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 الملخص

تُعد الكائنات الحية الدقيقة مثل الزائفة الزنجارية والمكورات العنقودية الذهبية من أكثر الميكروبات ارتباطًا بالعدوى المرتبطة 

بالأنابيب الرغامية، والتي يصعب علاجها بسبب قدرتها الكبيرة على تكوين الأغشية الحيوية، مما يشكل عامل خطر رئيسيًا 

اب الرئوي المرتبط بالتهوية الميكانيكية. يهدف هذا العمل إلى دراسة قدرة السلالات المعزولة من الأنابيب للإصابة بالالته

، ودراسة النشاط المضاد للبكتيريا   (TCP) الرغامية على تكوين الأغشية الحيوية باستعمال تقنية زراعة الأنسجة في الصفائح

تجاه الخلايا العوالقية، وتحديد تأثيرها المضاد للالتصاق، بالإضافة إلى  (EPS) للسكريات متعددة الوحدات خارج الخلوية 

أنبوبًا رغاميًا، تم  11دراسة قدرتها على تدمير الأغشية الحيوية المتشكلة مسبقًا لدى السلالات المعزولة. من خلال تحليل 

(، وأنواع أخرى من %34نقودية الذهبية )(، والمكورات الع%53سلالة بكتيرية، تمثلت في الزائفة الزنجارية ) 15عزل 

أن جميع العزلات كانت منتجة جيدة للأغشية الحيوية. وقد بلغ إنتاج  TCP (. وأظهرت تقنية%13المكورات العنقودية )

EPS  ملغ/لتر. أظهرت  500لدى سلالات الزائفة الزنجارية حدًا أقصى قدرهEPS  المستخلصة نشاطًا مضادًا للبكتيريا

 EPS2 ملغ/لتر، تميز كل من 62.5تفاوتة تجاه الخلايا العوالقية للمكورات العنقودية الذهبية. وعند تركيز بدرجات م

عند التراكيز   EPS2 بقدرة جيدة على تثبيط تكوين الأغشية الحيوية للمكورات العنقودية الذهبية. كما أظهر  EPS3و

الكتلة الحيوية لثلاثة أغشية حيوية متشكلة مسبقًا لسلالات  ملغ/لتر( قدرة على تقليل 62.5ملغ/لتر و 125المنخفضة )

المكورات العنقودية الذهبية. إن فهم آلية عمل هذه السكريات خارج الخلوية يُعد أمرًا ضروريًا لتطوير بدائل علاجية جديدة 

 تهدف إلى الحد من خطر العدوى المرتبطة بهذه الأجهزة الطبية. 

ب الرغامي، التلوث، الزائفة الزنجارية، المكورات العنقودية الذهبية، الغشاء الحيوي، السكريات : الأنبو الكلمات المفتاحية

 .متعددة الوحدات خارج الخلوية، النشاط المضاد للبكتيريا

 

 

 

 

 

 



 

Résumé 

 

Les microorganismes tels que Pseudomonas aeruginosa et Staphylococcus aureus sont souvent 

associés aux infections liées aux tubes endotrachéaux (TET), difficiles à traiter, en raison de 

leur grande capacité à former un biofilm ce qui constitue un risque majeur de la pneumonie 

associée à la ventilation mécanique. L’objectif de notre travail vise à étudier la capacité de la 

formation de biofilm chez des souches isolées des TET par la technique de culture de tissu en 

plaque (TCP), d’étudier l’activité antibactérienne des exopolysaccharides (EPS) vis-à-vis des 

souches planctoniques, de déterminer leur effet anti adhérant et étudier leur capacité à détruire 

les biofilms préformés des souches isolées. À partir de 11 TET analysés, 15 souches ont été 

isolées, soit Pseudomonas aeruginosa (53%), Staphylococcus aureus (34%) et Staphylococcus 

sp (13%). Selon la technique TCP la totalité des isolats étaient de bons producteurs de biofilm 

in vitro. La production d’EPS chez les souches de P. aeruginosa a atteint un maximum de 500 

mg/L. Les EPS extraits ont montré une activité antibactérienne variable vis-à-vis des cellules 

planctoniques de S. aureus. À la concentration de 62.5mg/L EPS2 et EPS3 se distinguent par 

une bonne inhibition de formation du biofilm de S. aureus. EPS 2 à faibles concentration 

(125mg/L et 62.5mg/L) réduisent la biomasse des trois biofilms préformés des souches S. 

aureus. Comprendre le mécanisme d’action des EPS est crucial pour développer de nouvelles 

alternatives thérapeutiques afin de minimiser le risque infectieux lié à ces dispositifs médicaux.    

Mots clés : tube endotrachéal, contamination, Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus 

aureus, biofilm, exopolysaccharide, activité antibactérienne. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Abstract 

Microorganisms such as Pseudomonas aeruginosa and Staphylococcus aureus are frequently 

associated with infections related to endotracheal tubes (ETTs), which are difficult to treat due 

to their strong ability to form biofilms. This represents a major risk factor for ventilator-

associated pneumonia (VAP). The aim of this study was to investigate the biofilm-forming 

ability of strains isolated from ETTs using the Tissue Culture Plate (TCP) method, to evaluate 

the antibacterial activity of exopolysaccharides (EPSs) against planktonic cells, to determine 

their anti-adhesion effect, and to assess their ability to disrupt preformed biofilms of the isolated 

strains. A total of 15 bacterial isolates were recovered from 11 analyzed ETTs, including 

Pseudomonas aeruginosa (53%), Staphylococcus aureus (34%), and Staphylococcus spp. 

(13%). According to the TCP assay, all isolates were strong biofilm producers in vitro. EPS 

production by P. aeruginosa strains reached a maximum yield of 500 mg/L. The extracted EPSs 

exhibited variable antibacterial activity against planktonic S. aureus cells. At a concentration 

of 62.5 mg/L, EPS2 and EPS3 showed a notable ability to inhibit S. aureus biofilm formation. 

Furthermore, EPS2 at low concentrations (125 mg/L and 62.5 mg/L) reduced the biomass of 

three preformed S. aureus biofilms. Understanding the mechanisms of action of EPSs is 

essential for the development of new therapeutic alternatives aimed at reducing the infectious 

risks associated with these medical devices. 

Keywords : endotracheal tube, contamination, Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus 

aureus, biofilm, exopolysaccharide, antibacterial activity. 
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             Les infections associées aux soins constituent un enjeu majeur de santé publique. Elles 

apparaissent généralement après 48 heures d’hospitalisation du patient (Abalkhail et 

Marzouk, 2025 ; Adegboye et al., 2025). 

             Les pneumonies associées à la ventilation mécanique constituent les plus fréquentes 

infections en milieu hospitalier nécessitant l’utilisation des tubes endotrachéaux (TET).  Ces 

dispositifs médicaux représentent un facteur de risque important car ils favorisent une 

accumulation des sécrétions trachéobronchiques facilitant ainsi l’adhésion des micro-

organismes à la surface des TET et la formation de biofilms persistants, fortement impliqués 

dans les infections respiratoires (Walsh et al., 2024 ; Deshmukh-Reeves et al., 2025). 

            Ces biofilms confèrent aux microorganismes une tolérance accrue aux agents 

antimicrobiens ainsi qu’aux mécanismes de défense de l’hôte, ce qui favorise leur persistance 

dans les infections chroniques associées aux dispositifs médicaux (Caldara et al., 2022 ; Scalia 

et Najmi, 2025).  

           Les exopolysaccharides (EPS) occupent l’espace intercellulaire du biofilm, et assurent à 

la fois une solidité structurelle des cellules bactériennes, et une stabilité de la structure du 

biofilm (Almatroudi, 2025 ; Montanari et al., 2025). Ces substances présentent une activité 

antimicrobienne contre différents microorganismes pathogènes. Ils jouent également un rôle 

important dans la prévention et la lutte contre la formation de biofilms indésirables en inhibant 

leur développement, empêchant ainsi leur stabilisation et favorisant leur désorganisation 

(Rendueles et al., 2013 ; Flemming et al., 2021 ; Pointcheval et al., 2025). 

C’est dans ce contexte que nous avons entrepris ce présent travail qui a pour objectifs :  

-D’isoler des souches bactériennes à partir des tubes endotrachéaux.  

-D’évaluer in-vitro la capacité de souches isolées à former un biofilm 

-De quantifier la production des EPS produites par les souches isolées des TET.  

-D’étudier les propriétés antibactériennes et anti biofilms des EPS sur des souches 

planctoniques et sessiles isolées des TET. 

-D’étudier l’effet des EPS sur les biofilms préformés des souches isolées des TET. 
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1. Définition du tube endotrachéal 

Un tube endotrachéal (TET), appelé aussi sonde endotrachéale, est un dispositif médical souple 

fabriqué en polychlorure de vinyle (PVC). Il est introduit dans la trachée afin de maintenir les 

voies respiratoires ouvertes et de permettre la ventilation mécanique avec l’apport d’oxygène 

et d’autres gaz respiratoires. Il contribue également à protéger les voies aériennes contre 

l’aspiration du contenu gastrique et du sang (Machado et Webster, 2017 ; Ramirez et al., 

2024). 

2.  Structure du tube endotrachéal 

Le tube endotrachéal est composé de l’association de plusieurs éléments (Figure 1). Les 

principales fonctions de chaque composant de cet instrument sont présentées dans le Tableau1.    

 

 

Figure 1: Structure d'un tube endotrachéal (Wellead Medical, 2023) 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tableau 1 : Composants d’un tube endotrachéal et leurs principales fonctions 
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(Ramirez et al., 2024) 

 

 

3.  Indications de l’intubation endotrachéale 

Selon Erbay, (2018) et Şahiner, (2018) l’intubation endotrachéale est indiquée afin d’assurer 

à la fois une ventilation efficace et une protection des voies aériennes dans diverses situations 

cliniques dont :  

 Ventilation mécanique prolongée : chez les patients nécessitant une ventilation 

mécanique continue, notamment en réanimation.  

 Insuffisance respiratoire aiguë : indiquée en cas d’échec des techniques non 

invasives, avec persistance de signes de détresse respiratoire. 

 Protection des voies aériennes : permet de sécuriser l'arbre trachéo-bronchique lorsque 

les réflexes naturels disparaissent spécifiquement en cas de troubles de la conscience 

(coma toxique, traumatique ou métabolique). 

 Obstruction des voies aériennes supérieures : à cause d’un obstacle (œdème, 

traumatisme, corps étranger ou tumeur), dans cette situation l’intubation endotrachéale 

est quasiment nécessaire.  

 Anesthésie générale : l’intubation endotrachéale est nécessaire avant une intervention 

chirurgicale nécessitant une anesthésie générale, afin de garantir une ventilation contrôlée.  

Composant Description Fonction principale 

Connecteur proximal Pièce située à l’extrémité 

supérieure du tube 

Permet le raccordement au ventilateur 

mécanique, au ballon de réanimation ou 

au dispositif d’anesthésie 

Corps du tube 

endotrachéal 

Tube principal par lequel 

circule l’air 

Assure le passage de l’air vers les 

poumons 

 

Ballonnet trachéal 

(Cuff) 

 

Situé à l’extrémité distale 

TET 

Garantit l’étanchéité dans la trachée, 

empêche les fuites d’air pendant la 

ventilation mécanique et limite le 

passage des sécrétions pharyngées 

Ballonnet pilote + valve 

unidirectionnelle 

Petit ballon externe relié au 

ballonnet 

Permet le gonflage et le contrôle de la 

pression à l’aide d’une seringue 

Spirale métallique Renforcement interne Évite le coude ou l’écrasement du TET 
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4. Les complications infectieuses liées aux TET 

L’intubation endotrachéale, bien qu’elle soit indispensable pour assurer la ventilation 

mécanique  chez les patients critiques, elle constitue également une porte d’entrée qui facilite 

la migration des agents pathogènes vers les voies respiratoires profondes ; par exemple un 

ballonnet mal ajusté d’un TET laisse passer des sécrétions contaminées de la zone sus-glottique 

vers l'arbre bronchique via la micro-aspiration ce qui favorise la colonisation bactérienne d’où 

un facteur de risque significatif pour les infections associées aux soins (Khandelwal et al., 

2024 ; Ramirez et al., 2024). 

La pneumonie associée à la ventilation mécanique (PAVM) présente l’une des infections les 

plus sévères liées à l’utilisation des TET.  

4.1. La pneumonie associée à la ventilation mécanique  

La PAVM est une infection fréquente et sévère qui constitue une complication majeure en unité 

des soins intensifs particulièrement chez les patients sous ventilation artificielle depuis plus de 

48heures. Elle se développe principalement en raison de la colonisation des voies aériennes 

inférieures par des micro-organismes d’origine hospitalière, suite à l’intubation endotrachéale 

et la ventilation prolongée (klompas, 2023 ; khandelwal et al., 2024). 

La PAVM entraîne une altération de la fonction respiratoire et diminution des échanges gazeux, 

nécessitant souvent une prolongation de la ventilation mécanique. Dans les formes sévères, elle 

peut évoluer vers des complications systémiques telles que la bactériémie, le sepsis et le choc 

septique, aggravant le pronostic des patients. Cette situation entraîne une augmentation des taux 

de morbidité et de mortalité des patients et des charges économiques telles que les coûts élevés 

des soins de santé (Hunter, 2012 ; Assefa et al., 2022 ; Klompas, 2023). 

 

   4.2. Les principaux contaminants des TET 

 Les principaux agents infectieux responsables de la PAVM sont Pseudomonas aeruginosa, 

Staphylococcus aureus, Klebsiella pneumoniae, Acinetobacter spp., Escherichia coli, 

Enterobacter spp., Serratia marcescens, Proteus spp., Haemophilus influenzae, Streptococcus 

pneumoniae, Candida albicans ainsi que d’autres espèces du genre Candida spp (Monteiro-

Neto et al., 2017 ; Alp et al., 2018 ; Klompas, 2023 ; Sethi et Rivera, 2024). 

      Parmi les bactéries marqueurs qui contaminent les sondes endotrachéales et qui nous 

interpellent dans cette étude sont Staphylococcus aureus et Pseudomonas aeruginosa. 
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4.2.1 Staphylococcus aureus  

Staphylococcus aureus est une bactérie à Gram positif non sporulé et non mobile, de forme 

cocci regroupés en grappes, appartenant à la famille des Staphylococcaceae et au genre 

Staphylococcus. Elle se distingue par sa positivité aux tests de catalase et de coagulase (Pal et 

al., 2021 ; Murray et al., 2023). 

Cette espèce est fréquemment impliqué dans la colonisation des TET. Après l’intubation, cette 

bactérie adhère facilement à la surface de ces dispositifs médicaux grâce à des protéines de 

surface. Une fois fixée, elle forme un biofilm entouré d’une matrice extracellulaire protectrice 

(EPS) qui favorise la persistance de la bactérie dans les voies respiratoires et constitue un risque 

infectieux contribuant ainsi au développement de PAVM (Lüthje et al., 2018). 

4.2.2. Pseudomonas aeruginosa 

Pseudomonas aeruginosa est une bactérie à Gram négatif, de forme bacillaire, mobile, 

pigmentée en bleu-vert. Elle appartient à la classe des Gammaproteobacteria et à la famille des 

Pseudomonadaceae (Sathe et al., 2023) 

Pseudomonas aeruginosa est l’une des principales bactéries contaminantes des TET. Elle peut 

former un bon biofilm sur la surface interne de ces dispositifs, ce qui favorise sa persistance et 

rend son élimination plus difficile. Cette bactérie produit également plusieurs facteurs de 

virulence, notamment des exotoxines, des enzymes protéolytiques et des pigments, qui 

contribuent à sa survie, à son adaptation et à la colonisation prolongée des dispositifs médicaux 

(Pericolini et al., 2018). 
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Les biofilms sont des communautés microbiennes structurées qui s’adhérent à des surfaces, 

biotiques ou abiotiques. Ils représentent le mode de vie majoritaire de nombreux micro-

organismes, leur permettant de former des communautés complexes et organisées (Cleaver et 

Garnett, 2023 ; Sharma et al., 2023). 

Les biofilms représentent un enjeu majeur en milieu hospitalier, notamment lorsqu’ils se 

développent sur les dispositifs médicaux tels que les cathéters, les implants, et les sondes. Leur 

présence favorise le développement d’infections nosocomiales persistantes, souvent difficiles à 

éradiquer. En effet, les bactéries organisées en biofilm présentent une forte résistance aux 

antibiotiques et aux désinfectants, compliquant considérablement leur élimination. Par 

conséquent, la formation de biofilms joue un rôle déterminant dans la chronicité des infections 

et aux échecs thérapeutiques (Vestby et al., 2020 ; Bouhrour et al., 2024). 

 

1. Étapes de formation du biofilm 

Le processus de la formation du biofilm se déroule en plusieurs étapes successives (Figure 2),  

 

 

Figure 2: Les étapes de formation du biofilm bactérien (Zhao et al., 2023) 

 

1.1.L’adhésion initial réversible  

Les cellules bactériennes planctoniques s’adhérent de façon réversible aux surfaces biotiques 

ou abiotiques par l’intermédiaire d’interactions physico-chimiques. Cet attachement est facilité 

par des organites extracellulaires, comme les flagelles et les pili présents à la surface cellulaire 

(Samrot et al., 2021 ; Srinivasan et al., 2021). 
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1.2.L’adhésion irréversible  

Lors de cette étape, les cellules bactériennes s’adhèrent de manière irréversible à la surface et 

elles synthétisent une matrice des EPS qui renforcent leur fixation (Singh et al., 2021). 

 

1.3.Le développement précoce du biofilm  

Les bactéries commencent à se multiplier et secréter une matrice protectrice. Ce processus de 

division conduit ensuite à la formation de diverses micro-communautés bactériennes qui sont 

interconnectées, assurant la coordination des échanges métaboliques, le transport des 

nutriments et l’élimination des composés toxiques (Samrot et al., 2021 ; Erkihun et al., 2024). 

 

1.4. La maturation  

La structure du biofilm devient progressivement tridimensionnelle, constituant un réseau 

complexe de cellules et d’EPS. Au cours de cette phase, des molécules de signalisation appelées 

auto-inducteurs sont ainsi sécrétées.  Au sein de cette matrice, de canaux aqueux et de pores se 

forment entre les micro colonies, permettant l’acheminement d’oxygène et de nutriments 

nécessaires à la croissance de microorganismes, ainsi que l’élimination des déchets (Srinivasan 

et al., 2021 ; Vani et al., 2023). 

 

1.5. La dispersion 

 Cette phase de dispersion permet à ces cellules de coloniser de nouvelles surfaces, et initier 

ainsi un nouveau cycle de formation de biofilm (Ali et al., 2023). 

        

2.  Biofilm sur tubes endotrachéaux  

Le développement de biofilms à la surface des TET est étroitement impliqué dans la survenue 

de diverses complications cliniques (Figure 3). 
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(a) Biofilm de S. aureus ; (b) Biofilm de P. aeruginosa (Bedingfield et al., 2025) 

(c) Biofilm mixte de S. aureus, P. aeruginosa et A. baumannii (Gil-Perotin et al., 2012) 

 

Les TET sont principalement colonises par des biofilms qui groupent majoritairement des 

microorganismes pathogènes. Ces biofilms sont moins sensibles aux antibiotiques et aux 

défenses immunitaires de l’hôte ce qui complique ainsi la prise en charge thérapeutique du 

patient et contribue significativement au développement et la persistance de la PAVM (Walsh 

et al., 2024). En plus, la présence de biofilms sur les sondes endotrachéales est associée à une 

prolongation de la durée de ventilation mécanique, à un séjour hospitalier plus long en 

réanimation et à des coûts de soins plus élevés (Codru et al., 2024).  

Les agents pathogènes les plus couramment impliqués dans la formation de biofilm sur les tubes 

endotrachéaux sont Staphylococcus aureus sensible à la méthicilline, Staphylococcus aureus 

résistant à la méthicilline, Streptococcus pneumoniae, Escherichia coli, Serratia spp., 

Klebsiella pneumoniae, Proteus spp., Pseudomonas aeruginosa, Enterobacter spp., 

Acinetobacter baumannii ainsi que les Enterococcus résistants à la vancomycine (Codru et al., 

2024 ; Mishra et al., 2024 ; Einarsson et al., 2026). 

 

Figure 3: Biofilms bactériens sur TET observée par microscopie électronique 
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1. Polysaccharides bactériens 

Les polysaccharides bactériens sont des polymères glucidiques produits par les bactéries, 

caractérisés par leur nature hydrophile et leur structure tridimensionnelle complexe. Ils jouent 

des rôles essentiels dans la cellule bactérienne, notamment en assurant la protection, le soutien 

structural et le stockage d’énergie (Khan et al., 2022). 

1.1. Classification des polysaccharides bactériens  

Les polysaccharides bactériens peuvent être classés selon leur localisation cellulaire, leur 

association avec la cellule, et leur composition chimique (Tableau 2).     

 

Tableau 1: Classification des polysaccharides bactériens 

 (Whitfield, 2019 ; Nguyen et al., 2024) 

 

Critère de classification Types de polysaccharides Description 

 

 

 

 

 

 

Localisation cellulaire 

Polysaccharides 

intracellulaires 

Réserves énergétiques des 

bactéries 

Polysaccharides de la paroi 

cellulaire 

 

Constituants structuraux  

(Peptidoglycane, LPS) 

Polysaccharides 

extracellulaires (EPSs) 

Impliqués dans la formation de la 

matrice de biofilm 

 

Association cellulaire 

Polysaccharides capsulaires  Fortement liés à la surface 

bactérienne 

Exopolysaccharides  

(EPS libres) 

Libérés dans le milieu 

extracellulaire 

 

Composition chimique 

Homopolysaccharides  Constitués d’un seul type de 

monosaccharide 

Hétéropolysaccharides  Constitués de plusieurs types de 

monosaccharides 
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2. Les exopolysaccharides  

2.1. Définition 

Les exopolysaccharides (EPSs) sont des biopolymères extracellulaires de nature glucidique 

produits par divers micro-organismes, notamment les bactéries, les champignons, les levures et 

les microalgues. Chez les bactéries, ils sont synthétisés par différentes voies biosynthétiques 

puis sécrétés soit sous forme capsulaire liée à la surface cellulaire, soit sous forme libre dans le 

milieu de croissance. Une fois libérés dans l’environnement extracellulaire, les EPS peuvent 

s’associer à d’autres biomolécules, telles que les protéines, les lipides et certains dérivés 

d’acides uroniques, participant ainsi à la formation d’une matrice extracellulaire (Nguyen et 

al., 2024 ; Pandey et Kannaujiya, 2024). 

 

2.2. Les voies de biosynthèse des EPSs 

Chez les bactéries la biosynthèse des EPS peut avoir lieu aussi bien au niveau intracellulaire 

qu’extracellulaire et repose sur quatre principales voies biosynthétiques : la voie dépendante du 

système Wzx/Wzy, la voie dépendante des transporteurs ABC, la voie dépendante des synthases 

ainsi que la voie de synthèse extracellulaire médiée par des enzymes de type sucrase. Ces 

différentes voies interviennent selon la nature structurale des polysaccharides produits. En effet, 

les homopolysaccharides sont généralement synthétisés par la voie des synthases et par la 

synthèse extracellulaire, tandis que les hétéropolysaccharides sont majoritairement produits par 

la voie dépendante du système Wzx/Wzy et par celle impliquant les transporteurs ABC. Ainsi, 

la diversité des mécanismes de biosynthèse des EPS reflète la variété structurale de ces 

biopolymères (Nanjani et Soni, 2012 ; Rana et Upadhyay, 2020 ; Netrusov et al., 2023). 

Dans la voie Wzy-dépendante, les unités sont transportées à travers la membrane puis 

assemblées en polymère. Dans la voie dépendante du transporteur ABC, le polymère est formé 

puis exporté vers l’extérieur de la cellule. La voie dépendante de la synthase se caractérise par 

une synthèse simultanée du polymère et son passage à travers la membrane. Tous ces 

mécanismes sont contrôlés par des gènes spécifiques qui déterminent la structure finale des EPS 

(Schmid et al., 2015 ; Rana et Upadhyay, 2020). 

 

2.3. Composition chimique et structure des EPSs 

Les EPS sont des biopolymères extracellulaires constitués d’unités monosaccharidiques 

répétées liées entre elles, et peuvent être classés en homopolysaccharides ou en 

hétéropolysaccharides selon leur composition en sucres (Mouro et al., 2024). 
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2.3.1 Homopolysaccharides 

 

Les homopolysaccharides sont constitués d'un seul type de monosaccharide. Les plus 

fréquemment rencontrés incluent le glucose, le galactose, le fructose, le rhamnose, le xylose, le 

fucose et le mannose, ainsi que des dérivés comme les acides uroniques et les amino-sucres 

(Wang et al., 2023 ; Zhang et al., 2023). 

 

2.3.2 Hétéropolysaccharides 

 

La plupart des EPS d'origine bactérienne sont des hétéropolysaccharides. Ils sont constitués de 

polymère contenant des sous-unités répétitives à longue chaîne de deux ou plusieurs 

monosaccharides   différents, avec différents degrés de ramification. Les composants les plus 

couramment trouvés dans les EPS sont les pentoses (l'arabinose, le ribose et le xylose) et les 

hexoses (glucose, galactose, mannose, rhamnose, fucose) les sucres aminés (D-glucosamine et 

D-galactosamine) ou les acides uroniques (D- acides glucuroniques, acides D-galacturoniques). 

Des alternatives organiques ou inorganiques telles que le sulfate, le phosphate, l'acide acétique, 

l'acide succinique et l'acide pyruvique peuvent également être présents (Nicolaus et al., 2010 ; 

Zeidan et al., 2017 ; Netrusov et al., 2023). 

 

2.4. Production des EPS par les bactéries 

Les bactéries à Gram négatif sont les principaux producteurs des EPS, notamment les genres 

Pseudomonas, Xxanthomonas et Azotobacter ; ainsi que des bactéries à Gram positif, 

notamment les genres Bacillus, Lactobacillus et Streptococcus. 

Ces micro-organismes sécrètent les EPS dans le milieu extracellulaire, sous forme libre ou 

associée à la surface cellulaire. Leur production dépend de plusieurs paramètres de culture tels 

que la source de carbone, le pH, la température et l’aération. Ces polymères jouent un rôle 

essentiel dans la formation des biofilms ainsi que dans la protection des bactéries contre les 

conditions environnementales défavorables (Netrusov et al., 2023). 

 

2.5. Propriétés des EPS et adhésion 

      Les EPS constituent une composante importante de la matrice extracellulaire produite par 

les bactéries. Ils occupent l’espace intercellulaire du biofilm, et assurent à la fois une solidité 

structurelle des cellules bactériennes, ils contribuent également à la cohésion et à la stabilité de 

la structure du biofilm. Les EPS favorisent l’adhésion bactérienne aux surfaces ce qui constitue 
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une barrière protectrice et une résistance aux facteurs agressifs, tels que les agents 

antibactériens, les réponses immunitaires de l’hôte et les facteurs environnementaux extrêmes 

(Talbi et al., 2023 ; Almatroudi, 2025 ; Montanari et al., 2025). 

       Plusieurs études ont permis de mettre en évidence plusieurs types des EPS incluant 

l'alginate, le Pel et le Psl produits par P. aeruginosa (Franklin et al., 2011). La cellulose 

sécrétée par E. coli et Salmonella spp. (Zogaj et al., 2001) et par P. fluorescens (Spiers et al., 

2003). Ainsi le PNAG qui est produit par E. coli (Wang et al., 2004), S. aureus (O’Gara, 

2007), A. baumannii (Choi et al., 2009), et K. pneumoniae (Chen et al., 2014).  

La production des ESP favorise la formation de biofilms, l’adhésion aux surfaces, ainsi la 

protection des cellules contre les conditions environnementales défavorables comme les 

variations de pH, la température, la dessiccation ou la présence d’agents antimicrobiens 

(Abdalla et al., 2021). 

 

2.6. Rôle des ESP dans la prévention et la lutte contre la formation des biofilms  

Les EPS présentent une activité antimicrobienne contre différents microorganismes 

pathogènes, bien que cette activité varie selon le type d’EPS, les conditions d’extraction et de 

purification, ainsi que la nature des microorganismes ciblés et les méthodes d’évaluation 

utilisées (Abdalla et al., 2021 ; Pointcheval et al., 2025).  

Par ailleurs, les EPS jouent un rôle important dans la prévention et la lutte contre la formation 

des biofilms indésirables, en inhibant leur développement sans affecter nécessairement la 

croissance bactérienne, notamment par la réduction de l’adhésion cellulaire aux surfaces 

(Rendueles et al., 2013). Ils peuvent également interférer avec les interactions cellule/surface 

et cellule/cellule impliquées dans l’attachement, empêchant ainsi la formation et la stabilisation 

des biofilms, et contribuant à leur désorganisation (Rendueles et al., 2013 ; Flemming et al., 

2021).  

Les EPS produites par certaines bactéries jouent un rôle important dans les interactions au sein 

des biofilms mixtes. Les EPS d’Escherichia coli peuvent inhiber l’adhésion initiale et perturber 

la maturation du biofilm de Pseudomonas aeruginosa, tandis que certaines espèces du genre 

Pseudomonas, notamment Pseudomonas fluorescens, produisent des composés capables 

d’interférer avec l’adhésion et le développement du biofilm de Staphylococcus aureus.  

De plus, les EPS de Pseudomonas aeruginosa, particulièrement le Psl, perturbent l’adhésion de 

Staphylococcus aureus au sein des biofilms mixtes. En plus, les EPS produits par Pseudomonas 
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aeruginosa modifient l’organisation, la structure et la répartition de Staphylococcus epidermidis 

au sein du biofilm mixte (Machado et al., 2018 ; Dohare et al., 2021 ; Lui et al., 2022). 

 

2.7. Applications industrielles des EPS  

 Cosmétologie 

Les EPS sont utilisées dans l’industrie cosmétique comme agents épaississants, gélifiants et 

stabilisants. Ils possèdent une forte capacité de rétention d’eau, ce qui permet d’améliorer 

l’hydratation et de maintenir l’élasticité de la peau. Ils forment également un film protecteur à 

la surface cutanée qui réduit les agressions environnementales. En plus, plusieurs études ont 

montré qu’ils présentent des activités antioxydants et anti-âge, ce qui les rend intéressants pour 

les formulations dermocosmétiques naturelles grâce à leur biocompatibilité et leur 

biodégradabilité (Benhadda et al., 2023).  

 Pharmacologie 

Les EPS d’origine microbienne présentent un grand intérêt en pharmacologie en raison de leurs 

diverses activités biologiques. Ils possèdent notamment des propriétés antioxydants, 

antimicrobiennes et immun modulatrices, par ailleurs, ils font l’objet de nombreuses études 

visant à développer de nouvelles applications thérapeutiques et biomédicales (Rani et al., 

2021). 

 Industrie alimentaire  

 

Les EPS présentent un fort intérêt dans l’industrie alimentaire en tant qu’agents épaississants, 

stabilisants, émulsifiants et liants, utilisés dans divers produits tels que les yaourts, fromages, 

sauces, desserts et produits de boulangerie, où ils améliorent la texture, la viscosité et la stabilité 

des aliments. Les EPS sont largement utilisées dans l’industrie alimentaire comme matériaux 

d’emballage ainsi que pour la production de films et revêtements comestibles (Salem et al., 

2020 ; Prete et al., 2021). 
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 Agriculture 

Les EPS jouent un rôle clé dans l’amélioration de la qualité des sols. Ils favorisent la formation 

d’agrégats stables, ce qui améliore la rétention d’eau et l’aération. En facilitant la disponibilité 

et l’absorption des nutriments, ils renforcent la tolérance des plantes aux stress abiotiques (la 

sécheresse, la salinité et les métaux lourds). De plus, ils stimulent l’activité microbienne, 

améliorant ainsi la fertilité du sol et permettant leur utilisation comme biofertilisants 

(Vardharajula et al., 2017). 
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1. Prélèvements 

Durant le mois d’avril 2026, 3 sondes endotrachéales ont été prélevés de patients hospitalisés 

plus de 48h au sein de l’établissements publics hospitaliers (EPH) de Nedroma, Tlemcen.  

Ces dispositifs médicaux ont été prélevés dans des conditions d’asepsie, placées dans des tubes 

stériles puis transportés au laboratoire pour être analysé. 

      Et afin d’obtenir une collection bactérienne plus importante, nous avons également travaillé 

sur une collection de souches de Staphylococcus aureus et de Pseudomonas aeruginosa  isolées 

des tubes endotrachéaux provenant des deux services du CHU de Tlemcen (service de 

réanimation et les urgences médicales) durant l’année 2024/2025. 

 

    2. Ensemencement et isolement 

L’extrémité distale de la TET est mise dans un tube contenant 5ml de bouillon nutritif stérile 

puis agitée au vortex pendant 1min (Figure 4). 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

Un volume de 20 μL a ensuite été ensemencé sur deux milieux de culture sélectifs : 

 Le milieu Chapman pour la recherche des bactéries à Gram positif, plus spécifiquement 

les staphylocoques, grâce à la présence d’une forte concentration en NaCl. 

 Le milieu Cétrimide pour la recherche des Pseudomonas, ce milieu est un ammonium 

quaternaire qui inhibe la croissance de la plupart des autres espèces bactériennes.  

Figure 4: Prélèvements des tubes endotrachéaux 
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       Les souches bactériennes conservées ont été d’abord enrichies dans le bouillon nutritif, 

puis incubées à 37 °C pendant 24 heures. Par la suite, un ensemencement a été réalisé sur les 

deux milieux de culture (Chapman et Cetrimide). 

L’incubation de toutes les boites était réalisée à 37°C pendant 24 à 48h. 

 

         3. Identification   

L’identification des souches était réalisée après vérification de leur pureté par :  

 Étude des caractères macroscopiques : taille, forme, couleur et aspect.  

 Étude des caractères microscopiques : Gram, morphologie, arrangement des cellules. 

 Le test de coagulase qui a été réalisé uniquement sur les souches de Staphylococcus afin 

de mettre en évidence leur capacité à produire la coagulase. Le test a été effectué en 

mélangeant des volumes égaux de plasma et d’une suspension bactérienne jeune. Le 

mélange a ensuite été incubé à 37 °C pendant 24 heures. Un témoin négatif est préparé 

en mélangeant le bouillon nutritif au plasma. La formation d’un caillot a été interprétée 

comme un résultat positif, indiquant la présence d’une coagulase. 

 Etude des caractères biochimiques API (Biomérieux®, France) : la galerie API est un 

ensemble de tubes permettant l’identification des bactéries par réalisation rapide de tests 

biochimiques miniaturisés. Cette technique consiste à inoculer dans les microtubes une 

suspension homogène qui reconstitue les milieux déshydratés. Les réactions produites 

se traduisent par des virages colorés spontanés ou révélés par l’addition de réactif. Après 

l’incubation, la lecture de la galerie est faite en se référant au tableau de lecture. 

 

4. Conservation des souches   

       Toutes les souches identifiées ont été conservées en double réplique sur gélose nutritive 

inclinée à 4°C et dans le glycérol à -20°C. 

 

            5. Étude de la formation de biofilm in-vitro des souches isolées 

        La détection de la formation de biofilm de toutes les souches isolées réalisée par la 

technique de microplaque de titration (méthode quantitative).  

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

formation du biofilm. A partir d’une culture de 24h, 150 μL de la suspension bactérienne ajustée 

à une densité optique de 0,1 sont distribués dans les puits d’une microplaque stérile de 96 puits. 

Les microplaques sont incubées pendant 24h à 37°C. Les puits sont lavés trois fois avec l’eau 
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distillée stérile afin d'éliminer les bactéries planctoniques. Les biofilms formés par l’adhérence 

des microorganismes sessiles sont colorés avec du cristal violet (0,1%) pendant 15 min. L'excès 

de colorant est ensuite rincé et les plaques sont séchées pendant quelques minutes. Les 

microplaques sont ensuite solubilisées avec l’éthanol (95%), la densité optique est mesurée à 

490 nm à l’aide d’un lecteur ELISA (Figure 5).  

 

Selon Christensen et al., (1985), les souches ont été classées comme suit :  

-DO ≤ Dot (Témoin) : souche non-formatrice du biofilm.  

-DOt × 2 ≤ DO ≤ DOt × 4 : souche modérément formatrice du biofilm.  

-DOt × 4 ≤ DO : souche fortement formatrice du biofilm. 

 

 

 

 

(Manjurul, 2018; Lee et al., 2024) 

 

6. Production et extraction des exopolysaccharides (EPS) 

6.1. Production des EPS 

Un ensemencement de 1% des souches est réalisé sur milieu d’enrichissement (100mL de 

bouillon MRS additionné à 1mL d’une suspension de la souche à étudier). Le tout est incubé à 

37C° sous agitation pendant 48h (Savadogo et al., 2004).  

6.2. Extraction des EPSs 

Selon le protocole décrit par Chen et al. (2011), une centrifugation des échantillons déjà 

incubés en milieu MRS à 37C° pendant 24h a été réalisée à 4 000×g pendant 10 min dans le but 

séparer les cellules. Le volume du surnageant est additionné avec un volume d’éthanol, 

mélangé, puis laisser précipiter durant une nuit à 4C°. Après incubation une seconde 

Figure 5: Les étapes de formation du biofilm par la technique TCP 
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centrifugation a été réalisée à 8 000×g pendant 20 minutes à 4 °C, le culot obtenu est dissous 

ensuite dans de l’eau distillée stérile. 

Le culot contenant la matrice EPS est déprotéinisé (dans le but d’une précipitation des acides 

aminés) par la méthode de Sevag, utilisant un mélange de chloroforme et de n-butanol (4:1 v/v), 

suivi d’une centrifugation à 8 000×g pendant 10 minutes à 24 °C. Cette étape permet la 

séparation de deux phases : une phase aqueuse supérieure contenant les EPS ; et une phase 

organique inférieure contenant le chloroforme et les protéines. 

 

6.3. Quantification des EPSs  

La quantification des EPS est faite selon la méthode phénol-acide sulfurique décrite par Mozzi 

et al., (2001). 800μL de l’échantillon est additionné à 40 μL de phénol (80%) et 2 mL d’acide 

sulfurique. Après vortexage, une absorbance à 490nm contre le témoin (800μL de l’eau 

distillée) est mesurée à l’aide d’un colorimètre. Les quantités des EPS sont exprimées en mg/L 

(ou en g/L) d’équivalent glucose selon la courbe standard.  

 

7. Effet des exopolysaccharides sur des souches planctoniques et sessiles  

     Quatre différents EPSs extraits à partir de 4 souches Pseudomonas aeruginosa ont été testés 

vis-à-vis des souches planctoniques et sessiles de Staphylococcus aureus isolées des TET.  

 7.1. Méthode de diffusion en puits sur gélose Mueller-Hinton 

La méthode de diffusion en puits sur gélose Mueller-Hinton est une technique qualitative 

utilisée pour évaluer l’activité antimicrobienne d’une substance en se basant sur la formation 

de zones d’inhibition autour de puits contenant la substance testée (Bauer et al., 1966). 

      Une suspension bactérienne est préalablement préparée dans 4mL de BN à partir d’une 

culture jeune. Après 24h incubation à 37C° cette suspension est ajustée à une concentration 108 

UFC/mL. L’ensemencement de l'inoculum est réalisé par écouvillonnage sur des boîtes 

contenant de la gélose Mueller-Hinton.  Après séchage de la surface, 4 puits de 5mm de 

diamètre ont été creusés à la surface des milieux inoculés à l’aide de la partie supérieure d’une 

pipette Pasteur stérile, puis remplis de 80 µL de chaque EPSs. Les boîtes ont été maintenues à 

4 °C pendant 2h afin de favoriser la diffusion, avant d’être incubées à 37C° pendant 24 heures. 

      La présence d’une activité antimicrobienne était mise en évidence par l’apparition de zones 

d’inhibition claires autour des disques. Les diamètres de ces zones ont été mesurés en 

millimètres. 
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7.2. Détermination de la concentration minimale inhibitrice (CMI) 

La CMI correspond à la plus faible concentration d’un agent antimicrobien capable d’inhiber 

la croissance visible d’un microorganisme après incubation. La détermination de la CMI est 

généralement réalisée par la méthode de microdilution en microplaque de 96 puits, une 

technique quantitative largement utilisée pour évaluer l’activité antimicrobienne des différentes 

substances. Cette méthode permet de tester l’efficacité d’un agent en fonction de différentes 

concentrations (CLSI, 2018). 

        Dans le premier puits (témoin négatif), 100 µl de bouillon Mueller-Hinton ont été 

distribués, tandis que 50 µl du même bouillon ont été déposés dans les autres puits. Ensuite, 50 

µl d’EPS pur ont été ajoutés dans le deuxième puits. Après homogénéisation, des dilutions 

successives au 1/2 ont été réalisées en transférant 50 µl d’un puits au suivant jusqu’au dernier 

puits, où les 50 µl restants ont été éliminés. Puis, 50 µl de l’inoculum bactérien standardisé à 

10⁸ UFC/mL ont été ajoutés dans chaque puits, à l’exception du témoin négatif. Les 

concentrations finales des EPS obtenues après ajout de l’inoculum variaient de 166,67 à 0.16 

mg/L. Les microplaques ont été incubées à 37°C/24 h. Les CMI sont déterminées comme les 

plus petites concentrations avec absence de croissance visible.  

         

         7.3. Effet des EPS sur des biofilms préformés 

        Des biofilms de trois souches de Staphylococcus aureus isolées des TET ont été 

développés sur microplaques à 96 puits à partir d'un volume de culture final de 150 ml. La 

concentration initiale des bactéries a été ajustée à 108 UFC/ml. Après incubation pendant 24h à 

37°C, les microplaques ont été soigneusement rincées avec l'eau distillée stérile puis séchées 

pendant 15 min.  

        Les biofilms préformés ont été traités par les 3 EPSs à différentes concentrations 

préalablement préparée dans de l’eau distillée stérile. 

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

cristal violet suivant la technique standard. La densité optique est mesurée à 490 nm par le 

lecteur ELISA. L’élimination de la formation de biofilm par les EPSs se traduit par une densité 

optique inférieure à celle de la DO initiale. 
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1. Prélèvement et isolement 

        Durant le mois d’avril 2026, 3 tubes endotrachéaux (TET 1, TET 2, TET 3) ont été prélevés 

de patients hospitalisés plus de 48h au sein d’EPH de Nedroma, wilaya de Tlemcen. 

       En plus, 12 souches bactériennes sont également incluses dans cette étude soit 6 souches 

de P. aeruginosa et 6 souches de genre Staphylococcus isolées des TET provenant des différents 

services du CHU de Tlemcen durant les années 2024/2025. La durée de sondage et la répartition 

des souches sont résumées dans le Tableau 3. 

 

Au total à partir de 11 TET analysés, 15 souches bactériennes ont été isolées soit 8 souches de 

Pseudomonas aeruginosa (P1, P2, P3, P4, P5, P6, P7 et P8) et 7 souches de de Staphylococcus 

sp (S1, S2, S3, S4, S5, S6 et S7). 

 

 

Tableau 2: La durée du sondage et la répartition des souches de Pseudomonas aeruginosa 

 Année Service Durée de 

sondage 

Souches 

isolées 

TET 1 2026 EPH Nedroma / S8 

P7 

TET 2 2026 EPH Nedroma / P8 

TET 3 2026 EPH Nedroma / - 

TET 4 2024 Urgences-Tlemcen 9 jours S1 

TET 5 2025 Réanimation-Tlemcen 10 jours S2 

P1 

TET 6 2025 Urgences- Tlemcen 2 mois S3 

P2 

TET 7 2024 Réanimation- Tlemcen 37 jours S4 

P3 

TET 8 2025 Réanimation- Tlemcen / S5 

P4 

TET 9 2025 Réanimation- Tlemcen 1 mois S6 

TET 10 2024 Réanimation- Tlemcen 9 jours P5 

TET 11 2025 Réanimation- Tlemcen / S7 

P6 

 

TET : tube endotrachéale ; S : Staphylocossus sp: P: Pseudomonas aeruginosa 
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D’après le tableau 3, tous les TET présentent une contamination bactérienne par Pseudomonas 

aeruginosa et/ou Staphylococcus sp., avec des taux d’isolement de 53 et 47 % respectivement. 

Toutefois, une exception est observée pour le TET 3, où aucune contamination n’a été détectée. 

Nos résultats concordent avec les travaux de Shen et al., (2019), Wadhwani et al., (2022) et 

Zhang et al., (2024) qui ont également rapporté que P. aeruginosa et S. aureus sont les 

principaux pathogènes responsables de la contamination des TET particulièrement chez les 

patients hospitalisés en soins intensifs.  

 

2. Caractères bactériologiques des souches isolées  

2.1. Aspect macroscopique des souches isolées sur les milieux sélectifs   

L’examen des caractéristiques macroscopiques a été effectué sur deux milieux de culture 

sélectifs (Cétrimide et Chapman), suivi d’une incubation à 37°C pendant 24 à 48 h. Les 

caractères macroscopiques des souches sont présentés en figure 6. 

 Pseudomonas aeruginosa : présente des colonies muqueuses bombées avec une 

pigmentation verte sur gélose cétrimide après incubation de 24h à 37°C. 

 Staphylococcus aureus : après ensemencement sur gélose Chapman et incubation de 48 

h à 37° C, les colonies de staphylocoques présentaient l’aspect macroscopique du genre 

Staphylococcus, arrondies à bords régulier de 1 à 2 mm de diamètre. 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

(a) Pseudomonas aeruginosa   (b) Staphylococcus aureus 

 

(b) (a) 

Figure 6: Aspect macroscopique de souches isolées des TET sur les milieux sélectifs 
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Le test de coagulation ; test de confirmation de Staphylococcus aureus a permet d’identifier 5 

(5/7) souches à coagulase positive (S1, S4, S5, S6 et S7). Un résultat positif se traduit par la 

coagulation du plasma, formant un gel qui reste en place lors de l’inclinaison du tube (Figure 

7). 

 

 

 

 

 

 

 

 

2.2. Aspect microscopique des souches isolées 

         Une coloration de Gram a été réalisée afin d’identifier le type de paroi bactérienne des 

souches isolées.  Les résultats obtenus ont révélé la présence de bacilles à Gram négatif colorés 

en rose ainsi que de coccis à Gram positif colorés en violet (Figure 8). 

 

 

 (a) Cocci à Gram positif (S. aureus) ; (b) Bacilles à Gram négatif (P. aeruginosa) 

 
(a) (b) 

Figure 7: Test de la coagulase en tube 

Figure 8: Aspect microscopique des souches étudiées après coloration de Gram 
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2.3. Etude des caractères biochimiques des souches isolées   

L’identification biochimique réalisée à l’aide des galeries API 20E et API Staph a permis de 

déterminer les principaux caractères biochimiques des souches étudiées (Figure 9). 

(a) S. aureus (673375) (b) P. aeruginosa (2216043) 

 

Les principaux pathogènes responsables de la contamination des TET sont principalement des 

bacilles à Gram négatif (comme Pseudomonas aeruginosa, Acinetobacter baumannii, 

Enterobacterales) et Staphylococcus aureus, particulièrement chez les patients sous ventilation 

mécanique prolongée (Torres et al., 2023 ; Zhang et al., 2021). 

3. Evaluation de la formation de biofilm in-vitro par la technique TCP 

L’évaluation de la capacité de production de biofilm a été réalisée à l’aide de la technique TCP 

(Tissue Culture Plate), méthode largement utilisée pour la quantification de l’adhésion 

bactérienne. Cette méthode, considérée comme simple, reproductible et fiable, permet une 

estimation quantitative de la biomasse du biofilm formé sur surface abiotiques. Elle est 

particulièrement adaptée à l’analyse simultanée d’un grand nombre d’isolats et à la comparaison 

entre différentes souches bactériennes (Stepanović et al., 2000 ; Vestby et al., 2020). 

La détermination quantitative de la formation de biofilm chez toutes les souches isolées a été 

réalisée par la technique sur microplaques à 96 puits. Les résultats obtenus sont montrés dans 

les figures 10 et 11. 

 

Figure 9: Résultats de l’identification des souches par la galerie API 
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Figure 10: Résultats de la quantification de la formation de biofilm par les souches de 

S.aureus 

 

 

Figure 11: Résultats de la quantification de la formation de biofilm par les souches de 

K.pneumoniae 
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Tableau 3: Résultats de la technique de TCP 

Souches bactériennes/Biofilm Fort Modéré Faible 

Staphylococcus aureus (n=5) 4 1 0 

Staphylococcus sp (n=2) 0 2 0 

Pseudomonas aeruginosa (n=8) 5 3 0 

Total (n=15) 9 6 0 

 

Suite aux résultats des figures 10 et 11et le tableau 4, nous remarquons que toutes les bactéries 

isolées des TET sont fortement ou modérément formatrices de biofilm, confirmant leur grande 

capacité à former des biofilms sur des surfaces abiotiques. 

Selon la figure 10, 4 souches de S. aureus (S1, S3, S6, S7, S8) sont fortement formatrice de 

biofilm, les souches S6 et S7 sont excellente formatrice de biofilm, leur DO dépassent 

largement la DO de témoin soit DOS6=1.17 et DOS7=1.02 respectivement. En plus 2 souches 

de S. non aureus (S2, S3) sont classées modérément formatrices de biofilm. 

De même, selon la figure 11 et le tableau 4, sur les 8 souches de Pseudomonas aeruginosa, 5 

d’entre elles (P2, P3, P4, P5 et P8) sont fortement formatrices de biofilm. La DO de la souche 

P8 est N=DO 1.07/0.05 témoin fois plus élevée que la DO témoin.  

 

Pseudomonas aeruginosa forme un bon biofilm sur la surface interne des TET ce qui favorise 

sa persistance. Cette bactérie produit plusieurs facteurs de virulence qui contribuent à sa 

colonisation prolongée dans les TET (Pericolini et al., 2018). De même Moussa et al., en 

(2022) a mis en évidence la présence de pseudomonas aeruginosa dans plus de 40% des TET 

étudiés, toutes formatrices de bons biofilms.   

Les souches de Staphylococcus aureus sont fréquemment impliquées dans la colonisation des 

TET. Cette bactérie forme un biofilm entouré d’une matrice EPS qui favorise sa persistance 

dans les voies respiratoires (Lüthje et al., 2018 ; Xia et al., 2025). 
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4. Production des exo polysaccharides  

Afin d’étudier l’activité antibactérienne des EPS contre différents bactéries pathogènes, nous 

avons présélectionné 4 souches de Pseudomonas aeruginosa (P2, P3, P4 et P8) toutes bonne 

formatrice de biofilm. 

Les concentrations d’EPS chez les 4 souches varient entre 252 mg/L et 500 mg/L. Une forte 

production des EPS a été observée chez les 3 souches de P. aeruginosa (P2, P3 et P8) avec 500 

mg/L. Ces résultats suggèrent que ces souches toute bonnes formatrices de biofilm, possèdent 

un potentiel intéressant pour la production d’EPS (Tableau 5). 

 

Tableau 4: Quantification des EPSs par les souches sélectionnées 

Bactéries Code Concentration d’EPS  

 

  Pseudomonas aeruginosa 

P2 500 mg/L 

P3 500   mg/L 

P4 252 mg/L 

P8 500 mg/L 

  

Selon Kurmoo et al., en (2020) Pseudomonas aeruginosa synthétise de multiples facteurs de 

virulence et une couche dense d’exopolysaccharides contenant jusqu'à trois différents d'EPS 

(alginate, Pel et Psl) favorisant la formation de biofilms de ses souches.  

Dans son étude, Hamedi (2022) rapporte des valeurs inférieures ou la production d’EPSs par 

les souches Pseudomonas aeruginosa toutes bonnes formatrices de biofilm, était comprise entre 

162 et 275mg/L. 

Selon Yadav et al., (2024), plusieurs paramètres influencent la production des EPS dont les 

méthodes d’extraction, l’origine des souches productrices et la nature des EPS.  

 

5. Effet des EPS sur des souches planctoniques et sessiles  

     Les 4 EPS (EPS 1, EPS 2, EPS 3 et EPS4) extraits à partir de 4 souches Pseudomonas 

aeruginosa ont été testés vis-à-vis 3 souches planctoniques et sessiles de Staphylococcus aureus 

(S5, S6 et S7) très bonne formatrice de biofilm isolées des TET.  
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5.1. Méthode de diffusion en puits sur gélose Mueller-Hinton 

L’activité antibactérienne des 4 EPSs a été évaluée par la méthode des puits de diffusion sur 

gélose Mueller-Hinton. La présence d’une activité antimicrobienne était mise en évidence par 

l’apparition de zones d’inhibition claires autour des disques (Figure 13 ; et Annexe 2). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Les figures 13 montrent que les différents EPS testés exercent une activité antibactérienne 

variable vis-à-vis les 3 souches de S. aureus.  

La souche S5 s’est révélée la plus sensible avec une zone d’inhibition maximale de 49mm 

obtenue avec EPS 2, suivi par EPS 3 (39 mm), EPS 1 (27 mm) et EPS 4 (19 mm).  

Concernant la souche S7, une activité inhibitrice modéré a été observée, EPS3 étant le plus actif 

(24 mm) suivi par EPS1 et EPS2 (24 mm).  

En revanche, la souche S6 a présenté une forte résistance à l’ensemble des EPS testés ou les 

diamètres des zones ne dépassent pas 5mm. Cette résistance pourrait être attribuée à sa 

remarquable capacité de formation de biofilm qui constitue une barrière protectrice limitant 

l’action des EPS. On note aussi qu’EPS4 exerce le plus faible effet quel que soit la souche 

étudiée. 

Selon Abdalla et al., (2021) et Pointcheval et al., (2025), les EPS présentent une activité 

antibactérienne contre différentes bactéries pathogènes. Cette activité varie selon le type d’EPS, 

les conditions d’extraction et de purification, la nature des bactéries ciblées et les méthodes 

d’évaluation utilisées.  
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souches planctoniques de S. aureus 
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5.2. Détermination des Concentrations Minimales Inhibitrices des EPS  

Les résultats des CMI obtenus pour les différents types d’EPS testés montrent une activité 

antibactérienne variable selon la souche (Tableau 6). 

 

Tableau 5: Détermination des CMI des EPS sélectionnés (en mg/L) sur les bactéries 

planctoniques de S. aureus 

Souche/ EPS EPS 1 EPS 2 EPS 3 EPS 4 

S5 15.63 31.25 15.63 62.5 

S6 - - - - 

S7 15.63 15.63 7.81 31.25 

 

Selon le tableau Les résultats de la détermination de la CMI des EPS sélectionnées vis-à-vis des 

cellules planctoniques de S. aureus ont montré une activité antibactérienne variable selon la 

souche et l’EPS testé. 

Selon le tableau 6 ; pour la souche S5, les EPS1 et EPS3 ont présenté une CMI de 15,63 mg/L, 

tandis que EPS2 et EPS4 ont rapporté des valeurs de CMI de 31,25mg/L et 62,5 mg/L 

respectivement. 

La souche S7 est la plus sensible notamment à l’EPS 3 avec une CMI de 7.81mg/L traduisant 

ainsi la meilleure activité antibactérienne. En plus les EPS1 et EPS2 ont montré une CMI de 

15,63 mg/L ; cependant EPS4 a présenté une CMI de 31,25 mg/L. 

En revanche, aucune inhibition de la croissance bactérienne n’a été observée pour la souche S6 

avec l’ensemble des EPS testés. Par conséquent, aucune CMI n’a pu être déterminée pour cette 

souche dans les conditions expérimentales utilisées. 

Globalement, les résultats montrent qu’EPS3 apparaît comme le plus efficace, avec la plus 

faible CMI enregistrée (7,82 mg/mL) vis-à-vis de la souche S7, alors que l’EPS4 a généralement 

présenté les valeurs de CMI les plus élevées, indiquant une activité inhibitrice plus faible.

  

5.4. Effet des EPSs sur des biofilms préformés de S. aureus 

          Cette partie consiste à évaluer l’activité antibactérienne de 3 EPSs testés à différentes 

concentrations sur des biofilms préformés de S. aureus isolées des TET (Figure 16). 
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Les pneumonies associées à la ventilation mécanique constituent un enjeu majeur de santé 

publique, particulièrement chez les patients en soins intensifs où l'utilisation des tubes 

endotrachéaux (TET) représente un facteur de risque critique. Ces dispositifs médicaux 

favorisent l'accumulation des sécrétions bactérienne favorisant ainsi la formation de biofilm à 

la surface interne de ces dispositifs. Face à cette situation, l'exploration de nouvelles alternatives 

anti-biofilm, telles que les exopolysaccharides (EPS) d'origine bactérienne, s'avère une stratégie 

prometteuse pour lutter contre ces structures communautaires. 

          Dans ce contexte, 15 souches bactériennes étaient isolées à partir de tubes endotrachéaux 

(TET) provenant de l'EPH de Nedroma et de service de réanimation et celui des urgences 

médicales du CHU de Tlemcen. 99% des prélèvements étaient contaminés Pseudomonas 

aeruginosa (53%), Staphylococcus aureus (34%) et Staphylococcus sp (13%). L'évaluation 

quantitative de la formation de biofilm par la technique TCP a révélé que la totalité des isolats 

possède une grande capacité à former des bons ou modérés biofilms in vitro, confirmant ainsi 

leur persistance sur les surfaces abiotiques des TET grâce à leur grande aptitude à produire des 

EPS ; éléments clés de la formation et la maturation du biofilm. 

         Les résultats obtenus ont révélé qu’EPS produit par les souches de Pseudomonas 

aeruginosa possèdent une activité antibactérienne intéressante, notamment contre les souches 

planctoniques de Staphylococcus aureus. Par ailleurs, l'étude de l'effet anti-biofilm des EPS a 

donné des résultats très prometteurs. Les EPS ont inhibé la formation du biofilm de 

Staphylococcus aureus de manière proportionnelle à la concentration. En plus ; les EPS ont 

également réduit significativement la biomasse des biofilms préformés de Staphylococcus 

aureus même à de faibles concentrations, suggérant une excellente capacité à pénétrer et à 

disperser la matrice du biofilm de cette bactérie.   

          La gestion de ces dispositifs doit être consolidée par un respect rigoureux des protocoles 

d'asepsie et une surveillance microbiologique continue au sein des services de soins intensifs. 

Il serait crucial d'approfondir cette étude par la purification et la caractérisation biochimique 

des EPS les plus actifs (comme l'EPS 2 et l'EPS 3). De plus, étudier et comprendre les 

mécanismes moléculaires régissant l'interaction entre ces macromolécules et la matrice du 

biofilm, ainsi que l'évaluation de leur cytotoxicité.  Enfin, il est fortement recommandé 

d’explorer de nouveaux biomatériaux possédant des propriétés anti-adhésives et/ou antibiofilm.   
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Annexe 01 : Composition et préparation des milieux de culture 

Milieu de culture /bouillon Composition (pour1l) Préparation 

 
 
 

BHIB (Brain Heart Infusion 
Broth) 

-cerveau de bœuf : 200g 
-cœur de bœuf : 250g 
-Peptone : 10g 
-Dextrose : 2g 
-(NaCl) : 5g 
-Eau distillée : 1 litre 

Dissoudre 3,7g de milieu dans 
1l d’eau distillé, puis stériliser à 
l’autoclave à 121 °C pendant 
15 minutes. 

 
BN (Bouillon nutritif) 

(pH 7,2±0,2) 

- Peptone : 5 g  

- Extrait de viande : 3 g  

- NaCl : 5 g  

- Eau distillée : 1 L 

Dissoudre 8g du milieu dans 1l 
d’eau distillée, puis procéder à 
une stérilisation par autoclave 
à121 °C pendant 15 minutes. 

 
 

Chapman 
(pH 7,6± 0.2) 

 

-Peptone : 10g 
-Extrait de viande : 1g 
-Mannitol : 10g 
-NaCl : 75g 
-Rouge de phénol : 0.025g 
-Agar : 15g 
-Eau distillé : 1l 

Dissoudre 111g de milieu dans 
1l d’eau distillée, puis stériliser 
à l’autoclave à121 °C pendant 
15 minutes. 

 
 

Cétrimide agar 
(pH 7,1± 0.2) 

-Peptone : 20g 
-Sulfate de magnésium : 1,4g 
-Acide nalidixique : 15mg 
(optionnel) 
-CETRIMIDE =0.3g 
-Agar : 13 ,6g 
-Eau distillé : 1l 

Préparation en dissolvant 45,3 
g/l dans de l’eau distillée, 
suivie d’une stérilisation à 
121°C pendant 15 minutes. 

 

 

Annexe 02 :Diamètres des zones d’inhibition (mm) obtenus des différents EPS testés sur les S. aureus 

Souches bactériennes EPS 1 (P2) EPS 2 (P3) EPS 3 (P4) EPS 4 (P8) 

S5 28  50 40 20 

S6 5 5 5 5 

S7 24 24 26 20 
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Annexe 03 : Quelques photos de manipulation 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Annexe 04 : Étape de récupération des exopolysaccharides (EPS) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 


