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Résumé  

 

L’émergence de souches bactériennes multirésistantes, telles que Staphylococcus aureus 

résistant à la méthicilline (SARM), constitue un enjeu majeur en santé publique. Ces bactéries 

sont capables de former des biofilms, structures complexes et organisées composées de cellules 

bactériennes enrobées dans une matrice extracellulaire. Dans cette étude, nous avons évalué 

l’hydrophobicité par la technique MATH, son pouvoir à former des biofilms sur microplaque 

par la technique TCP, l’activité antimicrobienne de l’huile essentiel de Daucus carota (carotte 

sauvage) par la technique des disques, la concentration minimale inhibitrice (CMI) et leur effet 

à inhiber la formation des biofilms par cinq souches cliniques de Staphylococcus aureus 

résistants à la méthicilline (M40, M38, M33, M9, N17). L’activité antimicrobienne de l’extrait 

de Daucus carota révélant des diamètres d’inhibition allant de 11.33 mm à 14.66 mm selon les 

souches. La concentration minimale inhibitrice (CMI) a des valeurs comprises entre 1.04 et 

3.12 ml/mL. En classe les souches on deux catégories hydrophile et hydrophobe, pour les 

souches M38 (0.012%), M33(0.139%) et M9(0.024%) sont des hydrophile et les 

souches N17(0.265%) et M40(0.226%) sont modérément hydrophobe. Les souches M33, M38, 

M9 et N17 sont fortement productrice de biofilm (0.65, 0.421, 0.465, 0.55) tandis que la souche 

M40 ne produise pas de biofilm (0.051). Enfin, l’effet de l’huile sur la formation des biofilms 

a été mesuré, avec une inhibition variante entre 45% à 85%, selon la souche et la concentration 

utilisée. Les résultats indiquent que l’huile de Daucus carota présente une activité 

antimicrobienne modérée mais significative contre les souches de SARM. Il a également 

montré une capacité à inhiber la formation des biofilms, ce qui suggère un potentiel dans le 

développement de traitements alternatifs ou complémentaires pour les infections chroniques 

associées aux biofilms.  

Mots clés : Staphylococcus aureus, hydrophobicité, biofilm, Daucus carota, CMI, inhibition 

de biofilm  
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Abstract 

. 

The emergence of multi-resistant bacterial strains, such as methicillin-resistant Staphylococcus 

aureus (MRSA), is a major public health issue. These bacteria are capable of forming biofilms, 

complex, organized structures composed of bacterial cells embedded in an extracellular matrix. 

In this study, we assessed their hydrophobicity using the MATH technique, their ability to form 

biofilms on microplates using the TCP technique, the antimicrobial activity of Daucus carota 

(wild carrot) essential oil using the disc technique, the minimum inhibitory concentration (MIC) 

and their effect in inhibiting biofilm formation by five clinical strains of methicillin-resistant 

Staphylococcus aureus (M40, M38, M33, M9, N17). The antimicrobial activity of Daucus 

carota extract revealed inhibition diameters ranging from 11.33 mm to 14.66 mm depending on 

the strain. Minimum inhibitory concentration (MIC) values ranged from 1.04 to 3.12 ml/mL. 

Strains are classified into two categories: hydrophilic and hydrophobic. Strains M38 (0.012%), 

M33(0.139%) and M9(0.024%) are hydrophilic, while strains N17(0.265%) and M40(0.226%) 

are moderately hydrophobic. Strains M33, M38, M9 and N17 are strong biofilm producers 

(0.65, 0.421, 0.465, 0.55), while strain M40 does not produce biofilm (0.051). Finally, the effect 

of oil on biofilm formation was measured, with inhibition varying between 45% and 85%, 

depending on the strain and concentration used. The results indicate that Daucus carota oil 

exhibits moderate but significant antimicrobial activity against MRSA strains. It also showed 

an ability to inhibit biofilm formation, suggesting potential in the development of alternative or 

complementary treatments for chronic biofilm-associated infections.  

Key words: Staphylococcus aureus, hydrophobicity, biofilm, Daucus carota, MIC, biofilm 

inhibition 
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 ملخص 

، مشكلة  (MRSA) يعُدّ ظهور سلالات بكتيرية متعددة المقاومة، مثل المكورات العنقودية الذهبية المقاومة للميثيسيلين
هياكل معقدة ومنظمة تتكون من خلايا  صحية عامة كبيرة. هذه البكتيريا قادرة على تكوين الأغشية الحيوية الرقيقة، وهي عبارة عن  

، وقدرتها  MATH بكتيرية مدمجة في مصفوفة خارج الخلية. في هذه الدراسة، قمنا بتقييم قدرتها على مقاومة الماء باستخدام تقنية 
، والنشاط المضاد للميكروبات للزيت العطري لجزر دوكوس  TCP على تكوين الأغشية الحيوية على قوالب مجهرية باستخدام تقنية

وتأثيرها على تثبيط تكوين الأغشية الحيوية   (MIC) كاروتا )الجزر البري( باستخدام تقنية الأقراص، والحد الأدنى للتركيز المثبط 
  (M40  ،M38  ،M33  ،M9  ،N17) بواسطة خمس سلالات سريرية من المكورات العنقودية الذهبية المقاومة للميثيسيلين 

ملم حسب    14.66ملم إلى    11.33ت لمستخلص قوقس كاروتا عن أقطار تثبيط تتراوح بين  كشف النشاط المضاد للميكروبا 
مل/مل. صُنّ فت السلالات إلى فئتين: محبة للماء وكارهة    3.12إلى    1.04من   (MIC) السلالة. تراوح الحد الأدنى للتركيز المثبط

 N17 محبة للماء والسلالات M9 (0.024%) و M33 (0.139%) و M38 (0.012%) للماء. كانت السلالات
 N17 و  M9 و M38 و  M33 كارهة للماء بشكل معتدل. كانت السلالات  M40 (0.226%) و  (0.265%)

(. أخيراً،  0.051أغشية حيوية ) M40 ( بينما لم تنتج السلالة 0.55،  0.465،  0.421،  0.65منتجة قوية للأغشية الحيوية )
% اعتمادًا على السلالة والتركيز  85% و45الحيوية، حيث تراوحت نسبة التثبيط بين    تم قياس تأثير الزيت على تكوين الأغشية

المستخدم. تشير النتائج إلى أن زيت دوكوس كاروتا له نشاط مضاد للميكروبات معتدل ولكنه مهم ضد سلالات المكورات العنقودية  
ين الأغشية الحيوية، مما يشير إلى إمكانية تطوير علاجات بديلة  الذهبية المقاومة للميثيسيلين. كما أظهر أيضًا قدرة على تثبيط تكو 

 .أو تكميلية للعدوى المزمنة المرتبطة بالأغشية الحيوية الرقيقة

، تثبيط الغشاء  MICالمكورات العنقودية الذهبية، الكارهة للماء، الغشاء الحيوي، دوكوس كاروتا،  الكلمات المفتاحية:  
 الحيوي الرقيق 
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Staphylococcus aureus peut facilement former un biofilm qui renforce la résistance aux 

médicaments, ce qui entraîne des infections potentiellement mortelles touchant différents 

organes. La formation du biofilm est le résultat d'une série d'événements développementaux, 

notamment l'adhésion bactérienne, l'agrégation, la maturation du biofilm et la dispersion, qui 

sont contrôlés par de multiples systèmes de régulation. L'augmentation rapide des résultats de 

la recherche et du développement sur les produits naturels ciblant la formation et/ou la 

régulation du biofilm de S. aureus a conduit à une application émergente de produits 

phytochimiques actifs et de combinaisons (Xiying et al., 2024). 

La résistance de Staphylococcus aureus à la méthicilline (SARM) représente un défi majeur en 

santé publique en raison de la difficulté à traiter les infections qu’il provoque, notamment 

lorsqu’il forme des biofilms. Ces structures protectrices confèrent aux bactéries une résistance 

accrue aux traitements classiques, rendant l’élimination des infections chroniques encore plus 

complexe. Face à cette problématique, les alternatives naturelles, comme les extraits de plantes, 

suscitent un intérêt croissant. Ainsi, peut-on envisager l’utilisation de Daucus carota comme 

agent anti-biofilm efficace contre les souches de Staphylococcus aureus résistantes à la 

méthicilline ?  

Le manuscrit est organisé en trois parties.  

Dans la première partie relative à la synthèse bibliographique nous aborderons après un 

historique, sur le biofilm de Staphylococcus aureus, la classification et le pouvoir pathogène et 

leur élimination par les huiles essentielles.  

La deuxième partie sera consacrée à la description de la méthodologie  

Et la dernière partie sera consacrée aux résultats et leurs discussions 
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1.Introduction : 

C'est en 1880 que le chirurgien écossais Alexander Ogston a décrit pour la première fois les 

staphylocoques, à partir de l'étude d'une infection survenue lors d'une opération. Le terme 

Staphylococcus tire son origine du grec staphyle, signifiant « grappe de raisin », et kokkos qui 

signifie « baie » (Licitra. 2013). 

Rosenbach a isolé deux souches de Staphylococcus en 1884, dans le cadre d'expériences 

distinctes visant une culture pure (Rosenbach. 1884). L'une de ces bactéries était le 

Staphylococcus aureus, dénommé ainsi à cause de la teinte dorée de ses colonies pigmentées 

(aureus fait référence à la couleur or en latin). C'est en 1886 que Flügge a distingué le genre 

Staphylococcus du genre Micrococcus. On a principalement différencié ces deux genres en se 

basant sur leurs impacts sur la gélatine et leur relation avec les hôtes. Les staphylocoques se 

distinguent par leur aptitude à liquéfier la gélatine et leur propension à être des parasites, des 

agents pathogènes ou les deux. Cependant, les microcoques ont des impacts qui varient sur la 

gélatine et sont principalement saprophytes (Kloos. 1981). 

La génération de coagulase a permis de différencier les membres du genre Staphylococcus au 

début du XXe siècle (Fairbrother. 1940). Peu de temps après son intégration dans la pratique 

clinique, la résistance à la pénicilline a rapidement évolué pour devenir une préoccupation 

majeure au sein de la communauté. S. aureus est remarquable pour sa capacité à développer 

une résistance contre tout antibiotique (Chambers et Deleo., 2009).  

Vers la fin du vingtième siècle, les hôpitaux faisaient état d'une forte présence de S. aureus 

résistant à la méthicilline (SARM) (Chambers et Deleo., 2009). 

2.Classification : 

 Les recherches basées sur l'analyse comparative du gène ARNr 16S ont prouvé que le genre 

Staphylococcus fait partie de l'embranchement des Firmicutes [bactéries Gram-positives 

caractérisées par une faible (<50 mol %) teneur en G+C de l'ADN] (Garrity et al., 2010). Selon 

Garrity et Holt (2001), il est suggéré de regrouper les genres Staphylococcus, Gemella, 

Jeotgalicoccus, Macrococcus et Salinicoccus au sein de la famille Staphylococcaceae, allant 

ainsi de la classe des Bacilli à l'ordre des Bacillales. Le genre Staphylococcus est 

monophylétique et distinctement séparé des autres genres connexes, présentant des similitudes 

de séquences d'ARNr 16S entre 93,4 % et 95,3 %. Les ressemblances intra-génériques sont 

nettement plus élevées, atteignant au moins 96,5% (Garrity et al., 2010). 
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Au moins 30 espèces de staphylocoques ont été déterminées grâce à des analyses biochimiques 

et spécifiquement par hybridation ADN-ADN. Sur ces espèces, onze peuvent être présentes 

chez l'homme en tant que commensales. S. aureus, que l'on retrouve dans les narines, et S. 

epidermidis, présent sur la peau et aussi dans les narines, ont le potentiel le plus important de 

provoquer des maladies parmi les commensaux courants. De plus, S. saprophyticus (présent sur 

la peau, mais rarement) est souvent responsable d'infections urinaires. Des infections peuvent 

aussi être causées par d'autres espèces comme S. haemolyticus, S. simulans, S. cohnii, S. warneri 

et S. lugdunensis (Foster. 1996). 

Tableau 01 : La classification de l’espèce Staphylococcus aureus (Delarras et al., 2010)  

Domaine  Bactérie 

Phylum  Ficcus 

Classe  Micrococci 

Ordre  Micrococcales 

Famille  Micrococcaceae 

Genre  Staphylococcus 

Espèce  Staphylococcus aureus 

 

3.Carctères microscopiques et biochimiques de Staphylococcus aureus : :  

Les staphylocoques sont des cocci à Gram positifs, sphériques et mesurant de 0,8 à 1μm de 

diamètre. Non mobiles, ils forment des groupements lorsqu'observés au microscope. Ils 

possèdent une paroi cellulaire propre aux bactéries Gram positives, enrichie en acide teichoïque 

et peptidoglycane (Noble.1993). On peut distinguer S. aureus des autres espèces de 

staphylocoques grâce à la coloration dorée caractéristique de sa colonie et les résultats positifs 

obtenus lors des tests de coagulase, de fermentation du mannitol et de désoxyribonucléase 

(Lowy. 1998)(Figure 01) 
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Figure 01 :  Staphylococcus aureus (Photo personnelle.,2025)  

S. aureus est capable de se développer par fermentation ou en employant un autre accepteur 

final d'électrons, tel que le nitrate, lorsque l'oxygène est absent (Masalha et al., 2001). Chez 

les staphylocoques, la division cellulaire peut se réaliser dans diverses orientations, entraînant 

une multitude de configurations cellulaires. La division en trois dimensions ne mène pas à une 

séparation totale des cellules filles. Quand ils sont examinés au microscope optique, les 

staphylocoques apparaissent généralement sous forme de cellules individuelles ou organisées 

en diplocoques, ou plus fréquemment, ils forment des regroupements composés de plusieurs 

éléments (Steinberg et al., 1996). S. aureus, une des bactéries non sporulées, est réputé pour sa 

résistance exceptionnelle. Elle offre une résistance remarquable à la chaleur, capable de 

supporter des températures allant jusqu'à 60 °C pendant une période de 30 minutes. De plus, S. 

aureus montre une résistance significative à environ 10 % de NaCl (chlorure de sodium). Ces 

attributs favorisent sa faculté à croître dans différents milieux et dans des circonstances ardues 

(Somerville et Proctor., 2009). 

4. Pouvoir pathogène :  

Staphylococcus aureus est un agent pathogène d'origine alimentaire qui non seulement 

provoque la contamination des aliments, mais présente également des risques potentiels pour la 

santé humaine. On le trouve fréquemment dans les aliments riches en protéines comme les 

produits de la volaille, les produits laitiers et les pâtisseries, contribuant ainsi à la contamination 
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des aliments (Gunjan et al.,2023 ; Nero et al.,2022). La bactérie S. aureus peut survivre dans 

les aliments et même adhérer aux surfaces des équipements de transformation des aliments, 

comme l'acier inoxydable, le verre et le plastique, où elle forme des biofilms (Sullivan et 

al.,2020). Les biofilms sont constitués d'une structure en réseau dense d'EPS autocrines 

autoproduites (Xu et al.,2019). Par rapport aux bactéries planctoniques, les cellules formant des 

biofilms sont plus résistantes à l'élimination. Le biofilm est devenu un problème dans diverses 

industries alimentaires, telles que la production de bière, la transformation du poisson et la 

production de porc (Ghosh et al.,2021 ; Wagner et al.,2020). Par conséquent, la réduction des 

risques posés par les biofilms est devenue un objectif important pour l'industrie aliment. 
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1.Définition des biofilms 

Le biofilm est une population bactérienne organisée et fait référence à la matrice extracellulaire 

(ECM) semblable à une membrane, formée par l'adhésion de colonies bactériennes et de 

substances polymériques extracellulaires (EPS) telles que les polysaccharides, les acides 

nucléiques et les protéines sécrétées par les bactéries au cours du processus de croissance 

(Karygianni et al.,2020). L'interaction entre les EPS et les agrégats bactériens confère au 

biofilm sa cohésion et sa viscoélasticité (Di Martino et al.,2018). Par conséquent, les bactéries 

peuvent s'attacher aux surfaces biotiques et abiotiques. La formation de biofilms pathogènes 

joue un rôle important dans l'apparition d'infections chroniques persistantes (Guilhen et 

al.,2017).  

Actuellement, les chercheurs estiment généralement que plus de 80 % des infections chroniques 

sont dues à des biofilms bactériens (Jamal et al.,2018). S. aureus est très répandu dans les 

environnements hospitaliers. Il se fixe et persiste sur les tissus de l'hôte et sur les dispositifs 

médicaux à demeure. Il peut provoquer des infections de la peau et des tissus mous, des 

ostéomyélites, des endocardites, des pneumonies, des bactériémies, etc. (Lowy et al.,1998 ; 

Zheng et al., 2018 ; Khatoon et al.,2018 ; Vestby et al.,2020). Ces infections sont difficiles à 

soigner en raison de la formation d'un biofilm qui renforce la résistance de S. aureus aux 

antibiotiques (Lee et al.,2020). 

En outre, la formation de biofilms est considérée comme un mode de croissance protégé 

permettant aux bactéries de s'adapter à des environnements difficiles (Hall-Stoodley et 

al.,2004). Le biofilm agit comme une barrière qui crée un environnement interne stable pour 

l'activité des cellules bactériennes et les protège des conditions défavorables, notamment des 

températures extrêmes, des restrictions nutritionnelles et de la déshydratation, et même des 

médicaments antibactériens (Guo et al.,2022). 

2. Processus de formation du biofilm 

La formation d'un biofilm tridimensionnel par les bactéries est un processus complexe. Il est 

généralement divisé en quatre étapes : l'adhésion, l'agrégation, la maturation et la dispersion 

(figure 1) (Moormeier et al., 2017). 

2.1 L'adhésion : 

Au cours de la phase d'adhésion, les cellules planctoniques de S. aureus utilisent une série de 

facteurs différents et des mécanismes de régulation pertinents, tels que l'expression de la 
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protéine ancrée à la paroi cellulaire (CWP), de l'adhésine et de l'ADN électronique, pour 

promouvoir la combinaison avec l’hôte (Schilcher et al., 2020). La plus caractéristique de ces 

régulations est l'organisation des composants de la surface microbienne reconnaissant les 

molécules de la matrice adhésive (MSCRAMM) qui comprennent principalement des protéines 

liant la fibronectine (FnBP, y compris FnbA et FnbB) (O’Neill et al.,  2008), des protéines liant 

le fibrinogène (Fib),les facteurs d'agglutination (ClfA, ClfB) (Wolz et al., 2002) et les protéines 

de la famille des répétitions de sérine-aspartate (SdrC, SdrD et SdrE) (Sabat et al., 2006). Ces 

composants favorisent l'adhésion des bactéries aux tissus naturels et aux surfaces des 

biomatériaux. En outre, les appendices bactériens, tels que les flagelles, les cils et les pili, 

permettent une adhésion plus permanente des bactéries aux surfaces (Beaussart et al., 2020). 

Après avoir adhéré aux surfaces, les cellules bactériennes adhérentes commencent à se diviser 

et à s'accumuler en présence d'une source nutritive suffisante (Moormeier et al., 2017).  

2.2 L'agrégation : 

Au cours de la phase d'agrégation, les bactéries régulent la formation du biofilm en détectant 

des signaux environnementaux qui déclenchent des réseaux de régulation et des molécules de 

signalisation intracellulaires. Ensuite, les bactéries continuent à proliférer et à s'épaissir pour 

former un biofilm (Mangwani et al., 2016). Le biofilm ainsi formé peut résister au système 

immunitaire humain et aux antibiotiques (Otto, 2008). Les cellules bactériennes qui prolifèrent 

dans la matrice peuvent perdre le contact direct avec la surface du greffon et les protéines de 

l'hôte et dépendent principalement de l'adhésion cellule-cellule et cellule-EPS (Herman-

Bausier et al., 2015). 

2.3 La maturation : 

Au cours de la phase de maturation, la structure du biofilm est très structurée et une structure 

tridimensionnelle compacte en forme de champignon ou de tour est formée champignon 

tridimensionnel compact ou une structure en forme de tour (Rasamiravaka et al., 2015). Un 

grand nombre de tuyaux autour de la microcolonie pour favoriser le transport des nutriments 

vers la couche profonde du biofilm (O’Toole et al., 2000). Les biofilms matures ont des 

structures métaboliques diverses et uniques qui leur permettent de résister aux effets nocifs de 

l'environnement. (Gupta et al., 2016). 

L'EPS peut être fixé par de nombreuses cellules bactériennes individuelles pour former des 

microcolonies, qui sont les unités de base des structures de biofilm (Costerton et al., 1999).  
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2.4 La dispersion : 

Une fois les microcolonies formées, le biofilm bactérien continue à s'épaissir et à se disperser 

sous l'influence de régulations génétiques spécifiques ou de facteurs externes. Le processus de 

dispersion peut comporter plusieurs étapes, notamment la production d'exoenzymes et de 

surfactants pour dégrader l'EPS (Lister et al., 2014) et des changements physiologiques qui 

préparent les cellules aux conditions extérieures au biofilm (Boles et al., 2011). Les bactéries 

dispersées forment des bactéries planctoniques, qui peuvent à leur tour coloniser d'autres sites 

et former un biofilm dans certaines conditions, formant ainsi un processus cyclique. 

L'étape de dispersion est le stade final du cycle de vie du biofilm et le début d'un autre cycle de 

vie (Vandana et al., 2022). 

 Au cours de la croissance et du développement du biofilm, les modulins phénol solubles (PSM) 

tensioactives sont des molécules effectrices clés pour la dispersion et la transmission des 

biofilms de S. aureus (Periasamy et al., 2012). Les PSM se caractérisent par une structure 

secondaire hélicoïdale amphiphile, qui leur confère des propriétés similaires à celles des 

surfactants (Cheung et al., 2014). Ces propriétés peuvent détruire les forces non covalentes 

dans la matrice du biofilm, formant ainsi les canaux nécessaires au transport des nutriments 

vers la couche profonde du biofilm. Elles fournissent également la force destructrice nécessaire 

pour étendre les masses du biofilm vers la position distale (Le et al., 2014). Les PSM de S. 

aureus existent non seulement sous forme soluble, mais s'agrègent également en fibres 

amyloïdes pour éliminer l'activité de dégradation du biofilm des peptides PSM monomériques 

et stabiliser la structure du biofilm (Schwartz et al., 2012). Chez S. aureus, les peptides -PSM1 

et -PSM4 sont les principales protéines amyloïdes impliquées dans la production de fibrilles -

PSMs (Marinelli et al., 2016). 
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Figure 2. Modèle du cycle de croissance d'un biofilm. Au cours de la première étape de la formation du biofilm, 

les cellules planctoniques s'attachent à la surface par l'intermédiaire de protéines associées à la surface. Après l'attachement, les cellules 

s'agrègent progressivement et commencent à produire de l'ECM, formant ainsi des microcolonies. Avec la division cellulaire, un biofilm mature 

se forme progressivement. Enfin, au stade de la séparation, des enzymes telles que la protéase, la nucléase et un système de détection du quorum 

favorisent la dispersion du biofilm, ce qui permet aux cellules bactériennes de se détacher du biofilm et de retourner à l'état planctonique pour 

coloniser de nouvelles niches écologiques (Otto. 2013) 

3. Mécanisme de formation du biofilm de Staphylococcus aureus 

3.1. Mécanisme dépendant de l'adhésion intercellulaire aux polysaccharides (PIA) 

Parmi les molécules polymères impliquées dans la MEC, l'adhésion intercellulaire aux 

polysaccharides (PIA) (également connue sous le nom de poly-N-acétylglucosamine ; PNAG) 

est un facteur important dans le biofilm de S. aureus. Dans la formation du biofilm de S. aureus 

(Nguyen et al., 2020). Le PIA a une propriété cationique (Figure 3) et joue un rôle important 

dans l'adhésion et l'agrégation de S. aureus. (Mack et al., 1996). Dans les souches mutuelles 

dépourvues de PIA, la capacité des cellules bactériennes à adhérer les unes aux autres est 

considérablement réduite. Chez S. aureus, le mécanisme de formation du biofilm est contrôlé 

par la production de PIA par l'intermédiaire de protéines codées par l'opéron ica ADBC dans le 

locus ica (figure 4) (Cramton et al., 1999).  

Dans ce mécanisme, les gènes icaA et icaD sont essentiels à la régulation de la formation du 

biofilm. Le produit du gène icaA est la N-acétylamino-glucosamine transférase, une protéine 

transmembranaire (O’Gara et al., 2007). 
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Le produit du gène icaD est la protéine chaperonne de icaA. Elle maintient le pliage correct de 

l'icaA et augmente la spécificité de l'icaA aux polymères (Gerke et al.,1998). Le produit du 

gène icaC est une protéine transmembranaire qui assure le transfert du PIA nouvellement 

synthétisé à la surface de la cellule (Atkin et al., 2014). Le produit du gène icaB est une 

désacétylase responsable de la désacétylation de la PIA mature. Cette désacétylation confère au 

polymère une charge positive nette, nécessaire à l'adhésion à la surface cellulaire et à l'adhésion 

intercellulaire (Vuong et al., 2004). La longueur maximale de l'oligomère de poly N-

acétylglucosamine produit par l'icaAD est de 20 résidus. 

Des chaînes d'oligomères plus longues ne sont synthétisées que lorsque l'icaAD est exprimée 

conjointement avec l'icaC. La PIA augmente également la rétention du biofilm et sa résistance 

aux peptides antimicrobiens (AMP) par désacétylation (Sedarat et al., 2022). La 

polyglucosamine non désacétylée dans le mutant homogène icaB ne peut pas adhérer à la 

surface des cellules bactériennes ni favoriser la formation de biofilms (Marques et al., 2021). 

La production de polysaccharides médiée par l'icaADBC est un mécanisme important pour la 

formation de biofilms et contribue à la croissance précoce des bactéries. En outre, c'est que 

l'opéron ica est en variation de phase, ce qui joue un rôle dans l'appariement des brins glissés et 

conduit à un interrupteur marche/arrêt pour l'expression des produits (Brooks et al., 2014). 

 

Figure 3. Structure de l'adhésine intercellulaire polysaccharidique (PIA). La PIA est un homoglycane 

bêta-linéaire composé de résidus N-acétylglucosamine liés à 1,6, dont 15 à 20 % sont désacétylés et donc chargés positivement (Nguyen et al., 

2020). 
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Figure 4. Codage génétique et biosynthèse du PIA. Le PIA est synthétisé à partir du produit de l'opéron 

icaADBC. IcaA et IcaD sont deux protéines membranaires qui polymérisent la N-acétylglucosamine à partir du précurseur activé UDP-N-

acétylglucosamine monomères. Cette chaîne peut être exportée par la protéine membranaire IcaC. L'IcaB est une acétylase attachée à la surface 

externe des bactéries. En désacétylant des résidus, IcaB introduit une charge positive dans la molécule PIA initialement neutre (Nguyen et al., 

2020). 

 

3.2. Mécanismes dépendant des protéines 

Certaines études révèlent que les souches sans opéron ica peuvent également former un biofilm 

(Cucarella et al., 2004 ; O’Neill et al., 2007). Parmi les souches formant un biofilm, la 

mutation du gène ica n'affecte pas la formation du biofilm. Lorsqu'il est traité avec des 

protéases, le biofilm de ces souches peut être dépolymérisé (O’Neill et al., 2007). Ceci indique 

qu'il existe des protéines impliquées dans la formation du biofilm par d'autres mécanismes 

indépendants de l'opéron ica. 

Le gène bap de S. aureus code pour une protéine de surface Bap (biofilm-associated protéine) 

contenant 2276 acides aminés. La Bap a été identifiée comme le principal déterminant de la 

réussite de l'adhésion de surface et de l'adhésion intercellulaire de S. aureus. L'adhésion de 

surface et l'adhésion intercellulaire pendant la formation du biofilm. Elle favorise l'adhésion 

initiale des bactéries aux surfaces biologiques et abiotiques et l'adhésion intercellulaire par un 

mécanisme indépendant des polysaccharides extracellulaires (Cucarella et al., 2004). Toutes 
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les souches de S. aureus portant le gène bap ont une forte capacitée d'adhésion et de formation 

de biofilms, ce qui indique qu'il existe une forte corrélation entre l'existence de cette protéine 

et la capacité de formation de biofilms sur une surface abiotique. La région N-terminale de Bap 

est libérée dans l'ECM et assemblée en fibres amyloïdes pour aider à la construction de biofilms 

de S. aureus (Taglialegna et al., 2016). Le domaine central de la Bap contient des répétitions 

C, qui sont censées se replier dans de nouvelles structures et participer à l'adhésion cellulaire. 

Le domaine C-terminal de la Bap contient une région typique d'attachement à la paroi cellulaire 

(Arrizubieta et al., 2004). Au cours de l'infection, Bap favorise la persistance dans la glande 

mammaire en renforçant l'adhésion aux cellules épithéliales et se lie aux récepteurs de l'hôte 

pour empêcher l'internalisation cellulaire, interférant ainsi avec la voie d'invasion médiée par 

les FnBP (Taglialegna et al., 2016). 

Les protéines liant la fibronectine sont des glycoprotéines à domaine multistructurel (440 KDa), 

Elles sont présentes dans presque tous les tissus, organes et fluides biologiques et jouent un rôle 

important dans l'adhésion et la migration cellulaires (Pietrocola et al., 2022). La structure A N-

terminale de la protéine A de liaison à la fibronectine (FnbA) est structurellement et 

fonctionnellement liée au facteur de cohésion ClfA et à la protéine SdrG de Staphylococcus 

epidermidis. FnbA se lie au fibrinogène aux extrémités N2 et N3 du domaine structurel A en 

modifiant le mécanisme DLL (dock, lock, and latch) pour former un complexe très stable 

(McCourt et al., 2014), favorise la phase d'accumulation et la phase d'adhésion initiale du 

biofilm et augmente l'agrégation bactérienne (Herman-Bausier et al.,2015). 

La fixation des facteurs d'agglutination favorise la colonisation de S. aureus dans l'hôte, facilite 

la formation du biofilm et provoque la virulence en liant le fibrinogène soluble pour échapper 

au système immunitaire (Herman-Bausier et al., 2018). Cependant, même en l'absence de 

fibrinogène, le biofilm de certaines souches dépend d'une activité accrue de ClfB en l'absence 

de calcium. La ClfB s'accumule à la surface de la bactérie et contribue à la formation du biofilm 

(Abraham et al., 2012). La protéine de surface G (SasG) de S. aureus provoque l'adhésion 

intercellulaire et favorise la formation de biofilms par le biais d'une dimérisation dépendante 

du zinc (Formosa-Dague et al., 2016). La nature fibrillaire de la SasG peut masquer la liaison 

des MSCRAMM de S. aureus à leurs ligands et favoriser la formation de biofilms (Corrigan 

et al., 2007). La protéine de surface C (SasC) de S. aureus intervient dans la formation des amas 

cellulaires, l'adhésion intercellulaire et la formation du biofilm, mais la SasC n'intervient pas 

dans l'interaction avec le fibrinogène ou la fibronectine (Schroeder et al., 2009) 
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L'extrémité carboxyle des protéines de la famille des répétitions de sérine-aspartate contient des 

motifs nécessaires à l'ancrage dans la paroi cellulaire. SdrC est le médiateur de fortes 

interactions cellulaires avec des surfaces hydrophobes, ce qui peut être lié à l'attachement initial 

de matériaux biologiques, la première étape de la formation du biofilm (Feuillie et al., 2017), 

tandis que SdrC se lie avec des liaisons homophiles de faible affinité et favorise l'adhésion 

cellulaire ainsi que la formation du biofilm (Feuillie et al., 2017). SdrD est un facteur clé 

important dans la capacité de S. aureus à survivre et à échapper au système immunitaire 

intrinsèque du sang. La SdrD favorise l'adhésion de S. aureus aux cellules épithéliales nasales 

exfoliées (Corrigan et al., 2009) et aux cellules kératinisantes humaines in vitro (Askarian et 

al., 2016). Il favorise également la formation d'abcès in vivo (Askarian et al., 2017). SdrE 

piège la queue C-terminale du facteur H du complément (CFH) par un mécanisme unique et 

isole le CFH à la surface de S. aureus pour échapper au complément (Zhang et al., 2017). 

L'adhésine de liaison au collagène (CAN) a été initialement signalée comme étant nécessaire et 

suffisante pour la liaison de S. aureus au cartilage stromal riche en collagène (Patti et al., 1993). 

La CAN est un facteur de virulence dans plusieurs modèles animaux de maladies infectieuses. 

Il fonctionne également comme une adhésine (Singh et al., 2010 ; Nakano et al., 2011). Le 

CAN est également un inhibiteur potentiel du complément qui perturbe le mécanisme 

moléculaire d'activation du complément et représente une stratégie potentielle d'évasion 

immunitaire associée au développement de plusieurs maladies (Kang et al., 2013). 

 

3.3. Mécanisme dépendant de l'ADN extracellulaire (ADNe) 

Le biofilm mature de S. aureus est sensible à l'ajout externe de DNase I, ce qui indique que 

l'ADNe est un composant structurel de la matrice du biofilm (Mann et al., 2009). En raison de 

la charge négative du polymère d'ADN, l'ADNe peut participer à la phase d'adhésion précoce 

et à la phase de maturation des biofilms en tant que polymère électrostatique et jouer une 

fonction structurelle de base dans l'intégrité structurelle des biofilms (Campoccia et al., 2021). 

Son mécanisme consiste à relier le PIA et les protéines liées au biofilm ainsi que d'autres 

composants du biofilm afin de stabiliser la structure du biofilm (Payne et al.,2016 ; Blakeman 

et al., 2019). Dans le même temps, l'ADNe introduit également des interactions acide-base 

favorables pour renforcer l'adhésion et l'agrégation de surface (Das et al., 2010). 

L'accumulation d'ADNe dans le biofilm et le site d'infection peut acidifier l'environnement local 

et favoriser le phénotype de résistance aux antibiotiques (Wilton et al., 2016). Il a été constaté 
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que l'ADNe était également à l'origine d'un transfert horizontal de gènes par la conjugaison de 

plasmides entre les cellules dans les biofilms (Hall et al., 2017) et neutralisent les molécules 

effectrices importantes de l'immunité innée telles que les AMP en liant et en isolant les cations 

du milieu environnant (Batoni et al.,2016). Chez Staphylococcus epidermidis, on a également 

constaté que l'ADNe était thermodynamiquement favorable à l'interaction avec la vancomycine 

chargée positivement. Il peut réduire la puissance de la vancomycine, inhiber le transport de la 

vancomycine dans le biofilm et donc protéger les bactéries intégrées dans les biofilms 

(Doroshenko et al., 2014). L'ADNe est libéré par la mort et la lyse cellulaires et il est 

principalement régulé par le gène cidA. cidA code pour un récepteur de l'activité hydrolase de 

la paroi cellulaire et régule la mort cellulaire. La lyse cellulaire médiée par cidA contribue à la 

formation du biofilm de S. aureus in vivo et in vitro (Rice et al., 2003). L'inhibition de l'activité 

de cidA par l'opéron lgrAB peut inhiber la lyse cellulaire et l'adhésion dans le processus de 

formation du biofilm. La mutation de l'opéron lgrAB conduit à la formation de biofilms plus 

adhérents et à des teneurs plus élevées en ADNe (Groicher et al., 2000). Bien qu'il s'agisse des 

principaux composants de la matrice du biofilm, la composition exacte de la matrice du biofilm 

peut varier et dépend de la disponibilité de la matrice et de facteurs physiques. 

4. La résistance des biofilms aux antibiotiques : 

Les bactéries présentes dans les biofilms survivent mieux dans des environnements 

défavorables et présentent une résistance innée aux antibiotiques, aux désinfectants et aux 

mécanismes de défense de l'hôte (Melchior et al.,2006). Cette résistance antimicrobienne 

élevée peut être attribuée à un microenvironnement chimique modifié, à la formation de spores, 

la réduction du taux de croissance, l'inactivation des antibiotiques par la matrice extracellulaire 

et l'apparition d'un transfert horizontal de gènes (Flemming et al.,2023).  En outre, le biofilm 

joue un rôle important dans la cicatrisation inefficace des plaies et contribue à la persistance 

des plaies chroniques (Goswami et al.,2023). Ainsi, la production de biofilms peut avoir un 

impact significatif sur la maladie, la production de biofilm peut avoir un impact significatif sur 

la progression de la maladie et les résultats du traitement et peut contribuer à la prolifération de 

la résistance aux antimicrobiens (Ou et al.,2020). L'escalade de la résistance aux antimicrobiens 

(RAM) est marquée par l'émergence et la propagation mondiale de nouveaux mécanismes de 

résistance. Avec la diminution de l'efficacité des antibiotiques, les infections spécifiques 

deviennent de plus en plus difficiles, et dans certains cas, impossibles à traiter. Les 

préoccupations de santé publique augmentent donc avec le défi croissant de la RAM (Naranjo-

Lucena et al.,2023). 
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5. Les biofilms dans le secteur agroalimentaire (IAA)  

Les biofilms microbiens sont composés de diverses bactéries entourées de leurs exopolysaccharides et 

généralement attachées à des surfaces biotiques et abiotiques, ce qui entraîne des intoxications 

alimentaires accompagnées de diarrhées, de vomissements, d'entérites, de maux d'estomac et de maux 

de tête chez l'homme (Galiè et al.,2018 ; Jung et al.,2020). La présence de biofilms dans les 

environnements de transformation des aliments, les surfaces en contact avec les aliments, les 

équipements de transformation tels que l'acier inoxydable, le caoutchouc, le plastique et le téflon, ainsi 

que les produits finis, augmente le risque de détérioration, réduit la durée de conservation et accroît les 

risques d'épidémies de maladies infectieuses associées aux aliments (Mose et al.,2021). La recherche 

de moyens efficaces pour contrôler les microbes et leurs biofilms nécessite encore des efforts 

supplémentaires (Srey  et al.,2013). 

Dans l'industrie alimentaire, les surfaces et les équipements qui entrent en contact avec les aliments sont 

souvent occupés par des micro-organismes qui peuvent former des biofilms (Alvarez-Ordóñez et 

al.,2019 ; Ali rt Alsayeqh, 2020). La présence de biofilms bactériens sur les tables, les gants du 

personnel, les carcasses d'animaux, les canalisations d'eau, de lait et d'autres liquides a été documentée 

(Camargo  et al.,2017). 

6. Caractérisation des activités anti-biofilms et antibactériennes des huiles essentielles : 

Face aux agressions microbiennes, les plantes mettent en œuvre une série soigneusement 

orchestrée de barrières défensives à l'échelle moléculaire, cellulaire et tissulaire pour luter la 

colonisation et l'envahissement. Les métabolites secondaires végétaux, incluant une variété de 

polyphénols comme les flavonoïdes, les acides phénoliques et les tanins, démontrent des 

propriétés antibactériennes et/ou anti-biofilm (Slobodníková et al., 2016).  

Habituellement, la cible des composés actifs présents dans l'extrait végétal est la membrane 

cellulaire des bactéries. Effectivement, des études ont démontré que les composants actifs 

avaient la capacité d'attaquer la paroi cellulaire et la membrane cellulaire, ce qui détruit leur 

barrière de perméabilité et provoquant la libération de constituants intracellulaires comme le 

ribose et le glutamate de sodium. Cela entraîne la libération de composants intracellulaires tels 

que le ribose et le glutamate monosodique. De plus, ils perturbent le déplacement des électrons, 

l'assimilation des nutriments, la production de protéines et d'acides nucléiques ainsi que 

l'activité enzymatique, ce qui entraîne une inhibition de la croissance bactérienne (Alharbi et 

al., 2021 ; Hamouda et al., 2000).  
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En ce qui concerne l'activité anti-biofilm, il a été démontré que certains d'entre eux renferment 

des agents anti-biofilm capables de freiner la prolifération, de perturber le quorum sensing (QS) 

et/ou d'entraver l'adhésion bactérienne. (Miquel et al., 2016).  
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1. Généralité sur les huiles essentielles :  

Selon la définition de la Pharmacopée, les huiles essentielles sont des composés souvent 

complexes qui contiennent les composants volatils des plantes. On les retrouve en grande 

quantité dans le monde végétal, présentes dans différents organes de la plante comme les fleurs, 

les feuilles, les rhizomes, les fruits, l'écorce et les résines (Beniston. 1987). On réalise 

principalement leur extraction par distillation à la vapeur d'eau des plantes ou par expression 

du péricarpe frais (Touati. 2020). Selon la définition de l'AFNOR 2000, les huiles essentielles 

sont des produits dérivés soit par distillation à la vapeur d'eau de matières premières naturelles, 

soit par techniques mécaniques à partir des fruits des agrumes. Elles sont ensuite séparées de la 

phase aqueuse par procédés physiques. 

En comparaison avec la masse globale de la plante, elles sont présentes en proportions très 

réduites. Ces matières sont parfumées et hautement volatiles, elles se dissipent rapidement dans 

l'atmosphère (Kada Mostefa. 2023). Ces substances sont extraites des plantes par distillation à 

la vapeur d'eau, formant ainsi des produits du métabolisme secondaire présents dans de 

nombreuses espèces végétales. Les huiles essentielles sont des compositions liquides d'une 

complexité extrême, dotées de caractéristiques et des méthodes d'utilisation particulières qui 

ont engendré un nouveau domaine de la phytothérapie et de l'aromathérapie. 

À travers les âges, les huiles essentielles ont toujours joué un rôle significatif dans l'existence 

humaine.  

Employées quotidiennement par l'homme, elles servent à se parfumer, à aromatiser la nourriture 

et même à des fins thérapeutiques. (AFNOR. 1987) 

2.L’activité antibactérienne des huiles essentielles :  

L'usage de plantes médicinales, grâce à leurs propriétés antibactériennes, représente une aide 

importante dans la bataille contre les infections bactériennes. Les composés bioactifs qu'ils 

contiennent interviennent fréquemment de façon spécifique contre les agents infectieux, 

stoppant leur développement et leur multiplication. Des recherches ont démontré que quelques-

uns des extraits de plantes démontrent une forte activité antibactérienne, proposant par 

conséquent des substituts potentiels aux antibiotiques traditionnels. On attribue généralement 

cette action à la présence de composés comme les polyphénols, les flavonoïdes et les terpènes. 

Ces derniers interviennent en affectant les membranes cellulaires des bactéries ou en bloquant 

des enzymes cruciales pour leur existence. En tirant parti de ces caractéristiques, l'étude des 
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plantes antibactériennes pave la voie vers de nouvelles thérapies contre les infections résistantes 

aux antibiotiques (Reichling et al., 2010). 

3. L’espèce végétales étudiées : 

3.1. Définition :  

La carotte sauvage (Daucus carota L) est désignée en arabe par le terme « sennayrïa », tandis 

qu'en berbère, on l'appelle « asfarnaïa ». On la retrouve naturellement dans les régions 

méditerranéennes, ainsi qu'en Europe, en Asie et en Afrique. On la trouve également en 

Amérique du Nord, en Sibérie, ainsi qu'au nord et à l'est de l'Inde. 

 En Algérie, on la retrouve le long des routes, sur les pentes, dans les prairies de sable et de 

roches, ainsi qu'aux rives et sur les sommets (Mohammedi. 2012).  

 

Figure 05 : Daucus carota (photo personnelle, 2025) 

La carotte (Daucus carota L.) est un type de légume au goût sucré. La carotte appartient à la 

famille des Apiaceae et est cultivée dans le monde entier (Senas et Islamy, 2023). Cette plante 

a un contenu nutritionnel élevé et est connue comme la principale source de β-carotène, qui sert 

de précurseur à la vitamine A (Workneh et al., 2011 ; Mai et al., 2022 ; Astuti et al., 2024). 

En outre, les carottes sont riches en divers autres composés bioactifs, tels que les polyphénols, 

les flavonoïdes et les huiles essentielles, qui contribuent à leurs activités biologiques, 

notamment leurs propriétés antioxydantes, anti-inflammatoires, anticancéreuses 

(anticarcinogènes), antimicrobiennes, cardioprotectrices et antidiabétiques (grâce à l'inhibition 

des enzymes impliquées dans le métabolisme des glucides et des lipides (Ahmad et al., 2019 ; 

Singh et al., 2021 ;Maresca et al., 2024 ). Les antioxydants naturels dérivés de sources 
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végétales sont bénéfiques pour la santé (Fardani et al., 2025). Ces composés antioxydants 

aident à neutraliser les radicaux libres, qui sont des espèces chimiquement réactives dotées 

d'électrons non appariés qui interagissent facilement avec les protéines, les lipides, les glucides 

ou l'ADN (Agustikawati et al., 2017 ; Lavlinesia et al., 2023 ; Lestari et al., 2023). 

3.2. Classification :  

Tableau 02 : Classification de la carotte sauvage (Daucus carota L.) (Botineau, 2010). 

Empire Eukaryota 

Règne Plantae 

Sous-règne Viridaeplantae 

Embranchement Tracheophyta 

Sous-embranchement Euphyllophytina 

Infra-embranchement Radiatopses 

Classe Magnoliopsida 

Sous-Classe Cornidae 

Superordre Aralianae 

Ordre Araliales 

Famille Apiaceae 

Sous famille Apioideae 

Tribu Caucalideae 

Genre Daucus 

Espèce Daucus carota L. 

 

4. L’effet de Daucus carota : 

Les activités antibactériennes et antifongiques des carottes peuvent être utilisées dans le 

développement de produits naturels pour le traitement des infections microbiennes et comme 

conservateur naturel dans l'industrie alimentaire (Shindia et al., 2024). Ces résultats soulignent 

non seulement les avantages potentiels pour la santé de l'intégration des carottes dans notre 

régime alimentaire, mais suggèrent également des pistes de recherche innovantes pour des 

alternatives durables à la fois pour les soins de santé et la conservation des aliments. La 

demande de solutions naturelles ne cessant d'augmenter, une exploration plus poussée des 

composés dérivés de la carotte pourrait conduire à des avancées significatives dans ces deux 

domaines.
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1.L’origine des souches bactériennes : 

L'étude a porté sur cinq isolats de S. aureus résistants à la méthicilline (MRSA). Tous les isolats 

proviennent d'une collection d'isolats de staphylocoques (Achek et al., 2020). 

Les isolats ont été prélevés sur différents échantillons (écouvillon nasal humain, échantillons à 

partir du matériel). Les souches d’origine nasal ont été isolées à partir d'écouvillons nasaux 

prélevés sur des personnes travaillant dans des fermes d'élevage ou en contact étroit avec des 

animaux, telles que des ouvriers et des vétérinaires. Tous les prélèvements ont été effectués 

dans la région de Médéa et d'Ain Defla. 

Les souches bactériennes ont été identifiées à l'aide de la spectrométrie de masse par 

désorption/ionisation laser assistée par matrice (MALDI-TOF MS), selon la procédure décrite 

précédemment (Bizzini et Greub, 2010). 

 

2.Revivification et vérification de la pureté des souches : 

Nous étions à la disposition d’utiliser à usage expérimental cinq souches lyophilisées.   

La revivification des cinq souches lyophilisées, la revivification a été effectuée tout d’abord 

dans le milieu BHIB et incubées à 37°C pendant 72h. Après incubation, les souches ont été 

ensemencées dans le milieu Baird Parker et incubées à 37°C pendant 72h. 

La vérification de la pureté des souches a été réalisé sur gélose Chapman qui est un milieu 

sélectif pour les Staphylocoques, sa teneur élevée en chlorure de sodium limite le 

développement de certains germes autres que Staphylococcus.  Les micro-organismes 

fermentant le mannitol donnent des colonies jaunes. Ce caractère est un critère d’orientation 

pour l’identification de Staphylococcus aureus (Leyral et Vierling, 2007). 

La purification consiste à réaliser des repiquages successifs sur gélose Chapman avec 

incubation à 37°C pendant 24 à 48h, jusqu’à l’obtention des colonies de même taille, même 

forme et même couleur renseignent sur la pureté des souches. 

https://mail.google.com/mail/u/0/#m_5058546674867073695__ENREF_12
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Figure 06 : Les étapes de la revivification des souches (photos personnelles., 2025) 

3. Hydrophobicité des souches de S. aureus 

L'hydrophobicité de la surface cellulaire de S. aureus (M9, M33, M38, M40 et N17) a été 

détectée à l'aide de l'adhésion bactérienne aux hydrocarbures (BATH) (Ruhs et al.,2014 ; 

Angiolella et al.,2018 ;). Les souches de S. aureus ont été cultivées à 37 °C pendant 24 heures, 

lavées avec du PBS et remises en suspension dans du PBS (10 mM pH 7,4). 

La concentration cellulaire de la solution bactérienne remise en suspension a été ajustée à 0,8 

±0,05 à DO570, qui a été enregistrée comme DO0. Ensuite, 1 ml de Héxane a été mélangé à 4 

ml de suspension cellulaire et vortexé vigoureusement pendant 120 s. La phase aqueuse et la 

phase organique des échantillons ont été séparées après incubation à température ambiante 

pendant 30 min. L'échantillon de phase aqueuse inférieur a été retiré et la valeur DO à 570 nm 

a été enregistrée comme DO1. 

La formule de calcul de l'hydrophobicité des souches de S. aureus était la suivante :                      

Hydrophobicité (%) = [(DO0-DO1) /DO0] 100 

Les souches de S. aureus ont été classées comme suit : hautement hydrophobes, pour des valeurs 

>50% ; modérément hydrophobes, pour des valeurs comprises entre 20 et 50% et hydrophiles, 
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pour des valeurs <20%. Toutes les expériences ont été réalisées en trois exemplaires et répétées 

en deux séries indépendantes. Les données ont été analysées à l'aide d'une ANOVA à sens 

unique suivie d'un test de comparaison multiple de Newmane-Keuls (Di Ciccio et al., 2022 

4.Formation de biofilm de S. aureus sur microplaque de titration :  

Conformément au protocole décrit par Stepanovic et al. (2007), de légers ajustements ont été 

apportés pour évaluer la formation de biofilms à l'aide de plaques de microtitration à 96 puits. 

En bref, les isolats ont été cultivés à 37°C dans un bouillon BHIB-2% glucose. Les plaques de 

microtitration utilisées sont en polystyrène et comportent 96 puits (en forme de U) sur lesquels 

les bactéries adhèrent et forment un biofilm (POILAB SCIENTIFIC Co Ltd, UK.). 

 

Figure 07 : Les étapes de formation des biofilms sur microplaque de titration 

 

Procédure : 

Quelques colonies de S. aureus ont été prélevées sur des cultures fraîches de MSA et transférées 

dans 5 ml de BHIB additionné de 2% de glucose et incubé à 37°C pendant 24 heures. Les 

suspensions cultivées ont été diluées avec du BHIB-2% glucose pour obtenir un inoculum 

standardisé de 0,5 McFarland. Des plaques de microtitration stériles ont été préparées en 

remplissant les puits avec 100μL de la suspension bactérienne, puis 100μL de BHIB -2% 
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glucose frais ont été ajoutés à chaque puits. La colonne 12 a servi de contrôle négatif, dans 

laquelle 200μL de BHIB-2% glucose ont été ajoutés. Tous les isolats ont été inoculés en trois 

exemplaires. Les plaques de microtitration ont ensuite été incubées à 37°C ; cette procédure a 

été effectuée trois fois pour évaluer la formation du biofilm à 24h d'incubation. 

Après incubation, le contenu des puits a été jeté et les puits ont été lavés trois fois avec une 

solution saline stérile tamponnée au phosphate (PBS pH= 7,4) pour éliminer toute cellule non 

adhérente. Les plaques de microtitration ont été égouttées en position inversée à une 

température ambiante. Le biofilm adhérent formé dans chaque puits des plaques de 

microtitration a été coloré avec 150μl de cristal violet à 0,1 % pendant 15 minutes. Après la 

coloration, le contenu des puits a été retiré délicatement et les puits ont été lavés trois fois avec 

de l'eau distillée stérile pour éliminer l'excès de coloration. Les plaques de microtitration ont 

ensuite été laissées à sécher à température ambiante. Pour solubiliser le cristal violet, 150μl 

l’acide acétique glacial à 33 % ont été ajoutés à chaque puits et laissés pendant 15 minutes sans 

agitation. Enfin, la densité optique des puits a été mesurée à 570 nm à l'aide d'un lecteur de 

plaques de microtitration (ELISA ELx800 Reader BioTek). 

Mesure des résultats : 

L'évaluation et la quantification du biofilm formé au niveau des plaques de microtitration se 

fait au moyen de deux méthodes ; une méthode d'estimation subjective directe dite visuelle qui 

consiste à voir à l'œil nu la formation du biofilm qui se fait préférentiellement sur les bords des 

puits, sont caractérisés par l'apparition d'un anneau variable d'une souche à l'autre, Soit par une 

méthode indirecte qui consiste à mesurer la DO à 570 nm à l'aide d'un lecteur de plaque de 

microtitration (ELISA ELx800 Reader). Les valeurs de DO ont été considérées comme un 

indice d'adhésion des bactéries à la surface et de formation de biofilms. La classification de la 

formation de biofilms selon les critères de Stepanovic et al. 2007 est basée sur les valeurs de 

DO obtenues (Stepanovic et al. 2007). 

Tableau 03 : La classification de la formation de biofilms selon les critères de (Stepanovic et 

al. 2007) 

Valeurs moyennes de DO Producteur de Biofilm 

DO≤Doc Pas de producteur de biofilm (PPB) (-) 

DOc≤DO ≤2xDOc Producteur de biofilm faible (PBF) (+) 

2xDOc≤DO≤4xDOc Producteur de biofilm modéré (PBM) (++) 

4xDOc≤DO Fort producteur de biofilm (FPB) (+++) 
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5. L’activité antimicrobienne : 

L'activité antimicrobienne de Daucuse carota a été évaluée à l'aide de la méthode de diffusion 

sur disque d'agar (Valková et al., 2021). Brièvement, cinq souches de S. aureus ont été cultivées 

dans le BHIB (Brain heart infusion) Liofilchem, Italie) à 37°C pendant 24h et la gélose Mueller- 

Hinton (MHA) a été inoculée avec une suspension microbienne des souches testées à 0,5 

McFarland (Fluka, Suisse).  

Les disques de papier filtre (6 mm) ont ensuite été imprégnés de 10 μL de Daucuse carota. Les 

bactéries ont été incubées en aérobiose pendant 24 h à 37°C. Les diamètres des zones 

d'inhibition (en mm ; la distance du diamètre entier a été prise en compte) ont été mesurés 

immédiatement après l'incubation à l'aide d'un double décimètre et l'intensité de l'activité 

antimicrobienne a été exprimée comme suit : Activité antimicrobienne 5-10 mm d'activité 

antibactérienne modérée, zone > 15 mm d'action antibactérienne très forte 

6. Détermination de la concentration minimale inhibitrice (CMI) : 

La valeur de la concentration minimale inhibitrice (CMI) a été déterminée pour toutes les 

bactéries testées dans cette étude en utilisant le test de micro-dilution dans des plaques de micro 

titration à 96 puits, conformément à Clinical and Laboratory Standards Institute (CLSI) 2017. 

(Clinical and Laboratory Standards Institute.2017). Brièvement, diverses concentrations 

d'OE ont été préparées en mélangeant des proportions d'OE (20g de Daucuse carota +40µl) 

avec une solution de sulfoxyde de diméthyle (DMSO) à 1 %. Le milieu d'essai était le bouillon 

BHIB (Liofilchem, Italie) la densité des bactéries était de 5× 10 5 unités formant colonie 

(UFC)/mL).  

Les cultures bactériennes ont été comparées dans des plaques de micro-titration à 96 puits 

complétées par la culture d'essai et incubées pendant 24 heures à 37 °C. Chaque puits a reçu 

une inoculation de 100 μL de bouillon BHIB. Par la suite, 100μl de Daucuse carota ont été 

combinés avec 100 μL de bouillon de BHIB placés dans un puits afin d'obtenir une dilution de 

1/2. Par la suite, 100 μL du premier puits ont été transférés dans le second puits pour obtenir 

une dilution au quart. Ces dilutions ont été effectuées jusqu'au puits final. Pour finir, 100 μL de 

chaque inoculum (5× 105 UFC/ml pour les bactéries) ont été incorporés dans chaque puits afin 

d'atteindre un volume final de 200 μL. La plaque a été hermétiquement fermée et incubée en 

présence d'air à une température de 37°C pendant une durée de 24 heures. 

 Comme contrôle les cultures bactériennes ont été effectuées dans du DMSO à une 

concentration de 1 % V/V. La concentration de la CMI a été estimée visuellement et définie 
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comme la concentration le plus faible nécessaire pour inhiber la croissance de chaque micro-

organisme testé dans les puits.  

7. Détermination de l'inhibition du biofilm 

La capacité de Daucuse carota à des concentrations CMI et sub-CMI à inhiber la formation de 

biofilm des micro-organismes a été évaluée à l'aide d'un test de biofilm en microplaque 

(Benaissa  et al., 2023). Brièvement, 1 % des cultures d'isolats ayant poussé pendant la nuit ont 

été ajoutées à 200 μL de bouillon de BHIB complété par 0,25 % de glucose et cultivées avec 

ou sans Daucuse carota pendant 24 h à 37 °C. Les colonies planctoniques ont été délicatement 

retirées et les puits rincés avec de l'eau distillée. Les colonies du biofilm sur les parois des puits 

ont été colorées en remplissant les puits avec 200 μL d'une solution de cristal violet à 0,1 % et 

en laissant agir pendant 10 minutes. Le cristal violet non absorbé a été vidé des puits et 200 μL 

d'acide acétique glacial à 33 % (pour les bactéries Gram positives) ont été introduits dans les 

puits et les densités optiques (DO) de chaque puits ont été mesurées à 570 nm (Thermo 

Scientific 4 Natural Product Communications Multiskan FC, Vantaa, Finlande). Les 

expériences ont été réalisées en trois exemplaires et le pourcentage d'inhibition du biofilm par 

l’HE a été calculé à l'aide de la formule :  

    Biofilm inhibition (%) = ((DO 570 control − DO570 essential oil)/ DO 570 control) × 100 
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1. Revivification des souches  

Sur Gélose Chapman, les colonies présentant l’aspect macroscopique caractéristiques du 

genre Staphylococcus ont été prélevées, le développement bactérien sur le milieu de Chapman 

ne constitue qu’une indication. Sur ce milieu, les colonies de Staphylococcus apparaissent 

souvent pigmentées et entourées d’une auréole jaune dans le cas où le mannitol est fermenté, si 

non les colonies sont de couleur blanche.  Les colonies sont arrondies à bords régulier de 1 à 2 

mm   de diamètre.  

 

Figure 08 : Des souches de S. aureus pur (photo personelle.,2025) 

2.Hydrophobicité des souches de S. aureus : 

L’hydrophobicité de surface des bactéries est un facteur clé influençant leur adhésion aux 

surfaces inertes, leur capacité à former des biofilms et potentiellement leur virulence. Le test 

MATH a été utilisé pour estimer cette propriété chez cinq souches bactériennes (Rosenberg et 

al., 1980 ; Van Loosdrecht et al., 1987 ; Bellon-Fontaine et al., 1996 ; Donlan. 2002) 

Le tableau ci-dessous présente les résultats du pourcentage d’adhésion à hexane 
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Tableau 04 : Résultats de la technique MATH (Microbial Adhésion To Hydrocarbon) 

 

 

Ll'hydrophobicité de la surface cellulaire (CSH) joue un rôle clé dans l'adhésion microbienne 

en favorisant les interactions hydrophobes entre les cellules et les surfaces biologiques ou 

abiotiques (Donlan et al.,2002 ; Mizan, et al., 2016 ; Angiolella et al.,2018). Par rapport aux 

surfaces hydrophiles, y compris le verre ou les métaux (acier inoxydable), les cellules 

bactériennes peuvent adhérer plus rapidement aux surfaces hydrophobes et non polaires 

(plastiques) [46]. Il a été rapporté que l'hydrophobie rend les micro-organismes plus virulents. 

L'hydrophobie favorise la formation de biofilms en augmentant l'adhésion des micro-

organismes, ce qui améliore la résistance aux antibiotiques des communautés cellulaires et 

accroît leur virulence (Kalya et al.,1995 ; Samaranayake et al.,2013). 

Parmi les cinq souches testées, M40 et N17 ont présenté une hydrophobicité modérée (% 

adhésion entre 20 % et 50 %), tandis que les M38, M33 et M9 ont montré une hydrophobicité 

marquée (< 20 % d’adhésion). 

Les souches hydrophiles ont une faible affinité pour les surfaces hydrophobes, ce qui pourrait 

suggérer une capacité réduite d’adhésion à certains matériaux (comme les plastiques ou les 

surfaces abiotiques). Cela pourrait limiter leur potentiel à former des biofilms dans des 

contextes cliniques ou environnementaux. 

En revanche, les deux souches modérément hydrophobes pourraient présenter une meilleure 

aptitude à l’adhésion initiale, ce qui constitue un avantage pour l’établissement de biofilms. 

Cette propriété pourrait refléter une différence dans la composition de leur surface, notamment 

en termes de protéines de surface, d’acides lipoteichoïques ou de polysaccharides. (Zulfiqar et 

al., 2018 ; Nakanishi et al.,2021) 

Dans une autre étude, parmi les 67 souches testées à 37° C, n. 43 (64,1 %) souches se sont 

révélées très hydrophobes, n. 21 (31,3 %) souches modérément hydrophobes et n. 3 (4,4 %) 

souches hydrophiles. À 12°C, n. 21 (31,3 %) souches se sont révélées hautement hydrophobes, 

n. 25 (37,3 %) souches modérément hydrophobes et n.21 (31,3 %) souches hydrophiles. (Di 

La souche : Hydrophobicité Interprétation 

M38 0,012±0.043 Hydrophile 

N17 0,265±0.228 Modérément hydrophobe 

M33 0,139±0.031 Hydrophile 

M40 0,226±0.125 Modérément hydrophobe 

M9 0,024±0.031 Hydrophile 
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Ciccio et al., 2022). Et dans l’étude de (Carolin et al., 2019) Selon le test MATH, seules deux 

des souches testées possèdent des propriétés de surface hydrophiles (TMW 2.1523, TMW 

2.1602). Toutes les autres souches ont exprimé une affinité décisive pour la phase 

hydrocarbonée et peuvent donc être considérées comme fortement hydrophobes. 

 

 

3.Formation de biofilm de S. aureus : 

Différentes techniques ont été mises au point pour cultiver et mesurer la formation de biofilms, 

notamment la méthode du tube (TM), la plaque de culture tissulaire (TCP) et la gélose rouge 

Congo (CRA) (Christensen et al., 1985). La méthode des plaques de micro titration est l'un 

des essais les plus fréquemment utilisés pour examiner la formation des biofilms, et plusieurs 

adaptations ont été créées pour la culture in vitro et la mesure des biofilms bactériens 

(Stepanovic et al., 2007). Le tableau ci-dessous présente les résultats de formation de biofilm 

sur les microplaques de titration. 

 

Tableau 05 : Résultats de la technique TCP 

La souche DO 570 :  Intensité :  

M40 

0,051 

Pas de production de biofilm (-) 

M 33 0,65 

 

Fortement producteur de biofilm (+++) 

N 17 0,55 

 

Fort producteur de biofilm (+++) 

M 38 0,421 

 

Fort producteur de biofilm (+++) 

M 9 0,465 

 

Fort producteur de biofilm (+++) 

 

La capacité à former des biofilms a été estimée pour chaque souche bactérienne. L'intensité de 

la formation de biofilms a été déterminée par l'analyse de la densité. Selon les résultats, les 

souches bactériennes ont divisé en deux catégories : non producteur de biofilm(M40) et fort 

producteur de biofilm (M33, M38, M9 et N17). 

Dans une autre étude, les résultats du TCP ont montré que les 8 isolats (100 %) présentaient des 

valeurs de densité optique (DO) plus élevées que le contrôle négatif. Le temps d'incubation a 

eu un effet sur la matrice du biofilm formé ; chez les souches le potentiel de formation de 

biofilm à 24 heures était plus élevé qu'à 48 heures d'incubation. Après 24 heures d'incubation, 

6 des 8 isolats (75 %) étaient fortement producteurs de biofilms, les autres (25 %) formant 



Résultats et Discussion 

 

34 

modérément des biofilms. Cependant, après 48 heures d'incubation, 4 des 8 isolats (50 %) 

étaient fortement producteurs de biofilms, tandis que 2 isolats (25 %) formaient faiblement des 

biofilms (Sharifi et al., 2021).  

 

4. L’activité antimicrobienne :  

L’activité antibactérienne in vitro de Daucus carota contre les souches bactériennes de S. aureus 

a été évaluée à l’aide de la méthode de diffusion par disque en mesurant les diamètres des zones 

d’inhibition (voir figure 09.)  

 

 

 

Figure 09 : Résultats de l’activité antibactérienne par la technique des disques. 

 

Daucus carota s’est révélé une activité antimicrobienne modérée sur toutes les souches testées, 

avec une croissance bactérienne pour toutes les souches de S. aureus. Les zones d’inhibition 

variaient de 11.33 à 14.66 mm (voir photos annexe figure 11). 

Dans une autre étude la souche de S. aureus a été sensible à l’HE industrielle de Daucus carota 

avec un halo d’inhibition de 8mm. Ses résultats concordent avec ceux d’Alves-Silva et al. 

(2015), qui ont trouvé un effet antibactérien de l’huile essentielle de la carotte sauvage supérieur 

pour les bactéries à Gram positif comme S. aureus, par rapport aux bactéries à Gram négatif. 

Ils pensent que cette dissimilitude soit due à la différence entre les deux parois cellulaires 

sachant que les bactéries à Gram négatif possèdent une membrane externe rigide contenant des 

polysaccharides qui sont hydrophiles et donc ils empêcheraient l’huile essentielle d’entrer à 

l’intérieur de la bactérie pour exercer son action. (Bouabid et al., 2021)  
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Plusieurs revues ont examiné l'activité antimicrobienne des carottes et leurs applications dans 

divers domaines. Une étude de Sirait. (2016) a démontré que les extraits d'éthanol de carottes 

présentaient des effets inhibiteurs contre Staphylococcus aureus e. Une autre étude de Sharma 

et al. (2012) a révélé que le contenu phénolique des carottes possède de puissantes propriétés 

antifongiques contre Candida albicans.  

 5.Détermination de la concentration minimale inhibitrice (CMI) : 

Le graphique ci-dessous présente les valeurs de la concentration minimale inhibitrice (CMI) 

obtenues pour cinq souches bactériennes testées contre Daucus carota. Les CMI varient de 1.04 

à 3.12, indiquant des niveaux de sensibilité différents à l’HE (voire figure10). 

           

Figure 10 : Résultats de la CMI de Daucus carota contre les souches de Staphylococcus aureus  

 

La souche M40 et M38 présente la CMI la plus faible (1.04 ⁰⁄₀µg/mL), ce qui indique une 

grande sensibilité à l’HE testé. À l’inverse, la souche M9 présente la CMI la plus élevée (3.12 

⁰⁄₀ µg/mL), traduisant une résistance plus marquée. Les souches M33 et N17 montrent des 

sensibilités intermédiaires. 

Dans D’autre étude, la concentration minimale inhibitrice de l’huile industrielle Daucus carota 

sur Staphylococcus aureus est de 0.3%. Cela veut dire qu’une très faible concentration en huile, 

exercerait déjà une action bactériostatique sur la bactérie. Ce qui confirme son résultat 

précédent sur la grande sensibilité de S. aureus vis-à-vis de cette huile (zone d’inhibition de 

8mm). (Bouabid et al., 2021) 
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6.Détermination de l’inhibition du biofilm : 

Les produits naturels représentent des thérapeutiques puissantes contre les pathogènes 

(Rossiter et al.,2017). Étant donné que les approches combinatoires ont permis d'obtenir des 

médicaments efficaces, le développement de nouveaux agents anti-biofilm autour de différents 

produits naturels, tels que les extraits de plantes et les produits phytochimiques, est susceptible 

de conduire à de nouvelles stratégies prometteuses pour lutter contre les maladies infectieuses. 

Le développement de nouveaux agents anti-biofilm autour de différents produits naturels est 

susceptible de conduire à de nouvelles stratégies prometteuses pour combattre le biofilm. 

L'activité anti-biofilm des composés naturels réside principalement dans certains aspects, 

l'inhibition de l'attachement et de l'adhésion des cellules bactériennes, la suppression de la 

formation de polymères (par ex. ECM), la réduction de la génération de facteurs pathogènes et 

l'interruption du système QS. Il convient de noter que, bien que les produits naturels aient 

longtemps été considérés comme non toxiques, ils n'ont pas toujours été aussi sûrs qu'on le 

pensait (Guo et al.,2016 ; Kis et al.,2019). C'est pourquoi il est absolument nécessaire d'étudier 

la toxicité d'un produit naturel avant de le proposer comme candidat hautement dans les 

traitements cliniques. 

Les HE, composés volatils extraits de plantes médicinales, ont montré un grand potentiel 

thérapeutique contre les biofilms microbiens (Sharifi et al.,2021 ; de Oliveira et al.,2022 ; 

Kabotso et al.,2022 ; Nunes et al.,2023). Les HE extraites des espèces de Croton (par exemple, 

C. blanchetianus et C. conduplicatus) peuvent inhiber la formation de biofilms et réduire les 

biofilms préformés des souches de MSSA et de MRSA (Oliveira et al.,2022 ; Nunes et 

al.,2023). Les saponines, les alcaloïdes, les flavonoïdes, les stéroïdes libres et les tanins 

pourraient être responsables de l'éradication du biofilm, car ils agissent en déshydratant la paroi 

cellulaire, en désagrégeant les colonies consolidées, en empêchant le remplacement des 

nutriments et en désintégrant la structure du biofilm mature (Snoussi et al.,2022).  Digna Renny 

et al. (2025) ont étudié le mécanisme anti-biofilm de l'huile essentielle Daucus carota contre S. 

aureus multirésistant (MDR). Dans le cas du potentiel d'inhibition du QS, le DC à des 

concentrations sub-MIC (10 μL/mL) a significativement réduit l'expression des souches : M40, 

M2, M33, M9 et N17, le tableau ci-dessous représente les pourcentages d’inhibition de chaque 

souche  
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Tableau 06 : Les pourcentages d’inhibition des biofilms 

 

La souche : Les pourcentages d’inhibition  

M40 66% 

M38 85% 

M33 35% 

M9 63% 

N17 59% 

 

En outre, l'huile essentielle de Daucus carota a une concentration de 1/5 de la CMI (0.242 

μl/mL) a exercé un effet anti-attachement contre la souche M40 et CMI /10 (0.007 μl/mL) pour 

la souche M38, CMI/8 (0.06 μl/mL) pour la souche M9 et 1/2 de la CMI (3.125 μl/mL) pour la 

souche N17, la souche M33 a une concentration de CMI×8 (0.0606 μl/mL). 

Il a été démontré que l'utilisation des HE pour inhiber. Dans l'ensemble, les effets synergiques 

entre les différents composés des HE peuvent entraîner une interférence du système QS et, par 

la suite, affecter la capacité à développer des biofilms et à générer des facteurs de virulence 

chez les bactéries. La supériorité des HE peut également provenir des éléments suivants des 

composants non polaires avec des coefficients de diffusion élevés qui pénètrent facilement dans 

le biofilm et endommagent la fluidité de la membrane (Nazzaro et al.,2013). Il convient de 

noter que les HE ont un faible potentiel de développement de la résistance microbienne en 

raison de leurs cibles multiples (Panda et al.,2022) et de l'inhibition de la fonction des pompes 

d'efflux (´Alvarez-Martínez et al.,2021). Par conséquent, les HE peuvent être utilisées en 

combinaison avec des antibiotiques car elles permettent de resensibiliser les bactéries à certains 

médicaments, ce qui contribue à résoudre le problème de la résistance aux antibiotiques.  

Les extraits hydro éthanoliques de nombreuses plantes ont été rapportés comme réduisant de 

manière significative la formation du biofilm de S. aureus, ce qui pourrait s'expliquer par la 

présence de chlorogène, de quercétine et de rutine (Souid et al.,2021 ; Neglo et al. ,2022 ; Nur 

Onal et al.,2023). De même, grâce à des compositions phytochimiques riches et diverses, 

l'extrait méthanolique de Capsicum annuum à 64 μg/mL a montré un taux d'inhibition de 53,8 

% contre le biofilm de S. aureus, comparable à l'amoxicilline (Ekom et al.,2021). Les extraits 

d'Aphanamixis polystachya et de Melia azedarach à des concentrations sublétals se sont avérés 

inhiber et perturber les biofilms formés par MRSA, résidant dans l'existence de limonoïdes, de 

composés phénoliques et de triterpénoïdes oxygénés (Zhang et al.,2022). Récemment, les 
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chercheurs ont exploré le mécanisme des extraits de plantes contre les biofilms. Par exemple, 

l'extrait aqueux d'Allium subhirsutum s'est avéré interrompre le système QS contre un panel 

varié de micro-organismes. En utilisant la chromatographie en phase gazeuse et la spectrométrie 

de masse, les composés bioactifs potentiels ont été identifiés comme étant le 5-

hydroxyméthylfurfural, le méthanethiolsulfonate de méthyle, le furfural, le trisulfure, le di-2-

propényle et le disulfure de diallyle (Snoussi et al.,2022). En particulier, le 5-

hydroxyméthylfurfural à 125 μg/mL a déjà été signalé comme inhibant la formation du biofilm 

de S. aureus de 82 %, ce qui pourrait être le composant contribuant à A. subhirsutum 

(Vijayakumar et al.,2018). L'inhibition possible du mécanisme de QS a également été 

démontrée dans l'extrait brut d'Acacia macrostachya (Barfour et al.,2021). En outre, l'extrait 

méthanolique d'Illicium verum a montré un effet d'inhibition du biofilm avec l'acide 3-

hydroxybenzoïque (3-HBA) comme principal constituant actif, qui interagit fortement avec les 

résidus du site actif de SarA et AgrA de S. aureus (Ganesh et al.,2022). En outre, l'inhibition 

de l'expression de SrtA et de la protéine staphylococcique A (SpA), ainsi que la production 

d'EPS, sont des cibles émergentes d'extraits de plantes telles que Viburnum opulus (W´ojcik-

Bojek et al.,2021) et Eruca sativa (Awadelkareem et al.,2021). 
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La capacité des bactéries à former des biofilms est largement considérée comme un facteur 

clé de virulence chez de nombreuses espèces, notamment Staphylococcus aureus. La formation 

de ces biofilms sur différentes surfaces, qu’il s’agisse de matériaux en contact avec les aliments, 

favorisant ainsi le risque de contamination alimentaire, ou de dispositifs médicaux tels que les 

implants et instruments chirurgicaux, contribue significativement à la propagation des 

infections dans les milieux communautaires et hospitaliers. Les bactéries piégées dans la 

matrice du biofilm présentent une résistance accrue aux désinfectants, aux antibiotiques et à 

divers stress environnementaux. Il est donc essentiel de mieux comprendre les processus 

impliqués dans la formation des biofilms et de développer des stratégies efficaces pour les 

prévenir ou les éliminer, afin de limiter les infections à staphylocoques et protéger la santé 

publique ainsi que la sécurité alimentaire.  

Cette étude a montré l'activité antimicrobienne de l’HE de Daucus carota contre les S. 

aureus à l’état planctonique que cette huile essentielle a la propriété d'inhiber la formation des 

biofilms de S. aureus. 

Ces données suggèrent que Daucus carota possède un potentiel intéressant en tant qu’agent 

antimicrobien et anti-biofilm naturel. Bien que les effets observés restent modérés par rapport 

aux antibiotiques de référence, l’utilisation de tels extraits pourrait contribuer à renforcer 

l’efficacité des traitements, notamment dans les infections chroniques liées aux biofilms. 

En conclusion, notre étude met en lumière le rôle possible de certaines plantes médicinales 

dans la lutte contre l’antibiorésistance. Elle ouvre la voie à des recherches plus approfondies, 

incluant l’isolement et la caractérisation des composés actifs, l’étude de leurs mécanismes 

d’action, et leur évaluation in vivo. Dans un contexte de crise antibiotique, ces approches 

naturelles pourraient s’intégrer à une stratégie globale de gestion des infections multirésistantes. 
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Gélose Mueller- Hinton 

▪ Infusion de Viande de Bœuf 300ml 

▪ Peptone de Caséine 17.5g 

▪ Amidon de Maïs 1.5g 

▪ Agar 17g 

▪ PH 7.5 

Gélose Chapman:  

• Peptone : 10 g. 

• Extrait de bœuf : 1 g. 

• Chlorure de sodium : 75 g. 

• D-mannitol : 10 g. 

• Rouge de phénol : 25 mg. 

• Agar : 15 g. 

 

Bouillon BHI : 

• beef heart (infusion from 250g), 5 g/L. 

• calf brains (infusion from 200g), 12.5 g/L. 

• disodium hydrogen phosphate, 2.5 g/L. 

• D (+) -glucose, 2 g/L. 

• Peptone, 10 g/L. 

• Sodium chloride, 5 g/L. 

Gélose nutritive  

▪ Peptone 15 

▪ Extrait de viande 10g 

▪ Extrait de levure 02g 

▪ Chlorure de sodium 05g 

▪ Agar 20g 

▪ Eau distillée 1000ml 

▪ Ph 
6.8-7.4 
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Figure 11 : Les résultats de l’activité antimicrobienne (photo personelle.2025) 


