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Mots clés : Staphylococcus  aureus, biofilm, pH, temps d’incubation Summary The objective of this study was to test the ability of two clinical strains of Staphylococcus aureus (LMB20327 and LMB20330) to produce biofilm at different pH values (5, 7 and 9) and for different incubation durations (24h, 48h and 72h). In the same time, two reference strains of S. aureus, Sa113 ATCC35556 (biofilm positive) and Ica (biofilm negative) were used for comparison. In order to detect biofilm production we applied the tube method (TM). The pH of the medium appears to have an effect on biofilm formation; when the pH increase, the biofilm rate is more important. After incubation duration of 48 hours, the amount of biofilm produced is approximately twice that those obtained after 24 hours. This quantity remains stable after 72 hours of incubation. Knowing that the TM method used in this study has sometimes fluctuant and unstable results, the effect of pH and incubation duration on S. aureus biofilm remains contestable. Keywords: Staphylococcus aureus, biofilm, pH, incubation time. 
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Introduction Les staphylocoques sont l’un des groupes bactérien les plus abondants sur la peau et les muqueuses de l'homme et des animaux et constituent l'essentiel de la flore résidente. Les staphylocoques s’adaptent facilement aux différents biotopes  ils sont observés d'une part en fonction des espèces  hôtes et d'autre part, en fonction des différents gites ou habitats sur un même hôte ; certain espèces sont rencontrées chez l'homme, d'autres chez l’animal, certaines espèces en situation mixte présentent souvent des variations phénotypiques selon leur origine    (Devriese, 1984 ). Parmi les staphylocoques, Staphylococcus  aureus représente l’espèce majeure intervenant dans certains types d’infections. De plus, ce germe a une énorme capacité de survie dans des conditions peu favorables, il peut s’adhérer aux surfaces biotiques et abiotiques et former une communauté de microorganismes bien structurée et organisée que l’on appelle biofilm.  Le mécanisme de la formation de biofilm est un phénomène très complexe dont plusieurs facteurs y interviennent. Ces facteurs sont nombreux, parmi les quels on peut citer  la surface à coloniser, le milieu environnant, les paramètres physicochimiques et les microorganismes (Brangeret al., 2007). C’est dans cet axe que s’inscrit cette étude qui vise à tester la capacité de deux souches cliniques de Staphylococcus  aureus (LMB20327 et LMB20330) à produire le biofilm à différentes valeurs de pH (acide, neutre et basique) et pendant différents temps d’incubation (24h, 48h et 72h).  
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 Chapitre I : Staphylococcus  aureus 1. Historique Les staphylocoques ont d'abord été observés dans les lésions pyogéniques humaines par Von. Recklinghausen en 1871. Pasteur en 1880 obtient des cultures liquides de cocci à partir de pus et produit des abcès en les inoculant à des lapins. Mais c'était Alexander Ogston, un chirurgien écossais en 1880 qui a établi de manière concluante le rôle causal de  coccus dans les abcès et autres lésions suppuratives. Il a également donné le nom Staphylococcus (Staphyle, en grec signifiant «grappe de raisin»: Kokkos, signifiant baie) en raison de la forme typique des cocci en grappes de raisin lors des observations microscopiques. La plupart des souches staphylococciques provenant de lésions pyogènes forment des colonies jaunes d'or tandis que celles provenant de la peau normale, forment des colonies blanches sur  milieu gélosé ;n en 1884, Rosenbach les a nommés Staphylococcus aureus et Staphylococcus albus respectivement. Plus tard, S.albus a été renommé Staphylococcus epidermidis [(Murray et al.,  2003) ; (Humphreys, 2002)]. Initialement, les staphylocoques furent classés au sein du genre Micrococcus. Dans les années 1900, les premières classifications bactériennes officielles distinguèrent les genres Staphylococcus et Micrococcus tout en les regroupant au sein de la famille des Micrococcaceae (Duclos et al., 1986).  Plus récemment, les données de phylogénie moléculaire associées à des analyses chimiques de ces deux genres ont conduit à la création de la famille des Staphylococcaceae à laquelle appartient S. aureus [(Almeida et al., 1993) ; (Devriese et al., 1984)].  2. Description microbiologique Les membres du genre Staphylococcus sont des coques à Gram positif de 0,5 à 1,5 de diamètre groupés en amas  irréguliers ou (Baldellon et al., 1985) (Figure 01). Ils sont  immobiles, non sporulés. La majorité des S. aureus sont capsulés mais ils peuvent perdre leur capsule après plusieurs cultures (Anathanarayan, 2002).  
 
 



                                              

 

Figure 1: Aspect de
3. Taxonomie  La taxonomie du genre au développement du séquecomparatives, le genre StaphylGram positif à faible teneur en GLe genre Staphylococcus définies selon les critères recoréassociation ADN/ADN, stab[(Branger et al., 2007) ; (DonlaLa présence d’une coaguldeux groupes: les staphylococoagulase négative (SCN). [(Ga       
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pect de S. aureus en microscopie électronique (X 2            (Anonyme1) 
enre Staphylococcus a subi plusieurs remaniementséquençage d’ARNr 16S, Sur la base d'étuphylococcus est étroitement lié aux bacilles et ur en G+C (Götz et al., 2006). ccus regroupe 35 espèces (44 espèces et sous-esps reconnus par I ‘ensemble des taxonomistes , stabilité des hybrides et caractères phénoty(Donlan, 2002)]. oagulase a notamment permis de séparer le genre ylocoques à coagulase positive (SCP) et les Garcia, 2004) ; (Diekema et al., 1997)]. 
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 Tableau 1. Les espèces co

4. Caractères  physiologiqS. aureus possède un métproduire une catalase et à fermque par l’absence de production Le mannitol est fermentél'uréase. Ils réduisent les nitrateindole négatif. Ils sont lipolytiqd'œuf. Ils produisent de la phoscontenant de la phénolphtaléineDans un milieu contenantcolonies sont produites [(Humpermettant de distinguer S. aure
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ces constituant le genre Staphylococcus (Garrity

ologiques  n métabolisme aérobie facultatif, il est caractériséà fermenter le glucose qui produit de l'acide maisuction d’oxydase.  menté  anaérobiquement seulement par S. aureus.nitrates en nitrites, liquéfient la gélatine et sont MRpolytiques lorsqu'ils sont cultivés sur un milieu coa phosphatase qui peut être démontrée en cultivantaléine  diphosphate  [(Bohme et al., 1996) ;( Nandtenant du tellurite de potassium, la tellurite est réd[(Humphreys, 2002) ; (Anathanarayan, 2002 aureus des autres espèces est basé sur des tests ré
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arrity et al., 2002). 

 
ctérisé par sa capacité à  mais pas de gaz, ainsi 

eus. Ils sont positifs  à nt MR, VP positif mais lieu contenant du jaune ltivant de l'agar nutritif  Nandy et al., 2013)].  est réduite et le noir des  2002)]. Le diagnostic ests réalisés sur  
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 Colonies tels que l’identification du facteur agglomérant, de la coagulase, des hémolysines et de la désoxyribonucléase thermostable ou thermonucléase  (Brown,  2005). S. aureus présente un caractère halophile ainsi que la capacité à fermenter le mannitol.S. aureus se développe entre 10 et 42°C avec une température optimale de 37°C et un pH compris entre 7,4 et 7,6 (Nandy et al., 2013).  
5. Caractères culturaux  Les staphylocoques poussent aisément sur les milieux de culture usuels, dans une plage de température de 10-42 ° C à une température optimale de 37 °,  et pH optimum de 7,4-7,6.   donnant un trouble uniforme en milieux liquides et sur gélose, des colonies pigmentées rondes, blanches ou dorées, lisses et opaques, atteignant 1 à 3 mm de diamètre, et  translucides et hémolytiques sur la gélose au sang de routine (Bannerman et al., 2007).  S. aureus est une bactérie non-exigeante. En effet, en plus d’être aéroanaérobie facultative, elle est facilement cultivable en milieu gélosé classique tel que CBA (Columbia Blood Agar), TSA (Tryptic Soy Agar) ou BHI (Brain Heart infusion), ainsi que dans les milieux liquides correspondants [(Foster, 1996) ; (Vitko et al., 2013)]. La gélose Chapman peut être utilisée comme milieu sélectif différentiel pour l’identification de S. aureus. Sur ce milieu les colonies peuvent être observées après 24h d’incubation. Elles sont opaques, de pigmentation jaune-doré, ont un aspect circulaire de 2 à 3 millimètres de diamètre ainsi qu’une une surface convexe lisse et brillante. 6.  Pouvoir pathogène  S. aureus, est une bactérie ubiquitaire que l’on retrouve fréquemment sur la peau et les muqueuses de l’Homme. C’est l’un des principaux agents étiologiques des infections suppuratives superficielles et profondes ainsi que des syndromes liés à l’action des toxines (Hanna et al., 2013). S. aureus est l'espèce de staphylocoque la plus pathogène aussi bien chez l'homme que chez les animaux (Sutra et al., 1998). S. aureus n’est pas seulement connu pour être à l’origine d’infections purulentes comme l’infection des blessures, Il est aussi le principal responsable connu des intoxications alimentaires. Ces dernières années, de nouvelles maladies occasionnées par cet organisme ont été reconnues, comme la Dermatite exfoliative (Staphylococcal Scaled Skin Syndrome, “SSSS”) chez le nouveau-né et l’enfant ou le Syndrome de choc toxique (Toxic Shock Syndrome“TSS”). Avec l’émergence de Staphylococcus aureus résistants à la Méthicilline (MRSA) l’organisme est d’une importance  
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 considérable comme principal responsable des infections hospitalières, occasionnant de graves septicémies ou entérites chez les patients immunodéprimés ou opérés (Sutra et al., 1998). 6.1  Les constituants de l’enveloppe 
� La capsule polysaccharidique  La capsule a un rôle de facteur de virulence car elle empêche in vitro les neutrophiles de la recouvrir lors du phénomène d’opsonisation. La capsule possède des exopolysaccharides qui peuvent constituer un biofilm. Ce biofilm va enduire les bactéries et former une couche résistante aux globules blancs. 90 % des souches cliniques ont des polysaccarides capsulaires. Des chercheurs ont découvert chez l’animal une augmentation de la virulence des sérotypes 5 et 8 de S. aureus liée à la capsule (Thakker et al.,  1998). 
� Le peptidoglycane Ce composant de la paroi bactérienne permet la liaison (de façon covalente) de plusieurs protéines de surface et ce sont ces dernières qui vont permettre d’adhérer à la surface des cellules à infecter. Les protéines de surfaces associées au peptidoglycane sont regroupées sous le nom de MSCRAMM (Microbial Surface Components Recognizing Adhésive Matrix Molécules). Le peptidoglycane est immunogène et mitogène [(Riber et al., 1990) ; (Grov et al., 1978)] ; Il a une activité chimiotactique sur les neutrophiles en stimulant l’activation de la cascade du complément (Verbrught et al., 1983). 
� Les acides teichoïques (TA) Les acides teichoïques anioniques peuvent séquestrer des cations divalents et/ou ournir une barrière physique pour empêcher la diffusion de certaines substances (Navarre et al., 1999). Ils interviennent aussi dans l’attachement des protéines comme les autolysines. Ces polymères de paroi interviennent dans l’adhésion bactérienne à une surface abiotique polaire via les différents mécanismes décrits ci-dessus. Toute modification des acides teichoïques va entraîner des modifications de l’adhésion bactérienne à une surface. En effet, les groupes glycérol ou ribitol de ces acides peuvent être estérifiés sur leurs parties hydroxyles par de la D-alanine et du N-acétyl-glucosamine (Peschel et al., 1999). L’estérification avec de la D-alanine conduit à une diminution dans la charge négative de surface de la bactérie ayant des conséquences sur l’adhésion.  
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 6.2  Les composants de surface 
� Les protéines de surface L’interaction entre la bactérie et l’hôte passe tout d’abord par la capacité de la bactérie à Adhérer aux composants de la matrice extracellulaire de la cellule hôte  Pour cela, les Protéines de surface jouent un rôle primordial dans l’adhésion et initient ainsi la colonisation. Les protéines de surface se décomposent en deux classes, les protéines de surface ancrées à la paroi bactérienne, MSCRAMMs et les protéines de surface sécrétées, SERAMs, La Protéine A est la protéine de surface la plus abondante chez S. aureus. 
� Les adhésions ancrées dans la paroi (MSCRAMMs)   S. aureus possède un grand nombre de protéines de surface appelées andésines qui ont la capacité de se fixer sur les molécules de l’hôte (ou à des surfaces inertes type cathéters), La grande majorité de ces adhésines (Tableau 2) appartiennent à la famille des MSCRAMM (Microbial Surface Components Recognizing Adhésive Matrix Molécule) (Foster et al., 1998). Parmi les mieux caractérisées on peut citer notamment la protéine de liaison au collagène CNA, les protéines de liaison à la fibronectine FnBPA et FnBPB, les protéines de liaison au fibrinogène (Clumping factor) ClfA et ClfB et la proteine A (ou SpA) qui possède également une activité super antigénique (Clarke et al., 2006)..   

 
 
 
 
 
 
 
 



                                              

 

 
Tableau II : Protéines de surfa

6.3  Les composants sécré6.3.1.  Les exoenzymes et p
� La coagulase libre ( Est une protéine diffusibcroissance bactérienne (Chengtaxonomique essentiel de l'ethermostable peu antigénique. activité biologique, ils sont généal., 1990). Elle est capable de prélevé sur héparine, Oxalate ochromosomique. Son PM (PoidPI (point Isoélectrique) est de 5n'est pas activée par le fibrinogè 
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e surface (MSCRAMM) chez S. aureus (Ghellai,

sécrétés es et protéines  libre (staphylocoagulase)  ffusible thermostable exprimée pendant la phase eheng et al., 2010). La sécrétion de la coagulasde l'espèce (Ferron, 1984). C'est une enzymique. Néanmoins, elle entraîne l'apparition d'anticnt généralement présents dans le sérum des sujets sale de coaguler en quelques heures le plasma humalate ou EDTA (Fauchere et al., 2002). Cette pro (Poids Moléculaire) varie selon les souches de 31st de 5,5. Sa formation ne nécessite pas la présencerinogène purifié. Pour agir, elle a besoin d'une glob
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hase exponentielle de la agulase est le caractère enzyme extracellulaire, d'anticorps inhibant son jets sains (Le Minor et a humain (ou de lapin) te protéine est d'origine s de 31 à 58 kDa et son ésence de calcium. Elle e globuline  
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 plasmatique voisine ou analogue à la prothrombine (coagulase réacting factor) (Le Minor et al., 1990).  
� Coagulasse liée  A côté de cette coagulasse "libre", il existe aussi une autre substance insoluble qui parait être fixée au corps bactérien appelée coagulasse liée ou "clumping factor" qui peut être rencontrée chez certaines espèces de staphylocoques coagulase négative, telles S. lugdunensis, S. schleiferi et certaines souches de S. intermidis (Le Minor et al., 1990).Elle est responsable de la formation d'une sorte de coque autour des germes qui deviennent ainsi résistants à la phagocytose et entraînent la formation d'emboles septiques [(Fauchere et Avril, 2002) ; (Ferron, 1984)].  
� La fibrinolysine La fibrinolysine ou staphylokinase c’est une enzyme qui active le plasminogène en plasmine.  Elle agit sur le plasma humain, de chien, de cobaye et de lapin, et est généralement produite par les souches d'origine humaine. Du point de vue génétique, elle peut être soit d'origine chromosomique, soit d'origine phagique; Deux phages convertisseurs de sérotypes différents ont été isolés; le phage de groupe F provoque simultanément la perte de la β-hémolysine et le gain de la staphylokinase, tandis que, celui du groupe B provoque le gain de la seule staphylokinase [(Ferron, 1984) ; (Le Minor et al., 1990)].  
� Lipases   Les lipases sont un ensemble de protéines regroupant les lipases elles-mêmes, les Phosphatases et les estérases. Elles sont capables de métaboliser les graisses cutanées et jouent un rôle dans la dissémination de l'infection 80 81 La lipase semble aussi avoir un rôle dans le prélèvement des nutriments dans l’environnement, dans la formation de biofilms et d’abcès, participant ainsi la pathogénicité de S. aureus (Hu et al., 2012). Ainsi, des souris infectées avec une souche mutante pour la lipase ont un défaut dans la formation d’abcès et une moindre charge bactérienne dans différents organes comparés à la souche sauvage.   
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� Protéases Elles hydrolysent certaines protéines, telle que la staphylokinase, et contribuent à la destruction du caillot et à la formation de micro emboles bactériens, responsables de métastases septiques (EL Kouri et al., 1998). On distingue au moins trois types connus: serine-protéase, métalloprotéase et thiolprotéase. La serine-protéase possède un résidu sérine  au niveau de son site et coupe le lien peptidique sur le site carboxy terminal des acides aminés dicarbonyliques; cette enzyme serait elle-même activée par la métalloprotéase. La thiolprotéase n'est active qu’en présence d'agents réducteurs (Le Minor et al., 1990). 
� La Béta-lactamase La Béta-lactamase qui est une enzyme située dans la membrane cytoplasmique Responsable de l’inactivation de la pénicilline. L’apparition d’une nouvelle béta_lactamase est actuellement responsable de la résistance des staphylocoques aux pénicillines pénicillase-résistantes et aux céphalosporines, La coagulase qui est un activateur de la prothrombine, permet la conversion du fibrinogène en fibrine. Cependant son implication dans la virulence de la bactérie est incertaine (Lowy, 1998). 
� Catalase  La catalase convertit le peroxyde d’hydrogène produit par les neutrophiles en  molécules d’eau et d’oxygène. Elle empêche ainsi la formation de radicaux oxygénés toxiques pour la bactérie et améliore ainsi sa survie dans le phagocyte (Mandel et al., 1975). En réalité, il semblerait que la catalase soit nécessaire à la prolifération intracellulaire plutôt qu’à la survie à proprement parler. En effet, Martinez et collaborateurs ont montré que la survie intracellulaire de S. aureus dans des macrophages murins ou des cellules épithéliales bovines était similaire entre la souche mutante pour la catalase et la souche sauvage. En revanche, l’absence de catalase  est associée à une inhibition de la prolifération intracellulaire dans les cellules épithéliales bovines (Martinez et al., 2009). 6.3.2. Les toxines Nous connaît actuellement une quinzaine de toxines sécrétées par Staphylococcus aureus (Free et al., 1983). Mais seules certaines d’entre elles sont responsables de pathologies spécifiques. Leur mode d’action est encore imparfaitement connu. Elles possèdent une action spécifique sur leurs organes cibles : épiderme pour les exfoliatines, cellules du tractus digestif, on sait actuellement que ces toxines agissent comme des super antigènes (Marrack et al., 1990). c’est-à-dire des molécules capables d’activer un grand nombre de  
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 cellules T, avec pour conséquences une forte activation immunitaire et une libération de grandes quantités de cytokines, ce qui représente l’un des éléments essentiels de la pathogénie du syndrome de choc toxique (Choi et al., 1990).  
� Les entérotoxines Ce sont des exotoxines protéiques relativement thermostables et résistantes aux enzymes digestives, agissant sur les récepteurs neurovégétatifs mésentériques. Elles sont caractérisées par leur PM compris entre 27. 8 et 34.1 kDa, leurs points isoélectriques et leur sérotypie. Sur le plan antigénique, huit entérotoxines sont identifiées: A, B, C1, C2, C3, D, E et H. Leur production est assez répandue chez S. aureus, elles ne sont élaborées que par certaines souches appelées staphylocoques entérotoxinogènes (Avril et al., 2003).les maladies provoquées par ces souches se présentent sous deux formes particulières [(Ferron, 1984) ; (Le Minor et al., 1990)]. 
� Les toxines à tropisme membranaire   
• Toxine alpha" Structure et fréquence.  La liaison de cette toxine aux membranes cellulaires y entraîne la formation de pores heptaédriques (Song et al., 1996). La formation du pore heptaédrique est ATP-indépendante, et l'énergie requise pour produire le pore doit provenir du changement de conformation des monomères de toxine, est celle d'un champignon dont le chapeau se localise sur la face externe de la membrane de la cellule-cible et dont le pied s'insère dans la membrane cytoplasmique. Le canal qui traverse ce complexe heptaédrique en son centre, c'est-à-dire transversalement au centre du chapeau, puis longitudinalement au centre du pied, a un diamètre variant de 1,4 à 4,6 nm La partie transmembranaire du pore est formée par quatorze  feuillets plissés bêta.     

• Toxine bêta " Structure et fréquence " La toxine bêta est une protéine de 39 kDa dont le gène a été cloné et séquencé [(Murray et al., 2003) ; (Humphreys, 2002)].Ce gène peut être inactivé naturellement par l’insertion de phages convertisseurs portant les gènes de l’entérotoxine A et de la staphylokinase. Seules 18 % des souches cliniques d’origine humaine produisent cette toxine, alors que celle-ci semble être plus fréquemment synthétisée par les souches isolées de mammites bovines. 
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� Activité fonctionnelle   La toxine bêta est en réalité une phospholipase de type C coupant la sphingomyéline en N-acylsphingosine et en phosphoryl-choline. Les membranes sont réellement lysées par une perturbation secondaire due par exemple au froid ou à l'action de l'EDTA ou de l'hémolysine delta  de S aureus.  
• Toxine du syndrome de choc toxique 1 (TSST-1)  La TSST-1 est une protéine extracellulaire qui agit comme un super antigène. Une fois dans le sang, elle va induire une forte réponse inflammatoire conduisant notamment à la libération de grande quantité de TNFα, conduisant au syndrome de choc toxique (Jupin et al., 1988). 
� Exfoliatine ou épidermolysines  
• Structure et fréquence   S. aureus peut produire deux types sérologiques d’exfoliatine ayant chacun une masse moléculaire d’environ 27 kDa : celui de type A codé par un gène chromosomique et celui de type B codé par un gène plasmidique. Les souches productrices d’exfoliatine représentent environ 5 % des souches isolées en pratique clinique. Certaines souches peuvent produire les deux types d’exfoliatine à la fois. Un autre sérotype d’exfoliatine (type C) a été individualisé récemment à partir d’une souche isolée d’un phlegmon équin. La structure primaire des exfoliatines présente une homologie avec celle de certaines protéases à sérine. La structure tridimensionnelle de l’exfoliatine de type A vient d’être déterminée (Cavarelli et al., 1997). 
• La toxine EDIN (épidermal  cell différenciation  inhibitor) Cette toxine de 27 kDa possède 35 % d'homologie avec l'ADP-ribosyltransférase C3 de Clostridium botulinum. Dénommée EDIN, elle catalyse l'ADP-ribosylation des protéines cellulaires Rho, qui appartiennent à la famille des petites protéines fixant le GTP. La toxine EDIN, dont le rôle dans la virulence de S aureus n'est actuellement pas connu, est utilisée pour étudier le fonctionnement des cellules eucaryotes qui sont sensibles à son action (Sugai et al., 1992).  Les toxines synergohyménotropes (la Leucocidine de Panton Valentine) La plus connue et la plus importante est la Leucocidine de Panton Valentine (LPV).  Le mécanisme d'action de la LPV est aujourd'hui connu, LukS-PV et LukF-PV agissent en synergie. La composante LukS-PV (hydrophile) va être reconnue par les récepteurs de la  



                                              

 

 membrane cellulaire puis la code LukS-PV  (Eveillard, 2007).7.  Facteurs de persistanceAfin de diffuser dans la pun individus non colonisé.la diffusion interdividulle de S, aude réservoirs pour la diffusion une infection subséquente.la dutransmission de S,aureus, d’auprobabilité de transmettre la bac

                                     FiLe mode principale de traindividus colonisés, en secteur transmission de patient à patimembres de son foyer à égalem2010 )].  il semble que  S, contact avec des surfaces ou descapable de survivre quelques retrouvés à l’hôpital (Nelly et al  
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 la composante LukF-PV va s'oligomériser en oct2007). istance  s la population ,S aureus doit dans un premier temisé.la colonisation notamment nasale est l’étapeS, aureus les bactéries colonisant les fosses nasaleusion de cet organisme dans la population et préde.la durée de colonisation peut être variable et infd’autres individus. En effet plus cette durée e la bactérie est importante (Lucet et al., 2009). 

Figure  2: processus de diffusion de S. aureu de transmission est par contact direct (via manu cteur hospitalier, le personnel soignant est une souà patient, la transmission de SARM d’un indivégalement de documenté [(Lucette et al., 2009) ; aureus peut être également transmis via l’en ou des objets contaminés, une étude à montré que clques jours à plusieurs semaines sur des matériet al., 2000). 
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 8. Régulation des facteursLes protéines de surface scroissance alors que les molstationnaire. Cette expression correspond aux besoins des diffqui permettent la fixation de la de l’infection afin de permettrela bactérie a besoin de se dissl’excrétion de protéines commcoordonnée par des gènes régulune diminution significative de 

 Figure 3 : Expression dbactérienne et l’expression conphase exponentielle de croisscomposants de surface permettel’hôte. Au début de la phase de entraine la sécrétion de nombreu
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cteurs de  la virulence  rface sont synthétisées surtout au cours de la phases molécules secrétées le sont principalement pssion séquentielle des gènes semble cliniquemees différents stades de l’infection. En effet, les pro de la bactérie à la matrice extracellulaire sont surtomettre la colonisation des tissus. Une fois cette cole disséminer a travers les tissus adjacents, ce qucomme les protéases. L’expression de ces diffé régulateurs. Il a été montre que l’inactivation de cive de la virulence de la bactérie (Lowy, 1998). 

ssion des facteurs de virulence et de persistance seon conséquente d’agr (for accessory gène régulacroissance de S. aureus, les constituants de l’rmettent l’adhésion de la bactérie et l’échappemenase de décélération, l’expression du gène régulateurmbreuses exotoxines favorisant la dissémination d
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 phase exponentielle de ent pendant la phase quement importante et les protéines de surface t surtout utiles au début tte colonisation réussie,  ce qui est favorise par  différents facteurs est n de ces gènes entraine 

 
nce selon la croissance régulateur). Lors de la  de l’enveloppe et les pement aux défenses de ulateur agr est induite et tion de la bactérie. Lors  
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d’un stress métabolique, S. aureus à la capacité de modifier son phénotype permettant la persistance de la bactérie. MSCRAMM : Microbial surface components recognizing adhésive matrix molécules. SERAM : Secretable expanded répertoire adhésive molécules. (Qazl  et al., 2001). 
9. Facteurs de virulence et spécificité d’hôte  S. aureus est réparti en de nombreuses lignées générées par des recombinaisons   multiples et des échanges d’éléments génétiques mobiles entre les différentes lignées. Chacune de ces lignées possède une combinaison unique de protéines de surfaces et de régulateurs, identifiées par des séquences types. L’évolution de S. aureus lui permet ainsi des adapter à différents hôtes et d’exprimer différents facteurs de virulence selon le Microenvironnement. Dans le but de mettre en évidence un lien possible entre la spécificité d’hôte et l’expression des divers facteurs de virulence de ces différentes lignées, Sung et ses collaborateurs ont comparés 217 isolats de S. aureus, Ces isolats comprennent 161 Isolats humains porteurs ou invasifs et 56 isolats animaux (vaches, chevaux, moutons, chèvres et un chameau). La comparaison génétique de ces isolats a permis une classification de S. aureus en différentes lignées, comme le montre les différents clusters de la Figure 8. Les isolats humains et animaux ont chacun été classés en dix lignées différentes. Bien que la majorité des isolats animaux (61%) ait été classée dans des lignées non présentes chez l’homme, ils ne sont pas sur une branche distincte de l’arbre de S. aureus. L’analyse de 2013 gènes de base des isolats humains montre qu’ils ne sont pas uniformément absents des isolats animaux. Bien que certains gènes soient plus conservés, ou plus fréquemment exprimés (chp, scn et sak) chez l’homme, il n’existe pas de spécificité d’hôte à proprement parler  Ainsi, les isolats d’origine animale sont étroitement proches de ceux d’origine humaine et seuls quelques gènes ou combinaisons de gènes pourraient prédisposer ces isolats à développer des infections spécifiques de l’Homme ou de l’animal. Cette étude démontre que l’opportunisme prévaut de très loin sur la spécificité d’hôte et que le statut physiologique (immunitaire) de l’hôte est un facteur majeur influant sur la prédisposition à l’infection par S. aureus (Sung  et al., 2008).    
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 10. Mécanisme de résistance   On dit qu'une souche bactérienne est résistante à un antibiotique lorsqu'une modification de son capital génétique lui permet de tolérer une concentration d'antibiotique notablement plus élevée que la concentration qu'il est possible d'obtenir in vivo à la suite d'un traitement.  _ Souches péniR-méthiR: ces souches, en plus de la production d’une pénicillinase, produisent une PLP modifiée (PLP2a) qui présente une affinité très diminuée pour la méticilline, ce type de résistance est chromosomique, inductible ou constitutive et implique une résistance croisée à toutes les -β -lactamines.  10.1  Résistance à la pénicilline  Le gène blaZ qui code pour cette enzyme est porté par un plasmide ou transposon. Le gène blaZ est sous le contrôle d'un système répresseur/anti répresseur (bla R1 / bla 1) La production de   β-lactamase est le plus souvent inductible (Lowy, 2003). 10.2   Résistance à la méticilline   Les β-lactamines ont pour cible les transpeptidases appelées aussi protéines liant la pénicilline (PLP). Les PLP interviennent dans la synthèse de la paroi bactérienne en catalysant la formation de ponts peptidiques entre les chaînes glycaniques (Ghuysen, 1994). Les β-lactamines vont bloquer la polymérisation de la paroi bactérienne la rendant instable et fragile et provoquant secondairement la lyse de la bactérie. S. aureus produit naturellement 4 PLP, Le principal mécanisme de résistance à la méticilline est lié à la modification de la cible des β-lactamines. Les SARM synthétisent une 5ème PLP, la PLP2a (ou 2’), qui a une faible affinité pour les β−lactamines [(Hartman et al., 1984) ; (Utsui et al., 1985 )]. Il est transporté dans un élément génétique appelé Staphylococcal Chromosomal Cassette (SCC) mec (Katayama et al., 2000). Il véhicule des copies de plasmides intégrées responsables de la résistance à des antibiotiques autres que les β−lactamines. Par analogie avec les îlots de pathogénicité décrits dans les entérobactéries, il peut être considéré comme un îlot de résistance aux antibiotiques.transcription, mecI blaR1.⁄ MecR1 et blaI ⁄système complexe de régulation avec deux systèmes répresseurs blaR1.⁄Le complexe génétique mec [(Archer et al., 2001) ; (Rosato et al., 2003)].comprend le gène de résistance proprement dit et un anti-répresseurs de la mecI et la souche apparaît sensible avec les techniques usuelles d'antibiogramme.⁄Le système mecI mecR1 est fonctionnel, la transcription du gène mecA est  
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 très fortement inhibée⁄ mecR1 exerce une inhibition plus forte que blaI ⁄Si le système Des gènes auxiliaires appelés femA, femB, femC, femD sont également impliqués dans l'expression de la résistance à haut niveau chez les souches présentant une résistance hétérogène à la méthicilline (Berger, 1994). Quatre types de SCCmec ont été décrits (type I à IV) sur la base des différents complexes ccr (types 1 à 3) et des classes du complexe mec (A et  B). (Hiramatsu et al., 2001). 10.3. Résistance à la vancomycine  La cible des glycopeptides est le résidu D-ala-D-ala du peptidoglycane. Le mécanisme de résistance hétérogène à la vancomycine (souches hétéro-VISA et VISA) est lié à un épaississement de la paroi bactérienne qui piège les glycopeptides dans les couches superficielles en les empêchant d’atteindre la membrane cytoplasmique où le peptidoglycane est synthétisé  (Hiramatsu et al., 2001). La base génétique de la résistance n’est pas encore comprise. Elle n’est pas liée au gène mecA (Walsh et al., 2002).  Les souches exprimant une résistance de haut niveau à la vancomycine (VRSA) hébergent le gène vanA présent habituellement chez les entérocoques résistants aux glycopeptides  [(Chang et al., 2003) ; (Weigel et al., 2003)]. 
� Autres résistances  Les aminosides inhibent la synthèse protéique. Le principal mécanisme de résistance aux aminosides (kanamycine, amikacine, tobramycine, gentamicine) est lié à la sécrétion d’enzymes qui dénature les antibiotiques. On distingue trois phénotypes de résistance (tableau VI)[(Bismuthet al., 2000) ; (Quincampoix et al., 2001)]. une résistance de haut niveau à la kanamycine et l’amikacine (phénotype K) - une résistance de haut niveau à la kanamycine, à l’amikacine, à la tobramycine (phénotype KT) - une résistance de haut niveau à la kanamycine, à l’amikacine, à la tobramycine, à la gentamicine (phénotype KTG). Les Macrolides, Lincosamides et Streptogramines (MLS) inhibent la synthèse protéique en stimulant la dissociation entre ribosome et ARN de transfert (Quincampoix et al., 2001). Les mécanismes de résistance aux macrolides (érythromycine, spiramycine), Lincosamides (clindamycine) et Streptogramines (pristinamycine, quinupristine-dalfopristine) comprennent la Modification de la cible, des systèmes d'efflux et des enzymes inactivatrices.  Les fluoroquinolones (ofloxacine, pefloxacine, ciprofloxacine) inhibent la croissance bactérienne par arrêt de la croissance bactérienne. La résistance aux fluoroquinolones est due à une modification de la cible, soit la topo-isomérase IV par mutation des gènes  
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 chromosomiques grlA ou grlB soit les sous-unités de la gyrase par une mutation au sein des gènes gyrA ou gyrB, ou à un système d'efflux grâce à une protéine transmembranaire codée par le gène chromosomique norA. La résistance aux tétracyclines est due soit à un mécanisme d'efflux par une protéine membranaire codée par les gènes tetK ou tetL d'origine plasmidique soit une protection de la cible par une protéine codée par le gène transposables tetM La résistance à la rifampicine est liée à la sélection de mutants résistants au niveau de la sous-unité β de l'ARN polymérase ADN dépendante. Parallèlement à ce mécanisme, les S. aureus résistants à la méthicilline sécrètent pratiquement toujours des β-lactamines et sont très souvent résistants à de multiples autres antibiotiques, comme si la présence du gène mec A facilitait l'acquisition d'autres éléments génétiques de résistance (Nauciel et al., 2005).  11.  Epidémiologie et mode de transmission Le réservoir naturel de S. aureus est l‘homme, un pourcentage élevé de la population reste porteur en permanence ou par intermittence en particulier dans les fosses nasales (Wertheim, 2005). Dans une étude récente conduite aux Etats-Unis on retrouve précisément 28,6% de portage nasal SASM et 1,5% à SARM (Fasquelle, 1974). Dans des études similaire réalisées dans plusieurs pays du monde, ils ont pu obtenir un taux de portage nasal variable : France (Paris) 18%, Algérie (Tlemcen) 27%, Mali 22%, Moldavie 25%, et Cambodge 12% (Chadli et al., 2014). Les SARM sont responsables d‘infections nosocomiales et sont devenues endémiques dans de nombreux hôpitaux. On assiste ces dernières années, en Algérie, à une augmentation importante du taux des SARM, qui est passé de 10 % en 1997 aux environs de 40 % en 2005 [(Peacock et al., 2001) ; (Nouwen et al., 2004)]. Comparée aux autres pays du Maghreb, l‘Algérie enregistre la plus forte prévalence de SARM [(Sami, 2013) ; (Borg et al., 2007)]. Des études similaires, conduites dans les 5 dernières années, rapportent la prévalence du portage nasal de S. aureus dans les différents continents (Figure 4).  



                                              

 

Figure 4: La prévalen
S. aureus peut survivre dele vecteur principal de transmnotamment avec la zone antéhypothèse est que le S. aureusIl a été montré que les patientmicro-organismes dans l‘enviroaureus colonise le vestibule desmucus, riches en peptides antimle S. aureus est capable de résisCependant, la niche écoloS. aureus est retrouvé chez 15 àgorge, il est également présent du rhinopharynx, la bactérie essouvent présente sur les vêtemelocal habité) (Sami, 2013). 
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évalence du portage nasal de S. aureus entre 2005 emonde  (Verhoeven et al., 2014). ivre des mois sur tout type de surface. Les mains sransmission du S. aureus, car en contact avec lee antérieure (vestibule nasal) (Wertheim et aleus atteigne les cavités nasales directement par datients porteurs de S. aureus atteints de rhinite renvironnement (Sherertz et al., 2001). Au niveau le des fosses nasales qui est dépourvu de cils et qu antimicrobiens. Les études in-vitro (Peschel, 200e résister à certains peptides antimicrobiens.  écologique dominante de S. aureus est la partie az 15 à 30 % des individus sains au niveau des fossésent (en faible quantité) dans le tube digestif et leérie est disséminée sur la peau (mains et visage) pêtements et dans les squames (qui font partie de la
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ains sont probablement vec les fosses nasales,  t al., 2006). L‘autre t par diffusion aérienne. inite répandent plus de iveau anatomique, le S. ls et qui contient peu de l, 2002) ont montré que 
artie antérieure du nez: s fosses nasales et de la f et le périnée. A partir age) par aérosols et est e de la poussière de tout 



                                                                                           Synthèse  bibliographique  

 20 

 Chapitre II : Généralités sur les biofilms bactériens 1. Historique 
Les micro-organismes se fixent sur des surfaces (vivantes ou non vivantes), forment des « tapis » qui conduisent à la colonisation totale de la surface. Ces tapis bactériens constituent des « biofilms » Van Leeuwenhoek est le premier chercheur qui a examiné  des biofilms bactériens sur la surface de ses propres dents au XVIIème siècle (Donlan et al.,  2002).  La première étude scientifique consacrée aux biofilms date de 1943 (Zobell, 1943). Depuis, des biofilms ont été observés dans de nombreux environnements. La prédominance du mode de vie sous forme de biofilm ne fut cependant affirmée qu’en 1978. Il a été montré que plus de 99% des bactéries se développent en biofilms [(Donlan, 2002) ; (Coghlan. 1996)].    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 plutôt elles sont organisées sous forme de communautés sessiles fixées à une surface [(Henerici, 1932); (Trautner et al., 2009)].  Le terme « biofilm » a été utilisé pour la première fois par Claude E. zobell en 1943, il montra que de très faibles quantités de nutriments organiques s'adsorbent sur le verre et que cette concentration de matière organique favorise la formation de communautés bactériennes fixées sur les surfaces (Costerton, 2004).     En 1978, Costerton et al., ont proposé les premières hypothèses sur les mécanismes impliqués dans l'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) ; (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 dernières décennies ont compté sur les outils tels que : la microscopie électronique à balayage (MEB) ou les techniques de cultures microbiologiques standards pour la caractérisation des biofilms (Donlan, 2002).   
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 2. Définition  Un biofilm peut être défini comme une communauté microbienne attachée à une surface et fréquemment englobée dans une matrice d’exopolymères. Les cellules sessiles présentent des caractéristiques particulières tant au niveau de la croissance que de l’expression génétique et de la production de protéines [(Costerton et al., 1995) ;(Jefferson, 2004)]. Dans l’environnement, les bactéries vivent préférentiellement sous forme de biofilms [(costerton et al., 1995) ; (Zobell, 1943)]. Les biofilms sont présents sur terre depuis des milliards d’années .Toute surface solide en contact avec un fluide contenant des bactéries sont susceptible d’être  support d’un biofilm. Certains estiment qu’il représente le mode de vie de plus 99% des bactéries terrestres (DuPont , 2000). L’existence du mode de vie en biofilm a été envisagée depuis les travaux de Henrici et Zobell au début des années 40 [(Henrici, 1933); (Zobell, 1943)]. Ce n’est qu’à partir des années 1980 que ce concept a été généralisé à des environnements variés par Bill Costerton (Costerton, 1978). Depuis, l’intérêt pour la recherche scientifique sur les biofilms croît de manière exponentielle : plus de 5000 publications sur le sujet sont recensées entre 2000 et 2010 (Karunakaran et al., 2011).   Il n’existe pas de consensus absolu sur la définition d’un biofilm et il est encore possible de trouver quelques divergences suivant les auteurs (Costerton, 1999). Le biofilm bactérien peut se définir comme  une communauté de microorganismes enrobés d'une matrice hydratée, riche en polymères extracellulaires, et en contact avec une surface (Filloux et al., 2003). L'organisation, la forme, et la densité de ces assemblages ne sont pas liées au hasard, cette construction est une réponse aux variations des conditions écologiques  (Melchiour et al., 2006). Ce sont des communautés hétérogènes, qui  peuvent se composer d'une seule espèce de bactéries ou de champignons ou, plu; fréquemment, ils peuvent être polymicrobiens (Phillips et al., 2011). Ce comportement des bactéries apparaît comme une réponse adaptative à un environnement plus ou moins hostile, il conduit à des modification des fonctions métaboliques et de l'expression des facteurs de virulence, ainsi qu'une sensibilité diminuée aux moyens de  défense naturels ou non de l'hôte, favorisant ainsi aux bactéries de nombreux avantages (Davey et al., 2000).  
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 Les biofilms bactériens sont définis comme des agrégats de cellules bactériennes (Jacques et al., 2010). attachées de manière irréversible à un substrat, une interface ou tout simplement entre elles, enrobées d’une matrice extracellulaire de substances polymériques ou EPS  (en général d’exopolysaccharides) (Dolan et al., 2002). Les biofilms sont très hétérogènes, dans le temps et dans l’espace. Ils sont constamment remodelés, suite à l’influence permanente de facteurs endogènes et exogènes. Ils présentent une grande diversité aussi bien au niveau structural (une ou plusieurs espèces de micro-organismes au sein du biofilm, épaisseurs diverses) qu’au niveau des supports colonisés. Un biofilm peut être constitué d’une ou de plsieurs espèces de micro-organismes : on parle respectivement de biofilms homogènes ou de biofilms hétérogènes (Tolker et al.,  2000).  La plupart des biofilms rencontrés sont hétérogènes. La présence d’une espèce de micro-organisme ou d’une autre au sein du biofilm dépend des conditions environnementales (Wanner et al.,  2006). 
3. Formations des biofilms chez  Staphylococcus aureus  Les staphylocoques sont responsables de la grande majorité des infections causées par des biofilms (Otto, 2008). Un des facteurs de virulence des staphylocoques est leur capacité à adhérer à une surface et former des biofilms [(Parsek et al., 2003) ; (Del Pozo et al., 2007)].  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, fibrinogène, fibronectine, laminine… (Goller et al., 2008).   Un exemple de structure de biofilms de S. aureus formés sur des dispositifs médicaux retirés des patients et observés par microscopie électronique à balayage est présenté dans la figure 5. On remarquera une organisation spatiale multicouches de cellules cocoïdes associées à la surface et formant une structure 3D dense et macroscopiquement homogène (Boles et al., 2011). De nombreuses études ont été réalisées sur des modèles de biofilms de S. aureus in vitro (biofilms synthétiques sur matériaux inertes) et in vivo (modèles animaux) afin de disséquer les mécanismes moléculaires impliqués dans la formation de ces biostructures [(Knobloch et al., 2002) ;  (Coenye et al., 2010)].   



                                               

 

 

Figure 5 : Images obteadhérentes et formant des biofiendotrachéal (à droite) (Figure rMicrobiology (Boles et al., 201On distingue cinq étapes d’abord, les bactéries interagissinteractions non spécifiques de d’adhérence (Figure 7 (a)) [(Gfixent de façon irréversible  et spar exemple les pilis, et synthéd’adhésion (Figure 7 (b)). On dmaturation du biofilm (Figure bactéries vont se détacher du bidans le milieu environnant : on       
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s obtenues par microscopie électronique de cellus biofilms chez l’hôte sur une valve cardiaque (à gigure reproduite avec permission de l’éditeur « Else2011). tapes dans le mécanisme de formation des biofilmeragissent avec un substrat et s’y fixent de façon res de type liaison hydrogène ou liaison de Van d(Golovlev, 2002) ; (Van Houdt, 2005)]. Puile  et spécifique au substrat grâce à des molécules dsynthétisent une matrice d’exopolysaccharides : il . On distingue ensuite des phases de croissance (Figure 7 (d)). Puis, sous l’effet de facteurs envirodu biofilm (Figure 7 (e)),  et se disperser sous fot : on parle d’essaimage du biofilm (Clutterbuck, 
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 e cellules de S. aureus e (à gauche) et un tube  « Elsevier » : Trends in 
iofilms (Figure 7), Tout açon réversible par Des an der Waals : on Parle Puis les bactéries se ules d’adhésion comme es : il s’agit de la phase nce (Figure 7 (c)) et de environnementaux, des ous forme planctonique buck, 2007).  



                                               

 

 

 Figure 6 : Cycle dLes bâtonnets rouges reprbeige à l’état  de biofilm. Ce dpassage d’un de ces états à l’a2007).  3.1  Adhésion réversible La première étape correspCette étape permet la transition sont recouvertes d’une md’exopolysaccharides, de protéile plus fréquemment retrouvé esPIA, « polysaccharide intercelluL’approche des bactéries concentration en oxygène et enfluide et des propriétés physico[(Katsikogianni et al., 2004)substratum mettent en jeu lélectrostatiques répulsives (Chmet les surfaces sont entourées conduit à une répulsion électros
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ycle de développement simplifié d’un biofilm. Ans représentent les bactéries à l’état planctonique et. Ce dernier est représenté en beige. Les cinq stas à l’autre  sont schématisés : (a), (b), (c), (d) et (
  correspond à la détection d’une surface par les celsition de l’état planctonique à l’état sessile. Les cele matrice polymérique fortement hydratée protéines et d’acides nucléiques. Chez S. aureusuvé est un polymère de N-acétyl-D-glucosamine (ercellular adhésin »)  D’après (Lister et al., 2014)téries de la surface dépend des propriétés dynamiqe et en nutriments et vitesse d’écoulement et l’hyhysico chimiques de la surface  le pH, l’osmolari2004) ; (Beloin et al., 2008)]. Le contact entre jeu les forces attractives de Van Der Waal(Chmielewski et al., 2003). Sachant que les celurées d’une couche ionique négative, la superpolectrostatique. (Van der Mei, 2001). 
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 Annonyme 2. que et celles figurées en inq stades successifs du d) et (e) (Clutterbuck, 

les cellules bactériennes es cellules bactériennes dratée et composée eus, le polysaccharide ine (nommé PNAG ou 014). namiques du milieu (la t l’hydrodynamique de molarité, la température  entre la bactérie et le Waals, et les forces les cellules bactériennes perposition de celle ci 



                                               

 

 L’hydrophobicité des celinitiale (Busscher et al., 1984)composants étudiés : l’organisvariable selon les espèces et l’épolymériques extracellulaires prLes adhésines de S. aurefibronectine, FnBPA et FnBPBliaison au fibrinogène (Clumstaphylococcal protein A) [(Fosle plus fréquemment retrouvé esPIA, « polysaccharide intercelluCes protéines de surface jtissus en se fixant aux cellules bactériennes sont recouvertes d’exopolysaccharides, de protéiplus fréquemment retrouvé est PIA, « polysaccharide intercelattachement secondaire spécifiq

Figure 8 : compo   
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es cellules et de la surface de contact est asso1984).  L’effet de l’hydrophobicité peut varier enrganisme, le milieu, et la surface. L’hydrophobic et l’état physiologique des bactéries concernées, pires produites par celle-ci (Van der Mei, 1998).  aureus les mieux caractérisées sont les protéinFnBPB, la protéine de liaison au collagène Cna,(Clumping factor) ClfA et ClfB, et la protéin(Foster et al., 1998) ; (Corrigan et al., 2009)].  uvé est un polymère de N-acétyl-D-glucosamine (ercellular adhesin ») (Acriola, 2015). rface jouent un rôle dans la capacité du staphylocoqllules et à la matrice extracellulaire (Planchon, 2ertes d’une matrice polymérique fortement hydr protéines et d’acides nucléiques. chez S. aureus, levé est un polymère de N-acétyl-D-glucosamine (nntercellular adhesin ») (Lister et al., 2014).Il écifique et irréversible à la surface. 

composition de biofilm  (D’après Lister et al., 20
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 3.2   L’adhérence irréversible  L’adhésion irréversible va conduire à la présence de cellules isolées, voire d’agrégats  à la surface du matériau ou de la muqueuse. L’étape de colonisation consiste en une Accumulation plus ou moins intense et rapide par division cellulaire des bactéries adhérées mais aussi par recrutement continu de bactéries planctoniques  (Capdeville et al., 1990). La fixation à la surface solide devient irréversible et spécifique au  substrat  en raison de la production d’exopolysaccharides par les bactéries (Høiby, 2011). Et surtout grâce à des structures d’adhérence variables selon les espèces  bactériennes. Ces adhésines sont regroupées sous l’appellation de MSCRAMMs pour Microbial Surface Components Recognizing Adhésive Matrix Molécules, elles ont la capacité de lier de nombreuses protéines humaines comme la fibronectine ou le fibrinogène ce qui permet à S. aureus de se lier de manière covalente aux surfaces biotiques. En ce qui concerne les surfaces abiotiques, la liaison se fait par l’intermédiaire de liaisons chimiques non spécifiques (liaisons hydrogènes, forces de Van Der Walls, interactions hydrophobes et interactions acide-base) ainsi que par liaison aux protéines de l’hôte fixées sur la surface (Otto M, 2008). Le nombre de cellules microbiennes augmente et donc la distance entre deux cellules diminue (Alnnasouri, 2010). L’adhésion  devient  irréversible  grâce  à  la  sécrétion d’exo polymères par les bactéries permettant de consolider leur fixation au support avec des liaisons fortes de type hydrophobes [(Brangeret et al., 2007) ; (Bellifa, 2014)].    La principale molécule permettant l’adhésion est un polysaccharide initialement décrit    chez S. epidermis appelé PIA pour Polysaccharide Intercellular Adhesin (Rohde et al., 2010). Le PIA est un polymère de β1-6-N-Acétyl-Glucosamine partiellement déacétylé (20%    environ) qui associé aux acides téichoïques et aux protéines staphylococciques forme ce qu’on a longtemps appelé « slime » et qui est en fait la matrice extracellulaire composant le biofilm. (Otto, 2008).  Sa production n’est pas exclusive à S. aureus ni même au genre Staphylococcus, on le retrouve chez de nombreuses bactéries pathogènes productrices de biofilm (Darby et al., 2002). Parmi les facteurs responsables de l’agrégation intercellulaire se trouvent principalement trois composés de surface telles que l’adhésine intercellulaire polysaccharidique (PIA) décrite chez S. epidermidis, S. aureus mais également chez S. caprae (cf. section 6.1) [(Cramton et al., 1999) ; (Allignet et al., 2001)]. la protéine associée à l’accumulation « Accumulation Associated Protein » (AAP) décrite chez S. epidermidis (cf.  
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 Section 6.2) (Hussain et al., 1997). et la protéine associée au biofilm « Biofilm Associated Protein » (BAP) décrite initialement chez des souches de S. aureus d’origine bovine (Cucarella et al., 2001). L’agrégation ou adhésion intercellulaire constitue la deuxième étape de formation d’un biofilm, Cette étape fait principalement intervenir des composés de surface comme l’adhésine polysaccharidique intercellulaire (PIA), la protéine associée à l’accumulation (AAP) et la protéine associée au biofilm (BAP), Grace à la sécrétion d'exopolymères par les bactéries favorisant leur fixation à un support et conduisant à des fortes interactions avec des liaisons covalentes entre les bactéries et la surface, grâce à la présence des flagelles, des pilis et des adhésines (Vallet et al., 2001). La synthèse des EPS, qui débute dès les premières étapes d’adhésion, se poursuit pendant la maturation du biofilm [(Spiers et al., 2003) ; (Kuchma et al., 2005)].  et la matrice peut alors occuper jusqu’à 75-95 % du volume d’un biofilm mature (Suci et al., 1994). 3.3. Formation de micro-colonies  La troisième phase est l’agrégation intercellulaire qui conduit à la formation de microcolonies, qui sont considérées comme étant les unités organisationnelles fondamentales d'un biofilm (Shunmugaperumal, 2010). Cette étape inclut la division cellulaire ainsi que la production d’exopolysaccharides et conduit à l’établissement d’un biofilm mature [(Cramton et al., 1999) ; (Allignet et al., 2001)]. La formation de micro-colonies permet donc de focaliser la croissance des cellules à de multiples endroits de la surface et d’accroître l’adhésion avec celle-ci jusqu’à recouvrir entièrement la surface. En plus de la formation des micro-colonies, les cellules à cette étape-ci vont commencer à produire un polymère extracellulaire (EPS) qui va les ancrer à la surface et conduire à l’attachement irréversible (Boyd, 1995). Les bactéries se multiplient lentement et continuent de produire des EPS. Elles s’agrègent entre elles et forment des micro-colonies, qui sont protégées par la matrice EPS (Jacobsen et al., 2008). Lorsque la densité microbienne est suffisante, commence alors la sécrétion de la matrice. Cette matrice est une substance extracellulaire polymérique (SEP) dont la composition varie selon les espèces bactériennes (Phillips et al., 2010). Cette matrice inclut tous les éléments du biofilm autre que les microorganismes. Elle est essentiellement composée   
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 D’eau (jusqu’à 97 %), de polymères polysaccharidiques secrétés par les microorganismes, de produits de dégradation et de substances provenant du milieu extérieur.Néanmoins, on peut également y trouver d’autres composants, tels que de l’ADN, de l’ARN et des lipides (Sutherland, 2001). 3.4. Maturation Le biofilm a une croissance exponentielle se traduisant par une augmentation importante de son épaisseur jusqu’à former un film hétérogène tridimensionnel [(Davey el al., 2000); (Sauer et al., 2002)]. Dans cette structure tridimensionnelle se forment des canaux aqueux et de pores entre les micro-colonies, permettant l’acheminement d’oxygène et de nutriments nécessaires à la croissance de micro-organismes, ainsi que l’élimination des déchets [(Costerton et al., 1999) ; (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'à devenir macroscopique [(Jacolbsen et al., 2008) ; (Alnnasouri, 2010)]. la maturation du biofilm  sera régit par des forces d’adhésion notamment pour permettre    l’agglutination des bactéries entre elles mais également par des forces perturbatrices qui vont quant à elles permettre au biofilm d’acquérir sa structure finale mais également plus tardivement de permettre le détachement d’amas de cellules bactériennes du biofilm (Otto, 2013). La SEP s’épaissit, des canaux reliant les colonies se forment, les diverses structures évoluent selon le milieu. En fait, le biofilm devient un écosystème. La maturation du biofilm est divisée en deux phases (Clutterbuck, 2007). La première phase est marquée par des régulations de gènes importantes, engendrant un changement marqué de phénotype par rapport aux formes planctoniques. Elle concerne essentiellement des gènes codant pour des protéines impliquées dans des métabolismes anaérobies; cela suggère la faible présence d’oxygène, surtout dans les zones les plus proches du support (Sauer, 2002).  La seconde phase de maturation du biofilm est marquée par des synthèses protéiques importantes, très différentes de celles ayant lieu lors de la première phase de maturation du biofilm, L’épaisseur maximale du biofilm est atteinte durant la phase de maturation (Clutterbuck, 2007). Soixante-dix gènes subiraient des modifications au cours de la maturation d’un biofilm (Whiteley, 2001). 
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 Les échanges avec le milieu environnant persistent, conduisant à un remaniement constant de l’expression des gènes et donc du comportement et de la structure du biofilm. a ce stade, et bien qu’en perpétuelle évolution, le biofilm est caractérisé par une perte de sensibilité aux défenses immunitaires de l’hôte et aux traitements antimicrobiens qu’ils soient de nature physique ou chimique  [(Costerton, 1984) ; (Campanac et al., 2002)]. 3.5  Dispersion du biofilm Lorsque l’épaisseur maximale du biofilm est atteinte, le stade final de développement du biofilm peut avoir lieu. Il s’agit du stade de dispersion [(Allison et al., 1998) ; (Davey et al., 2003)]. Les microorganismes peuvent se séparer sous effets du vieillissement du biofilm, certains stress ou carence et ils retournent à l’état dit « planctonique » .ces  formes planctoniques sont reléguées dans le milieu extérieur, à partir du biofilm. Des remaniements génétiques sont à l’origine du détachement des formes planctoniques (Brangeret et al., 2007). Ce dernier permet non seulement de  promouvoir une diversité génétique mais aussi de favoriser la colonisation de nouvelles niches écologiques et par conséquent la formation d’autres biofilms (Clutterbuck, 2007). Cette étape est assurée par des enzymes et des peptides surfactants (PSMs). Ce phénomène n’est pas restreint au dernier stade du développement du biofilm mais peut avoir lieu, soit par lyse cellulaire soit par le départ de cellules viables, tout au long de la formation du biofilm et en réponse à un changement d’environnement (Parot, 2007). La mort des cellules du biofilm fait aussi partie du processus de renouvellement et de dispersion de la biomasse. Un mécanisme original régissant l’autorégulation de la population des biofilms est proposé par (Webb et al., 2003). le détachement de bactéries est un processus complexe qui un biofilm établi constitue un réservoir de bactéries viables, capables d’aller coloniser d’autres surfaces (Joshi et al., 2010). 4. Structure et composition du biofilm 4.1. Les différentes formes d’un biofilm Dans  les  conditions  naturelles,  les  bactéries  existent  sous  deux  formes : une forme libre ou planctonique, et une forme sessile ou attachée en biofilm. Les transitions entre ces modes de vie mettent en jeu des processus dynamiques et complexes (Clutterbuck, 2007). 
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 Un mode de  vie  planctonique : mode de flottaison libre et isolé permet aux microorganismes de se proliférer et de coloniser de nouvelles niches environnementales, [(Chalvet, 2009) ; (Klein, 2011)]. C’est la forme minoritaire, la plupart de ces micro-organismes, souvent regroupés en amas mobiles sont animés par des mouvements browniens et sont dépourvues de toutes attaches à une surface (Clutterbuck, 2007). Un mode de vie sessile :  Sur les surfaces naturelles, ou synthétiques, la plupart de ces micro-organismes  peuvent alors  adopter une  forme  de vie sessile,  qui est le mode de vie majoritaire des bactéries qui  forment des amas adhérents en remaniement permanent, Une  fois  attachées  à une surface de façon irréversible et  à  une  interface,  les  bactéries  se  développent formant  une  matrice [(Chalvet, 2009) ; (Klein, 2011)]. Ces bactéries produisent et accumulent des polymères extracellulaires, formant une matrice extracellulaire à forte teneur en eau. Les bactéries sont immobilisées au sein de cette matrice. Leur proximité entre elles leur permet de réaliser des échanges de signaux et de nutriments. C’est cet ensemble qui forme le biofilm, Il confère à la communauté bactérienne une véritable protection contre un certain nombre de stress environnementaux comme la dessiccation ou encore l’action d’agents antimicrobiens (Clutterbuck, 2007). Le choix de ce mode de vie implique des changements majeurs dans l’utilisation de l’information génétique et de l’énergie cellulaire et à des conséquences profondes pour la physiologie bactérienne (Romeo, 2008). Les bactéries sessiles sont protégées de l’action des anticorps par la structure même du biofilm (rôle de la matrice). Les anticorps synthétisés éliminent alors uniquement les bactéries planctoniques qui se sont détachées du biofilm. Ils ne peuvent pas détruire les bactéries du biofilm et endommagent les tissus voisins (Costerton, 1999). Ces communautés sessiles de micro-organismes exercent un chimiotactisme sur les phagocytes, qui sont alors attirés localement. Mais les biofilms sont résistants aux anticorps, aux phagocytes et aux antibiotiques. Les phagocytes sont donc inefficaces sur les biofilms : la phagocytose n’a donc pas lieu, mais on assiste à une libération massive locale d’enzymes phagocytaires .Les enzymes phagocytaires libérées localement vont endommager les tissus avoisinants et éroder la surface du biofilm, entraînant la libération de bactéries planctoniques qui vont essaimer à partir du biofilm [(Percival a, 2004) ; (Percival b, 2004)].    
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  4.2. Diversité des biofilms  Le terme de biofilm pourrait laisser entendre qu’il s’agit d’une simple couche de micro-organismes déposée sur une surface. Les biofilms sont très hétérogènes, dans le temps  et dans l’espace. Ils sont constamment remodelés, suite à l’influence permanente de facteurs endogènes et exogènes, Ils présentent une grande diversité aussi bien au niveau structural (une ou plusieurs espèces de micro-organismes au sein du biofilm, épaisseurs diverses) qu’au niveau des supports colonisés, Un biofilm peut être constitué d’une ou de plusieurs espèces de micro-organismes : on parle respectivement de biofilms homogènes ou de biofilms hétérogènes (Tolker, 2000). 
Les biofilms peuvent se former sur des surfaces, biologiques ou inertes, d’une grande diversité : tissus vivants, appareillage médical (sonde, cathéter, broches…), système de canalisation industriel ou d’eau potable, surfaces immergées, Les propriétés physiques et chimiques de la surface jouent un rôle dans les mécanismes de formation du biofilm. Selon le type de support sur lequel se forme le biofilm, l’organisation structurale de ce dernier sera différente. Un biofilm fixé dans la lumière d’une canalisation a une structure très complexe, et contient divers composants : produits issus de réactions de corrosion, boue, algues unicellulaires et bactéries filamenteuses. Un biofilm formé à la surface d’un cathéter aune organisation plus simple : on distingue des micro-colonies de coques associées à une matrice d’exopolymères (Donlan, 2002). Tous les biofilms n’ont pas la même épaisseur. Les biofilms des eaux naturelles oligotrophes sont plus fins que ceux des milieux aqueux riches comme la plaque dentaire ou les cathéters. Les biofilms récemment formés sont souvent monocouches, à l’inverse des biofilms plus anciens qui sont stratifiés (Bury-Moné, 2007). 

� Le biofilm est un environnement hétérogène 
Le développement tridimensionnel du biofilm conduit à la création de gradients physico-chimiques. Ainsi, contrairement aux cultures classiques réalisées en milieux liquides agités, le biofilm n’est pas un environnement homogène car il présente des zones à teneurs variables en oxygène ou en nutriments, qui présentent des valeurs de pH différentes. Les régions au centre des agrégats bactériens sont généralement anaérobies et pauvres en nutriments, alors que celles situées près des canaux ou de l’interface entre le biofilm et le liquide sont mieux oxygénées et plus riches en nutriments (Costterton et al., 1994). 
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   La présence d’une espèce de micro-organisme ou d’une autre au sein du biofilm dépend des conditions environnementales. Par exemple, les biofilms éclairés par la lumière du soleil sont composés majoritairement d’organismes phototrophes, comme les algues ou les cyanobactéries, réalisant la photosynthèse et produisant leur biomasse à partir de carbone minéral. Les biofilms formés en absence de lumière sont constitués principalement de bactéries hétérotrophes (dégradation de la matière organique) et chimiotrophes (transformation de substances minérales) (Wanner, 2006).    Cette hétérogénéité physico-chimique s’accompagne d’une hétérogénéité métabolique,    source de microenvironnements qui permet la coexistence organisée d’espèces bactériennes aux propriétés métaboliques différentes et souvent complémentaires. Il en résulte une répartition biologique organisée de nombreux microorganismes dans le biofilm où peuvent cohabiter bactéries, champignons, algues et protozoaires (Costerton et al., 1994). La diversité des biofilms constituerait l’un des éléments clés dans leur robustesse face aux agents antimicrobiens et autres agressions (Singh et al., 2002)  
� Propriété des microorganismes en biofilm Les microorganismes des biofilms possèdent des phénotypes différents des microorganismes planctoniques. Entre 3 et 50% du total des protéines chez les bactéries des biofilms est changé par apport à celui des cellules en suspension. (O’Toole et al., 2000). Par conséquent, les microorganismes au sein d’un biofilm possèdent des caractéristiques très différentes de leurs homologues planctoniques comme la disparition des flagelles, la synthèse d’exopolymeres, la mise en place d’un système de communication chimique quorum sensing qui n’est pas uniquement liés à la densité cellulaire mais aussi à la localisation spatiale des cellules (Costerton et al., 1995). Des vésicules membranaires permettant le transport entres les cellules, de molécules comme l’ADN, et des molécules de signalisations et des protéines, ont également été trouvées (Stewart., 2002). Le biofilm permet aux bactéries de résister aux agents antimicrobiens et aux stress environnementaux (déshydratations, privation nutritionnelle, rayonnements ultraviolets (Parot., 2007).  4.3. Composition du biofilm chez S. aureus   Les biofilms ont généralement des teneurs élevées en exopolymères qui les composent de 50 à 90%; [(Christensen et al., 1990) ; (Nielsen et al., 1997)]. Le contenu de la matrice peut varier d'un organisme à un autre, mais ce sont généralement des polysaccharides et des protéines (Sutherland, 2001). 
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  ainsi que leurs combinaisons [(glycoprotéines) (Humphrey et al., 1979) ; Qui sont majoritaires. On y trouve également des acides nucléiques et des alginates comme dans les biofilms de P. aeruginosa (Mai et al., 1993). Les teneurs en protéines dans les biofilms provenant de réseaux d‘assainissement sont beaucoup plus élevées que celles en polysaccharides (Miqueleto et al., 2010). La composition des EPS en sucres et en protéines dépend de l‘alimentation [(Comte et al., 2007) ; (Alnnasouri et al., 2010)].   Les biofilms sont  une communauté microbienne dans lequel les microbes produit une substances polymériques extracellulaires (EPS) tels que protéines (< 1-2 %) y compris les enzymes), ADN (< 1 %), polysaccharides (1-2 %) et l'ARN (< 1 %) et en plus de ces éléments, l'eau constitue la plus grande partie du biofilm, qui permet la circulation des éléments nutritifs à l'intérieur de la matrice du biofilm (Jamalet et al., 2015), et des déchets du métabolisme cellulaire ,débris issus des matières en contact avec les surfaces (produits alimentaire) [(Brangeret et al., 2007) ; (Bellifa, 2014)]. Un biofilm est approximativement constitué de 90% de matrice extracellulaire d’exopolymères et de 5% de microorganismes (Bellifa, 2014). 
� La matrice extracellulaire  

Il a été montré qu’un polysaccharide extracellulaire « poly-β(1,6)-N-acétyl-D_glucosamine» (PNAG) également nommé PIA (for Polysaccharide Interacellular Adhesin)  qui associé aux acides téichoïques et aux protéines staphylococciques forme ce qu’on a longtemps appelé « slime », et était l’un des constituants majeurs de la matrice d’EPS des biofilms de S. aureus [(Fowler et al., 2001) ; (Fitzpatrick et al., 2006) ;(Tu Quoc et al., 2007)]. 
� La matrice extracellulaire d’exo-polymères 

 Est principalement constituée d’eau (97%) et incluse également des polymères d’EPS, de protéines, des phospholipides, des nutriments et des métabolites. Cette matrice a un rôle structurel  et un rôle protecteur pour les cellules, limitant par exemple la pénétration de molécules antimicrobiennes [(Beloin et al., 2008) ; (Fitzpatrick et al., 2006) ; (Tu Quoc et al., 2007)]. Ce PIA est synthétisé par des enzymes codées par l’opéron ica ADBC retrouvé dans la plupart des souches de S. aureus cliniques [(Fowler et al., 2001) ; (Fitzpatrick et al., 2006) ; (Tu Quoc et al., 2007)]. 
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 Cependant, des études récentes ont mis en évidence que ce polymère PIA n’était pas indispensable à la formation de biofilms pour toute souche de S. aureus. Ceci a été démontré aussi bien pour des souches cliniques ne produisant pas naturellement de PIA [(Fitzpatrick et al., 2005) ; (O’Neill et al., 2007); (Lauderdale et al., 2009)]. Que pour des mutants de la synthèse du PIA (mutation du locus ica) (Boles et al., 2008).  Ces biofilms de  S. aureus «ica indépendant » ne sont pas sensibles à l’action d’enzymes d’hydrolyse spécifiques du PNAG telle que la Dispersine B (Izano et al., 2008),  mais sont déstructurés par l’action de protéases [(Lauderdale et al., 2010) ; (Marti et al., 2011)]. Mettant ainsi en évidence que la matrice EPS de ces biofilms est de nature essentiellement protéique. Certaines protéines extracellulaires, présentes à la surface des enveloppes bactériennes ou excrétées dans la matrice EPS et pouvant être impliquées dans la formation des biofilms ont été identifiées, telles que la protéine A (Spa) (Merino et al., 2009), FnBPA, FnBPB (O’Neill et al., 2009). et SasG (Corrigan et al., 2007). D’autres travaux ont montré que la formation des biofilms de S. aureus mettait en jeu de l’ADN extracellulaire [(Rice et al., 2007) ; (Mann et al., 2009)]. Cet ADN extracellulaire provient de la lyse cellulaire, elle-même contrôlée chez   S. aureus par l’opéron cid ABC. En effet, une mutation au niveau du gène cid A réduit significativement la formation des biofilms de S. aureus (Rice et al., 2007). 
� Protection mécanique _ importance de la matrice  

La matrice d’exopolysaccharides joue un rôle de protection mécanique passive très important. Tout d’abord, elle protège les micro-organismes du biofilm de la dessiccation (Clutterbuck, 2007). Dans certaines conditions, la couche la plus externe de la matrice se déshydrate afin de former une interface sèche et d’empêcher une dessiccation plus marquée (Sutherland, 2001).  D’autre part, la matrice protège les micro-organismes de la dérive en les empêchant d’être emportés par le courant. Elle permet ainsi la colonisation de niches écologiques (Wanner, 2006). La matrice assure aussi une protection mécanique des micro-organismes contre l’entrée dans le biofilm d’antiseptiques, de détergents et d’antibiotiques La matrice crée un environnement protégé et assure la protection génétique des micros organismes du biofilm et l’acquisition de caractères de résistance. L’organisation en communauté de micro-organismes au sein du biofilm est propice à l’échange d’informations, avec entre autres, la possibilité de transfert de caractères de résistance (Costerton, 1999).  
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� Protection contre la destruction des cellules  
Des mutations génétiques au niveau de séquences codant pour les molécules du quorum sensing dans certains micro-organismes entraînent des changements de phénotypes et L’acquisition de caractères de résistance à la destruction physico-chimique des cellules (Tomlin, 2005). D’autre part, les biofilms résistent mieux aux stress thermiques et à l’exposition aux rayons ultra-violets que les micro-organismes vivant sous forme planctonique (Martinez, 2007). Le mode de vie des micro-organismes sous forme de biofilm confère donc non seulement des avantages d’un point de vue métabolique, une protection mécanique, l’acquisition de caractères de résistance aux antibiotiques mais permet aussi l’acquisition d’une meilleure résistance aux rayons ultraviolets et aux hautes températures par rapport à leurs congénères planctoniques (Martinez, 2007).  5. Facteurs influençant la formation d’un biofilm  La formation d’un biofilm est un phénomène complexe, sous l’influence de nombreux facteurs qui peuvent être répartis en trois catégories : Les caractéristiques des surfaces à coloniser, les conditions environnementales, forces s’exerçant dans le milieu aqueux (hydrodynamique du fluide), Les propriétés bactériennes (Branger et al., 2007). 5.1   Caractéristiques 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). 

� Géométrie de la surface  
La géométrie de la surface externe du support, à savoir sa forme tridimensionnelle, sa porosité, ses irrégularités de surface, détermine la localisation de l’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 à la surface des supports se réalise de fait dans les zones où la circulation des fluides environnants est freinée par les frottements sur les parois (Campanac, 2002).  
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 S. aureus se lie à une grande variété de molécules du plasma (fibrinogène, fibrine…) et de la matrice extracellulaire (collagène, fibronectine, vitronectine…) : les MSCRAMMs (Foster et al., 1998). Ces composés de surface servent de récepteurs aux protéines du plasma adsorbées à la surface du matériel médical (cathéters, prothèses…) expliquant ainsi la colonisation par S. aureus (Navarre et al., 1999). La formation de biofilm se produit aussi lors de l’infection de tissus par l’adhésion bactérienne aux molécules de la matrice extracellulaire de l’hôte (Gotz, 2002). Parmi les MSCRAMMs, on trouve les protéines liant la fibronectine « Fibronectin Binding Protein » (FnBPA et FnBPB), la protéine liant le collagène (Cna), les protéines liant le fibrinogène (les « clumping » facteurs ClfA et ClfB), la protéine liant l’élastine « Elastin binding protein of S. aureus » (EbpS) et la protéine A (Spa) liant les immunoglobulines (IgG) (Foster etal., 1998). Ces protéines, exceptée EbpS, sont liées au peptidoglycane de la paroi de façon covalente grâce à un motif LPXTG (Mazmanian et al., 2001).       Les MSCRAMMs ont une organisation typique des protéines de surface et une organisation structurale assez similaire entre elles (Figure 5) .Elles possèdent toutes une séquence signal (S) en N-terminale requise pour leur translocation vers la paroi via le système de sécrétion Sec. La partie C-terminale contient les régions hydrophobes d’ancrage dans la paroi (W) et dans la membrane (M), une séquence contenant le motif LPXTG qui s’insère entre les domaines W et M, et une queue de résidus chargés positivement , Les MSCRAMMs diffèrent entre elles par l’existence de différents domaines A, B, C, D, E et R correspondants à des répétitions de séquences et par la localisation de leur site de liaison auligand. (Navarre et al., 1999). 5. 2 Rugosité de la surface     Plus une surface est rugueuse, plus la colonisation de cette surface par des micro colonies est importante (Characklis, 1990). Les surfaces rugueuses sont colonisées de façon préférentielle car les forces répulsives sont moindres et la surface de fixation est augmentée, grâce à la présence d’aspérités (Donlan, 2002). Néanmoins, certaines souches sauvages de bactéries colonisent aussi des surfaces lisses. Les biofilms auront ainsi tendance à se former au niveau des aspérités des matériaux, formant des recoins propices aux proliférations bactériennes et moins sensibles aux agents désinfectants ou antiseptiques  (Donlan et al., 2002).  
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 La charge à la surface d’un solide peut engendrer des forces électrostatiques d’attraction ou de répulsion lors de l’approche de la bactérie. Les cellules bactériennes possèdent une charge négative sur leur membrane cellulaire mais cette charge est plus ou moins importante d’une souche à l’autre. La charge de surface du matériau peut être modifiée par le pH et la composition ionique de la solution environnante (M’Hamedi, 2015). La rugosité et les propriétés chimiques d’une surface peuvent influencer l’attachement des bactéries et la formation d’un biofilm. La colonisation microbienne semble augmenter avec la rugosité de la surface (Martinez et al., 2007). En effet les surfaces rugueuses sont colonisées de façon préférentielle car les forces répulsives sont moindres et la surfae de fxation est augmentée, grâce à la présence d’aspérités (Donlan, 2002). 5.3   Propriétés physico-chimiques de la surface     Les propriétés physico-chimiques de la surface peuvent exercer une influence sur le taux d’attachement. Les micro-organismes se fixent plus facilement à des surfaces hydrophobes et non polarisées  comme le Téflon  ou d’autres matières plastiques, que sur des matériaux hydrophiles comme le verre ou les métaux (Bendinger, 2003). la surface est le siège d’une absorption irréversible de macromolécules telles que des acides humiques, des polysaccharides ou des protéines, conduisant à la formation d’un film conditionnant ("conditionning film") [(Little et al., 1984) ; (Ishida et al.,1990)].Ce film est qualifié de conditionnant car il peut modifier les propriétés de surface initiales du matériau ce qui a pour conséquence soit de prévenir l’approche des bactéries soit au contraire de créer un micro-environnement favorable à l’adhésion stable des bactéries. La nature de la surface bactérienne détermine les interactions microorganisme-support [(Reifsteck et al., 1987) ; (Bellon Fontaine et al., 1996)]. Ainsi, les interactions physicochimiques entre une surface bactérienne et un support résultent d’une combinaison de forces de Van der Waals de forces électrostatiques, de propriétés acide-base de Lewis et de liaisons hydrophobes [(Briandet, 1999) ; (Krepsky et al., 2003)]. Les forces de Van der Waals interviennent entre des molécules neutres. Elles sont de faible intensité contrairement aux liaisons chimiques et généralement attractives [(Briandet, 1999); (Gross et al., 2001)]. 
� Les forces électrostatiques interviennent  Entre des molécules chargées. Elles sont répulsives dans le cas où les deux corps interagissant sont de même charge et attractives dans le cas contraire. Les charges de surface  
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 des bactéries sont essentiellement dues aux acides teichoïques et aux protéines [(Sonohara et al., 1995) ; (Briandet, 1999)]. Les acides teichoïques riches en groupements phosphate sont responsables de la charge négative de surface (cf. sections 4 et 5.2). Les protéines exposent leurs groupements chargés négativement (COO-) ou positivement (NH3+) au niveau de la surface bactérienne résultant ainsi d’une charge globale négative, positive ou neutre. Ces protéines de surface interviennent dans des interactions dites acide-base de Lewis. Ce sont des interactions polaires entre les différents groupements des protéines, plus précisément entre des accepteurs et des donneurs d’électrons. Les interactions polaires sont principalement des liaisons hydrogène mais il existe des interactions secondaires appelées interactions hydrophobes.  L’hydrophobicité de la surface bactérienne peut être due aux acides lipoteichoïques et aux protéines de surface, comme la protéine A et l’autolysine/adhésine AtlE; [(Ljungh et al., 1995) ;(Heilmann et al., 1997)]. L’encapsulation est impliquée dans l’hydrophobicité de surface contrairement à la production d’exopolysaccharides comme le « slime » qui provoque une hydrophilie de surface chez les staphylocoques [(Heinzelmann et al., 1997) ; (van der Mei et al., 1997)]. Chez S. aureus et S. epidermidis, l’hydrophobicité de la surface bactérienne faciliterait la colonisation des cellules épithéliales ainsi que l’adhérence aux matériaux médicaux [(Reifsteck et al., 1987); (Krepsky et al., 2003)]. Les polymères apolaires situés à la surface des cellules comme les fimbriae, certaines protéines, et les acides mycoliques (composants de certaines bactéries Gram positives) semblent s’attacher de façon prédominante à des surfaces hydrophobes. Les exopolysaccharides et les lipopolysaccharides sont plus importants dans les mécanismes d’attachement à des surfaces hydrophiles (Donlan et al., 2002).  
� Les interactions électrostatiques   Peuvent varier en fonction de la force ionique d’un milieu. Ainsi, la présence de cations (surfaces cellulaires, supports) favorise l’étape d’adhésion entre surfaces chargées négativement (Hermansson, 1999).     
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 5. 4   Influence des conditions environnementales  La formation et la dispersion d’un biofilm nécessitent des équipements enzymatiques précis et des entités structurales particulières, dont l’activation dépend de facteurs environnementaux [(Martinez, 2007) ; (Goller, 2008)]. 
� La température  

Est importante non seulement parce qu'elle affecte l’activité métabolique et enzymatique des bactéries, mais aussi parce qu'elle influence certains paramètres physicochimiques (pH, activité ionique, agitation thermique et solubilité des gaz) ainsi que les propriétés de surface des microorganismes. La température de croissance peut avoir un effet significatif sur la mobilité cellulaire et la production de flagelles et, ainsi sur l’adhésion (Dumas, 2007). 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 à l’adhésion [(Hamadi et al., 2004) ; (Boutaleb, 2007)]. 
� Composition du milieu  

La composition du milieu nutritif tant au niveau qualitatif que quantitatif, est capable de moduler l’adhésion bactérienne Ainsi la présence de calcium et de magnésium semble faciliter l’adhésion réversible de la bactérie à un support. La synthèse du slime est favorisée par un excès de carbone, une addition de glucose, ou une déplétion en nitrogène, potassium et phosphate (Baillif et al., 2010). La concentration en nutriments joue un rôle majeur : un milieu riche en substrats favorise l’adhésion et la croissance bactériennes. En cas d’appauvrissement du milieu environnant les bactéries encore planctoniques auront tendance à être attirées par le biofilm qui représente alors une réserve en substrats (Bellifa, 2014).  _  Concentration en oxygène, concentration en fer, osmolarité, présence d’ions  spécifiques.  _  Sources de carbone disponibles : elles ont une influence sur la formation d’un biofilm et sur sa maturation (Martinez, 2007). _  Hydrodynamique du fluide : Selon la position du matériau dans un fluide, il sera plus ou moins exposé à des turbulences. La zone de moindres turbulences, à l’écart des flux 
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laminaires, est appelée zone de fixation. C’est précisément dans cette zone qu’il est plus facile pour les micro-organismes de se fixer sur une surface, puisqu’ils sont moins soumis aux forces exercées par le fluide (Donlan, 2002).  5.5.    Présence de films protéiques sur la surface  La présence de polymères sur un matériau modifie les propriétés physico-chimiques de sa surface, et a une influence directe sur l’attachement de bactéries à cette dernière. En effet, la présence préalable sur un biomatériau d’un film protéique comme le sang, les larmes, l’urine, la salive, le liquide interstitiel et les sécrétions respiratoires influence l’attachement de bactéries à 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 plaque dentaire se fixent sur un film protéique, présent à la surface de l’émail dentaire et composé de lysosymes, de glycoprotéines et de lipides (Donlan, 2002).  La présence d’un film protéique comme le sang, les larmes, l’urine, la salive, et les sécrétions respiratoires influence l’attachement de bactéries à cette surface, et favorise la formation de biofilms (Bellifa, 2014). 5.6.   Propriétés des cellules  L’hydrophobicité de la surface de la cellule, la présence de fimbriae et de flagelles, et la production d’exopolysaccharides influencent l’attachement des bactéries sur une surface. L’hydrophobicité d’une surface est importante dans l’adhésion des micro-organismes à cette dernière. Moins les matériaux sont polarisés, plus les liaisons hydrophobes deviennent importantes (Donlan, 2002). La plupart des bactéries sont chargées négativement et présentent à leur surface des zones hydrophobes. Plusieurs éléments structuraux des bactéries interviennent dans leur attachement à une surface : flagelles, fimbriae, polysaccharides. Il peut y voir des compétitions ou des coopérations entre cellules lorsque plusieurs espèces de bactéries sont concernées. Les polymères apolaires situés à la surface des cellules comme les fimbriae, certaines protéines, et les acides mycoliques (composants de certaines bactéries Gram positives) semblent s’attacher de façon prédominante à des surfaces hydrophobes. Les exoploysacchardies et les lipopolysaccharides sont plus importants dans les mécanismes d’attachement à des surfaces hydrophiles (Donlan, 2002). La synthèse de fimbriae de type I par des bactéries est un processus complexe gouverné par les statuts nutritionnels des cellules  
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 (stimulation de la synthèse si déficit carboné ou en acides aminés chez les souches uropathogènes d’Escherichia coli) et par les conditions environnementales (pas de synthèse si pH bas ou température basse). L’expression des curli est sous le contrôle de cascades de Phosphorylation. Les conditions environnementales répriment ou stimulent l’expression de gènes codant pour des caractères de motilité. La synthèse de curli est stimulée dans les conditions environnementales suivantes : faible osmolarité, basse température, faible disponibilité du milieu en azote, phosphate, fer et croissance ralentie (Goller, 2008).  6. Régulation  de la formation de biofilm   6.1  Le quorum sensing  La formation d’un biofilm est contrôlée par des mécanismes de quorum sensing. C’est  le  phénomène  de  comportement communautaire « Biofilm  »  où  les  bactéries  communiquent  entre  elles, en permettant de coordonner leur comportement et ainsi de fonctionner comme un organisme multicellulaire [(Djalloul et al., 2010); (Pecastaings, 2010)]. Il s’agit de mécanismes de contrôle des processus ayant lieu au sein des cellules, matérialisés par des signaux de cellules à cellules, et dépendant de la quantité de cellules présentes , on parle de mécanismes de perception du quota. Ces mécanismes sont basés sur le principe de masse critique [(Costerton, 1999) ; (Tomlin, 2005)]. Une fois que les signaux atteignent une valeur seuil (valeur critique), des régulateurs transcriptionnels sont activés et exercent un contrôle sur des gènes spécifiques [(Clutterbuck, 2007) ; (Irie, 2008)]. Ou il y a une activation de la production  des  gènes  cibles,  cela  induit  la  réponse  correspondante  aux  signaux,  comme  la production  d’Exo-polysaccharides (EPS) [(Allnasouri, 2010) ;(Pecastaings, 2010)]. La nature et la fonction des molécules signalant les échanges de cellule-à-cellule changent à partir d'une concentration donnée des bactéries (Costerton, 1999). Des mutations de gènes impliqués dans les mécanismes de quorum sensing entraînent des répercussions sur les stades tardifs de formation des biofilms. Ces gènes exercent un contrôle sur une grande partie de l’expression du transcriptome13 et du protéome14, avec en particulier un contrôle de l’expression de facteurs de virulence comme les protéases par exemple (Tomlin, 2005). Les molécules du quorum sensing sont variées, et diffèrent d’une espèce bactérienne à une autre.   
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 6.2  Les molécules du quorum sensing      Les molécules du quorum sensing sont différentes selon les types de bactéries [(Parsek, 2004) ;(Irie, 2008)]. On trouve des acylhomosérines lactones (AHL) chez la plupart des bactéries Gram-négatives. La majorité des bactéries Gram-positives utilisent des peptides auto-inducteurs, dont la taille est très variable (de 5 à 87 acides aminés). Les molécules du quorum sensing sont  dégradées par des enzymes : AHL-lactonases et AHL-acylases. On obtient par conséquent une ségrégation spatiale des molécules du quorum sensing au sein d’un biofilm (Irie, 2008). 6.3   Rôle du quorum sensing  Le quorum sensing régule la physiologie du biofilm en modulant la taille de la population du biofilm. Il initie les phénomènes de dispersion des bactéries planctoniques à partir du biofilm, Le quorum sensing aurait aussi un rôle dans la détermination de l’épaisseur du biofilm. Il peut réprimer ou stimuler l’expression de certains caractères, comme par exemple la motilité ou certains facteurs de virulence extracellulaires, comme les protéases (Irieet et al., 2008).Il  implique la production, la sécrétion et la détection, par les bactéries, de petites molécules signal appelées des auto- inducteurs (AI). Chez les bactéries à Gram négatif, l’auto- inducteur est un protéine R. La majorité des molécules signals sont des N-acyl L-homosérine lactones ou homosérine lactone (HSL) qui s’accumulent dans le milieu avec la croissance bactérienne et se fixent à la surface de la cellule sur un récepteur de la protéine R qu’il active pour la transcription de gènes qui diminue la mobilité, induisant des modifications de phénotypes cellulaires à l’origine de la formation du biofilm, alors que chez les bactéries à Gram positif, c’est un oligopeptide appelé phéromone (Dvies et al., 1998).  6.4   Altération du quorum sensing  L’altération des mécanismes de quorum sensing peut aboutir à d’importantes modifications phénotypiques des micro-organismes du biofilm, par exemple une sensibilité augmentée à des antibiotiques ou à des antiseptiques, ou encore des anomalies dans le cycle de développement du biofilm, surtout lors des étapes de formation et de  dispersion (Irie, 2008). Les biofilms mutants pour les molécules du quorum sensing ont une structure tridimensionnelle déficiente. Par exemple, les mutants de Burkholderia cenocepacia pour les   
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 molécules du quorum sensing sont toujours capables de se fixer à une surface mais l’organisation spatiale des cellules est altérée de façon drastique ; de plus, on constate une augmentation de la sensibilité aux antibiotiques de ces bactéries pendant la phase de croissance du biofilm (Tomlin, 2005). Des biofilms de Pseudomonas aeruginosa mutantes pour les molécules du quorum sensing sont moins résistants à l’action de la tobramycine, du peroxyde d’hydrogène et des macrophages (Burmolle, 2006). 7.  Les biofilms dans le domaine  médical  En médecine, les biofilms ont une importance particulière car ils sont impliqués dans un large éventail d’infections chez l’homme. Environ 65 % des infections sont dues à des biofilms dans les pays dits développés. Les biofilms sont aussi impliqués dans 60 % des infections nosocomiales et dans toutes les infections prothétiques (Costerton et al., 1995). Les biofilms sont responsables d’un large éventail d’infections chez l’Homme. Plus de 80% des infections bactériennes chroniques sont associées à la présence de biofilms [(Hall Stoodley et al., 2004)]. Ces derniers peuvent se former à la surface ou à l’intérieur des dispositifs médicaux implantés dans l’organisme (lentilles de contact, cathéter veineux central, sonde endotrachéale, dispositifs intra-utérins, valves cardiaques artificielles, pacemakers, cathéters de dialyse péritonéale, sondes de tympanostomie, sondes urinaires, prothèses vocales). 82% des infections nosocomiales sont dues à la présence d’implants médicaux contaminés (Archibald et al., 1997).  Les infections liées à des biofilms touchent majoritairement les personnes légèrement ou fortement immunodéprimés et impliquent souvent des bactéries commensales comme Staphylococcus epidermidis, Staphylococcus aureus et Pseudomonas aeruginosa (Costerton et al., 1999). De nombreux problèmes associés au développement des biofilms en milieu médical, ont pour origine leur résistance extrêmement élevée aux agents antibactériens (antibiotiques et désinfectants). Cette résistance accrue, multifactorielle, est liée aux conditions de vie dans le biofilm (hétérogénéité, accès aux nutriments, oxygène.). elles modifient les propriétés physiologiques des micro-organismes et induisent des mécanismes de résistance spécifiques qui s’ajoutent aux mécanismes de résistance connus, La résistance élevée des biofilms aux agents anti-bacté- riens pourrait également reposer sur la présence d’une subpopulation de   



                                                                                           Synthèse  bibliographique  

 44 

 bactéries résistantes, capables de résister à de fortes concentrations d’antibiotiques (Lewis, 2005).  Les staphylocoques sont responsables de la grande majorité des infections causées par des biofilms. Ils sont présents en grand nombre dans la flore commensale de la peau et des muqueuses chez l’Homme et l’animal (Otto, 2008). Les  infections associées à la présence de biofilms de Staphylococcus aureus sont plus difficiles à traiter et nécessitent un remplacement plus fréquent des implants médicaux que celles associées aux biofilms de Staphylococcus epidermidis (Jones, 2001). Les staphylocoques ne forment pas de biofilms avec d’autres espèces bactériennes. Il est rare de trouver plus d’une souche bactérienne au sein d’un même biofilm. Ceci pourrait s’expliquer par des mécanismes de quorum sensing spécifique  des staphylocoques qui inhiberaient l’expression des facteurs de virulence d’autres bactéries (Arciola, 2005). Une voie de recherche pourrait être d’abaisser la virulence de ces biofilms de staphylocoques. Par exemple, plutôt que de les détruire, les rendre hétérogènes permettrait de rebasculer vers un écosystème plus proche de la normale, Les cathéters veineux centraux sont les implants médicaux les plus à risque par rapport au développement d’une infection nosocomiale (Klevins, 2005). Ceci pose de graves problèmes de santé publique puisque les traitements systémiques de routine des patients atteints d’infections de ce type se révèlent le plus souvent inefficaces (Donlan, 2008). Les micro-organismes en cause proviennent de la flore cutanée du patient, de la micro-flore exogène du personnel hospitalier, ou encore d’environnements contaminés. Les micro-organismes atteignent le cathéter par migration à partir de la peau le long de la partie externe du cathéter. Les micro-organismes les plus fréquemment isolés sont  Staphylococcus aureus, Staphylococcus epidermidis, Candida albicans, Pseudomonas aeruginosa, Enterococcus faecalis et Klebsiella pneumoniae  (Donlan, 2008).  
La liste suivante, non exhaustive, regroupe les principales infections liées à la présence de biofilms (Lewis, 2008). 

� Infections ou maladies : 
    • Caries dentaires,     • Gingivites,     • Péritonite, 
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     • Mucoviscidose,     • Otite moyenne (notamment chez l’enfant),      • Ostéomyélites,     • Prostatites 
� Infections nosocomiales : 

    • Sutures, • Lentilles de contact • Port d’un implant médical : Sonde urinaire, Cathéter veineux central, Sonde endotrachéale, Sonde de gastrotomie, Valve cardiaque artificielle, Prothèse orthopédique, Broches (ostéomyélite). 
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 Partie II. Matériel et Méthodes 1. Lieu d’étude  Ce travail a été réalisé au laboratoire de microbiologie et de chimie, Université Dr Moulay Tahar Saida. 
2. Matériel biologique 2.1  Souches bactériennes    Les souches de Staphylococcus aureus utilisées dans cette étude nous ont été aimablement fournies par l’équipe des extrêmophiles du Laboratoire de Microbiologie Appliquée à l’Agroalimentaire, au biomédical et à l’environnement (LAMAABE) de l’Université de Tlemcen. Il s’agit de : deux souches cliniques, LMB20327 (A1) et LMB20330 (A2) (Ghellai et al., 2014) ; deux souches de référence,  Sa113 (ATCC35556) productrice de biofilm et Ica non productrice de biofilm (Cramton et al., 1999). 
2.2. Revivification des souches 
       Les souches utilisées ont été inoculées dans du bouillon nutritif (BN) en tube de 5ml puis incubées pendant 24h à une température de 37°C. Les suspensions bactériennes obtenues étaient ensemencées par stries transversales sur milieu de Chapman. Les plaques ont été incubées à 37°C pendant 24h. 
Cette étape était appliquée afin de mettre en évidence toute contamination éventuelle. 
2.3. Tests préliminaires d’identification       Les souches staphylococciques utilisées dans cette étude ont été soumises à une identification préliminaire portant sur quelques tests de la microbiologie classique. Pour ce faire nous avons procédé à une identification des souches par l’étude de leurs caractères macroscopiques et microscopiques en plus d’autres caractères supplémentaires.   
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 2.3.1. Caractères macroscopiques  Toutes les caractéristiques macroscopiques ont été étudiées par l’examen à l’œil nu des colonies sur milieu sélectif de Chapman. Les critères étudiés portent sur la forme, la taille, la couleur et l’aspect des colonies. Les souches étudiées ont été ensemencées par la méthode des quadrants sur milieu de Chapman puis incubées à 37°C pendant 24 à 48h.  2.3.2. Caractères microscopiques      Les caractères microscopiques des souches utilisées portent sur l’étude de leur forme, leur mobilité, leur mode de groupement et leur type de Gram.  2.3.2.1. Examen à l’état frais      Le but de cet examen est la mise en évidence de la mobilité ou non des souches étudiées par l’observation microscopique à l’état vivant. A l’aide d’une pipette Pasteur stérile une partie d’une colonie bactérienne de 24h sur gélose nutritive est prélevée puis suspendue dans une goutte d’eau physiologique stérile, la suspension obtenue est observée entre lame et lamelle au microscope optique à un grossissement x40.  2.3.2.2. Examen à l’état coloré (Coloration de Gram)  Cet examen qui correspond à une coloration différentielle permet de mettre en évidence le type de gram des souches étudiées, leur forme ainsi que leur mode de groupement cellulaire. La coloration de Gram est effectuée à partir des colonies cultivées sur gélose au sang cuit présentant l’aspect caractéristique du staphylocoque. Aussi, elle peut être réalisée à partir du milieu de Chapman, pour confirmer la présence de cocci en diplocoques et en grappes de raisin.    
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 2.3.3. Autres caractères 2.3.3.1. Recherche de la catalase Ce test permet de différencier les staphylocoques des streptocoques. A partir d’un isolement, une petite quantité de culture bactérienne est prélevée; puis placée sur une lame, on fait réagir la colonie dans 1 goutte de peroxyde d’hydrogène (H2O2) (Garnier et Denis ,2007). Une réaction positive se traduit par le dégagement de bulles de gaz (oxygène), la réaction se fait selon l’équation : 
H2O2+Catalase>>>>>>H20+1/2O2  2.3.3.2. Test coagulase La coagulase libre est présente chez S. aureus mais aussi peut être produite par S.intermedius ou S.hyicus .Ce test consiste à mettre en évidence la coagulase libérée dans le milieu extérieur. La détection de cette coagulase s’effectue en ajoutant dans un tube à hémolyse 0.5ml de plasma humain et 0.5 ml d’une culture de staphylocoques de 24 h en bouillon. Le mélange est placé à l’étuve à 37°C et est incubé pendant 24 heures. Les souches de S. aureus provoquant la coagulation du plasma le plus souvent les trois premières heures, Un test positif se traduit par la formation d’un coagulum (Garnier et Denis, 2007).  2.3.3.3. Test oxydase La recherche de l'oxydase est un des critères les plus discriminatifs et les plus employés pour l'identification des bactéries, surtout celle des bacilles à Gram négatif. Cette recherche consiste à mettre en évidence la capacité de la bactérie testée à oxyder la forme réduite incolore de dérivés méthylés du paraphénylène diamine, en leur forme oxydée semiquinonique rose violacé. L’oxydase ou cytochrome oxydase est une enzyme présente dans certaines chaines respiratoires bactériennes, c’est une enzyme qui catalyse une réaction d’oxydo-réduction en impliquant une molécule d’oxygène comme accepteur d’électrons. Les bactéries qui possèdent l’enzyme oxydase peuvent oxyder le N,N,N,N-tétraméthyl- 1,4-phénylène diamine qui est un composant du réactif de la recherche du cytochrome  
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 Oxydase en bactériologie, ce qui donne des produits violacés. Une réaction positive se traduit par l’apparition d’une couleur rouge violacée au bout de10 secondes ; la réaction est tardive entre 10 et 60 secondes, et elle est négative après 60 secondes.  2.3.3.4. Test Pastorex Pastorex staph plus est un test rapide d’agglutination sur lame pour la détection simultanée du facteur d’affinité pour le fibrinogène (clumping factor), de la protéine A ,et des polysaccharides capsulaires de staphylococcus aureus. La capacité du réactif Pastorex staph plus à recconaitre les polysaccharides capsulaires de staphylococcus aureus ,lui permet d’identifier  avec une très grande sensibilité aussi bien les souches de staphylococcus aureus sensibles à la méticiline, que les souches résistantes à la méticiline, qui sont de plus en plus souvent responsables d’infections nosocomiales graves [(Boutonnier et al., 1989) ; (Freney et al., 1989) ].  2.4. Conservation des souches Les souches sont conservées dans des tubes de gélose nutritive inclinés à une température de 4°C (ces bactéries sont placées dans un état de vie ralentie ou momentanément suspendue donc dans des conditions peu favorables pour leur multiplication).   3. Techniques d’évaluation de la formation de biofilm in vitro       Il existe plusieurs méthodes pour mettre en évidence la production de biofilm, on peut citer notamment : -  Culture sur plaque avec coloration au cristal violet (TCP : Tissue Culture Plate), méthode considérée comme étant la technique de référence, -  Méthode en tube (TM) qui utilise un milieu trypticase-soja au lieu des plaques, -  Méthode au Rouge Congo Agar (RCA) -  Observation en microscopie électronique -  Biofilm Ring Test®, méthode récente qui a l’avantage d’être automatisable. 
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 Selon le matériel disponible dans le laboratoire, nous avons retenu la méthode en tubes (TM). Cependant cette méthode a un temps de mise en œuvre important et ses résultats sont parfois variables (problème de reproductibilité). 4. Méthode en tubes™   C’est une technique décrite en 1982 par Christensen qui permet une évaluation qualitative de la formation du biofilm.  A partir d’une culture jeune de 24h, une colonie est ensemencée dans 10ml d’un milieu liquide (bouillon BHIB ou bouillon nutritif).Après incubation à 37°C pendant 24h les tubes sont lavés 4 fois avec du PBS (Phosphate Buffered Saline)  (pH 7,3) puis séchés. à T° ambiante pendant 15min. Les tubes sont ensuite remplis avec 3ml cristal violet (0,1%). Après 15 minutes, les tubes sont vidés puis lavés trois fois consécutives avec du PBS. 3ml d’éthanol (95%) est ajouté dans chaque tube. La lecture des résultats est effectuée à l’aide d’un spectrophotomètre à une longueur d’onde de 630nm. La formation du biofilm est considérée comme positive quand un film visible double et recouvre le mur et le bas du tube. La formation d’un anneau à l’interface liquide n’est pas indicative de la formation du biofilm. (Stepanovic et al, 2000).  5. Effet du pH sur la formation de biofilm chez S. aureus A partir d’une culture jeune de 24h, une colonie est ensemencée dans 6ml d’un milieu liquide (bouillon BHIB ou bouillon nutritif).Après incubation à 37°C pendant 24h  versé 0.1ml de cette suspension dans des tubs en verre contenant 3ml de bouillon nutritif à  différentes concentration de pH  (5, 7 et ; 9). On a utilisé trois tubes pour chaque concentration. Après 24 heures d’incubation, la capacité de la formation du biofilm est également testée par la méthode  TM décrite ci-dessus   6. Effet du temps d’incubation sur la formation de bioflm chez S. aureus A partir d’une culture jeune de 24h, une colonie est ensemencée dans 6ml d’un milieu liquide (bouillon BHIB ou bouillon nutritif). Après incubation à 37°C pendant 24h  versé 0.1ml de cette suspension dans 9 tubes en verre contenant 3ml de bouillon nutritif. Les tubes   
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 Ont été incubés à 37°C pendant des temps différents (24h, 48h et 72h). On a utilisé trois tubes pour chaque temps d’incubation. Après les temps d’incubation, la capacité de la formation du biofilm est testée par la méthode  TM décrite ci-dessus.  
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 1.2. Caractères microscopColoration de Gram La coloration de Gram dd’observer à l’aide du microscodes cocci Gram positif ayant un   
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 1.4. Test oxydase : Les Staphylococcus étaient dépourvues d’oxydase et il n’y a pas eu de coloration, donc elles sont oxydase négative (figure14).  
 
                                                                                   Figure 14 : test de l’oxydase : résultat négatif 1.5. Test de coagulase libre        S. aureus est le représentant majeur coagulase positive ayant un rôle déterminant en   pathologie humaine. Néanmoins, le test de coagulase peut être soumis à un certain nombre de variations qui peuvent influencer les résultats (Myrick et Ellner, 1982). Les souches utilisées dans cette étude se sont toutes avérées coagulases positives (figure 15) ce qui confirme d’autant plus leur appartenance à l’espèce Staphylococus aureus.  

                                         Figure 15 : Test de coagulase : résultat positif 
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 1.6. Test Pastorex ou d’agglutination Le test d’agglutination au latex consiste à la mise en évidence du récepteur au fibrinogène (clumping factor), la protéine A et l’antigène de capsule. Les résultats du test d’agglutination au latex (Figure 16)  sont avérés positifs pour toutes les  souches testées dans cette étude.         
 Figure 16 : Test Pastorex ‘Staph-Plus latex agglutination’  2. Effet du pH sur la formation des biofilms chez S. aureus La formation de biofilm est un phénomène complexe qui est soumis à l’influence de nombreux facteurs parmi les quels on peut citer   la surface à coloniser, le milieu environnant, les paramètres physicochimiques et les microorganismes (Branger et al., 2007). A fin d’étudier l’influence du pH du milieu de culture sur la formation de biofilm à  S. aureus, le  bouillon nutritif utilisé dans cette expérimentation était préalablement calibré à différents pH puis inoculé par les souches étudiées selon le protocole précité.          Les valeurs de pH sélectionnés sont : pH 5 (acide), pH 7 (neutre) et pH 9 (basique). Les  expériences ont été menées sur deux souches cliniques de S. aureus LMB20327 (A1) et LMB20330 (A2). Les souches Sa113 ATCC35556 et Ica ont été utilisées comme souches de référence ; la première étant biofilm positif tandis que la deuxième est biofilm négatif.   
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          La production de biofilm in vitro dépend d'un certain nombre de facteurs physiques et chimiques, tels que la composition du milieu de culture, température, pH, oxygène, etc. [(Harjai et al. 2005) ; (Di Bonaventura et al., 2007) ; (Hoštacká et Čižnár, 2007)]. Le but de cette  partie de  travail est d’étudier l'impact du pH sur la formation de biofilm chez des souches de S. aureus En effet, des suspensions bactériennes à différents pH (pH5, pH7 et pH9) ont été  préparées dans le bouillon nutritif  à partir des cultures jeunes sur  gélose nutritive. Après 24 heures d’incubation, la capacité de la formation du biofilm a été également testée par la méthode de TM .Les résultats obtenus, illustrés dans les figures 17 et 18 ont permis de mettre en évidence plusieurs comportements selon les souches à différents pH. Il semble que le pH a un effet significatif sur la formation de biofilm chez les souches testées. Plus le pH augmente plus la production de biofilm est importante chez les souches LMB20327, LMB20330. Par ailleurs, chez la souche Sa113 les résultats étaient variables ; dans le deuxième essai de l’expérimentation (figure 18) le taux maximal de production de biofilm était obtenu à pH neutre (pH 7). 
Il est connu que la souche Ica ne produit pas de biofilm. Cependant, selon les résultats obtenus dans cette étude on note la présence de biofilm chez cette souche. Ceci pourrait etre expliqué par le fait que la méthode en tubes (TM) est non reproductible et peu fiable. Notre choix a porté sur la méthode en tubes en raison du matériel disponible dans le laboratoire. 

       En effet, la production de biofilm chez les  bactéries nécessite l’union d’une multitude de conditions optimales parmi les quelles le pH du milieu de culture Selon une étude réalisée par Hamadi et al. (2012), ils ont montré que le phénomène d’adhérence quantitative de S. aureus au verre est largement affecté par le pH du milieu. 
Malgré la facilité de la technique TM, la lecture des résultats obtenus par celle-ci peut-être difficile surtout si l’observateur n’est pas familiarisé avec cette technique. Cette différence se situe particulièrement dans l’interprétation des réactions faibles ou absentes (Stepanovic et al., 2000). Par conséquent, et en accord avec des études précédentes, la méthode TM ne peut pas être recommandé pour la détection de la formation de biofilms [(Christensen et al., 1982) ; (Mathur et al., 2006)].   
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 Selon les résultats obtenus dans cette étude, la souche LMB20327 semble exprimer un taux faible de biofilm après 24h et 48h, ce taux nul après 72h d’incubation. Cependant, la souche LMB20330 après 48h d’incubation produit une quantité de biofilm environ deux fois supérieure que celle produite à 24h ; cette quantité reste stable même après 72h d’incubation.  Ces résultats sont en accord avec ceux obtenus dans une étude réalisée par Oliveira et al. (2007) qui montrent que chez S. aureus il y a une différence significative entre le biofilm formé après 24h et celui de 48h (p<0.05) ; chez S. epidermidis aucune différence significative n’existe entre le biofilm de 48h et celui de 72h.           En effet, plus le temps de contact augmente plus les bactéries ont assez de temps pour se fixer et former un biofilm sur la surface du dispositif (Mączyńska et al.,2010). Par ailleurs, selon une étude réalisée par Abdallah et al. (2014a) il a été prouvé que l’augmentation de la température et de la durée d’incubation sont proportionnelles à l’adhésion de S. aureus à l’acier inoxydable et au polycarbonate. D’autres études portant sur l’effet de ces paramètres sur l'adhésion de S. aureus sont en accord avec cette hypothèse (Abdallah et al., 2014b).    En réalité, il est difficile de conclure sur l’effet de la durée d’incubation sur la formation de biofilm. Plusieurs paramètres doivent être pris en considération tels que la température d’incubation, la composition exacte du milieu de culture, la nature de la surface étudiée. De plus, la technique utilisée pour mettre en œuvre et détecter la production de biofilm est plus qu’importante.    
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 Conclusion   Au cours de notre étude nous avons pu effectuer quelques tests préliminaires afin de réidentifier les deux souches cliniques de S. aureus (LMB20327 et LMB20330) qui nous ont été fournies par l’équipe des extrêmophiles du laboratire LAMAABE. Les souches testées ainsi que celles de référence sont des cocci immobiles, Gram positives regroupées en grappes de raisin, catalase (+), oxydase (-), coagulases (+).  Les souches étudiées ont été testées pour leur aptitude à former le biofilm par la méthode en tubes (TM).   Le pH avait un effet significatif sur la formation de biofilm chez les souches testées. Plus le pH augmente plus la production de biofilm est importante chez les souches LMB20327, LMB20330. Par ailleurs, chez la souche Sa113 les résultats étaient variables ; dans le deuxième essai de l’expérimentation le taux maximal de production de biofilm était obtenu à pH neutre (pH 7). Cependant, selon la présente étude on note la présence de biofilm chez la souche Ica qui est normalement biofilm négatif.             La souche LMB20327 exprime un taux faible de biofilm après 24h et 48h, ce taux était nul après 72h d’incubation. Cependant, la souche LMB20330 après 48h d’incubation produisait une quantité de biofilm environ deux fois supérieure que celle produite à 24h ; cette quantité restait stable même après 72h d’incubation.   A l’issus de cette étude et à cause des résultats variables qui ont été obtenus, nous pouvons confirmer que la méthode en tubes (TM) ne peut être recommandée dans ce genre d’étude. Par conséquent, l’effet du pH du milieu ainsi que la durée d’incubation sur la formation de biofilm à S. aureus est contestable.   
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ANNEXES  Annexe 01 : Milieux de culture 1. Milieu de Chapman : Composition: La formule théorique de ce milieu de culture en g/L d’eau purifiée est : Extrait de viande (bovin ou porcin)………………………...1g Peptone de caséine et de viande (bovin et porcin)……….…10g Chlorure de sodium……………………………….…………75g Mannitol……………………………………………………..10g Agar……………………………………………………….....15g Rouge de phénol…………………………………………..0,025g pH=7,6 2. Gélose nutritive pour la conservation Composition : Peptone……………………………..…………………………5g 
Extrait de viande……………………………………………...1g 
Chlorure de sodium……………….…………………………..5g 
Agar………………………………..………………………10.0g 
pH=7.3 3. Bouillon nutritive ( BN ) Composition : Peptone……………………………..……………………….10.0g 
Extrait de viande……………………………………………..5g 
Chlorure de sodium..........................................................…...5g 
pH= 7.4   



ANNEXES   Annexe 02 : Réactifs  Violet de gentiane: 
Phénol………………………………………………….…… 2.0 g 
Violet de gentiane……………………………………...…… 1.0 g 
Éthanol à 90°………………………………………….…… 10 ml 
Eau distillée……………………………………………..... 100 ml 
 Lugol: 
Iodure de potassium………………………………………… 2.0 g 
Iode métalloïde................................................................…... 1.0 g 
Eau distillée …………………………………………….… 300 ml 
Alcool (éthanol) Fuschine de ziehl: 
Fuchine basique………………………………………….….. 1.0g 
Phénol……………………………………………………….. 5.0 g 
Éthanol à 90°………………………………...………………10 ml 
Eau distillée …………………………………………………100 ml 
Tampon PBS (Phosphate Buffered Saline) KH2PO4…………………………………………………………………….... 0, 24 g Na2HPO4…………………………………………………………………. …1. 4 g NaCl……………………………………………………. 8 g KCl……………………………………………………..0.2g  
Eau distillée……………………………………………. (qsp) 1 L 
  



ANNEXES  Acétate de sodium    Acétate de sodium  ……………………………………..2g Eau distillée………………………………………………100 ml 
 Annexe 3: Valeurs de Densités optiques (630nm) obtenues par la méthode en tubes (TM) pour les souches LMB20330 (A2), LMB20327 (A1), Sa113 et Ica. 
 

  PH5  PH7 PH9  24h 48h 72h 
                   T (Témoin) 0,001 0,001 0,001  0,001 0,001 0,001 
 1 0,021 0,014 0,068  0,001 0,085 0,039 LMB20330  2 0,004 0,014 0,115  0,041 0,024 0,018 
 3 0,0028 0,067 0,09  0,026 0,051 0,098 
 Moyenne-T  0,008 0,031 0,090  0,022 0,052 0,051 
 ECARTYPE 0,010 0,031 0,024  0,020 0,031 0,041 
          T(Témoin) 0,001 0,001 0,001  0,001 0,001 0,001 
 1 0,037 0,07 0,011  0,117 0,075 0,015 Sa113 2 0,065 0,025 0,037  0,032 0,044 0,051 
 3 0,06 0,094 0,09  0,11 0,078 0,016 
 Moyenne 0,053 0,062 0,045  0,085 0,065 0,026 
 ECARTYPE 0,015 0,035 0,040  0,047 0,019 0,021 
          T(Témoin) 0,001 0,001 0,001  0,001 0,001 0,001 
 1 0,02 0,016 0,01  0,015 0,01 0,005 icaaIca ca 2 0,016 0,010 0,016  0,003 0,016 0,010 
 3 0,020 0,015 0,020  0,007 0,004 0,013 
 Moyenne 0,018 0,013 0,014  0,007 0,009 0,008 
 ECARTYPE 0,002 0,003 0,005  0,006 0,006 0,004  

 
 
 
 
  



ANNEXES  
  PH5  PH7 PH9  24h 48h 72h                       T(Témoin) 0,001 0,001 0,001  0,001 0,001 0,001   1 0,008 0,035 0,036  0,015 0,045 0,007        A1  2 0,007 0,019 0,028  0,048 0,025 0,002   3 0,005 0,005 0,021  0,017 0,026 0,002   Moyenne-T  0,006 0,019 0,027  0,026 0,031 0,003   ECARTYPE 0,002 0,015 0,008  0,019 0,011 0,003             T(Témoin) 0,001 0,001 0,001  0,001 0,001 0,001   1 0,001 0,012 0,038  0,039 0,161 1,03    Sa113 2 0,013 0,047 0,084  0,053 0,22 0,137   3 0,007 0,016 0,004  0,014 0,146 1,128   Moyenne 0,006 0,024 0,041  0,034 0,175 0,764   ECARTYPE 0,006 0,019 0,040  0,020 0,039 0,546             T(Témoin) 0,001 0,001 0,001  0,001 0,001 0,001   1 0,003 0,014 0,0025  0,038 0,05 0,003       Ica 2 0,002 0,100 0,008  0,030 0,080 0,005   3 0,006 0,112 0,025  0,008 0,124 0,002   Moyenne 0,003 0,074 0,011  0,024 0,084 0,002   ECARTYPE 0,002 0,053 0,012  0,016 0,037 0,002   

 


