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Les dispositifs médicaux implantables sont de plus en plus utilisés dans le traitement 

des déficits fonctionnels dans de nombreux domaines médicaux (Abd El-Baky, 2012). 

Cependant, malgré le succès considérable obtenu, ces surfaces abiotiques restent sensibles à la 

colonisation bactérienne ce qui crée un véritable problème de santé publique (Treter et 

Macedo, 2011). L’OMS estime qu’entre 5 et 12 % des patients hospitalisés dans le monde 

développent une infection associée aux soins dont plus de 60 % sont associées à 

l’implantation d’un dispositif médical (Espinasse et al., 2010). Ces infections peuvent mener 

à l'enlèvement de celui-ci et constituer par conséquent une menace pour la vie du patient. 

Dans une telle situation, la gestion de ces dispositifs peut être une affaire difficile et coûteuse 

(Singh et al., 2011).  

Le biofilm a été directement associé aux infections liées aux dispositifs médicaux 

puisque ce mode de vie assure la survie des bactéries pathogènes dans l'environnement 

hospitalier en lui procurant une protection contre l’action des agentes antimicrobiens ainsi que  

les défenses immunitaires du patient (Marti et al., 2011). 

Certains facteurs spécifiques déterminent la susceptibilité d’un dispositif médical à la 

colonisation bactérienne et à la formation de biofilm tel que la durée d'utilisation, la présence 

d’un film de conditionnement,  le débit et la composition du milieu à l’intérieur ou à la 

surface du dispositif et le matériau de constitution de ce dernier (Donlan, 2001). La structure, 

l’hydrophobicité de la surface du dispositif ainsi que les espèces bactériennes impliquées 

constituent les facteurs les plus importants (Von Eiff et al., 2005). En effet,  les biofims 

présents à la surface des dispositifs médicaux implantables peuvent être composés de 

bactéries Gram positives ou Gram négatives (Linski et al., 2009). Ces bactéries peuvent 

provenir de la peau ou des muqueuses du patient pendant l'implantation ou parfois même, à 

partir des mains de l'équipe médical (Kokare et al., 2009). 

Acinetobacter baumannii est l’une des bactéries associées à la formation de biofilm à la 

surface des dispositifs médicaux. Autrefois sensible à la quasi-totalité des antibiotiques, elle 

est aujourd’hui responsable d’infections nosocomiales survenant par épidémies et impliquant 

des souches de plus en plus multirésistantes. Sa remarquable résistance à différents 

antibiotiques et sa capacité d’adaptation face à un environnement hostile constituent un 

véritable défi dans la prévention et le traitement des infections causées par ce pathogène 

opportuniste. 

Dans ce contexte et en tenant compte du pouvoir pathogène d’A. baumannii, cette 

présente étude vise dans un premier temps à montrer l’implication de ce germe dans les 

infections associées aux dispositifs médicaux au service de réanimation du CHU de Tlemcen 
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et à évaluer sa capacité à former un biofilm. Dans un deuxième temps, nous tenterons 

d’étudier les facteurs qui peuvent  influencer ce processus tels que l’hydrophobicité de la 

surface cellulaire (CSH), la température d’incubation ainsi que la présence du glucose et du 

chlorure de sodium (NaCl) dans le milieu de culture. La durée d'implantation du dispositif 

médical et la nature de la surface de celui-ci sont également étudiées.



 ______________________________________________________ Synthèse bibliographique 

3 
 

Chapitre 1 : Les caractéristiques du genre Acinetobacter spp. 

1. Taxonomie 

La systématique des espèces actuellement placées dans le genre Acinetobacter est 

complexe car ces bactéries ubiquistes ont été isolées indépendamment par de nombreux 

auteurs et ont été placées dans divers genres (Euzeby, 2003). 

L’histoire du genre Acinetobacter débute XXème siècle avec la description  par un 

microbiologiste néerlandais d’un microorganisme dénommé Micrococcus calcoaceticus isolé 

à partir de prélèvement de sol (Beijerinck, 1911). En 1954, Brisou et Prévost proposent la 

désignation du genre Acinetobacter (du grec akinetos : « incapable de bouger » pour 

regrouper une collection hétérogène de bactéries immobiles, à coloration de Gram négative et 

à réaction d’oxydase positive ou négative. En 1968, Baumann et al., ont restreigné le genre 

Acinetobacter aux seules souches oxydase négative et ont reconnu une espèce unique qu'ils 

ont proposé de dénommer Acinetobacter calcoaceticus. Trois ans plus tard cette proposition 

sera entérinée par le "Subcommittee on Moraxella and Allied Bacteria".  

En 1986 grâce aux  techniques d’hybridation ADN/ADN, Bouvet et Grimont sont parvenus à 

distinguer 12 espèces génomiques, certaines sont clairement dénommées comme 

A.baumannii, A. calcoaceticus, A. haemolyticus, A. johnsonii, A. junii et A. lwoffii (Bouvet et 

Grimont, 1987). En 1988, Nishimura et al., décrivent sous le nom de A. radioresistens des 

souches initialement isolées d’échantillons de coton et de sol.  

Plus  récemment, d’autres espèces bactériennes ont été décrites chez l’homme comme 

A.parvus, A. schindleri et A. ursingii (Nemec et al., 2001 et 2003) ou dans l’environnement 

(bassins de décontamination) comme A. baylyi, A. bouvetii, A. grimontii, A. tjernbergiae,  

A.towneri, A. tandoii et A.gerneri (Carr et al., 2003). 

A  ce jour, 33 espèces bactériennes d’Acinetobacter ont été décrites, dont 18 ont un nom  

d’espèce propre (Tableau 1). 

Le genre Acinetobacter est actuellement inclus dans : 

· Le domaine des  Bacteria 

· Le phylum des Proteobacteria 

· La classe des Gammaproteobacteria 

· L’ordre des Pseudomonadales 

· La famille des Moraxellaceae 
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Tableau 1 : Les espèces appartenant au genre Acinetobacter sp (Marti, 2008). 

Espèce Souche de référence Lieu d’identification  

A. calcoaceticus  ATCC 23055 Environnement 

A. baumannii   ATCC 19606 environnement / homme 

A. baylyi  DSM 14961 Environnement 

A. bouvetii  DSM 14964 Environnement 

A.lowffi ACTC15309 Homme 

A.gerneri  DSM 14967 Environnement 

A. grimontii  DSM 14968 Environnement 

A. haemolyticus  ATCC 17906 environnement / homme 

A. johnsonii  ATCC 17909 environnement / homme 

A. junii   ATCC 17908 Homme 

A. parvus  NIPH384 homme / chien 

A. radioresistens   IAM 13186 environnement / homme 

A. schindleri  NIPH1034 Homme 

A. tandoii  DSM 14970 Environnement 

A. tjernbergiae  DSM 14971 Environnement 

A. towneri  DSM 14962 Environnement 

A. ursingii  NIPH137 Homme 

A. venetianus ATCC31012 Eau  

 

2. Caractères bactériologiques 

2.1.Caractères morphologiques 

Les souches d’Acinetobacter se présentent comme des bacilles ou des  coccobacilles à 

gram négatif souvent associés par deux (Joly-Guillou et al., 2002) (figure1). Leur diamètre 

varie de 0,9 à  1,6 nm et leur longueur de 1,5 à 2,5 µm. Ils deviennent coccoides en phase 

stationnaire  de croissance. Immobiles et sans flagelle, ils peuvent cependant se déplacer grâce 

à des  structures polaires ressemblant à des fimbriaes de 5 nm de diamètre et de 10 à 15 nm de 

long (Fechkeur et Thibault, 1998). 

Les cellules se présentent en paire, ou parfois en chaînes de longueurs variables. Parfois 

entourées d’une capsule, non sporulées. Dans les cultures âgées, de formes sphériques ou 

filamenteuses peuvent être observées [(Joly-Guillou et al., 2002) ; (Towner, 2006)].  
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Figure 1: Visualisation d’A.baumannii sous microscope électronique à balayage    

(Marti, 2008). 

2.2.Caractères culturaux  

 Les Acinetobacter forment des colonies lisses, parfois mucoides sur milieu solide, leurs 

couleur peut aller du jaune pâle au blanc grisonnant, translucides ou légèrement opaques 

(Bergogne-Berezin et Towner, 1996). 

Les membres du genre d’Acinetobacter peuvent croitre à une température comprise entre 20 

et 30°C. Cependant, les isolats cliniques se développent normalement à 37 °C (Towner, 

2006). Acinetobacter baumannii est la seule espèce capable de croître à 44°C. Ce test simple 

permet ainsi d’identifier le principal Acinetobacter responsable d’infections nosocomiales 

(Berche et Gaollard, 1988). 

 

3. Caractères biochimiques 

Tous les membres de ce genre sont des aérobies stricts, oxydase négative, catalase 

positive, à métabolisme respiratoire strict et non fermentaire (Bergogne-Berezin et Towner, 

1996). La réaction négative de l’oxydase permet de différencier  le genre Acinetobacter 

d’autres genres non fermentaires apparentés. Ces derniers sont non exigeants et peuvent 

croître dans un milieu minéral simple contenant une seule source de carbone et d’énergie 

(Towner, 2006). 

 

4. Habitat 

les Acinetobacter sp sont considérées comme des bactéries ubiquistes, aerobies, gram 

négatives (Elouanness et al., 2001) ayant pour principal habitat le sol, les eaux usées, ainsi 

que des sources de nourriture qui sont conservées dans des conditions réfrigérées (Tomaras et 

al., 2003). Elles font aussi partie de la flore commensale de la peau  chez l’homme et sont 

fréquemment isolées à partir de la gorge, des voies respiratoires et intestinales (Towner, 
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2006). Elles sont  également fréquentes dans l’environnement hospitalier (cathéters, lavabos, 

air, etc.…). Leur résistance habituelle à de nombreux antibiotiques leur assure une place de 

choix comme agents de surinfection (Ferron, 1984). 

 

5. Epidémiologie  

L’apparition endémique et épidémique de souches multirésistantes d’A. baumannii est 

l’une des principales caractéristiques de cette espèce. Le motif déclencheur de ces épidémies 

varie selon les conditions hospitalières et les caractéristiques de la souche puisque certaines 

souches ont plus tendance à être épidémiques (Dijkshoorn et al., 2007). 

Les patients colonisés et infectés constituent un véritable réservoir pour ces souches, les 

transmettant ainsi à d’autres patients et à l’environnement (Cisneros et Rodriguez-bano, 

2002). La propagation et la transmission peuvent se faire à travers l’air et les gouttelettes 

d’eau. Cependant, le manuportage à travers le personnel hospitalier demeure le principal 

mode de transmission (Dijkshoorn et al., 2007). 

L’infection  à A. baumannii peut causer d’important dégâts pouvant être fatal, la sévérité 

dépend du site d’infection et de la vulnérabilité des patients (Joly-Guillou, 2005). 

Les infections communautaires dues à A. baumannii sont le plus souvent des 

pneumonies survenant dans les régions tropicales d’Asie et d’Australie (Peleg et al., 2008). 

La source de l’infection peut être due au portage de la gorge survenant chez les patients ayant 

une maladie sous-jacente grave, comme la maladie pulmonaire chronique obstructive, le 

diabète sucré, une consommation excessive d'alcool et le tabagisme (Anstey et al., 2002).  

 

6. A. baumannii et infections associées aux soins   

A. baumannii a émergé ces dernières décennies comme un agent pathogène opportuniste 

responsable d’un large spectre d’infections associées aux soins tel que les septicémies, les 

méningites et les infections pulmonaires  spécialement chez les sujets hospitalisés en soins  

intensifs (Marti et al., 2011). Cette bactérie est capable de survivre plusieurs jours dans 

l’environnement hospitalier  sur les surfaces abiotiques, les équipements hospitaliers, et sur 

les dispositifs médicaux (Tomaras et al., 2003). Cette persistance peut être expliquée non 

seulement par son grand pouvoir d’adaptation mais aussi par son antibiorésistance (Gaddy et 

Actis, 2009). Les facteurs de risque prédictifs d'acquisition de ces infections sont : une 

sélection exercée par les antibiotiques, un score de sévérité élevé à l'admission, une  

augmentation de la durée de séjour et essentiellement l’utilisation de la ventilation mécanique 

(Garrouste-Orgeas et al., 1996). 
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6.1.Pneumopathies acquises sous ventilation mécanique 

Une pneumopathie acquise sous ventilation mécanique (PAVM) correspond à « toute 

pneumonie associée aux soins, survenant chez un malade dont la respiration est assistée par 

une machine, soit de manière invasive par l’intermédiaire d’un tube endotrachéal ou d’une 

trachéotomie, soit de manière non invasive par l’intermédiaire d’un masque facial ou d’un 

autre procédé, dans les 48 heures précédant la survenue de l’infection » (Espinasse et al., 

2010). 

A.baumannii est responsable de 15 a 24% des pneumopathies chez les patients à ventilation 

mécanique (Gomez et al., 1999). A ce jour, cette infection demeure la plus courante des 

infections causées par ce pathogène (Joly-Guillou, 2005). 

 

6.2.Les bactériémies associées aux cathéters vasculaires 

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

au développement d’une infection nosocomiale (Klevins, 2005). En France, elle représente la 

quatrième cause d’infections nosocomiales (15%) (Pebret, 2003).  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). Elles 

sont surtout responsables d’une mortalité d’environ 6% pouvant atteindre prés de 20% dans 

les services de réanimation (Pebret, 2003). 

Il est difficile de déterminer la vraie mortalité et morbidité attribuée aux A. baumannii dans 

les bactériémies puisque les espèces  peuvent être trouvées comme un seul pathogène ou 

comme une partie d’une bactériémie polymicrobienne (Cisneros et Rodriguez-bano, 2002).  

L’infection liée à un cathéter débute habituellement par la colonisation de ce dernier 

(Lacroix et al., 2012). Il existe quatre modes de colonisation du cathéter, la première est dite 

externe lorsque la rupture de la barrière naturelle provoque la migration des germes de la flore 

cutanée du patient le long de la surface externe du cathéter à partir de son émergence cutanée. 

Lors d’une colonisation du thrombus situé à l’extrémité distale du cathéter, au cours d’un 

épisode bactériémique dont l’origine est située à distance de celui-ci (infection urinaire, 

péritonite...), on parle de colonisation hématogène ; ce mode de colonisation serait à l’origine 

de 15% des infections liées au cathéter en réanimation.  

La principale voie de colonisation est dite endoluminal, elle se produit à partir d’une 

contamination puis d’une pullulation microbienne au niveau des raccords et des connexions 

verrouillées du cathéter. Enfin le dernier mode de colonisation qui reste rare  se produit lors 

de perfusion de solutés contaminés (Hygis, 1998). 
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6.3.Les infections associées au sondage urinaire  

A. baumannii est occasionnellement responsable d’infections urinaires (Gaynes et 

Edwards, 2005) ; cependant, elle a pu être isolée de sonde urinaire et de tractus urinaire [(Pour 

et al., 2011) ; (Djeribi et al., 2012)].  

L'infection urinaire nosocomiale reste la plus fréquente des infections nosocomiales en dépit 

des efforts de prévention. Elle est heureusement une infection bénigne dans la majorité des 

cas (Butreau-Lemaire et Botto, 1997). Elles regroupent un ensemble hétérogène d’infections 

de l’un des constituants de l’arbre urinaire ou de ses annexes. Leurs point commun est la 

présence de bactéries dans le tractus urinaire (Elkharrat et al., 2007). Le principal facteur de 

risque de l’infection urinaire nosocomiale est la pose de sonde urinaire, ce qui perturbe les 

défenses de l’hôte contre les micro-organismes et rend l’infection ainsi possible (Léone et al., 

2000). La durée de sondage urinaire, la durée d’hospitalisation, le sexe féminin, une 

antibiothérapie préalable à large spectre et le score de sévérité sont également des facteurs de 

risques (Zenkhri, 2006). 

          

6.4.Méningites  

Les cas de méningites à A. baumannii surviennent, pratiquement exclusivement, sous 

une forme secondaire après un traumatisme crânio-cérébral ou après intervention 

neurochirurgicale (Metan et al., 2007). L’infection est souvent  associée à la présence de 

shunts ventriculaires et notamment de dérivation externe du liquide céphalo-rachidien. 

 

6.5.Infection de la peau  

A .baumannii peut également provoquer des infections de la peau et des tissus mous, 

notamment chez les grands brûlés et au niveau des plaies chez les blessés de guerre (Johnson 

et al., 2007). 
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Chapitre 2 : Les facteurs de virulence chez A. baumanii  

Plusieurs facteurs de virulence bactériennes sont nécessaires pour la pathogenèse des 

infections causées par A. baumannii. Ces facteurs permettent aux micro-organismes de 

coloniser ou d’infecter l'hôte efficacement (Roca et al., 2012). Néanmoins, les mécanismes 

impliqués dans la création et la progression des infections à  A. baumannii ne sont pas claires, 

puisque ce micro-organisme n'est pas connu pour produire des toxines ou cytolysines 

diffusables, et que seulement peu de facteurs de virulence ont été identifiés (Gordona et 

Warehama, 2010). 

 

1. Le biofilm  

Il s'agit d'une caractéristique importante de nombreuses bactéries pathogènes, ce qui 

facilite la colonisation des dispositifs médicaux et contribue à la résistance aux médicaments 

et à l'évasion du système immunitaire de l'hôte in vivo (Gordona et Warehama, 2010).  

A. baumannii peut survivre plusieurs jours à la surface des mains et des objets inanimés tels 

que le verre, le plastique et autres surfaces de l'environnement, en dépit des conditions 

défavorables [(Tomaras et al., 2003) ; (Espinal et al., 2012) ; (Roca et al., 2012) ] (Figure 2). 

Depuis que cette espèce est apte à former des biofilms, son phénotype de résistance est 

directement associé à celui-ci.  

En effet, il devient de plus en plus évident que la capacité de formation de biofilm est l'un des 

principaux facteurs de virulence  commun à un grand nombre d’isolats cliniques d’A. 

baumannii [(Rodriguez-Baño et al., 2008) ; (King et al., 2009) ; (Longo et al., 2014)]. 

Plusieurs études ont montré que les souches d’A. baumannii peuvent adhérer aux cellules 

humaines et former un biofilm sur les surfaces abiotiques [(Vidal et al., 1996); (Tomaras et 

al., 2003) ; (Rodriguez-Baño et al., 2008) ; (Wroblewska et al., 2008)] conduisant à la 

colonisation de la surface des équipements hospitaliers et des dispositifs médicaux 

implantables, tel que les sondes urinaires, les cathéters veineux centraux (CVC) et les tubes 

endotrachéaux [(Donlan, 2001) ; (Trautner et Darouiche, 2004) ; (Djeribi et al., 2012)]. 
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Figure 2 : Microscopie électronique à balayage du biofilm d’A. baumanii.  

A : sur le verre (Longo et al., 2014). B : sur sonde urinaire (Djeribi et al., 2012). 

 

1.1.  Définition et étapes de formation du biofilm 

Les bactéries peuvent adopter deux modes de vie différents : elles sont soit libres et 

isolées dans un milieu (état planctonique), soit attachées à une surface ou elles vivent en 

communauté au sein d’un biofilm (état sessile). Claude E. Zobell a été l’un des premiers 

chercheurs à observer des biofilms en 1943, mais ce n’est que vers 1978 que les biofilms sont 

reconnus comme mode d’existence constituant un élément majeur de la biomasse bactérienne 

dans différents environnements et est défini pour la première fois par  J. W Costerton.   

Le biofilm est une population bactérienne adhérée à une surface et enrobée de matrice 

d’exopolysaccharides (EPS) [(Donlan, 2002) ; (Filloux et Vallet, 2003) ; (Perrin, 2005)]. 

L’organisation, la forme et la densité de ces assemblages ne sont pas liées au hasard, cette 

construction est une réponse aux variations des conditions écologiques (Melchior et al., 

2006). Ce mode de vie est d’un grand intérêt pour la bactérie puisqu’il lui confère une 

résistance à différentes sources de stress (Costerton et al., 1999). 

La formation d’un biofilm sur une surface est le résultat d’un ensemble de processus 

physiques, chimiques et biologiques (Busscher, 1995). La constitution d’un biofilm mature 

nécessite cinq grandes étapes (figure 3). 

 Une étape de transport ou transfert des bactéries vers le support, grâce à des propriétés 

dynamiques du milieu ainsi qu’aux propriétés physicochimiques de la surface du support 

[(Donlan, 2002) ; (Haras, 2006)]. Différents appendices bactériens tels que les flagelles et 

les cils sont également nécessaires [(O’Toole et Kolter, 1998a) ; (Gavin et al., 2003)].  

 L’adhésion initiale aux surfaces mettant en jeu un certain nombre de mécanismes 

physicochimiques et biologiques complexes. Elle est généralement dévisée en deux 
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phases (Baillif et al., 2010). Une adhésion réversible indépendante du temps régie par un 

nombre de variables physico-chimiques qui définissent l’interaction entre la surface 

cellulaire et la surface à coloniser  (interactions hydrophobes, liaisons de Van der Waals, 

forces hydrodynamiques et interactions répulsives électrostatiques) [(Knobloch et al., 

2001) ; (Dunne, 2002)]. Une adhésion irréversible, dépendante du temps et faisant appel à 

la sécrétion d’exopolymères par les bactéries permettant de consolider leur fixation au 

support (Vallet et al., 2001). 

 Une étape de prolifération aboutissant à la formation de microcolonies 

 Une étape de maturation du biofilm  mettant en jeu deux phénomènes concomitants, la 

division cellulaire et l’adhésion de nouvelles bactéries (Roques, 2000). Cette  étape est 

corrélée à la production d’EPS (Costerton et al., 1999) et caractérisée par la formation 

d’un film hétérogène tridimensionnel comportant des canaux aqueux qui forment un 

réseau de circulation permettant d’acheminer l’oxygène et les nutriments dans les régions 

enfouies du biofilm et d’évacuer les déchets [(Costerton et al., 1995) ; (Sauer et al., 

2002)]. 

 L’étape de dispersion du biofilm permettant aux bactéries de coloniser de nouvelles 

surfaces. Celle-ci intervient lorsque les conditions environnementales deviennent 

défavorables : limitation de la disponibilité en oxygène dans les biofilms épais, apparition 

de forces de cisaillement dûes aux conditions hydrodynamiques, diminution de la 

concentration ou modification de la nature des nutriments disponibles [(Sauer et al., 

2002) ; (Sauer et al., 2004)]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 : Représentation schématique des différentes étapes du développement d’un biofilm 

bactérien (Francolini et Donelli, 2010). 
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1.2.  Propriété du biofilm 

1.2.1.  Résistance aux antibiotiques 

De nombreux problèmes associés au développement des biofilms en milieu médical, ont 

pour origine leur résistance extrêmement élevée aux agents antibactériens (antibiotiques et 

désinfectants) (Roux et Ghigo, 2006). En effet, les doses thérapeutiques conventionnelles sont 

efficaces sur les bactéries planctoniques mais celles dans le biofilm ne sont pas éradiquées 

entraînant une persistance de l’infection (Heinzelmann et al., 1997). La diminution de 

sensibilité aux antibiotiques induite par la formation de biofilm est probablement 

multifactorielle et dépendante du type de bactérie et de l’antibiotique.  

Plusieurs hypothèses ont été avancées pour expliquer cette forte réduction de l’activité des 

antibiotiques (100 à 1000 fois). 

 La matrice d’exopolysaccharide agit comme une barrière empêchant la diffusion de 

l’antibiotique (König et al., 2001). En effet, les exopolysaccharides sont chargés 

négativement et fonctionnent comme une résine d’échange ionique pouvant séquestrer 

des antibiotiques hydrophobes et chargés positivement, comme les aminoglycosides. Ce 

mécanisme de limitation de la pénétration des agents anti-microbiens au sein d’un biofilm 

explique les antibiorésistances observées lors d’administration unique d’antibiotiques 

mais n’est pas valable pour les antibiothérapies de longue durée (Gilbert, 2001). 

 Dans le biofilm, le métabolisme de la bactérie se stabilise à un niveau bas limitant ainsi 

l’action des antibiotiques nécessitant une division cellulaire et un métabolisme actif 

(Cramton et al., 2001). Du fait d’un appauvrissement environnemental en nutriments, les 

bactéries ont un métabolisme ralenti. Or les antibiotiques agissent en phase de croissance 

bactérienne (Sotto et Lavigne, 2007). 

 Les bactéries subissent des adaptations phénotypiques pouvant mener à une augmentation 

de la résistance aux agents antimicrobiens. Ces modifications résultent de l’expression de 

gènes spécifiques en réponse aux conditions environnementales (Del pozo et Patel, 2007) 

et se traduisent par des variations phénotypiques profondes de l’activité enzymatique et 

de la composition de la paroi cellulaire (Schwank et al., 1998). Certainnes bactéries par 

exemple peuvent augmenter leur capacité d’expression de leur β-lactamase 

chromosomique suite à une exposition prolongée au β-lactamines  ou changer les 

proportions relatives de leurs porines ou exprimer des PLPs différentes entraînant une 

réduction de la sensibilité bactérienne vis à vis de certaines β-lactamines [(Souli et 

Giamarellou, 1998) ; (Del pozo et patel, 2007)]. 
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1.2.2.   La résistance à l’immunité 

En plus de leur résistance aux antibiotiques, les biofilms sont protégés vis-à-vis du 

système immunitaire des hôtes infectés. La taille des biofilms est tout d’abord un frein 

important au processus de phagocytose. Les cellules phagocytaires libèrent des enzymes qui 

ont très peu d’effet sur le biofilm et qui peuvent endommager les tissus (Khoury et al., 1992). 

La matrice extracellulaire est également une barrière au système immunitaire de l’hôte car elle 

empêche la reconnaissance des antigènes bactériens par les anticorps (Roux et Ghigo, 2006). 

 

1.2.3.  Rapidité d’acquisition d’éléments génétiques  

La proximité de différentes souches bactériennes dans le biofilm favorise cet échange 

(Donlan et Costerton, 2002). La vitesse de conjugaison est très rapide, ce qui suggère que 

l’évolution par transfert horizontal de matériel génétique se produit fréquemment rendant le 

milieu parfait pour l’acquisition de résistance aux antibiotiques ou de facteurs de virulence 

(Watnick et Kolter, 2000). 

 

1.3.  Les facteurs influençant la formation de biofilm d’A. baumannii   

Le développement d’un biofilm est un processus séquentiel complexe qui fait intervenir  

de nombreux mécanismes physico-chimiques et biologiques.  

 

1.3.1.  Les propriétés bactériennes 

1.3.1.1.  L’hydrophobicité  

L’hydrophobicité de la surface cellulaire est importante dans l’adhésion parce que les 

interactions hydrophobes ont tendance à s’amplifier avec l’augmentation de la nature non 

polaire de l’un ou des deux surfaces impliquées (la surface cellulaire et la surface du substrat) 

(Donlan, 2002). Elle varie non seulement en fonction des espèces bactériennes mais aussi 

selon les souches d’une même espèce, et est influencée par le milieu environnant, l’âge de la 

bacterie, ainsi que par sa structure. Habituellement les bactéries hydrophobes préfèrent les 

surfaces hydrophobes et les bactéries hydrophiles préfèrent les surfaces hydrophiles. 

cependant, les bactéries hydrophobes paraissent avoir une capacité d’adhésion supérieur par 

rapport aux bactéries hydrophiles (Baillif et al., 2010).  

 

1.3.1.2. Le pili 

Les pili sont des structures protéiques de nature homo- ou hétéropolymérique présentes 

à la surface des bactéries ; la sous-unité structurale étant la piline (Balestrino, 2006). Les pili 
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jouent également un rôle primordial dans l’adhésion et/ou l’autoaggrégation des micro-

organismes [(Gohl et al., 2006) ; (Ishii et al., 2006)], les bactéries n’ayant pas de pili adhérent 

moins facilement que les autres (Ishii et al., 2006). Tomaras et al., (2003) ont montré que 

l’élaboration de pili produit final de l’opéron CsuA/BABCDE est essentielle pour la 

formation de biofilm chez A. baumannii. L’inactivation du gène csuE, composant de ce même 

opéron  provoque à la fois une suppression de la production du pili et de la formation de 

biofilm, suggérant que celui-ci joue un rôle dans l’adhésion initial au surfaces abiotiques 

[(Tomaras et al., 2003) ; (Gaddy et Actis, 2009) ; (Roca et al., 2012) ; (Longo et al., 2014)].  

De plus, en 2009, Breij et al ont constaté que la souche A. baumannii ATCC19606T produit 

un court et mince pili indépendant de l’opéron CsuA/BABCDE qui peut être impliqué dans 

l’adhésion aux surfaces biotiques tel que  cellules respiratoires humaines. 

 

1.3.1.3.  La protéine Bap (biofilm-associated protein)  

La protéine Bap exprimée à la surface d’A. baumannii homologue de la protéine Bap de 

S.aureus semble être impliquée dans l’adhésion intercellulaire mais aussi dans la maturation 

du biofilm. La délétion de cette protéine dans le génome de la bactérie par insertion d’un 

transposon entraine une chute drastique de sa capacité à former un biofilm épais sur une 

surface de polystyrène [(Loehfelm et  al., 2008) ; (Longo et al., 2014)].  En effet, Brossard et 

Campagnari, (2012) ont montré que les bactéries exprimant la protéine Bap à leurs surfaces 

forment un biofilm  avec une architecture classique constituée de tours multidimensionnelles 

séparées par des canaux d’eau, relativement stables. En revanche, les cellules déficientes en 

Bap restent principalement en une seule couche,  constituant   quelques rares zones d'agrégats 

cellulaires (Figure 4). 

 

Figure 4 : Formation de biofilm par A. baumannii.  

A : Déficient en Bap. B : exprimant la protéine Bap (Brossard et Campagnari, 2012). 
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1.3.1.4.  Le poly-β-1,6-N-acétylglucosamine (PNAG)  

Le poly-β-1,6-N-acétylglucosamine (PNAG) joue un rôle dans la maturation du biofilm 

d’A. baumannii (Longo et al., 2014). Celui-ci est composant majoritaire de la matrice 

exopolysaccharidique et est  codé par un groupe de quatre gènes (pgaABCD).  

 

1.3.2.  Les caractéristiques de la surface du dispositif médical  

La rugosité, les propriétés chimiques d’une surface et la présence préalable de films 

protéiques sur celle-ci  influencent l’attachement des bactéries à cette surface et la formation 

d’un biofilm.  

 

1.3.2.1.   La nature du matériau 

Tous les matériaux utilisés dans la fabrication de dispositifs médicaux implantables sont 

décrits en tant que biomatériaux. Des centaines de polymères sont actuellement utilisés 

séparément ou combinés dans la fabrication de celui-ci.  

 Les cathéters en latex sont peu coûteux et ont une bonne élasticité, mais ont tendance à 

être plus enclins à l'adhérence des bactéries et peuvent présenter un grand risque 

d’allergie comparé à d'autres matériaux. Ils conviennent pour une utilisation à court terme 

seulement et sont souvent recouverts de polymères supplémentaires (Gorman  et Jones, 

2005).  

 Le silicone est la norme par rapport à laquelle les autres matériaux doivent être comparés 

en terme de biocompatibilité. Il est doux, non irritant et cliniquement stable, ce qui est 

idéal pour une utilisation à long terme (Gorman et Jones, 2005). Il présente de  bonnes 

propriétés de surface, qui permettent une insertion et un retrait plus facile. Cependant, 

bien qu'il semble y avoir une légère diminution dans la formation de dépôts incrustés, le 

silicone est toujours très sensible à la formation de biofilm (Gilmore et Gorman, 2013). 

 Les polyuréthanes sont des polymères contenant la liaison uréthane  

–OC(O)NH–. Le terme  polyuréthane se réfère à une large variété d'élastomères qui sont 

généralement formés par l’addition d'un polyglycol à un isocyanate. En changeant les 

composants chimiques, il peut être aisément adapté à de nombreuses applications. Les 

polyuréthanes ont de bonnes propriétés mécaniques, sont relativement peu coûteux, et 

sont couramment utilisés dans la pratique clinique (Gorman  et Jones, 2005). 

 Le polychlorure de vinyle (PVC) est largement utilisé dans la fabrication des cathéters 

intermittents car il est mécaniquement solide, peu coûteux et a une surface lubrifiée 
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relativement lisse. La rigidité de la matière est surmontée dans la pratique par l'ajout de 

plastifiants pour obtenir un produit suffisamment souple qui peut être utilisé 

cliniquement. En comparaison avec le latex, les dispositifs peuvent avoir des parois plus 

minces et donc une lumière plus grande, mais même en le plastifiant le matériau n'est pas 

suffisamment élastique pour lui permettre d'être confortablement utilisé dans la 

fabrication  des dispositifs implantables (Gilmore et Gorman, 2013). 

 

1.3.2.2.  La charge de surface et le caractère hydrophobe des matériaux 

La charge à la surface d’un solide peut engendrer des forces électrostatiques d’attraction 

ou de répulsion lors de l’approche de la bactérie. Les cellules bactériennes possèdent une 

charge négative sur leur membrane cellulaire mais cette charge est plus ou moins importante 

d’une souche à l’autre. La charge de surface du matériau peut être modifiée par le pH et la 

composition ionique de la solution environnante ainsi que par l’adsorption de protéines, qui a 

lieu au cours des premières étapes de l’adhésion. Cette adsorption augmente avec 

l’hydrophobicité du support [(Nath et al., 2004); (Pamula et al,. 2004)]. 

 

1.3.2.3.  La rugosité de la surface  

Plus une surface est rugueuse, plus sa colonisation par des microcolonies est importante 

(Characklis et Marchall, 1990). La rugosité est un paramètre qui traduit l’importance de la 

surface de contact (Van Loostrecht et al., 1990). De plus, les irrégularités du matériau 

constituent des sites d’implantation bactérienne plus favorables car moins soumis aux facteurs 

exogènes tels que les courants de surface (Baillif et al., 2010). 

 

1.3.2.4. Présence de films protéiques sur la surface. 

La présence de polymères sur un matériau modifie les propriétés physicochimiques de 

surface (tension de surface, polarité, mouillabilité) qui peuvent stimuler l’adhésion 

bactérienne (Branger et al., 2007). En effet, la présence préalable sur un biomatériau d’un 

film protéique comme le sang, les larmes, l’urine, la salive, le liquide intersitiel et les 

sécrétions respiratoires influence l’attachement de bactéries à sa surface, et favorise la 

formation de biofilm (Mittelman, 1996). 
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1.3.3. Les caractéristiques du milieu aqueux 

Le mode de culture est une caractéristique importante qui peut modifier fortement 

l’adhésion des organismes. Le pH, l’osmolarité, la concentration en fer et l’oxygène sont 

importants à considérer dans le processus de formation des biofilms (O'Toole et al., 2000).   

L’hydrodynamique du fluide influence également la formation de biofilm. En effet, 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). 

La température de croissance est aussi un facteur important d’accumulation du biofilm, elle 

affecte non seulement l’activité métabolique et enzymatique des bactéries, mais aussi certains 

paramètres physico-chimiques (pH, activité ionique, agitation thermique et solubilité des gaz) 

(Briandet et al., 1999). Cappello et al., (2006) ont montré qu’une élévation de la température 

de culture provoque une augmentation de la capacité d’adhésion de P. aeruginosa au 

polystyrène de par l’augmentation de l’hydrophobicité de sa surface. 

Les conditions nutritives rencontrées dans le milieu affectent le devenir et le mode de vie 

d’une population bactérienne (Balestrino, 2006). En effet, 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). 

Certaines sources de carbone et de cations (sodium Na+, Calcium Ca2+, ion ferrique Fe3+) 

influencent également la formation d’un biofilm [(Donlan, 2002) ; (Martinez, 2007)]. 

 

1.4.  Autres facteurs de virulence  

1.4.1. La résistance aux antibiotiques 

A. baumannii a une capacité exceptionnelle à accumuler différents mécanismes de 

résistance aux antibiotiques qui, combiné avec sa résistance innée à la dessiccation, 

contribuent  à sa survie et à sa persistance sous la pression sélective de l'environnement, ce 

qui fait de ce micro-organisme un pathogène nosocomial phénoménal (Roca et al., 2012). 

Les souches d’A. baumannii sont naturellement résistantes à la pénicilline G, à l’amoxicilline 

et aux céphalosporines de première et deuxième génération. En effet, les souches sauvages de 

A. baumannii produisent une β-lactamase de type céphalosporinase (ou AmpC), désignée 

également « Acinetobacter-derived cephalosporinases » (ADCs). La présence de ces enzymes 

ADCs représente le mécanisme de résistance aux β-lactamines le plus fréquent chez A. 



 ______________________________________________________ Synthèse bibliographique 

18 
 

baumannii. Cette enzyme est capable d’hydrolyser les aminopénicillines et les 

céphalosporines de première et de deuxième génération (Bou et al., 2000). 

L’imipenème est resté l’antibiotique le plus actif sur les souches d’Acinetobacter spp, 

malheureusement des souches cliniques d’A. baumannii isolées dans plusieurs hôpitaux a 

travers le monde montre une fréquence de résistance généralement supérieure à 25% (Marti, 

2008).  En effet, un grand nombre d’enzymes de type oxacellinase de  classe D ayant une 

activité contre les carbapénèmes ont été caractérisées. Certaines  souches d’Acinetobacter 

expriment des métallo-β-lactamases (MBLs) de type IMP, VIM, SIM ou NDM, qui 

hydrolysent un large éventail d'agents antimicrobiens, y compris les carbapénèmes 

(Eliopoulos et al., 2008). En dépit de sa toxicité, la colistine reste un antibiotique de choix 

dans le traitement des infections causées par A. baumannii. Cependant l’utilisation abusive 

des polymyxines a entrainé l’émergence de souches cliniques résistantes à la colistine avec un 

taux de 5% a 28% (Landman et al., 2008). 

La multirésistance pose de nombreuses difficultés de traitement lors d'infections associées aux 

soins. Outre une élévation du taux de mortalité, elle provoque des surcoûts résultant d'une 

augmentation des durées d'hospitalisation, d'une augmentation des frais thérapeutiques, de la 

réalisation de nombreuses analyses bactériologiques, d'une éventuelle fermeture de lits voire 

de services entiers et des frais liés au nettoyage et à la désinfection (Euzeby, 2003). 

 

1.4.2.  Les lipopolysaccharide (LPS) 

Le lipopolysaccharide produit par Acinetobacter présente une toxicité létale chez la  

souris et cette endotoxine est détectée lors de bactériémies liées à ce genre. Celui ci altère 

également l’action bactéricide du complément dans le sérum humain en agissant de façon 

synergique  avec la capsule polysaccharidique (Joly-Guillou, 2005). 

 

1.4.3.  La protéine de membrane externe A (OmpA) 

Les Protéines de la membrane externe (OMP) des bactéries Gram-négatives ont été 

associées à la résistance aux antibiotiques, l'adaptation et à la pathogénicité au niveau des 

cellules hôtes. Certains OMP de la famille OmpA ont été caractérisés chez les souches 

d'Acinetobacter et représentent l'un des principaux OMP dans le genre (Roca et al., 2012). 

Les ompA d’A. baumannii (AbOmpA) constituent un véritable facteur de virulence 

puisqu’elles sont impliquées dans l’adhésion et l’invasion des cellules épithéliales. Ces 

protéines provoquent l’apoptose de celles-ci en ciblant les mitochondries, ce qui conduit à la 

propagation de la bactérie à travers les muqueuses ainsi perturbées et conduit 
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systématiquement à l’infection  [(Choi et al., 2005) ; (Roca et al., 2012) ; (Lango et al., 

2014)]. 

 

1.4.4. Le quorum-sensing 

Le Quorum Sensing est un mécanisme régulateur très répandu parmi les bactéries à 

Gram négatif. Il contrôle la sécrétion de facteurs de pathogénicité, la formation de biofilm, le 

mécanisme de conjugaison et la bioluminescence (Miller et Bassler, 2001). Chez les souches 

cliniques d’Acinetobacter quatre différentes molécules signales du quorum sensing ont été 

trouvées,  celles-ci peuvent être un mécanisme central pour l’auto-induction de multiples 

facteurs de virulence (Joly-Guillou, 2005). 

 

1.4.5. L’activité enzymatique 

L’activité enzymatique de certaines enzymes comme les estérases, les aminopeptidases, 

les uréases et les phosphatases acides, pourraient aussi jouer un rôle dans la  virulence chez 

Acinetobacter spp. (Bergogne-Berezin et al., 2008). Les phospholipases D jouent un rôle dans 

la résistance au système immunitaire de l’homme, l’invasion des cellules épithéliales et la 

diffusion systémique de bactéries pathogènes chez les animaux infectés. Les phospholipases 

C constituent quand a elles, un facteur important dans l’endommagement des cellules. (Roca 

et al., 2012). 

 

1.4.6. La régulation de fer 

Chez l’espèce A. baumannii, le pouvoir d’obtenir et d'utiliser le fer est un facteur 

important dans sa capacité à survivre à la fois au niveau de  l'hôte et dans l'environnement, 

constituant ainsi un déterminant important de sa virulence (Joly-Guillou, 2008) ; celle-ci 

sécrète une variété de molécules impliquées dans l'acquisition du fer, tel que : le sidérophore, 

l’acinetobactin, et un système d'utilisation de l'hémine (Gordona et Warehama, 2010). 
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1. Prélèvements 

Sur une période de 7 mois allant de décembre 2011 à juin 2012, un ensemble de 150 

dispositifs médicaux (sondes urinaires, sondes d’intubation et  cathéters veineux centraux) est 

prélevé, chez 57 patients hospitalisés plus de 48h au service de réanimation du C.H.U de 

Tlemcen (Algérie). 

 Les dispositifs médicaux sont collectés de façon aseptique et placés individuellement dans 

des tubes en verre stériles puis acheminés vers le laboratoire pour une analyse immédiate. 

 

2. Ensemencement 

L’ensemencement est effectué selon la méthode de Brun buisson et al., (1987). 

L’extrémité distale de chaque dispositif médical est coupée puis placée dans 1 mL d’eau 

physiologique stérile puis agité au vortex durant 1 minute. Un volume de 20 µL est 

ensemencé sur gélose nutritive puis incubé à 37°C pendant 24h. Parallèlement, un milieu Mac 

Conkey est utilisé pour l’isolement des A. baumannii. 

 

3. Identification  

 L’identification bactérienne est réalisée par les méthodes conventionnelles de 

microbiologie : 

 examen macroscopique suivi de l’examen microscopique des cultures 

sélectionnées après coloration différentielle de Gram, 

 recherche de l’oxydase et de la catalase, 

 identification des caractères biochimiques à l’aide des galeries API 20 E et API 20 

NE (Biomérieux, France). 

 Capacité à croitre à une température de 44°C. 

 

4. Sensibilité aux Antibiotiques 

La détermination de la sensibilité aux antibiotiques est réalisée selon la méthode de 

diffusion en milieu gélosé Mueller Hinton (Courvalin et Soussy, 1996). L’interprétation des 

résultats est effectuée selon les normes et les recommandations du Comité de 

l’Antibiogramme de la Société Française de Microbiologie (CASFM, 2010). Les disques 

antibiotiques testés (Bioanalyse) sont les suivants : Ticarcilline 75µg (Tic), Ticarcilline-acide 

clavulanique 75/10µg (TCC), Pipéracilline 75µg (Pip), Ceftazidime 30µg (Caz), Imipenème 

10µg (IMP), Amikacine 30µg (AMK), Gentamicine 15µg (Gen), Tobramycine 10µg (TM), 
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Tetracycline 30µg (TE), Ciprofloxacine 5µg (Cip), Sulfaméthoxazole-triméthoprime 

23,75/1,25µg (SXT) et Colistine 50µg (CL).  

 

5. Etude de la formation de biofilm d’Acinetobacter baumannii 

L’évaluation de la formation de biofilm est réalisée par coloration au cristal violet 

suivant deux technique la méthode tube (TM) et la méthode de Plaque de culture de tissus 

(TCP). 

 

5.1. La méthode tube  (TM) 

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

décrite par Christensen et al., (1982). 

 A partir d’une boite de culture de 24h, une suspension bactérienne  d’A. baumannii ajustée 

une DO600 de 0,01 dans le milieu Luria-Bertani (LB) est réparti dans des tubes en polystyrène 

de 5mL puis incubé à 37°C pendant 24h.  Les tubes sont ensuite lavés avec de l’EDS (eau 

distillée stérile)  puis séchés. Chaque tube est ensuite coloré par le cristal violet (0,5%) 

pendant 20 minutes. L'excès de colorant a été supprimé et les tubes ont été lavés avec de l'eau 

distillée, puis séchés en position renversée. La formation du biofilm est considérée comme 

positive quand un film visible double et recouvre le mur et le bas du tube.  

 

5.2. La méthode de Plaque de culture de tissus (TCP) 

L’étude de la formation de biofilms est réalisée par coloration au cristal violet. Cette 

technique permet une évaluation quantitative de la formation de biofilms puisque la coloration 

adsorbée est directement corrélée à la densité du biofilm formé (Musk et al., 2005). 

La formation du biofilm a été réalisée dans des microplaques de 96 puits selon le protocole  

d’O'Toole et Kolter (1998a). 

Une suspension bactérienne d’A. baumannii ajustée à une DO600 de 0,01 dans le milieu Luria-

Bertani (LB) est déposé dans les puits d’une microplaque de 96 puits, puis incubé à 37°C 

pendant 24 h sans agitation. Deux puits sont non inoculés et utilisés comme témoins négatifs. 

Une fois que le contenu de chaque puits soit enlevé délicatement en tapotant la plaque, les 

puits sont lavés successivement à l’EDS afin d'éliminer les bactéries  libres flottantes 

(planctoniques). Le biofilm formé est ensuite coloré avec du cristal violet à 0,5% (w/v) 

pendant 20 min à température ambiante. La formation du biofilm est finalement quantifiée à 

570 nm après solubilisation avec de l’éthanol à 95%. L’expérience a été réalisée trois fois 

pour chaque souche. 
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6. Etude de l’hydrophobicité de la paroi bactérienne d’A. baumannii  

6.1.La méthode MATH (Microbial Adhesion To Hydrocarbon) 

L’hydrophobicité de la paroi est estimée selon le protocole MATH (Rosenberg, 1984) 

en utilisant l’héxadécane comme solvant. Les souches d’A. baumannii  sont cultivées dans 

50mL de LB et incubé pendant 18h à 37°C. Les cellules sont récupérées après centrifugation 

(5000 tours/min) pendant 15 minutes. Le culot obtenu est ensuite lavé après 2 centrifugations 

successives à l’aide du tampon PBS (phosphat befferd saline pH 7.1) et mis en suspension 

dans le même tampon à une densité optique initial (DOi) comprise entre 0,8 et 1 à 600nm. Un 

volume de 0,3mL de chaque solvant est additionné à 1,8mL de suspension bactérienne puis  

l’ensemble est agité au vortex pendant 2min. Après 20min de décantation la DO (DOf) de la 

phase aqueuse est mesurée à 600nm et le pourcentage d’adhésion au solvant est alors calculé 

par la relation suivante : CSH% = [(DOi-DOf)/ DOi] x100                                    

Lorsque la               CSH(%) ˂ 20%   hydrophile 

                    CSH(%) > 40%  hydrophobe 

                    20% ˂ CSH(%) ˂ 40%   moyennement hydrophobe 

L’expérience est réalisée trois fois pour chaque souche.  

  

6.2.Le test d’agglutination ou le Salt Aggregation Test (SAT) 

L’hydrophobicité de la paroi bactérienne est aussi évaluée par le test d’agrégation avec 

le sulfate d’ammonium (SAT) décrit par Lindahl et al., (1981). Cette méthode est basée sur la 

détermination de la plus faible concentration de sulfate d’ammonium qui induit une 

agrégation de cellules bactériennes. 

Deux à trois colonies provenant d’une gélose Mac Conkey sont repiquées dans le bouillon LB 

et incubées pendant 24 h à 37°C. Les cellules bactériennes collectées après centrifugation 

pendant 10 min à 5000 tours/min sont lavées 2 fois avec du PBS (pH 6,8) et mises en 

suspension dans le même tampon et ajustées à une DO600 nm de 2. Un mL de cette  

suspension a été mélangé avec 1 mL de solutions de concentrations croissantes de sulfate 

d’ammonium (pH 6,8) allant de 0,5 à 4 M (préparées à partir d’une solution mère de sulfate 

d’ammonium 8M, pH 6,8). L’agrégation est observée par une inspection visuelle du tube. La 

plus faible concentration de sulfate d’ammonium provoquant cette agrégation est considérée 

comme indice d’hydrophobicité. Le test est considéré comme positif si la valeur du SAT est 

inférieure à 2 M. Si la valeur du SAT est inférieure à 1 M, la souche est considéré comme très 
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hydrophobe. Lorsque cette valeur est  comprise entre 1 et 2 M, la souche est hydrophobe, et la 

souche est hydrophile si la valeur du SAT est supérieure à 2 M (Krepsky et al., 2003). 

 

7. Etude de la formation de biofilm d’A. baumannii sous conditions de culture  

L’effet de la température,  de la concentration en sel et en glucose sur la formation de 

biofilm sont testés sur microplaque de 96 puits (technique décrite précédemment) en utilisant 

le milieu LB additionné de différentes concentrations de NaCl  (0,5%, 1%, 2%, 3%, 4%, pH 

7,2) et de glucose  (0,2%, 0,5%, 1%, 2%, pH7,2). L’intensité de la formation de biofilm est 

également évaluée à des températures de 30°C et 37°C. 

 

8. Cinétique de la formation de biofilm d’A. baumannii  

La cinétique de la formation des biofilm d’A. baumannii est réalisée  à l’aide de la 

méthode  standard de coloration au Cristal Violet (CV). 

Une suspension bactérienne est préparée dans le milieu Luria-Bertani (LB) à partir d’une 

culture jeune d’A. baumannii. La densité optique de la suspension est ajustée jusqu’à 

l’obtention d’une valeur DO600 de 0,01 puis la suspension est répartie dans des tubes de 5 mL 

en polystyrène  à raison de 3 mL par tube. Les tubes sont ensuite incubés à 37°C pendant une 

période allant jusqu'à 6 jours. 

A l’issu de chaque période d’incubation, chaque tube correspondant est soigneusement vidé 

de la culture bactérienne puis coloré avec du cristal violet à 0,5%  (w/v) pendant 20 min. La 

formation du biofilm est quantifiée à 570 nm après solubilisation avec de l’éthanol à 95%. 

La technique est réalisée trois fois pour chaque souche, en tube et non pas sur microplaque de 

96 puits afin d’éviter les problèmes d’évaporation vu la durée d’incubation. 

 

9. Etude de la  formation de biofilm d’A. baumanii sur différents biomatériaux. 

9.1. Préparation des supports 

Les surfaces solides sélectionnées pour cette étude sont le silicone, le latex et le 

polyvinylchloride. Avant chaque expérience, le substrat est trempé pendant 15 min dans 

l’éthanol, rincé six fois avec de l'eau distillée puis stérilisé par autoclavage pendant 15 min à 

120°C (Hamadi et al., 2009). 

 

9.2.  Détermination de l’hydrophobicité de la surface des substrats solides.  

L’hydrophobicité des surfaces solides (latex, silicone et PVC) est déterminée par des 

mesures de l’angle de contact (GBX, France) (Figure 6) par la méthode de la goutte posée 
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(Figure 5). La  méthode de mesure de l'angle de contact a été décrite pour la première fois par 

Busscher et al., (1984). Une goutte d’eau distillée est déposée à la surface des supports 

préalablement préparés. L’angle formé entre la goutte d’eau et les supports respectifs a été 

calculé. 

Cette technique a été réalisée au laboratoire de Valorisation et Sécurité des Produits 

Alimentaires, Béni Mellal, Maroc. 

 

Figure 5: Représentation de l’angle de contact (θ) d’une goutte  liquide déposée à la surface. 

 

Figure 6 : Appareil de mesure de l’angle de contact (GBX, France). 

 

9.3.Adhésion d’A. baumannii sur  PVC,  silicone et  latex  

Des coupes de 1cm2 de chaqu’un des supports choisit sont introduites dans des tubes 

contenant  5mL d’une suspension bactérienne d’A. baumannii  ajustée à une DO600 de 0,1 puis 

incubés à 37°C pendant 24h. Les supports sont récupérés, lavés abondamment à l’eau distillée 

stérile puis placés dans 5 mL de PBS (pH 7,1). La sonication est effectuée 3 fois à l’aide de 

l’ultrason model WiseClean WUC-D06H pendant 5min intercalée par un passage de 20sec au 

vortex. Une série de dilutions au 1/10 jusqu’au 1/100000 est effectuée pour chaque 



 __________________________________________________________ Matériels et méthodes 

25 
 

échantillon, puis ensemencée sur gélose nutritive. Le dénombrement des colonies est réalisé 

après 24h d’incubation à 37°C. L’expérience est réalisée 3 fois pour chaque échantillon. 

 

9.4.Observation de l’adhésion par environnemental microscopie électronique à 

balayage (ESEM) 

L’adhésion d’A. baumanii sur le PVC, le silicone et le latex est appréciée sous 

microscope électronique à balayage. Les échantillons de PVC,  de latex et de silicone mis en 

contact avec une suspension bactérienne d’A. baumannii  ajustée à une DO600 de 0,1 et 

incubés à 37°C pendant 24h sont séchés à température ambiante, placés sur les supports 

adaptés puis observés au microscope électronique à balayage du type Hitachi TM1000 sans 

aucun traitement préalable.  

 

 

Figure 7 : Microscope électronique à balayage Hitachi TM1000. 
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1. Prélèvements  

Plus de 82% des infections associées aux soins sont dues à la présence d’implants 

médicaux contaminés posant ainsi un véritable problème de santé publique pour les personnes 

nécessitant ces implants (Archibald et Gaynes, 1997). 

Dans cette étude, le diagnostic d’infections liées aux dispositifs médicaux a été réalisé 

pour l’ensemble des 150 dispositifs prélevés chez 57 patients hospitalisés plus de 48h au 

service de réanimation du CHU de Tlemcen. L’âge des patients est compris entre 17 et 78 ans 

et la durée d’implantation des dispositifs est rangée entre 4 et 21 jours.  

Ces prélèvements incluent 42 sondes d’intubation, 61 sondes urinaires et 47 cathéters veineux 

centraux. Le dispositif est considéré comme colonisé si la numération des bactéries est 

supérieure ou égal à 103 UFC/mL. Celui-ci est considéré comme infecté si cette numération 

est accompagnée de symptômes cliniques (Brun Buisson et al., 1987). 

Un total de 89 (59%) dispositifs médicaux prélevés présente une numération supérieure ou 

égal à 103 UFC/mL contre 61 (41%) dispositifs exhibant une numération inferieur à ce seuil. 

Ces 89 dispositifs médicaux englobent 53 (35%) dispositifs infectés et 36 (24%) colonisés 

(Tableau 2).  En effet l’implantation temporaire d’un cathéter vasculaire, d’une sonde vésicale 

ou d’une sonde endotrachéale est associée à un risque infectieux non négligeable puisqu’on 

estime que 60 % des infections associées aux soins auraient pour origine un dispositif invasif 

[(Lichter et al., 2009) ; (Espinasse et al., 2010) ; (Treter et Macedo, 2011)]. 

 

Tableau 2: Diagnostic des infections liées aux dispositifs médicaux prélevés  au service de 

réanimation du CHU de Tlemcen 

 

Selon un rapport de l’OMS datant de 2011, celui-ci a montré que les infections associées aux 

dispositifs médicaux dans les pays en voie de développement étaient essentiellement des 

PAVM avec un taux 23,9%, suivis des septicémies liées aux cathéters veineux centraux 

 

Dispositifs Médicaux 

 

Numération ≥ 103  

Numération 

<103 (%) 

Infection (%) Colonisation(%)  

Sonde d’intubation (n=42) 11 (26) 20 (48) 11 (26) 

Sonde urinaire  (n=61) 32 (52) 4 (7) 25 (41) 

Cathéter veineux central (n=47) 10 (21) 12 (26) 25 (53) 

Total 53 (35) 36 (24) 61 (41) 
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(12,2%) et les infections urinaires sur sonde (8,8%). Une enquête menée pas Hassaine, (2008) 

au CHU de Tlemcen a montré que 16,85% des patients avaient une infection associée aux 

soins et que 31% d’entre eux étaient porteurs de dispositifs invasifs. Les sites d’infections les 

plus retrouvés étaient les sondes urinaires (42,37%), suivi de l’infection du site opératoire 

(39%) et enfin en 3ème position les infections sur cathéters avec 8,47%.  

Dans notre étude, la colonisation est essentiellement détectée sur les sondes d’intubation 

avec un taux de 48% (20/42). En effet,  la sonde d’intubation est considérée comme un 

élément déterminant, véritable voie finale commune de la colonisation précédant l’infection 

du poumon profond (Shehata et al., 2012). Ce résultat est en accord avec celui de Gil-Perotin 

et al., (2012) qui ont montré que malgré la colonisation de 87% des sondes d’intubation des 

patients ventilés seuls 19% d’entre eux ont développé une pneumopathie acquise sous 

ventilation mécanique. De même, Feldman et al., (1999) ont montré que la sonde d’intubation 

commençait à être colonisée à partir de la 60ème heure qui suit la colonisation des voies 

inferieures et qu’il existe une atteinte prédominante de l’extrémité distale de celle-ci (Berra et 

al., 2006). La présence d'une sonde endotrachéale perturbe le réflexe de toux, favorise 

l'accumulation de sécrétions et du mucus trachéo-bronchique, fournissant un conduit direct 

aux micro-organismes pathogènes pour atteindre les voies respiratoires inférieures, ce qui 

augmente le risque d'infection. De manière significative, le tube endotrachéal peut également 

agir comme un réservoir pour les agents pathogènes en leur fournissant une surface à laquelle 

elles peuvent adhérer et former des biofilms (Shehata et al., 2012).                                                                                                                          

Nos résultats montrent clairement que les sondes urinaires sont les plus incriminées 

dans l’infection que dans la colonisation avec un taux de 52% (32/61). En effet, selon Hatt, 

(2008) la pose d’une sonde urinaire est le premier facteur responsable du développement 

d’une infection urinaire puisque celle-ci altère les mécanismes physiologiques de défense et 

facilite la colonisation microbienne, première étape du développement d’une infection 

urinaire sur sonde (Espinasse et al., 2010).  

Les infections urinaires liées au sondage vésical représentent 80% des infections 

urinaires nosocomiales (Jacobsen et al., 2008). L’incidence d’acquisition d’une infection 

urinaire sur sonde varie de 3 à 10% par jour de sondage, avec un risque cumulé de 100% 

après 30 jours (Trautner et Darouiche, 2004). En effet,  les sondages urinaires de longue durée 

entraînent une colonisation quasi-permanente de l’urine, avec formation de biofilm à la 

surface interne et externe de la sonde conduisant dans tous les cas à une infection du tractus 

urinaire (Donlan, 2002). L’infection peut créer des troubles urinaires tel que la dysurie, la 
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strangurie, l’hématurie, la distension vésicale, l’oligo-anurie  ainsi que d’autre conséquences 

plus sévères comme les pyélonéphrites et choc septique [(Tenke et al., 2006) ; (Hatt, 2008)]. 

Quand aux cathéters veineux centraux,  ils occupent la 2ème place que ce soit  dans la 

colonisation ou l’infection. En effet, les cathéters veineux centraux sont impliqués dans 90% 

des bactériémies contrairement aux cathéters veineux périphériques qui en donnent rarement. 

Une enquête nationale de prévalence de l’infection nosocomiale menée par Fki et al., (2008) à 

Sfax, (Tunisie) a montré un lien direct entre l’infection et les abords veineux centraux et 

périphériques. Plusieurs études ont également montré que le cathétérisme central et 

périphérique sont des facteurs de risque certains de l’infection nosocomiale et que celle-ci est 

la conséquence de la qualité de pose, des soins d’entretien et du délai d’ablation. 

 

2. Identification de l’espèce A. baumannii 

Sur l’ensemble des  dispositifs médicaux colonisés et infectés, un total de 240 bactéries 

Gram négatives est isolé. L’examen microscopique après coloration de Gram des colonies 

bactériennes  a permis l’observation de petits coccobacilles à gram négatif regroupés par deux 

ou bien en courtes chainettes (Figure 8). Les tests enzymatiques effectués ont révélé, une 

réaction négative de l’oxydase (oxydase -) et une présence de l’enzyme catalase chez l’espèce 

isolée (catalase +). 

L’identification biochimique par galerie API 20E et API 20 NE ainsi que la capacité à croitre 

à 44°C a permis de mettre en évidence et de confirmer la présence de l’espèce A.baumannii. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

  

   Figure 8 : Observation microscopique après coloration de Gram (Grossissement x 100) 
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Parmi les 57 patients inclus dans cette étude, un total de 70 souches d’A. baumannii sont 

isolées à partir des dispositifs médicaux placés chez 47 patients d’entre eux. L’âge moyen des 

patients est de 49,7 ans. Le taux le plus élevé d’A. baumanii est observé dans la tranche d’âge 

comprise entre 37 et 56 ans (Tableau 3) et chez les malades de sexe masculin (Tableau 4).  

Une étude de Sghaier et al., (2010) qui a porté sur 48 PAVM à A. baumannii dans l’unité de 

soins intensifs de l’hôpital Charles Nicole de Tunis, (Tunisie), a révélé un âge moyen de 64 

ans. Une étude marocaine menée par Motaouakkil et al., (2006) au sein du service de 

réanimation de l’hôpital Ibn Rochd et une étude américaine de Magnotti et al., (2010) ont 

montré respectivement un âge moyen de 48 et 44 ans et  une prédominance du sexe masculin 

avec un taux de 61,5% et 75 %.  

 

Tableau 3 : Répartition des souches d’A.baumannii selon l’âge. 

Age Nombre de souche isolée Pourcentage 

17-36 18 26 

37-56 33 47 

57-78 19 27 

Total 70 100 

 

Tableau 4 : Répartition des souches d’A.baumannii selon le sexe. 

Sexe Nombre de souche isolée Pourcentage 

Masculin 45 64 

Féminin 25 36 

Total 70 100 

La durée moyenne d’hospitalisation en réanimation de nos 47 patients est de 10,6 jours. 

L’espèce A. baumanii est considérée comme un  pathogène le plus fréquemment responsable 

d’infections associées aux soins chez les patients de réanimation (Chatellier et al., 2007). 

Effectivement, les principaux facteurs de risque dans ces services reconnus dans la littérature 

sont la ventilation assistée, l’antibiothérapie à large spectre, la sévérité de la pathologie sous-

jacente, le cathétérisme artériel et la durée de séjour prolongée (Lahsoune et al., 2007). 

Une étude menée par Mesli, (2014) dans trois centres hôspitalo-universitaires de l’ouest 

Algérien (Tlemcen, Oran, Sidi Bel abbès) réalisée entre 2009 et 2012 a montré une fréquence 

d’isolement plus élevée du genre Acinetobacter par rapport aux autres bactéries Gram 

négatives isolées, avec une prédominance dans le service de réanimation. 
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L’étude marocaine de Nejjari et al., (2003) et l’étude tunisienne de Saïdani et al., (2006) ont 

trouvé qu’ A. baumannii était le germe le plus responsable d’infections associées aux  soins 

avec des taux respectifs de 47,3% et 24%. Elouennass et al., (2008) ont également  trouvé une 

prédominance d’A. baumannii avec un taux de 13,64% au cours d’une enquête 

épidémiologique menée au service de réanimation de hôpital militaire d’instruction 

Mohammed-V, Rabat, (Maroc). De même,  l’étude de Lahsoune et al., (2007) menée au CHU 

Ibno Rochd à Casablanca portant sur 754 souches non répétitives d’A baumannii a montré que 

plus de la moitié des souches 50,53 % provenait du service de réanimation. 

La fréquence d’A. baumannii est liée au caractère nosocomial fréquent des bactériémies en 

réanimation, elle suggère une transmission manuportée et un problème de maîtrise de 

l’environnement hospitalier. En effet, cette espèce est une bactérie nosocomiale par 

excellence, avec un réservoir essentiellement environnemental hospitalier, une capacité 

d’acquérir et de cumuler facilement plusieurs mécanismes de résistance (Elouennass et al., 

2008). La principale caractéristique des infections nosocomiales observée en réanimation est 

d’être directement ou indirectement associée aux techniques de suppléance invasives utilisées 

pour pallier une défaillance vitale, qui nécessitent le plus souvent la mise en place de corps 

étrangers (ou "dispositifs invasifs" tels que cathéters, sondes, etc..) et ont pour conséquence de 

court-circuiter les moyens de défense de première ligne que sont la peau, les muqueuses et les 

sphincters (Brun buisson et al., 1987). 

La majorité des souches isolées dans notre étude proviennent de sondes d’intubation 

suivies de sondes urinaires et enfin de cathéters veineux centraux (Tableau 5).  

 

         Tableau 5 : Répartition des souches d’A.baumannii selon le site d’isolement. 

Dispositif médical  Nombre de souches isolées  Pourcentage 

Sonde d’intubation  29 41 

Sonde urinaire 23 23 

Cathéter veineux central  18 26 

Total 70 100 

 

Nos résultats sont en accord avec les études de Villers et al., (1998),  Suri et al., (2000) ainsi 

qu’Elouennass et al., (2002), qui ont montré la prédominance d’ A. baumannii dans le tractus 

respiratoire et les sites broncho-trachéals. De même,  Gil-Perotin et al., (2012) ont trouvé 

qu’A. baumannii et Pseudomonas aeuroginosa étaient les deux espèces le plus fréquemment 
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isolées de secrétions respiratoires et de sondes d’intubation. En effet,  A. baumannii est un 

commensal de l’homme et faisant partie de la flore cutanée, de la gorge, des voies 

respiratoires et de l’intestin (Zohoun et al., 2012). 

 

3. Antibiogramme  

L’intérêt porté  à  A. baumannii a connu une croissance rapide suite à l’émergence de 

souches multirésistantes (Rao et al., 2008). Depuis une trentaine d’années, la résistance de 

cette bactérie aux antibiotiques n’a cessé d’augmenter et des épidémies intrahospitalières dues 

à des souches multirésistantes sont régulièrement rapportées (Mansour et al., 2005). 

L’étude de la sensibilité aux antibiotiques des souches isolées au niveau de notre 

structure hospitalière montre un taux de résistance important (100%) vis à vis de la ticarciline, 

l’association ticarcilline+acide clavulanique, la pipéraciline et s’étend même aux 

céphalosporines de 3ème génération (Figure 9).  A. baumannii possède naturellement une β-

lactamase de type céphalosporinase : AmpC et une β-lactamase de classe D ou oxacillinase 

qui a une action sur quelques β-lactamines y compris l’imipénème et le méropénème dans une 

moindre mesure [(Corvec et al, 2003) ; (Mansour et al., 2005)].  

Soixante pourcent des souches d’A. baumannii isolées présentent une résistance à 

l’imipénème. L’étude de Mesli, 2014 a montré des taux de résistance de 50,6%, 54% et 49,4% 

durant les années 2009, 2010 et 2011 à l’ouest Algérien (Tlemcen, Oran, Sidi bel Abbès). En 

effet,  la résistance de cette espèce aux carbapénèmes a augmenté de manière alarmante ces 

dernières décennies et plusieurs mécanismes responsables de celle-ci  ont été décrit : la 

production de carbapenemase, la réduction de la perméabilité membranaire et l’altération des 

protéines liant pénicilline (PLP) [(Vila, 1998) ; (Poirel et Nordmann, 2006) ; (Ruiz et al., 

2007)]. L’usage abusif de cette classe d’antibiotiques dans les services hospitaliers y a 

également contribué (Stickler, 1996). En effet, une étude menée par Hassaine et al., (2009) 

sur la consommation des antibiotiques au CHU de Tlemcen a montré que le service de 

réanimation était le service le plus consommateur de l’imipenème avec 183 Dose définie 

journalière /1000jours d’hospitalisation en 2007 et 165DDJ/1000JH en 2008.  
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Figure 9 : Taux de résistance aux antibiotiques des isolats d’A.baumannii 

La résistance de nos souches vis-à-vis de l’amikacine et la gentamycine reste élevée 

avec des taux respectifs de 87% et 83%. Cependant, la tobramycine reste plus ou moins active 

avec un taux de résistance de 33%. En effet, la résistance d’A. baumannii aux aminosides, a 

connu depuis 1980, une évolution très brutale. Cette  évolution est probablement liée à la  

prescription empirique et non contrôlée de cette  molécule (Elouennass et al., 2002). En 2008 

le service de réanimation du CHU de Tlemcen est devenu le premier consommateur des 

aminosides avec 133DDJ/1000JH, alors qu’il occupait la 2ème place en 2007 (Hassaine et al., 

2008). 

La résistance à la triméthoprime-sulfaméthoxazole, aux tetracyclines et à la 

ciprofloxacine reste élevée avec respectivement des taux de 100%, 96% et 94%. 

Aucune souche d’A. baumannii isolée au sein du service de réanimation du CHU de Tlemcen 

ne présente de résistance à la colistine.  Ces résultats semblent être  en accord avec plusieurs 

études qui ont montré l’efficacité de l’utilisation de la colistine en monothérapie. En effet, au 

cours d’une méningite à A. baumannii, la colistine par voie veineuse a été utilisée avec succès 

par Jiminez et al., (2000). Cependant, l’émergence de souches  résistantes à cette molécule est 

actuellement documentée avec plus de 3,2% de souches résistantes (Peleg et al., 2008).  

 

4. Evaluation de la formation de biofilm chez A. baumannii  

Suite à tous nos résultats, aux différents  facteurs étudiés, essentiellement la durée du 

séjour des patients au service de réanimation et le nombre important de dispositifs médicaux 

infectés, nous avons jugé nécessaire d’expliquer l’installation de cette infection par la 

connaissance d’autres mécanismes responsables de celle-ci, entre autre la formation de 



 _________________________________________________________ Résultats et discussion 

33 
 

biofilm et les différents facteurs susceptibles d’influencer ce processus. Dans ce contexte, 

seules les 30 souches isolées des dispositifs infectés feront l’objet de la suite de notre étude. 

La capacité des souches à former un biofilm a été évaluée par deux méthodes 

différentes,  la méthode TM et la méthode TCP.  

Selon la méthode TM, 26/30 souches d’A. baumannii  sont des productrices de biofilm. 

(Tableau 6). Cependant, la totalité des souches forme un biofilm selon la méthode TCP avec  

des valeurs de DO570 (moyenne, ecartype) qui varient entre 0,18±0,06 et 1,23±0,09 (Figure 

10).   

Tableau 6 : Résultats de la formation du biofilm par la technique TM et TCP. 

 

 

Figure 10 : Quantification de la formation de biofilm par A. baumannii en microplaques à 

37°C. 

Les souches considérées comme non productrices de biofilm par la méthode TM (AB60, 

AB5, AB11, AB51) forment un biofilm de faible intensité selon la méthode TCP. Une 

différence dans les résultats obtenus par les deux méthodes a également été observée  par 

Bellifa (2014) et par Kara-Terki (2014) chez des souches de Klebsiella pneumoniae et de 

Staphylococcus isolées des mêmes dispositifs médicaux prélevés.  

Malgré la facilité de la technique TM, la lecture des résultats obtenus par celle-ci  peut-être 

difficile surtout si l’observateur n’est pas familiarisé avec cette technique. Cette différence se 

Test 

 

Formation de biofilm 

Négatif Faible Modérée Fort 

TM 4 3 18 5 

TCP 0 5 19 6 
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situe particulièrement dans l’interprétation des réactions faibles ou absentes (Stepanovic et al., 

2000). Par conséquent, et en accord avec des études précédentes, la méthode TM ne peut pas 

être recommandé pour la détection de la formation de biofilms [(Christensen et al., 1982) ; 

(Mathur et al., 2006)] contrairement à la méthode TCP qui constitue un procédé précis et 

reproductible pour une détermination quantitative fiable de la formation de biofilm (Mathur et 

al., 2006). 

 

 

 

  

 

 

 

  

                                                                                                                                              T : Témoin, A : Fort, B : Modérée, C : Faible, D : Absent  

Figure 11 : Dépistage de la production du biofilm par la méthode TM et TCP. 

 

Dans cette étude, toutes les souches d’A. baumannii isolées forment un biofilm, cette 

capacité est modérée chez la plus grande partie d’entre elles. Les fortes productrices sont en 

nombre de 6 dont 3 isolées de sondes d’intubation à 10, 15 et 20 jours d’implantation ;  2 de 

sondes urinaires à 6 et 7 jours d’implantation et enfin une seule des  cathéters veineux 

centraux à 13 jours d’implantation (Tableau 7). 

La capacité d’isolats cliniques d’A. baumannii à former des biofilms facilite les infections 

associées aux dispositifs médicaux implantables (Wroblewska et al., 2008). Plusieurs études 

ont rapporté que les souches d’A. baumannii  formaient des biofilms sur les surfaces en verre 

(Vidal et al., 1996, 1997) et en plastique (Tomaras et al., 2003), ce dernier processus exige la 

production et l'assemblage de pili présent à la surface bactérienne. Plus récemment encore, un 

homologue de la protéine associée à la formation de biofilm chez les Staphylocoques (Bap) a 

été identifié comme un  composant de surface d’A. baumannii et qui est également impliqué 

dans le développement de biofilm sur des surfaces abiotiques (Loehfelm et al., 2008). 

La capacité d’A. baumannii à former un biofilm est également associée à sa capacité de 

survivre plusieurs jours dans l’environnement hospitalier (Tomaras et al., 2003).en effet, 

Espinal et al., (2012) ont montré l’existence  d’une relation entre la formation du biofilm et la 

survie des souches d’A. baumannii en prouvant que les isolats qui produisent des biofilms 

survivent plus longtemps que les isolats ne formant pas de biofilm sur des surfaces abiotiques. 



 _________________________________________________________ Résultats et discussion 

35 
 

Tableau 7 : Caractérisation des souches isolées de dispositifs médicaux infectés. 

Dispositif 
médical 

Souche Durée 
d’insertion 

Formation 
de biofilm 

Résistance aux antibiotiques 

Sonde 
d’intubation

n=11 

AB10 10 jours Fort TIC TCC CAZ IMP GN AK SXT CIP TE 
AB53 15 Jours Fort TIC TCC CAZ IMP GN AK SXT CIP TE 
AB26 20 Jours Fort TIC TCC CAZ  GN AK SXT CIP TE 
AB23 21 Jours Modérée TIC TCC CAZ IMP  AK SXT CIP TE 
AB30 19 Jours Modérée TIC TCC CAZ GN AK  TM SXT CIP TE 
AB18 18 Jours Modérée TIC TCC CAZ IMP  AK SXT CIP TE 
AB47 17 Jours Modérée TIC TCC CAZ IMP GN AK SXT CIP TE 
AB69 17 Jours Modérée TIC TCC CAZ IMP  AK SXT CIP TE 
AB61 12 Jours Modérée TIC TCC CAZ IMP GN AK SXT CIP TE 
AB38 7 Jours Modérée TIC TCC CAZ IMP GN AK  TM SXT CIP TE 
AB21 10 Jours Faible TIC TCC CAZ IMP GN AK TM SXT CIP TE 

Sonde 
urinaire 

n=11 

AB3 6 Jours Fort TIC TCC CAZ GN AK TM SXT CIP TE 
AB25 7 Jours Fort TIC TCC CAZ GN SXT TE 
AB8 4 Jours Modérée TIC TCC CAZ IMP GN AK SXT CIP TE 
AB29 4 Jours Modérée TIC TCC CAZ SXT CIP TE 
AB32 5 Jours Modérée TIC TCC CAZ GN SXT TE 
AB17 6 Jours Modérée TIC TCC CAZ AK SXT TE 
AB45 6 Jours Modérée TIC TCC CAZ IMP GN AK SXT CIP TE 
AB49 6 Jours Modérée TIC TCC CAZ GN AK TM SXT CIP TE 
AB28 9 Jours Modérée TIC TCC CAZ IMP AK SXT CIP TE 
AB16 11 Jours Modérée TIC TCC CAZ GN AK  TM SXT CIP TE 

AB11 5 Jours Faible TIC TCC CAZ IMP GN AK SXT CIP TE 

Cathéter 
veineux 
central 

n=8 
 
 
 
 
 
 

AB70 13 Jours Fort TIC TCC CAZ IMP AK SXT CIP TM TE 
AB34 8 Jours Modérée TIC TCC CAZ IMP GN AK SXT CIP TE 
AB1 10 Jours Modérée TIC TCC CAZ AK TM SXT CIP TE 
AB65 12 Jours Modérée TIC TCC CAZ GN AK TM SXT CIP TE 
AB58 15 Jours Modérée TIC TCC CAZ AK GN TM SXT CIP TE 
AB5 10 Jours Faible TIC TCC CAZ  GN AK SXT CIP TE 
AB51 10 Jours Faible TIC TCC CAZ GN AK SXT CIP TE 
AB60 8 Jours Faible TIC TCC CAZ AK TM SXT CIP TE 

 

Le profil de résistance chez les souches d’A. baumannii isolées durant notre étude révèle 

une remarquable résistance vis-à-vis de la plupart des antibiotiques testés (généralement 7 

antibiotiques) avec une sensibilité à la colistine qu’elle soit de forte ou faiblement formatrice 

de biofilm (Tableau 7). Plusieurs études ont montré une forte proportion chez les isolats 

cliniques d’A. baumannii à former des biofilms et une association significative entre la 

formation de biofilm, la multi-résistance aux antibiotiques et les infections associées aux 

dispositifs médicaux  [(Sechi et al., 2004) ; (Rao et al., 2008) ; (Rodríguez-Baño et al., 

2008)]. En effet,  il a été observé que l'adhésion cellulaire et la formation de biofilm sur le 

plastique est plus élevée chez les souches portant le gène blaPER-1 que chez celles qui ne 

possèdent pas ce trait génétique et que  le niveau d’expression de celui-ci est positivement 
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corrélé avec l’intensité du biofilm formé sur le plastique ainsi qu’avec l'adhésion des bactéries 

aux cellules épithéliales humaines (Lee et al., 2008). Des résultats similaires ont été rapportés 

par Rao et al., (2008) où une association significative entre la multirésistance et la formation 

de biofilm a été trouvé, mais ils estiment que la présence du gène blaPER-1 est plus critique 

pour l'adhésion bactérienne que pour la formation de biofilm sur les surfaces abiotiques.  

Au Contraire, Rodríguez-Baño et al., (2008) ainsi qu’ Espinal et al., (2012) ont trouvé que les 

souches d’A. baumannii productrices de biofilm étaient plus sensible  à l’imipenème et à la 

ciprofloxacine que les souches non productrices de biofilm.  

La capacité des souches d’A. baumannii à former des biofilms peut être due à sa résistance 

aux antibiotiques, ou inversement, A. baumannii pourrait acquérir une résistance à plusieurs 

antibiotiques lorsque celle-ci se trouve en état sesssile. Dans les deux cas, la grande capacité 

de colonisation d’A. baumannii combinée à sa multirésistance aux antibiotiques, contribue à 

la survie du micro-organisme et à sa diffusion dans le milieu hospitalier. 

 

5. Etude de l’hydrophobicité de la paroi bactérienne d’A. baumannii  

L’hydrophobicité de la surface bactérienne  des  souches d’A. baumannii est connue 

pour être associée à sa pathogénicité, à son adhésion bactérienne et à sa capacité à  former le 

biofilm [(Costa et al., 2006) ; (Pour et al., 2011)]. Dans ce travail, l'hydrophobicité  des 

souches cliniques d’A.baumannii a été évaluée dans un premier temps par la méthode MATH  

en utilisant l’héxadécane comme solvant. 

Les résultats obtenues par la méthode MATH indiquent que sur les 17/30 (57%) souches sont 

hydrophiles avec un pourcentage qui varie entre 1,25% et 15%. Les souches moyennement 

hydrophobes sont en nombre de 9 (30%) avec un pourcentage compris entre 21,4% et 33,76% 

et enfin seules 4 (13%)  souches sont hydrophobes avec un pourcentage allant de 56, 53% et  

90,13% (Figure 12). 
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Figure 12 : Pourcentage d’affinité des souches d’A. baumannii a l’héxadecane 

 

Dans un deuxième temps, l’hydrophobicité des souches a été évaluée en déterminant la 

plus faible concentration de sulfate d’ammonium capable d’induire une agrégation des 

cellules bactériennes (SAT test).  

 

Tableau 8 : Résultats du test SAT. 

(NH4)2 

SO4 

Nombre de souches 

précipitées 

Souches 

0,25M 0 - 

0,5M 7 AB10, AB51, AB18, AB61, AB25, AB26, AB30 

1M 3 AB45, AB49, AB70 

2M 4 AB53, AB8, AB11, AB65 

4M 16 AB1, AB60, AB3, AB34, AB5, AB47, AB32, AB69, 

AB16, AB17, AB29, AB21, AB58, AB23, AB38, 

AB28.  

 

Les résultats du tableau 8 montrent que la majorité des souches (16) ont agrégé avec une 

concentration en sel de 4M présentant ainsi un caractère hydrophile. Les souches hydrophobes 

et moyennement hydrophobes sont en nombre de 7 et ont agrégé respectivement à une  

concentration en sel de 0,5M et, 1M-2M, selon les critères définis par Krepsky et al., (2003). 

Les résultats obtenus par le test SAT montrent une divergence de l’hydrophobicité des 

souches AB 10 et AB 30 par rapport aux résultats obtenus par la méthode MATH. En effet, la 

concentration en sulfate d’ammonium provoquant une agrégation de ces deux souches est de 
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0,5M, les classant ainsi comme souches hydrophobes. Cependant, leur pourcentage d’affinité 

pour l’héxadecane est respectivement de 13% et 14.46% les classant comme souches 

hydrophiles. La différence des résultats obtenus par les tests SAT et MATH n’est pas sans 

rappeler les résultats publiés par (Vanhaecke et al., 1990) ou ces auteurs ont rapporté que 

l’évaluation de l’hydrophobicité membranaire n’était pas aussi aisée et dépendait de la 

méthode d’évaluation de celle-ci. 

Plusieurs travaux ont montré une différence dans l’hydrophobicité de la surface des souches 

d’A. baumanii isolées. En effet, une étude menée par Costa et al., (2006) sur 5 souches d’A. 

baumannii isolées à partir de cathéters a révélé, une seule souche hydrophile, deux souches 

hydrophobes et deux  souches moyennement hydrophobe. De même, l’étude de 

l’hydrophobicité mené par McQueary et Actis, (2011) sur la souche sauvage d’A. baumannii 

(ATCC 19606) et sur 8 autres isolats cliniques à révélé que la souche sauvage  d’A. 

baumannii (ATCC 19606) était hydrophile et que sur les 8 isolats cliniques, trois étaient  

hydrophile, trois hydrophobes et les deux restant ont exhibé une hydrophobicité modérée. 

Contrairement, l’étude de Pour et al., (2011) sur 50 souches d’A. baumannii isolées à partir de 

sondes urinaires et de tractus urinaire, n’a montré aucune souche hydrophile, 9 souches 

moyennement hydrophobes et enfin 41 souches hydrophobes avec des indices 

d’hydrophobicité assez élevée allant de 41 à 70%.  

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)]. Nos résultats montrent que la majorité des souches d’A. baumannii 

isolées à partir des surfaces des dispositifs médicaux (PVC, silicone et latex) supposés être  

hydrophobes présentent un caractère hydrophile. Djeribi et al., (2013) ont trouvé un résultat 

similaire chez une souche d’A. baumannii isolées de sonde urinaire en silicone hydrophobe. 

De la même façon, des souches de Klebsiella pneumoniae isolées de nos mêmes dispositifs 

médicaux par Bellifa, (2014) étaient hydrophiles. Ces observations contredisent plusieurs 

études qui ont admis que les cellules hydrophobes ont tendance à adhérer à un substrat 

hydrophobe et que les cellules hydrophiles ont tendance à adhérer à un substrat hydrophile 

(Costa et al, 2006).  

Il a été suggéré qu'il existe une corrélation positive entre le degré d'hydrophobicité 

bactérienne et l'adhérence sur les surfaces abiotiques [(Costa et al., 2006) ; (Pour et al., 

2011)]. En effet,  Bayoudh et al., (2006) ont observé que Pseudomonas stutzeri (hydrophobe) 

adhère mieux que Staphylococcus epidermis (hydrophile) quelque soit l’hydrophobicité du 

support. Ceci a également été retrouvé chez les levures tel Candida parapsilosis où Gallardo-
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Moreno et al., (2002) ont observé que pour deux souches isolées du sang, l’adhésion était 

proportionnelle au caractère hydrophobe de la souche et qu’un changement de température 

qui contribue à augmenter ce caractère hydrophobe favorise encore l’adhésion. 

Toutefois, dans notre étude, aucune relation apparente n’est détectée entre hydrophobicité et 

la formation de biofilm, puisque la souche la plus hydrophile (AB32) forme un biofilm 

semblable à celui de  la souche la plus hydrophobe (AB18) (Figure 10 et 12). Selon 

McQueary et Actis, (2011), l’hydrophobicité des cellules n'est pas un bon prédicateur dans la 

formation de biofilm par A. baumannii, contrairement à d'autres bactéries pathogènes comme 

Neisseria meningitidis et Stenotrophomonas maltophilia, qui affichent à la fois une 

corrélation directe entre l'hydrophobicité de surface et la formation de biofilm sur le verre et 

sur le plastique, respectivement [(Yi et al., 2004) ; (Di Bonaventura et al., 2008) ; (McQueary 

et Actis, 2011)]. 

 

6. Influence des conditions de culture sur la formation de biofilm d’A. baumannii       

Plusieurs travaux ont montré que la température, les nutriments et autres composants 

présent dans le milieu de culture affectent la fixation des microorganismes à la surface de 

divers matériaux [(Hood et Zottola, 1997) ; (Iversen et al., 2004)]. 

La formation de biofilm de six isolats cliniques d’A. baumannii classés comme fort 

producteur de biofilm (AB3, AB53, AB10, AB25, AB26, AB70) isolés de différents 

dispositifs médicaux a été analysée sous différentes conditions (températures, concentrations 

de glucose et de NaCl). 

 

6.1.Influence de la température 

La formation de biofilm chez les six souches d’A. baumannii est jugée plus importante à 

30°C qu'à 37°C avec des valeurs de DO570 (moyenne, ecartype)  qui varient entre 1,27±0,14 et 

1,51 ± 0,04 (Figure 13). 

Ces résultats sont conformes à ceux trouvés par Tomaras et al., (2003) qui a montré que la 

souche sauvage d’A. baumannii (ATCC 19606) était capable de produire  plus de biofilm  à 

une température de 30°C qu’à 37°C.  Pour et al., (2011) ont également obtenu ces mêmes 

résultats sur des souches cliniques d’A. baumannii  isolées à partir de sondes urinaires et de 

tractus urinaire. Ce fait  pourrait donc expliquer la persistance observée des membres de cette 

espèce dans le milieu hospitalier inanimé (Martí et al., 2011).  

Ce phénomène est aussi observé chez d’autres espèces bactériennes tell Hafnia alvei, un 

pathogène opportuniste de l’homme et de l’animal est considérablement  accéléré à 25°C qu’a 
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37°C (Vivas et al., 2008). Di bonaventura et al., (2007) ont aussi montré que la formation de 

biofilm par Stenotrophomonas maltophilia était plus élevée à basse température. De même, 

l'expression des gènes impliqués dans la formation de biofilm chez E.coli K12 est 

positivement régulée à une température de 23°C  (White- Ziegler et al., 2008).  

Il a été également rapporté que la température de croissance avait un effet significatif sur la 

mobilité électrophorétique cellulaire et la production de flagelles et ainsi sur l’adhésion 

(Briandet et al., 1999). 

 

Figure 13 : Quantification de la formation de biofilm par A. baumannii en fonction de la 

température. 

6.2.Influence du Glucose et du NaCl 

La composition du milieu est capable d’influencer la capacité des bactéries à produire 

des biofilms  in vitro, en particulier la présence de glucose dans le milieu de croissance est 

notée pour améliorer la formation de celui-ci  (Stepanovic et al., 2007). 

Les résultats obtenus dans la figure 14 montrent que la formation de biofilm chez les six 

isolats augmente en fonction de la concentration du glucose présente dans le milieu. 

Arrivé à une concentration finale de 2%, la formation de biofilm est deux fois plus importante 

chez les souches AB3, AB53, AB10, AB25, AB70 et 3 fois plus importante chez la souche 

AB26. Nucleo et al., (2009) ont également montré que le milieu LB est suffisant pour 

stimuler la formation de biofilm qui est cependant plus accrue lorsque celui-ci est additionné 

de glucose, suggérant ainsi que pour une évaluation complète de la capacité des isolats 

cliniques d’A. baumanii à former un biofilm, l’analyse doit se faire non seulement dans un 

milieu LB mais dans un milieu contenant du glucose. 
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Figure 14 : Influence du  glucose sur la formation de biofilm par A. baumannii 

Nos résultats sont également en accord avec l’étude de Kara-Terki (2014) qui a montré que la 

formation de biofilm par des souches de staphylocoques isolées des  mêmes sondes urinaires 

étudiées augmente de 30% à 49,5% après l’ajout de 1% de glucose ou de 2% de saccharose. 

D'autres études ont aussi démontré que l’enrichissement du milieu TSB avec du glucose 

augmente la capacité des staphylocoques à former des biofilms [(Stepanovic et al., 2003) ; 

(Mathur et al., 2006)], tandis que Knobloch et al., (2002) a recommandé l’utilisation des deux 

médias pour confirmer qu’un isolat est positif pour la formation de biofilm. 

De façon général les bactéries ont tendance à adhérer et former un biofilm mature sur des 

surfaces dont l’environnement procure suffisamment de nutriments plutôt que des surfaces 

pauvres en nutriments (Dawei et al., 2012). La concentration en nutriments influence aussi 

bien la population du biofilm que sa morphologie. En effet, l’épaisseur de biofilm en présence 
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de concentrations croissantes de glucose (40-400 mg/L), augmente de 30 à 130 µ au bout de 

17h de culture sous flux turbulent (Stoodley et al., 1999). 

La figure 15 nous montre que  l’effet obtenu en additionnant du NaCl  au milieu est 

contraire à celui du glucose. En effet, lorsque la concentration du NaCl augmente, la 

formation de biofilm diminue. 

 

Figure 15 : Influence du NaCl  sur la formation de biofilm par A. baumannii 

Les résultats obtenu chez les six isolats étudiés montrent que la formation de biofilm atteint 

son maximum à une concentration de 0,5% chez les isolats AB53, AB10, AB26, AB70 et à 

une concentration de 1% chez les isolats AB3 et AB25. Ces résultats sont en conformité avec 

ceux obtenus par Pour et al., (2011) qui ont montré que la formation de biofilm par des 

souches cliniques d’A. baumannii sous différentes concentrations de NaCl atteint sont 
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maximum à une concentration de 5g/L (0,5%). Des résultats similaires ont également été 

observés avec des espèces de Staphylococcus (Lim et al., 2004). 

Une réduction de la formation de biofilm est cependant notée chez l’ensemble des isolats à 

partir d’une concentration de 2% pour atteindre une réelle diminution à une concentration 

final de 4% (Figure 15). Plusieurs études ont montré que de fortes concentrations de NaCl 

peuvent inhiber la formation de biofilm, tel est  le cas de Pseudomonas fluorescens (O’Toole 

et Kolter, 1998b). De même, la croissance de Salmonella typhimurium dans un milieu 

contenant des concentrations élevées de NaCl inhibe la transcription de CsgD, un gène 

régulateur de la formation de biofilm et  de la production de curli (Romling et al., 1998). 

Havasi et al., (2008) a montré qu’il existe un effet inhibiteur du NaCl sur la croissance et la 

mobilité de Pseudomonas aeroginosa à une concentration de 2%, 4% et 7%.  

L’effet du NaCl sur la formation de biofilm par A. baumannii peut également être prometteur, 

puisque l’effet antimicrobien est associé à une concentration donnée. La concentration de sel 

présente dans les larmes par exemple a été montré pour être un agent antimicrobien  efficace 

contre les organismes qui peuvent infecter l’œil [(Cowell et al., 1999) ; (Kwong et al., 2007)]. 

En ce basant sur cette hypothèse Kwong et al., (2007) ont testé in vivo l’effet antimicrobien 

de larmes humaines contre P. aeruginosa et ont démontré par translocation que les larmes de 

volontaires humains sains ont pu protéger les cellules épithéliales de la cornée contre la 

colonisation de P. aeruginosa. 

Certaines bactéries sont au contraire capables de produire un biofilm sous forte concentration 

de sel tel que Vibrio Cholerae (Kapfhammer et al., 2005) et Escherichia  coli ou 200 mM de 

NaCl active la transcription du gène PGA qui code pour  les protéines nécessaires à la 

synthèse de poly-Nacetylglucosamine, un polymère essentiel dans la formation de biofilm 

(Goller et al., 2006). Toutes ces observations peuvent être expliquées par des différences 

spécifiques aux espèces dans la régulation des gènes impliqués dans la production de biofilm. 

 

7. Cinétique de la formation de biofilm chez A. baumannii 

La durée d’implantation du dispositif est également un facteur qui influe de manière 

significative la formation de biofilm (Domka et al., 2007).  

Les résultats de la cinétique de la formation de biofilm établis dans notre étude montrent 

qu’une valeur maximale de DO570 est atteinte après 72 h d'incubation chez les souches AB3 

AB10 AB53 et AB70. Cependant, une diminution de la densité du biofilm est notée après 96 

h d'incubation. Chez les souches AB25 et AB26,  une DO570 maximale est atteinte après 48h 

d’incubation pour ensuite diminuer après une période de 72h (Figure 16). Cette première 
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période correspond à la formation de biofilm et la seconde à la dispersion du biofilm, avec 

une libération de cellules bactériennes dans le milieu de culture (Djeribi et al., 2012).  

Ainsi, le temps d'incubation peut être connu comme  le temps pour le quel les bactéries 

entrent en contact avec la surface. En effet, plus le temps de contact augmente plus les 

bactéries ont assez de temps pour se fixer et former un biofilm sur la surface du dispositif.  

Lors d’une étude menée sur la formation de biofilm à la surface de sondes endotracheales, 

Shehata et al., (2012) ont trouvé qu’il existe une corrélation entre la durée d’intubation et 

l’âge du biofilm en montrant que la formation de biofilm est de stade III au bout de 3 a 9 jours 

d’intubation , de stade II au bout de 3 à 6 jours et de stade I au bout de 2 a 3 jours De même, 

en utilisant la microscopie électronique à balayage Chen et al., (2007) ont montré qu’aucune 

colonie bactérienne n’a été détectée à la surface  de 5/20 sondes endotracheales prélevées 

chez les nouveaux nés après 1 jour d’utilisation. Cependant une colonisation bactérienne qui 

évolue en un vrai biofilm a été détectée chez 4/20 et chez 7/20 sondes endotrachéales au bout 

de 2 et de 3 jours  respectivement. 

D’autres études ont montré également que 10 à 50% des patients porteurs d’une sonde 

urinaire pendant une courte durée (7 jours) ont une infection urinaire, et 100% des patients 

sont infectés lorsque la durée du sondage est supérieure à 28 jours (Stickler et al., 1996). Ces 

observations suggèrent que la durée de l'implantation du dispositif médical doit être réduite 

alors  que nous avons constaté qu’elle a atteint dans certains cas les 21 jours dans notre unité 

de soins intensifs, comme  indiqué dans le tableau 7.  En effet, le risque d'infections liées au 

dispositif médical est principalement lié à la durée pendant laquelle celui-ci reste inséré. On 

estime que le risque augmente de 5% chaque jour (Mączyńska et al., 2010). 
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Figure 16: Cinétique de la formation de biofilm chez A. baumannii 

 

8. Influence de la nature du dispositif médical sur la formation de biofilm par  

A.baumannii 

 Un autre facteur important pouvant influence la formation de biofilm est le type de 

dispositif médical ainsi que la composition chimique du biomatériau dont il est fait 

[(Mączyńska et al., 2010) ; (Espinal et al., 2012)]. Dans cette étude, les tests d’adhésion au 

latex, au silicone et au PVC ont été réalisés puisque ces biomatériaux sont utilisés dans la 

fabrication des dispositifs médicaux implantables.  

 A cet effet, seules les souches AB25, AB3 et AB70 ont été sélectionnées pour leur grande 

capacité à former un biofilm ainsi que leur différent caractère d’hydrophobicité. 
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Les résultats présentés dans le tableau 9 montrent que les trois surfaces sont 

relativement hydrophobes, en effet le PVC présente l’angle de contact le plus grand  (θw = 

139,3 ± 1,36) faisant de lui le biomatériau le plus hydrophobe suivit du latex (θw = 108,2 ± 

0,52) et du silicone (θw = 102,5 ± 2,71). 

 

Tableau 9 : Angle de contact des trois supports par rapport à l’eau 

Biomateriaux Θwater 

Silicone 102,5 (± 2,71) 

Latex 108,2 (± 0,52) 

PVC 139,3 (± 1,36) 

 

Les résultats de l’adhésion des souches sur les trois différentes surfaces  indiquent que 

les souches avaient le même comportement,  montrant une adhésion plus importante sur le 

silicone qui  vient en première position suivi de prés par le latex. Le PVC vient en dernier 

avec une adhésion beaucoup plus inferieure que sur  les deux autres surfaces (Figure 17). 

La microscopie électronique à balayage réalisée confirme ces résultats et nous montre la 

présence du biofilm sur les trois surface étudiées indiquant une différence entre l’architecture 

de ce dernier sur le PVC et sur le silicone et le latex. Selon la figure 18, le biofilm formé par 

A. baumannii sur le silicone (C et D) et le latex (E et F) nous semble être  un biofilm mature, 

dominé par la présence de la matrice exopolysaccharique qui enrobe les cellules bactériennes 

et ne permettant pas de les distinguer, lui conférant ainsi une forme de champignons. Quand 

au PVC (Figure 18A-B), le biofilm formé semble dans un stade de développement moins 

avancé. Les structures bactériennes sont distinctes et regroupées en un amas de cellule ce qui 

correspond probablement à l’étape d’adhésion irréversible. 

Ces résultats sont en accord avec d'autres études réalisées par de nombreux laboratoires où il a 

été rapporté que l'adhésion microbienne aux biomatériaux se produit dans l'ordre suivant : 

latex > silicone > PVC > Téflon > polyuréthane > acier inoxydable > titane (Abd El-Baky, 

2012). Dworniczek et al., (2003) ont trouvé qu’Enteroccocus feacalis adhère fortement au 

silicone et au latex siliconisé qu’au PVC. Cependant, Maczynska et al., (2010) ont démontré 

que le PVC est le biomatériau qui a été le mieux colonisé par des souches de Klebsiella spp . 

Ces contradictions peuvent être expliquées par le fait que les différentes espèces bactériennes 

préfèrent probablement une certaine composition chimique du biomatériau à laquelle leur 

adhérence est la plus forte (Mączyńska et al., 2010).  
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Figure 17 : Adhésion des souches d’A. baumannii sur latex, silicone et PVC (UFC/mL) après 

24h d’incubation 

 

Figure 18 : Observation au MEB d’un biofilm d’A. baumannii. (A-B) sur PVC, (C-D) sur 

silicone, (E-F) sur latex. 
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 Rappelons qu’il est admis que les bactéries à caractère hydrophobe préfèrent adhérer 

aux surfaces hydrophobes et que les bactéries à caractère hydrophileréfèrent adhérer aux 

surfaces hydrophiles [(Katsikogianni et Missirlis, 2004) ; (Costa et al., 2006) ;  (Hamadi et 

al., 2009) ; (Treter et Macedo, 2011)]. Cette approche peut expliquer la capacité des souches 

AB25 (hydrophobe) et AB70 (moyennement hydrophobe) à adhérer sur les 3 surfaces 

hydrophobes. Cependant, les résultats concernant l’adhésion de la souche AB3 sur l’ensemble 

des surfaces ne reflètent pas cette hypothèse puisque nous avons montré dans cette étude que  

la souche AB3 (hydrophile) possède un pouvoir d’adhésion sur les 3 surfaces hydrophobes. 

Hamadi et al., (2009)  ont également trouvé que S. aureus (hydrophile) ont été capable 

d’adhérer sur le verre (hydrophile) et sur le teflon (hydrophobe). De même, Bellifa, 2014 a 

montré que Klebsiella pneumoniae à caractère hydrophile adhérait sur le verre (hydrophile) et 

sur le PVC (hydrophobe). 

Il a été observé que l’hydrophobicité du support joue un rôle plus important dans l’adhésion 

bactérienne que l’hydrophobicité de la surface des bactéries [(Pavithra et Doble, 2008) ; 

(Treter et Macedo, 2011)]. L’adhésion de Staphylococcus epidermidis au biomatériau le 

moins hydrophobe tel que l’acrylique est moindre par rapport à l’adhésion sur le silicone plus 

hydrophobe. Une autre étude de Singh et al., (2011) a montré que la formation de biofilm par 

Candida albicans diminue avec l’angle de contact du biomatériau utilisé. 

Encore une  fois, nos résultats n’appuient pas les résultats des travaux précités,  puisque 

l’adhésion de l’ensemble des souches sur le PVC, (le biomatériau le plus hydrophobe) est 

beaucoup moins importante que sur le silicone et le latex (les biomatériaux les moins 

hydrophobes). Des travaux précédents [(McEldowney et Fletcher, 1986) ; (Partt-terpstra et al., 

1988 ; Sjollema et al., 1990)] ont rapporté que l’hydrophobicité ne peut pas expliquer 

systématiquement les résultats de l’adhésion microbienne sur un support et que les 

interactions acides–bases jouent un  rôle très important dans le phénomène d’adhésion 

(Hamadi et al., 2009). En effet, on ne peut pas tenir compte uniquement  de l’hydrophobicité 

de la surface du matériau car d’autres caractéristiques jouent un rôle important dans 

l’adhésion bactérienne. Ces caractéristiques comprennent l’énergie libre de la surface et la 

charge (Katsikogianni et Missirlis, 2004). La rugosité du matériau joue également un rôle très 

important dans l’adhésion bactérienne. En effet, il a été observé que les surfaces irrégulières 

favorisent l'adhésion bactérienne et la formation de biofilm et que le taux d'infection est plus 

élevé sur des matériaux à constitution poreuse que sur des matériaux denses, ce qui indique 

que les bactéries adhèrent préférentiellement au niveau des pores (Darouiche, 2001).
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La capacité d’une souche à former du biofilm est reconnue comme étant un important facteur 

de virulence chez de nombreuses espèces bactériennes, dont A. baumannii. Le rôle pathogène 

des biofilms est maintenant bien établi dans les infections chroniques ainsi que celle associées 

aux dispositifs médicaux.      

Au cours de ce présent travail, notre rôle était dans un premier temps de fournir les éléments 

nécessaires pour établir la colonisation du dispositif médical et d’aider à déterminer son 

imputabilité éventuelle dans le processus infectieux.  

Sur l’ensemble des dispositifs médicaux récoltés, 35% présentaient une infection et 24% une 

colonisation avec un total de 70 souches d’A. baumannii isolées. Ces résultats nous ont permis 

de refléter l’ampleur et l’implication majeure des souches d’A. baumannii dans la colonisation 

des dispositifs médicaux au niveau du service de réanimation du CHU de Tlemcen, ainsi que 

l’impasse thérapeutique rencontrée suite à la résistance étendue de ce germe aux antibiotiques. 

Dans un deuxième temps, nous nous sommes intéressés au mécanisme de virulence le plus 

redoutable de ce pathogène qui est  la formation de biofilm, ainsi que les paramètres qui 

peuvent gouverner ce processus. Dans ce contexte, nous avons pu montré et confirmé une fois 

de plus la grande aptitude d’A. baumannii à former un biofilm. L’intensité de ce dernier 

semble être différente sur le PVC, le silicone et le latex, trois biomatériaux utilisés dans la 

fabrication des dispositifs médicaux, avec une nette préférence pour le silicone et le latex, 

démontrant ainsi l’influence de la composition chimique du support sur la formation de 

biofilm.  

L’étude de l’hydrophobicité de la surface bactérienne d’A. baumanii et la surface du 

biomatériau conduite par le biais de la méthode MATH et CAM n’a révélé aucune relation 

apparente entre la formation de biofilm et l’hydrophobicité, et a même permis de contredire la 

théorie qui suggère que les bactéries hydrophobes adhèrent aux surfaces hydrophobes et que 

les bactérie hydrophiles adhèrent aux surfaces hydrophiles. 

La formation de biofilm par A. baumannii  semble être affectée par le changement de 

température, puisque ce processus est jugé plus important à 30°C qu’à 37°C, ce qui peut 

expliquer la persistance de cette bactérie dans le milieu hospitalier. 

La présence du glucose et du NaCl est également un facteur d’influence puisque la formation 

de biofilm augmente lorsque la concentration du glucose augmente, et qu’au contraire, 

l’augmentation de la concentration du NaCl provoque une diminution de celui-ci. 

Compte tenue de nos résultats, des précautions visant à maitriser la dissémination et la 

formation de biofilm chez les souches d’A. baumanii doivent être entrepris par le service de 

réanimation de notre structure hospitalière. Ces précautions incluent un respect strict des 
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règles d’hygiène des mains, une application infaillible de procédures de désinfection des 

équipements hospitaliers, la prescription réfléchie des antibiotiques, ainsi que la surveillance 

continue de la résistance de ces souches aux antibiotiques afin d’optimiser le traitement des 

infections dûes à cette bactérie.  

La réduction de la durée d’implantation du dispositif médical implantable, ainsi que le 

sondage et le cathétérisme inutiles constituent les étapes clés dans la maitrise de la formation 

de biofilm et par conséquent les infections qui lui sont liées.  

 Enfin, de notre coté une meilleure connaissance de la formation de biofilm par A. baumannii 

s’impose afin de fournir de nouvelles stratégies, permettant de réduire au maximum la 

susceptibilité de la surface du dispositif à la colonisation par ce pathogène opportuniste. 

L’étude des facteurs déjà élucidés  dans ce travail en flux continu s’impose afin d’essayer de 

reproduire la formation de biofilm dans les conditions les plus proches de ceux retrouvées en 

milieu hospitalier.  

Compte tenu des différents travaux entrepris par notre équipe sur les infections dues à la 

formation de biofilm  sur  dispositifs médicaux et aux différentes espèces responsables de 

celle-ci, l’étude des biofilms mixtes fera potentiellement l’objet de nos prochains travaux.
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Annexe 1 : Caractéristiques des patients inclus dans l’étude. 

Patients Dispositif 
médical  

Isolement  
D’AB 

Numération ≥ 103 Numération 
<103 Sexe et âge T°C DH Colonisation infection 

H, 48 > 38 17j SI X X   

SU X  X  

F, 53 > 38 4j SU X  X  

SU  X   

H, 54 <38 5j SI X X   

CVC X X   

H, 56 > 38 18j SI X  X  

SU X  X  

SU X  X  

F, 45 <38 8j SI    X 

SU    X 

SU    X 

SU    X 

CVC    X 

CVC    X 

H, 54 > 38 21j SI X  X  

SU X  X  

CVC X X   

F, 56 <38 15j SI X X   

F, 48 > 38 13j SI X X   

SU X  X  

F, 47 > 38 12j CVC X  X  

SU   X  

F, 41 <38 V SI    X 

SU    X 

SU    X 

CVC    X 

CVC    X 

H,49 <38 11j SI X X   

H, 40 > 38 7j SU X  X  

F, 39 > 38 15j SI X  X  

CVC X  X  

H, 52  > 38 8j CVC X  X  

CVC X  X  

H, 39 > 38 4j SU X  X  

CVC  X   

H, 42 > 38 6j SU X  X  

H, 37 > 38 5j SI X X   

SU X  X  

CVC X X   

H,41 > 38 17j SI X  X  

CVC  X   

H, 55 > 38 5j SI  X   



 

 

SU X  X  

F, 38 > 38 10j SU X  X  

SU   X  

H,51 > 38 8J SI X X   

SU X  X  

H,39 > 38 9j CVC X  X  

SI X  X  

H , 31 > 38 18j SI X  X  

SU X  X  

SU  X   

F, 17 > 38 20 SI X  X  

SU X  X  

CVC X  X  

H, 38 <38 V SI    X 

SU    X 

SU    X 

CVC    X 

CVC    X 

CVC    X 

H, 30 > 38 19j SI X X   

SU X  X  

SU  X   

F, 33 <38 V SI    X 

SU    X 

SU    X 

CVC    X 

CVC    X 

CVC    X 

F, 28 <38 9j SI X X   

F, 20 > 38 5J SU X  X  

SU   X  

F, 35 <38 9J SI X X   

CVC  X   

H , 21 <38 11j SI    X 

SU    X 

SU    X 

CVC    X 

CVC    X 

F, 23  <38 19J SI    X 

SU    X 

SU    X 

SU    X 

CVC    X 

CVC    X 

CVC    X 

H, 24 > 38 12j SI X  X  

SU X  X  

CVC X  X  



 

 

H , 33   10j SI X X   

CVC X X   

F, 35 > 38 10j SI X  X  

SU X  X  

SU   X  

F, 28 <38 V SI    X 

SI    X 

SU    X 

SU    X 

SU    X 

CVC    X 

CVC    X 

CVC    X 

H , 30 <38 11J SI X X   

F, 60 <38 7J SI X X   

H, 62 <38 13j CVC X X   

SI  X   

F, 59 <38 8j CVC X X   

SU  X   

H, 70 <38 12j SI X X   

SU  X   

F, 62 <38 10j SI X X   

H, 59 <38 V SI    X 

SU    X 

SU    X 

SU    X 

CVC    X 

CVC    X 

H, 67 <38 10j SI    X 

SU    X 

SU    X 

SU    X 

CVC    X 

CVC    X 

CVC    X 

F, 78 > 38 15j CVC X  X  

SU   X  

H, 78 > 38 11j SU X  X  

H, 76 <38 13j SI X X   

H, 59 > 38 13j SI X  X  

F, 58 > 38 10j SU X  X  

SI  X   

F,  66 <38 9j SI X X   

CVC  X   

H, 61 > 38 8j CVC X  X  

SU   X  

F, 59 > 38 4j SU X  X  

H, 59 > 38 10j SU X  X  



 

 

KT X  X  

H, 63 > 38 5j SI X  X  

SU   X  

F, 59 <38 10j SI    X 

SU    X 

SU    X 

CVC    X 

CVC    X 

H, 72 > 38 4j SU X  X  

CVC X  X  

H, 77 <38 13j CVC X X   

 

AB : Acinetobacter baumannii,  CVC : Cathéter veineux central,  DH : durée d’hospitalisation, F : 

femme, H : homme, SI : sonde d’intubation, SU : sonde urinaire, T°C : température des patients. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Annexe 2 : Résultats de l’antibiogramme des souches d’A. baumannii isolées. 

Codes TIC TCC PIP CAZ IMP GN AK TM CIP TE SXT CL 
AB1 R R R R S S R R R R R S 

AB2 R R R R R R R R R R R S 
AB3 R R R R S S R R R R R S 

AB4 R R R R R R R R R R R S 

AB5 R R R R S R R S R R R S 

AB6 R R R R R R R R R R R S 
AB7 R R R R S R R S R R R S 

AB8 R R R R R R R S R R R S 

AB9 R R R R R R R S R R R S 

AB10 R R R R R R R S R R R S 
AB11 R R R R R R R S R R R S 

AB12 R R R R R R S S R R R S 

AB13 R R R R S R R S R R R S 

AB14 R R R R R R R S S R R S 
AB15 R R R R S R R S R R R S 

AB16 R R R R S R R R R R R S 

AB17 R R R R S S R S S R R S 

AB18 R R R R R S R S R R R S 
AB19 R R R R R R S R R R R S 

AB20 R R R R R R R R R R R S 

AB21 R R R R R R R S R R R S 

AB22 R R R R S R R S R R R S 

AB23 R R R R R S R S R R R S 

AB24 R R R R R R S R R R R S 

AB25 R R R R S R S S S R R S 

AB26 R R R R S R R S R R R S 

AB27 R R R R S R R S R R R S 

AB28 R R R R R S R S R R R S 

AB29 R R R R S S S S R R R S 
AB30 R R R R S R R R R R R S 

AB31 R R R R R R R R R R R S 

AB32 R R R R S R S S S R R S 

AB33 R R R R R R R S R R R S 

AB34 R R R R R R R S R R R S 

AB35 R R R R S R S S R R R S 

AB36 R R R R S R R S R R R S 

AB37 R R R R R R R S R R R S 
AB38 R R R R R R R R R R R S 

AB39 R R R R S R R S R R R S 

AB40 R R R R R R R R R R R S 

AB41 R R R R S R S S R R R S 
AB42 R R R R R R R R R R R S 

AB43 R R R R R R R S R R R S 

AB44 R R R R R R R S R R R S 

AB45 R R R R R R R S R R R S 

AB46 R R R R R R R R R S R S 

AB47 R R R R R R R S R R R S 

AB48 R R R R R R R R R R R S 



 

 

AB49 R R R R S R R R R R R S 
AB50 R R R R R R R S R R R S 

AB51 R R R R S R R S R R R S 

AB52 R R R R R R R S R R R S 

AB53 R R R R R R R S R R R S 
AB54 R R R R R S S S R R R S 

AB55 R R R R R R R S R R R S 

AB56 R R R R S R R R R R R S 

AB57 R R R R R R R S R R R S 
AB58 R R R R S R R R R R R S 

AB59 R R R R R R R S R R R S 

AB60 R R R R S S R R R R R S 

AB61 R R R R R R R S R R R S 
AB62 R R R R R R S S R R R S 

AB63 R R R R S R R S R R R S 

AB64 R R R R R S R S R R R S 

AB65 R R R R S R R R R R R S 
AB66 R R R R S R R S R R R S 

AB67 R R R R R R R S R R R S 

AB68 R R R R S R R R R R R S 

AB69 R R R R R S R S R R R S 

AB70 R R R R R S R R R R R S 

 

AB : Acinetobacter baumannii,  TIC : Ticarcilline, TCC : Ticarcilline-acide clavulanique , 

Pip :  Pipéracilline, CAZ :  Ceftazidime, IMP :  Imipenème, AK : Amikacine, GN : 

Gentamicine, TM : Tobramycine, TE :  Tetracycline, CIP :  Ciprofloxacine,  SXT : 

Sulfaméthoxazole-triméthoprime, CL :  Colistine. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

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  

Eau distillée……………………………………………. (qsp) 1 L 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 ملخص

Acinetobacter baumannii ھى الممرضة الانتھازیة المسؤولة عن عدوى المستشفیات بسبب تشكیل شریط حیوي على سطح

العوامل . على تكوین شریط حیوي  Acinetobacter baumanniiمنقد تم اختبار قدرة ثلاثون سلالة . الأجھزة الطبیة القابلة للزرع

للا  التى یمكنھا التأثیر على ھذه العملیة قد تم درسھا أیضا مثل درجة الحرارة، وجود الجلوكوز و كلورید الصودیوم في وسط الزرع،

  .مدة زرع و طبیعة الجھاز الطبي  ,مائیة

 96م وبلغت الحد الأقصى بعد °37م من°30ثر عند كل السلالات كانت قادرة على تكوین شریط حیوي ولكن ھذه العملیة كانت أك

السلالات تظھر تمسك . تشكیل الشریط الحیوي ازداد في وجود الجلوكوز وانخفض في وجود كلورید الصودیوم .ساعة من الحضانة

 .و تشكیل الشریط الحیويللا مائیة  أكثر علا السیلیكون و المطاط بالمقارنة مع بولیفنیل كلورید ولم یتم اكتشاف أي علاقة واضحة بین

 : الكلمات الرئیسیة

,Acinetobacter baumannii الجھاز الطبي ,الشریط الحیوي . 

  

Résumé 

Acinetobacter baumannii est un pathogène opportuniste responsable d’infections nosocomiales du a la 

formation de biofim à la surface des dispositifs médicaux implantables. Trente souches d’A.baumannii 

isolées à partir de dispositifs médicaux ont été testés pour leur capacité a formé un biofilm. Les 

facteurs qui peuvent influencer ce processus tel que : l’hydrophobicité de la paroi bactériennes, la 

température, la présence du glucose et du NaCl dans le milieu de culture, la durée d’implantation et la 

nature du dispositif médical ont été également  recherché. Les souches avait la capacité de former un 

biofilm, cependant  ce processus été plus important à 30°C qu’a 37°C et maximal à 96h d’incubation. 

La formation de biofilms a augmenté  en présence de glucose et a diminué en présence de NaCl. Les 

souches semblent mieux adhérées au silicone et au latex qu’au polyvinylchloride (PVC) et aucune 

relation apparente n’a été détectée entre hydrophobicité et formation de biofilm.  

Mot clés : Acinetobacter baumannii, biofilm, dispositif médical. 

                                                                   Abstract 

Acinetobacter baumannii is an opportunistic pathogen responsible for nosocomial infections due to 

biofilm formation on the surface of implantable medical devices. Thirty strains of A. Baumannii were 

isolated from medical devices and tested for their ability to form a biofilm. The factors that may 

influence this process, such as the hydrophobicity of the bacterial wall, temperature, duration of 

implantation and the nature of the medical device, were also investigated. Strains were able to form a 

biofilm; however this process was more substantial at 30 °C than at 37 °C and was maximal after 96 

hours of incubation. The formation of biofilms in the presence of glucose increased and decreased in 

the presence of NaCl  

 Strains seem to adhere better to silicone and latex than to polyvinylchloride (PVC) and no apparent 

relationship was found between hydrophobicity and biofilm formation. 

Keys words: Acinetobacter baumannii, biofilm, medical devices. 
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