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Introduction

Introduction

Pendant longtemps les bactéries ont été étudiées sous forme planctonique en culture liquide en
tant que cellules libres, alors que paradoxalement dans la nature la majorité d’entres elles se
trouvent sous forme du biofilm. Dans cette structure particuliére, les microorganismes se
développent en micro colonies adhérentes les unes aux autres et sur une surface solide
(Bellifa, 2014).

Les biofilms colonisent des surfaces tres variées et sont particulierement connus pour leurs

effets néfastes dans le domaine medical et industriel (Bellifa, 2014).

Proteus mirabilis constitue 1’'une des causes majeures des infections urinaires
communautaires et nosocomiales. Cette bactérie est responsable des infections aigués et
chroniques dont la plupart sont dues a leur capacité a adhérer sur des surfaces abiotiques,
telles que les implants médicaux, et & former un biofilm (Stickler, 2009). Elles sont
également responsables d’infections localisées surtout cutanées, d’infections des voies

respiratoires, de septicémies et de bactériémies (Archambaud et Clave, 2004).

D’apres le Center for Disease Control and Prevention (CDC), 65 % des infections
bactériennes sont dues a la présence des biofilms. En outre, les infections associées aux
biofilms constituent un probléme majeur en clinique et sont la cause de I’augmentation de la

mortalité et du codt de traitement (Liesse et Jean, 2012).

La mise en place d'un biofilm s'effectue en plusieurs étapes, 1’adhésion est 1’une des
premiéres étapes. Elle est influencée par de nombreux facteurs qui peuvent étre répartis en
trois catégories: les caractéristiques des surfaces a coloniser, les conditions

environnementales et les propriétés bactériennes (Branger et al., 2007).
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Le présent travail a pour objectif, dans un premier temps, de détecter la formation de biofilms
chez divers isolats cliniques de P. mirabilis, en appliquant la méthode de coloration au cristal

violet, qui est couramment décrite dans de nombreux travaux sur les biofilms.

Dans un deuxiéme temps, d’étudier les facteurs physico-chimiques qui peuvent influencer le
processus d'adhésion tels que le pH du milieu environnant et I'nydrophobicité de la surface

cellulaire.

Par ailleurs, 1’étude des profils d’antibio-résistance des souches isolées a été effectuee en
testant une gamme d’antibiotiques, les plus fréquemment prescrits lors des infections a P.

mirabilis.
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Synthése bibliographique

CHAPITRE I:Généralités sur les biofilms

1. Historique

La découverte des biofilms est attribuée a I’inventeur du microscope Antoni Van
Leeuwenhoek (1632-1723), qui observa vers 1683 avec cet appareil des communautés de

microorganismes a la surface des dents (Donlan, 2002).

En 1932, Henerici observa des communautés bactériennes fixées sur des lames de verre
placées dans un aquarium. Selon cet auteur, la plupart des bactéries vivant en milieu aqueux
ne sont pas sous la forme planctonique, mais plutdt elles sont organisées sous forme de

communautés sessiles fixées a une surface (Trautner et al., 2009).
Le terme « biofilm » a été utilisé pour la premiére fois par Zobell en 1943.

En 1978, Costerton et al., ont proposé les premiéres hypothéses sur les mécanismes
impliqués dans lI'adhésion des microorganismes. Ils ont proposé la théorie de «biofilms», qui a
expliqué les mécanismes par lesquels les microorganismes adhérent aux surfaces vivantes et
inertes et les avantages accumulés par cette niche écologique (Branger et al., 2007 ; Chalvet
de Rochemonteix, 2009 ; Kara Terki, 2014).

Plus récemment, les études sur les biofilms étaient développées dans divers domaines
industriel, environnementale et médicale. Beaucoup de travaux dans les deux derniéres
décennies ont compté sur les outils tels que : la microscopie électronique a balayage (MEB)
ou les techniques de cultures microbiologiques standards pour la caractérisation des biofilms
(Donlan, 2002).

2. Définition
Le biofilm est un ensemble de microorganismes, formé de la méme espéce ou d’espéces

différentes, qui forment une communauté. Il est constitué d’un ensemble de cellules et de

micro-colonies associées entre elles et a des surfaces biotiques ou abiotiques (Myriam, 2012).

L’adhérence de ces micro-organismes a une surface est marquée par la sécrétion d’une
matrice adhésive et protectrice qui lie fortement le biofilm a cette surface (Phillips et al.,
2010).
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Ces surfaces peuvent prendre plusieurs formes ; minérales (roche) ou organiques (peau, tube
digestif des animaux, racines et feuilles des plantes), industrielles (canalisation, surface
alimentaires ou coques des navires) ou médicales (prothese, cathéter, valves cardiaques)
(Branger et al., 2007 ; Bellifa, 2014).

Le biofilm, structure dynamique en évolution constante, constitue le mode de vie majoritaire
des micro-organismes, par opposition a [’état planctonique, libre et isolé dans

I’environnement (Espinasse et al., 2010).

3. Les étapes du développement d’un biofilm

Les bactéries semblent initier la formation d’un biofilm en réponse a une pression
environnementale, telle que le manque d’oxygéne et de nutriments ou la présence d’un

traitement (Annous et al., 2009 ; Vu et al., 2009).

Le cycle de mise en place d’un biofilm sur une surface s’effectue généralement selon trois

étapes majeures:

- L’adhésion des cellules bactériennes a la surface.

- La maturation du biofilm, qui correspond a la multiplication des cellules et la mise en
place d’une architecture particuliére avec production de la matrice d’exo-polymeéres.

- Le detachement cellulaire permettant la colonisation de nouvelles surfaces (Marchal,
2010).

Un biofilm peut étre considéré comme un équilibre dynamique entre les phénomenes qui
tendent a en augmenter 1’épaisseur (multiplication des cellules qui le composent ou agrégation
de nouveaux organismes planctoniques, en suspension) et les phénomenes qui tendent a en

réduire 1’épaisseur (mécanismes de détachement) (Squinazi, 2013).

3.1. L’adhésion des cellules bactériennes a la surface
L’étape d’adhésion peut étre divisée en 3 sous-étapes :
a) Mise en place d’un film conditionnant

Les molécules, organiques ou inorganiques, présentes dans un milieu aqueux, sont attirées
vers les surfaces et forment le film conditionnant qui semble nécessaire pour I’adhésion des
bactéries sur une surface (Palmer et al., 2007). Ce film peut étre constitué de glycoprotéines,
phosphoprotéines, albumines ou lipides. Il représente une source de nutriments non

négligeable pour les bactéries favorisant ainsi leur chimiotactisme (Squinazi, 2013).

4
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b) L’adhérence réversible
En milieu liquide ou exposé a ’humidité et en présence d’un film conditionnant, les bactéries
planctoniques s’approchent d’une surface solide par mouvement brownien, par sédimentation

ou par mobilité active (présence de flagelles) (Hoiby et al., 2011).

Elles s’y attachent de maniére réversible par des interactions non spécifiques, électrostatiques
et électrodynamiques. Les cellules s’adsorbent sur une surface pendant un certain temps, mais
peuvent se détacher. Cette étape est influencée par des conditions environnementales.
(Branger et al., 2007 ; Pecastaings, 2010; Muller et Guaguere, 2014).

c) L’adhérence irréversible

La fixation a la surface solide devient irréversible et forte en raison de la production d’exo-
polysaccharides (EPS) par les bactéries et surtout grace a les liaisons de type hydrophobe qui
s’établie entre ces deux (Branger et al., 2007 ; Hoiby et al., 2011 ; Bellifa, 2014).

Dans un second temps les structures d’adhérence bactériennes, par exemple les fimbriae et les
curli pour E. coli, qui interagissent avec des récepteurs spécifiques présents sur la surface,

jouent un rdle important dans cette étape (Beloin et al., 2008).

3.2.  Ledéveloppement précoce du biofilm

Les bactéries se multiplient lentement et continuent de produire des EPS. Elles s’agrégent
entre elles et forment des micro-colonies, qui sont protégées par la matrice EPS (Jacobsen et
al., 2008).

3.3. La maturation du biofilm

L’architecture complexe du biofilm se met en place avec la formation de canaux aqueux et de
pores entre les micro-colonies, permettant 1’acheminement d’oxygéne et de nutriments
nécessaires a la croissance de micro-organismes, ainsi que 1I’élimination des déchets (Tenke et
al., 2006 ; Folkesson et al., 2008).

La production et la sécrétion d’enzymes provoque la dégradation des résidus présentent dans
les surfaces environnantes et permet ainsi la libération de nutriments qui favorise le
grandissement et la croissance du biofilm jusqu'a devenir macroscopique (Branger et al.,
2007 ;Jacolbsen et al., 2008 ; Alnnasouri, 2010).
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3.4. Le détachement de bactéries

La derniére phase de la croissance du biofilm se poursuit par le phénomene de détachement. Il
intervient seulement a la fin de croissance afin de modérer 1’épaisseur du biofilm et les
bactéries peuvent se détacher seules ou par petits ou gros amas selon les mécanismes
impliqués (Kaplan, 2010).

Comme pour les autres étapes, le détachement de bactéries est un processus complexe qui
implique des signaux environnementaux et une communication entre les bactéries (Joshi et
al., 2010).Ainsi un biofilm établi constitue un réservoir de bactéries viables, capables d’aller

coloniser d’autres surfaces (Joshi et al., 2010).

FEIEEE NN I NI NI NN F NN N RN NN I NN NN E NN E NN NN NN N NN RN NN N ENN NN
[
=

[1] Po[2] [3] [4] 5]
Conditionnement :Adhésion Formationde Biofilm mature Détachement
de la surface des microcolonies :

: cellules Production :

d ‘exopolysaccharides

Figure 1. Les étapes de la formation d’un biofilm bactérien.

(Roux et Ghigo, 2006)

4. Composition et organisation

Un biofilm est approximativement constitué de 90% de matrice extracellulaire d’exo-

polymeres et de 5% de microorganismes (Bellifa, 2014).

La matrice extracellulaire d’exo-polymeéres est principalement constituée d’eau (97%) et
incluse également des polyméres d’EPS, de protéines, des phospholipides, des nutriments et
des métabolites. Cette matrice a un role structurel et un réle protecteur pour les cellules,

limitant par exemple la pénétration de molécules antimicrobiennes (Beloin et al., 2008).
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5. Le quorum sensing

La densité des bactéries et leurs contacts cellulaires facilitent la communication intercellulaire
via un mécanisme appelé le « Quorum sensing »(QS), qui implique la production, la sécrétion
et la detection, par les bactéries, de petites molécules signal appelées des auto-inducteurs (Al).
Chez les bactéries & Gram negatif, I’AI est une homosérine lactone, alors que chez les

bactéries a Gram positif, ¢’est un oligopeptide appelé phéromone (Roux et Ghigo, 2006).

Le QS permet aux bactéries d’adopter un comportement spécifique a la vie en communauté,
par régulation de leur expression génétique en réponse a la densité cellulaire via la production
d’Al Plusieurs études ont mis en évidence le r6le du QS dans la formation des biofilms
(Roux et Ghigo, 2006 ;Chalvet de Rochemonteix, 2009 ; Pecastaings, 2010).

6. Les domaines d’intervention des biofilms

6.1. Dans le domaine médical

6.1.1. Les infections dues aux biofilms

Les biofilms sont responsables d’infections chroniques et posent de nombreux problémes dans
le domaine médical. Les infections liees a des biofilms touchent majoritairement les
personnes immunodéprimés et impliquent souvent des bactéries commensales comme
Staphylococcus epidermidis, Staphylococcus aureus et Pseudomonas aeruginosa (Costerton,
Stewart et Greenberg, 1999). (Tableau 1).

Ces infections contribuent de maniere tres importante aux infections nosocomiales. En effet,
les biofilms ont la capacité de se développer sur divers instruments médicaux: sondes
urinaires, cathéters veineux, tubes de ventilation artificielle, protheses orthopédiques, etc
(Roux et Ghigo, 2006 ; Klein, 2011). (Figure 2).
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Tableau 1. Liste partielle des infections humaines dues aux biofilms (Costerton, 2001).

Infection ou maladie

Espece(s) impliquée(s)

Caries dentaires

Cocci a Gram positif acidogenes (Streptococcus spp.).

Périodonties

Bacteéries anaérobies orales, a Gram négatif.

Mucoviscidose pulmonaire

P. aeruginosa et Burkholderia cepacia.

Endocardites

Streptococcus sp. et Staphylococcus spp.

Osteomyélites

Plusieurs espéces bactériennes et fongiques souvent mixes.

Infections de tractus biliaire

Bacteries Entériques (Escherichia coli).

Prostatites bactérienne

Escherichia coli et autres bactéries a Gram négatif.

Infection des lentilles de contact

P. aeruginosa et cocci a Gram positif.

Infection des cathéters urinaires

Escherichia coli.

Infection des cathéters veineux

S. epidermidis.

Infection des valves cardiaques

S. aureus et S. epidermidis.

A)

(B)

Figure 2. Photographies d’un biofilm sur une prothése de corde vocale(A) et d’un biofilm

formé dans un boitier de stockage pour lentilles de contact(B) (Klein, 2011).

D’autre part, la contamination des systémes de climatisation, de ventilation et de distribution

d’eau par des biofilms abritant des microorganismes pathogenes, contribue a la propagation

des infections en milieux hospitaliers ou non hospitaliers, mais également dans les

environnement agroalimentaires ou les biofilms sont une source importante de nuisance

(Donlan et Costerton, 2002).




Synthése bibliographique

6.1.2. Biofilms et implants médicaux

82% des infections nosocomiales sont dues a la présence d’implants médicaux contaminés ;
principalement par Pseudomonas spp., des staphylocoques et des entérocoques . Ceci pose un
véritable probleme de santé publique pour les personnes nécessitant ces implants (Chalvet de
Rochemonteix, 2009).

Les biofilms peuvent se former a la surface ou a I’intérieur de dispositifs médicaux implantés
dans I’organisme tels que les lentilles de contact, les cathéters veineux centraux, les sondes
endotrachéales, les dispositifs intra-utérins, les valves cardiaques artificielles et les sondes

urinaires (Figure 3) (Chalvet de Rochemonteix, 2009).

23
1 introduction of
Coating of o g 3
Catheter with Cell
Host Proteins Attachment
and
Monolayer
Formation
6
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(4
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Proliferation
(5
Biofilm
Maturation

Figure 3. Mécanismes de formation de biofilms sur une sonde urinaire lors d’une infection du
tractus urinaire liee au port de la sonde (Jacobsen, 2008).

La structure ovale grise au centre de la figure matérialise une sonde urinaire. Un film
protéique, représenté par un alignement de disques noirs, se forme a la surface de la sonde (1).
Puis, des micro-organismes (éléments figurés en noirs) pénétrent dans 1’organisme (2), se
fixent a la surface de la sonde et forment un biofilm monocouche (3). Puis, les phases de
croissance et de maturation du biofilm ont lieu (4) & (5), et enfin les bactéries se détachent et
essaiment a partir du biofilm (6).

9
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6.1.3. Reésistance des biofilms aux antibiotiques

De nombreux problémes associés au développement des biofilms en milieu médical, ont pour
origine leur résistance extrémement élevee aux agents antibactériens (antibiotiques et
désinfectants) (Roux et Ghigo, 2006).

Cette résistance accrue, multifactorielle, est liée aux conditions de vie dans le biofilm
(hétérogénéité, acces aux nutriments, oxygéne etc.) ; elles modifient les propriétés
physiologiques des micro-organismes et induisent des mécanismes de resistance specifiques
qui s’ajoutent aux mécanismes de résistance connus et cela est di a la structure du biofilm qui
facilitent le transfert horizontale de génes entre les bactéries, processus impliqué dans

I’acquisition des génes de résistance aux ATB (Roux et Ghigo, 2006 ; Soussereau, 2013).

La résistance élevée des biofilms aux agents antibactériens pourrait également reposer sur la
présence d’une subpopulation de bactéries résistantes, capables de résister a de fortes
concentrations d’ATB qui peuvent étre 10 a 100 fois plus élevées que celles utilisées pour
inhiber les méme bactéries a I’état planctonique, mais ne permettent pas 1’élimination

compléte ce qui provoque de nombreux problemes en milieu médicale (M’hamedi, 2015).

6.1.4. Protection vis-a-vis du systéme immunitaire

En plus de leur résistance accrue aux ATB, les biofilms sont protégés vis-a-vis du systeme
immunitaire des hétes infectés. (M’hamedi, 2015).

La taille des biofilms est tout d’abord un frein important au processus de phagocytose. Les
cellules phagocytaires liberent des enzymes qui ont trés peu d’effet sur le biofilm et qui
peuvent endommager les tissus (Klein, 2011).La matrice extracellulaire est également une
barriére au systéme immunitaire de 1’hote car elle empéche la reconnaissance des antigénes

bactériens par les anticorps (Roux et Ghigo, 2006).

10
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6.2. Les biofilms représentent une source de problémes industriels

Les biofilms posent également des problemes dans de nombreux secteurs industriels. Par
exemple la formation de biofilms dans les canalisations d’eau potable, en particulier par la
bactérie Legionella pneumophila, est un probléme majeur car 1’ajout de chlore ne permet pas

d’¢éliminer les bactéries fixées (Roux et Ghigo, 2006 ;Alnnasouri, 2010).

La formation également de biofilms sur les coques des navires, appelée phénoméne de «
biofouling », conduit a une augmentation des forces de friction, une diminution de la vitesse

des bateaux et des surco(ts energétiques considérables (Roux et Ghigo, 2006).

6.3.  Les biofilms positifs

Les biofilms peuvent avoir des effets positifs est jouent aussi un réle essentiel dans de

nombreux processus :

- Les biofilms sont utilisés dans la production du vinaigre (acide acétique).

- Les réacteurs a biofilm ont également été utilisés dans la production d’ATB. Ex : la
pénicilline.

- Les biofilms sont également utilisés pour le traitement biologique des eaux
résiduaires.

- lls contribuent & la production et a la dégradation de la matiére organique, au
recyclage de 1’azote, du soufre et de nombreux métaux.

- D’autre part, la flore commensale humaine peut étre considérée comme un biofilm qui

protége son hote contre les attaques des bactéries pathogénes (Cohen, 2002).

11
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CHAPITRE |l : Facteurs favorisant la formation d’un

biofilm

La formation d’un biofilm est un phénoméne complexe, sous I’influence de nombreux
facteurs qui peuvent étre répartis en trois catégories :

- Les caractéristiques des surfaces a coloniser.

- Les conditions environnementales.

- Les propriétés bactériennes (Branger et al., 2007).

1. Caracteristiques de la surface

N’importe quelle surface en contact avec un fluide contenant des bactéries est un support

potentiel pour la formation d’un biofilm (Chalvet de Rochemonteix, 2009).

1.1. Géométrie de la surface

La géométrie de la surface externe du support, a savoir sa forme tridimensionnelle, sa

porosité, ses irrégularités de surface, détermine la localisation de 1’adhésion bactérienne.

(Campanac, 2002).

Les bactéries colonisent préférentiellement les supports poreux et se regroupent en général au
niveau des aspérités, des ruptures de courbure, des coins. L’accumulation des biofilms a la
surface des supports se réalise de fait dans les zones ou la circulation des fluides environnants

est freinée par les frottements sur les parois (Campanac, 2002).

1.2. Rugosité de la surface du support

Plus une surface est rugueuse, plus la colonisation de cette surface par des micros-colonies est
importante. Néanmoins, certaines souches bactériennes colonisent aussi des surfaces lisses
(Characklis, 1990 ; Donlan et Costerton, 2002).

12
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1.3.  Propriétés physico-chimiques de la surface

Les propriétés physico-chimiques de la surface peuvent exercer une influence sur le taux
d’attachement et sur son ampleur. Les micro-organismes se fixent plus facilement a des
surfaces hydrophobes et non polarisées comme le Teflon ou d’autres matiéres plastiques, que

sur des matériaux hydrophiles comme le verre ou les métaux (Bendinger, 2003).

1.4.  Présence d’un film protéique sur la surface

La présence de polymeres sur un support modifie les propriétés physico-chimiques de sa
surface, et a une influence directe sur I’attachement de bactéries a cette derniére. En effet, la
présence préalable sur un biomatériau d’un film protéique comme le sang, les larmes, 1’urine,
la salive, le liquide interstitiel et les sécrétions respiratoires influence I’attachement de

bactéries a sa surface, et favorise la formation de biofilms (Nobbs, 2009).

La nature de ces films protéiques est différente selon les milieux. Les bactéries formant le
biofilm de la plague dentaire se fixent sur un film protéique, présent a la surface de 1’émail

dentaire et composé de lysosymes, de glycoprotéines et de lipides (Donlan, 2002).

La présence de films protéiques sur des implants médicaux en contact direct avec un fluide
favorisent la formation de biofilms. Par exemple, les cathéters veineux centraux, en contact
direct avec le sang, sont recouverts de plaquettes, de plasma et de protéines: albumine,
fibrinogene, ... (Goller, 2008).

2. Influence des conditions environnementales

Les facteurs environnementaux tels que la température, la concentration bactérienne,
I’existence de flux, la qualité et la quantité des substances nutritives environnantes affectent
I’adhésion bactérienne et la formation d’un éventuel biofilm. Ainsi, certaines souches
bactériennes incapables de s’organiser en biofilm in vivo, peuvent présenter cette faculté in
vitro dans des conditions expérimentales propices. De méme, une souche bactérienne isolée a
partir d’un biofilm développé a la surface d’un dispositif biomédical peut, in vitro, perdre
cette propriété du fait de conditions expérimentales trop éloignées des conditions

physiologiques (Baillif et al., 2010).

13
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2.1.  Forces hydrodynamiques d’un flux

Les forces hydrodynamiques sont considérées comme étant les facteurs environnementaux les

plus susceptibles d’affecter 1’adhésion bactérienne et le développement du biofilm bactérien

(Baillif et al., 2010 ; Bellifa, 2014).

En effet, la répartition bactérienne sur un support est modelée par I’intensité d’un flux : si
celui-ci est laminaire, les bactéries auront tendance a s’organiser en agrégats amorphes alors
qu’en cas d’écoulement turbulent, elles auront plutot tendance a adopter une disposition en

fins serpentins placés dans le sens du courant (Baillif et al., 2010).

La production de slime est aussi modulée en fonction du débit : plus les forces d’écoulement
sont éleveées, plus le slime est abondant, épais et dense permettant une meilleure adhésion des
bactéries au support et entre elles, ainsi qu'une meilleure protection mécanique. L’existence
d’un courant a la surface d’un support lors de la phase d’adhésion initiale déterminera donc la

robustesse de 1’attachement bactérien au support (Baillif et al., 2010).

2.2. Latempérature

Elle est importante non seulement parce qu'elle affecte I’activité métabolique et enzymatique
des bactéries, mais aussi parce qu'elle influence certains parameétres physicochimiques (pH,
activité ionique, agitation thermique et solubilité des gaz) ainsi que les propriétés de surface

des microorganismes (Dumas, 2007).

23. LepH

Le pH du milieu environnant modifie la charge de surface des microorganismes ainsi que
celle des supports solides ce qui peut avoir comme conséquence une réduction ou une
augmentation des interactions électrostatiques répulsives défavorables a 1’adhésion (Hamadi
et al., 2004 ; Boutaleb, 2007).

2.4.  Composition du milieu

La composition du milieu nutritif, tant au niveau qualitatif que quantitatif, est capable de
moduler I’adhésion bactérienne (Bellifa, 2014).Ainsi la présence de calcium et de magnésium
semble faciliter I’adhésion réversible de la bactérie a un support. La synthése du slime est
favorisée par un exces de carbone, une addition de glucose, ou une déplétion en nitrogene,

potassium et phosphate (Baillif et al., 2010).
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La concentration en nutriments joue un rdle majeur : un milieu riche en substrats favorise
I’adhésion et la croissance bactériennes. En cas d’appauvrissement du milieu environnant les
bactéries encore planctoniques auront tendance a étre attirées par le biofilm qui représente

alors une réserve en substrats (Bellifa, 2014).

3. Influence des propriétés bactériennes

Pour une surface donnée, 1’adhésion bactérienne sera fonction de ’espece bactérienne et
méme de la souche bactérienne utilisée du fait de caractéristiques physicochimiques
differentes. Toute modification des caractéristiques de surface des microorganismes peut

entrainer une augmentation ou une diminution de 1’adhésion bactérienne (Baillif et al., 2010).

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

production d’EPS influencent 1’attachement des bactéries sur une surface (Donlan, 2002).

(Tableau 2).

La plupart des bactéries sont chargées négativement et présentent a leur surface des zones
hydrophobes. Les polymeres apolaires situés a la surface des cellules comme les fimbriae et
certaines protéines semblent s’attacher de fagon prédominante a des surfaces hydrophobes.
Les EPS et les lipo-polysaccharides(LPS) sont plus importants dans les mécanismes

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

Tableau 2. Facteurs et propriétés impliqués dans la formation des biofilms (Chalvet de
Rochemonteix, 2009)

Propriétés du support Propriétés du milieu Propriétés des cellules
agueux environnant
Texture, rugosité, présence Vitesse du flux, présence Hydrophobicité de la surface
d’aspérités d’un flux laminaire ou non des cellules
Hydrophobicité pH Présence de fimbriae
Présence préalable d’un film Température Présence de flagelles
protéique recouvrant la
surface
*Cations (Ca2+, Na2+, Role des structures
Fe3+...) polymériques extracellulaires
*[Fer], [nutriments] d’exopolysaccharides
*Sources de carbone
disponibles
*Disponibilité du milieu en
Oxygéne
Présence d’agents
antimicrobiens
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CHAPITRE I11: Généralités sur Proteus mirabilis

1. Introduction

Les entérobactéries constituent un grand groupe de bactéries ayant une forte similitude. La
création de ce groupe a été proposée par Rahn en 1937 qu'il dénomma Enterobacteriaceae et
dans lequel il rassembla les microorganismes présentant des propriétés biochimiques et
morphologiques communes et parmi lesquels on trouvait déja les genres tels qu’Escherichia,

Salmonella, Klebsiella, Proteus, Serratia et Shigella (Joly et Reynaud, 2002).

Ces bactéries sont en général des hétes normaux ou pathologiques, suivant les especes
microbiennes, du tube digestif de I’lhomme et des animaux. Mais ce caractére écologique n’est
pas exclusif des entérobactéries pouvant proliférer en abondance dans 1’environnement (sols
et eaux) et participer aux grands cycles de dégradation des matieres organiques (Joly et
Reynaud, 2002).

Les genres bactériens, qui appartiennent a la famille des Enterobacteriaceae, répondent a la
définition suivante : bacilles a Gram négatif ; immobiles ou mobiles grace a une ciliature
péritriche ; aéro-anaérobies facultatifs ; se développant aisément sur milieu ordinaire ;
fermentant le glucose ; ne possédant pas d’oxydase ; possédant une catalase (a I’exception de
Shigella dysentriae) ; réduisant les nitrates en nitrites (quelques exceptions parmi Erwinia).
Le contenu en G+C% de leur ADN est : 39 a 59, ce qui permet de les différencier des

Pseudomonas et des Vibrionaceae (Willey et al., 2010).

Au sein de la famille des Enterobacteriaceae, le genre Proteus fait partie d’un groupe de
bactéries appelé en bactériologie « la tribu des Proteae ». Il comporte les trois genres :
Proteus, Morganella, et Providencia. Ces derniers sont les seules Enterobacteriaceae qui
possedent les enzymes désaminases du L-tryptophane ou de la L-phénylalanine (Eleonora,
2012).

Les Proteus sont des commensaux du tube digestif de I’homme et des animaux, quoi qu’en
petit nombre (Eleonora, 2012).1ls se trouvent généralement dans le sol, I'eau et les eaux

usées. Elles sont des pathogenes opportunistes humains qui causent une variété de maladies
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nosocomiales acquises et communautaires, y compris les infections des voies urinaires, les

septicémies et les infections de plaies (Drzwiecka, 2016).

Le genre Proteus est actuellement composé de cing especes hommees ; Proteus mirabilis,
Proteus vulgaris, Proteus myxofaciens, Proteus penneri et Proteus hauseri et trois espéces

génomiques ; Proteus genomospecies 4, 5 et 6 (Drzwiecka, 2016).
2. Définition
P. mirabilis a été décrit par Hauser, en 1885, qui a marqueé sa nature d’essaimage et sa vitesse

lente lors de la liquéfaction de la gélatine. Elle est appelée mirabilis, de la signification latine

merveilleuse et surprenante, donc c’est un bacille spécial (Stickler, 2009 ; Eleonora, 2012).

P. mirabilis est une bactérie commensale du tube digestif de I’homme et des animaux. Elle
n’est pas pathogéne et provoque rarement une infection chez des individus en bonne santé
(Stickler, 2009).Cette bactérie provoque 90 % des infections a Proteus (Gus, 2015).

3. Habitat

C’est une bactérie trés répondue dans la nature et commensale de 1’intestin de I’homme et des

animaux (Gus, 2015).

Elle infecte de maniére opportuniste les voies urinaires des personnes présentant des
anomalies des voies urinaires et les patients exposés a un cathétérisme a long terme
(Mobleyand, 1987). Cette bactérie se rencontre également dans 1’environnement hospitalier
au niveau de dispositifs médicaux tels que les cathéters, drains, sondes urinaires (Holling,
2014).

P. mirabilis peut étre trouvé sous forme planctonique, mobile ou en biofilm (Holling, 2014).

4. Taxonomie

La classification de P. mirabilis a d’abord été fondée sur 1’étude de leurs caractéres
phénotypiques (morphologiques, biochimiques....) puis sur leur caractéres génotypiques, la
composition en G+C % et qui est égale a 38-41% fit rajoute comme caractéristique génetique
(Singleton, 2004).
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Selon la 9°™ édition de Bergey's manual of systematic bacteriology (2007): P. mirabilis

est classée comme suit :

Régne : Bacteria

Embranchement :  Proteobacteria

Classe : Gamma Proteobacteria

Ordre : Enterobacteriales

Famille : Enterobacteriaceae

Genre : Proteus

Espeéce : Proteus mirabilis. (Willey et al., 2010).

5. Caracteres bactériologiques

5.1. Caractéres morphologiques

Les Proteus spp. Sont des bacilles a Gram négatif, dont les dimensions varient de 6 pm de
long et 0,3 a 1 um de large et un diamétre entre 0,4 a 0,8 um. Ces dimensions varient suivant
I'dge de la culture, l'espece et la souche. Elles sont non sporulées et possedent une capsule
(Joly et Reynaud, 2002 ; Eleonora, 2012).

Les bactéries appartenant a 1’espéce P. mirabilis sont caractérisées par leur extréme mobilité,
dd a la présence de nombreux flagelles longs et courts, et leurs polymorphisme (Manos,
2006 ; Drzwiecka, 2016).

5.2. Caractéres culturaux
La culture de P. mirabilis est rapide. Les colonies formées aprés 18 a 24 heures d'incubation
a 35-37 °C sont bombées et rondes a bord net, leur surface est lisse et brillante, il s'agit des

formes S « Smooth » (Joly et Reynaud, 2002).

Apres repiquage en bouillon, la culture se traduit par un trouble homogéne sur toute la hauteur
du tube. Apres plusieurs repiquages d'une souche en phase S, les colonies deviennent
rugueuses, seches, plates, leur contour est irrégulier, leur teinte mate, il s'agit des formes R

«Rough ». En bouillon elles donnent une culture dont I'aspect est granuleux apres agitation et
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elles forment des agglutinats spontanés qui sedimentent, elles sont auto-agglutinables dans

une suspension en eau salée (2 % de NaCl) (Joly et Reynaud, 2002).

Elle produit freguemment un envahissement de la surface des milieux solides qui s'étend par
vagues successives et peut gagner en 24 heures la totalité de la surface due a leur extréme
mobilité qui est facilement décelable sur les milieux d’isolement, ou elle se propage par ondes
concentriques, formant un film recouvrant les bactéries potentiellement pathogeénes
(Salmonella, Shigella). Ce phénomeéne est appelé essaimage (Joly et Reynaud, 2002 ;
Eleonora, 2012).

P. mirabilis pousse bien sur milieux ordinaires & 37 °C. Elle donne des colonies grosses et
produit une odeur tres caractéristique de poisson pourri, non hémolytiques, envahissant la
surface de la gélose au sang. Sur la gélose lactosée au pourpre de bromocrésol, les colonies
sont petites, transparentes en 24 heures, lactose négatif, ne forment pas de nappe car le milieu
ne contient pas d’NaCl (Archambaud et Clave, 2004).

5.3. Caractéres biochimiques et métaboliques

Les bactéries du genre Proteus sont des aéro-anaérobies, oxydase négatif, catalase positif a
métabolisme fermentatif. En ce qui concerne P. mirabilis, une réponse négative est obtenue
pour les tests suivants : le lactose, ’ONPG, LDC, mannitol, indole, maltose, salicine et
I’esculine, tandis que les tests : réduction des nitrates en nitrites, TDA, H,S, gélatine, urée,
citrate et ODC sont positifs.

Ces caractéres biochimiques peuvent étre facilement mis en évidence sur les galeries
Miniaturisées tels que I’Api 20 E (Le Minor, 1993; Drzwiecka, 2016).

6. Caracteres génomiques

Le génome de P. mirabilis a été achevé le 28 Mars 2008, par Mélanie M., il est constitué de
24 genes. La longueur totale du génome est de 4.063 Mb avec une teneur en GC de 38,88%. Il
est constitué par un seul plasmide de 36,289 nucléotides. Le plasmide lui-méme ne contient
pas de genes de virulence, mais il peut contenir une bactériocine.

L'analyse de la séquence a confirmé la présence des déterminants de virulence identifiés
précédemment, ainsi que d'un régulon flagellaire 54 kb contigué et 17 types de fimbriae
(Pearson et al., 2008 ; Holmes et al.,2008).
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7. Diagnostic différentiel

L'aspect morphologique, le Gram et les caracteres culturaux font évoquer une Entérobactérie
et les caractéres TDA +, ONPG -, H,S + indiquent qu’il s’agit d’un Proteus.

Les caracteres indole -, ODC +, maltose -, salicine -, esculine - différencient les espéeces
mirabilis de vulgaris (indole +, ODC -, maltose +, salicine v, esculine v) et penneri (indole -,

ODC -, maltose +, salicine -, esculine -) (Le Minor ,1993 ; Drzwiecka, 2016).

8. Pouvoir pathogéne chez I'homme

Les bactéries appartenant a 1I’espéce P.mirabilis sont responsables principalement d’infections
urinaires communautaires ou nosocomiales. P.mirabilis grace a son uréase puissante peut
alcaliniser les urines et étre responsable de lithiases. Ces lithiases se comportent comme du
matériel étranger qui permet a I’infection de devenir chronique, entrainant ainsi une

destruction progressive du parenchyme rénal (Stickler, 2009).

Elles sont responsables également d’infections localisées surtout cutanées, mais d’autres
localisations sont possibles (abces du cerveau, infections pleurales et péritonéales, infection
de cathéter.....), d’infections des voies respiratoires surtout en milieu hospitalier (infections

ORL et pneumopathies), de septicémies et de bactériémies (Archambaud et Clave, 2004).

9. Facteurs de Virulence

P. mirabilis, comme d’autres agents pathogénes, possede de nombreux facteurs de virulence

qui sont importants pour établir l'infection et facilitent la colonisation d’un hote.

e Elle possede au moins quatre différentes adhésines qui interviennent dans son
attachement aux surfaces de tissu.

e Elle dispose d'une capsule EPS qui la protége contre les défenses de 1’héte et permet de
se lier fortement aux surfaces.

e Elle sécréte une hémolysine, des protéases et des désaminases qui sont tous essentiels
pour extraire les éléments nutritifs importants a partir de tissus hotes et des fluides.

e Une protéase spécifique a une immunoglobuline A (IgA) qu'elle produit est capable de
dégrader I'lgA prédominante dans le mucus sécrété a partir des surfaces épithéliales
(Jacobsen et al., 2008 ; Stickler, 2009).

e P. mirabilis produit au moins quatre types de fimbriae, qui contribuent et favorisent

I'adhésion a des voies urinaires, mais ne sont pas absolument nécessaires pour induire une
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infection. Au moins 2 d'entre eux contribuent a la colonisation des voies urinaires
(Eleonora, 2012).

e En outre, elle présente deux caractéristiques de signature qui sont particulierement
importants dans les voies urinaires cathétérisés : la capacité de produire I'enzyme uréase

et la capacité a essaimer rapidement sur les surfaces (Stickler, 2009).

9.1. L’uréase

L’uréase du P.mirabilis est une enzyme a haut poids moléculaire trouvés dans le cytoplasme
de la cellule. Elle est responsable de I'nydrolyse de I'urée en ammoniaque, qui conduit a
I'alcalinisation des urines a des valeurs de pH urinaires parfois de 7 ou 9 (Stickler, 2009 ;
Eleonora, 2012).

9.2. L’essaimage

Les bactéries apparentant a I’espece P. mirabilis sont capables de se déplacer rapidement dans
un mode coordonné (essaimage) sur des surfaces solides (Figure 4).De cette facon, elles
peuvent étendre leurs populations sur les surfaces et de coloniser de nouveaux endroits. Ces
cellules Swarmer (Figure 5) peuvent egalement produire a des concentrations importantes de

I'uréase, I'némolysine et des protéases (Stickler, 2009).

Figure 4 .Phénomene d’essaimage chez P. mirabilis caractérisé par des anneaux

concentriques sur la surface de la gélose (Drzwiecka, 2016).
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Figure 5 .Micrographies en microscopie électronique de P. mirabilis.
(1) Dans le cas normal (Cellules Swimmer), (2) : En cas d’essaimage (Cellules Swarmer)

(Eleonora, 2012).
10. Sensibilité aux antibiotiques

10.1. Résistance naturelle

P. mirabilis est naturellement résistant a la colistine, les cyclines (spécificité de 1’espéce
mirabilis) et les furanes. Les autres ATB, testés sur les bacilles a Gram négatif type
Entérobactéries, sont habituellement actifs (B-lactamines, aminosides, quinolones,

cotrimoxazole, chloramphénicol) (Archambaud et Clave, 2004).

10.2. Résistance acquise

P. mirabilis posséde des mécanismes identiques a ceux décrits pour E. coli.

e Béta-lactamase de classe A haut niveau (pénicillinase): des carbénicillinases (type PSE-4)
ont été décrites.

e Résistance aux inhibiteurs des béta-lactamases: un mutant de type TEM, IRT-
2(Arg244Ser), a eté décrit en association avec TEM-1 dans une souche insensible aux
inhibiteurs des béta-lactamases de classe A.

e Béta-lactamases de classe A a spectre étendu (BLSE): une souche produisant TEM-10 a

été décrite.
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e Résistance a I'imipenéme: chez P. mirabilis, elle n’est pas d’origine enzymatique. La
résistance a I’imipenéme semble associée a une altération des PLP1A et 2 (protéines liant
la pénicilline) (Sougakoff et al., 2003; Archambaud et clave, 2004).

11. Formation de biofilms cristallins par P.mirabilis

Certains micro-organismes présents dans les biofilms formés sur sondes urinaires produisent
des uréases, entre autres : P. mirabilis (Clutterbuck, 2007 ; Hatt, 2008).

L’urée contenue dans 1’urine du patient est hydrolysée par les uréases bactériennes et conduit
a la formation d’hydroxyde d’ammonium. La libération d’ammoniaque sous forme libre dans
’urine entraine une augmentation du pH au niveau de ’interface biofilm-urine et conduit a la
précipitation de cristaux d’hydroxyapatite (Cristaux de phosphate de calcium) et de struvite
(phosphate ammoniaco-magnésien), qui vont venir obstruer la lumiere de la sonde (Chalvet
de Rochemonteix 2009) Les cristaux formés s’entrappent dans le biofilm : il y a formation
d’un biofilm cristallin (Figure 6). La présence de cristaux va créer des troubles urinaires :
dysurie, strangurie, hématurie, distension vésicale,... Il peut aussi avoir des conséquences

plus séveres comme des infections ascendantes par exemple des pyélonéphrites (Hatt, 2008).

P. mirabilis est I’agent le plus fréquemment a I’origine de la formation de biofilms cristallins,
puisque cette bactérie produit une uréase 6 a 10 fois plus efficace que les autres uréases
bactériennes (Tenke, 2006).
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Figure 6 .Des coupes transversales des sondes urinaires colonisées par des cultures pures de
P. mirabilis (Stickler et al., 1993).
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Matériel et méthodes

1. Souches bactériennes

Cette étude a porté sur cing souches de P.mirabilis provenant de divers prélevements,
recueillis dans différentes structures hospitaliéres de Centre Hospitalier-universitaire (CHU)
Ben Badis de Constantine, durant la période allant de 31/01/2016 jusqu’a 08/04/2016
(Tableau 3).

Tableau 3. Caractéristiques des patients.

Patient
Souche Nature de Prélevement Sexe Service
P1 Pus Homme | Traitement en ambulatoire
P2 Pus d’une fistule Femme | Gastro-entérologie
P3 | Drain Homme | Médecine interne
P4 Urine Femme | Infectiologie
P5 Sonde vésicale Femme | Urgences medicales

2. Traitement des échantillons

Le traitement des sondes urinaires et drains nécessite une préalable immersion et incubation
dans le bouillon cceur cervelle (BCC). Ce dernier est ajouté a chaque écouvillon contenant
I’échantillon a analyser de maniére a ce que les parties distales soient complétement
immergées. Par la suite, les écouvillons sont incubés a 37 °C pendant 15 minutes.

Aprés homogénéisation des milieux d’enrichissement, une quantité est prélevée et

ensemencée sur les milieux d’isolement.

3. Isolement et identification de P. mirabilis

3.1.  Isolement

L’isolement est pratiqué sur gélose nutritive (GN) et I’Hektoen préalablement coulés en boites
de Petri. Les milieux sont ensemencés, en stries serrées sur la surface, de fagcon a obtenir des

colonies bien isolées aprés une incubation a 37 °C pendant 24 heures.

Des repiquages successifs sont effectués, sur les milieux d’isolement d’origine, afin de

confirmer la pureté des souches pour entreprendre 1’étape d’identification.
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3.2. ldentification

L’identification des souches est controlée, apres vérification de leur pureté par :

3.2.1. Examen macroscopique
L'examen macroscopique des cultures est le premier examen effectué a partir de I’isolement
apres incubation, qui permet 1’é¢tude des caracteéres visibles a I’ceil nu : formes, taille, couleur

et aspect.

Seules les colonies caractéristiques du genre Proteus seront prises en considération

accompagnées d’une odeur caractéristique du poisson pourri.

3.2.2. Examen microscopique
Des examens microscopiques apres coloration de Gram sont réalisés dans le but d’observer le
type de Gram (positif ou négatif), la morphologie des cellules ainsi que leurs modes de

regroupements.

3.2.3. Galerie classique
L’identification des souches est réalisée par 1’étude de plusieurs tests biochimiques et

métaboliques.

e Préparation de I’inoculum
Une suspension bactérienne homogene est préparée, dans de 1’eau distillée stérile, avec une

colonie prélevée a partir d’une culture jeune de 18 a 24 heures sur GN.

e Inoculation de la galerie
A T’aide d’une pipette pasteur, les tubes sont ensemencés par la suspension bactérienne déja
préparée. La série des milieux utilisés est détaillée dans le tableau 4 Ci-dessous. L’incubation
se fait a 37° C pendant 24 h.
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Tableau 4. Milieux constitutifs de la galerie classique.

Test Milieu de culture Mode d’ensemencement
Etude de la production T.S.IL - Ensemencement du culot par piqure
d’H,S et la fermentation | (Triple Sugar Iron centrale et de la pente par des stries
du lactose, du saccharose Agar) serrées.
et D-glucose
Etude de I’utilisation du - Ensemencement par des stries le long
citrate comme seule Citrate de Simmons de la pente.

source de carbone
Etude de la fermentation

du mannitol et la Mannitol Mobilité | - Ensemencement par piqure centrale.
mobilité
Recherche de I’uréase, - Ce milieu est inoculé avec quelques
TDA et production Urée Indole gouttes de la suspension bactérienne.
d’indole - Apres incubation, 2 a 3 gouttes de

réactifs Kovacs sont ajoutées. La
lecture est immédiate.

Mise en évidence des - Ce milieu est inoculé avec quelques

décarboxylases: Moeller gouttes de la suspension bactérienne,

LDC, ODC et ADH en plus d’une couche d’huile de
paraffine.

3.2.4. ldentification par la galerie API 20 E
e Principe
API 20 E (Biomériaux) est un systeme standardisé pour l'identification d’Enterobacteriaceae
et autres bacilles a Gram négatif.
e Préparation de I’inoculum
- Une colonie est prélevée sur GN et en suite mise dans un tube de 5 ml d’eau distillée
stérile, afin d’obtenir une suspension bactérienne.
e Inoculation de la galerie
- Homogénéiser la suspension bactérienne.
- Pour les tests CIP, VP, GEL remplir les tubes et les cupules.
- Pour les autres tests, remplir uniquement les tubes.
- Recouvrir les tests ODC, ADH, LDC, H,S, URE avec 2 goutes d’huile de paraffine.
e Lecture et interprétation
- L’interprétation de la galerie s’effectue apres incubation 24 h a 37 °C, en se référant au

tableau de lecture (Annexe 2.7).

27



Matériel et méthodes

4. Détermination de la sensibilité aux antibiotiques

La sensibilité de toutes les souches isolées, vis-a-vis de différentes familles d’ATB, est testee
par la méthode de I’antibiogramme standard par diffusion sur gélose Mueller Hinton selon les
recommandations du CLSI (Clinical Laboratory Standards Institute) (La standardisation de

I’antibiogramme a I’échelle nationale, avec collaboration de ’OMS, 2011).

Le tableau 5 Représente la liste des ATB testés sur P. mirabilis selon les recommandations
du CLSI.

Tableau 5. Les antibiotiques testés sur les souches de P. mirabilis.

N° Antibiotique Abreéviation Charge (ng) Famille
01 Ticarcilline TIC 75 [-Lactamines
02 Imipenéme IPM 10 B-Lactamines
03 Amoxicilline AML 25 [-Lactamines
04 Céfazoline KZ 30 -Lactamines
05 Augmentin AMC 30 [-Lactamines
06 Céfoxitine FOX 30 B-Lactamines
07 Céfotaxime CTX 30 [-Lactamines
08 Gentamycine CN 10 Aminosides
09 Amikacine AK 30 Aminosides
10 Acide nalidixique AN 30 Quinolones
11 Sulfamethoxazole / SXT 1.25/23.75 Sulfamides
Triméthoprime
12 Chloramphenicol C 30 Phenicoles
13 Ciprofloxacine CIP 05 Fluoroquinolones
14 Colistine CT / Polymyxines

e Procédure opératoire
A partir d’une culture de 24 heures, 3 colonies identiques sont prélevées puis inoculées dans

I’eau physiologique.

L’écouvillon stérile est plongé dans la suspension bactérienne. Le sortir du tube en I’essorant
doucement sur les parois internes de tubes afin de les décharger au maximum. A I’aide de cet
écouvillon, la boite est ensemencée sur toute la surface de la gélose par des stries serrées, en

tournant la boite trois fois de 60 °.

A I’aide d’une pince préalablement flambée, les disques d’ATB sont appliqués sur la surface

de la gélose. Les boites sont ensuite incubées a 37 °C pendant 16 a 18 heures.
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Les différents diametres des zones d’inhibition, obtenus autour des disques d’ATB, sont
mesurés. L’interprétation en sensible (S) intermédiaire (1) ou résistante (R) est effectuée selon
les critéres definis par les recommandations de CLSI (Annexe 3.2).

5. Etude de la formation de biofilm chez P. mirabilis

Afin de mettre en évidence la capacité de formation du biofilm, chez les 05 isolats cliniques
de P. mirabilis, la méthode choisie est la méthode standard de coloration au Cristal Violet
(CV) (Djordjevic et al., 2002 ; Musk et al., 2005).

Une suspension bactérienne (DO 600 = 0,20) est préparée, dans un tube de bouillon nutritif
(BN) (pH=7), a partir d’une culture de 24 heures sur GN. La suspension est répartie dans des
tubes en polystyréne de 5 ml a raison de 2 ml par tube. Les tubes sont ensuite incubés a 37°C
pendant 24 h.

Apres la période d’incubation et pour chaque tube, I’absorbance de la culture bactérienne
résultante est mesurée a 600 nm a 1’aide d’un spectrophotométre (Shimadzu). Apres, chaque

tube est soigneusement vidé de la culture bactérienne, et rincé 3 fois a I’eau distillée.

La biomasse fixée sur les parois du tube est révélée aprés coloration a 1’aide d’une solution
aqueuse de CV a 1 % (m/v). Apres un temps de contact de 45 minutes, I’exces de colorant est
¢liminé suivi d’un lavage abondant des parois du tube a I’eau distillée (jusqu’a 1’obtention des

gouttes transparentes). Les tubes sont enfin égouttés et mis a sécher a I’air libre.

Le CV fixé sur les parois du tube est solubilisé¢ a 1’aide d’une solution constituée d’un
mélange éthanol-acétone (75 : 25). Aprés 1 heure du temps, 1’absorbance de la solution

obtenue est mesurée a 570 nm.
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6. Effet du pH sur I’adhésion de P. mirabilis

Afin d’étudier I’influence du pH sur I’adhésion de P. mirabilis, des suspensions bactériennes
a différents pH (pH=5 et pH=9) ont été aseptiquement préparées dans le BN a partir des

cultures jeunes sur GN.

Apres 24 heures d’incubation, la capacité de la formation du biofilm est également testée par

la méthode de CV comme décrit ci-dessus.

7. Détermination de I’hydrophobicité de P. mirabilis

L’adhésion microbienne aux solvants, communément appelée MATS, pour Microbial
Adhésion To Solvants, est couramment employée pour déterminer I’hydrophobicité relative
des cellules microbiennes (Rosenberg, 1980 ; Pelletier et al., 1997;Bellifa, 2014;
M’Hamedi, 2015).

Les souches bactériennes sont mises en culture a 37°C durant 24 h dans le BN a partir d’une

culture jeune de P. mirabilis.

Les suspensions bactériennes ainsi préparées sont centrifugées pendant 15 minutes a 1000 g a
I’aide d’une centrifugeuse (SIGMA). Le culot obtenu est lavé deux fois a I’aide d’un tampon
PBS stérile (0.1 N) et remis en suspension dans le méme tampon, la densité optique DO; est
fixée entre 0,8 et 1 a I’aide d’un spectrophotometre.

3 ml de la suspension bactérienne obtenue sont introduits dans un tube a essai stérile et
additionnés de 250 pl du solvant apolaire qui est I’xyléne (SIGMA -ALDRICH). Le mélange
est agité au vortex pendant environs 1 minute puis est laissé a décanter 15 minutes pour avoir
une séparation compléte entre les phases organique et aqueuse. Ensuite la densité optique DO

de la phase aqueuse est mesurée a 600 nm.
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Résultats et discussion

1. Isolement et identification de P.mirabilis

Sur une période de deux mois, des souches appartenant a I’espeéce P. mirabilis ont été isolées
et identifiées, apres traitement de divers échantillons cliniques, dont cing souches seulement
ont été sélectionnées a fin d’étudier I’influence du pH du milieu de culture ainsi que
I’hydrophobicité de surface cellulaire sur I’adhésion bactérienne.

Ces souches (P1,P2, P3, P4 et P5) proviennent respectivement d’une variété de

prélevements ; pus, pus d’une fistule, drain, échantillon d’urine et sonde vésicale.

La présence des souches appartenant au genre Proteus a été suspectée sur la base des examens
macroscopiques et microscopiques réalisés. Les colonies suspectées ont ainsi été isolées
séparément sur les deux milieux de culture, GN et Hektoen, puis purifiées sur la gélose

nutritive ordinaire pour une éventuelle identification.

Le tableau 6 ci-dessous récapitule les aspects de colonies de P. mirabilis sur les deux milieux
d’isolement, I’aspect microscopique apres coloration de Gram ainsi que I’identification

biochimique par galerie classique et par galerie miniaturisée API 20 E.

31



Résultats et discussion

Tableau 6. Les résultats d’isolement et d’identification de P. mirabilis.

Milieu de culture

Aspect de colonies

[<B]
= Envahissement de la gélose en voile montrant des vagues
c £ i e . .
) - successives, avec une odeur caractéristique desagréable
£ 3| Geélose Nutritive a g
S 3 (Annexe 2.1).
w g Colonies lisses, bombées et brillantes. La couleur du milieu
=| Gelose Hektoen | ne change pas (ne fermante pas le lactose) (Annexe 2.2).
()
=3
o 'g_ L’examen microscopique aprés coloration de Gram révéele la présence des
§ § bacilles, colorés en roses ce qui montre que ce sont des bacilles & Gram négatif.
W S [(Annexe 2.3).
S
Test Résultat (Annexe 2.4)
Fermentation du lactose, | acidification dans le culot et la pente, avec présence
glucose: saccharose et | ges pulles d’air et de noircissement.
production de gazetd’ | ponc P.mirabilis est: Lactose (-), Saccharose (+),
H2S Glucose (+), Gaz (+) et H,S (+).
Utilisation de citrate Absence de virage du vert au bleu, ce qui indique
que la bactérie est Citrate (-).
o Absence d’acidification du milieu, milieu reste
5= e . rouge. Elle est mannitol(-).
2 Utilisation de mannitol et (e N . . .
c_§ test de mobilité La bactérie diffuse a partir de la ligne verticale
@ d’ensemencement en créant un trouble. Elle est
< mobile (+).
o Elle est uréase (+) puisqu’il y a eu une alcalinisation
du milieu d’ou le virage de la couleur de 1’orange
Recherche de ’uréase et vers le I'orange foncé 8 &
P’indole. R . .
tndote Apres  T’ajout de réactif de Kovacs, aucune
apparition d’anneau rouge. Elle est Indole(-).
déca:‘?begselgcszg'd(eLSDC) Apparition de la couleur jaune pour LDC et ADH
y i " | (négatif) tandis que I’ODC reste violet (positif).
(ODC) et (ADH)
" ONPG | ADH | LDC | ODC | CIT H,S URE | TDA IND VP
[<B]
s& L~ L = - L - - - * - -
3 E GEL | GLU [MAN| INO | SOR | RHA | SAC | MEL | AMY | ARA
+ + - - - - - - - -
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2. Lasensibilité aux antibiotiques des souches isolées

La détection des phénotypes de résistance, des souches bactériennes isolées, a été réalisée en
pratiquant la méthode conventionnelle de diffusion des disques en milieu gélosé et les critéres

de lecture et d’interprétation sont ceux du CLSI (Annexe 3).

Les profils de résistances déterminés montrent que les 05 souches de P. mirabilis présentent
différents comportements vis-a-vis les ATB testés. Le tableau 7ci-dessous détaille les profils

de sensibilités des souches étudiées.

Tableau?7. Les profils de sensibilités aux ATB des souches étudiées.

(S : Sensible, R : Résistant, | : Intermédiaire)

Famille N° ATB P1 P2 P3 P4 P5

01 TIC S S R R S

02 IPM S S S S S

03 AML S S R R S

B-Lactamines 04 KZ S S R S S
05 AMC S S R R S

06 FOX S S S S S

07 CTX S S R S S

Aminosides 08 CN S S R R S
09 AK S S R S S

Quinolones 10 AN R R R S S
Sulfamides 11 SXT R R R S S
Phénicolés 12 C R S R R R
Fluoroquinolones 13 CIP I R R S S
Polymyxines 14 CT R R R R R

Selon les profils déterminés, certaines souches sont sensibles et d’autres sont résistantes. La
souche P3 exprime le taux de résistance le plus élevée. En effet, cette résistance est notée
pour 12 ATB testés sur 14(Figure 7 et Annexe 3).En deuxiéme position, la souche P4 résiste
a 6 ATB. Contrairement aux autres souches, la souche P5 apparaisse sensible a I’ensemble

des ATB (Résiste seulement a la colistine et au chloramphénicol).

En outre, les souches P1, P2 (qui sont résistantes au méme nombre d’ATB) et P5 apparaissent

sensibles a I’ensemble des ATB apparentant aux béta-lactamines et aminosides.

IPM et FOX, appartenant aux B-lactamines, ont été les molécules les plus actives sur

I’ensemble des souches.
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P. mirabilis est naturellement résistante aux polymyxines (Mahamat et al., 2006),ce qui est

en accord avec nos résultats d’antibiogrammes.

14 -
12 -
(3
E 10 -
< 3
o
g 6
£
s 4
" ]
O T T T T
P1 P2 P3 P4 P5
Souches de P. mirabilis

Figure7. Nombre d’ATB correspondant a la résistance chez les souches de P.mirabilis

3. Effet du pH sur la formation des biofilms de P. mirabilis

La formation de biofilm est un phénoméne complexe sous I’influence de nombreux facteurs
parmi lesquels: la surface a coloniser, le milieu environnant et les microorganismes (Branger
et al., 2007).

A fin d’étudier I’influence du pH du milieu de culture sur I’adhésion de cette bactérie, le BN
a été préalablement préparée a différents pH puis inoculé par les souches étudiées selon le
protocole déja détaillée.

Les valeurs de pH sélectionnés sont : pH 5 (acide), pH 7 (neutre) et pH 9 (basique). Les
différentes expériences ont été menées sur les 05 souches de P. mirabilis.

3.1. Effet du pH sur la croissance des cellules planctoniques
La formation de biofilm bactérien est toujours en transition entre deux formes ; la forme fixée

(biofilm) et la forme libre (planctonique).

La technique de coloration CV permet d’évaluer la proportion de cellules de P. mirabilis
planctoniques, non fixeées sur polystyrene par la mesure de la densité optiques a 600 nm. La
mesure doit se faire avant 1’élimination de la culture bactérienne, une étape nécessaire avant

d’entamer la coloration au CV.
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Les résultats de croissances bacteriennes (DO 600 nm) en fonction du pH, obtenus pour les

différentes souches étudiées, apres 24 heures d’incubation en BN, sont illustrés dans la

0.9 -

0.8

0.7

0.6

0.5 EpHS
0.4 mpH7
0.3 ) L T 7 _ pH 9
0.2

0.1

0 - ; ; ; .
P1 P2 P3 P4 P5

souches de P.mirabilis

figure 8.

DO 600 nm

Figure8. Effet du pH sur la croissance des cellules planctoniques de P. mirabilis

(\VValeurs moyennes et écarts-types calculés a partir de trois essais).

Il a été constaté que le pH acide ou basique, du milieu de culture, a un effet remarquable sur la
croissance des cellules planctoniques. En effet, pour I’ensemble des souches étudiées, cet
effet se traduit par des réductions significatives de la croissance des cellules planctoniques
pour les deux pH acide et basique et qui est plus remarqué pour le milieu basique.

Par ailleurs, ces résultats ont démontré que le pH optimale favorable pour leurs croissance
c’est bien le pH 7. De méme, ce facteur n’a aucun effet de mortalité sur les cellules
planctoniques apres 24 heures d’incubation.

La valeur de DO 600 la plus élevée, en milieu basique, est notée pour la souche P1 ( 0,328) et
en milieu acide est notée pour la souche P4 (0,696).En plus, les valeurs de DO 600 traduisant
la croissance des cellules planctoniques en milieu neutre, sont presque proches ; la souche P2
a donné le maximum de croissance avec une valeur égale a 0,860.tandis que la valeur la plus
faible est enregistrée pour la souche P1(0,751).

Les deux souches responsables d’infections urinaires a savoir P4 et P5 donnent les valeurs de
DO les plus importantes en milieu acide. Ce qui est certainement en rapport avec leurs

prélevements d’origine.
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3.2. Effet du pH sur I’adhésion des cellules sessiles
Dans cette étude, la mise en évidence de la capacité a former des biofilms & différents pH par
les souches cliniques de P. mirabilis est basée sur la technique de la coloration du biofilms

formés au CV.

Les résultats obtenus, aprés 24 heures d’incubation a 37 °C, ont permis de mettre en évidence
la capacité de toutes les souches de P. mirabilis isolées a former des biofilms sur tubes en

polystyrene (surface hydrophobe) apres culture en BN a pH 7.

L’observation visuelle des tubes montre que la formation du biofilm de P. mirabilis se
caractérise, non seulement par la présence d’un anneau a I’interface air-liquide (a I’exception
de la souche P4), mais également par la présence d’un prolongement de la croissance
cellulaire en dessous de celui-ci. L’intensité de ’anneau formé est variable d’une souche a

I’autre (Annexe 4).

Ce phénomeéne est probablement du & I’existence de structures d’adhésion tel que la présence
de fimbriae et de flagelles ( Chalvet de Rochemonteix, 2009 ; Baillif et al, 2010).

L’étude de Aniejurengho et al., (2015) a également révélée une prévalence élevée des
producteurs de biofilm chez les souches cliniques de P. mirabilis, lors de I’évaluation de la
capacite de ces souches a former des biofilms sur microplaques en polystyréne. Ce qui en

accord avec nos résultats.

Aprés 24heures d’incubation a 37 °C, la formation des biofilms a différents pH, chez les
souches étudiée, sur tubes en polystyréne a été exprimée en absorbances mesurées a 570 nm
du colorant CV incorporé par les cellules formants des biofilms. Par conséquent, la coloration
absorbée est directement corrélée a la densité du biofilm formé, et sa solubilisation permet

une quantification de celui-ci (Musk et al., 2005).
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Figure9. Effet du pH sur I’adhésion des cellules de P. mirabilis fixées sur polystyréne.

(\Valeurs moyennes et écarts-types calculés a partir de trois essais).

La production de biofilm in vitro dépend d'un certain nombre de facteurs physiques et
chimiques, tels que la composition de la culture, température, pH, oxygene, etc. (Harjai et al.
2005; Di Bonaventura et al., 2007; Hostacka et Ciznar, 2007).

Le but de la premiére partie de ce travail est d’étudier I'impact du pH sur la formation de
biofilm chez des souches pathogénes de P.mirabilis. En effet, des suspensions bactériennes a
différents pH (pH5, pH7 et pH9) ont été aseptiquement préparées dans le BN a partir des
cultures jeunes sur GN. Apres 24 heures d’incubation, la capacité de la formation du biofilm a
été également testée par la méthode de CV (Annexe 5).Les résultats obtenus suite aux tests
d’adhésion, illustrés dans la figure 9, ont permis de mettre en évidence plusieurs

comportements selon les souches a différents pH.

A premiére vue, la production de biofilm la plus importante pour I’ensemble des souches est
enregistrée dans le milieu neutre a pH 7. La valeur la plus importante est notée pour la
souche P5 (DO 570 =1,009) et la plus faible pour la souche P4 avec une absorbance de DO
570 =0,444.

En effet, la production maximale de biofilm chez cette bactérie nécessite I’'union d’une

multitude de conditions optimales parmi les quelles le pH du milieu de culture
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Pour les deux autres milieux, la fixation de trois premieres souches (P1, P2 et P3) sur
polystyrene en milieu basique est mieux qu’en milieu acide. Les valeurs d’absorbances
enregistrées sont respectivement, DO 570 = 0,478 ; 0,356 ; 0,331 pour le milieu basique et
DO 570 =0,230; 0,291 ; 0,282 pour le milieu acide.

Par opposé, une augmentation significative de la capacité d’adhésion des cellules
bactériennes, en milieu acide, est constatée pour les deux derniéres souches urinaires (P4 et
P5). Les valeurs de DO 570 notée sont respectivement 0,165 et 0,979 pour le milieu acide et

0,108 et 0,670 pour le milieu basique.

En outre, la souche P5 possede une grande capacite a se fixer efficacement sur le polystyrene

dans les trois milieux, en comparaison avec le reste.

Les résultats obtenus pour les trois premieres souches semblent étre en accord avec ceux
obtenus par plusieurs auteurs qui ont démontré que 1’adhésion bactérienne en milieu basique
est plus importante qu’en milieu acide. En effet, la production de biofilm chez P. aeruginosa
est supérieure a pH 8 qu'a pH 5-6, qui est expliquée par la production implorante d'alginate.
Heyde et al. (1987) ont décrit que I'élargissement de porines de la membrane externe de la
paroi cellulaire bactérienne a un pH supérieur peut contribuer a l'accumulation de carbone et,

par conséquent, a une synthése supérieure d'alginate (Hostacka et al., 2009).

Une association similaire entre I'augmentation de pH et la production de biofilm a également
été démontré chez Stenotrophomonas maltophilia (Di Bonaventura et al., 2007).D'autre part,
une corrélation positive entre le pH basique des milieux de culture et la production de
biofilms a été vérifiée chez des souches de P. aeruginosa, vibrion et Klebsiella pneumoniae
(Hostacka et al.,2009).

Aussi, Hamadi et al. (2012) montre que le phénomene d’adhérence quantitative de S. aureus
au verre est largement affecté par le pH du milieu.

Les observations obtenus pour les deux autres souches P4 et P5 peuvent étre expliqués par la
nature de leurs prélevements. La premiére a été préalablement isolée a partir d’urine et la
deuxiéme & partir d’une sonde urinaire.

P. mirabilis a une grande capacité a migrer sur surfaces solides via un processus appelé
essaimage et a former par conséquent des biofilms sur biomatériaux tels que les sondes
urinaires (Coker et al., 2000 ;Aniejurengho et al.,2015). En plus, P. mirabilis est la
principale bactérie étiologique dans les infections des voies urinaires associées aux sondes

urinaires en particulier celles insérées a long terme (Aniejurengho et al., 2015).
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4. Relation entre antibiorésistance et formation des biofilms chez

P. mirabilis

L’analyse des résultats obtenus, en ce qui concerne la formation de biofilm dans des
conditions optimales (pH 7) ainsi que la résistance aux ATB, a montré que la souche la plus
résistante n’est pas forcément la forte productrice de biofilm et vice versa. Ainsi, la soucheP3,
isolée a partir d’un dispositif médical (drain), est la plus résistante mais n’est pas
obligatoirement la souche la plus formatrice de biofilm (DO 570 =0,654). Contrairement a la
souche P5, isolée aussi a partir d’un autre diapositif médical (sonde urinaire) qui est une

bonne formatrice de biofilm (DO 570 =1,009), mais elle est la plus sensible.

Ces résultats montrent qu’il n’existe aucune corrélation directe entre la résistance aux ATB de
nos souches et leur capacité a former des biofilms, dans des conditions favorables et la
confirmation vienne par la comparaison entre les souches P1 et P2 qui ont presque les mémes
profils de sensibilités mais ne forment pas les biofilms de la méme maniére. Les valeurs de
DO 570 nm pour les souches P1 et P2 sont respectivement 1,008 et 0,667 (Figure 10).

Par ailleurs, le phénotype de résistance n’a rien avoir avec la formation de biofilm. Donc, pas
forcément qu’une bactérie qui est notée comme bonne formatrice de biofilm soit résistante
aux ATB et vice versa. Ce qui explique que la formation de biofilm est un phénomeéne
complexe sous I’influence de nombreux facteurs parmi lesquels: la surface, le milieu et les

microorganismes (Branger et al., 2007).
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Figure 10.Formation du biofilm chez les souches de P. mirabilis a pH 7.

5. Influence de I’hydrophobicité de surface cellulaire sur I’adhésion de P.
mirabilis

L’objectif de cette deuxiéme partie du travail expérimental, vise a déterminer si les souches de
P. mirabilis sont hydrophiles ou hydrophobes et quel est I’effet de cette hydrophobicité sur
I’adhésion.

Ainsi sur la base des résultats précédemment obtenus, sur les tests d’adhésion, les
pourcentages d’hydrophobicité ont été comparés avec les résultats de la formation de biofilm
en milieu neutre.

L’hydrophobicité de surface peut étre estimée par le test MATS. La méthode MATS consiste
a mettre en contact une suspension bactérienne de DO connue avec un solvant. Aprés une
brusque agitation et décantation, si les cellules sont hydrophobes, elles adherent a la phase
apolaire et montent avec cette derniere. Si les cellules sont hydrophiles, elles restent dans la
phase aqueuse polaire. La mesure de 1’hydrophobicité (relative) de la paroi bactérienne est la
proportion des cellules liées a la phase organique, déterminée par la mesure de la diminution

de I’absorbance de la phase aqueuse (Skvarla et al., 2002).

Dans cette étude, I’xyléne a été utilisé pour déterminer les pourcentages d’hydrophobicité, qui
est un solvant apolaire. Apres un repos permettant la séparation des phases (Annexe 6), la DO
de la phase aqueuse (DOy) est lue a 600 nm, permettant ainsi 1’obtention du pourcentage des

bactéries qui ont adhérees au solvant par la formule suivante :
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% d’adhésion = ((DO; — DOy) /DO;) X100 indiquant si la bactérie est hydrophobe ou
hydrophile.

D’aprés Lee et Yii (1996) et Bellifa (2014), une bactérie est hydrophobe lorsque ce
pourcentage est supérieur a 50%, hydrophile quand ce pourcentage est inférieur a 20% et

moyennement hydrophobe quand le pourcentage est entre ces deux valeurs.

Comme l’illustre la figure 11, les chiffres de DO 600 obtenus permettent de classer les
souches étudiées en deux catégories seulement; P. mirabilis a surface hydrophobe (P1),
environ 58,8 %) et P. mirabilis a surface moyennement hydrophobe (P2, P3, P4 et P5), de
25,9 % a 43,23 %.Ce qui indique que I’hydrophobicité d’une bactérie varie suivant les
souches d’une méme espece. Elle est influencée par le milieu environnant, I’age de la

bactérie, ainsi que par sa structure (Baillif et al, 2010).
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Figure 11.Pourcentages d’hydrophobicité de surface cellulaire de P. mirabilis.
D’aprés Donlan (2002), I’hydrophobicité de la surface de la cellule, la présence de fimbriae et
de flagelles, et la production d’EPS influencent 1’attachement des bactéries sur une surface.

Par ailleurs, plusieurs travaux antérieurs ont montré que I’adhésion des bactéries hydrophobes
est généralement supérieure a celle des bactéries hydrophiles car une bactérie hydrophobe

aura plus de facilité pour enlever le film d’eau la séparant de la surface a coloniser et qu’elle
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établira plus facilement contact avec cette surface, qu’une bactérie hydrophile (Bruinsima et
al., 2001 ; Gallardo-Moreno et al., 2002 ; Bayoudh et al., 2006).

Il a été également démontré par Bruinsma et al. (2001), que sur deux types de lentilles de
contact, 1’'une présentant un caractere hydrophobe et 1’autre hydrophile, une souche
hydrophobe (P. aeruginosa) adhére mieux qu’une souche hydrophile (Staphylococcus

aureus).

De méme, Bayoudh et al. (2006) ont observé que Pseudomonas Stutzeri (hydrophobe) adhére
mieux que Staphylococcus epidermis (hydrophile) quel que soit I’hydrophobicité du support.
L’étude de Boutaleb (2008) a également montré que 1’adhésion de P. aeruginosa relativement

hydrophobe est 4 a 100 fois plus importante qu'E. coli qui présente un caractere hydrophile.

En outre, d’autres auteur sont suggéré qu'il existe une corrélation positive entre le degré
d'’hydrophobicité bactérienne et I'adhérence sur les surfaces abiotiques (M’Hamedi, 2015).
Dans ce travail, cette relation est détectée entre 1’hydrophobicité de surface cellulaire et la
formation de biofilm. Par conséquent, la souche hydrophobe (P1) forme un biofilm important
et les autres souches moyennement hydrophobes forment également des biofilms plus faibles
que cette souche mais elles sont tous productrices de biofilm malgré qu’il existe une
variabilité entre ces souches. En outre, la plus faible valeur, obtenue pour la souche P4 (0,44),
indique une formation non négligeable de biofilms.

Ces observations sont en désaccord avec celles rapportées par M’Hamedi (2015), apres
I’étude de I’hydrophobicité d’Acinetobacter baumannii. Il a révélé qu’il n'existe aucune
relation entre hydrophobicité et la formation de biofilm vue que la souche la plus hydrophile

forme un biofilm semblable a celui de la souche la plus hydrophobe.

Par conséquent, les souches de P.mirabilis étudiées, semblent exhiber un comportement
semblables a celui d'autres bactéries pathogenes comme Neisseria meningitidis et
Stenotrophomonas maltophilia, qui expriment une corrélation directe entre I'nydrophobicité
de leurs surface et la formation de biofilm sur le verre et sur le plastique, respectivement (Yi
et al., 2004 ; Di Bonaventura et al., 2008 ; McQuearyet Actis, 2011).
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Enfin, le mode de vie des bactéries en biofilm, responsable d’infections, est souvent lié a la
structure pariétale de la bactérie et la nature de surface qui influencent leur adhésion.
L’adhérence peut se faire sur différents supports, chacun ayant des caractéristiques
d’hydrophobicité et de charges de surface différentes, ce qui peut favoriser ou non

I’adhérence microbienne en fonction des souches bactériennes utilisées (Bellifa, 2014).
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Conclusion

La capacité d’une souche a former du biofilm est reconnue comme étant un important facteur
de virulence chez de nombreuses espéces bactériennes, dont P. mirabilis. Le role pathogéne
des biofilms est maintenant bien établi dans les infections chroniques et en particulier les

infections urinaires.

Cing souches de P. mirabilis ont fait ’objet de I’¢tude de I’impact de deux paramétres
physicochimiques sur 1’adhésion et la formation de biofilm par cette bactérie, & savoir le pH

du milieu de culture et I’hydrophobicité de surface cellulaire.

L’étude de I’antibiorésistance a montré que les souches étudiées présentent différents profils
et que toutes les souches s'averent sensibles a I’imipeneéme et la céfoxitine appartenant aux [3-

lactamines.

Les termes de bactéries planctoniques et bactéries sessiles décrivent des cellules
respectivement libres dans une suspension et adhérentes a une surface. Les résultats obtenus
ont montré que le comportement de différentes souches, que se soit planctoniques ou sessiles,
varie en fonction du pH de milieu de culture. Ainsi, les proportions des cellules non fixées les
plus importantes ont été enregistrées pour le pH optimal. Par ailleurs, les deux pH acide et
basique ont un effet remarquable sur la croissance des cellules planctoniques. Par conséquent,

cet effet se traduit par des reductions significatives de la croissance.

D’autre part, les résultats obtenus ont montré que toutes les souches de P. mirabilis ont la
capacité d’adhérer au polystyréne principalement a I’interface air — liquide des tubes, sous
forme des anneaux visibles. Evidement, les DO 570 mesurées ont révélé que la production de
biofilm la plus importante est notée pour le milieu neutre et que la souche, précédemment
isolée a partir d’une sonde urinaire, était fortement formatrice de biofilm tandis que la souche,

préalablement isolée a partir d’urine, était faiblement formatrice.

Les résultats obtenus ont également indiqué que 1’adhésion bactérienne en milieu basique est
plus importante qu’en milieu acide pour les 3 premiéres souches par oppose aux deux

derniéres souches d’origine urinaire.
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L’étude de I’hydrophobicité chez P. mirabilis a décelé que ce parameétre varie suivant les
souches d’une méme espece. Effectivement, les chiffres obtenus ont permis de classer les
souches étudiées en deux catégories ; hydrophobes et moyennement hydrophobes. En effet,
cette bactérie, semble exhiber un comportement semblable a celui d'autres bactéries
pathogenes, qui expriment une corrélation directe entre I'hydrophobicité de leurs surfaces et la

formation de biofilm.

L’éradication des biofilms bactériens indésirables représente un challenge continu pour les
cliniciens. Une meilleure compréhension des facteurs physico-chimiques pouvant influencer
I’adhésion bactérienne devrait permettre de trouver des outils thérapeutiques capables de
lutter contre cette structure dynamique qui est responsable en grande partie d’échec de

I’antibiothérapie.
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Annexes

Annexes 1 : Préparation de solutions

» Cristal violet (1%0)

Cristal violet.........covviiiiiiiiii e lg
Eaudistillée.........cooviiiiiii e 100 ml
> Solution éthanol-acétone (75 : 25)
Ethanol..............ooii 75 ml
ACEIONE ..ottt 25 ml

» Solution PBS (pH : 7,4)

NACl .o 8g/l
KCl oo 0.2¢g/
NagHPOg ..o 1.44 g/l
KH2PO4 e 0.24 g/l

Bau distillée.........ooooiiiiiiiii 1000 ml

Annexes 2 : Résultats d’isolement et d’identification de
P .mirabilis

Annexe 2.1. Culture de P. mirabilis sur gélose nutritive




Annexes

Annexe 2.3. Aspect microscopique des cellules de P. mirabilis (Grossissement
10X 100)

Annexe 2.4.Résultats de la galerie biochimique classique obtenus pour les
souches étudiées de P. mirabilis.

Annexe 2.5.Résultat de teste de Recherche des décarboxylases: (LDC), (ODC) et
(ADH).
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Annexe 2.6. Résultats de la galerie biochimique APl 20E obtenus pour les
souches étudiées de P. mirabilis.

Avant I’incubation :
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Annexe 2.7.Tableau de lecture des resultats de la galerie Api 20 E

Tests et réactifs

Réactions/enzymes

Résultats négatifs

Résultats positifs

ONPG
ADH
LDC

OoDC
CIT

H2S

TDA

IND

VP
VP 1+ VP 2 /10
min

GEL
GLU
MAN
INO
SOR
RHA
SAC
MEL
AMY

ARA

B-galactosidase
Arginine-dihydrolase
Lysine-décarboxylase

Ornithine decarboxylase

Citrate utilisation

H2S production

Tryptophane
désaminase

Indole production

Acetoin production

Gélatinase

Glucose
fermentation/oxyda

Mannitol
fermentation/oxydation

Inositol
fermentation/oxydation

Sorbitol
fermentation/oxydation

Rhamnose
fermentation/oxydation

Saccharose
fermentation/oxydation

Melibiose
fermentation/oxydation

Amygdalin
fermentation/oxydation

Arabinose
fermentation/oxydation

Incolore
Jaune
Jaune

Jaune
Vert pale/jaune

Incolore/grisatre

Jaune

Incolore
Vert-pale/jaune

Incolore

Aucune diffusion

Bleu / bleu-vert

Bleu / bleu-vert

Jaune
Rouge/orange
Rouge/orange

Rouge/orange

Bleu-vert/bleu
Dépbt noir/fin
liseré

Marron-rougeatre

Rose

Rose/rouge

Diffusion du
Pigment noir

Jaune/ jaune gris

Jaune
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Annexes 3 : Antibiogramme de P .mirabilis

Annexe 3.1. Antibiogramme d’une souche de P. mirabilis (P3)

Annexe 3.2. Valeurs critiques des diamétres des zones d’inhibition pour P.

mirabilis
Antibiotique Abréviation | Charge Diametres
(ng) critiques
(mm)

R I S
Ticarcilline TIC 75 <13 14-16 217
Imipenéeme IPM 10 <19 20 - 22 223

Amoxicilline AML 25 / / /
Cefazoline Kz 30 <19 20 - 22 223

Augmentin AMC 30 / / /
Céfoxitine FOX 30 <14 15-17 >18
Céfotaxime CTX 30 <22 23-25 226
Gentamycine CN 10 <12 13-14 =15
Amikacine AK 30 <14 15-16 =217
Acide nalidixique AN 30 <13 14 - 18 =19
Sulfamethoxazole / SXT 1.25/23.75 <10 11-15 216

Triméthoprime

Chloramphenicol S 30 <12 13-17 >18
Ciprofloxacine CIP 05 <15 16 - 20 221

Colistine CT / / / /

Tableau extrait du Document M100 — S23.Vol. 33, n°1. 2013. Performance standards for
antimicrobial susceptiblity testing ; twenty-forth informational supplement.

Extraits des recommandations 2011 du comité de I’antibiogramme de la société frangaise de
Microbiologie.
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Annexe 4 : Résultats de la formation de biofilm

Annexe 4.1. Evaluation de la production de biofilm par la méthode CV
(1) Inoculation / Croissance, (2) Lavage 3 fois et coloration au CV, (3) Lavage jusqu’a
I’obtention des gouttes transparentes /égouttés et mis a sécher a I’air libre, (4) Solubilisation
du CV fix¢é par un mélange d’éthanol-acétone 75 / 25 pendant une heure, (5) Quantification au
spectrophotometre.

Bouillon Culture Colorationpar Fixationde Le cristal violet
nutritif stérile bactérienne apres cristal violet cristal violet sur “l“blf dans
fncabation lesparoisdu tube alcool (éthanol-
acétone)

P1 P2 P3 P4 PS5

Détection de la formation de biofilm de P.mirabilis aprés coloration au CV
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Annexe 5 : Résultats de I’étude de I’effet de pH sur la formation
de biofilm

pH 9
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Annexe 6 : Résultats de I’étude de ’hydrophobicité de P. mirabilis

Séparation des deux phases : organique et agueuse apres décantation.

P1 P2 P3 P4

P5

Séparation des deux phases : organique et agueuse aprées décantation. (P5)




Résumé

Résumé

Un biofilm est une communauté de micro-organismes adhérente a une surface vivante ou
inerte. Ce biofilm semble étre 1I’¢1ément clé de nombreuses infections, et ceci pose de graves

problemes de santé publique.

Ce travail a pour objectif 1’étude de I’influence de deux paramétres physicochimiques sur
I’adhésion et la formation de biofilm par cing souches cliniques de P. mirabilis, caractérisées
par differents profils de résistance aux ATB, a savoir le pH du milieu de culture et

I’hydrophobicité de surface cellulaire.

Cette étude a montré que toutes les souches étudiées ont la capacité d’adhérer au polystyréne.
Ainsi, les proportions de cellules planctoniques et sessiles, de différentes souches, varient en
fonction du pH de milieu de culture. Une grande variation a été aussi révélee entre les

souches.

Par ailleurs, I’étude de I'nydrophobicité de surface cellulaire a révélé que quatre souches sont
moyennement hydrophobes contre une souche hydrophobe. En effet, cette bactérie, semble
exhiber un comportement semblable a celui d'autres bactéries pathogenes, qui expriment une

corrélation directe entre I'hydrophobicité de leurs surfaces et la formation de biofilm.

Une meilleure compréhension des parameétres physico-chimiques pouvant influencer
I’adhésion bactérienne devrait permettre de trouver des outils thérapeutiques capables de
lutter contre les biofilms indésirables.

Mots-clés : P. mirabilis, infections a P. mirabilis, reésistance aux ATB, biofilm, pH,
hydrophobicité.



Summary

A biofilm is a community of microorganisms adhering to a living or inert surface.
This biofilm appears to be the key element of many infections, and this raises serious public

health problems.

This work has for objective the study of the influence of two parameters physicochemical on
adherence and biofilm formation by five cinical strains of P.mirabilis, characterized by
different resistance patterns in the ATB, to know the pH of the culture medium and cell

surface hydrophobicity.

This study has shown that all studied strains have the ability to adhere to polystyrene. Thus,
the proportions of planktonic and sessile cells,of different strains, vary the pH of culture
medium.

A large variation was also revealed between the strains.

In addition, the study of cell surface hydrophobicity revealed that four strains are moderately
hydrophobic against a hydrophobic strain. This bacterium, seems to exhibit a behavior similar
to that of other pathogenic bacteria, which express a direct correlation between
hydrophobicity of their surfaces and biofilm formation.

A better understanding of the physicochemical parameters influencing bacterial adhesion

expected to generate therapeutic tools capable of combating unwanted biofilms.

Key words: P. mirabilis, P. mirabilis infections, resistance to ATB, biofilm, pH,

hydrophobicity.
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Résumé

Un biofilm est une communauté de micro-organismes adhérente a une surface vivante ou inerte. Ce biofilm
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formation de biofilm par cing souches cliniques de P. mirabilis, caractérisées par différents profils de résistance
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