
 

الشعبية الديمقراطيةالجمهورية الجزائرية   

République Algérienne Démocratique et Populaire 

 وزارة التعليم العالي والبحث العلمي

Ministère de l’Enseignement Supérieur et de la Recherche Scientifique 

قالمة 1945ماي  8 جامعة  

Université 8 Mai 1945 Guelma 

Faculté des Sciences de la Nature et de la Vie, Sciences de la terre et de l’Univers 

 
 

Mémoire En Vue de l’Obtention du Diplôme de 

Master 

Domaine : Sciences Biologiques 

Spécialité/Option : Microbiologie appliquée 

Département : Ecologie et Génie d’Environnement 

 

Thème 

Profil de résistance aux antibiotiques et capacité    
de formation de biofilm chez Bacillus et 

Pseudomonas isolés du milieu hospitalier 

 

Présenté par :  

- BOUCHEDAK Khadidja 
- MERCHLA Hanane 

Devant le jury : 

Dr. HAMDIKANE M. Présidente  Université de Guelma 
Dr. BENHALIMA L. Promotrice  Université de Guelma 
Dr. AMRI S. Examinatrice Université de Guelma 
   
   
   

Septembre 2020 

http://serveur.univ-guelma.dz/formation/calendrier_pedagogique.htm


Remerciements 

 

Notre gratitude et nos remerciements les plus forts vont, au préalable, à ALLAH, le 

tout puissant qui en permis que nous réalisions ce rêve. Celui d'attendre le moment de 

soutenance devant jury universitaire, d'un sujet de mémoire pour l'obtention de ce passeport 

magique qui est le master, clé et promesse d'un avenir radieux. 

Nous remercions particulièrement les membres du jury qui ont bien voulu consacré une 
partie de leur temps à juger ce travail : 

 
Madame HAMDIKANE M., Docteur à l'Université de Guelma, pour l'honneur 

qu'elle nous fait en président le jury de ce mémoire. 
 

Madame AMRI S., Docteur à l'Université de Guelma, pour avoir pris sur elle, 

d'examiner et superviser le contenu de ce travail 

Nous tenons spécialement à remercier Madame BENHALIMA L., notre enseignante 

et promotrice qui nous a accompagnée et encouragée de bout en bout, avec toute la 

disponibilité et l'intérêt voulus. À elle, notre gratitude et notre reconnaissance sans faille 

pour le soutien manifesté et témoigné. La gentillesse, ses manières particulières de 

communication out été fortement appréciées, encore une fois, nous lui disons merci. 

Nos remerciements s’adressent à toutes celles ou ceux qui d’une manière ou d'une autre, 

à la bibliothèque, à l'administration, aux laboratoires y ont participé, aidé, ou soutenu nos 

efforts dans l'élaboration et la mise en forme de ce mémoire de fin d'étude. 

Enfin nous tenons à remercier nos parents pour leur soutien constant et leurs 

encouragements qui ont contribué à la réussite de ce travail, aussi bien dans les bons 

moments que dans ceux de doutes et d'impatience. 



Table des matières 

 

Résumé en français  

Résumé en anglais  

Résumé en arabe  

Liste des figures  

Liste des tableaux  

Symboles et abréviations 

 

 

Introduction  

 

1 

Chapitre I : Synthèse bibliographique 
 

 

I. Environnement hospitalier : Facteur d’infection 

I.1. Définition de l'environnement hospitalier 

I.2. Microorganismes présents dans l'environnement hospitalier 

I.2.1. Bactéries 

I.2.2. Champignons 

I.2.3. Virus 

I.2.4. Parasites 

I.3. Rôle du milieu hospitalier dans la survenue des infections nosocomiales  

I.4. Diffusion des bactéries multirésistantes dans l’environnement hospitalier 

II. Bacillus 

II.1. Classification  

II.2. Caractères généraux 

II.3. Pouvoir pathogène 

II.4. Présence de Bacillus dans le milieu hospitalier  

II.5. Résistance de Bacillus aux agents antibactériens  

II.5.1. Résistance de Bacillus aux antibiotiques  

II.5.1.1. Résistance aux β-lactames 

II.5.1.2. Résistance à la vancomycine 

II.5.1.3. Résistance à la ciprofloxacine 

II.5.1.4. Résistance à autres antibiotiques 

II.5.2. Résistance des Bacillus à autres agents antibactériens 

II. Pseudomonas  

III.1. Classification  

III.2. Caractères généraux 

III.3. Pouvoir pathogène 

III.4. Présence de Pseudomonas dans le milieu hospitalier  

III.5. Résistance de Pseudomonas aux agents antibactériens  

III.5.1. Résistance de Pseudomonas aux antibiotiques 

III.5.1.1. Résistance aux β-lactamines 

III.5.1.2. Résistance aux aminosides 

3 

3 

3 

3 

4 

4 

4 

4 

5 

6 

6 

6 

7 

7 

8 

8 

8 

9 

9 

9 

10 

11 

11 

11 

12 

12 

13 

13 

13 

14 



Table des matières 

 

III.5.1.3. Résistance aux fluoroquinolones 

III.5.1.4. Résistance à autres antibiotiques 

III.5.2. Résistance de Pseudomonas à autres agents antibactériens 

IV. Biofilm et environnement hospitalier  

IV.1. Mécanisme de formation des biofilms 

IV.1.1. Conditionnement de la surface et adhésion 

IV.1.2. Maturation de biofilm 

IV.1.3. Dispersion du biofilm 

IV.2. Diversité bactérienne dans les biofilms du milieu hospitalier 

IV.3. Stratégies antibiofilm 

 
Chapitre II : Étude expérimentale 

 

15 

15 

16 

17 

17 

18 

18 

18 

19 

20 

 

 

I. Cadre d’étude 

II. Échantillonnage et technique de prélèvement 

II.1. Échantillonnage 

II.2. Technique de prélèvement 

III. Méthodologie   

III.1. Isolement et identification phénotypique des souches bactériennes 

III.1.1. Isolement des souches bactériennes 

III.1.2. Identification phénotypique des souches bactériennes 

III.1.2.1. Identification morphologique 

III.1.2.2. Recherche des enzymes respiratoires 

III.1.2.3. Test de thermorésistance 

III.1.2.4. Recherche des pigments 

III.1.2.5. Biotypage par microgalerie API  

III.1.3. Conservation des souches bactériennes 

III.2. Étude de la résistance des bactéries aux antibiotiques  

III.2.1. Technique de l’antibiogramme 

III.2.2. Antibiotiques testés  

III.3. Étude de la capacité de formation de biofilm  

22 

23 

23 

23 

24 

24 

24 

26 

26 

27 

28 

28 

29 

29 

31 

31 

32 

33 

 
Chapitre III : Résultats et Discussion 

 

 

I. Isolement et identification phénotypique des isolats bactériens 

I.1. Identification morphologique 

I.2. Enzymes respiratoires 

I.3. Test de thermorésistance 

I.4. Recherche des pigments de Pseudomonas 

I.5. Biotypage par microgalerie API 

I.6. Discussion 

35 

35 

36 

37 

38 

38 

40 



Table des matières 

 

II. Étude de la résistance des bactéries aux antibiotiques  

II.1. Bacillus  

II.2. Pseudomonas  

II.3. Discussion 

III. Capacité de formation de biofilm : étude synthétique 

 

43 

43 

45 

46 

49 

  
Conclusion et perspectives 
 
Références bibliographiques 
 
Annexes 

 

52 
 

53 
 

63 
 



Liste des figures 

 
 

Figure Titre Page 

Figure 1 Étapes de la formation d’un biofilm (Yannick et al., 2014).  17 

Figure 2  (a) Aspects macroscopiques et (b) microscopiques de certains 

isolats bactériens. 

36 

Figure 3 Présence et/ou absence des enzymes respiratoires chez 

certains isolats bactériens. 

37 

Figure 4 Résultat du test de présomption de la sporulation des souches 

de Bacillus avec production de pigment vert. 

37 

Figure 5 Résistance aux antibiotiques des Bacillus licheniformis. 43 

Figure 6 Antibiogramme des différents isolats de Bacillus licheniformis. 44 

Figure 7 Résistance aux antibiotiques des Pseudomonas aeruginosa. 45 

Figure 8 Antibiogramme des différents isolats de Pseudomonas. 46 

 

  

Liste des schémas 

 

Schéma Titre Page 

Schéma 1 Isolement et identification des souches de Bacillus et 

Pseudomonas. 

25 

 



Liste des tableaux 

 
  

Tableau Titre Page 

Tableau 1 Sites de prélèvement au niveau des sanitaires de différents 

établissements hospitaliers. 

23 

Tableau 2 Recherche des enzymes respiratoires. 27 

Tableau 3  Préparation et inoculation de galeries biochimiques 

miniaturisés API (source : http://www.biomerieux.com).  

30 

Tableau 4 Critères des antibiotiques testés sur les souches bactériennes 

(IPP, 1981). 

32 

Tableau 5 Aspects macroscopiques et microscopiques des Bacillus et 

Pseudomonas isolés à partir de l’environnement hospitalier 

de certains établissements publics de la région de Guelma. 

35 

Tableau 6 Recherche des enzymes respiratoires des isolats bactériens. 36 

Tableau 7 Profils biochimiques des isolats bactériens sur les galeries 

miniaturisées API. 

38 

Tableau 8 Bacillus et Pseudomonas isolés à partir de l’environnement 

des établissements publics hospitaliers de la région de 

Guelma. 

39 

Tableau 9 Profils antibiotypiques associés aux souches de Bacillus 

licheniformis. 

44 

Tableau 10 Profils antibiotypiques associés aux souches de Pseudomonas 

aeruginosa. 

45 

Tableau 11 Tableau de lecture de la galerie miniaturisée API 20E 

(source : http://www.biomerieux.com).  

67 

Tableau 12 Tableau de lecture de la galerie miniaturisée API 20 NE 

(http://www.biomerieux.com).  

68 

 

http://www.biomerieux.com/
http://www.biomerieux.com/
http://www.biomerieux.com/


Symboles et abréviations 

 

AAC : aminosides acétyltransférases 

AAD : Aminoglycoside-Adenylyl-

transférase 

ADNe : Acide 

Désoxyribonucléiqueextracellulaire 

AmpC : Adénosine monophosphate 

cyclique 

ANT : Aminosides 

Nucléotidyltransférases 

APH : Aminosides 

phosphotransférases 

API : Analytical Profile Index 

BLSE : Béta-lactamases à spectre élargi 

BMR : Bactérie multirésistante 

BMS : Bactérie multi sensible 

°C : Degré Celsius 

C3G : Céphalosporines de 3ème 

génération 

CaCl2 : Chlorure de calcium 

CAT : chloramphenicoleacetyle 

transférase 

CDC : Centers for Diseases Control 

DOt : Densité optique témoin 

EDTA : Acide éthylène diamine 

tétraacétique 

ERV : Entérocoques résistant à la 

vancomycine 

ESCMID:  European Society of Clinical 

Microbiology Infectious Disease  

GC : guanine-cytosine   

MβL : Métallo-Bêta-Lactamases  

OMS : Organisation mondiale de la 

Santé  

ORL : Oto-Rhino-Laryngologie 

PBP : penicillin binding proteins  

QS : Quorum Sensing 

SDS : Dodécylsulfate de sodium 

VHB : Virus de l’Hépatite B  

 

 

 



 

 

 

 

Résumé 



Résumé 

 

 

Ce travail a été réalisé sur 15 prélèvements environnementaux provenant de trois 

établissements hospitaliers situés dans la région de Guelma. Notre étude a porté sur 

l'identification des souches de Bacillus et de Pseudomonas en se basant sur leurs caractères 

culturaux et biochimiques, sur l’étude de leur résistance aux antibiotiques par méthode de 

diffusion sur milieu gélosé et leur capacité à former un biofilm par la technique de 

microplaque. L’identification phénotypique a révélé la présence de 4 Bacillus licheniformis 

et 4 Pseudomonas aeruginosa. La lecture et l’interprétation des antibiogrammes ont montré 

que 100 % des souches de Bacillus licheniformis sont résistantes à l’amoxicilline,                      

la pénicilline G, la céfotaxime et le chloramphénicol. Concernant les Pseudomonas 

aeruginosa, une résistance totale à la colistine, la ceftazidime et à la céfazoline suivi par     

une résistance importante à la vancomycine et au chloramphénicol (75 %) ont été révélés. 

La prévalence des bactéries multi-résistantes (BMR) est de 100 %. Une forte probabilité de 

la capacité de formation de biofilm par les bactéries isolées a été démontrée par une étude 

synthétique. Ces BMR probablement formatrices de biofilms constituent un problème 

préoccupant en milieu hospitalier d’où la nécessité de l'application rigoureuse des règles 

d'hygiène. 

Mots-clés : Bacillus licheniformis, Pseudomonas aeruginosa, résistance aux antibiotiques, 

biofilm.   

 

 

 

 

 

 

 

 



Abstract 

 

 

This work was carried out on 15 environmental samples from three hospitals located 

in the Guelma region. Our study focused on the identification of Bacillus and Pseudomonas 

strains based on their cultural and biochemical characteristics, on the study of their 

resistance to antibiotics by diffusion method on agar medium and their capacity to form        

a biofilm by Microtiter plate technique. Phenotypic identification revealed the presence of                           

4 Bacillus licheniformis and 4 Pseudomonas aeruginosa. Reading and interpreting                  

the antibiograms showed that 100% of the strains of Bacillus licheniformis are resistant to 

amoxicillin, penicillin G, cefotaxime and chloramphenicol. Concerning Pseudomonas 

aeruginosa, total resistance to colistin, ceftazidime and cefazolin followed by significant 

resistance to vancomycin and chloramphenicol (75%) were revealed. The prevalence of 

multi-resistant bacteria (BMR) is 100%. A high probability of the capacity for biofilm 

formation by the isolated bacteria has been demonstrated by a synthetic study. These 

BMRs, which are probably biofilm-forming, constitute a worrying problem in hospitals, 

hence the need for rigorous application of hygiene rules. 

Keywords: Bacillus licheniformis, Pseudomonas aeruginosa, antibiotic resistance, biofilm.



 ملخص

 

 

ي منطقة قالمة. ركزت دراستنا على تحديد  15أجري هذا العمل على 
 
عينة بيئية من ثلاثة مستشفيات تقع ف

بناءً على خصائصها الزراعية والكيميائية الحيوية ودراسة مقاومتها للمضادات   Pseudomonasو Bacillus تسلالا

ي وسط الزرع وقدرتها على تكوين الأغ
 
المعايرة  ةشية الحيوية بواسطة تقنية صفيحالحيوية عن طريق انتشارها ف

 Pseudomonas aeruginosa. 4و  Bacillus licheniformis 4الدقيقة. كشف تحديد النمط الظاهري عن وجود 

مقاومة للأموكسيسيلير   Bacillus licheniformis ٪ من سلالات100أظهرت قراءة وتفسير المضادات الحيوية أن 

فلقد سجلت    Pseudomonas aeruginosa والسيفاوتاكسيم والكلورامفينيكول أما فيما يتعلق ب G والبنسلير  

ة للفانكوميسير  والكلورامفينيكول ب )المقاومة التامة لكول ٪(. 75يستير  وسيفتازيديم وسيفازولير  وتليها مقاومة كبير

يا المقاومة هذه  حيث أثبتت الدراسة النظرية أن هناك احتمالية عالية لقدرة٪. 100هو  (BMR) إن نسبة انتشار البكتير

يا المعزولة على تكوين الأغشية الحيوية. تشكل هذه البكت يا البكتير ي ربما تكون BMRs المقاومةير
غشاء حيوي  الت 

ي المستشفيات، وهذا يستدعي إلى تطبيق صارم لقواعد النظافة
 
 .مشكلة مقلقة ف

مقاومة المضادات , Bacillus licheniformis , Pseudomonas aeruginosa الكلمات المفتاحية: 

 .الأغشية الحيوية الحيوية،
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L'environnement hospitalier est un réservoir de grandes variétés des bactéries 

pathogènes comme Staphylococcus aureus, Pseudomonas aeruginosa, Acinetobacter et 

Bacillus colonisant des sites fréquemment touchés et des surfaces à proximité de patients 

tel que le lit, l’équipement médical et même les sanitaires (les sièges de toilette, les robinets 

et les éviers) (Bright et al., 2010 ; Schmidt et al., 2012 ; Koibuchi et al., 2013 ; Shiferaw et 

al., 2013).  

Les surfaces inanimées servent donc de réservoir pour transmettre le micro-

organisme à l'hôte par éventuelles formes de contact.  Aussi au sanitaires, la transmission 

des pathogènes d'un patient à l'autre se produit par l'exposition à des bassins de bain ou un 

drain dévier contaminés (Hota et al., 2009 ; Marchaim et al., 2011).  Les infections causées 

par ces fomites représentent un frein important au développement médical du fait de leur 

fréquence sans cesse croissante, de leur gravité et du fait de la multi-résistance des germes 

en cause (WHO, 2009). 

Pseudomonas et Bacillus occupent une place très importante parmi les micro-

organismes responsables d’infections nosocomiales en raison de leur capacité à croître dans 

des conditions hostiles et à résister aux agents antibactériens (Davane et al., 2014 ; Osman 

et al., 2017). Cependant, des années d'antibiothérapie intensive pour traiter les infections 

causées par ces genres bactériens entraînent le développement d'une résistance aux 

médicaments à cause de l'utilisation irrationnelle des antibiotiques qui conduisent 

finalement à l'échec du traitement (Gibson et al., 2003; Juan et al., 2005). 

Malheureusement, l'émergence mondiale de bactéries multirésistantes a entraîné une 

grande menace pour les efforts contre les agents pathogènes bactériens (Thomas et al., 

2004).  

En Algérie, les récentes données de la résistance aux antibiotiques indiquent une 

situation inquiétante. En effet, ces dernières années ont été marquées par l’émergence et la 

dissémination de nouveaux gènes de résistance notamment dans le nord du pays (Baba 

Ahmed-Kazi Tani et al., 2014). Selon les dernières enquêtes d’hygiène hospitalière 

épidémiologique au sein des services de chirurgie générale, des taux non négligeables de 

Bacillus et de Pseudomonas aeruginosa sont responsables des épidémies d’infections 

nosocomiales causées par leur transmission à partir des surfaces, petit matériel et des 

dispositifs médicaux (Baghdadi et al., 2020). 
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Un autre problème se posent aussi dans le milieu hospitalier est la formation de 

biofilm qui est une structure complexe formée grâce à l‘agglomération des 

microorganismes. Il peut se développer sur n'importe quel type de surface naturelle ou 

artificielle et constitue un réservoir de plusieurs pathogènes résistants aux antibiotiques et 

aux désinfectants (Méar, 2014). Ce mode de vie pose des problèmes majeurs de santé 

publique et il est impliqué dans un large éventail d’infections chez l’homme (Roux et al., 

2006). En effet, 65 % des infections bactériennes sont dues à des biofilms et plus de 80 % 

des infections bactériennes chroniques sont associées à la présence de biofilms 

(Rochemonteix, 2009). 

Cette situation nous a amené à fixer les objectifs suivants : 

 Recherche de deux genres bactériens ubiquistes et résistants (Bacillus et 

Pseudomonas) à partir des surfaces inanimées dans des établissements hospitaliers 

de la région de Guelma et de les caractériser phénotypiquement ; 

 Détermination du profil antibiotypique des souches bactériennes isolées ; 

 Détermination de leur capacité de formation de biofilm in vitro. 

En effet nous rapportons dans cette étude deux parties : 

 La première est attribuée à une synthèse bibliographique comportant une 

description de l’environnement hospitalier et son rôle dans l’apparition des 

infections nosocomiales, les caractères généraux des deux genres bactériens Bacillus 

et Pseudomonas et le concept de biofilm ; 

 La deuxième relate notre travail expérimental, commençant par la présentation des 

méthodes utilisées, suivie des résultats obtenues et des discussions engendrées par 

ces résultats, et enfin nous terminerons cette étude par une conclusion et les 

perspectives proposées. 

  

 



 
 
 

Chapitre I : 
Synthèse 

bibliographique 
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I. Environnement hospitalier : Facteur d’infection 

I.1. Définition de l'environnement hospitalier 

L’environnement hospitalier est l’ensemble des éléments qui entrent en contact avec 

les patients, le personnel et/ou les visiteurs ; ces éléments sont principalement : l’air, l’eau 

(eau de réseau, eau de dialyse…), les surfaces (sols, murs, linge, mobilier, équipement), 

l’alimentation, les dispositifs médicaux, et les déchets (Saouide el ayne et al., 2014). 

Les éléments constituant l’environnement hospitalier sont face à une contamination 

microbiologique très variable qualitativement et quantitativement d'un établissement à 

l'autre et au sein d'un même établissement en fonction des services, des patients (sains, 

colonisés, infectés), des soins et des techniques pratiqués (Hajjar et al.,2000). 

 

I.2. Microorganismes présents dans l'environnement hospitalier 

Le milieu hospitalier constitue un immense réservoir de divers agents pathogènes 

malgré les efforts considérables déployés pour les éliminer ou restreindre leur croissance 

(Tortora et al., 2003) : 

I.2.1.  Bactéries 

Les bactéries représentent la majorité des pathogènes retrouvés dans le milieu 

hospitalier dont l’origine peut être humaine et/ou environnementale. La peau                         

et les muqueuses des porteurs sains et/ou malades sont la principale source humaine des 

bactéries parmi lesquelles des souches multirésistantes aux antibiotiques comme                  

les Staphylococcus aureus résistantes à la méticilline et les entérobactéries productrices de 

bêta-lactamase à spectre élargi (Talon, 1999). L’air atmosphérique, l’eau et le sol 

représentent l’origine environnementale des bactéries dans le milieu hospitalier dont 

certaines ont de fréquentes résistances naturelles aux antibiotiques, notamment les bacilles 

à Gram négatif comme Pseudomonas aeruginosa, Acinetobacte rbaumannii, Legionella 

pneumophila et les mycobactéries atypiques (Talon, 1999).  
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I.2.2. Champignons  

Plusieurs infections nosocomiales sont d’origine fongique puisque les levures              

et surtout les champignons filamenteux environnementaux sont très bien adaptés à              

la survie et la multiplication dans l'environnement hospitalier. Une corrélation positive a été 

rapportée par plusieurs études entre la contamination de l’environnement hospitalier par 

des champignons et l’apparition des infections fongiques (Ducel et al., 2002). 

I.2.3. Virus 

Certaines infections nosocomiales sont causées par des virus, ces derniers 

contaminent aussi l'environnement le plus souvent à partir des réservoirs humains que 

constituent les patients et le personnel (Green et al., 1998). Les virus respiratoires sont 

considérés comme la première catégorie des virus responsables des épidémies 

nosocomiales du fait de sa contagiosité extrême et prolongée (Malek et al., 1996). D’autres 

virus comme le VHB et les virus responsables des gastro-entérites (Rotavirus, Astrovirus, 

Calcivirus…) peuvent être aussi responsables d’infections nosocomiales (Hajjar et al., 2000). 

I.2.4. Parasites  

Les formes infectantes de certains parasites contaminent fréquemment 

l’environnement hospitalier, c’est le cas notamment de Cryptosporidium parvum, des kystes 

d’amibes, de Giardia intestinalis ou d’autres parasites comme Cyclospora                                  

et les microsporidies (Gibson et al., 1998). Il est important de signaler le rôle des amibes 

libres présentes dans les réseaux d’eau dans la favorisation de la multiplication de certaines 

bactéries pathogènes telle que Legionella spp. La viabilité de ces parasites dans le milieu 

extérieur est prolongée et les moyens de détection et de prévention restent limités (CTIN, 

2002). 

 

I.3. Rôle du milieu hospitalier dans la survenue des infections nosocomiales    

Les infections nosocomiales sont des infections contractées dans un établissement de 

soins et elle était absente (ni symptomatique ni en incubation) à l’admission du malade 

(Desenclos et al., 2009). Cette infection est attribuée soit par des pathogènes présente chez 

le patient avant l’hospitalisation (origine endogène) soit par des pathogènes peuvent 

https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Desenclos+JC&cauthor_id=19941798
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provenir de la flore transitoire ou résidente du personnel soignant ou à partir de 

l’environnement hospitalier (origine exogène) (Horan et al., 2008). 

Les épidémies d'infections nosocomiales sont presque toujours associées à une 

transmission interhumaine, ou à la contamination de dispositifs médicaux ou d'un liquide 

normalement stérile (Rhame et al., 1998). L’eau et plus rarement l’air ont été régulièrement 

mis en cause lors d’infections, voire d’épidémies contractées à l’hôpital (Durocher et al., 

2002). 

Le contact avec des surfaces contaminées, telles que des poignées de portes, des 

brancards, des linges, à mains nues ou gantées pourrait être une source de transmission des 

microorganismes aux patients et à d'autres objets (Zubair et al., 2018).  

Les microorganismes fréquemment isolés à partir de ces zones sont les Staphylococcus 

aureus résistant à la méticilline (SARM), les entérocoques résistant à la vancomycine (ERV) 

et Clostridium difficile (Tagoe et al., 2011). Par conséquent, la présence d'un agent 

pathogène sur une surface à n'importe quelle concentration peut présenter un risque de 

transmission (Dancer, 2004). 

I.4. Diffusion des bactéries multirésistantes dans l’environnement hospitalier 

Une bactérie multirésistante (BMR) est définie après effort conjoint de l’European 

Society of Clinical Microbiology Infectious Disease (ESCMID) et du Centers for Diseases 

Control (CDC) comme une bactérie ayant acquise une résistance à au moins trois molécules 

de trois familles ou groupes d’antibiotiques différents auxquels elle est normalement 

sensible (Brun-Buisson et al., 2015).  

Les facteurs contribuant à la diffusion des BMR dans le milieu hospitalier sont 

principalement liés à l’utilisation massive des antibiotiques, l’absence de réseaux nationaux 

et régionaux de surveillance de la résistance et l’absence de réglementation pour 

l’acquisition des antibiotiques (Shears, 2001). 

La transmission des BMR au milieu hospitalier se fait dans la majorité des cas par un 

contact direct entre deux personnes, soit d’une transmission par l’eau, l’air, les surfaces       

et le matériel contaminés (stéthoscope ou brassard à tension, thermomètre non personnel 

lors des soins, brancard…). Le risque de transmission est directement lié à la fréquence            
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des contacts avec les patients porteurs de BMR et au non-respect des précautions d’hygiène 

(Sehulster et al., 2003). 

II. Bacillus 

II.1. Classification  

Bacillus est l'un des plus grands et des plus omniprésents genres qui acquis une 

notoriété auprès des taxonomistes pour son extrême diversité phénotypique et son 

hétérogénéité (Koneman’s et al., 1997). Sa classification est la suivante (Larpent, 2000) :  

 Règne : Bacteria 

 Phylum XII : Proteobacteia 

 Embranchement : Firmicutes 

 Classe : Bacilli 

 Ordre : Bacillales 

 Famille : Bacillaceae 

 Genre : Bacillus 

 Espèce : Il comprend 268 espèces et 7 sous-espèces, réparties en 3 groupes sur          

la base de la morphologie de l’endospore et du corps bactérien. 

II.2. Caractères généraux 

Les Bacillus sont des bâtonnets droits à extrémité carrée ou arrondie, à Gram positif 

(les cultures âgées peuvent apparaître à Gram négatif), de dimension variable vont de 0,5 

par 1,2 μm à 2,5 par 10 μm de diamètre. Leur GC% est de 32 à 69, ils forment des 

endospores et le plus souvent mobiles à flagelles péritriches. Ils sont aérobies, parfois 

facultatifs, et catalase positif (Prescott et al., 2003). 

Les milieux de culture usuels permettent la croissance de la plupart des espèces du 

genre Bacillus (exemple : gélose nutritive, gélose à la pomme de terre…) (Avril et al., 1992). 

La majorité est des mésophiles avec une température optimale entre 30 et 45 C°, mais           

le genre contient également un certain nombre d'espèces thermophiles avec température 

optimale plus de 65 C° (Todar, 2003). 
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Le type trophique de la plupart des espèces est généralement chimiohétérotophe, 

elles utilisent une variété de composés organiques simples (sucres, acides aminés, acides 

organiques). Dans certains cas, elles fermentent également les hydrates de carbone par 

réaction mixte qui produit typiquement le glycérol et le butanediol (Avril et al., 1992).  

II.3. Pouvoir pathogène 

Plusieurs espèces du Bacillus sont connues pathogènes, il s'agit notamment de               

B. anthracis la responsable du charbon, B. cereus qui provoque des toxi-infections 

alimentaires et B. licheniformis, B. subtilis et B. pumilus qui peuvent également causer des 

gastro-entérites, des septicémies, endocardite, endophtalmie, des infections respiratoires et 

des infections des plaies chirurgicales (Teyssou et al., 1998 ; Castagnola et al., 2001 ; 

Frankard et al., 2004 ; Adler et al., 2005). 

Plusieurs facteurs de virulence sont décelés chez les Bacillus :  

- La capsule qui aide les bactéries à échapper au système immunitaire par réduction 

de la phagocytose et protection contre le complément (Oh et al., 2011) ; 

- La spore qui est la principale forme infectieuse de l'organisme (Hanna et al., 

1999) ;  

- Les toxines qui sont principalement des entérotoxines et une toxine émétique.      

Les entérotoxines sont hémolytiques (ou non), cytotoxiques et certaines sont 

capables de former des pores et de perturber l'intégrité de la membrane 

plasmique de cellules épithéliales entrainant ainsi une lyse cellulaire (Fagerlund et 

al., 2008). Le céreulide est la toxine responsable du syndrome émétique, il est 

capable d’inhiber l'oxydation des acides gras au niveau de la mitochondrie en 

formant un canal dans sa membrane (Mikkola et al., 1999) ; 

- Les hémolysines I et II qui ont une activité cytolytique en formant des pores dans 

les membranes cytoplasmiques (Laurent, 2019) 

II.4.  Présence de Bacillus dans le milieu hospitalier  

Les Bacillus sont omniprésents dans l'environnement (Vilas-Boas et al., 2007),             

ils se trouvent souvent dans le sol, l'air, l’eau et la nourriture (Fang et al., 2007 ;                       
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Ohsaki et al., 2007). Les endospores de Bacillus sont des formes de vie particulièrement 

robustes qui permettent leur dispersion (Nicholson et al., 2000 ; Nicholson, 2002). Dans 

l’environnement hospitalier, ces bactéries ont été détecté au niveau de plusieurs sites à 

savoir : des équipements, des gants, des draps, des poussières, des machines de ventilation, 

des cathéters veineux centraux, des solutions de calcium, de coton, des cultures de sang, 

des bouteilles et des équipements de laboratoire (Adler et al., 2005 ; Berthelot et al., 2006 ; 

Ohsaki et al., 2007 ; Dohmae et al., 2008). 

Les spores des espèces des Bacillus survivent longtemps sur les surfaces et résistent à 

de nombreux désinfectants hospitaliers, ce qui les rend difficiles à éradiquer du milieu 

hospitalier (Brown, 2000). 

II.5. Résistance de Bacillus aux agents antibactériens  

II.5.1. Résistance de Bacillus aux antibiotiques 

La résistance aux antibiotiques peut être naturelle où toutes les souches d'une même 

espèce sont résistantes à un antibiotique, comme elle peut être acquise grâce à la capacité 

des bactéries de se transférer de l'information génétique entre elles (Tenover et al., 1999).  

II.5.1.1. Résistance aux β-lactames 

La pénicilline est un des tous premiers antibiotiques utilisés pour traiter l'anthrax. 

Toutefois, des études récentes démontrent que de 2 à 16 % des souches de B. anthracis 

d'origine clinique et environnementale ont une résistance acquise à la pénicilline (Fluit et 

al., 2001 ; Cavallo et al., 2002 ; Chen et al., 2003). La présence de β-lactamases et 

pénicillases inductibles explique souvent la résistance de B. anthracis à la pénicilline 

(Beharry et al., 2004).  

Les principaux mécanismes de résistance aux β-lactamines chez les autres Bacillus 

sont également enzymatiques (β-lactamases et pénicillases). Ces enzymes clivent le lien 

amide de l'anneau β-lactame de l'antibiotique et l'inactive (Fluit et al. 2001).                           

En plus, la pénicilline se lie sur des protéines nommées PBP (penicillin binding proteins) et 

inhibe la formation des liens inter-peptidoglycanes qui résulte en une affinité réduite pour 

les β-lactames (Diekema et al., 2004). 
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II.5.1.2. Résistance à la vancomycine  

La vancomycine est un antibiotique naturel de la classe des glycopeptides qui inhibe      

la synthèse de la paroi externe des bactéries à Gram positif (Fluit et al., 2001). 

Le mécanisme de résistance à la vancomycine, le plus fréquent, rencontré chez les 

Bacillus est celui de l'altération de la cible de l'antibiotique. Les gènes connus pour conférer 

cette résistance sont vanA, vanB, vanC1, vanC2, vanC3, vanD, vanE et vanG, mais le gène de 

résistance le plus répandu est le vanA ; Ce gène produit une enzyme alternative qui a pour 

effet de modifier la structure des précurseurs du peptidoglycane qui ne sont plus reconnus 

par l'antibiotique (Courvalin, 2006). 

II.5.1.3. Résistance à la ciprofloxacine 

La ciprofloxacine est un antibiotique synthétique de la classe des fluoroquinolones ; 

elle est généralement utilisée pour traiter certaines infections causées par les Bacillus 

comme l’anthrax (Laflamme, 2008). 

Le mécanisme de résistance à cet antibiotique est une mutation bien ciblée dans         

les gènes gyrA, gyrB, parC et parE encodant l'ADN gyrase (gyr) et la topisomérase IV (par). 

Un autre mécanisme de résistance, moins fréquent, est de pomper l’antibiotique hors de            

la cellule limitant ainsi la pénétration de l'antibiotique à la cible (Fluit et al., 2001). 

 

II.5.1.4. Resistance à autres antibiotiques 

 Résistance aux tétracyclines : Parmi les tétracyclines utilisés vis-à-vis des Bacillus          

est la doxycycline qui inhibe la synthèse protéique bactérienne (Tenover et al., 1999). 

Plusieurs gènes tet ont été identifiés chez les Bacillus et qui sont responsables de trois 

grands mécanismes de résistance soit de l'efflux actif (gènes tetA à tetD et tetK),          

de la modification de la cible (gène tetM) et de la modification enzymatique de 

l'antibiotique (gène tetX) (Chopra et al., 2001 ; Fluit et al., 2001).  

 Résistance à la rifampicine : La rifampicine a été identifiée comme un antibiotique 

efficace pour traiter l'anthrax (Inglesby et al., 2002). C'est un antibiotique à large 

spectre qui empêche la transcription de l'ARN messager (ARNm) en se liant à la sous-

unité β de l'ARN polymérase bactérien. Les Bacillus résistants à la rifampicine 
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produisent un ARN polymérase doté d'une sous-unité β différente mais fonctionnelle 

qui n'est plus reconnu par l'antibiotique (Telenti et al., 1993 ; Campbell et al.,2001). 

 Résistance au chloramphénicol : Le chloramphénicol fait partie de la classe des 

phénicols, c’est un inhibiteur de la synthèse protéique en se liant à la sous-unité 

ribosomale 50S (Laflamme, 2008). Le mécanisme de résistance le plus fréquent décrit 

chez Bacillus est enzymatique médié par l'intermédiaire du gène cat (chloramphenicole 

acetyletransférase) (Fluit et al.,2001) ; 

 Résistance à l’érythromycine : L'érythromycine (classe des macrolides) est                      

un antibiotique actif seulement contre les bactéries à Gram positives, il inhibe                  

la synthèse protéique en se liant à la sous-unité ribosomale 50S (Murray et al.,1999 ; 

Pechère, 2001). Trois mécanismes de résistance à cet antibiotique sont observés à 

savoir la modification de la cible (gène erm : erythromycin methylase gene), l'efflux actif 

(gènes mef : macrolide efflux pomp) et l’inactivation de l’antibiotique (avec des 

éléments conjugatifs) (Pechère, 2001). 

II.5.2. Résistance des Bacillus à autres agents antibactériens 

Plusieurs agents antibactériens sont utilisés pour lutter contre la contamination de 

l’environnement et des surfaces, mais malheureusement les spores bactériennes du genre 

Bacillus sont invariablement les plus résistantes de tous les types d’antiseptiques et de 

désinfectants (Russell, 1997). Ceci est souvent associé à l'incapacité d'un agent pour 

pénétrer la ou les couches externes de spores et atteindre une cible sensible dans la spore 

(Leggett et al., 2012). La résistance de Bacillus aux antiseptiques et aux désinfectants 

développés pendant la sporulation peut être précoce, intermédiaire ou (très) tardive 

événement (Russell et al., 1991). 

Les Bacillus peuvent aussi résister à plusieurs ions métalliques toxiques grâce à des 

systèmes d'absorption limitant leur absorption accidentelle et des pompes à efflux souvent 

régulés par des régulateurs transcriptionnels (Brown et al., 200 ; Busenlehner et al., 2003). 

Certaines études montrent que des isolats de Bacillus cereus et Bacillus subtilis pourraient 

être utilisés comme biosorbants prometteurs pour l'élimination du cuivre et les ions plomb 

des solutions aqueuses (Shawky et al., 2016). 
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III. Pseudomonas  

III.1. Classification  

Le genre Pseudomonas est un grand groupe bactérien comprend plus d'une centaine 

d'espèces ubiquitaires (Braun et al., 2001). La classification phylogénétique de ce genre     

est la suivante (Delarras, 2014): 

 Règne : Bacteria 

 Phylum XII : Proteobacteria  

 Classe : Gammaproteobacteria 

 Ordre : Pseudomonadales 

 Famille : Pseudomonadaceae 

 Genre : Pseudomonas 

III.2. Caractères généraux 

Les Pseudomonas sont des bactéries à Gram négatif qui forment des bâtonnets de       

1 à 3 μm de long sur 0,5 à 1,0 μm de diamètre, non sporulés, généralement mobiles grâce à 

une ou plusieurs flagelles polaires, aérobies à métabolisme strictement respiratoire             

et chimio-organotrophes (Eyquem et al., 2000 ; Palleroni, 2008). 

La culture de ces bactéries est facile sur des milieux minéraux synthétiques avec       

une source simple de carbone (acétate, pyruvate) et sur des milieux sélectifs à base de 

cétrimide (Avril et al., 2000). Elle peut croitre entre 5 et 42°C avec un optimum de 30°C. Par 

contre, elle supporte des moindres variations de pH (6,5 à 7,5) avec un optimum de 7,2. 

Certaines espèces produisent des pigments caractéristiques (la pyoverdine, la pyocyanine) 

(Delarras, 2014). 

Pseudomonas peut utiliser les nitrates comme accepteur d’électrons en croissance 

anaérobie, fermentant le glucose mais pas le lactose, oxydase positive, catalase négative, 

citrate de simmons positive, et hydrolysant la gélatine (gélatinase très active) (Walsh et al., 

2001). 
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III.3. Pouvoir pathogène   

L’espèce Pseudomonas aeruginosa est imposée comme le pathogène hospitalier         

le plus important des Pseudomonas du fait du nombre et de la gravité des infections 

causées (Cholley, 2010). Elle est principalement responsable d’infections pulmonaires, 

urinaires, ostéo-articulaires, oculaires, ORL, méningées, cutanées, mais aussi de 

bactériémies, entérites et endocardites (Talon et al., 1995 ; Speijer et al., 1999).  

Pseudomonas possède de nombreux facteurs de virulence (Filloux, 2003 ; Prescott, 

2009): 

- Les flagelles et les pilis : Elles sont le moteur principal de déplacement et 

d’adhésion ; 

- Les lipopolysaccharide (LPS) : Ils sont également impliqués dans l’attachement des 

bactéries à des surfaces diverses selon leur taille et leur caractère plus ou moins 

hydrophobe ; 

- Les exoenzymes : sont au nombre de quatre chez les Pseudomonas, l’Exo S et T qui 

provoquent l’inhibition des processus cellulaires comme la mobilité ou                      

la phagocytose, l’Exo U qui dégrade les composants de la membrane cellulaire et 

les membranes des compartiments internes et l’Exo Y qui conduit à la formation 

d’espaces entre les cellules augmentant la perméabilité et fragilisant les tissus ; 

- Les exotoxines et les hémolysines (phospholipase C) : l'activité d'exotoxine A dans 

la cellule cible est l’ADP ribosylation du facteur d’élongation, conduisant au blocage 

de la synthèse des protéines et à la mort cellulaire (Perdu, 2013).                              

Les phospholipase C dégradent les phospholipides présents notamment dans               

le surfactant pulmonaire et les membranes des cellules eucaryotes. Elle participe 

ainsi aux dommages tissulaires et facilite l’invasion bactérienne (Boles et al., 2005). 

 

III.4. Présence de Pseudomonas dans le milieu hospitalier  

Les bactéries du genre Pseudomonas occupent la plupart des environnements 

naturels. Elles sont isolées de l'eau, du sol, des poussières en suspension dans l'air et des 

végétaux. En pathologie infectieuse, P. aeruginosa est l’espèce pathogène opportuniste         
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la plus fréquemment isolée. Elle peut être rencontrée au niveau du tube digestif, de              

la gorge, du nez ou de la peau (Avril et al., 2000 ; Eyquem et al., 2000 ; Freney et al., 2007).  

En raison de sa haute résistance aux antibiotiques et aux désinfectants, cette bactérie 

est fréquemment présente dans différents environnements hospitaliers, notamment           

les surfaces humides comme l’eau du robinet, l'évier, l'équipement respiratoire,                     

la bronchoscope et certaines solutions antiseptiques. De plus, les travailleurs de la santé 

sont un réservoir possible contribué aux flambées nosocomiales (Deplano et al., 2005).       

Peu d'études ont documenté leur présence dans l'air intérieur des établissements de santé 

(Ekhaise et al., 2008). 

 

III.5. Résistance de Pseudomonas aux agents antibactériens  

III.5.1. Résistance de Pseudomonas aux antibiotiques 

L’émergence de bactéries résistantes aux antibiotiques est un problème majeur de 

santé publique. En 2017, l’OMS a classé Pseudomonas aeruginosa dans le groupe des 

bactéries pathogènes les plus problématiques du point de vue de l’antibiorésistance (WHO, 

2017). 

P. aeruginosa est caractérisé par une résistance naturelle à de nombreuses familles 

d’antibiotiques et par son aptitude à l’acquisition de nouvelles résistances vis- à-vis de 

composés habituellement actifs. Les principales familles d’antibiotiques présentant              

un intérêt thérapeutique sont les β-lactamines, les aminosides et les fluoroquinolones     

(Bert et al., 2000). 

III.5.1.1. Résistance aux β-lactamines 

Les β-lactamines incluant les pénicillines, les céphalosporines, les monobactames         

et les carbapénèmes constituent la famille d’antibiotiques la plus fréquemment utilisée dans 

le traitement des infections à bactéries Gram négatif, notamment P. aeruginosa               

(Chen et al.,1995 ; Rio et al., 2002).  
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Les mécanismes de résistances à cette famille d’antibiotique observés chez                   

les Pseudomonas sont les suivants : 

- La production d’une bêta-lactamase chromosomique inductible de classe C qui 

hydrolyse préférentiellement les céphalosporines de première génération 

(Sougakoff et al., 2003). Des mutations dans le système de régulation de                   

la production de cette β-lactamase entrainent une production stable à haute 

niveau d’Amp C qui affecte l’activité de l’ensemble des β-lactamines à l’exception 

de celles des carbapénèmes (Poirel, 2006). 

- La modification de la protéine de membrane externe OprD reste le mécanisme          

le plus fréquent de la résistance aux carbapénèmes en particulier à l’imipenème 

(Barbier et al., 2010). 

- Les béta-lactamases à spectre élargi (BLSE) dérivées d’oxacillinase de classe D  

(OXA-2, OXA-10, OXA-18) hydrolysent la plupart des β-lactamines y compris                       

les céphalosporines, l’imipénème et le méropénème (Pechère et al., 2008).      

L’OXA-18 est la seule β-lactamase de classe D inhibée par l’acide clavulanique 

identifiée chez P. aeruginosa (Naas et al., 1999). 

- Les résistances acquises aux céphalosporines de 3ème génération (C3G), soit par 

hyperproduction de céphalosporinase, soit par BLSE (Emile, 2008). 

- Le système d’efflux membranaire MexAB-OprM, capable d’exporter                          

les antibiotiques en dehors de la cellule. Cette pompe à efflux est composée de 

trois protéines, MexA, MexB et OprM, incorporées dans les membranes internes      

et externes de la paroi bactérienne (Masuda et al., 2000). 

III.5.1.2. Résistance aux aminosides 

- La résistance aux aminosides est liée le plus souvent à l’acquisition d’enzymes 

inactivatrices qui limitent l’interaction avec les ribosomes : les aminosides 

phosphotransférases (APH) qui phosphorylent des groupements hydroxyles,              

les aminosides nucléotidyltransférases ou O-adénylyl (ANT ou AAD) qui adénylent 

des groupements hydroxyles et les aminosides acétyltransférases (AAC) qui 

catalysent l’acétylation des groupements aminés (Bonomo et al., 2006 ; Jehl et al., 

2012). 
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- Considérant que, la pompe d'efflux (MexXY- oprM) est décrite comme la principale 

manifestation de la résistance aux aminosides, la modification de la cible (ARNr 16S) 

a également représenté plusieurs cas de résistance aux aminosides (Sohidul, 2008). 

III.5.1.3. Résistance aux fluoroquinolones 

La résistance de haut niveau est principalement liée à des mutations au niveau de 

gyrA et gyrB (sous unités A et B de l’ADN gyrase) ou de la sous unité parC de                             

la topoisomérase entraînant une baisse d’affinité pour l’antibiotique et/ou de ceux régulant 

l’expression des systèmes d’efflux (Meradji, 2017). 

III.5.1.4. Résistance à autres antibiotiques 

Les autres mécanismes de résistances décrits chez Pseudomonas sont (Moskowitz et 

al.,2004 ; Murakami et al., 2006 ; Mesaros et al., 2007 ; Muller et al., 2011 ; Buyck et al., 

2012):  

 Résistance aux macrolides : La résistance intrinsèque de P. aeruginosa aux 

macrolides était en partie attribuable à expression constitutive des pompes à efflux 

(MexAB – OprM et MexXY – OprM) Ainsi, les antibiotiques sont piégés par MexB, 

transférés dans la cavité OprMet finalement rejetés dans le milieu extérieur à l'aide 

de MexA) ; 

 Résistance aux phénicoles : Il s’agit d’un chloramphénicol acétyltransférase (CAT) 

capable d’acétyler le groupement hydroxyle de la molécule ; 

 Résistance à la colistine : C’est une imperméabilité membranaire qui est assurée par 

une modification déterminée de la composante lipidique A du LPS ; 

 Résistance aux tétracyclines : Dépend à un system d'énergie qui expulsant                

les tétracyclines en dehors de la bactérie et fournir une protection du ribosome par 

une protéine soluble ; 

 Résistance à la rifampicine : S'explique par sa ribosylation c'est-à-dire par la fixation 

d'un sucre sous l'influence d'une ADP-ribosyl transférase produite par P. aeruginosa ; 

 Résistance aux sulfamides : Elle est d'origine chromosomique, due à une diminution 

de perméabilité, une hyperproduction d’acide para-aminobenzoïque ou une hyper-

production de la dihydropeptéraote synthétase. 
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III.5.2. Résistance de Pseudomonas à autres agents antibactériens 

Les antiseptiques et les désinfectants sont largement utilisés dans les hôpitaux              

et d'autres établissements de soins de santé pour lutter contre la colonisation des 

microorganismes (Rutala, 1995 ; Larson, 1996). L'utilisation généralisée de ces agents 

antibactériens a suscité des spéculations sur le développement de la résistance bactérienne, 

en particulier P. aeruginosa. La résistance de cette espèce est liée à la structure de                  

la membrane externe et au LPS, qui font obstacle au passage des molécules biocides 

(McDonnell et al., 1999 ; Mérens et al.,2013). Ainsi, il apparaît que le développement de        

la résistance est associé à des changements dans l'enveloppe cellulaire, limitant ainsi 

l'absorption d'antiseptiques et de désinfectants (McDonnell et al., 1999). Les antiseptiques 

et les désinfectants les plus actifs sur P. aeruginosa sont principalement les dérivés chlorés, 

les dérivés iodés, les ammoniums quaternaires et les dérivés mercuriels ou argentiques 

(McDonnell et al., 1999).  

P. aeruginosa a été fréquemment isolées d’environnements contaminés en métaux 

(Hassan et al., 1999) et il a été démontré que cette espèce a plusieurs mécanismes de 

résistance, comme l'opéron mer qui réduit le mercure (Hg2+) toxique en Hg volatil qui diffuse 

ensuite hors de la cellule (Outten et al., 2000). Cependant, chez ces bactéries, les systèmes 

d'efflux sont un mécanisme de résistance plus courant pour traiter les métaux lourds. Un tel 

système est le système cop de Pseudomonas syringae qui contient les gènes structurels 

copABCD. Les gènes copB et copD sont impliqués dans le transport du cuivre à travers            

la membrane, tandis que les produits des gènes copA et copC sont des protéines                     

de la membrane externe qui se lient au Cu2+ dans le périplasme, protégeant la cellule du 

cuivre (Cooksey, 1994 ; Silver, 1996). 
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IV.  Biofilm et environnement hospitalier  

IV.1. Mécanisme de formation des biofilms  

Le biofilm est généralement défini comme des communautés de cellules microbiennes 

associées à une surface enfermées dans une matrice extracellulaire qui présente une 

structure caractéristique et qui est responsable de la résistance accrue aux agents 

antimicrobiens et aux stress environnementaux (Aaron et al., 2002). Ainsi, le biofilm 

présente souvent une architecture complexe, très variable d’un biofilm à l’autre selon les 

microorganismes qui le composent et les conditions environnementales (Sutherland, 2001). 

Les mécanismes employés par les différentes espèces bactériennes pour la formation 

des biofilms sont universels telles que l’établissement d’interactions cellules-cellules, la 

production d’une matrice extracellulaire entourant les cellules, une phase de maturation du 

biofilm avant sa dispersion et le retour à la l’état planctonique (Fig. 1).  

 

 

Figure 1 : Étapes de la formation d’un biofilm (Yannick et al., 2014). 
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IV.1.1 Conditionnement de la surface et adhésion 

Les surfaces constituent généralement le siège d’une adsorption spontanée de 

composés du milieu (molécules organiques et ions) ce qui conduit au conditionnement d’un 

micro-environnement favorable à l’adhésion stable des bactéries (La Barre et al., 2007).  

Deux phases d’adhésion correspondent à une fixation active et spécifique des 

bactéries sur une surface (Van, 2005) :  

-  Une adhésion réversible qui est le résultat de l’interaction entre les bactéries             

et un substrat solide. Les cellules s’adsorbent sur une surface pendant un certain 

temps, mais peuvent se détacher (Muller et al., 2014) ; 

- Une adhésion irréversible qui intervient dans un deuxième temps grâce à                 

la sécrétion d’exo-polymères par les bactéries permettant de consolider leur 

fixation au support. Dans ce cas des interactions fortes s’établissent entre                 

la bactérie et la surface avec des liaisons de type hydrophobe (Bellifa, 2014).           

Une fois attachés, les microorganismes se divisent et forment des micro-colonies 

(Philips et al., 2011). 

IV.1.2. Maturation de biofilm 

Le biofilm a une croissance exponentielle se traduisant par une augmentation 

importante de son épaisseur jusqu’à la formation d’un film hétérogène tridimensionnel 

(Costerton et al., 1995 ; Davey et al., 2000 ; Sauer et al., 2002). Dans cette structure se 

forment des canaux permettant la circulation de nutriments, d’oxygène et l’évacuation des 

produits issus du métabolisme bactérien. L’épaisseur du biofilm se stabilise lorsque ses 

phénomènes d’arrachement compensent sa croissance (Costerton et al., 1999). 

IV.1.3. Dispersion du biofilm 

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

surfaces. Celle-ci intervient lorsque les conditions environnementales (pH, niveau de 

nutriments, accumulation de déchets métaboliques toxiques…) deviennent défavorables 

(Sauer et al., 2002 ; Sauer et al., 2004). 
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IV.2. Diversité bactérienne dans les biofilms du milieu hospitalier 

Plusieurs bactéries sont responsables de la formation du biofilm en milieu hospitalier, 

le rôle de ce dernier dans l’apparition de maladies infectieuses a été clairement démontrer 

par des épreuves épidémiologiques. Les bactéries formatrices de biofilm proviennent 

généralement de la flore commensale du patient, de l’environnement ou de la microflore 

exogène transitoire véhiculée par le personnel hospitalier (Seghir et al., 2016). 

Parmi les bactéries formatrices de biofilm dans l’environnement hospitalier : 

- Pseudomonas aeruginosa : Cette bactérie qui est à l’origine des infections 

chroniques se caractérise par la formation de biofilm grâce à sa grande capacité à 

coloniser les surfaces (Denis et al., 2007). En prenant le mode de croissance du 

biofilm, P. aeruginosa devient un agent pathogène hautement résistant, avec des 

conséquences importantes pour l'hôte (Rogan et al., 2004). 

- Staphylocoques : Responsables de la grande majorité des infections causées par des 

biofilms. Staphylococcus epidermidis et Staphylococcus aureus sont les agents           

les plus fréquemment responsables d’infections sur les dispositifs médicaux, qui 

impliquent la formation de biofilm (Fey, 2010). 

- Entérobactéries : Nombreux facteurs de virulence décrits chez les entérobactéries 

comme certaines souches d’Escherichia coli et Klebsiella pneumoniae sont connus 

pour être impliqués à des degrés divers dans la formation de biofilms. Les flagelles et 

les fimbriae (ou pili), plutôt impliqués dans les étapes d’adhérence aux surfaces et de 

développement précoce du biofilm, ainsi que l’antigène 43, le PGA (Poly-β-1,6-N-

acétylglucosamine), la cellulose ou l’acide colanique qui ont un rôle dans                       

la maturation du biofilm (Van Houdt et al., 2005). 

- Bacillus : Toutes les espèces de Bacillus forment des biofilms et l'un de ces structures 

les mieux caractérisés est celui de B. subtilis (Ren et al., 2004) ; Cet organisme 

environnemental commun a été caractérisé phénotypiquement et génétiquement 

dans le mode de croissance du biofilm (Morikawa, 2006). De même, B. anthracis,     

la responsable de l’anthrax, et grâce à son pouvoir pathogène forme facilement des 

biofilms qui sont plus résistants aux antibiotiques que les cellules planctoniques (Lee 

et al., 2007). 
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- Legionella : Legionella pneumophila, l’agent de légionellose, est une bactérie 

formatrice de biofilms par excellence surtout sur les parois internes des canalisations 

et dans les systèmes de climatisation. Elle prolifère fréquemment dans                       

les établissements de santé et représente un risque sanitaire, en particulier pour       

les personnes les plus fragiles (Campèse et al., 2006). 

- Acinetobacter : Elle est apte à former des biofilms, son phénotype de résistance est 

directement associé à celui-ci. L’espèce A. baumannii ayant la capacité à                       

la colonisation sur les surfaces abiotiques, les surfaces des équipements hospitaliers 

et les dispositifs médicaux (Djeribi et al., 2012). En effet, il devient de plus en plus 

évident que la capacité de formation de biofilm est l'un des principaux facteurs de 

virulence commun à un grand nombre d’isolats cliniques d’A.baumannii (King et al., 

2009 ; Longo et al., 2014). 

 

IV.3. Stratégies antibiofilm 

La capacité de formation des biofilms par les microorganismes est considérée comme 

un facteur de virulence important ce qui conduit à des infections chroniques et récurrentes 

persistantes (Grant et al., 2013). Afin de lutter contre la formation des biofilms (et/ou 

l’élimination des biofilms formés), plusieurs stratégies sont utilisées : 

- Le meilleur moyen ancien utiliser pour empêcher la formation de biofilms en milieu 

hospitalier repose sur les conditions d’hygiène strictes, afin d’éviter au maximum toute 

contamination microbienne (Francolini et al., 2010). Le nettoyage mécanique                  

et le nettoyage qui précède la désinfection restent encore parmi les moyens les plus 

efficaces (Stickler, 2002 ; Wanner, 2006). Le but de ces derniers est de détruire              

les bactéries du biofilm, qui n’auraient pas été éliminées préalablement par                      

le nettoyage (Wanner, 2006). En revanche, la plupart des antiseptiques et désinfectants 

ont du mal à pénétrer au sein des biofilms, et les bactéries des biofilms sont résistantes 

à leur action ce qui diminue l’efficacité de cette méthode (Stickler, 2002) ; 

- Ces dernières années et vu la capacité des micro-organismes d’adhérer aux surfaces en 

acier inoxydable environ 28 jours (Casey et al., 2010), des options de lutte alternatives 

sont utilisés telles que les composés naturels (N-heptylsulfanylacétyl-l-

homosérinelactone extrait d'ail, fraction d'acétate d'éthyle de Cocculustrilobus, 
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polyphénols de la canneberge) (Bodet et al., 2008), les nouveaux produits chimiques 

(Tween 20 et Triton X-100) (Chen et al., 2000) et les métaux inorganiques comme           

le cuivre et les alliages de cuivre ( le laiton, le cupronickel, le cuivre-nickel-zinc                 

et le bronze) (Warnes et al., 2015). Les pansements contenant du cuivre                           

et les peintures incorporées au cuivre ont été utilisés pour surmonter la montée des 

micro-organismes (Beeton et al., 2014). Les surfaces abiotiques imprégnées de cuivre 

telles que les cathéters urinaires peuvent empêcher la colonisation d'agents 

pathogènes tels que Staphylococcus aureus résistant à la méticilline (SARM), 

Pseudomonas aeruginosa, E. coli O157 : H7, Enterobacter aerogenes champignons           

et virus ;  

- Actuellement, des stratégies basées sur l’utilisation des enzymes bactériennes comme 

la dispersine B (capable de dégrader le polymère de N-acétyl-glucosamine de la matrice 

du biofilm) et des bactériophages ont également montré une capacité de lutter contre 

la formation des biofilms (Kaplan et al., 2004 ; Donlan, 2009). 



 

 

Chapitre II :  

Étude 

expérimentale 
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I. Cadre d’étude 

Cette étude a porté sur huit souches d’origine hospitalière à savoir 04 souches 

appartenant au genre Bacillus et 04 souches de Pseudomonas.  

Le choix de ces deux espèces bactériennes est basé sur : 

 Leur caractère ubiquitaire dans l’environnement ; 

  Leur sensibilité différente vis-à-vis aux antibiotiques ; 

 Leur capacité de former un biofilm. 

 

Ces souches ont été isolées de divers sites de l’environnement hospitalier, en 

particulier au niveau des sanitaires de trois établissements publics hospitaliers, situés dans la 

commune de la Wilaya de Guelma: 

 

 Hôpital Ibn Zohr : Contient 220 lits et dispose de trois principaux services : 

Phtisiologie, Maladies infectieuses et Hémodialyse ; en plus de l’hôpital du jour qui 

comprend le service de Diabétologie et Hématologie ; 

 Hôpital El Hakim Okbi : Il comprend 311 lits distribués sur huit services : Les 

urgences, Bloc opératoire et Réanimation, Pédiatrie, Gynécologie et Néonatologie, 

Médecine générale, Chirurgie générale, Traumatologie et Oto-Rhino-Laryngologie ; 

 Complexe Mère-enfant : Établissement hospitalier spécialisé représente l’unique 

pôle d’accueil permanent des urgences pédiatriques. 

Les dates et les sites de prélèvements réalisés au cours de cette étude sont détaillés 

dans le tableau 01. Les différentes manipulations microbiologiques ont été réalisées au 

niveau du Laboratoire de Microbiologie de Département de Biologie à l’Université 8 Mai 

1945 de Guelma. 

 

 

 

 

 



            Étude expérimentale   

 

23 
 

II. Échantillonnage et technique de prélèvement 

II.1. Échantillonnage 

Les prélèvements ont été réalisés à partir de 15 différents sites environnementaux 

(Tableau 01). Ces points de prélèvement sont classés parmi les zones à risque pour les 

patients et les visiteurs (IHGF, 2017). Les prélèvements ont été effectués le matin après le 

nettoyage et/ ou la désinfection quotidienne.  

 

Tableau 01 : Sites de prélèvement au niveau des sanitaires de différents établissements 

hospitaliers.  

Établissement 
hospitalier 

Numéro de 
prélèvement 

Site de 
prélèvement 

Matériaux du site 
de prélèvement 

Date de 
prélèvement 

Hôpital Ibn 
Zohr 

P1-P2-P3 Drain d'évier Inox 18.02.2020 

P4 Poignée de la porte  Inox 18.02.2020 

P5 Robinet  Inox 18.02.2020 

Hôpital             
El Hakim Okbi  

P6- P7 Lavabo  Céramique 18.02.2020 

P8 Cuvette de toilette Céramique 18.02.2020 

P9- P10 Mur Céramique 18.02.2020 

Complexe 
Mère-enfant   

P11- P12 Interrupteur (WC) Plastique 18.02.2020 

P13-P14 Drain d'évier Inox 18.02.2020 

P15 Robinet  Inox 18.02.2020 

 

II.2. Technique de prélèvement 

La technique de prélèvement utilisée est la méthode d’écouvillonnage qui consiste 

à (Zenouaki et al., 2015): 

- Frotter sur la surface sèche à analyser, l’extrémité cotonnée de l’écouvillon 

préalablement humidifiée à l’aide d’eau physiologique ; 

- Tromper l’écouvillon et agiter dans un tube contenant 10 ml du bouillon nutritif ; 

Pour les surfaces humides, il suffit de frotter directement sans l’utilisation de l’eau 

physiologique. 

Les échantillons ainsi prélevés ont été rapidement transportés au laboratoire de 

microbiologie où ils sont incubés à 37°C pendant 24 heures jusqu'à l’apparition de culture 

bactérienne. Cette étape permet la croissance des bactéries, ce qui facilitera leurs cultures 

sur les milieux d’isolement (Guiraud, 2003). 



            Étude expérimentale   

 

24 
 

III. Méthodologie   

III.1. Isolement et identification phénotypique des souches bactériennes 

Le schéma 01 illustre l’étape d’isolement et d’identification des deux genres bactériens 

à étudier.  

III.1.1. Isolement des souches bactériennes 

À partir des milieux d’enrichissements présentant une croissance bactérienne, nous 

avons ensemencé 02 milieux de culture (Larpent, 1997 ; Guiraud, 2003): 

- La gélose au cétrimide qui est un milieu sélectif permettant l'isolement des 

Pseudomonas et notamment de P. aeruginosa. Sur ce milieu de très nombreuses 

bactéries sont inhibées de par la présence de l'antiseptique cétrimide (bromure 

de N-cétyl-N-tri méthylammonium) ainsi que par la présence de l'antibiotique 

acide nalidixique (inhibiteur de nombreuses bactéries à Gram négatif) ; 

- La Gélose nutritive (GN) à pH alcalin qui est utilisé pour l’isolement des bactéries 

alcalophiles comme les Bacillus. 

 

Tous les milieux ensemencés sont incubés à 37°C pendant 24 heures.  
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Prélèvements à partir des surfaces de l'environnement hospitalier 

                         

Incubation à 37°C pendant 24H 

 

 

 

 

 

 

 

Incubation à 37°C pendant 24H 

 

Identification des colonies suspectes 

Examens macroscopique et microscopique 

Recherche des enzymes respiratoires 

Test de thermorésistance (Bacillus) 

Recherche des pigments (Pseudomonas) 

Caractères biochimiques : Galeries API 

 

Schéma 1 : Isolement et identification des souches de Bacillus et Pseudomonas. 

GN alcaline 

(Bacillus) 

 

 

 

 

 

 

 

Cétrimide 

(Pseudomonas) 

Bouillon nutritif 

 

10 ml  

 

Trouble                                                                                                                         
Bactérien 

 

Isolement 

Écouvillon 
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III.1.2. Identification phénotypique des souches bactériennes 

III.1.2.1. Identification morphologique 

 Examen macroscopique  

L’identification macroscopique des germes est basée sur l’observation de l’aspect 

macroscopique des colonies obtenues (la taille, la forme, la couleur, la consistance, l’opacité, 

l’allure du contour) (Delarras, 2007). 

Sur la gélose au cétrimide les colonies suspectes de Pseudomonas sont généralement 

vertes pâles présentant une fluorescence. Sur la GN à pH alcalin les colonies des Bacillus sont 

blanchâtres et à contours irréguliers (Larpent, 1997). 

 

 Examen microscopique  

L’aspect microscopique des bactéries isolées a été observé par une coloration de Gram. 

 Coloration de Gram  

Cette coloration aide à déterminer deux grands groupes bactériens : les Gram positif et 

les Gram négatif. Elle permet aussi de connaître la morphologie et le mode de regroupement 

des bactéries (Degrement, 1998). 

Technique  

      La coloration de Gram ou coloration différentielle s’effectue de la manière suivante : 

- Préparation d’un frottis bactérien : prélever la colonie bactérienne à identifier, et 

l’étaler sur une goutte d’eau physiologique déposée sur une lame propre puis la fixer 

par simple passage sur la flamme du bec bunsen ; 

- Coloration par le violet : chaque frottis fixé à la chaleur est coloré pendant une 

minute au violet de Gentiane, il est ensuite laver rapidement par l’eau courante ; 

- Mordançage : traiter durant une minute par la solution de Lugol et laver à l’eau ; 

- Décoloration : en traitant avec l’alcool, couler le solvant sur frottis pendant une à trois 

secondes puis laver immédiatement à l’eau courante. À ce stade, les cellules Gram 

négatives seront incolores, les cellules Gram positives restent violettes ; 
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- Recoloration : soumettre le frottis durant 30 secondes à une courte coloration par la 

fuchsine pour recolorer les cellules Gram négatives présentes puis rincer et sécher 

entre deux feuilles de papier buvard propre. 

- Examiner le frottis, à immersion à l’objectif ×100. 

 

Lecture  

Les bactéries à Gram positif sont bien colorées en violet alors que les bactéries à Gram 

négatif sont bien colorées en rose (Prescott et al., 1999). 

 

III.1.2.2. Recherche des enzymes respiratoires 

Deux enzymes respiratoires sont recherchées : l’oxydase et la catalase (Tableau 02). 

Tableau 02 : Recherche des enzymes respiratoires. 

 

 

 

 

Enzyme Propriété 
 

Technique 
 

Lecture Référence 

C
at

al
as

e
 Dégrade  

Le peroxyde 
d’hydrogène  
(H2O2) 
 

• Déposer sur une lame une goutte d’eau 
oxygénée (peroxyde d’hydrogène) à l’aide 
d’une pipette Pasteur ; 
 
• Prélever un fragment de la colonie à  
Etudier ;  
 
• Dissocier la colonie dans  
la goutte. 
 

• Catalase positive : 
Apparition des bulles de 
gaz, la bactérie possède la 
catalase. 
 
• Catalase négative : 
Absence des bulles de 
 gaz, la bactérie ne possède  
pas la catalase. 

(Guiraud, 
2003) 

O
xy

d
as

e
 

 

 
Catalyse 
 les 
réactions 
d’oxydo- 
réduction 
 

• Déposer le disque d’oxydase sur 
 une lame propre, l’humidifier avec deux 
gouttes d’eau distillée stérile ; 
• Ecraser la colonie testée sur  
le disque. 

• Oxydase positif : 
Colonie prend une couleur 
violette. 
• Oxydase négatif : 
La colonie reste 
incolore, donc absence  
d’enzyme recherché. 

(Prescott 
et al., 
1999) 
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III.1.2.3. Test de thermorésistance  

Le test de thermorésistance permet la mise en évidence de la sporulation, il est réalisé 

pour les Bacillus comme suit (Guiraud, 2003): 

- Réaliser une culture âgée (3 à 10 jours) sur bouillon nutritif additionné de 0,004% 

de sulfate de manganèse ; 

- Chauffer la culture à 80°C pendant 10 minutes ; 

- Repiquer la culture obtenue sur un autre bouillon nutritif ; 

Incuber à 30°C pendant 2 à 5 jours ; le développement bactérien est une 

présomption de la sporulation qui reste à confirmer par un examen microscopique. 

III.1.2.4. Recherche des pigments 

À partir des cultures pures de Pseudomonas, nous avons recherché deux pigments :      

la pyocyanine et la pyoverdine 

- Inoculer les deux milieux King A et King B par une strie médiane ; 

- Incuber à 37°C pendant 1 à 4 jours ; 

Le milieu King A est destiné à favoriser sélectivement la synthèse de la pyocyanine 

(pigment élaboré spécifiquement par Pseudomonas aeruginosa (bacille pyocyanique).           

Le milieu King B est destiné à favoriser la synthèse du pigment jaune-vert fluorescent 

(pyoverdine) par le bacille pyocyanique et divers autres Pseudomonas. Exemple : 

Pseudomonas fluorescens.  

Lecture  

- Couleur bleue sur le milieu King A : présence de pyocyanine ; 

- Couleur jaune-vert fluorescent sur le milieu King B sous UV : présence de pyoverdine.  
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Remarque : En cas de doute pour la production de la pyocyanine, verser 0,5 ml de 

chloroforme à la surface de la culture sur le King A et laisser les tubes inclinés pendant 10 à 

15 minutes. La pyocyanine est soluble dans le chloroforme coloré celui-ci en bleu (Guiraud, 

2003). 

 

III.1.2.5. Biotypage par microgalerie API  

 

- Le système API (Appareillage et Procédé d’Identification) est une version miniaturisée 

et standardisée des techniques biochimiques conventionnelles pour l’identification 

des bactéries (Freney et al., 2000).  

- Deux galeries API ont été utilisées : l’API 20 E pour l’identification des Bacillus, et l’API 

20NE pour les Pseudomonas. 

- La préparation et l’inoculation des galeries citées-ci-dessus sont résumées dans le 

tableau 03. 

 

III.1.3. Conservation des souches bactériennes 

Les 8 souches bactériennes ont été purifiées par des repiquages successifs et 

conservées jusqu'à l’étude de la résistance aux antibiotiques. La conservation des souches a 

été réalisée à la température ambiante, par ensemencement par stries sur la gélose nutritive 

inclinées en tubes à essai (Guiraud, 2003). 
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Tableau 03 : Préparation et inoculation de galeries biochimiques miniaturisés API (source: http://www.biomerieux.com). 

Type de 

l’API 
Caractéristiques 

Préparation 

Galerie/inoculum 
Inoculation de la galerie Lecture Identification 

API 20 E 

-Comporte 20 tests 

-Destinée aux entérobactéries 

et à autre bacilles à  

Gram négatif. 
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- Remplir les tubes et les cupules des tests : CIT, VP, GEL avec la suspension 

bactérienne ; 

- Remplir uniquement les tubes des autres tests ; 

- Créer une anaérobiose dans les tests : ADH, LDC, ODC, URE, H2S en remplissant 

leur cupule d’huile de paraffine ; 

- Refermer la boîte d’incubation et la placer à 37°C pendant 18 à 24 heures. 
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API 20 NE 

-Comporte 20 tests 

-Destinée aux bacilles à 

Gram négatif non 

entérobactéries et non 

fastidieux. 

- Remplir uniquement les tubes des tests NO3 à PNPG ; 

- Créer une anaérobiose (par l’huile de paraffine) dans les tests : 

GLU, ADH, URE en remplissant leur cupule d’huile de paraffine ; 

- Remplir les tubes et les cupules des tests : GLU à PAC avec la suspension 

bactérienne ; 

- Refermer la boîte d’incubation et la placer à 37°C pendant 18 à 24 heures. 

*voire annexe II, ** Consulter : http://www.biomerieux.com 

http://www.biomerieux.com/
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III.2. Étude de la résistance des bactéries aux antibiotiques  

L’étude de la résistance aux antibiotiques a été réalisée par la méthode classique de 

diffusion des disques d’antibiotiques en milieu Mueller-Hinton selon les recommandations du 

comité de l’antibiogramme de la Société Française de Microbiologie (CA-SFM, 2020). 

III.2.1. Technique de l’antibiogramme 

 Préparation de l’inoculum  

- À partir d’une culture pure de 18 à 24 H sur milieu d’isolement approprié, racler à 

l’aide d’un écouvillon quelques colonies bien isolées et parfaitement identiques ; 

- Bien décharger l’écouvillon dans 5 à 10 ml de bouillon Mueller Hinton ; 

- Bien homogénéiser la suspension bactérienne, son opacité doit être équivalente à 0,5 

Mc Ferland (~ 108 UFC/ml). 

 Ensemencement de la gélose Mueller Hinton (MH) 

- Couler la gélose MH en boites de Pétri, Laisser sécher et solidifier sur paillasse avant 

utilisation ; 

- Tremper un écouvillon stérile dans l’inoculum préparé (~ 106 UFC/mL pour les Bacillus 

et ~ 107 UFC/mL pour les Pseudomonas) ; 

- L’essorer en le pressant fermement (et en le tournant) contre la paroi interne du 

tube, afin de le décharger au maximum ; 

- Frotter l’écouvillon sur la totalité de la gélose de haut en bas, en stries serrées ; 

- Répéter l’opération 2 fois en tournant la boite de 60° à chaque fois, sans oublier de 

faire pivoter l’écouvillon sur lui-même. Finir l’ensemencement en passant l’écouvillon 

par la périphérie de la gélose ; 

- Laisser les boites ensemencer 15 à 20 min sur paillasse ou dans l’étuve à 37°C avant 

l’application des antibiotiques. 

 Application des disques d’antibiotiques  

- Déposer les disques d’antibiotique sur la gélose à l’aide d’une pince flambée, en 

appuyant doucement sur chaque disque pour assurer un contact uniforme avec le 

milieu ; 

- Laisser les boîtes à une température ambiante pendant 30 minutes sur la paillasse 

pour permettre la diffusion de l’antibiotique dans la gélose ; 

- Incuber (sans dépasser les 30 minutes) à l’étuve à 37°C pendant 18 à 24 heures. 
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 Lecture interprétative  

Les diamètres des zones d’inhibition autour des disques sont mesurés à l’aide         

d’un pied à coulisse en millimètre, puis ils sont comparés aux diamètres critiques 

conformément aux indications d’Institut pasteur production. Il convient de noter toutefois, 

qu’une souche dont la sensibilité aux antibiotiques est ainsi évaluée peut être déclarée           

" sensible, intermédiaire ou résistante". 

III.2.2. Antibiotiques testés  

Les antibiotiques qui ont été testés sur les différentes souches bactériennes sont 

représentés dans le tableau 04. 

Le choix des antibiotiques testés repose sur l'identification du genre et son profil 

habituel vis-à-vis des antibiotiques (résistances naturelles et résistances acquises possibles). 

Tableau 04 : Critères des antibiotiques testés sur les souches bactériennes (IPP, 1981). 

Diamètres 
critiques 

(mm) 

S ≥        R < 

Charge 
du 

disque 
Code Classe 

Famille 
d’antibiotique 

Antibiotique 
Genre 

bactérien 

21           14 25 Unité AMX Pénicilline Bêta -lactamine Amoxicilline 

B
a

ci
llu

s
 

29             8 10 P Pénicilline Bêta -lactamine Pénicilline G 

22           16 5 OFX Fluoroquinolone Quinolone Ofloxacine 

23           19 

 
30 C 

Divers 
Aminoglyco-

side 
Chloramphénicol 

21            15 5 CTX Céphalosporine Bêta -lactamine Céfotaxime 

15              -      10Unité CT Pénicilline Polymyxine Colistine 

P
se

u
d

o
m

o
n

a
s

 

21           15 30 CAZ Céphalosporine Bêta -lactamine Ceftazidime 

23            19 30 C Divers Aminoglycoside Chloramphénicol 

18           12 30 CZ Céphalosporine Bêta -lactamine Céfazoline 

17            - 30 VA Glycopeptide Glycopeptide Vancomycine 
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III.3. Étude de la capacité de formation de biofilm  

Cette partie de l’expérimentation porte sur la détection de la capacité des souches 

bactériennes isolées des sites hospitaliers à former de biofilm. La technique utilisée est celle 

du « Test d’adhésion en microplaque par coloration au cristal violet » (Nagant et al., 2010 ; 

Camps, 2011 ; Crémet et al., 2013). 

Cette méthode utilise la spectrophotométrie pour mesurer la capacité des souches 

bactériennes à adhérer à une surface et/ou à former un biofilm dans les puits des 

microplaques. Le cristal violet colore les bactéries et la matrice des biofilms (Pantanella et 

al., 2013). 

 Préparation de la culture bactérienne 

- Préparer une culture bactérienne jeune dans le Bouillon Tryptone Soja 

(TSB) (Tré- Hardy et al., 2008); 

- Centrifuger la culture bactérienne à 4000 g pendant 10 minutes ; 

- Re-suspendre le culôt dans le TSB et ajuster la turbidité à 0,4 mesurée à une 

densité optique DO = 600 nm (Florence, 2014). 

 

 Inoculation de la microplaque 

D’après la technique de Rivas et al. (2007) : 

- Répartir 200 µl de chaque suspension bactérienne dans les puits d’une microplaque 

de 96 puits à fond plat en polystyrène ; 

- Répartir le même volume de témoin (milieu TSB sans culture) ; 

- Incuber la microplaque à 37°C pendant 24 heures ; 

- Après incubation, vider la microplaque délicatement et laver les puits trois fois avec 

une solution de NaCl (9 g/L) afin d’enlever les bactéries non adhérées au support ; 

- Sécher la microplaque à 50°C pendant 30 minutes afin de fixer les bactéries ; 

- Introduire dans chaque puits une solution de cristal violet à 0,1 % pendant15 minutes 

à la température ambiante ; 

- Éliminer la solution de cristal violet ensuite rincer trois fois avec la solution de NaCl 

pour enlever le colorant en excès puis séchés 10 min à température ambiante ; 
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- Remettre en solution le cristal violet qui a pénétré dans les bactéries par l’ajout de 

200 μL d’éthanol à 95 % dans chaque puits, ce qui permet d’améliorer la sensibilité de 

lecture avec le spectrophotomètre ; 

- Après 10 min d’attente, lire l’absorbance à 595 nm. Chaque triplicat de mesures a été 

répété trois fois sur des cultures bactériennes indépendantes. 

 

 Détermination du pouvoir adhérent 

Les souches compte tenu de leur pouvoir adhérent, ont été classées en trois catégories: 

non adhérentes, faiblement adhérentes et hautement adhérente (Hola et Ruzicka, 2011) : 

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

- DOt × 2 ≤ DO ≤ DOt × 4 : Modérée ; 

- DOt × 4 ≤ DO : Fortement formatrice du biofilm. 



 
 
 

Chapitre III : 
Résultats et 

discussion 
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I. Isolement et identification phénotypique des isolats bactériens 
 

Dans la présente étude, nous avons identifié et conserver 08 souches rattachées aux 

deux genres bactériens Bacillus et Pseudomonas : 

Quatre souches de Bacillus proviennent des prélèvements P1, P5, P8 et P14, tandis que les 

quatre souches de Pseudomonas sont isolées à partir des prélèvements P3, P7, P10 et P15. 

 
 

I.1. Identification morphologique 
 

Les aspects macroscopiques et microscopiques des colonies suspectes des Bacillus et 

Pseudomonas sont représentés dans le tableau 05. 

 

Tableau 05 : Aspects macroscopiques et microscopiques des Bacillus et Pseudomonas isolés 

à partir de l’environnement hospitalier de certains établissements publics de la région de 

Guelma. 

Site de 

prélèvement 

Genre 

bactérien 

Code 

de la 

souche 

Milieu 

de 

culture 

 

Aspect macroscopique 
Aspect 

microscopique 

P1 

B
a

ci
llu

s 

Bpx1 

G
N

 a
lc

al
in

 Grosses colonies, 

blanchâtres, mates, à 

contour irrégulier 

Bacilles à 

Gram positif 

avec centre 

transparent 

P5 Bpx2 

P8 Bpx3 

P14 Bpx4 

P3 

P
se

u
d

o
m

o
n

a
s 

Gnx1 

C
ét

ri
m

id
e 

Colonies moyennes 

crémeuses, bleues-vertes, 

aplaties, à contours 

réguliers. 

Bacilles courts 

isolés à Gram 

négatif. 

 

P7 Gnx2 

P10 Gnx3 

P15 Gnx4 
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Les aspects macroscopiques et microscopiques des souches Bpx1 et Gnx3 sont illustrés 

dans la figure 02. 

 

 
(a) Bpx1 

 

 

 
(a) Gnx3 

 

 

(b) Bpx1 

 

 

(b) Gnx3 

 

Figure 02 : (a) Aspects macroscopiques et (b) microscopiques de certains isolats 

bactériens. 

 
I.2. Enzymes respiratoires 
 
Les résultats obtenus de la recherche des enzymes respiratoires sont représentés dans 

le tableau 06. 

Tableau 06 : Recherche des enzymes respiratoires des isolats bactériens. 
 

Code de la souche 
bactérienne 

Catalase Oxydase 

Bpx1 + + 

Bpx2 + - 

Bpx3 + + 

Bpx4 + - 

Gnx1 + + 

Gnx2 + + 

Gnx3 + + 

Gnx4 + + 
 (+) : test positif (-) : test négatif              
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La figure 03 illustre l’aspect des tests positifs et négatifs des enzymes respiratoires 

recherchées. 

 

 
Bpx1                           Bpx2                          Gnx4 

 
Figure 03 : Présence et/ou absence des enzymes respiratoires chez certains isolats 

bactériens. 

 
I.3. Test de thermorésistance 

 
Après sélection thermique, la présomption de la sporulation des isolats Bpx1, Bpx2, Bpx3 

et Bpx4, a été mise en évidence par l’apparition de trouble et de voile blanchâtre dans le 

bouillon nutritif après 24 H d’incubation (Fig. 04). Ce test a été confirmé par une observation 

microscopique qui a confirmé la présence de bacilles à Gram positif sporulés. 

Il est très important aussi de signaler que les quatre souches sont productrices d’un 

pigment vert (Fig. 04) 

 

Figure 04 : Résultat du test de présomption de la sporulation des souches de Bacillus 

avec production de pigment vert. 

Test catalase positif 

 
Test oxydase négatif 

 
Test oxydase positif 
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I.4. Recherche des pigments de Pseudomonas 

Toutes les souches de Pseudomonas isolées dans la présente étude sont productrices de 

la pyocyanine et de la pyoverdine. La présence de ces pigments diffusibles a été confirmé par 

l’apparition de la couleur bleue et verte sur toute la pente du milieu King A et King B 

respectivement. 

I.5. Biotypage par microgalerie API 

Les résultats des caractères biochimiques des isolats obtenus sont représentés dans le 

tableau 07.  

 

Tableau 07 : Profils biochimiques des isolats bactériens sur les galeries miniaturisées API. 

API 
système 

Souche Profil biochimique 
Code de 

l’API 

Degré 
de 

parenté 
(%) 

A
P

I 2
0

 E
 

Bpx1 

 

7736577 99,2 

Bpx2 

 

7736773 100 

Bpx3 

 

7736577 99,2 

Bpx4 

 

7636773 100 
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Tableau 07 (Suite) : 

A
P

I 2
0

 N
E 

Gnx1 

 

5554575 96,8 

Gnx2 

 

5554575 96,8 

Gnx3 

 

1154575 99,8 

Gnx4 

 

1150475 98,7 

 

 D’après les résultats d’identification, les espèces isolées à partir des milieux 

hospitaliers étudiés sont les suivantes (Tableau 08) : 

Tableau 08 : Bacillus et Pseudomonas isolés à partir de l’environnement des établissements 

publics hospitaliers de la région de Guelma. 

 

Prélèvement Code de l’isolat bactérien Espèce identifiée 

P1 Bpx1 Bacillus licheniformis 

P5 Bpx2 Bacillus licheniformis 

P8 Bpx3 Bacillus licheniformis 

P14 Bpx4 Bacillus licheniformis 

P3 Gnx1 Pseudomonas aeruginosa 

P7 Gnx2 Pseudomonas aeruginosa 

P10 Gnx3 Pseudomonas aeruginosa 

P15 Gnx4 Pseudomonas aeruginosa 
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I.6. Discussion 

La colonisation du milieu hospitalier par des bactéries pathogènes et résistantes est un 

problème majeur de santé publique extrêmement préoccupant, dont les conséquences se 

mesurent en termes de la diffusion des infections nosocomiales. En effet, il a été constaté que, 

dans des situations endémiques et épidémiques, il y a une contamination environnementale 

et un transfert des bactéries entre les patients et l'environnement (Oliveira et al., 2010). 

 

Dans la présente étude, nous avons isolé 8 souches appartiennent à deux espèces qui 

sont connues par leur résistance : Bacillus licheniformis et Pseudomonas aeruginosa. 

En générale, nous avons trouvé que les quatre souches de Bacillus licheniformis sont 

Gram positif en forme de bâtonnet, ils possèdent une catalase avec une oxydase variable. Ces 

résultats sont en accord avec la littérature (Mandell et al., 2010). 

L’identification biochimique a montré que l’espèce B. licheniformis est apparue sous 

trois profils différents, ce qui reflète bien la diversité au sein d’une même espèce en ce qui 

concerne les bactéries sporulés (Guiraud, 2003). Les résultats obtenus ont montré que les 

caractères biochimiques de Bacillus sont comparables à ceux rapportés par Francesco et al. 

(1995). 

 

Tous les Bacillus isolés sont capables de former des spores qui sont une forme de 

résistance et de dormance (Leggett et al., 2012). La sporulation est un caractère distinctif de 

Bacillus et elle les rend particulièrement adaptés aux conditions hostiles. Les spores de Bacillus 

sont largement retrouvées dans l’environnement et elles sont capables de résister aux 

procédés de nettoyage et entrainant une recontamination rapide des surfaces (Faille et al., 

2010).  

Les Bacillus isolés ont montré la présence d’un pigment vert. Les pigments chez les 

Bacillus jouent un rôle de protection contre les dommages oxydatifs causés par le 

rayonnement ultraviolet (UV) par piégeage des radicaux libres (Moeller et al., 2005). Selon les 

travaux de Debopam et al. (2011), le pigment vert (9-methyl-1, 4, 5,8-tetra-azaphenanthrene) 

mise en évidence chez les Bacillus a une activité antibactérienne vis-à-vis de Klebsiella 

pneumoniae, Micrococcus luteus et Staphylococcus aureus. 
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L’isolement de Bacillus licheniformis à partir de robinet, cuvette de toilette et le drain 

d'évier pourrait s’expliquer par l’utilisation massive de ces sites par les patients et/ou les 

visiteurs qui peuvent être des porteurs de ces bactéries. Aussi, les mauvaises méthodes de 

nettoyage, la tolérance ou la mauvaise utilisation des désinfectants et la charge bactérienne 

élevée peuvent être des causes explicatives de la persistance de ce genre bactérien apte à la 

sporulation, rappelant que même avec des programmes de nettoyage bien établis, 

l’élimination totale des micro-organismes de l'environnement est difficile à réaliser (Shaheen 

et al., 2018). En plus, les spores de Bacillus ont la capacité d’adhérer fortement aux différents 

matériaux et surfaces à cause de leur hydrophobicité élevée (Faille et al., 2010). Selon Ronner 

et al. (1990), les procédés de nettoyage classique ne permettent d’éliminer que 40% des 

spores adhérées à différents matériaux y compris l’acier inoxydable. 

La présence de B. licheniformis au niveau de différents sites de sanitaires a été 

également décelée par Osman et al. (2017) qui ont montré la fréquence de Bacillus 

licheniformis au niveau de drain d’évier en composant des biofilms. Moore et al. (2002) 

suggèrent que les drains d'évier dans les hôpitaux sont considérés comme des sources 

possibles de maladies infectieuses et abritent généralement des micro-organismes 

pathogènes. 

 

Il est important de signaler que B. licheniformis est de plus en plus reconnu comme un 

pathogène humain et provoque des infections graves, principalement chez les patients 

immunodéprimés (Haydushka et al., 2012) et des infections chez le nouveau-né de très faible 

poids à la naissance (Lépine et al., 2009). Les maladies attribuées à B. licheniformis 

comprennent la bactériémie, l'opthalmite suite à un traumatisme et des cas d'intoxication 

alimentaire et un cas unique d'endocardite (Francesco et al., 1995). La possibilité que                           

B. licheniformis persiste sous forme d'endospores dormantes, non affectées par les 

antimicrobiens dans l'intestin, pourrait représenter une voie potentielle par laquelle des 

spores en germination périodique pourraient provoquer une infection récurrente (Haydushka 

et al., 2012). 

 

En ce qui concerne l’espèce Pseudomonas aeruginosa, morphologiquement tous les 

isolats sont des bâtonnets isolés à Gram négatif, ils sont positives pour la catalase et l'oxydase. 
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L'identification définitive de l'espèce, Pseudomonas aeruginosa, comprenant l'identification 

de la production des pigments et les caractères biochimiques est en accord avec la littérature 

(Nyaledome, 2016 ; Meradji, 2017). 

 

Nos souches de P. aeruginosa ont été isolées de lavabo, de drain d’évier, mur de 

sanitaire et de robinet, ceci pourrait s’expliquer par leur capacité à croître dans des conditions 

humides avec des nutriments simples et en raison de leur capacité à résister à des agents 

antibactériennes et désinfectants (Milind et al., 2014). Nos résultats sont similaires à ceux 

retrouvés par Ghane et al. (2014).  

Lashéras et al. (2006) rapportent que P. aeruginosaa été classé comme le 

microorganisme le plus fréquent qui semble survivre particulièrement bien dans les milieux 

humides, notamment les points d’eau (lavabos et siphons) d’où l’intérêt de la désinfection 

régulière de ces sites. 

 

La nature, exogène ou endogène, des sources de contamination par P. aeruginosa, est 

encore très discutée. Floret et al., (2009) ont suggéré que l’origine de P. aeruginosa dans 

l’environnement hospitalier sont majoritairement les patients porteurs sains. Cependant, des 

études récentes ont démontré que plusieurs agents pathogènes majeurs nosocomiaux sont 

éliminés par les patients et contaminent les surfaces de l'hôpital à des concentrations 

suffisantes pour la transmission, survivent pendant de longues périodes, persistent malgré les 

efforts de désinfection, et peuvent être transférés aux mains des personnel de santé (Otter et 

al., 2011). La transmission de P. aeruginosa des éviers aux mains pendant le lavage de ces 

derniers a été démontrée ; D’autres recherches ont également montré que lorsque l’évier 

était utilisé pour le lavage des mains, le contenu du drain éclaboussé à au moins 1 mètre de 

l’évier et polluait l’eau infecte les patients (Hota et al., 2009). 

La contamination par P. aeruginosa peut provoquer diverses infections nosocomiales en 

raison de sa capacité à survivre en milieu hospitalier et à développer une résistance aux 

antibiotiques et aux désinfectants (Milind et al., 2014). Elle provoque des bactériémies, des 

infections intestinales, respiratoires et urinaires et des otites externes pouvant être mortelles 

chez les diabétiques. P. aeruginosa peut aussi engendrer des kératites ulcéreuses chez les 
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porteurs de lentilles de contact, des infections de la peau, des plaies et des infections 

secondaires des brûlures (Lazdunski., 2003 ; Mesaros et al., 2007).  

II. Étude de la résistance des bactéries aux antibiotiques  

II.1. Bacillus  

 
Toutes les souches de Bacillus licheniformis sont résistantes au moins à quatre 

antibiotiques. Cent pour cent (100 %) des souches sont résistantes à l’amoxicilline, la 

pénicilline G, la céfotaxime et le chloramphénicol. Des taux significatifs de résistance sont 

enregistrés à l’ofloxacine (50 %) (Fig. 05). 

 

D’après le tableau 09 : les souches de Bacillus résistent à 4 et/ou à 5 antibiotiques en 

présentant 2 profils antibiotypiques. 

 

 

 

Figure 05 : Résistance aux antibiotiques des Bacillus licheniformis. 
AMC : Amoxiciline ; P : Pénicilline G ; OFX : Ofloxacine ; C : Chloramphénicol ; 

 CTX : Céfotaxime.  
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Tableau 09 : Profils antibiotypiques associés aux souches de Bacillus licheniformis. 

 

 
Profils de résistance 

 

 
Nombre 

d’antibiotiques 

 
Nombre des 

souches 

 
Souches résistantes 

AMX/P/C/CTX 4 2 Bpx3, Bpx4 

AMX/P/OFX/C/CTX 5 2 Bpx1, Bpx2 

AMX : Amoxiciline ; P : Pénicilline G ; OFX : Ofloxacine ; C : Chloramphénicol ; CTX : Céfotaxime. 

 
 
 

Les résultats de l’antibiogramme des isolats de Bacillus sont illustrés dans la figure 06. 

 

          
 
 

          
 

Figure 06 : Antibiogramme des différents isolats de Bacillus licheniformis. 
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II.2. Pseudomonas  

L’antibiogramme des Pseudomonas montre une résistance totale à la colistine, la 

ceftazidime et à la céfazoline (100%), suivi par une résistance à la vancomycine et au 

chloramphénicol (75 %) (Fig. 07) 

 

Figure 07 : Résistance aux antibiotiques des Pseudomonas aeruginosa.  
CT : Colistine ; CAZ : Ceftazidime ; CZ : Céfazoline ; C : Chloramphénicol ; 

 VA : Vancomycine. 
 

 

Les résultats obtenus montrent que les souches de Pseudomonas résistent à 3 et/ou à 

5 antibiotiques en présentant 2 profils antibiotypiques (Tableau 10). 

 

Tableau 10 : Profils antibiotypiques associés aux souches de Pseudomonas aeruginosa. 
 

Profils de résistance Nombre 
d’antibiotiques 

Nombre des souches Souches résistantes 

CT/CAZ/CZ 3 1 Gnx4 

CT/CAZ/C/CZ/VA 5 3 Gnx1, Gnx2, Gnx3 

CT : Colistine ; CAZ : Ceftazidime ; CZ : Céfazoline ; C : Chloramphénicol ; VA : Vancomycine. 
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Les résultats de l’antibiogramme des isolats de Pseudomonas sont illustrés dans la figure 08. 

          
 

          
 
 

Figure 08 : Antibiogramme des différents isolats de Pseudomonas. 

 
 

II.3. Discussion 

Les résultats de l’antibiogramme de Bacillus licheniformis montrent une résistance 

importante aux β-lactamines (Amoxiciline, pénicilline G et céfotaxime). Ce résultat est 

comparable à ceux d’Sorokulova et al. (2008). Généralement, les espèces de Bacillus sécrètent 

de l’enzyme ß-lactamase qui hydrolysent les antibiotiques ß-lactamines et provoquent le 

développement d'une résistance à ces antibiotiques (Frère, 1995). 

 

La résistance à l’ofloxacine s’explique par la présence d’une protéine qnren se fixant sur 

les topoïsomérases, cibles des fluoroquinolones, réduisent l’affinité de cette classe 

d’antibiotiques pour leurs cibles (Robiczek et al., 2006 ; Cavaco et al., 2009 ; Wang et al., 

2009). Ozkocaman et al. (2006) ont également rapporté la résistance des souches des Bacillus 

licheniformis à l’ofloxacine.  

Gnx4 

Gnx2 Gnx1
2 

Gnx3 

CAZ 

CT 
CZ 

C VA 

CZ 

VA 

C 

CAZ 
CT 

CT 

CAZ 

CZ 

C 
VA 

VA 

CT 

CAZ 

C 

CZ 



Résultats et discussion 
 

47 
 

Concernant la résistance aux aminoglycosides (chloramphénicol), récemment, les 

travaux d’Yvonne et al. (2019) montrent qu’une nouvelle protéine chloramphénicol 

acétyltransférase (CAT) a été trouvée dans le chromosome des souches de Bacillus 

licheniformis résistantes au chloramphénicol. Sorokulova et al. (2008) a aussi rapporté la 

résistance au chloramphénicol chez les Bacillus. 

 

Les Pseudomonas de notre étude présentent des taux de résistances remarquables aux 

β-lactamines (ceftazidime et céfazoline) ce qui peut être expliqué par la surproduction de la 

céphalosporinase AmpC associée à une imperméabilité et/ou une surexpression d’efflux 

(Cavallo et al., 2002).  Nos résultats sont comparables à ceux rapportés par Réa-raisin (2013) 

qui a montré une résistance importante des Pseudomonas au ceftazidime. 

 

La résistance à la chloramphénicol est due probablement à une réduction de la 

perméabilité membranaire de l'antibiotique, une mutation sur la sous-unité 50S du ribosome 

bactérien ou à la présence d'une enzyme appelée chloramphénicol acétyltransférase 

(Courvalin et al., 2006). Les résultats obtenus dans la présente étude sont très inquiétants 

parce que le chloramphénicol est un antibiotique qui peut provoquer une aplasie médullaire 

irréversible et il est interdit d’utilisation (Courvalin, 2008). Nos résultats signifient que cet 

antibiotique est encore utilisé.  

La résistance importante des Pseudomonas isolés dans notre étude à la colistine peut 

être résulter d’une modification de lipopolysaccharides (LPS). En effet, la fixation de la 

colistine à la membrane externe est rendu possible grâce à des interactions électrostatiques 

entre les cations et les groupements négatifs portés par le LPS, la colistine franchit la 

membrane externe puis s’insère dans la membrane cytoplasmique créant une fuite des 

composés cellulaires et un arrêt de la respiration cellulaire fatale pour la bactérie (Vettoretti, 

2009). Notre présent résultat se diffère à celui rapporté par Landman et al. (2005). 

La vancomycine est un antibiotique utilisé pour traiter diverses infections 

nosocomiales (Rayner et al., 2005 ; Liu et al., 2011), mais elle n'est pas un choix principal pour 

le traitement des cas de P. aeruginosa, sa prescription élevée a provoqué l'apparition de 

niveaux de résistance excessifs (Leekha et al., 2011). En effet, cette résistance due à une 

surexpression d'une protéine de la membrane externe, oprF, qui protège le LPS de se lier aux 
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antibiotiques (Gilleland et al., 1989). Ces résultats sont comparables à ceux rapportés par 

Ahmadi et al. (2016). 

Dans la présente étude nous avons constaté que toutes les souches de Bacillus 

licheniformis et Pseudomonas aeruginosa sont multirésistantes (résistance au moins à trois 

classes d’antibiotiques actifs). 

La résistance bactérienne aux antibiotiques est le fruit de multiples facteurs, dont la 

consommation importante (Goossens et al., 2005) et mésusage des antibiotiques (Guillemot 

et al., 1998). En général les services ou les hôpitaux qui consomment le plus d’antibiotiques 

ont la plus forte prévalence de bactéries résistantes (Ballow et al., 1992). 

 

Les antibiotiques se comportent comme des mutagènes aléatoires responsables de la 

résistance à diverses classes d’antibiotiques. La résistance, soit par mutation soit par 

acquisition de gêne exogène, peut être dramatiquement augmentée par la présence de faibles 

concentrations d’antibiotiques dans l’environnement des bactéries (Chow et al., 1991 ; Meyer 

et al.,1993). Les conditions sanitaires inadéquates et les mauvaises pratiques de prévention 

et de contrôle des infections contribuent à l'émergence et encouragent la propagation des 

bactéries multirésistantes (Jyoti et al., 2014). 

 

Malheureusement, la multi-résistance peut rendre difficile le traitement de certaines 

infections qui nécessitent le recours à une antibiothérapie très prolongée, comme elle peut 

déclencher l'utilisation de thérapies plus coûteuses car les agents pathogènes sont devenus 

résistants aux médicaments disponibles dans le commerce (Fishbain et al., 2010 ; WHO, 

2014). 
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III. Capacité de formation de biofilm : étude synthétique 

Suite aux nombreuses études rapportant l’effet néfaste de la formation de biofilm dans 

l’environnement hospitalier inanimé sur la santé humaine, il nous a semblé utile d’étudier la 

capacité de nos souches bactériennes à la formation de biofilm par la technique de 

microplaques. Malheureusement la lecture des microplaques a été échoué à cause des 

mesures de confinement qui ont été prises pour tenter d’endiguer la propagation du virus 

COVID-19. Cependant, nous représentons dans la présente partie un aperçu sur la formation 

des biofilms par les deux espèces isolées dans notre étude : Bacillus licheniformis et 

Pseudomonas aeruginosa. 

 

La préoccupation principale des hôpitaux en regard des biofilms est liée à leur 

implication dans diverses pathologies infectieuses. Si l’implication directe des biofilms dans 

de nombreux processus infectieux n’est plus à démontrer, leur impact indirect sur la 

transmission de germes pathogènes reste largement sous-estimé. L’environnement 

hospitalier n’échappe cependant pas à la colonisation par des biofilms bactériens qui 

représentent des réservoirs idéaux pour les micro-organismes. Ces réservoirs s’intègrent dans 

un cycle de contamination qui inclut les patients, les agents causaux et des vecteurs tels que 

l’air, l’eau, le staff médical, les dispositifs médicaux et les surfaces (Otter et al., 2013 ; Charles 

et al., 2013). 

La possibilité de la présence des biofilms sur les surfaces choisies dans notre étude peut 

constituer d’importants réservoirs de pathogènes et pathogènes opportunistes, montrant une 

résilience accrue. Bien que le lien entre ces biofilms et les maladies nosocomiales soit moins 

bien documenté, une approche globale de prévention devrait inclure les biofilms comme un 

maillon de la dissémination et de la persistance des germes dans l’environnement hospitalier. 

En milieu hospitalier, il y a peu de données sur la formation de biofilm par les espèces 

du genre Bacillus. En effet, de nombreuses sources rapportent que Bacillus licheniformis est 

une excellente bactérie formatrice de biofilm.  

Norbaizura et al. (2017) ont montré que trois isolats de B. licheniformis sont fortement 

formatrices de biofilm à 30 °C, par contre, neuf isolats ont produit des biofilms modérés à 37 

°C et des biofilms faibles à 55 °C. Ils ont observé que les isolats de B. licheniformis pourraient 



Résultats et discussion 
 

50 
 

produire des exopolysaccharides localisée à l’interface air – liquide qui génèrent la formation 

de biofilms.  

L’ensemble des observations de Randrianjatovo-Gbalou et al. (2017) a montré qu’une 

souche de B. licheniformis est capable de former une matrice de biofilms stabilisée par la 

formation d’une « ultrastructure » formée par l'ADN extracellulaire (ADNe) et les amyloïdes. 

Cette hypothèse a été déjà donnée par l’étude de Devaraj et al. (2015) et Gallo et al. (2015) 

qui ont suggéré que l’ADN extracellulaire tend à former un composite en s'incorporant dans 

des protéines ou amyloïdogénique peptides.   

Parkar et al. (2003) ont montré qu'une variété de souches de B. licheniformis pouvait se 

fixer à l'acier inoxydable. Par conséquent, ces bactéries peuvent développer des biofilms sur 

toute surface où les conditions sont propices à leur croissance (Donlan 2002 ; Flint et al., 

2001 ; Norbaizura et al., 2017). 

En tant que bactérie ubiquiste, Pseudomonas aeruginosa est une bactérie modèle qui a 

la capacité à former des biofilms. L’étude d’Abd El Galil et al. (2013) a révélé que 84% des 

isolats de P. aeruginosa de différents sites d'urologie des hôpitaux universitaires égyptiennes 

étaient de grands producteurs de biofilms, alors que 16% des isolats étaient des producteurs 

soit des biofilms modérés soit des biofilms faibles.  

Lattab (2018) a testé la capacité de certaines souches de P. aeruginosa à former des 

biofilms par la méthode de la microplaque 96 puits sous l’influence de nombreux facteurs 

parmi lesquels la surface et le milieu, il a observé un taux de formation des biofilms élevé sur 

des surfaces hydrophobes. 

De même, Pezhman et al. (2019) ont testé des isolats de P. aeruginosa d’origine clinique 

(prélèvements de plaies) et environnementale (échantillons de plancher et de ventilation 

médicale) et ils ont trouvé que 80% des isolats environnementaux et 94,8% des isolats 

cliniques sont formatrices de biofilm.   

La colonisation des surfaces dans l’environnement hospitalier par P. aeruginosa est 

souvent associée à la présence d’un biofilm qui sert de réservoir à la bactérie et conduit à une 

certaine tolérance aux agents antibactériens. Jailton et al. (2018) ont montré que 48,4% des 

isolats cliniques de P. aeruginosa classés comme producteurs de biofilms étaient des BMR et 

51,6% étaient des BMS suggérant que la formation de biofilm n'était pas pertinente pour           
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la résistance aux antimicrobiens. Ces résultats différents à ceux trouvés par Perez et al., (2011) 

où tous les isolats de P. aeruginosa produisant des métallo-bêta-lactamases (MβL) ont produit 

un biofilm.  

Selon Perez et al., (2013), la formation de biofilm chez P. aeruginosa est liée à l'existence 

des mécanismes de régulation de l'expression des gènes Quorum Sensing (QS). En revanche, 

les résultats rapportés par Karatuna et al., (2010) ont montré que la détection des gènes QS 

n'était pas aussi élevée que celles rapportées dans des études antérieures. Il a été également 

montré que la formation de microcolonies chez P. aeruginosa a été attribuée à de nombreux 

facteurs, il s'agit notamment des pili de type IV, des flagelles, de l'ADN libre, de l'alginate et 

des polysaccharides Pel et Psl. Même si l'un des facteurs ne fonctionne pas, le biofilm est 

toujours en mesure de bien fonctionner (Stapper et al., 2004). 

La virulence bactérienne est aussi un facteur majeur pour P. aeruginosa formatrice de 

biofilm ce qui provoque sa survie dans divers environnements et entraîne par conséquent des 

infections chroniques (de Almeida Silva et al., 2017).  

 

La capacité de B. licheniformis et P. aeruginosa à former des biofilms sur différentes 

surfaces, propriété importante de ces espèces, accroît sa résistance vis-à-vis de chocs de 

désinfection et permet sa persistance. Leur présence dans le milieu hospitalier doit donc être 

particulièrement contrôlée, et les moyens de maîtrise adaptés notamment à la limitation de 

la formation ou l’élimination du biofilm. 
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Les résultats de l’étude de l’antibiorésistance et la capacité de formation de biofilm chez 

Bacillus et Pseudomonas isolés du milieu hospitalier, permettent de tirer les conclusions 

suivantes : 

- Quatre Bacillus licheniformis et 4 Pseudomonas aeruginosa ont été isolés à partir de 

différents sites dans les sanitaires des établissements hospitaliers ; 

- La présence de ces bactéries pathogènes opportunistes reflète bien la tolérance des 

souches et/ou la mauvaise utilisation des désinfectants ; 

- Toutes les souches isolées sont des bactéries multi-résistantes ; 

- La moitié des Bacillus et la majorité des Pseudomonas étaient résistantes à 5 

antibiotiques ; 

- Un nombre important de souches isolées sont résistantes au chloramphénicol ; 

- Les sanitaires peuvent présenter une importante source de transmission de bactéries 

résistantes aux antibiotiques dans l’environnement hospitalier ; 

- Selon la littérature, les bactéries isolées dans notre étude pourraient être des 

formatrices de biofilms ce qui permet leur maintien de manière durable dans un milieu 

hospitalier et par conséquent leur résistance à divers agents antibactériens. 

Perspectives  

- La connaissance du profil épidémiologique local des BMR ainsi que leur niveau de 

résistance actuel aux antibiotiques est nécessaire pour mieux juguler les conséquences 

thérapeutiques et adapter le protocole d’antibiothérapie ; 

- Il serait également intéressant d’identifier les mécanismes de résistance et les 

supports génétiques présents dans les souches non-sauvages détectées ;  

- L’évolution du modèle de formation de biofilms en microplaques tant pour les Bacillus 

que pour les Pseudomonas doit être envisagée afin de mieux comprendre les échecs 

de désinfection ; 

- Des essais in vitro de bactéricidie sur biofilms doivent être réalisés afin de déduire les 

concentrations efficaces de désinfectants sur les populations bactériens cultivables. 
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Annexe I  

 Composition des milieux de culture (Guiraud, 2003 ; Rodier et al., 2005 ; 

Delarras, 2014)  

 

1. Gélose au cétrimide (g/ litre d’eau distillée) 
 

Peptone 20 
Chlorure de sodium 3 
Sulfate de potassium 10 
Monohydrogénophsphate de potassium 0,3 
Cétrimide (bromure de tétradonium) 0,2 
Acide nalidixique 0,015 
Agar-agar 12 
pH = 7,1 / autoclavage 20 min à 121°C.  

 

2. Gélose nutritive alcaline (g/ litre d’eau distillée) 

 

Peptone pepsique de viande 5 
Extrait de viande 1 
Extrait de levure 2 
Chlorure de sodium 
Agar-agar 
pH = 8 / autoclavage à 120°C pendant 15 minutes. 

5 
15 

 

  
3. Milieu Luira Bertani Agar (g/ litre d’eau distillée) 

 

Peptone 10 
Extrait de levure 5 
Chlorure de sodium 5 
Agar-agar 15 
pH = 7,2 / autoclavage à 120°C pendant 15 minutes.  

 

4. Gélose Mueller-Hinton (g/ litre d’eau distillée) 

 

Infusion de viande de bœuf  3 
Peptone de caséine 17 
Amidon de maïs 1.5 
Agar-agar 
pH= 6.7/ autoclavage 15 min à 121°C. 

17 

 

5. Milieu Luira Bertani tamponné (g/ litre d’eau distillée) 

 

Peptone 10 
Glucose 5 
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NaCl 5 
Tampon citrate pH=5.6 
 

 

6. BouillonTryptone-Soja (g/ litre d’eau distillée) 

 

Peptone 20 
Glucose  2,5 
Chlorure de sodium 
Hydrogénophosphate de potassium 
pH= 7,3 ± 0,2 / autoclavage 15 min à 121°C. 
 

5 
2,5 

 

7. Bouillon Mueller-Hinton (g/ litre d’eau distillée) 

 

Hydrolysât acide de caséine 17,5 
Infusion de viande 2,0 
Amidon soluble 1,5 
Peptone 
pH= 6.7/ autoclavage 15 min à 121°C. 
 

1,5 

 

8. Bouillon Nutritif (g/ litre d’eau distillée) 

 

Peptone 5,0 
Extrait de viande 1,0 
Extrait de levure 2,0 
Chlorure de sodium  
pH=7.4 ± 0.2 à 25 °C / autoclavage à 121° Cpendant 15 min  
 

5,0 

  
  

 Composition des réactifs et des colorants (Guiraud, 2003 ; Rodier et al., 2005) 

 

1. Violet de Gentiane  

 

Violet de gentiane 1g 
Ethanol à 90% 1ml 
Phénol 2g 
Eau distillée 100ml 

 

2. Lugol  

 

Iode 1g 
Iodure de potassium 2g 
Eau distillée 100ml 
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3. Fucshine  

Fuchsine basique 1g 
Alcool éthylique 100ml 
Phénol 5g 
Eau distillée 100ml 
  

4. Réactif TDA (pour la recherche de tryptophane désaminase) 

 

Perchlorure de fer 3,4g 
Eau distillée 100ml 

 

5. Réactif Kovacs (pour la recherche de l’indole) 

 

Paradimethylaminobenzaldéhyde 5,0 g 

Alcool isoamylique 75,0 ml 

HCL 37% 25,0 ml 

 

6. Réactif VPI (pour la recherche de l’acétoïne) 

 

Hydroxyde de potassium 40g 
Eau distillée 100ml 

 

7. Réactif VPII (pour la recherche de l’acétoïne) 

 

Alpha naphtol 6g 
Ethanol 100ml 

 

8. Réactif NIT I (pour la recherche du nitrate réductase) 

 

Acide sulfamilique 0,8 g 
Acide acétique 5N 100 ml 

 

9. Réactif NIT II (pour la recherche du nitrate réductase) 

 

Naphtylamine 0,5 g 
Acide acétique 5N 100 ml 

 

10. Réactif ZYM A  

 

Tris-hydroxyméthyl-aminométhane 25 g 
Acide chlorhydrique à 37 % 11 ml 
Laurylsulfate Na 10 g 
H2O 100 ml 
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11. Réactif ZYM B  

 

Fast Blue BB 0,35 g 
2-méthoxy éthanol 100 ml 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Annexes 

67 
 

Annexe II 

 Tableau 11 : Tableau de lecture de la galerie miniaturisée API 20E (source : 

http://www.biomerieux.com). 
 

 
Test 

 

 
Groupements active 

 
Réactions / Enzymes 

 
Résultats 

ONPG Ortho-nitro-phényle-
B-D- 

Galactopyranoside 

Beta-galactosidase Negative Positive 

incolore jaune 

ADH L-Arginine Arginine dihydrolase Jaune Rouge-Orangé 

LDC L-Lysine Lysine décarboxylase Jaune Rouge-Orangé 

ODC L-Orthine Ornithine 
décarboxylase 

Jaune Rouge-Orangé 

 TriSodium citrate Utilisation de citrate Vert Bleu-vert/orange ׀CIT׀

H2S Thiosulfate de 
sodium 

Production de H2S  Incolore Noir 
 

URE Urée Uréase Jaune Rouge-Orangé 

TDA Tryptophane Tryptophane 
désaminase 

Jaune Marron 
 

IND Tryptophane Production d’indole Incolore Rose 
 

 Pyruvate de sodium Production ׀VP׀
d’acétoine 

VP1+ VP2 

Incolore Rose/rouge 

 Gélatine (origine ׀GEL׀
bovine) 

Gélatinase Pas de 
diffusion de 

pigment noir 

Diffusion de pigment noir 

GLU Glucose Fermentation 
/oxydation 

Bleu/bleu 
vert 

Jaune/jaune-gris 

MAN D-Mannitol Fermentation 
/oxydation 

Bleu/bleu 
vert 

Jaune 

INO Inositol Fermentation 
/oxydation 

Bleu/bleu 
vert 

Jaune 

SOR D-Sorbitol 
 

Fermentation 
/oxydation 

Bleu/bleu 
vert 

Jaune 

RHA L-Rhamnose Fermentation 
/oxydation 

Bleu/bleu 
vert 

Jaune 

SAC D-Saccharose Fermentation 
/oxydation 

Bleu/bleu 
vert 

Jaune 

MEL D- Melibiose Fermentation 
/oxydation 

Bleu/bleu 
vert 

Jaune 

AMY Amygdaline Fermentation 
/oxydation 

Bleu/bleu 
vert 

Jaune 

ARA L-arabinose Fermentation 
/oxydation 

Bleu/bleu 
vert 

Jaune 

 
Réduction 

des 
nitrates 

(GLU tube) 

Potassium nitrate Production de NO2 NIT 1+NIT 2, 2-3 min 

Jaune Rouge 

Réduction au N2 Zn / 5 min 

Orange-rouge jaune 

OF-O glucose Oxydation du glucose vert jaune 

OF-F glucose Fermentation du 
glucose sous l’huile 

vert jaune 

 

http://www.biomerieux.com/
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Tableau 12 : Tableau de lecture de la galerie miniaturisée API 20 NE 
(http://www.biomerieux.com). 

 
Tests 

 
Substrat 

 
Enzymes/Réactions 

 
Résultats 

 

Négatif Positif 

NO3 
 

Nitrate de potassium 
 

Réduction des nitrates 
en nitrites 

NIT 1 + NIT 2 / 5 mn 

Incolore Rose/rouge 

Réduction des nitrates 
en azote 

ZN / 5 mn 

Incolore Rose 

TRP Tryptophane 
 

Formation d’indole 
 

TRP / 3-5 mn 

Incolore Rose / rouge 
 

GLU Glucose 
 

Fermentation 
 

Bleu à vert 
 

Jaune 

ADH Arginine 
 

Arginine dihydrolase 
 

Jaune Orange/rose/rouge 
 

URE Urée 
 

Uréase 
 

Jaune Orange/rose/rouge 
 

ESC Esculine 
 

Hydrolyse (β-glucosidase) 
 

Jaune Gris/marron/noir 
 

GEL Gélatine 
 

Hydrolyse 
(protéase) 

Pas de diffusion du 
pigmen 

Diffusion du 
pigment noir 

PNPG 
 

p-Nitro-phényle-βD- 
Galactopyranoside 

Β-galactosidase 
 

Incolore Jaune 

GLU Glucose 
 

Assimilation 
 

Transparence 
 

Trouble 
 

ARA Arabinose 
 

MNE 
 

Mannose 
 

MAN Mannitol 
 

NAG N-acétyl- 
glucosamine 

MAL 
 

Maltose 
 

GNT Potassium Gluconate 
 

CAP Acide Caprique 
 

ADI 
 

Acide Adipique 
 

MLT 
 

Acide Malique 
 

CIT Trisodium Citrate 
 

PAC Phényl-acétate 
 

OX Tetraméthyl-p- 
phenylène diamine 

Cytochrome oxydase 
 

Incolore 
 

Violet 
 

 

http://www.biomerieux.com/
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