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Résumé 

 

       Les biofilm sont le mode de vie majoritaire pour la plupart des microorganismes. Ils 

entrainent une résistance accrue pour les antibiotiques, les désinfectants et même  les 

mécanismes de défense du système immunitaire. C’est ainsi que le traitement des infections 

liées aux biofilms par les agents antimicrobiens classiques devient de plus en plus compliqué, 

ce qui représente un sérieux problème pour la santé publique. En revanche, tant d’études, ont 

démontré la possibilité de l’exploitation de la phytothérapie comme alternative aux 

antibiotiques. Pour cela, le présent travail, consiste à  l’étude de l’activité antibiofilm de 

l’extrait aqueux des écorces du Juglans regia L. Cinq souches ont été testées pour leur 

aptitude à former des biofilm sur milieu solide par la méthode RCA, et sur milieu liquide par 

la méthode TCP. C’était avéré que, seule S. aureus ATCC 25923 est fortement formatrice du 

biofilm avec une DO égale à 3.03675. 

La réalisation d’un test par la méthode en tube a permis de déterminer la présence d’une 

activité anti-formation du biofilm et une activité dispersante à l’égard du S. aureus ATCC 

25923. 

L’activité antibiofilm de l’extrait, a été évaluée sur milieu solide par la méthode de 

diffusion sur gélose, et sur le milieu liquide par la méthode de la microtitration sur 

microplaque de 96 puits. La CMIB détectée est estimée de 52 mg / ml, et la solution mère 

permet une inhibition qui s’élève à 97.12 %. 

 

Mots clés : Juglans regia L., extrait aqueux, activité antibiofilm, Staphylococcus aureus, 

Rouge Congo, plaque de culture tissulaire. 



Abstract 

 

      Biofilms are the main mode of life for most microorganisms. They lead to increased 

resistance to antibiotics, disinfectants and even immune system defense mechanisms. Thus, 

treatment of biofilm-related infections by conventional antimicrobial agents becomes more 

and more complicated, which represents a serious health problem public. On the other hand, 

so many studies have demonstrated the possibility of using herbal medicine as an alternative 

to antibiotics. For this, the present work consists in the study of the antibiofilm activity of the 

aqueous extract of the barks of Juglans regia L. Five strains were tested for their ability to 

form biofilms on solid medium by the RCA method, and on liquid medium by the TCP 

method. It was proven that only S. aureus ATCC 25923 is strongly forming biofilm with an 

OD equal to 3.03675. 

The performance of a test by the tube method made it possible to determine the presence 

of an anti-biofilm formation activity and a dispersant activity of the extract against S. aureus 

ATCC 25923. 

The antibiofilm activity of the extract was evaluated on a solid medium by the agar 

diffusion method, and on the liquid medium by the microtitration method on a 96-well 

microplate. The CMIB detected is estimated at 52 mg/ml, and the stock solution allows an 

inhibition of which amounts to 97.12%. 

 

Key words: Juglans regia L., aqueous extract, antibiofilm activity, Staphylococcus aureus, 

Congo Red, tissue culture plate. 
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Introduction 

Les microorganismes se développent selon deux modes : la forme planctonique (libre)  

et la forme sessile représentée par les biofilms (Bellifa, 2014). 

Les biofilms sont un ensemble de microorganismes enfermés dans une couche 

d’exopolysaccharides (Bose et al., 2009). 

 La communauté scientifique a étudié les stratégies employées par les microorganismes 

pour produire des biofilms, il a été démontré que les bactéries productrices sécrètent des 

substances chimiques qui les protègent contre les agents antimicrobiens et le système 

immunitaire de l’hôte (Saito et al., 2009), ce qui a causé un problème de santé majeur vu 

qu’ils sont considérés comme l’une des principales causes de l’émergence des infections 

nosocomiales (Landini et al., 2010). 

Les techniques les plus utilisées pour étudier in vitro ce complexe mode de vie 

microbiens sont diverses, elles varient de plus simples : méthode de culture sur gélose Rouge 

Congo (RCA) (Djelloul Djaouadi, 2010), méthode sur plaque de culture tissulaire (Sultan et 

al., 2019), méthode en tube (TM) (Bellifa, 2014) ; aux plus sophistiquées : Biofilm Ring Test 

(Di Domenico et al., 2016). 

 Depuis quelques années, il est apparu qu’ils ont une importance capitale dans le milieu 

médical puisque 65 % des infections bactériennes chez l’homme impliquent des biofilms 

(Chicurel, 2000) et 80 % des infections bactériennes chroniques sont associées aux biofilms 

(Chalvet de Rochemonteix, 2009). 

D’où l’intérêt de recherche des traitements à base de la médecine alternative par l’étude 

approfondie des plantes couramment utilisées en médecine traditionnelle (Almonte-Flores, 

2015), surtout avec les coûts chers des traitements thérapeutiques et leur échec face aux 

infections dȗes aux bactéries résistantes (Toty et al., 2013).  

 L’une de ces plantes c’est Juglans regia. Linn connue pour ses propriétés anti-

infectieuses et antiparasitaires (Bussmann et al., 2020). 

Le noyer « Juglans regia. L », est une plante médicinale utilisée dans plusieurs pays et 

régions du monde, comme c’est le cas en Kabylie, où elle est allée au-delà de son utilisation à 

des fins cosmétiques jusqu’à atteindre un usage thérapeutique, notamment contre de 

nombreuses maladies de la cavité buccale d’origine infectieuse. Cela offre de nouvelles 
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perspectives dans le traitement des infections des cavités buccales dues aux bactéries 

résistantes ainsi une voie pour intégrer ce végétal dans les formulations pharmaceutiques 

comme dentifrice, bain de bouche…etc. 

Dans ce contexte, le présent manuscrit a développé deux parties, dont la première est une 

synthèse bibliographiques consacrée à la présentation de la plante Juglans regia. L, à son 

utilisation en médecine traditionnelle et enfin sur le biofilm bactérien et les méthodes d’étude 

de ce dernier. Tandis que, la deuxième partie est consacrée à l’étude de l’activité antibiofilm 

de l’extrait aqueux du noyer sur les souches bactériennes de Staphylococcus aureus ATCC 

25923. 
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I. Généralités sur les noyers 

1.1.Aperçu sur le noyer « Juglans regia. Linn » 

Les noix de Juglans regia sont appelées « le gland royal de Jupiter » selon les romain 

(Tajamul et al., 2014). 

 Juglans regia est une récolte  précieuse du fait que la noix est largement utilisée et très 

répondue (Stampar et al., 2006) , souvent connu sous le nom de « noyer persan » ou « noyer 

anglais » (Yan et al., 2019), appelé aussi : noyer blanc ou noyer commun (Taha et Al-wadaan, 

2011). 

Le noyer commun (Figure 1) est une espèce fruitière (Chadda ,2008) d’une grande 

importance pour  la gestion de l'environnement en raison de son bois de haute qualité, son 

écorce, ses feuilles et de ses fruits nutritifs (Paÿ-Dyderska ,2021). 

Les noix de cette espèce sont importantes pour la nutrition humaine car elles 

contiennent des vitamines, des protéines, des graisses et des minéraux (Gandev, 2007). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : Arbre du Juglans regia (Juglandacées), Touchétie, Géorgie (Bussman et al., 2020) 
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1.2.Classification botanique 

Le Noyer appartient à la famille des Juglandacées, qui inclut sept genres et environ 60 

espèces d’arbres (McGranahan et Leslie ,2009). Le genre Juglans comprend environ 21 

espèces différentes dont la plus connue est Juglans regia (Karimi et al.,  2010 ; Vischi et al., 

2017), ces espèces ont été regroupées en quatre sections: Trachycaryon, Cardiocaryon, 

Dioscaryon et Rhysocaryon (McGranahan et Leslie ,1991). 

La classification du noyer commun est représentée par le tableau I : 

Tableau I : classification de Juglans regia. L (Tajamul et al., 2014). 

Règne (Royaume) Plantae 

Ordre Fagales (Juglandales) 

Famille Juglandaceae 

Genre Juglans 

Espèce Juglans regia. L 

 

1.3.Répartition géographique et production 

1.3.1. Répartition géographique 

 Juglans regia est originaire d’une région qui s'étend  des moyennes montagnes d’Asie 

centrale (du Caucase au Turkestan), de l’Asie mineure, des Balkans et de l’Himalaya jusqu’à 

l’Est de la Chine (Germain, 1992).  

Juglans regia  est largement distribué dans tout le monde, il se trouve dans les régions 

modérées. La noix est cultivée commercialement dans diverses parties du monde : aux États-

Unis, l'ouest de l'Amérique du Sud, l'Asie, le centre et le sud d'Europe (Pereira et al., 2007). 

Il est actuellement  cultivé de 30 à 55° de latitude dans l'hémisphère nord en Asie, 

Europe ainsi Amérique du Nord et de 30 à 40° dans l'hémisphère sud en Australie, Nouvelle-

Zélande, Afrique du Sud, Chili et Argentine (Vahdati et al, 2019) (figure 2). 

                                                         

      Zone productrice 

de noix 

 

 

 

Figure 2 : Répartition des noix dans le monde (Germain, 1999). 
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1.3.2. Production du noyer 

Selon l’organisation des nations unies  pour l’alimentation et l’agriculture (FAO, 2016), 

la production annuelle mondiale de noix est estimée à 3,74 millions de tonnes et une valeur 

commerciale de 2,77 millions United States Dollar. Parmi les trois  plus grand pays 

producteurs de noix : La Chine, les États-Unis et l'Iran. Plus de 74,7 % de cette  production 

est assurée par les trois premiers  pays producteurs. 

En 2008, la production mondiale de noix  est estimée d’environ 1,5 × 106 tonnes 

métriques (FAO, 2008).  Les principaux exportateurs sont : Les États-Unis comme le plus 

grand exportateur puis  la France, La chine et l’inde (tableau II) (McGranahan et Leslie, 

2009). 

Tableau II : les  principaux pays exportateurs de noix et leurs valeurs d’exportation 

(McGranahan et Leslie, 2009). 

 

 

 

La Superficie mondiale récoltée de noix est de 1 863 991 ha. Cette dernière est 

réparties comme suit : la  Chine, l’Iran et les États-Unis (FAO, 2016). 

1.4.Caractéristiques morphologiques 

Juglans regia est un arbre monoïque à feuillage caduc (Maity et al., 2019) pouvant 

vivre  de 150 à 200 ans.  Ces arbres  atteignant une hauteur allant jusqu'à 25-35 m et un 

diamètre de tronc de 1,5–2,0 m. C’est une espèce exigeant la  lumière et préfère également les 

sols profonds et riches. Elles nécessitent une exposition significative au soleil pour bien 

croître (Mohni et al., 2009). 

L’écorce est blanc, argenté, mat et lisse, se crevasse avec le temps (Sabatier, 1999).  

Les feuilles ( figure 3a) sont imparipennées de 25 à 40 centimètres du long, déposées de façon 

alterne sur les rameaux, composées de 5 à 9 folioles. Les folioles terminales  étant plus 

grandes (10–18 cm du long et 6–8 cm de large) que celle de base de la feuille (de 5–8 cm de 

long) qui sont plus petites. 

Pays exportateurs Valeurs d’exportation en millions de 

tonnes (MT) 

Les Etats –unis 115000 

La France 23000 

La Chine 22000 

L’Inde 17000 
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Les fleurs mâles (figure 4C) sont de 5 à 10 cm de long, regroupées  en chatons 

pendants, et les fleurs femelles sont portées en grappes terminales de 2 à 5.  

Figure 3 : (a) Feuilles de Juglans regia, (b) Fruits de Juglans regia (Delaviz et al., 2017). 

 

 

 

 

 

 

Figure 4 : (C) Fleurs femelles et chatons de noyer (fleurs mâles) (McGranahan et Leslie, 

2009). 

Les fruits (figure 3b) sont constitués de 2 parties : la partie externe qui est le brou 

verte et semi- charnue et une partie interne qui est  la  noix brune et ondulée. La graine est 

grosse et comestible, contenant une  coquille  mince à 2 valves (Tajamul et al., 2014). 

1.5.Usages traditionnels en médecine 

Juglans regia. Linn est une plante médicinale fortement utilisé en médecine 

traditionnelle pour le traitement de nombreuses maladies telles que les maladies infectieuses, 

les maladies endocriniennes :( l’anorexie, les dysfonctionnements thyroïdiens...), les maladies 

parasitaires (les helminthiases) et ainsi d’autres maladies telles que l’arthrite, l’asthme, 

l’eczéma, la scrofule, les maux d’estomac et les troubles cutanés (Taha et Al-wadaan ,2011). 

Les multiples usages traditionnels de cette espèce sont présentés dans le tableau III. 
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Tableau III : Usages de Juglans regia. L en médecine traditionnelle. 

Les différentes 

parties de l’espèce 
Juglans regia. L 

Usages traditionnels 

La plante de 
Juglans regia. L 

 Utiliser comme : 

 Remède topique pour l'inflammation cutanée et la transpiration 

excessive des mains et des pieds. 

 Remède maison courant pour le traitement de la scrofule et l'eczéma 

chronique cutanés (Voleurs et al., 1999 ; Ali-Shtayeh et al., 1999 ; 

Baytop, 1999 ; Blumenthal, 2000 ; Gruenwald et al., 2001).  

 

Les feuilles de 
Juglans regia. L 

 Traiter les démangeaisons du cuir chevelu et les pellicules, les coups de soleil et 

les brûlures superficielles ainsi comme émollient pour aider  les troubles cutanés 

(Voleurs et al., 1999; Ali-Shtayeh et al., 1999 ; Baytop, 1999 ; Blumenthal, 

2000 ; Gruenwald et al., 2001).  

 Réduire la glycémie et améliorer l’état  du diabète (Mohammadi et al., 2011) . 

 Utiliser : (Girzu et al., 1998; Mouhajir et al., 2001; Vaidyaratnam, 2005). 

 Comme antimicrobien contre les bactéries, antihelminthique, anti –

diarrhéique, anti astringent, hypoglycémiant, kératolytique, dépuratif, 

tonique et carminatif. 

 Pour le traitement : du rhume, la sinusite et les maux d’estomac. 

 Traitement de diabète, les douleurs rhumatismales et les maladies de la peau 

(Shah et al., 2013 ; Mohammadi, 2012). 

 Traitement de l'insuffisance veineuse et des symptômes d'hémorroïdes et aussi 

utiliser comme purificateur sanguin et comme un médicament antidiarrhéique et 

antiparasitaire (Moravej et al., 2016 ;  Sarahroodi  et al., 2008) .  

 

 En Turquie : L’application des feuilles fraîches sur le corps nu ou le front  afin 

de diminuer la fièvre ou le gonflement des articulations pour soulager les 

douleurs rhumatismale (Fujita et al., 1995 ; Yesilada, 2002).     

 

 Les feuilles de noyer  sont utilisées en infusion comme antidiabétique en prenant 

un verre trois fois par jour avant chaque repas. 

 un mélange d'une même quantité de feuilles sèches de noyer, d’olivier et 

d’eucalyptus comme antidiabétique à raison de prendre 3 tasses par jour, hors 

des repas (Benkhnigue et al., 2014). 

  Les feuilles sont utilisées en infusion pour traiter : la scrofule, Tuberculose, le 

rachitisme, le vermifuge, les maladies de la peau (usage externe) et les maladies 

vénériennes et les problèmes gastro-intestinaux (Batsatsashvili et al. 2017; 

Bussmann et al. 2014; 2016; 2018; Bussmann, 2017; Fedorov, 1984).                 

L'écorce, les 

branches , 

l'exocarpe du fruit 

vert immature  

 Comme miswaks pour le nettoyage des dents (Ibrar et al., 2007).. 

 En chine : pour soigner les cancers gastriques, hépatiques et pulmonaires (Liu et 

al., 2004 ; Baytop, 1999). 

 Dans les régions du nord-est du Mexique : prévenir les dommages au foie 

(Torres-gonzalea et al., 2011).. 

 

 Au Népal :   
 La pâte d'écorce pour traiter l'arthrite, les maladies de la peau, les maux 

de dents et la croissance des cheveux (Kunwar et Adhikari, 2005).  

 Les écorces pour traiter la tuberculose,  les affections cutanées, les plaies 

et les  allergies et comme anthelminthique (Kunwar et al., 2006). 

 En Pakistan : utiliser pour le nettoyage des dents (Sher et al., 2016) . 
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 L’écorce de racines est employée, en poudre, mélangée au henné, pour colorer 

les cheveux. (El Azzouzi et al., 2015). 

 Les ecorces en infusion :Pour le traitement des Plaies,l’eczéma chronique, 

Dermatomycose, les Furoncles et le Lupus (Batsatsashvili et al. 2017; Bussmann 

et al. 2014; 2016; 2018; Bussmann 2017; Fedorov 1984). 

Le noyau  En médecine iranienne : traitement des maladies inflammatoires de l’intestin 

(Kim et al., 2006). 

 En Palestine : Pour le traitement  

 Des troubles prostatiques et vasculaires (Spaccarotella et al., 2008) . 

  Du diabète et de l'asthme (Jaradat, 2005 ; Kaileh et al., 2007). 

 

Le tégument  pour cicatriser les plaies (Kunwar et Adhikari, 2005). 

La coquille  Dans la médecine traditionnelle calabraise : pour le traitement de paludisme 

(Tagarelli et al., 2010). 

  Inde : Pour serrer les dents, traiter les plaies et les coupures et la pyorrhée 

(Singh et al., 2017). 

Les noix  Dans l’ Himalaya :  Maux de dents (Bhat et al., 2015). 

 Les racines de noix : Traiter le diabète (Shah et al., 2013 ; Mohammadi, 2012). 

Les graines  Pour la stimulation de système immunitaire, la réduction du cholestérol, 

traitement de l’inflammation de la gorge  et amélioration de la santé des os (Sher 

et al., 2016). 

Les fleurs  Traitement du  paludisme et les douleurs rhumatismales (Shah et al., 

2013 ; Mohammadi, 2012). 

         Les fruits   Les fruits en décoction :  

 Pour soulager l’hypertension artérielle et les maladies cardiaques. 

 Comme bain de bouche pour traiter la gingivite (Batsatsashvili et al., 2017; 

Bussmann et al.,  2014; 2016; 2018; Bussmann 2017; Fedorov 1984). 
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II. Généralités sur les biofilms 

2.1.Historique 

Au XVII
ème

 siècle, Antonie Van Leeuwenhoek a observé pour la première fois et grâce 

à l’invention du microscope, les microorganismes de ses propres dents avant et même après 

nettoyage de ceux-ci, ces dépôts opaques sont connus aujourd’hui sous le nom de la plaque 

dentaire (Percival et al., 2011). 

Arthur Henrici, en 1933, a pu suivre l’épaississement progressif d’un dépôt de 

microorganisme dans son aquarium en faisant enfoncer des lames en verre dedans (Henrici, 

1933). 

Ensuite, en 1940,  des études ont démontré que la croissance des microorganismes 

marins est favorisée lorsqu’ils ont attaché à une surface, un phénomène connu sous le nom de 

« l’effet de bouteille » (Heukelekian et Heller, 1940). 

En 1943, Zobell remarqua que la biomasse bactérienne sous forme planctonique est 

moins importante par rapport aux bactéries attachées sur les surfaces, il a même pu mettre en 

évidence deux étapes d’adhésion : l’adhésion réversible puis l’adhésion irréversible (Zobell, 

1943). 

Cependant, il faut attendre jusqu’à 1969 pour démontrer après l’examen des filtres 

bactériens d’une usine de traitement des eaux usées par le microscope électronique à 

balayage, que les biofilms sont constitués de microorganismes hétérogènes et que la matrice 

dont ils sont enrobés est composée principalement de polysaccharides (Jones et al., 1969)  

Par la suite, en 1973, Characklis a noté la tenace et la résistance des biofilms aux effets 

antimicrobiens du chlore grâce à ses études sur les boues microbiennes dans l’eau industrielle 

(Characklis, 1973). 

En 1978, plusieurs travaux ont démontré que de nombreuses bactéries passaient la plus 

part partie de leur existence sous forme de communautés sessiles, c’est là que la première 

véritable analyse des biofilms était faite ; et c’est ainsi que le terme « biofilm » est né. Puis, et 

suite à ses études sur la plaque dentaire et les communautés sessiles dans les ruisseaux de 

montagne, Costerton a pu mettre des hypothèses sur les mécanismes d’adhésions des 

microorganismes sur les surfaces biotiques et abiotiques (Costerton et al., 1978). 

Enfin en 1995, le concept « modèle biofilm » était conçue, ce dernier est basé sur le fait 

qu’il est composé de microorganisme sous forme de microcolonies entourées des 

exopolysaccharides, entre celles-ci, se localisent des canaux d’eaux dont l’intérêt c’est la 

favorisation de l’afflux de nutriment et l’efflux de déchet (Costerton et al., 1995).  
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2.2.Définition 

Le biofilm, par convention, fait référence à une communauté multicellulaire 

microbiennes sessile (adhérée a une surface) avec un transcriptome et un phénotype modifiés, 

dont les caractères communs malgré ses variétés écologiques sont : la présence d’une matrice 

polymérique auto secrétée et la résistance aux agents antimicrobiens et les effecteurs 

immunitaires (Nuta et al., 2021). 

Les biofilms sont des écosystèmes microbiens complexes formés de microorganismes 

adhérés à une surface et enrobés dans une matrice de polymères organiques d’origine 

microbienne constituée aussi de matériaux non cellulaires (Cristaux minéraux, des particules 

de corrosion, des particules d’argile ou de limon, des composants sanguins…). Ces niches 

écologiques peuvent être homogènes, composées d’une seule espèce de microorganismes 

(biofilms des dispositifs médicaux) ou hétérogènes (biofilms des systèmes d’eau) (Percival et 

al., 2011). 

Ainsi, la définition qui peut être applicable sur tous les modèles du biofilms c’est la 

suivante : « Le biofilm représente l’ensemble des cellules microbiennes immobilisées dans 

une matrice de polymère extracellulaires agissant comme un système de fonctionnement 

indépendant et régulé de manière homéostatique » (Percival et al., 2011). 

Enfin, tous les biofilm sont caractérisés par (Goller et Romeo, 2008) : 

 La présence d’une matrice extracellulaire composée de polysaccharides, protéines et 

acides nucléiques. 

 Le développement influencé par des signaux extracellulaires environnementaux et 

cellulaires (quorum sensing). 

 Le rôle de protection des microbes qui les constituent contre les agents 

antimicrobiens thérapeutiques et désinfectants, le système immunitaire de l’hôte et 

les prédateurs. 

 

2.3.Composition des biofilms 

Le biofilm est composé principalement de microorganismes et de la matrice synthétisée 

par ces microorganismes (Costerton, 1999). 

La matrice constitue 50 à 90 % de la masse organique carbonée du biofilm, et elle 

représente un taux de microorganismes varie de 2 à 5 % selon l’espèce impliquée (Bellifa, 

2014). 
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2.3.1.  Microorganismes 

Cette communauté microbienne sessile, dite « biofilm », peut être composée d’une seule 

espèce ou de plusieurs espèces : bactériennes, fongiques, algales et protozoaires (Lock, 1993), 

et chaque groupe est sensé assurer des fonctions métaboliques données (Alnnasouri, 2010). 

Ces microorganismes ont un pouvoir d’attachement à une variété de surfaces (Akbas, 2015) 

comme les métaux, les plastiques, les tissus vivants (tissus humains, feuilles et racines des 

végétaux), les surfaces minérales (pierres, bétons). A savoir, 99 % des bactéries se 

développent en biofilm (Coghlan, 1996 ; Donlan et Costerton, 2002), elles présentent des 

caractéristiques hautement différentes par rapport à celles des bactéries libres, à titre 

d’exemple : les changement structurels (disparition des flagelles…) (Flemming, 1990 ; 

Costerton et al., 1995), la faculté de production d’exopolysaccharides, la mise en place d’un 

système de communication chimique « quorum sensing » (Parsek et Greenberg, 2000), 

l’accroissement de la résistance aux agents antimicrobiens et aux stress environnementaux par 

la transformation de certaines cellules du biofilm en formes dormantes ayant des fonctions 

vitales ralenties qui leurs permettent de s’échapper aux agressions extérieurs (Aumeran et al., 

2020). 

2.3.2. Matrice extracellulaire (MEC) 

La matrice ou la substance polymérique extracellulaire (EPS) dite aussi « slime », est 

une caractéristique commune de tous les biofilms microbiens, elle est « la maison » ou les 

cellules organisent leur vie (Flemming, 2011). La composition de la matrice varie selon 

l’espèce bactérienne et les conditions de croissance (Yannick et al., 2014). La matrice est 

constituée de polysaccharides, de protéines, des acides nucléiques, des agents tensioactifs, des 

lipides, des glycolipides et des cations (Tremblay et al., 2014) (Tableau IV) : 

Tableau IV : Composition de la matrice d’un biofilms bactériens (Muhsin et al., 2015). 

Composés Pourcentage dans la matrice (%) 

Cellules microbiennes 2-5  

Protéines 1-2  

Polysaccharides < 1-2  

ADN/ARN < 1-2  

Eau ˃ 97  

 

La substance polymérique extracellulaire est indispensable compte tenu des rôles vitaux 

qu’elle joue : 
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 Elle assure la croissance bactérienne vu qu’elle est considérée comme réservoir 

de nutriment (Vanzieleghem et Delmée, 2020). 

 Elle assure la communication entre les cellules du biofilm et leur maintenance 

(Vanzieleghem et Delmée, 2020). 

 Elle assure la protection contre la dessiccation vu son pouvoir de fixation des 

molécules d’eau par des liaisons hydrogènes (Donlan et Costerton, 2002). 

 Elle confère la résistance aux biocides par ses liaisons directes aux agents 

antimicrobiens et l’empêchement de leur pénétration (Donlan, 2002). 

 

2.4.Organisation des biofilms 

Les biofilms considérés comme une stratégie de survie, qui permet l’installation d’un 

microorganisme sur un milieu et sa colonisation (Filloux et Vallet, 2003). Ils sont des 

communautés hautement organisées et structurées, enchevêtrées dans une matrice 

extracellulaire de densité et de composition variables (Branda et al., 2005). Ils se forment 

préférentiellement dans les environnements à très fort cisaillement (milieux à écoulement 

rapide) (Donlan et Costerton, 2002).  

Dans ce contexte, le microorganisme procède à des attachements transitoires dans le but 

d’évaluer les surfaces, puis une association définitive avec la surface choisie et d’autres 

microorganismes aura lieu pour former des micro-colonies qui vont conduire à l’élaboration 

d’un biofilm (Costerton et al., 1999), chaque micro-colonie est une communauté en elle-

même. Ces micro-colonies, d’une part sont entourées de la matrice qui les confère une grande 

plasticité et d’autre part elles sont séparées par des canaux aqueux permettant l’acheminement 

de l’oxygène et des nutriments dans les parties enfouies du biofilm ainsi l’évacuation des 

déchets. Cette diffusion à travers la substance polymérique extracellulaire crie un gradient de 

nutriment et d’oxygène, où la concentration décroît de la surface vers le fond du biofilm et ça 

implique la dépendance de l’état métabolique de microorganisme de la localisation de ce 

dernier au sein du biofilm (biofilm homogène) (Filloux et Vallet, 2003), comme il peut 

argumenter la coexistence organisée de plusieurs espèces microbiennes ayant des propriétés 

métaboliques différentes mais complémentaires (biofilm mixte) (Roux et Ghigo, 2006). 

 Le processus de formation des biofilms mixtes suit des conditions bien-définies 

(Nielsen et al., 2000) telles que la fixation des cellules petites, anaérobiques à croissance lente 

en premier pour constituer la couche de base du biofilm, tandis que des cellules plus grandes, 

ayant un métabolisme aérobie et une croissance rapide se fixent tardivement formant ainsi la 
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couche superficielle. Entre ces deux pellicules, se trouvent les microorganismes  aéro-

anaérobies facultatifs (Chalvet de Rochermonteix, 2009). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Micrographie électronique à balayage d'un biofilm sur une surface métallique d'un 

système d'eau industrielle. (Donlan et Costerton, 2002). 

2.5.Etapes de formation du biofilm 

La formation des biofilms (figure 6) est stimulée par un ensemble des signaux 

extracellulaires provenant de divers sources externes, cette signalisation régule les voies 

métaboliques pour initier la création d’un biofilm (Lopez et al.,  2010), comme elle est 

dépendante de l’expression de quelques gènes spécifiques (Okada et al., 2005). Ce processus 

de développement du biofilm est complexe mais la communauté scientifique le décrit 

généralement en cinq étapes (Percival et al., 2011). 

 

Figure 6 : Formation d’un biofilm bactérien (Lebeau et Ghigo, 2012). 
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2.5.1. Développement de film de conditionnement et effets de substrat 

La mise en place d’un film conditionnant (film primaire), se fait suite à l’exposition de 

la surface à un milieu liquide ce qui permet l’adsorption de plusieurs molécules du faible 

poids moléculaire telles que les molécules hydrophobes, les polysaccarides complexes, les 

glycoprotéines, les lipides (Squinazi, 2013), qui sert du substrat pour les microorganismes qui 

vont se fixer plus tard (Branger et al., 2007). La composition du film du conditionnement est 

complexe et entraine une modification chimique de la surface d’origine, influençant ainsi le 

taux et l’étendue de l’adhésion microbienne (Percival et al., 2011). 

2.5.2. Mouvement des microorganismes de la surface  

Le transport des microorganismes (et même de nutriments) à proximité de la surface est 

dȗ à la dynamique des fluides par deux types de mécanismes : 

 Passif (Banks et Bryers, 1992) :  

 Le transport de masse, les effets thermiques (mouvements browniens, diffusion 

moléculaire). 

 Le transport gravitationnel (décantation différentielle, sédimentation) (Characklis, 

1981 ; Walt et al., 1985). 

 Actif : Le déplacement par les appareils de motilité microbienne grace aux pili 

et les flagelles (Bryers, 1987).  

2.5.3. Adhérence  

L’adhérence ou l’adhésion passe par deux étapes (Zobell, 1943) : 

 L’adhésion réversible : fait référence à la fixation initiale et faible des cellules 

microbiennes à une surface (Rittman, 1989). 

 L’adhésion irréversible : Suite à une liaison permanente des microorganismes 

à une surface par les adhésines bactériennes (Wittaker et al., 1996) qui se lient aux récepteurs 

spécifiques sur le substrat (Marshall et al., 1971). 

2.5.4. Croissance et maturation du biofilm 

Généralement, la croissance du biofilm est décrite comme une série d’étapes discrète 

dans un cycle de vie (Stoodley et al., 2002). Elle se traduit par l’augmentation de l’épaisseur 

et la formation d’un film tridimensionnel (Costerton et al., 1995), le biofilm grandit jusqu’il 

sera macroscopique en conditions optimales (Alnnasouri, 2010). Après leur adhésion 

irréversible, les bactéries se multiplient en utilisant les nutriments présentant dans le film de 

conditionnement et l’environnement liquide pour former des microcolonies (Goetez et al., 

2016) qui vont recouvrir toute ou une partie de la surface (Bellifa, 2014). 
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La maturation du biofilm, est marquée par la production d’exopolymères (Alnnasouri, 

2010) et la mise en place des canaux aqueux et des pores entre les microcolonies  pour 

véhiculer l’oxygène et les nutriments indispensables pour la croissance des microorganismes 

ainsi l’élimination des déchets (Filloux et Vallet, 2003). Cette matrice permet l’enracinement 

des biofilms et sa protection contre tout type d’agressions extérieurs : mécaniques, physiques, 

chimiques et cellulaires (Mogha et al., 2014). 

2.5.5. Dispersion 

La dispersion est l’étape ultime de formation d’un biofilm (Tremblay et al., 2014). Elle 

aura lieu quand la densité bactérienne sur la surface est très élevée (Kaplan, 2010). Ce 

phénomène est déclenché en réponse aux conditions défavorables du milieu (Parot, 2007). 

La dispersion se fait par deux façons : 

 Détachement actif : suite à quelques actions intrinsèques : dégradation de la matrice, 

modification de la surface des bactéries (Aumeran et al., 2020). 

 Détachement passif : par l’un de ses trois modes : érosion, abrasion ou desquamation 

(Lebeaux et Ghigo, 2012 ; Mogha et al., 2014). 

 

2.6.Quorum sensing (QS) 

2.6.1. Définition 

Le quorum sensing est un mécanisme de régulation des gènes, basé sur la densité 

cellulaire et l’environnement extracellulaire ; autrement dit, est un système de communication 

entre les bactéries. Il repose sur la sécrétion d’un peptide auto-inducteur (PAI) dans le milieu 

extérieur. Ce dernier s’accumulent pour atteindre une concentration seuil qui permettre 

l’expression de certaines gènes simultanément chez toute la population bactérienne 

(Zimmermann-Meisse, 2016). 

2.6.2. Molécules impliquées dans le quorum sensing 

Les molécules impliquées dans le QS sont dépendante de type de bactéries présentant 

dans le biofilm (Irie et Parsek, 2008). Généralement, les molécules de signalisation utilisées 

par les Gram négatif sont les acylhomosérines lactones (AHL) (Figure 7A) (Mion et al., 

2019), par contre , les bactéries Gram positif utilisent des peptides autoinducteurs (AI) (Figure 

7B), dont la taille se varient de 5 à 87 acides aminées. A l’intérieur du biofilm, il y a une 

ségrégation spatiale des molécules de QS suite à leur dégradation par des enzymes (Irie et 

Parsek, 2008). 
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Figure 7 : Les molécules de signalisation impliquées dans le quorum sensing : (A) 

Acylhomosérines lactones (les pentagones rouges) pour les Gram négatif ; (B) les peptides 

autoinducteurs (Les octogones violets) pour les Gram positif (Wai-Leung et Bonnie, 2009). 

2.6.3. Rôle de quorum sensing 

Le quorum sensing joue des rôles capitaux dans la vie du biofilm tel que : 

 La régulation de la physiologie du biofilm (modulation de la population, contrôle de 

l’épaississement du biofilm) par l’initiation des phénomènes de dispersion. 

 La répression et expression de certains caractères : motilité, facteurs de virulence 

extracellulaires (Irie et Parsek, 2008). 

 La protection vis-à-vis les agressions de l’environnement : les rayons ultraviolet (UV), 

les variations du pH et d’osmolarité, la prédation, les agents antimicrobiens (Ceri et al., 1999). 

 

D’ailleurs, l’altération du mécanisme du QS peut conduire à (Irie et Parsek, 2008) : 

 Des modifications phénotypiques des microorganismes du biofilm (augmentation de 

sensibilité à des antibiotiques et aux antiseptiques). 

 Anomalies dans le cycle du développement du biofilm (étapes de formation et de 

dispersion du biofilm). 

 

2.7.La résistance des biofilms aux agents antimicrobiens  

Les cellules sessiles sont 10 à 1000 fois résistantes à l’action des agents antimicrobiens 

par rapport aux cellules planctoniques de même espèce (Ghada, 2018), ainsi à la réponse 

immunitaire de l’hôte ; cette persistance se présente dans l’efficacité de la phagocytose qui 

diminue en présence d’un biofilm (Allison et al., 2018). 

La résistance des biofilms (figure 8) est liée aux : 

 Propriétés physiologiques des microorganismes modifiées par les conditions de vie du 

biofilm comme : l’hétérogénéité et l’accès aux nutriments (Roux et Ghigo, 2006) et 
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l’oxygène, puisqu’il y a des antibiotiques qui exigent sa présence pour qu’ils seront 

actifs (Zabinski, 1995). 

 Modifications des propriétés phénotypiques de quelques gènes de résistance qui 

s’activent en basses concentrations d’oxygène (Drenkard, 2003). 

 Propriétés pharmaceutiques des agents antimicrobiens altérées en présence du biofilms 

et la diminution de leur efficacité (Utili, 2007). 

 A la résistance acquise par une minorité des cellules formant le biofilm qui ont déjà 

subi l’action de l’antibiotique (Singh et al., 2009). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8 : Hypothèses expliquant le phénomène de tolérance du biofilm vis-à-vis des biocides 

(antibiotiques et antiseptiques) (Lebeau et Ghigo, 2012). 

La récurrence des maladies infectieuses et l’augmentation de la résistance des bactéries 

aux antibiotiques représentent un danger pour la population mondiale (Jafri et al., 2014) et 

compliquent de plus en plus le traitement des infections par les antibiotiques (Achmit et al., 

2021) ; c’est pourquoi, le développement d’un nouveau mode d’action ou une nouvelle 

stratégie pour combattre les infections associées aux biofilms est indispensables (Jafri et al., 

2014). 
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III. Techniques d’étude des biofilms 

La production de biofilm a été détectée  par quatre méthodes différentes incluant : 

méthode de Plaque de culture tissulaire  (TCP), méthode en Tube (TM),  culture sur milieu 

rouge Congo (RCA) et le Biofilm Ring Test (BFRT).  La méthode en tube (TM)  était 

supérieure au CRA dans la détection des biofilms et démontre de meilleurs résultats de 

sensibilité et de spécificité. 

3.1.Méthode sur plaque de culture tissulaire « Tissue Culture Plate » (TCP) 

ou (TCPM) 

             TCP est la technique idéale utilisée pour détecter la formation du biofilm (Sultan et 

al.,  2019), décrite par Christensen et al. Elle permet une évaluation quantitative de la 

production du biofilm sur des microplaques à 96 puits par mesure de  sa densité optique 

(figure 9) .Ces microplaques sont en  polystyrène (Zatout et al., 2020). 

        A partir d’une culture de 18 à 24 h des suspensions bactériennes  dans 10 ml de 

bouillon trypticase soja avec 1 % de glucose, remplir tous les puits par 200μL de cette 

suspension préparée (trois puits pour chaque isolat) à l'aide d'une micropipette. De même, des 

organismes témoins positive et négative ont été placés dans les puits et  aussi trois puits avec 

du bouillon BHIB seul  utilisé comme contrôle négatif  puis  incubation des microplaques à 

37°C pendant 24 heures. 

           Le lendemain, la plaque a été frappée légèrement à petits coups répétés pour enlever et 

éliminer l’excès de tous les puits suivi  d’un lavage avec 200μL du tampon phosphate salin 

(PBS) répété 3 fois pour retirer toute les bactéries libres et laisser sécher pendant 30minutes. 

          Ensuite, une coloration est faite avec du Cristel violet à 0,1 % pendant 30 minute. Après 

demi heure,  un deuxième lavage a été réalisé avec de l'eau déminéralisée (Panda et al., 2016 ; 

Christensen et al., 1985 ; Bose et al., 2009 ; Bakir et al., 2016). 

           Enfin, ajouter 200 µl de l'éthanol à 95 % pendant 15 min (Benbrahim et al., 2021), puis 

lire la plaque à l’aide d’un lecteur ELISA à une longueur d'onde  de 570 nm  dans le but de 

mesurer  l'absorbance de chaque puits (DO) (Panda et al., 2016 ; Christensen et al., 1985 ; 

Bose et al., 2009 ; Bakir et al., 2016).  

La formation du biofilm est estimée par la comparaison des DO par rapport à la DO du 

contrôle négatif (témoin), puis ils seront classés selon Vuotto et al, (2017) comme suit : Non  
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formatrice du biofilm : DO <DOC ; Faiblement formatrice du biofilm : DOC < DO <2× DOC ; 

Modérément formatrice du biofilm : 2×DOC < DO<4×DOC ; Fortement formatrice du biofilm 

: 4×DOC < DO. 

. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9: Formation du biofilm en microplaque (la méthode de TCP) (Bellifa, 2014). 

3.2.Méthode en tube (MT)  

Cette méthode permet la détection de la formation du biofilm.  

Des colonies bactériennes ont été ensemencées dans  des tubes contenant 10 ml de 

bouillon trypticase soja additionné de 1 % du glucose avec un tube témoin, puis tous les tubes 

sont incubés à 37°C pendant 24 heures. 

 

Les tubes vont subir les étapes suivantes : (Ruchi et al., 2015 ; Bose et al., 2009 ; 

Christensen et al., 1982 ). 

 Lavage avec du Phosphate-buffered saline (PBS)  trois fois  et séchage. 

 Coloration au  Cristel violet (CV) à 0,1 %. 

 Deuxième lavage avec de l'eau déminéralisée. 

La formation du biofilm est considérée comme positive lorsqu’un film visible 

recouvre le puits et le fond du tube et elle est qualifiée du négative s’il y a apparition d’un 

anneau à l’interface de l’air liquide (figure 9) (Ruchi  et al., 2015 ; Bose  et al., 2009 ; 

Christensen  et al., 1982 ). 
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Figure 10 : Evaluation de la production du biofilm par la méthode TM : (A) Souche 

formatrice du biofilm ; (B) Souche modérément formatrice du biofilm ; (C) Souche non 

formatrice du biofilm ; (T) Témoin (Bellifa, 2014). 

3.3.Culture sur Rouge Congo Agar (RCA) 

Cette culture est décrite  par Freeman et al, elle permet  la détermination qualitative de 

la production de biofilm (Freeman et al , 1989).  

La gélose au rouge Congo est  composée de 3,7 g/l du bouillon d’infusion cœur-

cervelle (BHI), 50 g/l de saccharose, 10 g/l d'agar g/l) et  0,8 g/l de rouge Congo. Ensuite la 

solution  du Rouge Congo préparée est autoclavée  à 121°C pendant 15 minutes (Sultan et al., 

2019). Ensemencement des cultures bactériennes sur la gélose rouge Congo par stries. La 

lecture des résultats est effectuée après incubation à 37°C  pendant 24 heures en observant 

l’apparence des colonies.  

La formation d’un biofilm est traduite par l’apparition des colonies noires qui indique 

une forte production de «slime», contrairement aux colonies rouges qui signifient une faible 

production de ce celui-ci et donc la non formation du biofilm (Mathur et al., 2006). 

 

3.4.Biofilm Ring Test  

La méthode du biofilm Ring Test est plus rapide et plus précise (Di Domenico et al., 

2016). 

C’est une nouvelle technique utilisée pour l’évaluation  de la  formation du biofilm, 

réalisée en microplaques à 96 puits en polystyrène (Olivaresa et al., 2016) , il  ne nécessite 

pas une  étape de lavage ou de coloration. 

Son principe est basé sur la mesure de l’immobilisation des  microbilles magnétiques 

ajoutées  à une suspension bactérienne au fond des puits de la microplaque. Après les puits 

sont soumis à une aimantation (figure 11) (Chavant et al., 2007; Sulaeman et al., 2010).  



Chapitre III                                                                              Techniques d’étude des biofilms 

 

 

21 

 La solution de toner (TON005) contient 1 à 3 μm de billes magnétiques chargées 

négativement qui seront mélangée avec une suspension bactérienne (107 bactéries/mL). 

Ajouter 200μl de ce mélange dans les puits de la microplaque puis  incuber à 37°C. 

 Recouvrir les puits avec quelques gouttes de l’huile opaque inerte (liquide de 

contraste) utilisée pour la lecture de la plaque, puis scanner avec le lecteur de plaque pour 

avoir une  image. 

Ensuite, placer la microplaque  sur l'aimant pendant 1 min et scanner une deuxième 

fois pour avoir une image. 

Expression de la capacité d'adhésion de chaque souche par le Biofilm Index (BFI) 

compté par le logiciel en comparant les  2 images scannées (Liesse Iyamba et al., 2012). 

En cas de la non formation du biofilm, il y aura apparition d’un spot visible dȗ à la 

migration des microbilles sous l’influence du champs magnétique lors de l’aimantation 

(Liesse Iyamba et al., 2012). 

 En présence du biofilm, les microbilles sont piégées par les cellules et elles 

n’arrivent pas  migrer au centre des puits lors de l’aimantation donc la formation du spot au 

centre des puits n’aura pas lieu (Chavant et al., 2007). 

Figure 11 : Le principe de Biofilm Ring Test (Perrin, 2009).
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I. Matériel et méthodes  

     Le stage pratique a été réalisé au laboratoire de recherche de microbiologie de la faculté 

des sciences biologiques et sciences agronomiques à l’université Mouloud Mammeri Tizi-

Ouzou. La présente étude a pour but l’évaluation de l’activité antibiofilm de l’extrait aqueux 

des écorces du noyer. Le travail expérimental, peut être résumé en trois grandes étapes : 

l’extraction puis la détermination et l’estimation de l’activité antibiofilm du produit à tester. 

1.1.Matériel 

1.1.1. Matériel biologique 

 Le matériel végétal : est représenté par les écorces de Juglans regia. L recueillis au mois de 

Mars 2022 au niveau  de la daïra de Maatkas située à 20 Km de sud-ouest de Tizi-Ouzou sur 

620 m d’altitude. Sa délimitation (figure 12) est faite ainsi : du nord elle est bordée par la 

daïra de Draâ Ben Khedda ainsi par la daïra de Tizi-Ouzou du Nord-est. A l’est, elle est 

entourée par la Daïra de Ouadhia, comme elle a des limites avec la daïra de Draa el Mizan 

(Nord-ouest, ouest et sud-ouest). Et enfin, Maatkas est limitée  du sud par la daïra de Boghni.  

 

 

 

 

Figure 12 : Zone d’échantillon : la daïra de Maatkas, wilaya Tizi-Ouzou. 

 Les souches bactériennes  

  Les cinq souches utilisées appartiennent à la collection de laboratoire de Biochimie et 

biotechnologie analytique (LABAB) : 

 ATCC (American Type Culture Collection) : 

 Staphylococcus aureus ATCC 25923 

 Bacillus cereus ATCC 14575 

 Escherichia coli ATCC 25922 

 Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 

 WDCM (World Data Centre for Microorganisms) : 

 Enterococcus faecalis WDCM 00009  
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1.1.2. Matériel du laboratoire 

1.1.2.1.Appareillage et verrerie 

 Le tableau suivant représente l’ensemble des appareillages, de la verrerie et d’autre matériel 

utilisés dans cette étude : 

Tableau V : Matériel du laboratoire utilisé. 

Appareillage Verrerie Autre matériel 

- Broyeur 

- Etuve 

- Lyophilisateur 

- Balance 

- Agitateur magnétique 

- Vortex 

- Autoclave 

- Bain Marie 

-Spectrophotomètre 

- Réfrigérateur 

- Dessiccateur infrarouge 

- Bec Bunsen 

- microscope optique 

- Micropipettes 

- Micropipette multiposte 

- Lecteur ELISA 

- Centrifugeuse 

-Distillateur 

- Bécher 

- Erlenmeyer 

- Tubes 

- Flacons 

- Fiole jaugée 

- Entonnoir 

- Montre en verre 

- Eprouvette 

- Coton stérile 

- Passoires 

- Microfiltre 

- Boites Petri 

- Portoirs 

- Pinces 

- Pipettes Pasteur 

- Anse Pasteur à fil bouclé 

- Ecouvillons 

- Barreau magnétique 

- Dosettes 

- Lames, Lamelles 

- Seringue 

-les disques vierges 

- Spatule 

- Embouts jaunes et bleus 

- Eppendorfs 

- Cryotubes 

- Cuves  

- Tubes de conservation 

- Tube Falcon 

- Microplaque 

- Pissette 

 

1.1.2.2.Milieux de culture 

L’ensemble des milieux de cultures utilisés sont résumés dans le tableau suivant. 

Tableau VI : Les milieux de culture utilisés. 

Milieu de culture Utilisation 

Bouillon nutritif BHIB (Brain Heart Infusion 

Broth) 

-Repiquage des souches. 

-Gélose nutritive  (GN) -Conservations des souches 

Milieu Chapman -Vérification de la pureté de S.aureus 

Milieu ADNase -Test de l’ADNase 

Gélose Cétrimide -Vérification de la pureté de Pseudomonas 

Milieu EMB (Eosin Methylen Blue) -Vérification de la pureté d’E. coli 

Milieu BEA (Bile Esculine Azide) -Vérification de la pureté d’Enterococcus 

faecalis 

-Gélose Rouge Congo (Annexe 1) -Etude des Biofilms 

-Milieu Muller-Hinton(MH) -Antibiogramme 

-Bouillon nutritif BHIB+ Glucose  (Annexe 2) -Repiquage des souches  

-Ensemencement sur microplaque 

-Bouillon nutritif BHIB+Saccharose  (Annexe 3) - Méthode en tube (TM). 
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1.1.2.3.Réactifs et solvants 

Les réactifs et les solvants utilisés durant cette étude sont tous cités dans ce tableau. 

Tableau VII : Réactifs et solvants utilisés. 

 Produit Utilisation 

Solvants - Eau physiologique -Standardisation des     

Inoculum 

-Acide chlorhydrique HCl (1N) -Révélation de test ADNase 

- PBS (Phosphate-buffered 

saline) (0.25%) (Annexe 4) 

-Lavage de la microplaque 

 

- Ethanol CH3-CH2-OH (96%) - Etude de l’activité antibiofilm 

 

Réactifs - Cristal violet (CV) (0,1% ; 

1%)(Annexe 5) 

-Lecture de la Microplaque 

- Coloration de Gram 

- Lugol - Coloration de Gram 

-Fushine - Coloration de Gram 

- Vert de Malachite - Coloration de la spore 

- Bleu de Toluidine 

- Peroxyde d’hydrogène (H2O2) 

- Révélation de test ADNase 

- Test Catalase 

Sels -Chlorure du Sodium NaCl 

 

- Préparation de l’eau 

physiologique 

- Préparation de PBS 

 (Annexe 5) 

-Chlorure de Potassium KCl - Préparation de PBS 

-Hydrogénophosphate 

dipotassique K2HPO4 

- Préparation de PBS 

-Phosphate de Sodium 

dibasique Na2HPO4 

- Préparation de PBS 

 

1.1.2.4.Antibiotiques 

    Afin de réaliser l’antibiogramme de S. aureus, les antibiotiques ont été choisis selon leur 

disponibilité et les recommandations du comité de l’antibiogramme de la société française de 

microbiologie (CASFM) comme le montre le tableau ci-dessous : 

Tableau VIII : Les antibiotiques utilisés pour l’antibiogramme. 

Antibiotique Famille Abréviation Concentration 

Cephalothin Beta lactamine KF 30µg 

Ceftriaxone Beta lactamine CRO 30µg 

Meropenem Beta lactamine MRP 10µg 

Pipemidic Acid Quinolone PI 20µg 

Pefloxacin Quinolone PEF 5µg 
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1.2.Méthodes 

1.2.1. Revivification et vérification de la pureté des souches 

1.2.1.1.Revivification 

    Les souches ont été conservées à -10 ºC dans des cryotubes contenants du glycérol. Leur 

revivification nécessite leur décongélation à température ambiante suivie d’une incubation à 

37 ºC pendant 3 h. Par la suite le contenu de chaque cryotube est versé dans un tube contenant 

9 ml du BHIB et qui seront incubés à 37 ºC pendant 18 h. Ensuite, les cinq tubes font l’objet 

d’un repiquage bouillon / bouillon en gardant les mêmes conditions d’incubation. Après 18 h, 

un deuxième repiquage BHIB/MH (1.5 % d’agar) est réalisé et l’incubation est faite à 37 ºC 

pendant 24 H (figure 13). 

Figure 13 : Revivification de souches. 

 

1.2.1.2.Vérification de la pureté des souches  

   Le contrôle de la pureté des souches vise à démontrer l’absence de contamination par 

d’autres germes ce qui se fait conformément à la procédure suivante : 
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 Isolement 

    A partir des boites MH sur lesquelles les souches sont repiquées, des colonies ont été 

prélevées aseptiquement à l’aide d’un écouvillon stérile et ensemencées en tapis sur leurs 

milieux sélectifs : 

 S. aureus sur milieu Chapman. 

 P. aeruginosa sur la gélose Cétrimide. 

 E. coli sur milieu EMB. 

 E. faecalis sur gélose BEA. 

Après incubation à 37 ºC pendant 24 h, la pureté des souches sera vérifiée selon 

l’aspect des colonies sur leurs milieux sélectifs. 

 Examen microscopique 

 Coloration de Gram 

      Cette technique est inventée par Hans Christian Joachin Gram en 1884, elle permet de 

distinguer les bactéries par leurs aptitude à fixer le cristal violet (Gram positif) ou la fushine 

(Gram négatif). Les bactéries appartenant aux "Gram +" prenant la couleur violette et les 

bactéries dites "Gram -" apparaissent roses (Delarras, 2007). Le protocole a été optimisé 

comme suit (Collégial des enseignants de bactériologie-virologie-hygiène, 2014) (Annexe 6). 

 Coloration de la spore 

        C’est une technique permettant la visualisation des spores des souches sporulées. La 

méthode couramment utilisée c’est celle de Schaeffer-Fulton dont le principe c’est faire tacher 

la spore avec le vert de Malachite qui se lie faiblement au matériel cellulaire et qui sera fixé 

par la spore par l’effet de chaleur (Aryal, 2022) 

        En vue de coloration de la spore, la lame contenant le frottis bactérien de B. cereus à été 

déposée sur un bécher contenant de l’eau distillée en ébullition puis recouverte avec un papier 

absorbant qui sera imbibé avec du vert de Malachite renouvelable pendant 15 minutes (figure 

14). La lame doit subir un lavage avec de l’eau courante puis une contre-coloration avec de la 

Safranine (Fushine) pendant 30 seconde suivi d’un deuxième lavage et enfin séchage à l’air 

libre. L’observation se fait à l’immersion au grossissement (10 X 100) (le microscope 

OPTIKA). 
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Figure 14 : Coloration de la spore de B. cereus. 

 Activité enzymatique 

 Test de la coagulase 

       Le test de la coagulase différencie les bactéries S.aureus ayant la capacité de coaguler le 

plasma des autres espèces à coagulase négative comme il est expliqué dans l’équation de 

réaction ci-dessous. Pour cela, il est transvasé aseptiquement dans deux tubes stériles nommés 

"tube test de Coagulase" et "tube témoin" respectivement dans le premier 500 µl du plasma 

humain et dans le deuxième 500 µl de BHIB, puis un volume de 500 µl de la suspension 

bactérienne de S. aureus est ajouté stérilement aux deux qui seront incubés à 37 ºC pendant 4 

h. Le test est considéré comme positif s’il y a apparition d’un culot au fond de tube test (Sue 

Katz, 2010). 

Plasma                                                                             Culot 

(Liquide) 

Coagulase 

 Test ADNase 

       C’est un test utilisé pour indiquer l’aptitude d’un germe à hydrolyser l’ADN et l’utiliser 

comme source de carbone et de l’énergie pour qu’il assure sa croissance. Il permet souvent de 

distinguer les S.aureus des autres Staphylococcus. 

           Pour le réaliser, une boite  contenant la  gélose ADN est ensemencée de part et d’autre 

par écouvillonnage avec une culture de S.aureus en BHIB puis incubée à 37ºC pendant  24h. 

Le lendemain une double révélation est faite avec du HCl et le bleu de Toluidine O (TBO) 

après un temps de réaction d’environ 5 min. Le test est considéré comme positif s’il y a 

dissolution des oligonucléotides issus de l’ADN par l’effet de l’ADNase formant ainsi une 

zone claire autours du tapis bactériens inondé par le HCl (équation 1) (Jeffries et al., 1957), et 

s’il y a apparition d’une zone rose autours de la nappe bactérienne inondée par le TBO suite à 

une liaison entre le réactif et l’ADN hydrolysé (équation 2) (Schreier, 1969). 
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              ADN                       Oligonucléotides + phosphate………………………….équation 1. 

 ADNase                    HCl                               Dissolution (Zone claire) 

ADN                       Oligonucléotides + phosphate……………………….....équation 2. 

ADNase                     TBO                                 Complexe rose vif 

 Test de catalase : 

       C’est un test qui permet de cerner les espèces bactériennes ayant une enzyme dite 

"Catalase" capable de décomposer le peroxyde d’hydrogène en H2O et en dioxygène O2 selon 

cette équation (Taylor et Achanzar, 1972) : 

H2O2                       H2O + 
1

2
 O2 

       Alors, sur une lame préalablement nettoyée avec de l’alcool, des colonies bactériennes 

ont été mises en contact avec une goutte de H2O2. Le test est considéré comme positif s’il ya 

formation de bulles d’air. 

 Test oxydase : 

  Le test consiste à mettre en évidence la capacité que possède la bactérie à oxyder un 

réactif incolore "N-diméthyle paraphénylène" (PDA) en semi-quinone (dérivé rose violacé) 

par l’intervention phenylène oxydase selon l’équation suivante (Steel, 1960) : 

 

   N-diméthyle paraphénylène                                       Semi-quinone (rose violacé)  

  Phenylène diamine oxydase  

 

     Pour cela, une colonie bien isolée à l’aide d’une anse non métallique est frottée pendant 

30 secondes sur un disque du réactif déjà déposé sur une lame. Le test est considéré comme 

positif s’il y a apparition d’une couleur violette. 

1.2.2. Préparation de l’extrait aqueux des écorces du noyer 

         L’extrait aqueux a été obtenu par macération des écorces du noyer comme le montre la 

figure 15. 

1.2.2.1.Récolte et broyage 

       Les écorces de Juglans regia. L ont  été recueillis, lavés avec de l’eau distillée et 

débarrassés de toutes impureté  puis séchées à l’étuve réglée à 40ºC pendant 3 jours. Après 
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séchage, les écorces sont isolés, et ils seront broyés jusqu’à  l’obtention d’un broyat sous 

forme d’une poudre fine. 

1.2.2.2. Macération à 10% 

        Afin d’avoir une concentration de 10% (Salhi, 2011), un volume de 100 ml de l’eau 

distillée a été transvasé dans un bécher déposé sur un agitateur magnétique. A l’aide d’une 

balance, une quantité de 20g du broyat a été pesée puis versée dans le bécher, ensuite le 

volume est ajusté à 200 ml par l’ajout de  l’eau distillée. Enfin, une agitation overnight à 

température ambiante est appliquée à l’abri de l’air et de la lumière. 

1.2.2.3.Filtration  

L’extrait préparé  doit subir  plusieurs filtrations, à commencer par la filtration grossière 

à l’aide d’une passoire et du coton stérile, puis par centrifugation à 6000 tours pendant 15 

min, et récupération du surnagent, jusqu’une filtration microbiologique (Stérile), avec un 

microfiltre du diamètre de 0,22µm. 

Ensuite, le filtrat obtenu est congelé dans des flacons à l’abri de l’humidité et de la 

lumière. 

1.2.2.4.Lyophilisation 

 Le filtrat congelé est lyophilisé et le lyophilisat est conservé à l’abri de l’air et de la 

lumière et il sera utilisé pour la préparation de l’extrait aqueux. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 15 : Les étapes de préparation de l’extrait aqueux des écorces du noyer. 

1.2.3. Détermination du seuil maximale d’hydratation 

Des pesées de 40 mg du lyophilisat sont mélangées par plusieurs prises dans 1 ml de 

l’eau distillée filtrée jusqu’à avoir une solution d’un aspect pâteux. 
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1.2.4. Rendement d’extraction  

Le rendement est un facteur important à déterminer puisqu’il permet de savoir la 

quantité et le pourcentage de l’extrait obtenu. Pour  cela, le dessiccateur infrarouge (DENVER 

INSTUMENT) (Figure 16) est utilisé. 

           Le dessiccateur infrarouge est un instrument destiné à déterminer le taux d’humidité 

relative qui peut s’exprimer en pourcentage et en gramme en exposant le produit à une source 

de chauffage infrarouge ce qui induit une évaporation et donc une perte du poids du produit 

que l’appareil peut traduire en pourcentage d’humidité. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 16 : Le dessiccateur infrarouge et la coupelle. 

  Pour calculer le rendement de l’extrait, trois essais sont réalisées où l’équivalent de 3g  

de l’extrait aqueux préparé est étalé sur une coupelle vu que la méthode suivie est optimisée 

par rapport à celle de lait en poudre (produit solide), puis la coupelle est déposée dans le 

dessiccateur réglé à 115 ºC pendant 15min. Après un quart d’heure, l’appareil affiche la 

valeur de l’humidité en (%) où celle de la matière sèche en (g). 

Enfin, le calcul du rendement est fait suivant cette équation : 

 

 

RE : Le rendement de l’extrait (%). 

M : La masse du broyat dans 100 ml de l’eau distillée. 

MMS : La moyenne de la matière sèche dans 100 g de solution. 

d : La densité du filtrat obtenue par cette relation. 

 

 

RE(%)= M×MMS×d 
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1.2.5. Préparation des inoculums et standardisation des souches 

Les souches pures ont été conservées en culture sur GN. 

 Préparation des inoculums 

           Pour préparer les inoculums, des colonies de chaque souche ont été prélevées à partir 

des cultures jeunes de 24 h à l’aide de l’anse Pasteur à fil bouclé puis chacune à été dissoute 

dans un tube contenant 9 ml de l’eau physiologique stérile (9 ‰). 

 Standardisation des souches 

    Afin de standardiser l’inoculum à une charge bactérienne de 10
8
 UFC/ ml, une petite 

quantité de chaque suspension bactérienne préparée est transvasée dans une cuve pour lire sa 

densité optique (DO) qui doit être comprise entre 0.08 et 0.1 à une longueur d’onde de 625 

nm. Si la DO est faible, l’inoculum va être chargé en ajoutant plus de colonies, si la DO 

dépasse la limite supérieure, la charge sera diminuée par l’ajout de l’eau physiologique 

(Aboun et al., 2008 ; Abi-Ayade, 2009). 

 

1.2.6. Sélection des souches formatrices des biofilms 

1.2.6.1.Sur milieu solide : Rouge Congo Agar (RCA) 

Dans le but de détecter les souches formatrices de biofilms, la méthode RCA à été 

utilisée. 

 Principe de la technique 

            Les bactéries en général résident habituellement sous forme d’un biofilm (Nagant, 

2013). Certains PIA (Polysaccharide Intercellular Adhesion) bactériens peuvent interagir avec 

le Rouge Congo pour former un slime, ce qui donne des colonies noires avec une surface 

rugueuse sur milieu RCA contrairement aux colonies non productrices qui apparaissent 

rouges et lisses (Ziebuhr et al., 2001 ; Rewatkar et Wadher, 2013 ;Kara Terki, 2014 ; Bellifa 

et al., 2016). 

 Mode opératoire 

Chaque souche standardisée, est ensemencée séparément et aseptiquement par 

écouvillonnage en surface sur une boite du Rouge Congo, ensuite les boites sont placées dans 

l’étuve à 37 ºC pendant 24 h. 

1.2.6.2.Confirmation sur milieu liquide 

 Principe de la technique 

    L’aptitude de formation d’un biofilm est liée principalement à la faculté d’adhérence 

du microorganisme à une surface (Costerton et al., 1987). Les souches ont été testées par 

rapport à leur capacité de former un biofilm sur microplaque en Polyvinyl chloride (PVC). 

A

     

B 
C D E 
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Cette dernière est une méthode de quantification indirecte qui évalue la réponse globale 

du biofilm basée sur la coloration au cristal violet qui colore toute la biomasse microbienne 

(Burton et al., 2007). 

 Mode opératoire 

     Cinq colonnes de la microplaque de 96 puits en PVC ont été remplis aseptiquement par 

100µl du BHIB  glucosé puis chaque colonne à été inoculée par 40µl de l’une des suspensions 

bactériennes étudiées (figure 17). La microplaque est ensuite incubée à 37ºC pendant 24h. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Inoculation de la microplaque. 

 Le lendemain, le biofilm est quantifié par  la technique du cristal violet (Djordjevic et al., 

2002) décrite comme suit : 

Le contenu de la microplaque sera vidée et cette dernière subit un premier lavage trois fois par 

le PBS (0.25%) afin d’éliminer les cellules non adhérentes, après un temps d’agitation de 

15min, tous les puits seront remplis par 200 µl du CV (0.1%) pendant un quart d’heure, la 

microplaque sera de nouveau vidée et un deuxième lavage trois fois avec du PBS aura lieu. 

Après 15 min, tous les puits seront remplis avec du l’éthanol absolu pour récupérer le CV lié 

au cellules adhérentes, la lecture se fait après 30 min par la mesure des DO au moyen d’un 

lecteur Elisa à une longueur d’onde de 560 nm et les résultats seront donnés selon (Vuotto et 

al., 2017) : 

- DO ≤ DOc : la souche est non formatrice du biofilm. 

- DOc < DO ≤ 2×DOc : La souche est faiblement formatrice du biofilm. 

- 2×DOc < DO ≤ 4×DOc : la souche est modérément formatrice du biofilm. 

- DO ˃ 4×DOc : la souche est fortement formatrice du biofilm. 
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1.2.7. Détermination de l’activité antibiofilm de l’extrait aqueux 

L’activité antibiofilm de l’extrait aqueux du noyer a été déterminée par la méthode de 

diffusion sur gélose (figure 18). 

 Principe de la technique 

         La méthode de diffusion sur gélose a été conçue essentiellement pour la réalisation des 

antibiogrammes, mais en remplaçant les disques d’antibiotiques par des disques imprégnés de 

la solution à tester (Schroeder et Messing, 1949) et la gélose MH par le milieu Rouge Congo 

qui permet la visualisation des biofilms, l’aromatogramme a été réalisé. 

 Mode opératoire 

         Une boite contenant la gélose rouge Congo a été ensemencée  en tapis par 

écouvillonnage avec la suspension de S.aureus ATCC 25923 standardisée, puis deux disques  

vierges ont été déposé aseptiquement de part et d’autre de la boite, ensuite le disque test a été 

imprégné par l’extrait aqueux du noyer, le deuxième qui sert de témoin négatif est imbibé de 

l’eau physiologique. La boite est mise dans un réfrigérateur pendant 1 h pour empêcher la 

croissance bactérienne le temps de fixation des disques et de diffusion des solutions, car dans 

la méthode de diffusion, il y a compétition entre la croissance du microorganisme et la 

diffusion du produit (Broadasky et al., 1976). Enfin, la boite est incubée à 37 ºC pendant 24 h. 

Le lendemain, l’activité antibiofilm de l’extrait est confirmée par la mesure des halos 

d’inhibition autour des disques. 

Figure 18 : Le test de l’activité antibiofilm de l’extrait aqueux des écorces du noyer. 
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1.2.8. Détermination de l’activité anti-formation et l’activité dispersante du 

biofilm de l’extrait aqueux 

Afin de déterminer l’activité anti-formation et l’activité dispersante de biofilm du 

l’extrait aqueux du noyer vis-à-vis la souche de S. aureus ATCC 25923, la méthode du cristal 

violet en tube (TM) décrite par Cramton et al., (1999) est utilisée avec quelques 

modifications. 

 

 Principe de la technique 

C’est une méthode de quantification de la formation d’un biofilm sur un support donnée 

(Djordjevic et al., 2002) par la mesure de la densité optique de la coloration liée aux cellules 

adhérentes après d’être solubilisée (Musk et al., 2005). 

 Mode opératoire 

Trois séries de tubes stériles ont été préparées et numérotées de 1 à 3. La première série 

à été remplie stérilement par 500µl du BHIB, la deuxième par 500µl de BHIB glucosé à 1 %, 

la troisième par le même volume du BHIB+ 1% du saccharose ; puis tous les tubes seront 

inoculés par 500µl de la suspension bactérienne de S.aureus ATCC 27923 standardisée. 

Chaque série comporte un tube témoin qui sera directement incubé après d’être inoculé en 

parallèle avec trois tubes dits curatifs chacun appartient à l’une des séries auparavant citées, 

auquel un volume de 500µL  de l’extrait aqueux non lyophilisé est introduit après incubation 

puis ils  vont être réincubés. Les trois tubes restants sont dits préventifs, un volume de 500µL 

de l’extrait est transvasé dans chacun d’eux puis ils seront incubés dans les mêmes conditions 

que les premiers : 37 ºC pendant 24h (figure 19). Après incubation, les tubes vont être vidés et 

lavés trois fois  avec du PBS puis séchés à température ambiante pendant 15min, chaque tube 

sera l’objet d’une coloration avec du Cristal Violet à 0.1% pendant un quart d’heure, ensuite 

le colorant sera éliminé et un deuxième lavage trois fois avec du PBS aura lieu. Enfin, chaque 

tube sera rempli par 1 ml de l’éthanol absolu (Djordjevic et al., 2002), les DO seront obtenues 

au moyen du spectrophotomètre réglé à 560 nm et le pourcentage d’inhibition est calculé 

comme suit :  

 I (%) =
𝐷𝑂𝑇é𝑚𝑜𝑖𝑛 −𝐷𝑂𝐸𝑐𝐻𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛

𝐷𝑂𝑇é𝑚𝑜𝑖𝑛
× 100 
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Figure 19 : Le test de l’activité antiadhésive et l’activité dispersante  par la méthode en tube. 

1.2.9. Antibiogramme 

         Le test a été fait pour sélectionner l’antibiotique qui sert à utiliser comme témoin positif 

pour le reste de l’étude. 

 Principe de la technique 

L’antibiogramme repose sur la mise en contact in vitro de la bactérie à tester avec 

l’antibiotique et l’observation des conséquences de ce dernier sur la croissance et la survie 

bactérienne (Labrecque et al., 2006). Ce test a été réalisé selon la méthode de diffusion sur 

gélose. 

 Mode opératoire 

         Ensemencer en tapis une boite MH avec la suspension de S.aureus standardisée, puis 

déposer à l’aide d’une pince stérile les disques d’antibiotiques suivant : KF30, PI20, CRO30, 

MRP10, PEF5. Laisser diffuser sur paillasse 15 minutes puis incuber à 37 ºC pendant 24 h. Le 

lendemain, calculer les zones d’inhibitions et sélectionner le témoin positif (figure 20). 
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Figure 20 : La réalisation de l’antibiogramme 

1.2.10. Evaluation de l’activité antibiofilm de l’extrait aqueux 

1.2.10.1. Méthode de diffusion sur gélose 

L’activité antibiofilm a été évaluée sur milieu solide  par la méthode de diffusion sur 

gélose (Bayer et al., 1966). 

 Préparation de l’extrait lyophilisé 

Faire dissoudre aseptiquement 0.84 g du lyophilisat qui représente le seuil maximal 

d’hydratation dans 1 ml de l’eau distillée filtrée. Afin d’économiser la quantité d’extrait 

utilisée, une dilution à ½ est réalisée pour avoir une nouvelle solution dont la concentration 

est égale à 0.42 g/ml et qui sera considérée comme solution mère après avoir démontré par un 

test son pouvoir inhibiteur du biofilm. La solution mère (SM), est ensuite pipetée dans un 

eppendorf stérile nommé 1. 
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 Préparation des dilutions à ½ 

Préparer une série d’eppendorfs numérotés de 2 à 12  contenants 500µl de l’eau 

distillée filtré.  Prélever stérilement un volume de 500 µl de chaque eppendorf et l’introduire 

aseptiquement dans l’eppendorf qui le suit comme le montre la figure 21, puis homogénéiser. 

Figure 21 : Préparation des dilutions à ½ 

Les dilutions sont représentées dans le tableau ci-dessous. 

Tableau IX : Le tableau de dilutions. 

Eppendorfs 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 

Dilutions SM ½ 1/4 1/8 1/16 1/32 1/64 1/128 1/256 1/512 1/1024 1/2048 

Concentration 

(g/mL) 

0.42 0.21 0.10 0.052 0.02 0.01 0.006 0.003 0.001 0.0008 0.0004 0.0002 

 

 Aromatogramme  

Sur une boite Rouge Congo ensemencée stérilement par écouvillonnage en tapis avec 

la suspension de S.aureus ATCC 25923 standardisée, un disque vierge est déposé 

aseptiquement en haut de la boite et un disque d’antibiotique CRO 30 (témoin positif) est 

déposé en bas. Au milieu de la boite, et dans les mêmes conditions d’asepsie, 12 disques 

vierges numérotés de 1 à 12 ont été placés puis chacun est imbibé par 5 µl de la dilution de 

l’extrait correspondante à son numéro, par contre celui de haut est imbibé par 5 µl de l’eau 

physiologique (témoin négatif) (figure 22). Après avoir fixé les disques et diffusé les solutions 

par mise au réfrigérateur pendant 1 h et incubé à 37 ºC pendant 24 h, la lecture des résultats à 

été faite par la mesure des zones d’inhibition autours de chaque disque à l’aide d’une règle 

graduée (Gulluce et al., 2007). 
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Figure 22 : L’aromatogramme. 

1.2.10.2. Sur milieu liquide 

La concentration minimale inhibitrice du biofilm (CMIB) est le paramètre le plus 

utilisé in vitro pour la mesure de l’activité d’un agent antimicrobien (Fauchère et Avril, 2002).  

Elle est définie en tant que la plus faible concentration d’un agent antimicrobiens qui empêche 

la formation du biofilm (Acquaviva et al., 2019). Afin de la déterminer, la méthode 

d’évaluation en microplaque à 96 puits a été appliquée comme décrite en bas. 

 Préparation de l’inhibiteur 

Transvaser aseptiquement 500µL de l’eau physiologique dans un eppendorf stérile 

contenant deux disques d’antibiotiques CRO30,  puis vortexer pour avoir l’inhibiteur concentré 

à 120µg / ml. 

 Méthode d’évaluation en microplaque 

La technique utilisée c’est celle décrite par Islam et al., (2008) modifiée selon ce 

protocole : 

- Remplir aseptiquement 26 puits (2 puits témoin positif, et 24 puits test) par 100 µl du 

BHIB glucosé et 4 puits (2 puits témoin négatif et 2 puits de DOc) par 140 µl du même milieu 

de culture. 

- Introduire stérilement un volume de 40 µl de l’inhibiteur préparé dans les 2 puits 

témoin positifs et 40 µl de la solution mère ou de l’une de ses dilutions dans chaque puits test. 

- Inoculer tous les puits auparavant cités par 40 µl de la suspension bactérienne 

standardisée de S. aureus ATCC 25923 à l’exception des deux puits de DOC. 

- Incuber la microplaque à 37 ºC pendant 24 h. 

- Le lendemain, quantifier les biofilms formés par la technique du cristal volet 

(Djordjevic et al., 2002) décrite dans 1.2.6.2. (figure 23). 
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 Calcul du pourcentage d’inhibition 

Le pourcentage d’inhibition est une mesure de l’efficacité d’un composé donné pour 

inhiber une fonction biologique ou biochimique spécifique. Le calcul de ce paramètre est fait 

selon l’équation donnée par (Merghni et al., 2015) : 

 

 

I (%) : Pourcentage d’inhibition. 

DOc : la densité optique contrôle présentant l’absorbance du BHIB+ saccharose. 

DOech : la densité optique des échantillons. 

 

 

 

 

 

 

Figure 23 : La quantification du biofilm par la méthode  de coloration au cristal violet. 

I (%)= 
𝑫𝑶𝑪−𝑫𝑶𝒆𝒄𝒉

𝑫𝑶𝒄
× 𝟏𝟎𝟎 
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II. Résultats et discussions 

2.1.Rendement d’extraction 

Après filtration de l’extrait aqueux des écorces de Juglans regia. L obtenu par 

macération, le volume final de celui-ci est estimé de 110 ml. Le rendement d’extraction  est 

calculé sur la base de la formule citée dans la page 30 en exploitant les caractéristiques des 

filtrations obtenus. En conséquence, le rendement est égale à 44.64 %  ± 1.2. 

 

D’une part, le rendement de l’extrait de Juglans regia. L est étroitement dépendant de la 

méthode de l’extraction utilisée, car d’après Harouak et al., (2021), le  rendement aqueux des 

écorces du noyer est estimé de 18.13 % quand l’extraction  est faite par infusion, 5.63 % par 

la méthode de décoction et 11.25 % par la méthode de Soxhlet (Méthode d’extraction à 

chaud), or que le plus fort rendement est obtenu dans la présente étude ou l’extraction est faite 

par macération. 

 

D’autre part, et d’après Almonte-Flores et al., (2015), le rendement est très lié au type 

du solvant d’extraction, il ont pu montré que l’extraction aqueuse assure un meilleur 

rendement par rapport à l’extraction organique vu que le rendement de l’extrait aqueux était 

égale à 21.40 %, par contre  les rendements des extraits organiques ont été plus faibles : 6.76 

% pour l’éthanol absolu, 10.54 % pour l’éthanol à 70 % et 1.05 %  pour l’acétate-éthyle. Cette 

conclusion est confirmée par nos résultats où le rendement est beaucoup plus élevé même par 

rapport à l’extrait aqueux obtenu par Almonte-Flores et ses collaborateurs. 

 

De plus, le rendement de l’extraction varie selon la partie traitée de la plante, comme 

exemple les extrait aqueux des feuilles obtenus par trois méthodes différentes : Infusion, 

décoction et la méthode de Soxhlet dont les rendements sont estimés de 21.25 %, 19.28 % et 

29.38 % respectivement pour les trois méthodes sont nettement élevés par rapport aux taux 

des rendements des extraits aqueux des écorces obtenus par les trois méthodes ; 

Contrairement au rendement obtenu par la présente étude qui était élevé par rapport à celui de 

Harouak et al., (2021). 

 

Pour récapituler, le rendement de présent travail était très élevé par rapport aux 

rendements obtenus dans la totalité des études antérieures ; Cette différence est dépendante de 

nombreux facteurs tels que : l’âge de la plante, la partie traitée de la plante, l’état du matériel 

végétal avant l’utilisation, la période de la récolte, l’origine géographique (effet du milieu), et 
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le mode d’extraction (Abdelmounaim, 2013). Et d’après (Bruton, 1999), les variations du 

rendement peuvent être attribuée non seulement à l’origine géographique  de la plante, mais 

également aux nombreux facteurs comme : le stade de croissance, les conditions 

pédoclimatiques, le lieu de production, l’état de fraîcheur du végétal. 

2.2.Contrôle de la pureté des souches 

L’aspect des souches sur les milieux gélosés et les résultats microscopiques ainsi que les 

recherches de certains enzymes confirment leurs puretés et appartenances comme le montre le 

tableau XI et l’annexe 7. 

 

Tableau XI : Les résultats de l’examen microscopique et de l’activité enzymatique. 

Test 

 

Souche 

Aspect Coloration 

de Gram 

(Annexe 7) 

Coloration 

de la spore 

(Annexe 8) 

Coagulase 

(Annexe 9) 

ADNase Catalase Oxydase 

HCl Bleu de 
Toluidine 

S. aureus 

ATCC 27923 

Cocci 

(Diplocoque/am

as en grappe de 
raisin) 

+ / + + + + / 

B. cereus 

ATCC 14575 

Bacilles en 

chainette 
+ + / / + - 

E. coli  

ATCC 25922 

Bacilles - / / / - / 

E. faecalis 

WDCM 00009 

Cocci en 
chainette 

+ / / / - / 

P.aeruginosa 

ATCC 27853 

Bâtonnet - / / / - + 

 

 

2.3.Sélection des souches formatrice des biofilms 

2.3.1. Sur milieu solide RCA 

L’observation phénotypique de capacités des souches à former des biofilms à été faite 

par la méthode de Rouge Congo Agar décrite par Freeman et al (1989), qui est une technique 

qualitative (Mathur et al., 2006) classique. Les résultats de screening visuel sont montrés par 

la figure 24 et résumés par le tableau XII. 
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Figure 24 : Résultat de production de slime : (A): S. aureus ATCC 25923 ; (B) : B. 

cereus ATCC 14575; (C) : E .coli ATCC 25922 ; (D) :P.aeruginosa ATCC 27853 ; 

(E) :E.faecalis WDCM 00009. 

Tableau XII : La formation des biofilms sur milieu RCA. 

Souche Couleur des 

colonies 

Production des 

PIA 

Interprétation 

S. aureus  

ATCC 25923 

Noire foncée + Fortement formatrice 

B. cereus 

ATCC 14575 

Rouge et noir +/- Variablement formatrice 

E. coli 

ATCC 25922 

Rouge - Non formatrice 

E. faecalis 

WDCM 00009 

Noirâtre + Variablement formatrice 

P. aeruginosa 

ATCC 27853 

rouge - Non formatrice 

 

Chaieb et al., 2005 ont dénoncé que le milieu Rouge Congo est très convenable pour la 

détection des souches productrices de slime, car les souches présentant le PIA développent 

des colonies noires avec une surface rugueuse, contrairement aux souches à PIA négatif qui 

donnent des colonies rouges et lisses. La couleur noire est le résultat  d’une interaction entre 

le slime et le colorant Rouge Congo, la diminution de cette association signifie la diminution 

de la quantité de slime produit, ce qui donne un aspect de couleur plus claire (Fabres-klein et 

al., 2015). Donc et après 24 h d’incubation, S.aureus ATCC 25923, B. cereus ATCC 14575,  

E. faecalis WDCM 00009 ont été détectées comme souches productrices du biofilm, notant 

que ces deux dernières sont variablement formatrices. 
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La méthode RCA est basée sur l’analyse visuelle des colonies, de plus elle est moins  

coûteuse et sa réalisation est facile, mais elle a une faible précision (Kaiser et al., 2013). 

Bellifa (2014) a également dénoncé que la méthode RCA semble être moins efficace pour la 

détection et la quantification des biofilms formés in vitro. Dans le même contexte, Taj et al., 

(2012), ont montré que le dépistage par la technique de rouge Congo n'est pas recommandé 

pour l'étude de la formation de biofilm ; d’où l’intérêt d’une confirmation sur milieu liquide.  

2.3.2. Sur milieu liquide TCP 

Afin de déterminer dans quelle mesure les souches étudiées forment des biofilms, ces 

dernières sont mises à un test sur milieu liquide au moyen de  la microplaque à 96 puits 

suivant la méthode  de culture tissulaire (TCP) décrite par Christensen et al., (1985). 

Dans un premier temps, l’utilisation de l’éthanol absolu pour la récupération du cristal 

violet pénétré dans les cellules à permet la détection visuelle des biofilms formés sur les 

parois de la microplaque, la coloration intense des puits fait référence à la formation d’un 

biofilm et leur clarté signifie l’absence de ce dernier (figure 25) 

Et dans un second temps, l’estimation de l’importance de cette capacité  à été faite 

d’une part par la lecture de l’absorbance à 560 nm (tableau XIII). 

 

 

 

 

 

 

Figure 25 : Aspect de la microplaque lors de la lecture. 

 

Tableau XIII: Les moyennes des densités optiques de chaque souche et leurs écarts type 

relatifs. 

Colonne Moyenne de densité optique 

(MDO) 

S. aureus  ATCC 25923 3.03675± 0.144 

B. cereus ATCC 14575 0.4715± 0.278 

E. coli ATCC 25922 0.122625± 0.032 

E. faecalis WDCM 00009 0.56275± 0.327 

P. aeruginosa ATCC 27853 0.16375± 0.055 
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Et d’autre part, par la comparaison des moyennes des densités optiques de chaque 

souche avec l’absorbance de bouillon BHI stérile (DOc=0.191) et la classification des souches 

en catégories selon (Vuotto et al., 2017) comme il est détaillé dans le tableau XIV. 

Tableau XIV : L’importance de formation des biofilms par les cinq souches. 

Souche Comparaison Interprétation 

S. aureus ATCC 25923 MDO ˃ 4×DOC Fortement formatrice 

E. coli ATCC 25922 MDO < DOC Non formatrice 

P. aeruginosa ATCC 27853 MDO < DOC Non formatrice 

B. cereus ATCC 14575 2×DOc < MDO < 4×DOc Modérément formatrice 

E. faecalis WDCM 00009 2×DOc < MDO < 4×DOc Modérément formatrice 

MDO : La moyenne des densités optiques de la souche en question. 

Pour conclure, les résultats trouvés dans le test de sélection des souches formatrices des 

biofilms sur milieu solide sont confirmés et S. aureus ATCC 25923 sera retenue pour le reste 

de l’expérimentation puisqu’elle est la seule souche fortement formatrice. 

 

La méthode TCP est la meilleure technique pour le dépistage de la formation du biofilm 

in vitro (Bellifa et al., 2013). D’après Racha et ses collaborateurs, cette méthode permet de 

tester plusieurs souches simultanément ainsi la détermination quantitative de leur capacité 

d’adhésion (Racha et al., 2012). En plus, c’est une technique pratique et économique pour la 

détermination des facteurs et des conditions de cultures optimales pour la formation du 

biofilm. Cependant, elle peut être moins précise pour déterminer la capacité des souches à 

sécréter le slime bactérien (Castro Melo et al., 2013). 

2.4.Détermination de l’activité antibiofilm  

L’activité antibiofilm de l’extrait aqueux de la partie aérienne de Juglans regia. L a été 

testée sur le milieu solide RCA. Après 24 h d’incubation, une zone d’inhibition d’environ 15 

mm apparaît autours de disque imbibé d’extrait aqueux, contrairement au disque témoin 

imbibé de l’eau physiologique autours duquel y a apparition d’un halo d’environ 7 mm 

(Figure 26). 

 

 

 

 

 

 

Figure 26 : l’activité antibiofilm de l’extrait aqueux des écorces de Juglans regia. L sur 

S.aureus ATCC 2592. 
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Selon Duraffourd et al., (1990), une zone d’inhibition inférieure à 8 mm signifie 

l’absence de sensibilité ; le diamètre compris entre 8 et 14 mm fait référence à une sensibilité 

limitée, alors que la sensibilité est qualifiée de moyenne si le diamètre est entre 14 et 20 mm. 

Enfin, un diamètre supérieur ou égal à 20 mm indique une forte sensibilité. 

Et ceci, confirme l’activité antibiofilm de l’extrait utilisé. 

 

2.5.Activité anti-formation et activité dispersante du biofilm de l’extrait aqueux 

Afin de déterminer l’activité antiadhésive et l’activité dispersante  de l’extrait aqueux de 

Juglans regia. L vis-à-vis le biofilm de S.aureus ATCC 25923, le test a été réalisé dans trois 

milieux différents : BHIB, BHIB glucosé à 1%, BHIB saccharosé à 1% ; et pour chaque 

milieu, trois tubes ont été préparés : un tube témoin, un tube préventif et un tube curatif. Pour 

rappel, l’extrait utilisé pour ces tests, c’est l’extrait aqueux non lyophilisé concentré à 10 %.  

L’évaluation des deux activités antiadhésive et dispersante à été faite par le calcul du 

pourcentage d’inhibition et les résultats sont rapportés par le tableau XV. 

Tableau XV : Le calcul de pourcentage d’inhibition. 

Série Tube % d’inhibition 
 

Série 1 

BHIB 

Témoin 1 / 

Préventif 1 1.7 

Curatif 1 1.5 

 

Série 2 

BHIB + Glucose 

Témoin 2 / 

Préventif 2 14.3 

Curatif 2 5.9 

 

Série 3 

BHIB + Saccharose 

Témoin 3 / 

Préventif 3 21.6 

Curatif 3 27.9 

 

D’après  les résultats, l’extrait aqueux des écorces du noyer possède à la fois un effet 

anti-formateur du biofilm et une activité dispersante  du biofilm après sa formation ; notant 

que , l’activité antiadhésive est plus importante que l’activité dispersante  dans le milieu 

BHIB et le BHIB glucosé, ce qui semble en accord avec tant d’études antérieures, comme 

celle réalisée par Khalid et al., (2020), qui ont trouvé que l’extrait de racines et d’écorces de 

Juglans regia dans un milieu contenant le BHIB seul, a réduit l’attachement de la souche de 

S.aureus avec environ 58 % , comme il a pu inhibé 50 % du biofilm préformé. Ainsi, d’après 

Chaieb et al., (2013), l’importance de l’activité antiadhésive à l’égard du S. aureus dans un 

milieu glucosé à 2 % est supérieure à celle de l’activité dispersante  du biofilm de la même 

souche dans les même conditions environnementales, avec des pourcentages d’inhibition 
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estimés de 6.25 % et 2.5 % pour les deux activités respectivement. Néanmoins, les 

pourcentages d’inhibitions indiquées par les deux études, sont largement différents par ceux 

obtenus par la présente étude, et cela pourrait s’expliquer par : la différence des souches 

utilisée, la période et la région de la cueillette de la plante, la partie du végétale utilisée, la 

méthode d’extraction, la concentration de l’extrait utilisée et aussi le temps d’incubation.  

 

L’activité antibiofilm de l’extrait aqueux des écorces du noyer à pu atteindre son seuil 

dans le milieu saccharosé, inscrivant que, l’activité antiadhésive est clairement inférieure par 

rapport à l’activité dispersante, et ça indique que l’activité antibiofilm est influencée par les 

conditions environnementales. 

 

La comparaison des DO des tubes témoins montre que le biofilm est mieux formé dans 

le tube contenant le milieu glucosé  puisque sa DO estimé de 2.96 est supérieure à celles du 

tube contenant le BHIB seul et du tube BHIB saccharosé dont les DO sont égale à 2.909 et 

2.848 respectivement. 

 

Sur ce fait, le milieu glucosé, sera retenu pour le test de détermination de la CMIB sur 

milieu liquide. 

 

2.6.Antibiogramme 

L’antibiogramme a été réalisé dans le but de sélectionner le témoin positif représenté 

par l’antibiotique auquel S. aureus ATCC 25923 est sensible et sa zone d’inhibition est 

moyenne d’une façon à éviter le croisement entre les halos d’inhibition dans les tests 

postérieurs (figure 27). Les résultats sont les suivants : 

Tableau XVI : Les zones d’inhibition en (mm) 

Souche Antibiotique Zone d’inhibition (mm) 

 

 

S. aureus ATCC 25923 

KF 30 16 

CRO 30 22 

MRP 10 29 

PI 20 29 

PEF 5 25 

. 
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Figure 27 : L’antibiogramme de S.aureus ATCC 25923. 

 

Par conséquent, l’antibiotique Ceftriaxone (CRO 30) a été choisi pour être le témoin 

positif pour le reste de  l’étude. 

 

2.7.Evaluation de l’activité antibiofilm 

2.7.1.  Sur milieu solide (Aromatogramme) 

L’aromatogramme a été fait suivant la méthode de diffusion sur gélose (Figure 28), dans 

le but d’évaluer l’activité antibiofilm de  l’extrait vis-à-vis S.aureus ATCC 25923. Après 24 H 

d’incubation à 37 ºC, les résultats sont rapportés par la mesure des zones d’inhibition comme 

ils sont montrés dans le tableau XVII. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 28 : L’effet antibiofilm de plusieurs concentrations de  l’extrait aqueux vis-à-vis 

S.aureus ATCC 25923. 
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Tableau XVII: Les zones d’inhibition correspondantes à chaque disque. 

Disque Concentration (g/ml) Zone d’inhibition (mm) 

Témoin negative (T-) / - 

Témoin positif (T+) 

(CRO 30) 

0.00003 26 

SM 0.42 13 

1/2  0.21 11 

1/4 0.10 10 

1/8 0.052 9 

1/16 0.02 - 

1/32 0.01 - 

1/64 0.006 - 

1/128 0.003 - 

1/256 0.001 - 

1/512 0.0008 - 

1/1024 0.0004 - 

1/2048 0.0002 - 

(-) : Absence de zone d’inhibition. 

 

La lecture est faite selon Duraffourd et al., (1990), par conséquent, il est constaté qu’à 

des concentrations d’extrait inférieures à 0.052g/ml, les souches sessiles de S. aureus ATCC 

25923 sont résistantes puisqu’ il n’y a aucun halo d’inhibition. Au-delà de cette concentration, 

une sensibilité limitée est constatée puisque les zones d’inhibition apparaissant sont 

supérieures à 8 mm, mais inférieures à 14 mm,  tandis qu’elles présentent une forte sensibilité 

pour l’antibiotique CRO 30 vu que sa zone d’inhibition dépasse 20 mm. 

Tant d’études antérieures ont signalées que la concentration d’un agent antimicrobien 

capable d’inhiber les cellules formant un biofilm est peut être 10 à 1000 fois plus élevées que 

celle nécessaire pour inhiber leurs homologues planctoniques (SFM, 2010 ; Afif Chaouche, 

2018). 

2.7.2. Sur milieu liquide  

L’évaluation de l’effet antibiofilm de l’extrait aqueux des écorces de Juglans regia. L 

vis-à-vis le biofilm de S. aureus ATCC 25923 a été faite suivant la méthode de microdilution 

en bouillon sur la microplaque de 96 puits (figure 29). La mesure de l’absorbance à 560 nm et 

le calcul des moyennes des DO ont permet l’obtention du tableau XVIII. 

 

 

 

 

 

Figure 29 : Aspect de la microplaque après la récupération du cristal violet. 
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Tableau XVIII : Densités optiques des biofilms du S. aureus ATCC 25923 à une longueur 

d’onde de 560 nm après 24 h d’incubation. 

 Puits BHIB T+ T- SM 1/2 1/4 1/8 1/16 1/32 1/64 1/128 1/256 1/512 1/1024 1/2048 

[   ] /  / 0.42 0.21 0.10 0.052 0.02 0.01 0.006 0.003 0.001 0.0008 0.0004 0.0002 

 

DO 

 

0.191 

± 

0.13 

 

 

 

0.084 

± 

0.032 

 

2.43 

± 

0.14 

 

 

0.07 

± 

0.01 

 

0.1 

± 

0.008 

 

0.111 

± 

0.024 

 

0.171 

± 

0.007 

 

0.222 

± 

0.009 

 

0.28 

± 

0.054 

 

0.466 

± 

0.007 

 

0.9 

± 

0.44 

 

0.915 

± 

0.009 

 

1.680 

± 

0.047 

 

2.073 

± 

0.87 

 

2.341 

± 

0.013 

[  ] : La concentration en (g/ml). 

 

La CMIB est déterminée par la comparaison des densités optiques des puits test à la 

densité du BHIB stérile (DOc). Elle correspond au premier puits ayant une densité inférieure à 

la DOc ; en conséquence, la CMIB égale à 0.052 g/ml. Le résultat confirme ceux obtenus en 

milieu solide. 

 

Le calcul du pourcentage d’inhibition, indique que l’extrait concentré à 0.052 g/ml a un 

effet inhibiteur du biofilm d’environ 93 %, et l’extrait non dilué, concentré à 0.42 g / ml a un 

effet estimé de 97.12 %. 

  

Ce qui concorde avec les résultats d’une étude menée par Chaieb et al., (2013), sur 

l’effet antibiofilm de l’extrait d’écorces de Juglans regia Tunisien vis-à-vis le biofilm de 

S.aureus ATCC 25923, où ils ont déterminé une CMIB50 égale à 43 µg / ml et une CMIB90 

équivalente à 202 µg / ml.  

 

La CMIB obtenues dans la présente étude est très supérieure à celle obtenue par Chaieb 

et ses collaborateurs, ce qui indique que l’activité antibiofilm de l’extrait étudié est clairement 

faible par rapport à celle de l’extrait des écorces de Juglan regia Tunisien. 

 

En revanche, le présent extrait a pu assurer une inhibition qui peut être qualifiée 

d’importante malgré qu’il  était dilué à 1/8, contrairement à l’extrait des écorces de Juglans 

regia Tunisien dont l’inhibition est de moins en moins faible au fur et à mesure que l’extrait 

sera dilué. Ce qui signifie que le pouvoir inhibiteur de l’extrait aqueux étudié et plus fort que 

celui étudié par Chaieb et al. 
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Cette conclusion est en contradiction par rapport au résultat déjà rapporté par d’autres 

études telle que : Quave et al., (2008) ; Acquaviva et al., (2019) disant que le pouvoir 

inhibiteur des écorces du noyer fonctionne d’une manière dose-dépendante. 

 

Cette contradiction, peut être justifiée par la différence de la période et de la région de la 

cueillette de la plante, l’âge du végétal, l’état du matériel végétal avant l’utilisation et le mode 

d’extraction (Abdelmounaim, 2013). 

 

Il a également été constaté que l’extrait de pellicule du Juglans regia L. induit une 

réduction significative des biofilms des staphylocoques à coagulase négative (Acquaviva et 

al., 2019). 

 

Comme il a été démontré que les extraits des feuilles et des fruits de Juglans regia issus 

de cinq clones différents présentent une activité antibiofilm d’environ 95 % vis-à-vis les 

staphylocoques, et ils peuvent servir d’agents antimicrobiens précieux contre les infections 

liées aux Staphylococcus (Milek et al., 2022). 

 

Les composés organiques présentant dans les extraits des plantes, notamment ceux des 

extraits des feuilles et des fruits de Juglans regia peuvent modifier les caractéristiques de la 

surface (hydrophobicité, hydrophile et rugosité, texture) empêchant ainsi l’adhésion 

bactérienne et la formation du biofilm (Ghosh et al., 2020). 
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Conclusion  

Les biofilms sont des formes microbiennes très résistantes aux agents antimicrobiens et 

les désinfectants, alors ils posent un véritable problème de santé humaine et un défi majeur 

pour la communauté médicale. 

C’est pourquoi, le développement des médicaments d’origine végétale est devenu une 

nécessité incontournable pour remédier la résistance des bactéries aux antibiotiques, en 

particulier, après avoir démontré scientifiquement leurs effets bénéfiques sur la santé. 

Le noyer commun «Juglans regia. L»  est largement utilisé dans le monde pour son effet 

antioxydant, antidiabétique, anti-inflammatoire, anti-athérogène ainsi pour ses effets 

protecteurs du foie, et aussi par nos aïeux, notamment pour l’hygiène de la cavité buccale en 

raison de  ses propriétés anti-infectieuses. 

Les staphylocoques à coagulase positive font partie des pathogènes humains les plus 

ubiquitaires et dangereux, du fait de leur virulence et de leur capacité à développer une 

résistance aux antibiotiques.  

A base de ces données, la présente étude qui consiste  au criblage de l’activité antibiofilm 

de l’extrait aqueux des écorces de Juglans regia. L vis-à-vis les biofilm formés par les 

souches de Staphylococcus aureus ATCC 25923 était réalisée, dont l’objectif capital est de 

valoriser la médecine traditionnelle ainsi d’apporter des arguments scientifiques sur son effet 

inhibiteur du biofilms qui peuvent être exploités dans l’industrie pharmaceutique et la 

médecine contemporaine. 

La comparaison des résultats obtenus dans le présent travail aux résultats des études 

antérieures peut affirmer que l’extraction aqueuse par macération permet l’acquisition d’un 

meilleur rendement. 

L’expérimentation a pu indiquer la présence à la fois  d’une activité anti-attachement 

ainsi d’une activité dispersante du biofilm préformé  de l’extrait aqueux des écorces du noyer. 

L’activité antibiofilm de l’extrait des écorces du noyer vis-à-vis les bactéries sessiles du 

S. aureus ATCC 25923 s’élève à 93 % pour une CMIB égale à 52 mg / ml. Un résultat si 

intéressant compte tenu de l’inhibition presque totale de la formation du biofilm. 
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A la lumière des résultats obtenus, il semble que l’exploitation du noyer commun est 

prometteuse pour le traitement des infections associées aux biofilms, pour cela il est 

recommandé de réaliser des investigations scientifiques approfondies sur les molécules qui 

confèrent à cette plante son activité antibiofilm. 

Il est également important que les recherches sur les thérapies anti-infectieuses basées sur  

les agents antibiofilm présents dans le noyer Juglans regia L. fassent l’objet des essais 

cliniques. 
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Annexe 1 

Préparation de la gélose Rouge Congo 

       Ce milieu de culture est utilisé pour l’étude des biofilms. 

 Faire bouillir 500ml de l’eau distillée dans un bécher en utilisant un agitateur 

magnétique. 

 Faire dissoudre  18,5g  de  la poudre BHIB, 5g d’agar agar, 25g de saccharose, 

0,4g de Rouge Congo déjà pesés sur balance dans 200ml de l’eau préalablement 

chauffée. 

 Ajuster avec 300 ml d’eau distillée et laisser agiter et chauffer. 

 Répartir dans des flacons stériles et autoclaver à 120ºC pendant 45min. 

 

 

Annexe 2 

Préparation du bouillon BHIB+Glucose à 1% 

 Faire dissoudre  3,7g de la poudre de BHIB et 1g de glucose dans 100ml de l’eau 

distillée 

 Laisser agiter quelques minutes. 

 Verser dans des flacons et autoclaver à 120ºC pendant 45 min. 

 

Annexe 3 

Préparation du bouillon BHIB+Saccharose à 1% 

 Dissoudre 3,7g de la poudre BHIB et 1g de saccharose dans 100 ml d’eau 

distillée. 

 Laisser agiter puis répartir dans des flacons et autoclaver . 

 

Annexe 4 

Préparation de Phosphate-buffered saline (PBS) 

 Peser 7,6g de NaCl, 0,2g de KCl, 0,71 g de K2HPO4, 0,245 g de Na2HPO4. 

 Dissoudre chaque produit déjà pesé dans 200 ml de l’eau distillée. 

 Déposer le tout dans une fiole jaugée de 1L. 

 Compléter avec de l’eau distillée jusqu’à le trait de jauge. 

 Homogénéiser et répartir dans des flacons. 

Annexe 5 

Préparation du Cristal Violet à 1 %  

 Mettre 0.50g de la poudre du Cristal Violet dans un bécher. 

 Ajuster avec de l’eau distillée jusqu’à  l’obtention d’un volume final de 50mL. 



 

 

 Couvrir le bécher avec du papier aluminium et déposer le sur l’agitateur          

magnétique pour une durée de quelques minutes. 

 Verser la solution dans un flacon. 

 Préparation de la dilution à 0.1% 

 Prélever 3mL de la solution du Cristal Violet à 1% et déposer les dans un 

flacon. 

 Ajuster avec 27mL de l’eau distillée et homogénéiser. 

  

Annexe 6 

Protocole de la coloration du Gram 

- Préparation du frottis : 

 Etaler des colonies bactériennes sur une goutte d’H2O  déjà déposée sur une lame 

préalablement nettoyée avec de l’alcool. 

 Sécher à l’air libre et fixer par passage de la lame trois fois à travers la flamme du bec 

bunsen. 

- Coloration : 

 Recouvrir la lame avec du cristal violet pendant une minute. 

 Eliminer l’excès par lavage avec de l’eau courante sur le dos de la lame pour ne pas 

endommager le frottis. 

 Recouvrir le frottis avec de lugol pendant une minute. 

 Rincer brièvement à l’H2O comme décrit précédemment. 

 Décolorer avec de l’alcool pendant 5 à 10 secondes. 

 Laver la lame comme il est décrit dans la deuxième étape de la coloration. 

 

- Contre-coloration : 

 Contre-colorer avec de la fushine pendant une minute. 

 Eliminer la fushine par lavage tel qu’il est fait dans la deuxième étape de coloration. 

 Sécher à l’air libre. 

- Observation : 

 Mettre une goutte de l’huile d’immersion sur la lame et observer au grossissement 

1000 en utilisant le microscope (OPTIKA). 

Annexe 7 

 L’aspect des souches sur leurs milieux sélectifs 

 

 

 

 

 

 

 

 

S. aureus ATCC 27923 sur le milieu Chapman            E. faecalis WDCM 00009 sur le milieu BEA 



 

 

 

                                                        

 

 

 

 

 

E. coli ATCC 25922  sur milieu EMB               P. aeruginosa ATCC 27853sur gélose Cétrimide 

 Résultats de la coloration de Gram 

 

 

S. aureus ATCC 25923                  B. cereus ATCC 14575                  E. faecalis WDCM 00009 

 

 

 

 

 

 

 

 

                  

E. coli ATCC 25922                                 P. aeruginosa ATCC 27853 

 

 Résultat de la coloration de la spore 

 

 

 

 

 

 

Spores exogènes de B. cereus ATCC 14575 



 

 

 Résultats de l’activité enzymatique 

Test coagulase                                                                     Test ADNase 

 

 

 

 

(A) Tube «Témoin coagulase» 

 

 

 

 

(B) Tube «Test Coagulase»



 

 

 


