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Résumé 

Les bactéries sont capables d'adopter deux mode de vie distincts. Elles peuvent être 

libres, flottantes en suspension ou attachées à différents types de surfaces biotiques ou 

abiotiques, comme les tissus vivants ou les dispositifs médicaux. Ce dernier est appelé 

biofilm qui est organisé en une communauté structurées et incrusté dans une matrice 

d'exopolymères. Il participe à la propagation des bactéries dans différents environnements 

et dans des conditions défavorables, les biofilms ont un impact significatif dans divers 

domaines de la vie quotidienne, y compris l'agroalimentaire en raison de problèmes de 

contamination alimentaire, l'industrie à cause de leur capacité à couvrir les matériaux, ainsi 

que dans le domaine médical où la majorité des infections bactériennes chez l'homme sont 

liées à cette forme particulière de vie microbienne. 

L’objectif de la présente étude est d’évaluer le pouvoir adhésif des bacilles à Gram 

négatif d’origine clinique ainsi que leurs profils de résistance aux antibiotiques.  

Les souches ont été isolées à partir de différentes prélèvements cliniques et 

identifiées par des techniques conventionnelles.    

Aux cours de la présente étude, une microflore importante et diversifié de bacilles à 

Gram négatif a était identifiées dont E. coli était l’espèce la prédominantes suivie de K. 

pneumoniae. Ces isolats ont montré un intéressant de pouvoir de formation de biofilm 

accompagné de profils de résistance touchant principalement les bêtalactamines. 

Ces résultats nous incitent à la bonne pratique des mesures d’hygiène et au bon 

usage des antibiotiques afin de préserver les différentes molécules encore efficaces. 

Mots clés : Bacilles à Gram négatif, Résistance aux antibiotiques, Biofilm. 

 

 

 

 

  

 



 

 
 

Abstract 

Bacteria are able to adopt two distinct lifestyles. They can be free, floating in 

suspension or attached to different types of biotic or abiotic surfaces, such as living tissues 

or medical devices. The latter is called biofilm, which is organized into a structured 

community and embedded, in a matrix of exopolymers. It participates in the spread of 

bacteria in different environments and under adverse conditions, biofilms have a 

significant impact in various areas of daily life, including the food industry due to food 

contamination problems, industry because of their ability to cover materials, as well as in 

the medical field where the majority of bacterial infections in humans are linked to this 

particular form of microbial life. 

The objective of the present study is to evaluate the adhesive power of Gram-

negative bacilli of clinical origin as well as their antibiotic resistance profiles. 

The strains were isolated from different clinical samples and identified by 

conventional techniques. 

During the present study, an important and diversified microflora of Gram-negative 

a bacillus was identified of which E.coli the predominant species was followed by K. 

pneumoniae. These isolates showed an interesting power of formation of biofilm 

accompanied by resistance profiles mainly affecting betalactamines. 

These results encourage us to practice good hygiene measures and the proper use of 

antibiotics in order to preserve the various molecules that are still effective. 

Key words: Gram-negative bacilli, Antibiotic resistance, Biofilm. 

 

 

 

 

 

 

 



 

 
 

 ملخص

 ثأّ٘اع ٍزصيخ أٗ اىزؼيٍق فً ػبئَخ أٗ حشح رنُ٘ أُ ٌَنِ حٍش ٍزٍَز حٍبح أسي٘ة رجًْ ػيى قبدسح اىجنزٍشٌب

 ٌزٌ اىزً ثٍ٘فٍيٌ الأخٍش ٕزا ٌٗسَى. اىطجٍخ الأجٖزح أٗ اىحٍخ الأّسجخ ٍضو ، ٌ٘خاىلاحٍ أٗ اىحٌٍ٘خ الأسطح ٍِ ٍخزيفخ

 ثٍئبد فً اىجنزٍشٌب اّزشبس فً ٗرشبسك. اىخبسجٍخ اىج٘ىٍَشاد ٍِ ٍصف٘فخ ٍِ ٌزجزأ لا ٗجزءا ٍْظٌ ٍجزَغ فً رْظٍَٖب

 صْبػخ رىل فً ثَب ، اىٍٍٍ٘خ اىحٍبح ٍجبلاد ٍخزيف فً مجٍش رأصٍش اىحٌٍ٘خ ٗىلأغشٍخ ، ٍؼبمسخ ظشٗف ٗرحذ ٍخزيفخ

 حٍش اىطجً اىَجبه فً ٗمزىل ، اىَ٘اد رغطٍخ ػيى قذسرٖب ثسجت ٗاىصْبػخ ، الأغزٌخ ري٘س ٍشبمو ثسجت الأغزٌخ

 .اىٍَنشٗثٍخ اىحٍبح ٍِ اىخبص اىشنو ثٖزا اىجشش فً اىجنزٍشٌخ الاىزٖبثبد غبىجٍخ رشرجط

 ٍلاٍح ٗمزىل اىسشٌشي الأصو راد اىجشاً سبىجخ ىيؼصٍبد اىلاصقخ اىق٘ح رقٌٍٍ ٕ٘ اىذساسخ ٕزٓ ٍِ اىٖذف 

 . اىحٌٍ٘خ اىَضبداد ٍقبٍٗخ

 .اىزقيٍذٌخ اىزقٍْبد خلاه ٍِ ٗرحذٌذٕب ٍخزيفخ سشٌشٌخ ػٍْبد ٍِ اىسلالاد ػزه رٌ

 E. coliًٕ مبّذ ٗاىزً اىجشاً سبىجخ ػصٍبد ٍِ ٗاىَزْ٘ػخ اىٖبٍخ اىجنزٍشٌب رحذٌذ رٌ ، اىذساسخ ٕزٓ خلاه 

 ٍلاٍح ٌشافقٔ ثٍ٘فٍيٌ رشنٍو ٍِ ىلإزَبً ٍضٍشح ق٘ح اىؼزلاد ٕزٓ ٗأظٖشد.  K. Pneumoniaeريٍٖب اىسبئذح الأّ٘اع

 .ثٍزبلامزبٍٍْبد سئٍسً ثشنو رؤصش اىزً اىَقبٍٗخ

 اىحفبظ أجو ٍِ اىحٌٍ٘خ ىيَضبداد اىسيٌٍ ٗالاسزخذاً اىجٍذح اىْظبفخ رذاثٍش ٍَبسسخ ػيى اىْزبئج ٕزٓ رشجؼْب 

 .فؼبىخ رزاه لا اىزً اىَخزيفخ اىجزٌئبد ػيى

 .ثٍ٘فٍيٌ ، اىحٌٍ٘خ ىيَضبداد ٍقبٍٗخ ، اىجشاً سبىجخ ػصٍبد: المفتاحية الكلمات 
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Introduction  

Naturellement, les bactéries sont capables d'adopter, exclusivement et en fonction 

des conditions environnementales, deux modes de vie distingués. Elles peuvent soit être 

libres, flottantes en suspension (forme planctonique) (Mahamat et al., 2013), soit 

attachées à différents types de surfaces biotiques ou abiotiques (forme sessile), telles que 

les tissus vivants ou les dispositifs médicaux (Tremblay et al., 2014). Cette dernière est 

organisée en communautés structurées et englobées dans une matrice d'exopolymères 

formant ainsi un biofilm (Khalilzadeh, 2009). 

En participant à la dissémination des bactéries dans les différents milieux et sous 

des conditions déverses, les biofilms ont un impact significatif dans divers domaines de la 

vie quotidienne, notamment l'agroalimentaire en raison des problèmes de contamination 

des aliments, l'industrie en raison de leur capacité à recouvrir les matériaux, ainsi que dans 

le domaine médical où la majorité des infections d'origine bactérienne chez l'homme sont 

liées à cette forme particulière de vie microbienne (Lebeaux & Ghigo, 2012). 

La lutte contre les biofilms et le contrôle de leur participation à la propagation des 

pathogènes dans le domaine clinique commence par la compréhension de leur physiologie 

ainsi que de la capacité des souches, d'origine clinique, d'installer ce mode de vie. Bien que 

le phénomène de la formation de biofilm soit une évidence et que le pourvoir de sa 

formation par les souches hospitalières a été bien démontré par plusieurs études, un débat 

est engagé aujourd'hui à l'échelle mondiale sur l'effet des propriétés de différents types de 

support sur la capacité d'adhésion des bactéries et que cette adhésion pourrait être 

accompagnée ou non d'une insensibilité aux antibiotiques, en plus du manque de données 

sur la capacité des souches d'origine clinique de la région de Khenchela à la formation des 

biofilms. 

Pour réaliser cette étude, on à opté pour une démarche méthodologique composée 

de deux niveaux d'analyse, une recherche bibliographique dont l'objectif étais de décrire 

tous les aspects théoriques de notre thème d'étude, en complément et dans le souci de 

compléter les aspects théoriques et de les étayer d'avantage, on a jugé utile de présenter une 

partie pratique axée sur : 
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 Étude de la distribution des bacilles à Gram négatif dans les différentes 

infections communautaires. 

 La détermination de la capacité des souches isolées à adhérer à différents 

types de support. 

 L'exploration d'une possible corrélation entre la formation de biofilm et la 

résistance aux antibiotiques. 
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I. Bacilles à Gram négatif 

Les bacilles à Gram négatif (BGN) sont des microorganismes ubiquitaires, certains 

d’entre eux sont commensaux et sont présents dans la flore intestinale normale de l’homme 

et des animaux. Cependant, ils peuvent dans de nombreux cas être responsables de 

pathologies infectieuses graves (Larry, 2022). Généralement, deux grands groupes sont 

isolés en pratique clinique, à savoir les entérobactéries et les bacilles à Gram négatif non 

fermentaires (Liassine, 2000). 

  Les infections causées par les BGN présentent des caractéristiques 

particulièrement préoccupantes, où elles présentent un risque majeur pour la santé publique 

dans le monde entier en raison de leur résistance élevée aux antibiotiques. Ces 

microorganismes ont une importance clinique significative et entraînent une morbidité et 

une mortalité significativement élevées (Oliveira & Reygaert, 2023). 

1. Structure des bacilles à Gram négatif 

Les bactéries à Gram négatif ont une enveloppe composée de trois couches (Figure 

01). La première couche est la membrane externe (ME), une caractéristique protectrice et 

unique qui différencie les bacilles à Gram négatif des bactéries à Gram positif. La 

membrane externe a des phospholipides qui sont liés à la foliole interne de la membrane, et 

des lipopolysacharides (LPS) liés à la foliole externe. De plus, la ME contient des protéines 

membranaires externes telles que les porines et autres, qui permettent le passage de petites 

molécules comme les acides aminés et les petits saccharides. La deuxième couche est la 

paroi cellulaire composée de peptidoglycane, qui est un exosquelette rigide déterminant de 

forme cellulaire et constitue, d’une unité répétée de disaccharide N-acétyl glucosamine-

acide N-acétylmuramique. La troisième couche est la membrane interne (MI) qui est une 

bicouche phospholipidique responsable de processus multifonctionnels tels que la 

structure, le transport et les fonctions de biosynthèse et la respiration. (Breijyeh et al., 

2020).  
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Figure 01. Structure de la paroi cellulaire des bactéries à Gram négatif (Kallayanee, 

2018). 

2. Les entérobactéries 

Les entérobactéries appartiennent à une grande famille qui regroupe des bacilles à 

Gram négatif (BGN). Cette famille comporte plusieurs genres, espèces et sérotypes. La 

classification récente (hybridation ADN-ADN) recense 31 genres et plus de 140 espèces. 

Parmi tous les genres et espèces décrits, une vingtaine est impliquée en pathologie 

humaine : Escherichia coli, Shigella spp, Salmonella spp, Citrobacter spp, Klebsiella spp, 

Entérobacter spp, Proteus spp… (Bouskraoui, 2017). 

3. Les bactéries Gram négatif non fermentaires 

Les bacilles à Gram négatif non fermentaires (incapables de fermenter le glucose) 

occupent une place importante parmi les acteurs majeurs des infections nosocomiales. Les 

bactéries Gram négatif non fermentaires (BNF) ont une incidence inférieure à celle des 

Enterobacteriaceae spp ; cependant, ces bactéries suscitent des inquiétudes en raison de 

leurs taux élevé de morbidité et de mortalité (Ozenen et al., 2021). Pseudomonas 

aeruginosa, Acinetobacter baumannii et Stenotrophomonas maltophilia sont les BNF les 

plus fréquemment isolées en pratique clinique (Ozenen et al., 2021).   

https://www.shutterstock.com/fr/g/nannoi
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II. Bacilles à Gram négatif et formation de biofilm 

1. Définition d’un biofilm 

Un biofilm est une association entre différents types de cellules bactériens et une 

matrice extracellulaire majoritairement secréter par les bactéries elles-mêmes, cette matrice 

est composée de polysaccharides, de protéines, d’enzyme et d’acides nucléique;  

permettant ainsi leurs ancrages sur toutes types de surfaces de manière irréversible 

(Dumaru et al., 2019). 

Au sein d’un biofilm, la matrice constitue un milieu homéostatique, avec un accès 

important aux éléments nécessaires à la survie de la bactérie, favorisé par un système de 

circulation grâce à la présence de canaux élémentaires dans le biofilm. Ce mode de vie est 

donc une réponse adaptative des microorganismes favorisant leur persistance dans 

l’environnement (El Khoury, 2021). 

2. Les étapes pour formation un biofilm 

2.1.  Adhérence 

Durant cette première étape, les bactéries doivent tout d'abord adhérer à une surface 

qui peut être biotique ou abiotique (Figure 02), grâce à l’intervention de molécules ou de 

structures particulières présentes à la surface de la cellule bactérienne telles que les flagelle 

et les fimbriae (Tremblay et al., 2014). Cette étape comporte deux phases : 

2.1.1.  Réversible 

Les bactéries en suspension gagnent d’une surface et forment des liaisons 

réversibles avec cette dernière grâce à l’intervention des forces d’interaction non 

spécifique (Høiby et al. 2011). 

2.1.2. Irréversible  

La fixation à la surface solide devient permanente en raison de la production des 

exopolysaccharides par les bactéries (Høiby et al., 2011). Ainsi que grâce à diverses 

structures d’adhérence propres à chaque espèce bactérienne, telles que les fimbriae chez E. 

coli (Beloin et al., 2008). 

2.2.  Croissance 

À la fin de l’étape d’adhérence, les cellules bactériennes commencent à se 

multiplier, conduisant à la formation de colonies qui vont conquérir une partie de la totalité 

de la surface d’adhésion, conduisant à une augmentation importante de l’épaisseur jusqu’à 

la formation d’un film hétérogène tridimensionnel. Finalement, l’épaisseur du biofilm se
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Stabilise lorsque les phénomènes détachements du biofilm compensent sa croissance 

(Développer plus loin) (Bellifa, 2014). 

2.3. Maturation 

Le développement et la maturation du biofilm impliquent une communication entre 

ces cellules par la détection de molécules signal produites par les microorganismes eux-

mêmes et transportées par les micro-canaux présents dans la matrice. Ces molécules 

donnent une indication sur la densité des cellules présentes dans le milieu (Développer plus 

loin) (Baudin, 2017). 

2.4. Dispersion 

Les cellules planctoniques se détachent de la matrice du biofilm et démarrent un 

nouveau processus de colonisation de surfaces. (Liaqat et al., 2019) (Figure 02). 

 

Figure 02. Etapes de formation d’un biofilm (Tremblay et al., 2014). 

3. Quorum sensing et communication cellulaire 

Les cellules au sein d’un biofilm communiquent entre elles via un mécanisme de 

régulation appelé Quorum sensing (QS) impliquant l’intervention des molécules de 

signalisation transportées par les micro-canaux de la matrice extracellulaire, cette 

communication va permettre l’échanger d’informations entre les bactéries au sein d’une 

dynamique collective de la population du biofilm ainsi que, d’évaluer la densité cellulaire 

locale (Gad, 2018), le QS déclenche le phénomène de dispersion des bactéries 

planctoniques à partir du biofilm ce qui permet de moduler la taille de la population (Irie 

& Parsek, 2008). Les acyl homosérines lactones (AHL) sont la plus grande classe des
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 molécules de signal autoinducteur utilisées par les bactéries à Gram négatif (Figure 03) 

(Wai-Leung & Bassler, 2009), dont leur synthèse dépend du couple de molécules de 

nature protéique Lxul/LuxR (Yung-Hua & Xiaolin, 2012). 

 

Figure 03. Schéma de détection du quorum sensing (Ngeow et al, 2013). 

L’implication du QS dans le processus de formation de biofilm a été décrite pour la 

première fois en 1988 (Davies et al., 1998) ; ce processus est très complexe chez P. 

aeruginosa et nécessite deux circuits de régulation liés entre eux et qui dépendent de la N-

acyl homosérine lactone modulée par de nombreux régulateurs agissant à la fois au niveau 

transcriptionnel et post-transcriptionnel (Yung-Hua & Xiaolin, 2012). Ainsi, les mutants 

dont la production de l’autoinducteur 3-oxo-C12-HSL est défectueuse ont tendance à 

former des biofilms plus modérés que ceux des souches sauvages (Yung -Hua & Xiaolin, 

2012 ; Davies et al., 1998). 

4. Facteurs favorisant la formation d’un biofilm 

Dans l’environnement, les bactéries existent principalement sous forme sessile, 

influencées par de nombreux facteurs (Simoes et al., 2020) : 

4. 1. Facteur lié à la surface  

Divers facteurs liés aux propriétés de la surface peuvent influencer l'adhésion 

bactérienne (Alotaibi & Bukhari, 2021 ; Ansari et al., 2017). 
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4.1.1.  La rugosité 

 La rugosité d’une surface permet une meilleure adhésion aux bactéries qui vent la 

coloniser (Song et al., 2015). 

4.1.2. Les propriétés chimiques d’une surface  

 Le taux d’attachement des cellules bactériennes ainsi que son ampleur sont 

étroitement liés aux propriétés physico-chimiques de la surface. De ce fait, les micro-

organismes se fixent plus facilement sur 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 (Donlan, 2002). 

4.1.3.  La présence préalable de films organiques  

La présence de protéines, de lipides ou de polysaccharides influence positivement 

l’attachement des bactéries à cette surface et favorise ainsi la formation de biofilm (Bellifa, 

2014). 

4.2.  Facteur lié aux microorganismes 

 La densité de l’inoculum a une relation proportionnelle avec le nombre de cellules 

adhérentes. De plus, la composition de la surface microbienne contribue à l’adhésion des 

microorganismes aux supports à travers la présence de protéines, de fimbriae et de 

lipopolysacharides. (Simoes et al., 2020 ; Saulou-Berion, 2009). 

4.3.  Autres factures  

Plusieurs autres facteurs environnementaux ont un impact important, soit négatif ou 

positif, sur la formation de biofilms en activant les processus d’adhésion ou de dispersion 

(Donlan, 2002 ; Goller & Romeo, 2008), ces facteurs tels que la température, le pH et la 

présence de certains oligo-éléments dans le milieu affectent non seulement l’activité 

métabolique des bactéries, mais aussi les propriétés de la surface cellulaire et de la surface 

d’adhésion (Hamadi et al., 2004 ; Goller & Romeo, 2008). 

5. Résistance des biofilms à divers agents antimicrobiens  

Il a été rapporté que la population bactérienne en forme sessiles peut être 100 plus 

résistante à l’action de destruction par des agents antimicrobiens (Olson et al., 2002), cette 

hyper-résistance est multifactorielle est liée aux condition de vie dans le biofilm (Roux et 

Ghigo, 2006) où la matrice polymérique interviens comme facteur clé en agissant comme 

barrière réduisant ou empêchant la diffusion des agents antimicrobiens (Tremblay et al., 

2014), l’hétérogénéité de la population bactérienne au sein dans biofilm facilite de 

transfère horizontale de gènes de résistances, en plus de l’induction de certains de ces 
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mécanismes via des systèmes de signalisation tel que le QS (Roux & Ghigo, 2006). Autre, 

la présence de concentrations élevées d’enzymes hydrolysant les antibiotiques au sein d’un 

biofilm peut augmenter considérablement la concentration minimale inhibitrice (CMI) 

(Tremblay et al., 2014). 

6. Biofilm comme facteur de virulence 

Le biofilm peut être un mécanisme important pour la modulation immunitaire de 

l’hôte et il peut réguler négativement ces défenses (Irie & Parsek, 2008). Ainsi, Roux & 

Ghigo (2006) ont rapporté l’existence de corrélations positives entre la capacité d’une 

souche à former un biofilm et sa virulence, qui est souvent représentée par des mécanismes 

de régulation qui offrent aux bactéries une plus grande adaptabilité vis-à-vis des stress 

environnementaux. 

Des auteurs ont rapporté que des analyses de puces à ADN ont révélé que la 

croissance dans un biofilm provoque des changements significatifs dans l'expression des 

gènes de P. aeruginosa. Parmi les gènes affectés, plusieurs sont impliqués dans la 

virulence, tels que les gènes contrôlant la production d'alginate et l'homéostasie du fer 

(Antunes & Ferreira 2011). 

III. Les antibiotiques 

1. Définition 

Le terme antibiotique, issu du grec anti-biotikos qui signifie contre la vie, est utilisé 

pour la première fois en 1889, en référence à une substance synthétisée par un organisme 

pour détruire un autre (Muylaert & Mainil, 2012). Plus récemment, il a été défini comme 

étant une substance d’origine biologique ou de synthèse qui agit sur les bactéries. Cette 

molécule entre en interaction avec l’un de leurs processus cellulaires indispensables à la 

vie. Cette interaction peut conduire soit à la destruction de la cellule bactérienne (effet 

bactéricide) soit à l’inhibition de sa croissance (effet bactériostatique) (Demay, 2023). 

2. Mécanisme d’action des antibiotiques 

Les antibiotiques agissent sur les bactéries en interférant avec différents niveaux du 

métabolisme cellulaire (Figure 04). Selon le type de molécules, on peut distinguer les 

antibiotiques qui inhibent la synthèse protéique, l’inhibition de la synthèse du 

peptidoglycane, l’inhibition de la réplication de l’ADN… (Bedrane et al., 2020).
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Figure 04. Modes d’action des antibiotiques (Koullikoff, 2017). 

3. Classification des antibiotiques 

Plusieurs modèles de classification des antibiotiques sont adoptés en se basant sur 

différents critères (L’origine, le mode d’action et la structure chimique) (Adzitey, 2015). 

3.1.  Selon l’origine 

Les antibiotiques peuvent être classés selon leur origine en deux catégories. 

- Les antibiotiques dits naturels : sont des molécules élaborées principalement par 

les microorganismes et qui n’ont subi aucune modification (Ex. Streptomycine) (Kichou et 

al., 2020). 

- Les antibiotiques dits synthétiques ou semi-synthétiques : sont des molécules 

produites par synthèse chimique ou qui ont subi de modifications chimiques de leur 

structure moléculaire après leur sécrétion par les microorganismes (Ex. Ciprofloxacine) 

(Kichou et al., 2020). 

3.2.  Selon le mode d’action 

  La classification des antibiotiques selon le mode d’action est représentée dans le 

(tableau 01). 
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Tableau 01. Classification des antibiotiques et leur mode d’action (Domínguez & 

Meza-Rodriguez, 2019). 

Classe d’antibiotique Antibiotiques Mode d’action 

Bêtalactamines Pénicilline 

Céphalosporines 

Carbapénèmes 

Monobactames 

Inhibition de la synthèse de 

peptidoglycane 

 

Aminoglycosides Amikacine 

Gentamicine 

Kanamycine 

Streptomycine 

Tobramycine 

Inhibition de la synthèse 

protéique 

Fluoroquinolones Ciprofloxacine 

Ofloxacine 

Levofloxacine 

Sparfloxacine 

Inhibition de la réplication 

d'ADN 

 

 

 

Glycopeptides Vancomycine 

Teicoplanine 

Inhibition de la synthèse de 

Peptidoglycane 

Macrolides Erythromycine 

Clarithromycine 

Azithromycine 

Inhibition de la synthèse 

protéique 

Tétracyclines Tétracycline 

Doxycycline 

Minocycline 

Tigecycline 

Inhibition de la synthèse 

protéique 

Rifamycines Rifampicine Inhibition de la synthèse d'ARN 

Inhibiteurs de Folate Trimethoprime  Inhibition de la synthèse d'acide  
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4. Mécanismes de résistance aux antibiotiques 

Les bacilles à Gram négatif peuvent déclencher plusieurs mécanismes leur 

permettant de résister à l’action des antibiotiques (Figure 05) (Koné, 2023). 

 

Figure 05. Mécanismes de résistance aux antibiotiques (Venter, 2019). 

Cette résistance peut être d’origine intrinsèque faisant partie du patrimoine 

génétique habituel de l’espèce ou acquise (Figure 06) soit par mutation soit par 

l’acquisition de gènes de résistance, symbole du pouvoir adaptatif des bactéries aux 

conditions de stress (Mekadem et al., 2023). Ces mécanismes sont codés par des gènes qui 

peuvent être portés sur différents types de supports génétiques, à savoir le chromosome 

bactérien ou les éléments transférables dont, les plasmides (Coulibaly, 2022), les intégrons 

(Aiche, 2022) et les transposons (Zidouh & Arsalane, 2019). 
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 Figure 06. Mécanismes moléculaire de l’acquisition de la résistance aux 

antibiotiques (Muylaert & Mainil, 2012). 
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1. Cadre d’étude 

Il s’agit d’une étude multicentrique réalisée durant la période allons du 29 Janvier 

jusqu’à 07 Mars 2024, visant les souches de BGN isolées au niveau de plusieurs 

laboratoires dans la région de Khenchela, les établissements concernés sont : 

 Laboratoire Elhikma Khenchela. 

 Laboratoire Eltawfik Khenchela. 

 Laboratoire Ibn-Sina Khenchela. 

 Laboratoire d’exploration biologique clinique Elwalid Kais. 

 Laboratoire Chelia Kais. 

2. Echantillonnage 

Les souches ont été isolées à partir de prélèvements des différents produits 

pathologiques (Urines, pus, spermes et abcès hépatiques). 

3. Isolement et identification  

L’identification des isolats comporte une série d’étape, les souches isolées sur 

milieu Mac Conkey (Annexes 01) ont été identifiées par des techniques microbiologiques 

conventionnelles (Coloration de Gram, Test d’oxydase, Galerie classique et Galerie API 

20
E
).  

3.1. Coloration de Gram 

La coloration est réalisée en plusieurs étapes. La coloration primaire se fait par le 

violet de gentiane pendant 60 secondes. Cette étape est suivie par un mordançage à lugol 

pendant une minute, puis une décoloration à l’éthanol 70%, cette étape est suivie d’une 

deuxième coloration à la fuchsine pendant 60 secondes. Un rinçage à l’eau distillée a été 

effectuée après chacune des étapes citées. 

L’observation microscopique se fait avec une goutte d’huile à immersion sous 

objectif x 100. Les bactéries à Gram négatif apparaissent colorées en rose.  

3.2. Test d’oxydase 

Ce test permet la mise en évidence d’une enzyme : la phénylène diamine oxydase 

des bactéries aérobies strictes, dans notre cas, ont à utilisé ce test pour faire un 

diagnostique différentiel d’un côté entre les entérobactéries (oxydase-) et Pseudomonas 

spp et Acinetobacter spp d’un autre côté (oxydase+). Ce test a été réalisé en ajoutant un 

disque d’oxydase à une suspension bactérienne. Le test positif se manifeste par l’apparition 

d’une couleur violette sur le disque utilisé. 
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3.3. Identification par la galerie API 20
E
 

Principe  

API 20
E
 est un système standardisé pour l'identification des Enterobacteriaceae et 

autres bacilles à Gram négatif, comprenant 20 tests biochimiques miniaturisés ainsi qu'une 

base de données. 

Les réactions produites pendant la période d’incubation se traduisent par des 

virages colorés spontanés ou révélés par l’addition des réactifs. 

 Techniques  

La galerie a été déposée aseptiquement dans une boite d’incubation dont les 

alvéoles ont été préalablement inondés par de l’eau distillée stérile afin de créer une 

atmosphère humide, puis elle a été inoculée par une suspension bactérienne préparée dans 

de l’eau physiologique à partir d’une culture pure et jeune (18-24 h) conformément aux 

recommandations du producteur. 

Lecture et interprétation  

Après 18-24 h d’incubation dans une température de 37 °C, la lecture et 

l’interprétation a été effectuée via l’algorithme API Web BioMérieux®.  

4. Conservation des souches 

Après identification, les isolats ont été conservés à -80 °C dans du BHIB additionné 

de 30% de glycérol conformément à la norme NF EN 12353 comme présenté dans la 

(Figure 07) (Boutarfi, 2021). 

 

Figure 07. Représentation schématique du protocole de la conservation à -80 °C (Allion et 

al., 2004). 

5. L’antibiogramme 

Principe 

L’antibiogramme est un test qui permet d’évaluer le niveau de sensibilité d’une 

souche bactérienne vis-à-vis d’une gamme d’antibiotique préalablement sélectionnée. 

Cette technique se base sur la diffusion de l’antibiotique contenu dans le disque dans un
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 milieu gélosé de type Mueller-Hinton préalablement ensemencé par écouvillonnage d’une 

suspension bactérienne ajustée à une densité de 0,5 McFarland (CLSI, 2022). 

La sensibilité des isolats vis-à-vis des antibiotiques suivantes : Amoxicilline , 

Amoxicilline + Acide clavulanique, Ticarcilline, Piperacilline, Céfazoline, Céfoxitine, 

Céfotaxime, Imipenème, Gentamicine, Sulfaméthoxazole + triméthoprime, Amikacine, 

Chloromphénicol, Acide nalidixique, Furanes, Ciprofloxacine, Fosfomycine, Colistine, a 

été testées par la technique du diffusion sur milieu gélosé (Mueller-Hinton) conformément 

aux recommandations du CLSI (Clinical and laboratory standard institute) (CLSI, 2022). 

Pour s’assurer que la diffusion des disques se fait dans des conditions optimales, la gélose 

Mueller-Hinton doit être coulée en boîtes de Pétri sur une épaisseur de 4 mm et séchée 

avant l’emploi. 

Préparation de l’inoculum 

L’inoculum est préparé dans 5 ml d’eau physiologique stérile à partir d’une culture 

pure et jeune (18-24 h) sur le milieu d’isolement Mac Conckey avec une opacité 

équivalente à une 0.5 McFarland. 

Ensemencement des boites 

Les boites sont ensemencées par écouvillonnage en frottant l’écouvillon sur la 

surface du milieu en stries serrées. L’opération est répétée trois fois, en tournant la boîte de 

60 °C afin d’avoir une culture en tapis homogène. 

Application des disques d'antibiotiques 

Les disques d’antibiotiques correspondants ont été appliqués à l’aide d’un 

distributeur à raison de 06 disques par boite.  

Lecture et interprétation 

 Après une incubation à 37 °C pendant 18-24 h, les diamètres des zones d’inhibition 

provoquées par les disques d’antibiotique ont été mesurés avec précision à l’aide d’un pied 

à coulisse et comparés aux valeurs critiques du CLSI afin de les classer dans l’une des trois 

catégories sensible S, résistant R ou intermédiaire I. 

6. Évaluation de l’aptitude de formation de biofilm 

6.1. Méthode de Rouge Congo Agar (RCA) 

Cette méthode, a était décrit par Freeman et al. (1989) et consiste à déterminer 

qualitativement le pouvoir de production de biofilm en se basant sur la spécificité de 

l’interaction du rouge Congo avec la matrice de composent extracellulaire qui donne une 

couleur noire caractéristique des colonies formatrices de biofilm.
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Les isolats ont été ensemencés par stries sur gélose rouge Congo. Cette dernière est 

préparée par l’addition de 50 g/l de saccharose et de 0,08 % de rouge Congo dans un 1 L 

de BHIA.  

La lecture des résultats est effectuée après incubation à 37 °C pendant 24 heures. La 

formation d’un biofilm s’est traduite par l’apparition des colonies noires qui indiquent une 

forte production de biofilm, contrairement aux colonies rouges qui signifient une faible 

production de celui-ci, voire le non formation de biofilm. (Afreenish et al., 2011). 

6.2. Méthode de tube (TM) (Modifier) 

Dans la présente étude, une légère modification à été apporté à la technique décrite 

par O’Toole (2011). 

Cette méthode se base sur le pouvoir d’adhésion des bactéries à un support en verre 

(la paroi des tubes à essais). Cette technique est réalisée en cultivant une colonie de la 

souche étudiée pendant 18 heures dans 5 ml du BHIB (Bouillon Cœur-cervelle) à une 

température de 37 °C. Après l’incubation, les tubes ont fait l’objet de trois lavages 

successifs à l’eau physiologique. Puis, les tubes ont été colorés au cristal violet 0,1 

% pendant 15 min. Cette coloration est suivie d’un deuxième lavage afin d’éliminer le 

surplus du colorant. Après séchage à l’aire libre 5 ml d’acide acétique 30 % ont été ajoutés 

dans l’objectif de dissoudre le colorant incorporé au film bactérien adhérent à la paroi du 

tube.  

Une lecture de l’absorbance de la solution de cristal violet dissous dans l’acide 

acétique à une DO 570 nm contre un témoin (acide acétique à 30%) nous a permis de 

classer nos isolats en trois catégories selon leur pouvoir adhésif. 

6.3. Technique de microplaque 

10 μL d’une culture jeune de (18- 24 h) dans du BHIB ont été ajoutés au puits 

d’une microplaque de titration préalablement remplie de 160 μL de BHIB stérile à raison 

de trois répétitions pour chaque souche. Après une incubation de 18-24 h à une 

température de 37 °C, la microplaque a subi trois lavages successifs dans des bacs remplis 

d’eau, suivie d’une coloration au cristal violet 0,1 % pendant 15 min. Le surplus de 

colorant a été éliminé par une deuxième série de lavages. Enfin, une lecture de 

l’absorbance de la solution de cristal violet dissous dans l’acide acétique à une DO 570 nm 

sur un lecteur de microplaque de type Biotek instrument ELX 800 (Photo 01) contre un 

témoin nous a permis de classer nos isolats en trois catégories selon leur pouvoir adhésif. 

(Thibeaux et al., 2020). 
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Photo 01. Lecteur de microplaque. 

7. Étude statistique 

L’analyse statistique, y compris la corrélation, a été réalisée à l’aide du logiciel 

IBM SPSS Statistics®. 

Les corrélations positives ont été définies comme très faibles (0.00-0.19), faibles 

(0.20-0.39), modérées (0.4-0.59), fortes (0.60-0.79), ou encore très fortes (0.80-0.99).
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1. Répartition des isolats en fonction de l’espèce  

Durant notre étude, un total de 100 souches ont été isolées à partir de différents produits 

pathologiques, dont E.coli a été la plus fréquamment isolée (64%) suivie de K. Pneumoniea 

(23%).Cependant, les autres BGN ont été moins impliquées dans les infections qui ont fait 

l’objet de notre étude, leurs taux d’isolement varient entre 6% pour P. aeruginosa jusqu’à 2% 

pour Entérobacter spp (Figure 08), Haber et al. (2007) ont été rapporté que les bacilles à Gram 

négatif représentaient 88,5% des souches isolées à ne partir de personnes atteinte d’une infection 

d’origine bactériens ainsi, E. coli était l’espèce majoritairement retrouvée avec un taux de 51,6% 

suivis de P. aeruginosa (8,4%) et K. pneumoniae (5,3%). Certains des résultats annoncés par 

cette étude sont proches des nôtres. 

La fréquence d’isolement de nos souches est comparable à celle de Perrin et al. (1998) 

qui ont avancé un taux d’isolement de 60% pour E.coli, par contre ils ont trouvé d’autres espèces 

différentes de nous telles que Acinetobacter spp et Serratia… 

 

Figure 08. Répartition des isolats en fonction de l’espèce. 

2. Répartition des isolats en fonction de la nature des prélèvements 

La répartition des isolats selon la nature des prélèvements présentée dans la (Figure 09) 

montre que le prélèvement le plus trouvé était les urines, avec un taux de (90%). Suivis des pus, 

des prélèvements de sperme et des abces hépatiques dont les BGN sont beaucoup moins 

impliqué. Nos résultats sont en accord avec ceux rapportés par Canton et al. (2008) qui  

signalent que la majorité des souches d’entérobactéries proviennent des urines.

64% 

23% 

5% 2% 6% 

E.coli K.pneumoniea Proteus spp Enterobacter spp P.auruginosa
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Les prélèvements urinaires viennent en tête des prélèvements. Il a été montré que 

l’infection urinaire est très fréquente dans le milieu communautaire (Aspevall et al., 2001). 

Ainsi, différents facteurs favorisant le développement d’une infection urinaire sont ; la 

grossesse, le diabète, l’anomalie congénitale ou fonctionnelle du tractus urinaire. (Aspevall et 

al., 2001). 

 

Figure 09. Répartition des isolats en fonction de la nature des prélèvements. 

3. Répartition des isolats selon le sexe 

Dans notre étude, on a observé une nette prédominance du sexe féminin de 72% 

(Tableau 02) dont le rapport de masculinité (Sexe Ratio) a été de 0,388 [Sex-Ratio=M/F= 

28/72=388], ce qui est nettement inférieur au principe de Fisher (Hamilton, 1967 ; Charlat et 

al., 2007). Ceci peut être expliqué par le taux très important des échantillons d’urine par rapport 

aux autres types de produits pathologiques étudiés. 

Deltourbe et al. (2022) Ont été rapportés que les maladies infectieuses, les infections des 

voies urinaires présentent l’une des disparités les plus importantes entre les sexes, les femmes 

préménopausées étant 20 à 40 fois plus susceptibles de souffrir d’une infection urinaire que les 

hommes du même âge. Cela peut être attribué aux différences anatomiques entre les deux sexes.
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Tableau 02. Répartition des isolats selon le sexe. 

Sexe Effectifs Pourcentage 

Masculin 28 28% 

Féminin 72 72% 

Totale 100 100% 

 

4. Répartition des isolants selon l’âge  

La répartition des isolats en fonction des tranches d’âge (Figure 10) révèle que les sujets 

les plus touchés sont les personnes âgées de 26-65 ans avec un taux de 46%. Ce taux diminue 

pour atteindre 25% pour la tranche des patients les plus âgés et 20% pour les enfants. Cependant, 

seulement 5% des souches isolées proviennent de chez les nourrissons (Tableau 03). 

Tableaux 03. Répartition des isolats en fonction de l’âge. 

Tranche d’âge Effectifs Taux 

Nourrisson (0-2) 5 5% 

Enfant (2-16) 20 20% 

Jeune adulte (17-25) 4 4% 

Adulte (26-65) 46 46% 

Agé (plus de 65) 25 25% 

 

Nos résultats montrent que les adultes sont les plus touchés par les infections à BGN. 

Ceci peut être expliqué par le fait que cette tranche d’âge referme un plus grand nombre de 

personnes ce qui rejoint les résultats d’étude faite à Dakar où les auteurs ont constaté que les 

personnes les plus touchées sont âgées entre 30 et 60 ans (Dia et al.,  2015). La présente étude a 

monté 92% des sujets âgés de plus de 65 ans sont touchés par des infections d’origine urinaire, 

contre 8 % qui sont infectés à d’autres localisations de l’organisme, Eveillard (2014) suggère 

que les infections urinaires sont les infections les plus fréquemment rencontrées chez les 

personnes âgées (plus de 65) du fait de la présence de plusieurs facteurs de risque tels que la 

diminution physiologique des défenses immunitaires et les maladies sous- jacentes.



Résultats et discussion 

 

22 

 

Figure 10. Répartition des isolats en fonction de l’âge. 

5. Prévalence de la résistance aux antibiotiques 

Le test de sensibilité aux antibiotiques vis-à-vis une molécule sélectionnée arrive avec 

des taux de résistance significatif élevés vis-à-vis de certaines β- lactamines allant de 77,6% pour 

l’amoxicilline à 70,66% pour la ticarcilline et 67,64% pour la piperacilline, l’association d’AMX 

+ Ac clavulanique à l’amoxicilline permet de récupérer légèrement l’activité de ce dernier. 

Cependant, l’imipenème et la cefoxitine en conservent une activité spectaculaire vis-à-vis des 

souches isolées durant ce travail. Concernant les autres molécules testées, elle a montré une 

activité satisfaisante, allant jusque 98% pour la colistine et 92,22% pour la fosfomycine. 

Cependant, les deux souches résistantes à colistine, il s’agit d’une résistance naturelle. Tableau 
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Tableau 04. Prévalence de la résistance aux antibiotiques. 

  Sensible Intermédiaire Résistant 

Amoxicilline 20,21 2,1 77,6 

AMX+AC 

Clavulanique 

32,97 6,38 60,63 

Ticarcilline 29,33 0 70,66 

Piperacilline 32,35 0 67,64 

Cefazoline 60,91 1,14 37,93 

Cefoxitine 91,3 1,07 7,52 

Céfotaxime 82,6 1,08 16,3 

Imipenème 97,91 0 2,08 

Amikacine 75 0 25 

Gentamicine 87,36 1,05 11,57 

Fosfomycine 92,22 0 7,77 

Ciprofloxacine 69,04 11,9 19,04 

AC Nalidixique 61,79 2,24 35,95 

Furanes 84,93 0 15,06 

SXT 68,29 0 31,7 

Chloramphenicol 92,5 0 7,5 

Colistine 98 0 2 

 

Gangoue -pieboji et al. (2006) ont rapporté des taux de résistance des BGN plus élevés 

que les nôtres vis-à-vis les bêtalactamines, ces taux varient de 87% pour l’amoxicilline et 74% 

pour la piperacilline. En Algérie, l’étude menée par Souna et al. (2011) sur des entérobactéries 

d’origine hospitalière a révélé des taux de résistance aux bêtalactamines plus importants que les 

nôtres, idem pour l’amikacine et les aminosides. 
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Figure 11. Prévalence de la résistance aux antibiotiques. 

L’imipenème, la fosfomycine et la colistine semblent avoir conservé une excellente 

activité vis à-vis des bacilles à Gram négatif ce qui convergent partialement vers les 

résultats rapportés par Ebongue et al. (2015). 

6. Evaluation de la formation de biofilm 

Dans notre étude, les souches isolées ont été testées pour leur capacité à former des 

biofilms avec trois méthodes différentes. 

6.1. Technique de Rouge Congo Agar  

 Il s’agit d’une évaluation qualitative de l’aptitude de formation de biofilm. 

Ainsi, Le criblage de la production de biofilm par la méthode RCA (Figure 12, Photo 02) 

a montré que 48% souches étudiées étaient formatrices de biofilm, tandis que 52 souches 

s’est révélée incapable d’élaborer une matrice extracellulaire et par conséquent non 

formatrices de biofilm, ce qui peut être un bon indicateur de la virulence des souches 

formatrices (Roux & Ghigo, 2006 ; Irie & Parsek, 2008), ce résultat est nettement 

inférieur que rapporté Subramanian et al. (2012) ou ils ont signalé un taux de 90% de 

souches positives pour le test de RCA. 
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Figure 12. Evaluation de la formation de biofilm par Rouge Congo Agar. 

Ces résultats sont déférents de ceux de Sultan & Nabiel (2019) où ils ont rapporté 

un taux de 33% des souches productrices de biofilm contre 67% de souches non 

productrices de biofilm sur un total de 115 souches de BGN uropathogènes. Cependant, 

Ruchi et al. (2015) ont signalé un taux détection par la méthode RCA de 40.88%. 

Tableau 05. Evaluation de la formation de biofilm par Rouge Congo Agar. 

 Souches formatrices Souches non formatrices 

E. coli 39 26 

K. pneumonie  7 17 

Proteus spp 0 5 

Enterobacter spp 2 0 

P. aeruginosa 0 4 

 

Les souches E. coli et K. pneumonie étudiées dans le présent travail (Tableau 05) 

ont montré une aptitude distinguée à la formation du biofilm avec respectivement des taux 

de 60% et 29% ce qui est nettement plus élevé par rapport à une étude indienne (Ruchi et 

al., 2015) ; en Revanche, ils ont signalé qu’aucune des souches de Proteus spp n’est révélé 

formatrice, c’est le cas de notre étude. 
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Photo 02. Résultats de la formation de biofilm par RCA. 

                 A : souche formatrice de biofilm ; B : Souche non formatrice de biofilm. 

6.2. Technique des tubes 

L’évaluation du pouvoir adhésif des souches isolées sur un support en verre (paroi 

des tubes à essais) a démontré que parmi les 100 souches étudiées, 53 avaient la capacité 

d’adhérer aux parois des tubes, dont 66% étaient modérément adhérente et 33% souches 

montré une forte capacité d’adhésion (Figure 13). Une équipe de chercheurs égyptiens a 

signalé un taux d’adhésion de 40,7% des souches de BGN étudiées, dont 25% été 

qualifiées de souches fortement formatrices de biofilm (Sultan & Nabiel 2019). 

Pareillement, Niveditha (2012) ont révélé un taux de formation de 48% en utilisant la 

technique TM.  
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Figure 13. Evaluation de la formation de biofilm par TM. 

La capacité des souches à adhérer à de tels types de surface pourrait avoir un effet 

positif sur la dissémination et la propagation de ces germes dans les différents types 

d’environnement (hospitalier ou communautaire), du fait que le biofilm confère aux 

bactéries une capacité importante de persister dans l’environnement et par conséquent, est 

facilement transmissible (El khoury, 2021). 

 

Photo 03. Technique de formation de biofilm sur TM. 
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6.3. Technique de microplaque 

L’étude de l’aptitude de production de biofilm par la méthode de microplaque a 

montré que 41 des isolats étaient incapables d’adhérer au polymère de synthèse des 

microplaques (plastique), contre 38 souches qui ont dévoilé une capacité d’adhésion 

modérée alors que 21 souches étaient fortement formatrices de biofilm (Figure 14). 

 

Figure 14. Evaluation de la formation de biofilm par la méthode de microplaque. 

Nos résultats se rapprochent de ceux d’Afreenish et al. (2011) qui ont rapporté 

22% de souches frottement formatrices et 40 % de souches modérément formatrices de 

biofilm. Cependant, elles sont largement supérieures à celles de signalées par une autre 

étude qui a communiqué 26,5% de souches formatrices (Sultan & Nabiel, 2019) contre 

59% trouvés durant le présent travail. 

             L’aptitude de formation de biofilm chez les BGN apparais légèrement supérieur à 

celles des Cocci Gram positif, ceux-ci peuvent être dû à la présence de certaines structures 

sur la paroi des BGN tel que les LPS et les fimbriae qui favorisent l’adhésion initiale aux 

différents types de surfaces (Simoes et al., 2020 ; Saulou-Berion, 2009) ; cette situation a 

été signaler par plusieurs auteurs (Afreenish et al., 2011 ; Sultan & Nabiel, 2019) en plus 

(Knobloch et al., 2002 ; Mathur et al., 2006) ont rapportées respectivement 28,9 et 54% 

de taux de formation de biofilm ce qui est en discordance avec pour résultats. 
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La déférence des résultats entre les deux méthodes TM et microplaques peut dû au 

facteur type de surface qui peut influencer positivement ou négativement l’étape 

d’adhésion initiale sur laquelle repose tout le processus de formation de biofilm (Donlan, 

2002 ; Ansari et al., 2017 ; Tremblay et al., 2014). 

 

Photo 04. Technique de microplaque. 

7. Corrélation entre la résistance aux antibiotiques et la formation de biofilm 

Plusieurs études ont rapporté que la CMI des formes sessiles peut être jusqu’à 100 

fois supérieur à celle des formes planctoniques (Olson et al., 2002 ;Tremblay et al., 

2014), ce qui suggère l’existence de fortes corrélations positives entre la résistance aux 

antibiotiques et l’aptitude de formation de biofilm. 

Dans la présente étude, la matrice de corrélation (Tableau 06) entre la résistance 

aux différents antibiotiques d’un côté et la résistance aux antibiotiques et le pouvoir 

adhésif des isolats étudiés par la technique TM d’un autre côté a montré une faible 

corrélation négative, qui varie de -0,01 jusqu’à -0,3, entre la résistance au furane et la 

résistance à toutes les molécules testées sauf l’acide nalidixique, le chloramphénicol et la 

colistine, cette dernière est qualifiée de modérée. Sarkis et al. (2017) ont constaté un taux 

de résistance de 17% au furane et cette résistance a été associée à celle de certains 

antibiotiques comme la gentamicine et la SXT. Par ailleurs, la résistance à la furane a 

montré une corrélation très faible avec la formation de biofilm par les différentes souches 

étudiées.
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Amanatidou et al. (2019) ont démontré que la résistance aux bêta-lactamines étais 

fortement liée aux pouvoir de formation de biofilm chez les souches de E.coli, quant à nos 

souches la résistance aux bêta-lactamines était en corrélation très faible avec l’aptitude de 

formation de biofilm, voire négative pour la piperacilline. Pour la corrélation entre 

l’insensibilité aux autres molécules testées et la formation de biofilm, nos résultats ont 

montré une probable corrélation positive qui était qualifiée de faible. 

 

Tableau 06. Matrice de corrélations statistiques. 

  
AMX AMC TC PRL CAZ FOX CTX GN FOS CIP NA F SXT C CT TM 

AMX 1,00                               

AMC 0,70 1,00                             

TC 0,56 0,33 1,00                           

PRL 0,46 0,21 0,87 1,00                         

CAZ 0,24 0,38 0,28 0,22 1,00                       

FOX 0,06 0,15 -0,04 -0,05 0,41 1,00                     

CTX 0,08 0,21 0,01 -0,07 0,56 0,56 1,00                   

GN 0,09 0,11 -0,26 -0,26 0,16 0,20 0,25 1,00                 

FOS 0,01 0,02 0,08 -0,01 0,11 -0,01 0,20 0,23 1,00               

CIP 0,17 0,20 0,16 0,19 0,53 0,24 0,33 0,32 0,29 1,00             

NA -0,05 0,07 0,00 0,00 0,48 0,14 0,24 0,15 0,12 0,68 1,00           

F -0,30 -0,25 -0,12 -0,15 -0,20 -0,11 -0,07 -0,01 -0,05 -0,04 0,11 1,00         

SXT 0,24 0,18 0,43 0,39 0,35 0,06 0,17 -0,07 0,20 0,31 0,28 -0,05 1,00       

C -0,02 0,05 0,09 0,11 0,17 0,13 0,20 -0,07 0,23 0,15 0,07 0,09 0,13 1,00     

CT -0,12 -0,18 -0,02 -0,04 -0,13 -0,03 -0,07 -0,04 0,02 -0,08 -0,05 0,53 0,15 -0,05 1,00   

TM 0,16 0,13 0,00 -0,07 0,03 0,15 0,06 0,13 0,03 -0,06 0,00 0,16 0,10 -0,01 0,06 1,00 
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Conclusion 

Les bacilles à Gram négatif sont une catégorie importante de bactéries pathogènes 

rencontrées en milieu clinique. Parmi les plus préoccupantes figurent des espèces telles que 

Escherichia coli, Klebsiella pneumoniae et Pseudomonas aeruginosa. Ces bactéries sont 

capables de former des biofilms qui les protègent contre les défenses immunitaires et les 

traitements antibiotiques. 

Au terme de ce travail, un instantané a été développé décrivant en partie l’état 

actuel de la résistance aux antibiotiques chez les souches de bacilles à Gram négatif au 

niveau de la région de Khenchela ainsi que leur pouvoir adhésif à différents types de 

supports. Nos résultats montrent dans certains cas une possible corrélation positive entre la 

résistance à certaines molécules chimio thérapeutiques et le pouvoir de formation de 

biofilm, ce qui nous incite à la bonne pratique des mesures d’hygiène et au bon usage des 

antibiotiques afin de préserver les différentes molécules encore efficaces. 

En perspective de ce travail, il serait intéressant de pouvoir approfondir l’aspect 

moléculaire de la formation des biofilms tout en étudiant les mécanismes biochimiques et 

génétiques qui sont responsables ainsi que leur relation avec les différents mécanismes de 

résistance aux antibiotiques. Il convient également, d’élargir l’étude vers d’autres groupes 

bactériens et d’autres régions en vue d’une meilleure compréhension de ce phénomène. 

Ceci nous permettra, dans le futur, d’adapter les moyens et les protocoles de lutte contre 

les différents types d’infection d’origine bactérienne. 
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I 
 

Annexes 01. Milieux de culture utilisés 

Gélose Mac Conkey : 

Composition  

- Peptone de caséine 7g 

- Peptone de viande 3g 

- Lactose 10g 

- Mélange de sels biliaires 1.5g 

- Chlorure de sodium 5.0 

- Rouge neutre 0.03g 

- Cristal violet 0.001g 

- Agar agar 13.5g 

- pH final 7,1 

Gélose Mueller-Hinton : 

Composition  

- Infusion de viande de boeuf 3g 

- Hydrolysat de caséine 17.5g 

- Amidon 1.5g 

- Gélose 17g 

- pH final 7,4 

BHIB : 

Composition 

- Infusion de cerveau et de cœur 200 g/L 

- Peptone de soja 17.5 g/L 

- Peptone de viande 10 g/L 

- Glucose 2 g/L 

- Chlorure de sodium 5g/L 
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II 
 

- Phosphate dsodique 2.5 g/L 

BHIA : 

Composition 

- Infusion de cerveau et de cœur 200 g/L 

- Peptone de soja 17.5 g/L 

- Peptone de viande 10 g/L 

- Glucose 2 g/L 

- Chlorure de sodium 5 g/L 

- Phosphate dsodique 2.5 g/L 

- Agar 15 g/L 

Annexes 02. Antibiogramme. 

 

Annexes 03. Préparation d’un milieu de culture BHIB. 



                      Annexes                                                                                                  

 

III 
 

Annexes 04. Préparation de RCA. 

        

Annexes 05. Résultats de biofilm par RCA. 

 

Annexes 06. Résultats de biofilm en tube. 
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IV 
 

Annexes 07. Préparation de microplaque. 

  

  

  

 

 


