231 SI Homme Kp        

Patient 232 SI Homme         

Patient 233 SI Femme         

Patient 234 SI Femme         

Patient 235 SI Homme       Kp  

Patient 236 SI Homme         

Patient 237 SI Femme         

Patient 238 SI Femme      Kp 

BLSE 
  

Patient 239 SI Homme         

Patient 240 SI Homme         

Patient 241 SI Homme       Kp 

BLSE 
 

Patient 242 SI Homme   Kp 

BLSE 
     

Patient 243 SI Femme  Kp     

 

  



 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Patient 244 SI Femme         

Patient 245 SI Homme         

Patient 246 SI Homme         

Patient 247 SI Femme     Kp 

BLSE 
   

Patient 248 SI Femme         

Patient 249 SI Homme         

Patient 250 SI Homme         

Patient 251 SI Homme     Kp 

BLSE 
   

Patient 252 SI Homme         

Patient 253 SI Femme  Kp        

Patient 254 SI Femme         

Patient 255 SI Homme         

Patient 256 SI Homme         

Patient257 SI Femme         

Patient258 SI Femme      Kp   

Patient 259 SI Homme         

Patient 260 SI Homme  Kp       
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Milieu 63B1 : Solutions Mères 

1- Sulfate d’Ammonium (NH4)2SO4 à 20%: 

 200g de Sulfate d’Ammonium 

 Qsp 1litre H2O bidistillée 

 Stérilisation 120°C, 20 minutes 

2-   Sulfate de Magnésium MgSO4, 7H2O à 10% : 

 100g de Magnésium MgSO4, 7H2O 

 Qsp 1litre H2O bidistillée 

 Stérilisation 120°C, 20 minutes 

3-   Sulfate de Fer  FeSO4, 7H2O à 1‰ : 

 0,500g  de Sulfate de Fer, 7H2O 

 Qsp 1litre H2O bidistillée 

 Stérilisation 120°C, 20 minutes 

4-   Thiamine (Vitamine B1) C12H17CLN4OS.HCL à 0,5‰ : 

 0,500g  de Thiamine 

 Qsp 1litre H2O bidistillée 

 Stérilisation 120°C, 20 minutes 

5-   Potassium Hydroxyde (pastilles) KOH à 4M :   

 224,44g de Potassium Hydroxyde 

 Qsp 1litre H2O bidistillée 

6-   Potassium Dihydrogénophosphate  KH2PO4 

 Tel quel est en poudre 

Milieu 63B1/ 10litres pour Bonbonne 

A- Préparation pour 10 litres de milieu 63B1 

Dans un bécher de 2 litres : 

 Potassium Dihydrogénophosphate                             163g 



 

 
 

 Sulfate d’Ammonium (NH4)2SO4 à 20% stérile       100ml 

 Sulfate de Magnésium à 10% stérile                           10ml 

 Sulfate de Fer  à 1‰ stérile                                        5ml 

 Thiamine à 0,5‰                                                        20ml 

Ajouter environ 1,5 litre H2O bidistillée  

Ajuster à pH = 7,0  

Préparation Bonbonne 

1. Verser le contenu du bécher dans la bonbonne 

2. Ajouter H2O bidistillée qsp 10 litres 

3. Visser fermement le bouchon (avec ses 6 systèmes de transfert de milieu et 1 

ventilation stérile par filtre) 

4. Clamper avec pinces clamp type Hoffman chacun des 6 tuyaux de transfert 

(éviter une perte de milieu durant l’autoclavage) 

5. Protéger les clapets de sortie de stérilisation par de l’aluminium (stérilité) 

6. Placer un marqueur de stérilisation sur la bonbonne 

7. Stériliser 20minutes à 120°C 

 

 

 

 

 



 

 
 

Représentation schématique d’une bonbonne (Protocole laboratoire ) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
 

Luria Bertani liquide (LB) 

Tryptone                                                              10g 

Extrait de levure                                                  05g 

NaCl                                                                    05g 

Eau distillée (qsp) 1 L 

 

Le tampan PBS (Phosphate Buffered Saline) à 0,1M, pH= 7,2± 2 

KH2PO4                                                            0, 29 g 

K2HPO4                                                            1, 19 g 

NaCl                                                                  4, 93 g 

Dans un litre d’eau distillée. Eau distillée (qsp) 1 L 

 

Pour la préparation d'un tampon TBE (1x) pH 8,0 : 

TRIS                                                           10,78 g  

Acide borique                                             5,50 g  

EDTA                                                          0,58 g  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
 

 الملخص
  Klebsiella pneumoniae هذه الجرثومة هي المسؤولة عن . هي واحدة من الأسباب الرئيسية من العدوى المكتسبة من المجتمع و المستشفيات

 الشريطتشكيل  لأجهزة الطبية المزروعة و قدرتها علىالالتهابات الحادة والمزمنة  ، ومعظمها بسبب قدرتها على التمسك و الالتصاق على ا

 .             الحيوي

 . ألتراكمات لأجهزة الطبية المزروعة لغاية نضجهي عملية حيوية متعددة الخطوات ، من التصاق الأول  للبكتيريا على ا الحيوي الشريط  تشكيل

والأسطح الغير الحيوية و بعض العوامل المؤثرة  Klebsiella pneumoniaeبين العزلات  العيادية ل الهدف من هذا العمل هو دراسة  التفاعل 

                          .الحيوي الشريطيل في تشك

معظمها كان على الأجهزة الطبية من المستشفى الجامعي لتلمسان ومن  Klebsiella pneumoniaeسلالات من  111خلال سنتين تم عزل   

،سلالات )  TCP  ،TP ،RCA)المدروسة  وفقا للتقنيات الثلاث.مستوى عال من المقاومة لالسيفالوسبورين من الجيل الأول، الثاني و حتى الثالث 

Klebsiella pneumoniae  لأجهزة من اللواتي تم عزلها من ا الحيوي لشريطل المعزولة من القسطرة البولية أثبتت أنها الخلايا الأكثر تشكيلا

 . الطبية الأخرى

 الحيوي المشكلة للشريطو الفئات  فئات العوالق بينالمضادات الحيوية  تجاه حساسيةال ملحوظا في فرقا ، أظهرت111سلالة من مجموع  42

 .41إلى  11حيث كان الفرق مرتفع من 

 .الزجاجية ركيزةالمن  أكثر PVC في أضعاف 11إلى  4مرتفعة من  كانت الالتصاقخاصية  و للماء محبة جميع الخلايا كانت

سلالة وهو ما قد يفسر خاصية  22كان متواجدا في  ألحيوي الشريطالمسؤول عن تشكيل   PCR )تم الكشف عنه بواسطة ) MrkD ألجين 

 .القدرة الإمراضيةالالتصاق و بالتالي 

 : الكلمات المفتاحية
 .لأجهزة الطبيةا  ،Klebsiella pneumoniae  ،الحيوي الشريط

 

Résumé 

Klebsiella pneumoniae est l’une des causes majeures des infections communautaires et nosocomiales. Ce germe 

est responsable des infections aiguës et chroniques dont la plupart sont dues à sa capacité à adhérer sur les 

implants médicaux et à former un biofilm. Le développement de biofilm est un processus dynamique à plusieurs 

étapes, de l’adhésion initiale des bactéries au support à la maturation des agrégats. L’objectif de ce travail est 

d’étudier l’interaction entre des souches cliniques de K. pneumoniae et des surfaces abiotiques (dispositifs 

médicaux) et quelques facteurs influençant la formation du biofilm. Sur une période de  2ans, 115 souches de K. 

pneumoniae ont été isolées des dispositifs médicaux au CHU Tlemcen, dont la plupart présentaient un haut 

niveau  de résistance vis-à-vis les céphalosporines de 1,2 et 3ème génération.  Selon les 3 techniques étudiées 

(TCP, TP, RCA) les souches de K.pneumoniae isolées des sondes urinaires se sont révélées de  très bonnes 

formatrices du biofilm à celles isolées d’autres dispositifs médicaux. 24 sur 115 souches isolées ont présentaient 

une nette différence de sensibilité aux antibiotiques entre les populations planctoniques et populations en biofilm 

ou elles étaient  10-20 plus élevée. Toutes avaient un  caractère hydrophile et une adhésion 2 à 10 fois plus 

importante sur support en PVC  par rapport un support en verre. Le gène MrkD (détecté par la technique PCR) 

responsable de la formation du biofilm  été présent chez 22 souches de K. pneumoniae ce qui peut expliquer leur 

adhésion et en conséquence  leur pathogénicité. 

Mots clés  

Biofilm, Klebsiella pneumoniae, dispositifs médicaux. 

Abstract 

Klebsiella pneumoniae is a major cause of community-acquired and nosocomial infections. This germ is 

responsible for acute and chronic infections, most of which are due to its ability to adhere to medical implants 

and form a biofilm. Biofilm development is a dynamic multi-step process, from the initial adhesion of bacteria to 

support the maturation of aggregates. The objective of this work is to study the interaction between clinical 

isolates of K. pneumoniae and abiotic surfaces (medical devices) and some factors influencing biofilm 

formation. Over a period of 2 years, 115 strains of K. pneumoniae were isolated from medical devices CHU 

Tlemcen, most of which had a high level of resistance to cephalosporins 1
st
.2

nd
 and 3

rd
 generation. According to 

the 3 techniques studied (TCP, TP, RCA) strains of K .pneumoniae isolated from urinary catheters have proved 

very good forming the biofilm to those isolated from other medical devices. 24 of 115 isolated strains showed a 

clear difference in antibiotic susceptibility between planktonic populations and biofilm populations they were 

10-20 times higher. All strains presented a highly hydrophilic character and adhesion 2-10 times greater in PVC 

with respect a glass support. The MrkD gene (detected by PCR) responsible for biofilm formation was found in 

22 strains of K. pneumoniae which may explain their adhesion and therefore their pathogenicity. 

Keywords 

Biofilm, Klebsiella pneumoniae, medical devices. 



 

 
 

 


