
REPUBLIQUE ALGERIENNE DEMOCRATIQUE ET POPULAIRE 

MINISTERE DE L’ENSEIGNEMENT SUPERIEUR ET DE LA RECHERCHE 

SCIENTIFIQUE 

 

UNIVERSITE MOULOUD MAMMERI DE TIZI-OUZOU 

FACULTE DES SCIENCES BIOLOGIQUES ET DES SCIENCES AGRONOMIQUES 

DEPARTEMENT DES SCIENCES AGRONOMIQUES 

FILIERE DES SCIENCES ALIMENTAIRES 

 

 

Mémoire de fin d’étude 

En vue de l’obtention du diplôme de Master Académique  

Spécialité : Agroalimentaire et contrôle de qualité 

Thème :  

  

 

 

 

 

Réalisé par :  

Mlle HAMOUD Ghenima. 

Mlle HAMIDCHI Lila. 

 

Devant le jury : 

Président : Mr. HOUALI K.                                         Professeure à l’UMMTO 

Encadreur : Mr. MSELA A.                                         Maitre de conférence B à l’UMMTO 

CO-promoteur : Mme LAHCENE S.                           Maitre de conférence B à l’UMMTO 

Examinateur : Mr. MOUALEK I.                                Maitre de conférence A à l’UMMTO                   

 

Promotion 2021 /2022 

Evaluation de l’activité anti-biofilm et 

antibactériennes des extraits des feuilles 

d’olivier et des gousses d’ail 



Remerciements 

 

       Avant tout, nous tenons à remercier Dieu le tout puissant de nous avoir donné la santé, 

le courage et la volonté pour réaliser ce modeste travail. 

 

Nous tenons à exprimer nos sincères remerciements à notre encadreur Mr MSELA A, maitre 

de conférences à la Faculté des Sciences Biologiques et Agronomiques de l’Université 

Mouloud MAMMERI de Tizi-Ouzou, pour sa patience, sa confiance, ses conseils judicieux, 

son suivi et ses directives qui nous ont énormément servi pour la concrétisation de ce travail. 

 

Nous remercions également Mr HOUALI K. professeur au 

département de Biochimie et de Microbiologie de l’UMMTO et 

directeur du laboratoire LABAB pour son accueil, pour les moyens nécessaires et les 

conditions favorables mises à notre disposition pour le bon déroulement de notre travail, 

ainsi que pour l’honneur qu’il nous fait en présidant le jury de notre mémoire. 

 

Nos remerciements également Mr. MOUALEK I.  Pour nous avoir fait l’honneur de 

contribué par sa participation à l’examination de ce travail. 

Nos remerciements également notre Co promoteur Mme LAHCENE qui nous a diriger 

durant ce travail avec une grande rigueur scientifique et 

 

Un grand merci à toutes personnes ayant participé de près comme de loin à notre formation 

et à tous ceux qui nous ont apporté leur soutien et leurs encouragements durant la 

réalisation de ce travail. 

 



Dédicaces 

C’est avec un énormes plaisir, un cœur ouvert et une immense joie que je dédie ce modeste 

travail : 

A mes parents Youcef et Ferroudja, pour l’éducation, les valeurs morales et le sens de 

responsabilité que vous m’avez inculquée. Aucun mot ne pourrait exprimer ma profonde 

gratitude, le respect et la reconnaissance que j’ai pour vous. Je vous remercie énormément 

pour votre amour, votre soutien et tous les sacrifices que vous avez consentis pendant mes 

longues années d’études, 

A mes chers sœurs Ouerdia et Melyssa, pour leurs encouragements permanant et de m’avoir 

toujours épaulé, 

A toute ma famille, pour leur appui et leur soutien moral, 

A tous amis, pour leurs aides et les bons moments passé ensemble et ceux qui suivront, 

A ma binôme Lila, je te souhaite toute la réussite et le bonheur que tu mérites, 

Que Dieu, le tout puissant vous préserve et vous comble de joie, bonheur, santé et prospérité. 

 

 

 

 

Ghenima 



Dédicace 

À ceux qui m’ont tout donné sans rien en retour 

À ceux qui m’ont encouragé dans mes moments les plus difficiles 

À ceux qui m’ont fait confiance, qui ont m’ont soutenus sans faille dans tous 

mes projets et qui ont toujours accepté mes choix 

À mon cher père qui grâce à lui j’ai trouvé mon chemin 

À ma chère maman qui m’a encouragée, et qui m’a entourée 

D’amour, que Dieu la garde et la protège. 

Comme je dédie aussi ce travail a tous mes chers frères et mes sœurs. 

À mes amies, à toute ma famille et ma belle-famille 

A mon binôme Ghenima, pour les instants de joie comme de peine partagés, pour le travail 

d’équipe dont on a fait preuve afin de concrétiser ce travail. Ce n’était pas facile mais 

aujourd’hui on a réussi et je suis fière de nous. 

À toutes les personnes qui me connait 

Et à tous la promotion  agro-alimentaire et contrôle de qualité 

2021/2022 

A tout(e)s mes enseignant(e)s de l’Université de Mouloud Mammeri de Tizi-Ouzou qui ont 

tout donné pour transmettre leurs savoirs et qui ont contribué à ma formation. 

 

 

 

Lila 



 

ATB : Antibiotique 

ATCC : American Type Culture Collection 

BHIB : Bouillon Brain Heart Infusion Broth 

GN : Gentamycine 

CP : Composés Phénoliques 

MS : matière sèche 

DO : Densité Optique 

ELISA : Enzyme Linked Immunosorbent Assay 

MH : Muller-Hinton 

NaCl : Chlorure de Sodium 

PH : Potentiel d’hydrogène 

UFC : Unité Formant Colonie 

AI : Auto-inducteur 

EPS : Exopolysaccharides. 

QQ : Quorum quenching. 

QS : Quorum sensing. 

IQS : Inhibiteur du quorum sensing 

S. aureus : Staphylococcus aureus 

E. coli : Escherichia coli 

m : Mètre 

mm : millimètre 

g : Gramme 

Kg : Kilogramme 



mg : Milligramme  

ml : Millilitre 

µl : Microlitre 

% : pourcentage 

° : Degré 

EAU : Extraction aux ultrasons 

BN : Bouillon Nutritif 

CV : Cristal Violet 

RCA : Rouge Congo Agar (Red Congo Agar) 

ED : Eau Distillé 

EDS : Eau Distillé Stérile 

ANOVA : Analys of varience 

LABAB : Laboratoire de recherche de biochimie analytique et biotechnologie 

° C : Degré Celsius 

tr : Tour 

h : Heure 

CIP : Cleaning In Place 

DMSO : Di-méthyl Self-oxyde 

IAA : Industries Agro-Alimentaire 

OMS : Organisation Mondial de La Santé 

UE : Union Européen 

PIA : Polysaccharide intercellular adhesion  



Liste des figures 

 

N° de 

figure 

 

Titre 

N° de 

page 

1.1 Contamination d’un circuit agro-alimentaire (image en microscopie 

optique de fluorescence d’un biofilm se développant sur de l’inox, 
02 

1.2 Représentation des différentes étapes de la formation d’un biofilm 04 

1.3 Mécanismes du quorum sensing bactérien et des différentes stratégies de 

quorum quenching 

08 

1.4 Hypothèses pour expliquer le phénomène de tolérance du biofilm vis-à-vis 

des biocides (antibiotiques et antiseptiques) 
10 

1.5 Séquences des événements dans la formation des biofilms sur les surfaces 

en contact avec les aliments. 
11 

2.1 Représentation d’olivier Olea europaea : (A) Arbre ;(B) feuilles ; (C) 

fleurs ;(D) drupes 

19 

2.2 Présentation d’un arbre d’olivier de Laperrine 20 

2.3  Représentation de l’olivier De l’espèce Olea europaea 21 

2.4 Distribution du complexe de l’olivier (A) et de l’olivier de Laperrine (B) 22 

2.5 Effets biologiques des polyphénols 25 

2.6 Structures chimiques de L’oleuropéine 27 

2.7 Présentation de l’ail (Allium sativum) 29 

2.8 Répartition mondiale de la culture d’ail en 2018 selon l’Organisation des 
Nations Unies pour l’Alimentation et l’Agriculture 

30 

2.9 Réactions chimiques dans la gousse d’ail (Allium Sativum) 31 

3.1 Récolte et préparation des gousses d’ail, l’olivier de Laperrine (Olea 

laperrinei) et l’olivier du nord (Olea europeae). 
34 

3.2 Séchage des feuilles d’Olivier 35 

3.3 Broyage des feuilles d’Olivier 35 

3.4 Broyage des gousses d’ail 36 

3.5 Les étapes de l’extraction aqueuse 36 

3.6 Schéma récapitulatif des différentes étapes d’extraction aqueuse et 

éthanolique 
37 

3.7 Extraction par ultrason 38 

3.8 Revivification des souches conservées dans du glycérol 39 



3.9 Contrôle des souches Escherichia coli ATCC 25922 et Klebsiella 

pneumonie ATCC 7803 
40 

3.10 Contrôle des souches Staphylococcus aureus ATCC 25923  41 

3.11 Préparation des suspensions bactériennes 42 

3.12 Préparation de l’inoculum (S. aureus ATCC 25923 dans du BHIB + 

glucose) 
43 

3.13 Préparation de la série de dilutions 44 

3.14 Les étapes de préparation d’un aromatogramme (activité antibactérienne) 45 

3.15 Préparation des microplaques (activités antibactériennes) 46 

3.16 Les étapes de préparation d’un aromatogramme (activité anti-biofilm) 47 

3.17 Les étapes de préparation des microplaques (activités anti-biofilm) 48 

 

4.1 

 

Représentation graphique de la moyenne des diamètres d’inhibition de 

l’activité anti-biofilm de l’extrait aqueux de l’olivier de Laperrine sur 

milieu solide en fonction des concentrations   

50 

4.2 Représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de 

l’activité anti-biofilm de l’extrait éthanolique de l’olivier de Laperrine sur 

milieux solide en fonction des concentrations 

51 

4.3 Représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de 

l’activité anti-biofilm de l’extrait éthanolique de l’olivier du nord sur 

milieux solide en fonction des concentrations 

52 

4.4 Représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de 

l’activité anti-biofilm de l’extrait éthanolique de l’ail sur milieux solide en 

fonction des concentrations. 

53 

4.5 Représentation graphique des moyennes d’inhibition de la formation du 

biofilm par l’extrait aqueux de l’olivier de Laperrine sur microplaque en 

fonction des concentrations 

54 

4.6 Représentation graphique des moyennes d’inhibition de la formation du 

biofilm par l’extrait éthanolique de l’olivier de Laperrine sur microplaque 

en fonction des concentrations  

55 

4.7 Représentation graphique des moyennes d’inhibition de la formation du 

biofilm par l’extrait éthanolique de l’olivier du nord sur microplaque en 

fonction des concentrations 

56 

4.8 Représentation graphique des moyennes d’inhibition de la formation du 

biofilm par l’extrait éthanolique de l’ail sur microplaque en fonction des 

concentrations 

57 

4.9 Représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de 

l’activité anti-biofilm des extraits bruts sur milieu solide en fonction des 

synergies   

58 

4.10 Représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de 

l’activité anti-biofilm des extraits bruts sur microplaque en fonction des 

synergies   

59 

4.11 Représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de 60 



l’activité antibactérienne de l’extrait aqueux de l’olivier de Laperrine sur 

milieux solide en fonction des souches bactériennes 

4.12 Représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de 

l’activité antibactérienne de l’extrait éthanolique de l’olivier de Laperrine 

sur milieux solide en fonction des souches bactériennes 

61 

4.13 Représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de 

l’activité antibactérienne en fonction des différents extraits et antibiotiques   
63 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Liste des tableaux 

N° de 

tableau 

 

Titre 

N° de 

page 

1.1 Facteurs et propriétés impliqués dans la formation des biofilms 
 

06 

2.1 Classification d’olivier de Laperrine 20 

2.2 Classification botanique d’Olea europaea var europaea 21 

2.3 Composition chimique globale des feuilles d’olivier (exprimé en g/100 g 

de matière fraîche). 
22 

2.4 Activités biologiques des feuilles de l’olivier (Olea europaea L.) 23 

2.5 Principales méthodes d’extraction des polyphénols. 26 

2.6 Effets bénéfiques de l’oleuropéine. 27 

2.7 Classification botanique de l’ail 

 

29 

3.1 Concentration des différents extraits 44 

4.1 Vérification de la capacité des souches à former un biofilm sur 

microplaque 
49 

4.2 Résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier de Laperrine extrait 

aqueux sur    S. aureus sur milieux solide 
49 

4.3 Résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier de Laperrine extrait 

éthanolique sur S. aureus sur milieux solide 
50 

4.4 Résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier du Nord extrait 

éthanolique sur    S. aureus milieux solide 
51 

4.5 Résultats de l’activité anti-biofilm de l’Ail extrait éthanolique sur S. 

aureus sur milieux solide 
52 

4.6 Résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier de Laperrine extrait 

aqueux sur    S. aureus sur microplaque 
53 

4.7 Résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier de Laperrine extrait 

éthanolique sur S. aureus sur microplaque 
54 



4.8 Résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier du Nord sur S. aureus sur 

microplaque 
55 

4.9 Résultats de l’activité anti-biofilm de l’ail sur S. aureus sur microplaque 

 
56 

4.10 Résultats des Tests de synergies sur milieux solide 57 

4.11 Tests de synergies sur microplaque 58 

4.12 Résultats de l’activité antibactérienne de l’Olivier de Laperrine extrait 

aqueux sur trois souche bactérienne milieux solide 
59 

4.13 Résultats de l’activité antibactérienne de l’Olivier de Laperrine extrait 

éthanolique sur trois souches sur milieux solide 
60 

4.14 Résultats de l’activité antibactérienne de l’Olivier de Laperrine extrait 

aqueux et éthanolique sur trois souches sur microplaque 
62 

4.15 Résultats de comparaison entre les activités antibactérienne des différents 

extraits et antibiotiques 
62 

 



     

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Sommaire 
 



Sommaire 

Liste des abréviations 

Liste des figures  

Liste des tableaux 

 

Introduction………………………………………………………………...…………………01 

Chapitre Ⅰ : Biofilms bactériens 

 

I.1 Historique………………………………………………………………………………….02  

I.2 Définition…………………………………………………………………...……………..02 

I.3 Composition d’un biofilm…………………………………………………...…………….03  

I.3.1 Microorganismes……………………………………………..…………..03 

I.3.2 La matrice……………………………………………………..………….03  

I.4 Organisation d’un biofilm………………………………………………………..………..04 

I.5 Mécanisme de formation de biofilms……………………………………………...……….04 

I.5.1 Adhésion réversible……………………………………………….....……04  

I.5.2 Adhésion irréversible………………………………….………………….05  

I.5.3 Formation des micro-colonies et Maturation du biofilm..…………………05 

I.5.4 Dispersion...………………………………………………………………06  

I.6 Facteurs favorisant la formation d’un biofilm…………………………..………………….06  

I.7 Régulation de la formation des biofilms……………………………….…………………..07 

I.7 .1 Quorum sensing (QS)………………….…………………………………07 

I.7 .2 Quorum quenching (QQ)…………………………………………………07 

I.8 Résistance aux antibiotiques……………………………………………….………………08 

I.8 .1  Définition……………………………………...………….……………...08  

I.8 .2  L’antibiorésistance des biofilms…………...…………….………………09 



I.9 Les biofilms en industries agroalimentaires………………….……………..…………...…10 

I.9 .1 Impacte des biofilms sur l’industrie………..……………..………………11  

I.9 .2 Risque sur la santé humaine……………...………………..……………...13   

                      I.9 .3Résidus de produits chimiques dans l’aliment…………….………………14                                

                I. 9. 3 .1  Résidus des produits de nettoyage et de désinfection…...………..……14 

                      I. 9. 3. 2  Résidus d’antibiotiques………………………………………...……..15 

I. 10  Perspectifs d’utilisation des extraits de plantes………...………………………….…..15  

I. 10.1 Dans la désinfection des industries agroalimentaires…………….......….15 

I. 10.2 Alternative d’utilisation des antibiotiques………….……....……….…..16 

I.11 Caractérisation des activités anti-biofilms et antibactériens des extraits de plantes…..…..17  

 

 

 

Chapitre II : Plantes médicinales 

Partie I : olivier 

II.1. Historique…………………………………………………………………………….….18 

II.2. Caractéristiques générale sur  l’olivier ………………………………………………......18 

II.3. Description de l’olivier…………………………………………………………………. 19 

II.3.1. Olea europaea subssp laperrinei ……………………………………………………...19 

II.3.1.1. Taxonomie………………………………………………………………….. 20 

II.3.2. Olea europaea subssp europaea (sativa) …………………………………………...…20 

II.3.2.1. Taxonomie…………………………………………………………………...21 

II.4. Localisation géographique……………………………………………………………….21  

II.5.Composition chimique des feuilles……………………………………………………….22 

II.6. Les principales propriétés pharmacologiques des feuilles de l’olivier……………………23 

II.6.1. Propriétés antimicrobiennes…………………………………..………………..23 



II.7. Domaines d’utilisation des feuilles d’olivier……………………………………….…….24 

II.7.1. Domaine pharmaceutique………………………………………………………24 

II.7.2. Industries Alimentaires……………………………….………………………..24 

II.8. Les composées phénoliques d’olivier et leur intérêt………………..…………………….24 

II.8.1. Principales voies de biosynthèse des composés phénoliques……..……………25 

II.8.2. Techniques d’extraction des polyphénols……………………………..……….25 

II.9 Composés phénoliques des feuilles d’olivier………………………………………..……26 

II.9.1 Monomères phénoliques……………………………………………………27 

II.9.2 Polymères phénoliques……………………………………………………..27 

II.9.3 L’oleuropéine……………………………………….………………………27 

Partie 2 : L’ail 

II.1 Historique……………..……………………………………………...…………………..28 

II.2 Description………………………………………………………………………………..28 

II.3 Taxonomie……………..………………………………………………………...……….29 

II.4 La répartition géographique………………………………………………………………29 

II.5 Composition………………………………………………………………………………30 

II.6 Principes actifs de l’ail……………………………………………………………………30 

II.7 Effets thérapeutiques de l’ail……………………………………………………………...31 

II.7.1 Effet antimicrobien……………………………………………………………………..32 

II.7.2. L’ail dans l’industrie agroalimentaire…………………………………………….……32 

Chapitre III : Matériels et méthodes 

III.1. Problématique et objectifs………………………………………………………………33 

III.2. Matériels et méthodes…………………………..……………………………………….33 

III.2.1. Réalisation des extractions…………………………………………………………….34 

III.2.1.1 Matériel végétal………………………………………………………………….…34 

III.2.1.1.1 La récolte ………………………………………………………………………….34 



III.2.1.1.2 Séchage des feuilles……………………………………………………………..…34  

III.2.1.1.3 Broyage et conservation…………………………………………………………....35 

a. Les feuilles d’oliviers…………………………………………………………….35  

b. L’ail………………………………………………………………………...…….35 

III.2.1.1.4 Méthode d’extraction des extraits bruts……………………………………………36 

a. Olivier de Laperrine……………………………………………………....36 

b. Olivier de nord et l’ail…………………………………………………….37 

III.2.1.2 Teste de l’activité antibactérienne et anti-biofilm……………………………………39 

III.3.2 Préparation des Souches microbiennes………………………………………………..39 

III.3.2.1 Revivification des souches bactériennes…………………………………………......39 

III.3.2.2 Contrôle des souches microbiennes………………………………………………….40 

III.3.3 Préparation des inoculas……………………………………………………………….42 

III.3.3.1 Préparation de l’inoculum pour l’aromatogramme………………………………..…42  

III.3.3.1 Préparation de l’inoculum pour la microplaque……………………………………...42   

III.3.4 Préparation des dilutions……………………………………………………………….43  

III.3.5 Étude de l'Activités antibactériennes des extraits bruts…………………………..…….44 

III.3.5.1 Étude de l'Activités antibactériennes des extraits bruts sur gélose 

(Aromatogramme)…………………………………………………………….………………44 

III.3.5.2 Étude de l'Activités antimicrobiennes des extraits bruts sur micro- plaque…………..45 

 III.3.6 Activités anti-biofilm des extraits bruts…………………………………………...…..46 

III.3.6.1 Activités anti-biofilm des extraits bruts sur gélose (aromatogramme)…….…………46 

 III.3.6.2 Activités anti-biofilm des extraits bruts sur microplaques……………….………….47 

III.3.6.2.1 Ensemencement de la microplaque…………………………………….…………. 47 

Chapitre IV : Résultats et discussion 

IV.1 Résultat du contrôle de la capacité des souches à former un biofilm………………..49 



IV.1.1 sur milieux solide (gélose)………………………………………..……………..49  

 

IV.1.2 Sur milieu liquide (microplaque)……………………………………………….49 

IV.2 Résultats du Test anti-biofilm sur milieux solide pour S. aureus……………...………..49  

IV.2.1 Olivier de Laperrine……………………………….………………………………49 

     IV.2.1.1 Extrait aqueux………………………………………………………………..49 

     IV.2.1.2 Extrait éthanolique…………...…………..…………………………………..50 

IV.2.2 Olivier du nord…….………………………………………………………………51 

IV.2.3 Extrait d’ail…………...…………………………………………………………….52 

IV.3 Résultats du Test anti-biofilm sur microplaque…………………………………………53 

     IV.3.1 Olivier de Laperrine………………………………………………………………..53 

     IV.3.1.1 Extrait aqueux………………………………………………………………..53 

     IV.3.1.2 Extrait éthanolique…………….……………………………………………..54 

     IV.3.2 Olivier du Nord…………….………………………………………………………55 

     IV.3.3 L’ail………………………………………………………………………………...56 

IV.4 Résultats des Tests de synergies………………………………………………………...57 

IV.4.1 Sur milieu solide………………………………………………………..57 

IV.4.2 Sur microplaque..……………………………………………………….58 

IV.5 Résultats du Test antibactérien sur trois souches bactériennes sur milieux solide……...59  

IV.5.1 Olivier de Laperrine……...……………………………………………………59 

IV.5.1.1 Extrait aqueux…………………………………………………………59 

IV.5.1.2 Extrait éthanolique……………………………………………………60 

IV.6 Résultats du Test antibactérien sur trois souches bactériennes sur microplaque…...…...61 

IV.8 Comparaison entre les différents extraits et antibiotiques…………………….………...62 

Discussion……………………..……………………………………………….64 

  

Conclusion…………………………………………………………………….71 

Référencesbibliographiques 

Annexes 

Résumé  

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Introduction 
 



Introduction 
 

 

1 

 Introduction :  

 

Les plantes médicinales constituent la source majeure de médicaments grâce à la 

richesse de ce qu’on appelle le métabolisme secondaire, cependant, l’homme n’a découvert 

les vertus bénéfiques des plantes que par une approche progressive. Les plantes peuvent 

synthétiser un grand nombre de molécules organiques complexes dotées souvent d’activité 

biologique potentielle (Scognamiglioa, 2012 ; Di Donna, 2010). 

Aujourd’hui, d’une part la résistance des microorganismes aux antibiotiques est l’une 

des préoccupations majeures de la santé publique. A titre d’exemple Staphylococcus aureus, 

principal agent pathogène impliqué dans les infections nosocomiales, a acquis de nombreux 

mécanismes de résistances aux antibiotiques dès les années 1960 (Vieu, 2014).  

D’autre part, la structure spécifique des biofilms fournit un haut niveau de résistance 

aux antibiotiques, aux désinfectants et aux détergents (Costerton et al., 1999 ; Stewart et 

Closteron, 2001 ; Stewart et Franklin, 2008). Les bactéries englobées dans les 

biofilms sont plus résistantes à l’action des agents biocides que les bactéries planctoniques 

(Ceri et al., 1999). 

De ce fait, la recherche de nouvelles substances ayant des effets antimicrobiens 

devient une nécessité majeure. Pour cela, la phytothérapie constitue une solution intéressante. 

Plusieurs plantes médicinales sont utilisées dans ce but (Kahlouche-Riachi, 2014).   

Ces dix dernières années, le recours à la médecine traditionnelle s’est répandu partout 

dans le monde et a gagné une popularité importante. Non seulement les populations des pays 

en développement y ont accès mais aussi ceux des pays où la biomédecine occupe une grande 

place dans les systèmes de santé (OMS, 2003). 

Dans ce contexte, notre travail a pour but l’évaluation l’activité anti-biofilm et 

antibactérienne de l’extrait des feuilles d’olivier de Laperrine (Olea laperrinei), l’olivier du 

nord (Olea europaea) et des gousses d’ail (Allium sativum), par deux méthodes : diffusion sur 

gélose et sur microplaque.  

 Toute en espérant que ces substances bioactives soit utilisé non seulement dans le 

domaine médical mais aussi dans le domaine agroalimentaire ou le problème de résidus 

présente un réel danger pour la santé humaine. 
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Chapitre I  

I.1 Historique  

 Le biofilm, décrit pour la première fois en 1683 par van Leeuwenhoek, selon lequel les 

micro-organismes se fixent et se développent universellement sur les surfaces exposées, ce qui 

a conduit à des études qui ont révélé que les micro-organismes associés à des surfaces (biofilms) 

présentaient un phénotype distinct (Donlan, 2002 ; Roux et Chigo, 2006). 

 De plus , en 1973 Characklis a étudié les boues microbiennes dans les systèmes d'eau 

industriels et a montré qu'elles étaient très tenace et très résistantes aux désinfectants tels que le 

chlore, puis en 1978 Costerton et al ont présenté une théorie des biofilms qui expliquait les 

mécanismes par lesquels les micro-organismes adhèrent aux matériaux vivants et non vivants 

et les avantages accrus par cette niche écologique (Branger et al., 2007 ; Chalvet de 

Rochemonteix, 2009 ; Kara Terki, 2014).  

    Enfin, dans les années 1980, les travaux de william Costerton mettent en évidence que 

l’essentiel de la biomasse microbienne est fixé sur des surfaces et constitue des populations 

hétérogènes englobés dans une matrice extracellulaire. Ces populations présentes dans tout les 

environnements et associées à des surfaces minérales végétales ou animales, sont appelées 

“biofilms”(Roux et Ghigo, 2006). 

I.2 Définition d’un biofilm  

  Les biofilms bactériens sont ubiquitaires du fait qu’ils concernent le monde animal, 

végétal, humain et environnemental. Ils présentent souvent une architecture complexe, très 

variable d’un biofilm à l’autre selon les bactéries qui le composent et les conditions 

environnementales (Teneur en oxygène, nutriments, pH…) (Roux et Ghigo, 2006). C’est une 

stratégie de survie des microorganismes face aux stresses environnementaux négatifs (Yiying, 

2020) (Figure 1. 1). 

 

Figure 1. 1 : Contamination d’un circuit agro-alimentaire (image en microscopie optique de 

fluorescence d’un biofilm se développant sur de l’inox, Murga et Donlan, 2001) 



Chapitre I :                                                                            Biofilms bactériens 

 

 

3 

 

I.3 Composition d’un biofilm  

Le biofilm est constitué essentiellement de microorganismes et de la matrice que ces 

derniers synthétisent. Les microorganismes représentent 2 à 5 % de la matrice du biofilm selon 

l’espèce impliquée tandis que la matrice extracellulaire représente 50 à 90 % de la masse 

organique carbonée du biofilm (Bellifa, 2014).  

I.3.1. Les microorganismes  

Un biofilm est composé de communautés complexes des bactéries au sein desquelles on 

peut trouver des multiples espèces attachées à différents matériels (Akbas, 2015), capables de 

survivre aux agressions extérieures (agents anti-infectieux, déshydratation, ...) et de maintenir 

ainsi des formes viables (Ceri et al., 1999).  

Les biofilms naturels sont souvent composés de nombreux types de microorganismes : 

bactéries, protozoaires, algues, mycètes, chaque groupe exécutant des fonctions métaboliques 

spécialisées (Branger et al., 2007 ; Alnnasouri, 2010). Seuls quelques biofilms sont composés 

d’un seul type de microorganisme. Ce phénomène est lié aux conditions environnantes, plus 

souvent qu’à la nature même des microorganismes (Branger et al., 2007). 

I.3.2. La matrice 

La matrice est un environnement dynamique dans lequel les cellules microbiennes sont 

organisées, elle est composée principalement de :  

 L’eau : demeure le principal composant du biofilm ; 

 Des Exo polysaccharides (EPS) il représente jusqu'à 85% de la masse totale ; 

 Débris cellulaires (protéines, acides nucléiques) ; 

 Déchets du métabolisme cellulaire ; 

  Débris issus des matières en contact avec les surfaces (Branger et al., 2007 ; Bellifa, 2014). 

La matrice assure les interactions intracellulaires et joue un rôle majeur dans 

l’hydratation (Vanzieleghem et Delmée, 2020) et les propriétés de résistance aux biocides 

(Donlan et Costerton, 2002 ; Donlan, 2002). 
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I.4. Organisation d’un biofilm 

Les microorganismes sont organisés à l’intérieur de la matrice sous forme de micro-

colonies ; ces dernières, au sein des biofilms, elles sont séparées par des canaux aqueux qui 

forment un réseau de circulation permettant, d’une part d’acheminer l’oxygène et les nutriments 

dans les régions enfouies du biofilm, et d’autre part d’évacuer les déchets (Branger et al., 

2007).  

Le biofilm n’est pas un environnent homogène, car il présente des zones à teneurs variables 

en oxygène ou en nutriments, (qui présentent des valeurs de pH différents), les régions au centre 

des agrégats bactériens sont généralement anaérobies et pauvres en nutriments, alors que celles 

situées près des canaux ou de l’interface entre le biofilm et le liquide sont mieux oxygénées et 

plus riches en nutriments (Roux et Ghigo, 2006). 

I.5 Mécanisme de formation d’un biofilm bactérien  

Les mécanismes employés par les différentes espèces bactériennes pour la formation des 

biofilms se déroulent en quatre principales étapes (Boudarale, 2018). 

 

Figure 1. 2 : Représentation des différentes étapes de la formation d’un biofilm (Lebeaux et 

Ghigo, 2012). 

I.5.1   L’adhésion réversible  

L’adhésion réversible (temporaire et faible) ; initial, est l’étape d’adhésion où 

l’attachement des bactéries sur une surface grâce aux forces gravitationnelles, mouvement 

Brownien et forces hydrodynamiques qui font que les cellules grâces à leurs appendices (pilis, 

flagelles, fimbriae) s’attachent au support (Goel et al., 2021). La nature de l’attachement 

dépend des caractéristiques physico-chimiques du support (température, pH, disponibilité des 
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nutriments…) (El-Tarabily et al., 2021). Etant donné que les bactéries sont généralement 

chargées négativement, elles ont tendance à coloniser des surfaces de charges positives (Ruhal 

et Kataria, 2021). Dans cette phase d’adhésion, les bactéries peuvent être facilement éliminées, 

ce qui démontre que l'attachement est crucial dans le développement du biofilm (Anand et al., 

2014). 

      I.5.2 L’adhésion irréversible  

Dans cette étape, les interactions entre les cellules et les surfaces deviennent 

permanentes des gènes codant pour des protéines d’adhésion (adhésines) sont exprimés tandis 

que ceux qui codent pour les flagellines sont réprimés afin que les cellules deviennent 

immobiles et commencent donc à se multiplier et forment des petites agrégats (Geol et al., 

2021). Avec la présence d’une matrice EPS qui lorsqu’elle atteint une certaine épaisseur 

solidifie le biofilm de sorte que sa destruction nécessitera un vigoureux lavage (brossage, 

raclage) (Srey et al., 2013). 

 Cette adhésion stable est rendue possible grâce à la sécrétion de polymères 

extracellulaires qui vont former des ponts de fixation entre la cellule et la surface ou entre deux 

cellules (Van Houdt et al., 2005).  

 Pour l’adhésion des bactéries gram négatives, seront impliqués les pilis, les curlis, les 

capsules et le glycocalyx. Quant à l’adhésion des bactéries gram positives ce sont les acides 

téichoïques, l’acide mycolique, la capsule et le glycocalyx qui sont impliqués (Van Houdt et 

al., 2005). 

     I.5.3 Formation des micro-colonies et Maturation du biofilm   

La maturation du biofilm consiste en premier lieu en la surproduction d’EPS 

constitués principalement d’eau avec de petites quantités de protéines, lipides, ADN, 

polysaccharide… dont le rôle est de protégé le biofilm de la dessiccation avec des canaux de 

transport d’eau et de nutriments ; en deuxième lieu en la communication entre cellules via le 

QS (quorum sensing) (El-Tarabily et al., 2021). 

 Le biofilm a une croissance exponentielle se traduisant par une augmentation 

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

composé de trois couches de cellules (Alnnasouri, 2010).  

La première couche représente la structure initiale régulatrice qui couvre le support 

occupé par des bactéries métaboliquement peu actives en raison de l’accès difficile aux 
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nutriments et à l’oxygène mais se trouve davantage protégées des agressions extérieures, la 

deuxième couche est une couche intermédiaire et la troisième constitue les cellules 

planctoniques qui sont en mode de division active et accèdent plus facilement aux nutriments 

et à l’oxygène. Le biofilm mature est doté d’une grande pathogénicité aidant à augmenter sa 

résistance aux antibiotiques (Zhao et al., 2017). 

 

      I.5.4 Dispersion du biofilm  

Lorsque la densité bactérienne sur une surface devient très élevée, des bactéries se 

détachent du biofilm et se dispersent dans le milieu environnant et retournent à l’état 

planctonique (Kaplan, 2010). La dispersion représente la dernière étape du cycle de formation 

d’un biofilm et elle est spontanée lorsque le support vieilli et les conditions ne sont plus 

favorable ou lors d’une grande prolifération microbienne (Rohatgi et Gupta, 2021).  

La dispersion passe par trois phases : l’érosion du substrat, la desquamation et l’abrasion 

(Brindhadevi et al., 2020). Des gènes codants pour des enzymes telles que la lyse sont 

exprimés durant ces phases permettant ainsi aux cellules de reprendre leurs formes 

planctoniques et de former à nouveau des biofilms (Goel et al., 2021).  

I.6 Les facteurs favorisant la formation d’un biofilm  

La formation d’un biofilm est un phénomène complexe, sous l’influence de nombreux 

facteurs parmi lesquels : la surface, le milieu et les microorganismes (Branger et al., 2007), 

sont résumés dans le tableau 1. 1 

Tableau 1.1 : Facteurs et propriétés impliqués dans la formation des biofilms (Chalvet, 

2009). 

Propriétés du support  
Propriétés du milieu aqueux 

environnant 
Propriétés des cellules 

Texture, rugosité, 

présence d’aspérités 

Vitesse du flux, présence 

d’un flux laminaire ou non 

Hydrophobicité de la surface 

des cellules 

Hydrophobicité  pH  
Présence de flagelles, 

fimbriae, pili, … 

 

Présence préalable d’un 

film protéique 

recouvrant la surface 

Température  

 
 Cation (Ca²⁺ , Na²⁺ , 

Fe³⁺ …) 

 Fer, nutriments 

Rôle de structures 

polymériques 
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 Sources de carbone 

disponibles 

 Disponibilité du 

milieu en oxygène 

extracellulaires 

d’EPS 

 

 
            Présence d’agents antimicrobiens 

 

I.7 Régulation de la formation des biofilms 

           I.7.1 Quorum sensing (QS) 

Au début du XXIe siècle, le quorum sensing (QS) a été identifié chez de nombreuses 

bactéries à gram positif et négatives comme un mode de communication et de perception 

fondé sur la production de petites molécules, qui peuvent se diffuser à travers la membrane ou 

être transportés à l’extérieur de la cellule (Mion et al., 2019). 

Le QS, repose sur la production de petites molécules médiatrices de type hormonal appelés 

auto inducteur (AI), produites au cours de la croissance bactérienne. Lorsque la concentration 

des AI atteint un seuil critique dans le milieu, ceux-ci pénètrent dans la cellule et interagissent 

avec un régulateur transcriptionnel qui permet l’expression de gènes spécifiques en réponse à 

la forte concentration de cet AI (Waters et Bassler, 2005 ; Czajkowski et Jafra, 2009).  

Les bactéries gram négatives pathogènes pour l'homme et les plantes, y compris les 

entérobactéries, pseudomanas, Yersinei, utilisent le métabolisme QS pour la régulation de la 

synthèse des factures de virulences. Tandis que les bactéries gram positives ont développées 

des systèmes de communications intercellulaires également. Les bactéries des genres Bacillus 

Enterococcus, Staphylococcus exploitent les QS pour développer une compétence génétique, 

produire des peptides antimicrobiens ou des exotoxines et former des biofilms (Czajkowski et 

Jafra, 2009).   

Le mécanisme de QS bactérien est basé sur deux groupes de molécules de signalisation : 

les dérivés peptidiques typique des bactéries gram positives et dérivés d’acide gras exploité par 

les bactéries gram négatives (Czajkowski et Jafra, 2009) (Figure 1. 3). 

I.7.2 Quorum quenching (QQ)  

L’altération des mécanismes du QS peut aboutir à d’importantes modifications 

phénotypiques des micro-organismes du biofilm, par exemple une sensibilité augmentée à des 

antibiotiques ou à des antiseptiques, ou encore des anomalies dans le cycle de développement 

du biofilm, surtout lors des étapes de formation et de dispersion (Irie, 2008).  
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 Le phénomène de QQ consiste en la dégradation enzymatique des molécules de 

signalisation du système de détection du quorum afin d’éviter leur accumulation dans 

l’environnement et d’inhiber la modification de l’expression génétique. Ces enzymes, grâce à 

l’inhibition de la production d’AI, sont capables d’empêcher la production de facteurs de 

virulences, notamment les biofilms produits par des bactéries résistantes aux médicaments 

(Paluch et al, 2020).  

 

 

Figure 1. 3 : Mécanismes du quorum sensing bactérien et des différentes stratégies de 

quorum quenching. (Mion et al., 2019). 

I.8 Résistance aux antibiotiques  

     I.8.1 Définition 

Une souche est dite résistante lorsqu’elle supporte une concentration d’antibiotique 

notablement plus élevé que celle qui inhibe le développement de la majorité des autres 

souches de la même espèce (Haskouri, 2002).  

On distingue deux types de résistance bactérienne :  

  Naturelle  

 Cette résistance est propre à un groupe bactérien. Par exemple, la résistance à la 

vancomycine d’Escherichia coli (E.coli). (Coyle, 2005 ; Hemaiswarya et al., 2008). 
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  Acquise  

Aujourd’hui, l’évolution de la résistance bactérienne acquise aux antibiotiques se 

concrétise par des taux élevés de multirésistance de certaines espèces bactériennes qui étaient 

sensibles à l’origine, espèces plutôt impliquées dans les infections acquises à l’hôpital comme 

Staphylococcus aureus (S. aureus) mais aussi espèces bactériennes plutôt responsables 

d’infections communautaires comme Streptococcus pneumoniae (Bingen, 2003). 

I.8.2 L’antibiorésistance des biofilms  

Les biofilms retrouvés dans des environnements naturels ou industriels sont résistants aux 

macrophages, aux antibiotiques, ainsi qu’aux biocides utilisés dans les procédés industriels 

(Costerton et al., 1999).  

Les concentrations d’antibiotiques nécessaires pour inhiber les bactéries au sein d’un 

biofilm peuvent être 10 à 1000 fois plus élevées que celles utilisées pour inhiber les mêmes 

bactéries à l’état planctonique (Mario et al., 2013). Plusieurs facteurs peuvent expliquer la plus 

grande résistance (certains auteurs préfèrent parler d’une tolérance) des biofilms aux agents 

antimicrobiens (Hall-Stoodley et al., 2009 ; Anderson et al., 2008 ; Ceri et al., 2010).  

 

Un de ces facteurs est la matrice polymérique qui agit comme barrière réduisant ou 

empêchant la diffusion des agents antimicrobiens. Les charges électrostatiques à la surface de 

la matrice polymérique peuvent aussi lier certains agents antimicrobiens. Le métabolisme des 

bactéries d’un biofilm joue également un rôle très important. Étant donné que la faible 

concentration de certains nutriments et le gradient en oxygène, certaines cellules du biofilm 

seront peu actives métaboliquement et pourront être même sous forme dormante ; ces cellules 

bactériennes dormantes sont d’ailleurs probablement responsables d’une grande partie de la 

tolérance associée aux biofilms (Lewis, 2008). La proximité spatiale des bactéries au sein d’un 

biofilm mature favorise probablement le transfert horizontal de gènes et l’augmentation de la 

résistance aux antibiotiques (Lewis, 2008). 
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Figure 1. 4 : Hypothèses pour expliquer le phénomène de tolérance du biofilm vis-à-vis des 

biocides (antibiotiques et antiseptiques) (Lebeaux et Ghigo, 2012). 

 

I.9 Les biofilms en industries agroalimentaires (IAA)  

La formation d’un biofilm est un phénomène naturel, retrouvé dans d’innombrables niches 

écologiques. Ce phénomène va donc interférer avec de nombreuses activités humaines. La 

formation des biofilms peut avoir des conséquences néfastes, tant sur les activités dans le 

domaine industriel et la santé humaine (Srey et al., 2013). 

L’étude des biofilms dans le milieu des industries agroalimentaires (IAA) relève, pour une 

grande part, du domaine de la sécurité sanitaire des aliments. Presque toutes les branches de 

l'industrie alimentaire, y compris les secteurs des produits laitiers sont remis en cause par le 

problème des biofilms (Srey et al., 2013). Ces derniers causent des pertes économiques dues à 

la détérioration des aliments et des équipements, la perte de la qualité organoleptique et sanitaire 

des produits alimentaires finaux ainsi que la diminution de leur durée de conservation, ils 

affectent le processus chimique impliqué dans la production (Simoes et al., 2010 ; Dzianch et 

al., 2019). Ils peuvent aussi induire à la corrosion des surfaces métalliques (INOX en industrie 

alimentaire) et réduire l’efficacité des appareils par diminution de transfert de chaleur dans les 

échangeurs thermique (Chmielewski et Frank, 2003 ; Simoes et al., 2010). 

L’environnement agroalimentaire fournit des conditions particulières favorisant 

l’installation de biofilms comme l’humidité et la présence de matière organique (nutriments) 

(Bower et al., 1996). Parmi les agents pathogènes, S. aureus est le plus isolé des surfaces de 

l’IAA, où il peut adhérer et former des biofilms (Jeronimo et al., 2012). La persistance de ces 
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derniers dans le milieu agroalimentaire peut causer de graves problèmes d'intoxications dues à 

la présence de souches entérotoxinogènes dans les aliments (Normanno et al., 2007). 

Les biofilms sont classés en deux catégories, biofilms de procédés qui se forment par 

contact directe des produits et biofilms environnementaux qui se forment dans le milieu 

environnant (murs, plafonds) lors de la transformation des aliments (Teh et al., 2015). 

Les biofilms dans les IAA constituent des modèles particuliers qui ne correspondent pas 

complètement aux modèles de biofilms établis sur la base des observations faites dans les 

écosystèmes naturels (Chmieleweski et Frank, 2003). Ceux-ci sont reconnus se former en 

réponse aux stress environnementaux qui sévissent généralement dans les milieux naturels, 

notamment le déficit nutritionnel (Costerton et al., 1999). Les principes à la base de ces 

biofilms ne peuvent donc pas être appliqués aux systèmes des IAA caractérisées par la richesse 

en nutriments. D’autant plus que l’impact des conditions des processus technologiques de 

transformation des aliments sur le développement des biofilms doit également être pris en 

considération (Chmieleweski et Frank, 2003). Dans certains modèles développés pour les 

systèmes de transformation des aliments (Shi et Zhu, 2009), l’étape constituée par les 

traitements de nettoyage/désinfection est inclus dans le cycle de formation du biofilm. 

 

Figure 1. 5 : Séquences des événements dans la formation des biofilms sur les surfaces 

en contact avec les aliments. (Shi et Zhu, 2009). 

I.9.1 Impacte des biofilms sur l’industrie  

Les biofilms sont la source de nombreux problèmes dans les IAA, en termes d’hygiène et 

d’altération des qualités organoleptiques des produits alimentaires. Ils sont présents dans tous 

les secteurs : laiteries, brasseries, meuneries, sucreries, salaisonneries, etc. (Jeyasekaran et al., 
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2000). Ils causent à l’industrie alimentaire des pertes annuelles de plusieurs millions de dollars 

(Brook et Flint, 2008). Des biofilms peuvent aussi se développer dans les réseaux 

d’alimentation en eau potable et dans les systèmes de climatisation, en particulier par la bactérie 

Legionella pneumophila, est également un problème majeur car l’ajout de chlore ne permet pas 

d’éliminer les bactéries fixées. La présence de biofilms dans les canalisations peut être à 

l’origine de la détérioration de la qualité organoleptique et microbiologique de l’eau (Paquin 

et al., 1992).  La formation des biofilms sur les métaux peut également engendrer des problèmes 

de corrosion. En effet, associés à des surfaces métalliques, les biofilms de bactéries anaérobies 

sont à l’origine de réactions chimiques corrosives, susceptibles d’endommager, d’obturer et de 

contaminer durablement les systèmes de circulation de fluides (Roux et Ghigo, 2006). 

De plus, le contact des communautés microbiennes avec la surface des produits 

alimentaires augmente la probabilité que les cellules adhérant de manière irréversible et restent 

même dans les surfaces après l'assainissement. C'est l'une des principales raisons de la 

formation de biofilm sur les surfaces en contact avec les aliments. Par exemple en industrie 

laitière, les biofilms microbiens sont la principale source de contamination du lait et des 

produits laitiers. Le développement de biofilms sur les équipements laitiers est très rapide (8-

12 h), avec un nombre souvent supérieur à 106 bactérie/cm2 (Bremer et al., 2009) ce qui 

engendre de graves problèmes tels que l’entrave du flux de chaleur au travers des surfaces 

d’acier (zones de refroidissement par exemple), l’augmentation de la résistance par frottement 

du liquide à la surface (diminution de l’entrefer) ainsi que l'augmentation du taux de corrosion 

des surfaces conduisant à des pertes d'énergie, de production et requiert potentiellement de 

nouveaux investissements.  L’un des groupes les plus communs de microorganismes formant 

des biofilms sur les équipements laitiers est la flore bactérienne aérobie sporulée thermophiles. 

La persistance de ce groupe de contaminants bactériens dans l’environnement laitier, est 

attribuée à la résistance de leurs biofilms aux agents chimiques du nettoyage / désinfection 

(Benkhaldi, 2017).   

En raison de leur résistance au traitement thermique et aux agents antimicrobiens, les 

biofilms posent également des problèmes dans de nombreux secteurs industriels et plus 

particulièrement dans l’environnement laitier où ils sont difficiles à éliminer même avec des 

procédures de nettoyage et de désinfection acceptables (Bore et Langsrud, 2005 ; Bremer et 

al., 2006 ; Brooks et Flint, 2008). En outre il a été montré (Le Gentil et al., 2010), que la ré-

adhésion des bactéries à la surface des équipements du système de canalisation du lait survient 

même durant le nettoyage en place (CIP : cleaning-in-place). Dans ce domaine-là, l’émergence 
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de la résistance des biofilms aux traitements antimicrobiens conventionnels est également 

soulignée (Chmielewski et Frank, 2003 ; Murthy et Venkatesan, 2008 ; Vlakova et al., 

2008 ; Shi et Zhu, 2009 ; Simoes et al., 2010). 

I.9.2 Risque sur la santé humaine   

Les biofilms ont un impact important sur la santé. En effet, s’il est classiquement considéré 

que les infections aiguës sont dues au mode planctonique, les infections chroniques seraient 

principalement liées au mode de vie sessile (Amara et al., 2018 ; Zykwinska et al., 2016). 

  L’une des principales caractéristiques des organismes en biofilm est leur faible 

susceptibilité face aux anti-infectieux comparé aux microorganismes en mode planctonique 

(Bjarnsholt, 2013). Plusieurs mécanismes permettent de l’expliquer (Tolker-Nielsen, 2014). 

 - Faible pénétration des molécules à l’intérieur du biofilm, liée aux propriétés physico-

chimiques de la matrice extra-cellulaire 

 - Différents stades métaboliques à l’intérieur du biofilm, notamment métabolismes altérés 

 - Présence de cellules persistantes 

 - Surexpression de mécanismes de résistance et de gènes spécifiques 

 - Tolérance à la phagocytose et au système immunitaire  

Les infections à biofilm posent ainsi d’importants problèmes thérapeutiques, mais 

également des problèmes de diagnostic, car les techniques classiques de microbiologie sont 

principalement adaptées au mode de vie planctonique (Bjarnsholt, 2013 ; Burmølle et al., 

2010). Ces infections peuvent être de divers types et être à la base de pathologies variées, parfois 

graves voire mortelles. 

Les infections liées à des biofilms touchent majoritairement les personnes 

immunodéprimées et impliquent souvent des bactéries commensales comme Staphylococcus 

epidermidis, S. aureus et P. aeruginosa (Costeron et al., 1999). La flore constitutive de 

biofilms en IAA peut-être variée et comprend de nombreuses espèces : E. coli, S. aureus, L. 

monocytogenes, P. aeruginosa, Brucella, Salmonella… (Sharma et Anand, 2002). 

Plusieurs espèces et genres bactériens causant des infections chez l’animal, et ayant ou 

non un potentiel zoonotique, sont capables de former des biofilms. À titre d’exemple que S. 

aureus est souvent impliqué dans les cas de mammite chez la vache laitière, une maladie 

économiquement très importante. Il est suggéré par plusieurs chercheurs que la formation d’un 
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biofilm favorise la persistance dans la glande mammaire tout en diminuant l’efficacité des 

traitements aux antibiotiques (Melchior, 2011) 

Plusieurs espèces bactériennes intéressent particulièrement l’IAA à cause de leur 

capacité à causer des infections ou des toxi-infections alimentaires chez l’homme (Van Houdt 

et Michiels, 2010 ; Tremblay et al., 2014). C’est le cas notamment des souches 

entérohémorragiques d’E. coli O157:H7 dont le bœuf est le principal réservoir. Plusieurs de ces 

souches sont capables de former des biofilms et le plasmide pO157 semble y jouer un rôle 

essentiel (Puttamreddy et al., 2010). De plus, des souches d’E. coli O157:H7 incapables de 

former un biofilm peuvent tout de même s’associer à un biofilm produit par une souche non 

pathogène d’E. coli et profiter ainsi de la protection fournie par le biofilm (Uhlich et al., 2010). 

 Listeria monocytogenes, agent de la listériose, est un microorganisme pouvant survivre 

et croître dans diverses conditions environnementales incluant la température de réfrigération, 

un pH acide et une haute concentration en sel (Gandhi et Chikindas, 2007). Il peut être isolé 

d’aliments crus ou transformés (lait, produits laitiers, viandes, poissons et fruits de mer). La 

formation d’un biofilm par L. monocytogenes et le fait que L. monocytogenes peut également 

se retrouver dans des biofilms multi-espèces (Habimana et al., 2009). 

Les Campylobacter thermophiles, C. jejuni et E. coli, sont responsables d’un grand 

nombre d’infections gastro-intestinales. Ces bactéries peuvent former des biofilms et survivre 

sur les surfaces d’équipement des usines de transformation (Peyrat et al., 2008). 

I.9.3 Résidus de produits chimiques dans l’aliment  

I.9.3.1 Résidus de produits de nettoyage et de désinfection : 

La sécurité sanitaire des aliments passe par la maitrise des risques microbiologiques et 

chimiques qui constituent une préoccupation mondiale de santé publique. En effet, tout au long 

de la chaine alimentaire, les denrées peuvent être la cible de différents types de contaminants 

biologique et chimique. Les risques liés à ces contaminants vont principalement dépendre de 

l’agent implique et du niveau de contamination de l’aliment (Slimani, 2018). 

A la suite du traitement des surfaces alimentaires, il est possible que des résidus de produits 

biocides persistent sur les surfaces, notamment si ces résidus ne sont pas totalement éliminés 

lors des opérations de rinçage. Du fait de leur persistance sur les surfaces alimentaires, un 

transfert de résidus est possible sur ou vers les aliments, ce qui constitue une source potentielle 

de contamination chimique des aliments (Slimani, 2018). 
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Les procédures de nettoyage systématiques ne sont pas indiquées dans certaines 

pratiques industrielles. Elles sont en effet néfastes à la transformation des produits. C’est par 

exemple le cas des hâloirs de maturation des fromageries. La stratégie adoptée est alors ce que 

l’on appelle depuis plus de 20 ans l’écologie microbienne dirigées (Carpentier et Cerf, 1993). 

 

Au regard du Règlement sur les Produits Biocides (RPB) (UE) No. 528/2012 (Commission 

Européenne, 2012), on entend par résidu toute « substance présente dans ou sur des produits 

d’origines végétal ou animal, dans les ressources en eau, dans l’eau potable, dans les denrées 

alimentaires, les aliments pour animaux ou ailleurs dans l’environnement, qui résultent de 

l’utilisation d’un produit biocide y compris les métabolites et les produits de dégradation d’une 

telle substance ». 

I.9.3.2 Résidus d’antibiotiques :  

  Les résidus sont définis comme étant tous principes actifs ou leurs métabolites qui 

subsistent dans les viandes ou autres denrées alimentaires provenant de l’animal auquel le 

médicament en question a été administré (Commission européenne, 1981). 

 

Le concept de résidus de traitement dans les denrées alimentaires a évolué au cours de 

la seconde partie du XXe siècle pour aboutir à la démarche de fixation d’une dose sans effet, de 

la dose journalière admissible et des limites maximales de résidus (LMR) dans les denrées 

alimentaires (Codex Alimentarius 2011). Cette évolution a suivi le progrès des connaissances 

en matière d’évaluation des risques toxicologiques, ainsi que ceux des sciences analytiques et 

du domaine de la pharmacocinétique (Mensah et al., 2014). 

 

Les facteurs favorisant la présence de résidus d’antibiotiques dans les aliments d’origine 

animal sont, entre autres, le non-respect des délais d’attente après l’administration des 

antibiotiques, la non-consultation des vétérinaires avant l’utilisation d’antibiotiques, l’absence 

de formation préalable en production animal et le type d’élevage, intensif ou extensif, pratiqué 

par l’exploitation (Donkor et al., 2011).  

 

I.10 Perspectifs d’utilisation des extraits de plantes  

       I.10.1 Dans la désinfection des industries agroalimentaire 

Les désinfectants d'usage courant en industrie agroalimentaire  (hypochlorite de sodium, 

glutaraldéhyde) peuvent avoir plusieurs effets délétères comme une sensation de brûlure de la 
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bouche et de la gorge, une irritation des yeux et de la peau, un larmoiement, etc. Par conséquent, 

ils sont nocifs à la fois pour le personnel et pour l'environnement . Par conséquent, le besoin est 

de trouver une alternative biocompatible plus naturelle avec une efficacité de désinfection 

comparable (Roopsi et al., 2019). 

Les plantes medecinales sont utilisées depuis des siècles à des fins médicinales et peut 

également être utilisé avec succès dans le domaine de l’industrie agroalimentaire. Le principal 

avantage de l'utilisation des extraits de plantes comme désinfectant est qu'il s'agit d'un produit 

naturel qui n'a pas ou peu d'effets secondaires, facilement disponible, moins cher et, surtout, 

qui est 100 % biodégradable et ne cause aucun dommage à l'organisme et environnement 

(Roopsi et al., 2019 ). 

Les extraits de plantes médicinales peuvent être utilisées dans le domaine de l’industrie 

agroalimentaire en tant que produits désinfectants grâce à leurs richesse en principes bioactifs 

dotés d'activité antimicrobienne notament le carcacrol, le thymol , la curcumine 

etc…(Vasantha et al., 2021; Ojha et al.,  2017 ; Hewlings et Kalman, 2017). 

I.10.2 Alternative d’utilisation des antibiotiques 

Alors que de plus en plus d'antibiotiques sont rendus inefficaces par des bactéries multi-

résistantes, l'accent doit être mis sur des thérapies alternatives pour le traitement des 

infections. Bien que plusieurs alternatives existent déjà dans la nature, le défi est de les mettre 

en œuvre. Les progrès de la biotechnologie, du génie génétique et de la chimie de synthèse ont 

ouvert de nouvelles voies vers la recherche de thérapies pouvant remplacer les antibiotiques 

(Ghosh et al., 2019). De plus, l'émergence de bactéries résistantes aux agents antimicrobiens 

conventionnels montre clairement que de nouvelles stratégies de contrôle des biofilms sont 

nécessaires (Sidhu et al., 2006 ; Simöes et al., 2006). 

 

Parmi ces alternatives on peut citer les bactériocines qui sont une stratégie courante de 

défense bactérienne contre d'autres agents bactériens, éliminer les adversaires potentiels des 

premiers et augmenter le nombre de nutriments disponibles dans l'environnement pour leur 

propre croissance. Ils peuvent être appliqués dans l'industrie alimentaire comme bio-

conservateurs et comme probiotiques, ainsi que dans la lutte contre les souches bactériennes 

multirésistantes. L'utilisation d'anticorps antibactériens promet d'être extrêmement sûre et 

efficace. De plus, la vaccination apparaît comme l'une des stratégies préventives les plus 

prometteuses (Rios et al., 2016). 
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En outre, les plantes médicinales sont connues pour synthétiser un large éventail de 

composés appelés métabolites secondaires qui les aident dans leur autodéfense et leur 

communication avec d'autres organismes dans leur environnement. Les extraits de plantes en 

tant que médicaments sont des substituts inévitables aux antibiotiques prescrits par les médecins 

(Chandra et al., 2021). 

I.11 Caractérisation des activités anti-biofilms et antibactériens des extraits de plantes  

Les plantes réagissent aux attaques microbiennes par un répertoire hautement coordonné 

de barrières défensives moléculaires, cellulaires et tissulaires contre la colonisation et 

l'invasion. Les métabolites secondaires des plantes, parmi lesquels de nombreux polyphénols, 

tels que les flavonoïdes, les acides phénoliques et les tanins, présentent des activités 

antibactériennes et/ou antibiofilm (Slobodníková et al., 2016). 

Généralement, l'organe cible des composés actifs dans l'extrait végétal est la membrane 

cellulaire des bactéries. En fait, il a été montré  que les constituants actifs pouvaient attaquer la 

paroi cellulaire et la membrane cellulaire, détruisant ainsi leur barrière de perméabilité et 

provoquant la libération de constituants intracellulaires comme le ribose et le glutamate de 

sodium. En outre, ils interfèrent avec le transport des électrons, l'absorption des nutriments, la 

synthèse des protéines et des acides nucléiques et l'activité enzymatique, entraînant l'inhibition 

de la croissance bactérienne ( Alharbi et al., 2021 ; Hamouda et al., 2000). 

Concernant l'activité antibiofilm, il  a été montrer que certains d'entre eux contiennent 

des composés anti-biofilm qui inhibent la croissance, interrompent le quorum sensing (QS) 

et/ou empêchent l'adhésion bactérienne . L’extrait de l'ail agit comme un composé interférant 

avec le QS dans le traitement des infections bactériennes, en raison de la production d'ajoène, 

une molécule riche en soufre . L’extrait de canneberge est également un agent anti-adhérent 

capable de prévenir les infections bactériennes ( Miquel et al., 2016). 
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PARTIE I : L’olivier 

II.1. Historique : 

L’olivier est un arbre de la famille des oléacées, cultivé surtout dans le bassin méditerranéen 

depuis plus de 3500 ans avant notre ère. Il était dans l’antiquité grecque et romaine, un emblème 

de fécondité et un symbole de paix et de gloire. Le nom scientifique de l’arbre "Olea" vient 

d’un mot qui signifiait "huile" chez les grecques de l’antiquité (Loussert et Brousse, 1978). 

Avant que la présence de l’olivier de Laperrine ne soit signalée par Duveyrier en 1864 dans 

le Hoggar, les populations locales (les Touaregs) l’appelaient déjà en Tamahaq « aléou » (terme 

qui se rapproche phonétiquement à Olea). D’après Maire (1933), les explorateurs militaires du 

général Laperrine récoltèrent un grand nombre d’échantillons de différentes espèces dans le 

Sahara central (Baali-cherif, 2007).  

II.2. Caractéristiques générales de l’olivier : 

                   Olea europaea L. provient d’un genre d'environ 20 à 25 espèces de la famille 

Oleaceae, l'un des premiers arbres à feuilles cultivées (Rhizopoulou, 2007). 

L’olivier est un arbre dont la taille avoisine 10m de long. Il se reconnait facilement à 

l’aspect tortueux de son tronc, à ses feuilles de forme oblongues à ovales-lancéolées et à ses 

fleurs regroupées en petites inflorescences en forme de grappes dressées, naissant à l’aisselle 

des feuilles (Arab et al., 2013) ; le fruit de l'olivier est une drupe sphérique qui change 

généralement de couleur (du vert au violet ou presque noir, lorsqu'elle est complètement mûre), 

dont l’huile est son composant essentiel (Rhizopoulou, 2007 ; Chafaa, 2013) 

L'olivier est une espèce à une croissance lente, tolérante au stress de la sécheresse et à 

une durée de vie extrêmement longue d'environ 500 ans, persistantes dans la région 

méditerranéenne, où sa croissance est majoritaire dans les régions tempérées qui permettent le 

développement dans différentes conditions environnementales caractérisées par son tronc, par 

son pouvoir de développer la croissance latérale et par le fait que ses racines sont difficiles à 

détruire (Rhizopoulou, 2007; Benguendouz, 2019) 
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Figure 2.1 : Représentation d’olivier Olea europaea : (A) Arbre ;(B) feuilles ; (C) 

fleurs ;(D) drupes (Villa, 2003). 

 

II.3. Description de l’olivier :  

II.3.1. Olea europaea subssp laperrinei : 

Olea europaea subsp. laperrinei (Batt.et Trab. 1912), ou olivier de Laperrine, connu 

aussi sous le nom de l’olivier du Sud est une sous-espèce d’olivier appartenant à la famille des 

Oleaceae. Ce taxon endémique, naturellement adapté aux zones arides est observé en Algérie  

uniquement dans les régions montagneuses du Sahara central depuis le sud algérien jusqu’au 

nord-est soudanais en passant par le Niger où les précipitations moyennes annuelles varient de 

50 à 100 mm/an (Green, 2002 ; Baali-Cherif et al., 2007 ; Besnard et al., 2009). 

  Olivier du sud, est de taille moyenne (2 à 3 m de haut), il prend l’allure soit d’un arbuste 

à rameaux intriqués, soit d’un arbre au tronc noueux. Les rameaux feuillus forment un 

enchevêtrement serré, caractéristique des mutilations et des coupes dont il est l’objet pour 

procurer du fourrage aux animaux. Ses feuilles opposées, vert cendré, sont très allongées 

effilées à l’extrémité. Il fleurit rarement. Ses inflorescences peu fournies sont en grappes grêles 

à petites fleurs blanches et, par voie de conséquence, fructifie peu (Benchelah et al., 2006). Il 

a été observé au Sahara dans le Hoggar et l’Aïr. Il croit dans les montagnes du Sahara dans les 

milieux caillouteux, les gorges et les falaises (Breton et Berville, 2012). 

A B 

C D 



Chapitre II :                                                                          Plantes médicinales 

 

 

20 

Cet arbre est présent en haute altitude entre 1400 et 2700 m (Besnard et al., 2007) et peut 

se retrouver jusqu’à 2800 m (Baali-Cherif et Besnard, 2005). Il pousse sur des roches 

volcaniques ou éruptives, généralement dans les lits d’oueds et les falaises où les populations 

sont souvent difficiles à atteindre (Baali-Cherif et Besnard, 2005). 

II.3.1.1 Taxonomie : 

L’olivier de Laperrine est une espèce qui appartient au complexe d’Olea europaea ; classé 

selon Siti et Kotez (2008), de la manière suivante :      

Tableau 2.1 : Classification d’olivier de Laperrine 

Règne Plantae 

Sous-règne Tracheobionta 

Division Magnoliophyta 

Embranchement Spermaphytes 

Sous-

embranchement 

Angiospermes 

Classe Dicotyledones 

Sous-classe Steridees 

Ordre Scrofilariales 

Famille Oleaceae 

Genre Olea 

Espèce O.europaea 

Sous-espèce laperrinei   (Batt et Trab, 

1912) 

                                                                   

II.3.2. Olea europaea subssp europaea (sativa) : 

Est un arbre fruitier qui produit les olives qui sont consommes sous diverses formes et 

dont on extrait une principale huile alimentaire, l’huile d’olive. C’est la variété domestique 

depuis plusieurs millénaires, cultivée principalement dans les régions à climat méditerranéen, 

une espèce d’arbre et d’arbuste de la famille des oléacées (Dupont et al., 2007). 

Olea europaea sativa est constitué d’un grand nombre de variétés améliorées, ayant une 

diversité phénotypique importante et qui donnent une teneur en huile assez variables selon la 

variété considérée. Estimé actuellement à plus de 2000 variétés d’oliviers recensées dans le 

monde. Selon la destination des fruits de cet arbre, elles ont été classifiées en variétés : olives 

de table ou olives à huile ou variétés dites à deux fins (Loussert et Brousse, 1978). 

 

Figure2.2 : Présentation d’un arbre 

d’olivier de Laperrine (Besnard, 2012) 
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Cet arbre est également réputé pour sa grande rusticité, lui permettant de se développer 

et de fructifier sous des conditions de climat subaride et sur des sols parfois très pauvres 

(Loussert et Brousse, 1978). 

II.3.2.1. Taxonomie : 

La classification botanique de l’olivier selon Conquist (1981), est la suivante : 

Tableau 2.2 : classification botanique d’Olea europaea var europaea 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2.3: Représentation de l’olivier De l’espèce Olea 

europaea (Villa, 2003) 
 

II.4 Localisation géographique : 

L’olivier (figure 2.4.A) est présent depuis l’Afrique du Sud jusqu’en Chine, en 

Méditerranée, en Marocaine (Canaries et Madère) et dans les montagnes sahariennes. 

(Lahcene, 2020) 

En Algérie, l’olivier de Laperrine est présent dans quatre massifs montagneux, ce sont 

le Hoggar, le tassili n’Ajjer, le Tafedest et le Mouyedir (figure 2.4.B), au Niger, il est présent 

dans l’Aïr et au soudan dans le Djebel Marra et le Gourgeil (figure B) (Lahcene, 2020). 

Règne            Plantae 

Sous-règne  Tracheobionta 

Division  Magnoliophyta 

Classe  Magnoliopsida 

Sous-classe  Asteridae 

Ordre  Scrophulariales 

Famille  Oleaceae 

Genre  Olea 

Espèce  Olea europaea 

Sous-espèces : Olea europaea var 

europaea 
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Figure 2.4 : Distribution du complexe de l’olivier (A) et de l’olivier de Laperrine(B). 

(Besnard et al., 2012) 

II.5 Composition chimique des feuilles : 

Les feuilles fraîches d’olivier sont caractérisées par une matière sèche moyenne de 50%, 

elles contiennent des quantités variables d’oligo-élément dont la concentration est en fonction 

de plusieurs facteurs : la physiologie de la plante, les conditions environnementales 

(principalement, les éléments disponibles dans le sol) et l’âge de la feuille (Bouabdllah, 2014). 

 Les feuilles sont particulièrement riches en carbohydrates. La matière organique est 

constituée par des protéines, des lipides, des monomères et polymères phénoliques (tels que les 

tannins) et principalement par des polysaccharides (tels que la cellulose, l’hémicellulose). Leur 

teneur en protéine est faible et la composition en acides aminées est particulièrement diversifiée. 

Concernant leur composition en minéraux, le fer est le plus abondant dans les feuilles avec une 

concentration de 273 g/kg de matière sèche (Aouidi, 2012). 

Tableau2.3 : Composition chimique globale des feuilles d’olivier (exprimé en g/100 g de 

matière fraîche). 

 

Composition en 

% 

Garcia 

Gomez et al.,  

2003 

Martin 

Garcia et al., 

2006 

Boudhrioua 

et al., 2009 

Erbay et 

Icier., 2009 

Eau Nd 41,4 46,2 – 49,7a 49,8a 

Protéines Nd Nd 5,0 – 7,6a 7,0b 

Lipides 6,2b 3,2b 1,0 – 1,3a 6,5a 

Minéraux 26.6b 16,2b 2,8 – 4,4a 3,6b 

Glucides Nd Nd 37,1 – 42,5a 27,5a 

Fibres brutes Nd Nd Nd 7,0a 
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Cellulose 19,03b Nd Nd Nd 

Hémicellulose 25,4b Nd nd Nd 

Lignine 30,4b Nd nd Nd 

Polyphénols 

totaux 

Nd 2,5b 1,3 – 2,3b Nd 

Tannins 

solubles 

Nd Nd nd Nd 

Tannins 

condensés 

Nd 0,8b nd Nd 

 

a : correspond aux valeurs exprimées par rapport à la masse fraiche des feuilles d’olivier. 

b : correspond aux valeurs exprimées par rapport à la masse sèche des feuilles d’olivier. 

nd : valeur non déterminée.                                                                                                                                                                     

II.6 Les principales propriétés pharmacologiques des feuilles d’oliviers  

Depuis l’antiquité, les feuilles sont employées traditionnellement pour désinfecter les 

blessures cutanées, l’extrait des feuilles d’olivier possède plusieurs propriétés 

pharmacologiques : anti-oxydantes, hypotensives, hypoglycémiantes, antimicrobiennes 

(Rombi et al., 2015 ; Karakaya, 2009 ; Somova et al., 2002 ; Sato et al., 2008). 

II.6.1 Propriétés antimicrobiennes    

 L’extrait de feuilles d’olivier renforcerait le système immunitaire et permettrait de lutter 

contre de nombreux agents infectieux ; bactéries, parasites, virus et certains champignons. 

(Walker, 2000 ; Lee-Huang et al., 2003 ; Markin et al., 2003 ; Sudjana et al., 2009). 

Par leurs pouvoirs antimicrobiens et antiviraux, les feuilles traitent les infections causées 

par ou associés à un virus, un rétrovirus, une bactérie ou un protozoaire (Lee et al., 2010 ; 

Micol et al., 2005). D’autres activités notables sont résumées dans le tableau suivant : 

 

Tableau 2.4 : Activités biologiques des feuilles de l’olivier (Olea europaea L.) 

Activités Références 

Activité anti-fongique Korukluoglu et al., 2008 

Activité gastro-protective Dekanski et al., 2009 

Activité anti-athérogène (prévention 

contre l'athérosclérose) 
Somova et al., 2003 

Activité hypo-lipidimique Jemai et al., 2008 

Activité anti-allergique Masataka et al., 2007 (brevet) 

Activité analgésique (activité anti-

nociceptive) 
Esmaeili-Mahani et al., 2010 
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Activité neuro-protective Mohagheghi et al., 2011 

Activité anti-cardiovasculaire Singh et al., 2008 ; Fonolla et al., 2010 ; 

Scheffler et al., 2008 

Activité vaso-active (contre les maladies 

cardiovasculaire) 
Rauwald et al., 1994 

Activité vasodilatateur Zarzuelo et al., 1991 

Activité anti-leucémique (effet anti-

prolifératif 

des cellules leucémiques humaines) 

Abaza et al., 2007 

Action antivieillissement Akemi et al., 2001 (brevet) ; Tadashi, 

2006 (brevet) ; Thomas et al., 2006 

 

II.7. Domaines d’utilisation des feuilles d’olivier : 

Les feuilles d’olivier ont plusieurs pouvoir biologique, elles sont employées dans 

plusieurs domaines : dans l’alimentation animale, en thérapeutique, cosmétologique, 

dépollution et biochimie. (Talhaoui et al., 2015). 

II.7.1 Domaine pharmaceutique 

 La valorisation concerne l’extraction des tocophérols et de l’oleuropéine, ainsi que la 

production de l’hydroxytyrosol (De Lucas et al., 2002 ; Bouaziz et Sayadi, 2003). Le spectre 

d’action de l’hydroxytyrosol est comparable à ceux de l’ampicilline et de l’érythromycine 

(Bisignano et al., 1999). 

II.7.2 Industries Alimentaires 

 Les feuilles peuvent être utilisées comme ingrédients dans la formulation d’aliments pour 

les hyper-glycémiques (Komaki et al., 2003). Stabilisant des huiles végétales (Farag et al., 

1998 ; Bouaziz et al., 2008) ; les tocophérols protègent contre l’oxydation naturelle des 

acides gras, en particulier les acides gras polyinsaturés. Elles peuvent être aussi utilisées pour 

la conservation de la viande fraiche de dinde (Djenane et al., 2012). 

II.8 Les composées phénoliques d’olivier et leur intérêt : 

Les métabolites secondaires ne se trouvent que dans des tissus ou organes particuliers ou à 

des stades précis de développement (Hopkins, 2003). Ils sont synthétisés en réponse aux 

contraintes de l’environnement et permettent à la plante de se défendre contre les pathogènes, 

les prédateurs… (Morot, 2009). Les CP, métabolites secondaires, forment le groupe des 

composés organiques phytochimiques le plus important dans le royaume des végétaux avec 

plus de 8000 structures phénoliques présents dans tous les organes de la plante (Beta et al., 

2005). L'élément structural de base est un noyau benzoïque auquel sont directement liés à un 
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ou plusieurs groupes hydroxyles, libres ou engagés dans une autre fonction chimique (éther, 

méthylique, ester, sucre...) (Bruneton, 1993). 

Toutes les parties de l’arbre servent à guérir : le fruit, la feuille, la fleur, l’écorce et 

l’huile d’olive. Cependant, seuls les extraits de feuilles d'olivier et l'huile d'olive extra vierge 

(acidité <1%) sont considérés comme une source importante de ces composants (Visioli et 

Galli, 1994). Les polyphénols de l'olivier ont une énorme capacité à piéger les radicaux libres 

et montrent un comportement synergique lorsqu'ils sont combinés, ce qui se déroule 

naturellement dans les feuilles d'olivier et donc dans leurs extraits (Polzonetti et al., 2004). 

Parmi ces polyphénols, l'hydroxytyrosol et tyrosol qui contribuent au goût amer, 

astringence et à la résistance à l'oxydation (Visioli et Galli, 1994). 

 

Figure 2.5 :    Effets biologiques des polyphénols (Martin et Andriantsitohaina, 2002) 

 

II.8.1 Principales voies de biosynthèse des composés phénoliques 

  D’après Bruneton (2009), les composés phénoliques des végétaux sont issus de deux 

grandes voies d’aromagenèse : 

 La voie de l’acide shikimique, conduit des oses aux amino-acides aromatiques 

(phénylalanine et tyrosine) puis, par désamination de ces derniers aux acides 

cinnamiques et à leurs dérivés (Knaggs, 2003). 

 La voie de l’acide acétique, conduit à des poly-β-cétoesters (polyacétates) de 

longueur variable, qui engendrent par cyclisation ou condensation, des composés 

souvent polycycliques : les flavonoïdes et les tannins condensés (Nacks et 

Shahidi, 2004). 
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II.8.2 Techniques d’extraction des polyphénols 

 D’après Vercauteren et Cheze (1998), les solvants d’extraction jouent un rôle capital 

en assurant le transfert de phase du produit à extraire. Au départ, la matière première qui est un 

mélange hétérogène (solide végétal ou liquide de fermentation), est soumise au contact d’un 

solvant (liquide) afin d’obtenir un extrait primaire complexe utilisable directement. Il peut être 

également soumis à des échanges liquide-liquide, dans ce cas il s’agit principalement 

d’interactions moléculaires entre le solvant et le soluté. 

 L’extraction des composés phénoliques se fait selon plusieurs méthodes, les plus utilisées 

et employées sont résumées dans le tableau. 

Tableau 2.5 : principales méthodes d’extraction des polyphénols. 

Techniques Principe Référence 

Extraction par les 

solvants  

(macération) 

Le contact entre le solvant (liquide) et la matière 

végétale (solide) a pour but de libérer les polyphénols 

dans les cellules par rupture du tissu végétal et par 

diffusion. 

(Owen et 

Johens, 1999) 

Extraction par 

chromatographie 

sur colonne 

Elle consiste à absorber sur une résine du type C18 

pour les polyphénols des extraits végétaux puis à 

éluer sélectivement les substances polyphénoliques 

au moyen d’éthanol ou méthanol aqueux. 

 

(Rouessac et 

Rouessac, 1997) 

 

Extraction 

par ultrason 

(EAU) 

Est basée sur le principe de la cavitation. Lorsque le 

solvant est sonique, les ondes ultrasons se propagent 

dans le milieu, ce qui entraine des cycles alternés de 

compression et de décompression, qui a leur tour 

entraine des changements de pression, à des 

pressions très faible se forme des bulles d’air ou de 

vapeur de solvant, donnant lieu à un phénomène 

appelé cavitation. 

(Ritz et al, 2002) 

 

II.9 Composés phénoliques des feuilles d’olivier 

Les feuilles d’olivier contiennent plusieurs classes de composé phénoliques comme les 

flavonoïdes, secoiridoides, hydroxytyrosol (Talhaoui et al., 2015). Elles présentent une teneur 
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en composés phénoliques variant de 2,8 mg/g MS (Altiok et al, 2008) à 250 mg/g MS selon les 

variétés (Mylonaki et al, 2008). 

Les composés phénoliques dans les feuilles d’olivier sont très divers et leurs structures 

sont très variables : 

      II.9.1 Monomères phénoliques 

      Selon Altiok et al. (2008) les monomères phénoliques sont représentés par : 

             - Acides phénoliques : acide caféique, acide vanillique et acide syringique. 

              - Alcools phénoliques : tyrosol et hydroxytyrosol. 

              - Des flavonoïdes : apigénine, lutéoline, rutine. 

        II.9.2 Polymères phénoliques 

Les polymères phénoliques sont représentés par : 

       - Les tannins : composés naturels des végétaux, ayant une capacité de se complexer 

fortement avec les hydrocarbures et les protéines. Les tannins sont classés en deux 

groupes majeurs : les tannins solubles et les tannins condensés (Garro-Galvez et al., 1997). 

         - La lignine. 

         II.9.3 L’oleuropéine 

  L’oleuropéine ou oleuropéoside, un hétéroside sécoiridoïde, est présent dans l’olivier 

et ses produits dérivés (huile d’olive, margines et grignons). C’est le composé bioactif le plus 

abondant et majeur dans les feuilles d’olivier la teneur moyenne varie de (60- 

90 mg/g) (Araqas, 2013 ; Talhaoui et al, 2015). 

 

Figure 2.6: Structures chimiques de L’oleuropéine (Benavente-Garcia et al., 2000) 

 

L’oleuropéine possède de nombreux effets bénéfiques. Ces derniers sont résumés ainsi : 
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Tableau 2.6 : Effets bénéfiques de l’oleuropéine. 

Effets bénéfiques de l’oleuropéine Références bibliographiques 

Antioxydant Benavente-Garcia et al., 2000 

Antimicrobien Pereira et al., 2007 

Antiviral Micol et al., 2005 

Anti- inflammatoire Visioli et al., 1998 

Cardioprotecteur Andreadou et al., 2006 

Neuroprotecteur Omar S.H., 2010 

Anti-tumoral Hamdi et Castellon, 2005 

Inhibe l’activité du facteur d’activation des 

plaquettes 
Andrikopoulos et al., 2002 

L’auto-défense de l’olivier Malik et Bradford, 2006 

 

Partie 2 : L’ail 

II.1 Historique 

 L’ail provient à l’origine d’Asie centrale, mais ayant été introduit très tôt dans de 

nombreuses civilisations, beaucoup en revendiquent la paternité. Plus précisément, on 

suppose que son berceau serait situé dans les plaines à l’Est de la mer Caspienne (Kazakhstan, 

Ouzbékistan et Turkménistan), régions où il pousse encore à l’état sauvage. Il aurait été 

introduit en Chine par les tribus nomades et se serait propagé jusqu’en Asie du sud-est. Il y a 

environ 10 000 ans, il s’est répandu progressivement en Extrême-Orient, en Arabie, en Égypte 

et dans le Bassin méditerranéen, transporté par les marchands au gré des routes commerciales. 

  Ce bulbe est sans doute l’un des légumes les plus anciennement cultivés par l’homme 

qui l’utilisait autant pour son alimentation que pour sa santé (Geaga, 2015) 

II.2 Description  

L’ail cultivé ou l’ail commun est appelé en latin Allium sativum L. Une plante 

monocotylédone, herbacée, vivace, bulbeuse et à nombreuses fleurs blanches ou roses  

formant une inflorescence en ombelle. Le bulbe mère repose sur une structure plate appelée 

plateau d’où partent les racines. Il est entouré environ de 8 à 12 bulbilles ou caïeux 

couramment désignés sous le terme de gousses. Le bulbe et les gousses 

sont entourés de pellicules très fines de couleur blanche ou rose à pourpre. Il existe 700 

variétés d’aulx qui varient selon leur grosseur, leur saveur et leur couleur. 

La reproduction de l’Allium sativum est strictement végétative et ceci, à partir d’une gousse 

(Dethier, 2010). 
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L’ail est non seulement utilisé en cuisine comme condiment pour ses vertus 

aromatiques, car il relève le goût des viandes et des sauces mais utilisé en phytothérapie vue 

ses effets anti-tumoraux, anti-cholestérol, antifongiques, antibactériens, antiviraux, 

antiparasitaires, antioxydants et hypoglycémiants. Il agit aussi sur le système vasculaire (Tahri 

et al., 2007). 

 

Figure 2.7 : Présentation de l’ail (Allium sativum) (Dethier, 2010) 

II.3 Taxonomie  

La classification traditionnelle de l’ail, distingue les cultivars selon des critères morpho-

physiologiques en fonction de leur période de végétation et de la couleur de la tunique des 

bulbes et des bulbilles (Touil et al., 2015). 

 

Tableau 2.7 : Classification botanique de l’ail 

Règne Plantae 

Sous-règne Trachéophyte 

Embranchement Spermaphytes ou Phanérogames 

Sous-embranchement Angiospermes 

Classe Monocotyledonae 

Sous-classe Liliidae 

Ordre Liliales 

Famille Liliaceae ou Liliacées 

Genre Allium 

Espèce Allium sativum 

Nom commun Ail 

 

II.4 La répartition géographique 

La culture d’ail est repartie dans le monde entier, cela est dû aux grands nombres de variétés 

adaptées à tous les climats. 
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Figure 2.8 : Répartition mondiale de la culture d’ail en 2018 selon l’Organisation des 

Nations Unies pour l’Alimentation et l’Agriculture (anonyme1). 

II.5 Composition des gousses de l’ail 

La gousse d’ail contient 65% d’eau, 28% de polysaccharides de stockage, 2% de protéines 

dont essentiellement des enzymes (allinase et peroxydases…), 12% d’acides aminés libres 

(alanine, arginine, acide aspartique, asparagine, histidine, leucine, méthionine, proline, 

tryptophane, phénylalanine, sérine, thréonine et valine (Dethier, 2010). 

  L’ail est riche en calcium, en phosphore et en soufre (Saleh et al., 2015). On y trouve 

aussi du potassium, du zinc, du cuivre, du magnésium et des oligo-éléments comme, le 

sélénium et germanium. Cette plante renferme aussi des vitamines A, B1, B2, PP, C, les 

acides gras essentiels (vitamine F). 

D’autres composants sont également identifiés, parmi lesquels on a les pigments 

phénoliques, les terpénoïdes, les saponines (β-chlorogènines) et les antibiotiques  

(Agarwal, 1996 ; Medjeldi, 2012). 

II.6 Principes actifs d’ail 

L’ail frais renferme des quantités importantes de γ-glutamylcystéines, composés de 

réserve, lesquels, par hydrolyse et oxydation peuvent former de l’alline (la cystéine 

sulfoxyde), molécule majoritaire (Agarwal, 1996), qui représente 24% du poids total du 

bulbe. Cette molécule présente dans les bulbes intacts, peut s’accumuler naturellement durant 
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la conservation de l’ail à température ambiante. Elle s’est avérée être le précurseur stable 

converti en allicine par l’action d’une enzyme nommée l’allinase. Cette réaction ne peut 

avoir lieu que si les tissus sont écrasés ou endommagés car les deux composés se trouvent 

dans des compartiments cellulaires différents. Les γ-glutamylcystéines donnent aussi des 

Sallyl-L-cystéine (Xu et al., 2015). 

Les principes actifs de la gousse d’ail sont séparés en deux groupes, les composés 

volatils et non volatils. La transformation de l’alline précurseur aromatique principale, en 

diverses molécules odorantes aux propriétés démontrées, est la clé de la génération de la 

plupart des molécules actives de l’ail. (Dethier, 2010). 

L’allicine est une molécule volatile qui est miscible dans les solutés. Elle est 

rapidement oxydée pour donner naissance aux disulfures d’allyles qui sont les principaux 

constituants de l’essence d’ail. Par condensation, ces derniers donnent des composés 

secondaires appelés les Ajoènes, les Diallyl sulfures, les Diallyl disulfures, les 

Diallyltétrasulfures et autres qui sont également responsables de l’odeur de l’ail (Pittler et 

Ernst, 2007) 

 

Figure 2.9: Réactions chimiques dans la gousse d’ail (Allium Sativum) (Meddeb, 2008) 

 

II.7 Effets thérapeutiques de l’ail 

          L’ail est utilisé en cuisine pour relever le goût des aliments, mais ses nombreuses 

propriétés thérapeutiques en font un complément alimentaire prisé. 

En effet, des qualités antimicrobiennes, antioxydants, anti-inflammatoires, anti-tumorales et 

de prévention du cancer lui ont été reconnues. En outre, il aurait le pouvoir d’inhiber la 

coagulation, de réduire l’hypercholestérolémie et le taux de lipides sanguins, ou encore de 
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faciliter la digestion. L’ail prévient aussi le risque de thrombose et d’athérosclérose. Enfin, il 

diminue l’hyperglycémie et la tension sanguine (Dethier, 2010 ; Goetz et Ghédira, 2012). 

II.7.1 Effet antimicrobien  

L’Allicine et d'autres composés soufrés sont considérés comme les principaux composés 

responsables de l'effet antimicrobien de l'ail. L'ail est efficace contre un certain nombre de 

bactéries Gram négatif, Gram positif et certains champignons (Zhang et al., 2019). Certaines 

bactéries Gram positif sont plus sensibles au jus d’ail, comme c’est le cas de Staphylocoque 

aureus, que les bactéries Gram négatif. Les germes réagissant à l’extrait d’ail sont nombreux 

comme Escherichia coli, Salmonella typhi, Klebsiella pneumoniae, Bacillus subtilis, Shigella 

et Vibrio cholerae (Ahsan et al., 1996).  

II.7.2. L’ail dans l’industrie agroalimentaire 

  L’ail est utilisé comme antioxydant dans les huiles pour les conserver longtemps. On 

remplace les antibiotiques par la poudre d’ail dans l’aliment de bétail, de volaille et de 

poisson, pour qu’il n’y ait pas de résidus d’antibiotiques dans la viande (Saleh et al., 

2015). Dans le poisson fumé, la charcuterie et la viande fraîche conservée à 4°C, on met de 

l’ail pour éviter leur altération et leur rancissement (Nurwantoro et al., 2015). 
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III.1. Problématique et objectifs : 

Le respect des modalités d’utilisation permet de garantir avec une très forte probabilité 

des niveaux de résidus inférieurs aux limites maximales de résidus. En revanche le non-respect 

de ces consignes et l’usage abusif des antibiotiques ainsi que les désinfectants chimiques fond 

que ces derniers peuvent se retrouver sous forme de résidus en quantités supérieur aux seuils 

autorisés dans les denrées alimentaires issu des animaux traiter et les traces de désinfectants 

dans les canalisation et tuyauterie des industries agroalimentaires. Par conséquent, ils peuvent 

engendrer des dangers d’ordre microbiologique, toxicologique et allergique pour le 

consommateur mais aussi technologique pour l’industrie agroalimentaire. En revanche 

l’utilisation des extraits de plantes naturelle limites le risque de contamination.  

Afin de minimiser l’utilisation des antibiotiques et des produits chimiques à des doses 

importantes, et dans le but de réduire leurs effets secondaires liée à la persistance de ses résidus 

dans les aliments lors de leur utilisation à large spectre, nous avons fait recoure aux extraits des 

plantes médicinales dans l’objectif de remplacer ses derniers, pour cela nous avons :  

Étudier l’activité antibactérienne et anti-biofilm des extraits d'origine végétale, pour cela on 

a procédé comme suite :  

- La récolte de certaine plante rependant à la problématique posée : 

 L’olivier de Laperrine (Olea europaea laperrinei) récolté à Tamenrasset ;  

 L’olivier du nord de l’Algérie (Olea europaea) (Tizi Ouzou) récolté à Beni 

Douala ; 

 L’ail (Allium sativum) acheter au supermarché « RAHMA » de Tizi Ouzou ;  

-  Réalisation des extractions aqueuses et éthanoliques de l’olivier de Laperrine et des 

extractions éthanoliques de l’ail et olivier du nord.  

- Tester l’activité antibactérienne (seul et en synergique) et anti-biofilm sur des milieux 

gélosés et sur microplaque.  

III.2. Matériels et méthodes 

Notre étude expérimentale est réalisée au sein du laboratoire de recherche de biochimie 

analytique et biotechnologie (LABAB) du département Biochimie - Microbiologie, faculté des 

sciences Biologiques et des sciences Agronomiques de l’Université Mouloud Mammeri de Tizi 

- Ouzou, durant la période allant du 01/03/2022 au 30/06/2022. 
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III.2.1. Réalisation des extractions :  

III.2.1.1 Matériel végétal 

III.2.1.1.1 La récolte  

Le matériel végétal utilisé durant cette expérimentation est : 

Des feuilles de l’olivier de Laperrine (Olea laperrinei) et des feuilles de l’olivier du nord 

(Olea europeae) variété Chamelal prélevées respectivement sur des pieds mère adultes de la 

station de Tamanrasset en été et à Beni Douala à Tizi-Ouzou. 

L’ail (Allium sativum), acheté frais au super marché « RAHMA » à Tizi-Ouzou durant 

le mois de mai 2022, (Les parties qui font l’objet de cette recherche sont les gousses de l’ail)  

 

 

 

 

 

 

Olea leperrinei Olea euroupaea Allium sativum 

 

Figure 3.1: Récolte et préparation des gousses d’ail, l’olivier de Laperrine (Olea laperrinei) 

et l’olivier du nord (Olea europeae). 

 

III.2.1.1.2 Séchage des feuilles  

 Les feuilles récoltées ont été séchées à l’air libre, à l’abri de la lumière et de l’humidité afin 

de préserver toutes leurs propriétés. 
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Séchage des feuilles de l’Olivier de Laperrine 

 

Figure 3.2 : Séchage des feuilles d’Olivier 

 

III.2.1.1.3 Broyage et conservation 

a. Les feuilles d’oliviers  

  Les feuilles préalablement séchées sont broyées au moulin électromécanique (Annexe 

2) en une poudre fine, et par la suite conserver dans des boites à l’obscurité et à température 

ambiante.  

 

                                   

 

 

Figure 3.3: Broyage des feuilles d’Olivier 

b. L’ail  

 

    Les bulbes d’ail sont nettoyés et débarrassés de toutes leurs enveloppes ensuite découpées 

en petit morceau, puis broyées au mixeur. 

Olea europaea Broyage Olea laperrenei 
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Figure 3.4: Broyage des gousses d’ail 

III.2.1.1.4 Méthode d’extraction des extraits bruts 

a. Olivier de Laperrine 

Nous avons adopté les protocoles d’extraction par macération mis au point au laboratoire 

d’analyses biochimiques (LABAB) (Aiche-Iratni et al., 2015 ; Moualek et al., 2016). 

 Extraction aqueuse  

Cette extraction consiste à : 

 Dissoudre 10 grammes de poudre végétale dans 100 ml d’eau distillée (ED) et agiter à l’aide 

d’un agitateur magnétique ;  

 Laisser macérer pendant 24h à l’obscurité ; 

 Filtrer la phase aqueuse du macérât est par la suite lyophilisé à l’aide d’un lyophilisateur. 

 Conserver le lyophilisat à 4°C.  

                                                               

 

Figure 3.5 : les étapes de l’extraction aqueuse 

 Extraction éthanolique  

Nous procédons de la même manière que pour l’extraction aqueuse, en effet ; 

15g de poudre Macération Filtration 

Gousse de l’ail Gousse de l’ail broyé 
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   Dissoudre 10 grammes de poudre végétale dans 100 ml d’éthanol à 70% et agiter à l’aide 

d’un agitateur magnétique ;  

    Laisser macérer pendant 24h à l’obscurité ; 

   Le filtrat éthanolique obtenu est mis à évaporer à l’obscurité et à l’abri de l’humidité 

durant 4 à 5 jours ; 

  Le résidu sec résultant est repris dans de l’ED préalablement chauffé est par la suite 

lyophilisé. 

  Conserver le lyophilisat à 4°C.               

 

Figure 3.6: Schéma récapitulatif des différentes étapes d’extraction aqueuse et 

éthanolique 
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b. L’olivier du nord et Ail  

La méthode utilisée pour l’extraction des extraites brutes de l’ail et de l’olivier du nord et 

est l’extraction par ultrason. Et pour cela on a procédé comme suit :  

 Dans un flacon stérile, mélanger 15g d’extrait sec (ail et olivier du nord) dans 100ml 

d’éthanol à 96 %. 

 Déposer le flacon dans le bassin de sonication (Annexe 2) pendant 30min. 

 Récupérer la solution puis Filtré et centrifugé à 6000tr/15min à 4°C.   

  Récupérer le surnageant puis le mettre dans le rota-vapeur (Annexe 2) à 60°C. 

pendant 2h. 

 Répartir la solution obtenue dans des cristallisoirs et les recouvrir avec du papier 

aluminium perforer afin d’évaporé le reste d’éthanol et cela pendant 3 jours. 

Une fois que l’éthanol est bien évaporé, 1ml de DMSO est ajouté dans chaque cristallisoir 

pour récupérer l’extrait brut (pure). L’extrait est conservé dans des Eppendorf à -80° C. 

                                                                

 

Les étapes d’extraction éthanolique de l’ail par ultrason 

 

                                                    

   

Les étapes d’extraction éthanolique d e l’olivier du nord 

 

Pesé de 15g Macération avec 

100 ml d’éthanol 

Evaporation 

pendant 2h 

Pesé de 15g Macération avec 

100 ml d’éthanol 

Evaporation 

pendant 2h 
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Figure 3.7 : Extraction par ultrason 

III.2.1.2 Teste de l’activité antibactérienne et anti-biofilm :  

 III.3.2 Préparation des Souches microbiennes 

  Trois souches de référence ATCC (American Type Culture Collection) ont été 

sélectionnées pour cette étude à savoir :  

 Klebsiella pneumonie ATCC 7803  

 Escherichia coli ATCC 25922  

 Staphylococcus aureus ATCC 25923  

III.3.2.1 Revivification des souches bactériennes  

La revivification des souches a été effectuée par enrichissement sur BHIB (Brain 

Heart Infusion Broth) (ADAM LABO). Ensuite incubés pendant 24 h à 37 °C dans une étuve 

(Annexe 2). 

 

 

 

 

 

 

Tube de BHIB Ensemencement des souches   Après incubation  

Figure 3.8 : Revivification des souches conservées dans du glycérol 

Extraits bruts 

d’ail et olive  
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III.3.2.2 Contrôle des souches microbiennes 

Afin d’étudier les activités anti-biofilm et antibactériennes, il est indispensable de 

contrôlée la pureté des souches, voir (Annexes 4 et 5).    

Escherichia coli ATCC 25922 et Klebsiella pneumonie ATCC 7803 

 

Figure 3.9 : Contrôle des souches Escherichia coli ATCC 25922 et Klebsiella pneumonie 

ATCC 7803  
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Staphylococcus aureus ATCC 25923  

 

Figure 3.10 : Contrôle des souches Staphylococcus aureus ATCC 25923  

 Vérification de la capacité des souches à former un biofilm  

 La méthode de Rouge Congo Agar (RCA)  

Le Rouge Congo interagit directement avec certains polysaccharides bactériens formant 

un slime est donnant des colonies noires sur milieu Rouge Congo Agar (RCA) (Annexe 1) 

contrairement aux colonies non productrices qui restent rouges (Rewatkar et Wadher, 2013 ;  

Kara Terki, 2014).  

 

 Formation de biofilms en microplaques  

  L’étude de la formation de biofilms est réalisée par coloration au cristal violet (CV). 

Cette technique permet une évaluation quantitative de la formation de biofilms puisque la 
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coloration adsorbée est directement corrélée à la densité du biofilm formé (Musk et al., 2005). 

(Landeta et al., 2013).  

Le biofilm formé est coloré à l’aide d’une solution aqueuse de cristal violet (CV) à 1 % 

(Annexe 1) pendant 20 min à température ambiante puis solubilisé avec une solution d’éthanol 

absolu 96% (Annexe 3) pendant 30 min. La lecture est réalisée à l’aide d’un lecteur ELISA 

(Annexe 2) une longueur d’ondes de 560nm. 

III.3.3 Préparation des inocula 

III.3.3.1 Préparation de l’inoculum pour l’aromatogramme  

Les souches de référence préalablement revivifiées E coli, Klebsiella pneumonie et 

Staphylococcus aureus sont ensemencées dans des boites de pétri contenant de la géloses 

Mueller-Hinton (MH) puis incubées pendant 18 h à 37°C pour l’obtention des souches jeunes.  

Après l’incubation, une concentration bactériennes égale à 108 UFC/ml correspondante 

à 0,5 Mc Farland été réalisé. 

Cette étape est effectuée à l’aide d’un spectrophotomètre (Annexe 2) à une longueur 

d’onde de 625 nm, l’absorbance doit comprise entre 0,08‒0,1. 

NB : L’ensemencement se fait dans les 15 min qui suivent la préparation de l’inoculum  

    

Figure 3.11 : préparation des suspensions bactériennes 

III.3.3.1 Préparation de l’inoculum pour la microplaque   

La souche de S. aureus préalablement revivifiés est ensemencé dans des tubes à 

centrifugation contenant du BHIB additionné de 1 % de glucose (Annexe 1) puis incubé dans 

une étuve à 37°C pendant 18h pour l’obtention des souches jeunes.  
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Apres incubation le tube est centrifugé à 4000 tours par min pendant 15 min, Le 

surnagent contenant les déchets est par la suite éliminer et remplacer par une quantité de BHIB 

additionne de 1 % de glucose.  

Cette suspension est ajustée à une densité optique (DO) à 625 nm de 0,08 à l’aide d’un 

spectrophotomètre.  

NB : pour l’activité antibactérienne le BHIB sans glucose a été utilisé comme le milieu 

de culture.                                                                       

                                                                                                                  

 Figure 3.12 : préparation de l’inoculum (S. aureus ATCC 25923 dans du BHIB + glucose) 

III.3.4 Préparation des dilutions  

Les différents extraits aqueux et éthanoliques sont dissouts dans de l’eau distillée stérile 

(EDS) et une série de dilutions a été effectué comme suite :  

 Solution mère : faire dissoudre 0.6 g de poudre d’extrait brute dans 1 ml d’EDS  
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 Réaliser une série de dilution à partir de la solution mère 1/2, 10-1, 10-2  

   

 
   

Figure 3.13: préparation de la série de dilutions 

 

Tableau 3.1 : concentration des différents extraits 

 

 Concentrations (g/ml) 

 Ail  Olivier du nord  E.A olivier de 

Laperrine  

E.E olivier de 

Laperrine  

Pure 0,312 0,830 0,6 0,6 

1/2  0,156 0,402 0,3 0,3 

10-1 0,031 0,083 0,06 0,06 

10-2 0,003 0.0083 0,006 0,006 

 

III.3.5 Étude de l'Activités antibactériennes des extraits bruts 

Deux méthodes différentes sont employées pour l’évaluation de l’effet antimicrobien 

des extraits bruts de feuille de l’Olivier de Laperrine : 

– la méthode de diffusion à partir d’un disque de papier sur gélose  

 – la méthode de microplaques à 96 puits   

III.3.5.1 Étude de l'Activités antibactériennes des extraits bruts sur gélose 

(Aromatogramme) 

La méthode de diffusion à partir d’un disque solide (Sivropoulou et al., 1996) a été 

utilisée pour mettre en évidence l’activité antimicrobienne de ces germes vis-à-vis des extraits 

bruts. 

     Des boites de pétri contenant de la gélose MH sont ensemencées par écouvillonnage à 

partir de la suspension microbienne.  

Ensuite, des disques en papier wattman de 6 mm de diamètre stérile sont déposés sur la 

surface de la gélose pré ensemencé puis ajouter sur chaque disque 20 µl d’extraits brutes a des 

concentrations différentes l’extrait pure (0.6 g/ml), 1/2 (0.3 g/ml), 10-1 (0.06g/ml), 10-2 (0.006 

g/ml) à l’aide d’une micropipette.  
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Les boites sont mises au réfrigérateur à 4°C pendent 2h à fin d’accentuer la diffusion de 

l’extrait puis incubées pendant 24h à 37°C.  

  Les résultats sont lus après incubation par la mesure des diamètres des zones d’inhibition 

en millimètres (mm) à l’aide d’un pied à coulisse.  

L’apparition d’une zone d’inhibition circulaire autour des disques dénote la sensibilité 

de la souche en question envers l’extrait étudiée. Plus la zone d’inhibition est large plus le germe 

est sensible. 

    

Figure 3.14 : les étapes de préparation d’un aromatogramme (activité antibactérienne) 

III.3.5.2 Étude de l'Activités antimicrobiennes des extraits bruts sur micro- plaque 

 L'activité antibactérienne des extraits brutes des feuilles l’Olivier de Laperrine (aqueux 

et éthanoliques) a été déterminée vis- à-vis des souches bactériennes, en utilisant la méthode de 

l’indicateur coloré « résazurine » dans une microplaque à 96 puits.  

 

La turbidité des cultures bactériennes cultivées pendant la nuit dans le milieu BHIB a 

été ajustée à 0.08-0.1 de DO à une longueur d’onde de 625 nm.  

Dans les puits de microplaque, 50 μl de la suspension bactérienne ont été mélangés avec 

un volume égal de chacun des extraits ayant différentes concentrations pure (0.6 g/ml), 1/2 (0.3 

g/ml), 10-1  (0.06 g/ml) et 10-2 g/ml), l'incubation est réalisée à 37 ° C pendant 24 h.  

L'inoculum et le BHIB seul ont servi de contrôle positif et négatif, respectivement. 

Après incubation, 30 μl de la solution résazurine à 1% (C12H6NNaO4) (Annexe 1) est ajoute 

dans chacun des puits. 

Ensuite, la microplaque a été incube à 37° C pendant 2h. l’activité antibactérienne a été 

déterminer en fonction du changement de couleur de la rézasurine qui nous renseigne sur l’état 

de vie des cellules par le bibais de la réduction irréversible de la résazurine en résofurine (Chen 

et al., 2015).  
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La réduction irréversible de la résazurine en résofurine (indicateur coloré rose fortement 

fluorescent) témoin de la viabilité des cellules (Chen et al., 2015).       

                                                                                                         

   

Figure 3.15 : préparation des microplaques (activités antibactériennes) 

III.3.6 Activités anti-biofilm des extraits bruts 

III.3.6.1 Activités anti-biofilm des extraits bruts sur gélose (aromatogramme) 

   L'activité anti-biofilm des extraits bruts étudiées a été évaluée par la technique 

de diffusion sur gélose (Sivropoulou et al., 1996).  

Des boites de pétri contenant de la gélose Rouge Congo (préparer au laboratoire) 

(Annexe 1) sont ensemencées par écouvillonnage à partir de la suspension microbienne 

standardisée.  

Ensuite, des disques en papier wattman de 6 mm de diamètre stérile sont déposés sur 

la surface de la gélose pré ensemencé puis ajouter sur chaque disque 20 µl d’extraits brute à 

des concentrations différentes (l’extrait pure, 1/2, 10-1, 10-2) à l’aide d’une micropipette.  

Les boites sont mises au réfrigérateur à 4°C pendent 2h à fin d’accentuer la diffusion 

de l’extrait puis incubées pendant 24h à 37°C. 

 Les résultats sont lus après incubation par la mesure des diamètres des zones 

d’inhibition en millimètres (mm) à l’aide d’un pied à coulisse.  

L’apparition d’une zone d’inhibition circulaire autour des disques dénote la sensibilité 

de la souche en question envers l’extrait étudiée. Plus la zone d’inhibition est large plus le germe 

est sensible.  

 

 

 

 

L’ajout de la 

résazurine     

Après l’incubation 

de 2h à 37° C 

 

 

  

 

Ensemensemeent de la microplaque 
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Figure 3.16 : les étapes de préparation d’un aromatogramme (activité anti-biofilm) 

III.3.6.2 Activités anti-biofilm des extraits bruts sur microplaques  

   Décrit à l’origine par Christensen et al en 1985, son principe repose sur la formation 

de biofilm dans les 96 puits qui composent la plaque.  

Après un temps d’incubation nécessaire dans un milieu de culture adéquate, la 

microplaque est rincée à l’aide d’une pipette ou par immersion, afin d’éliminer les bactéries 

planctoniques.  

Les staphylocoques forment leur biofilm au fond des puits, rendant l’utilisation des 

microplaques parfaitement adaptée puisqu’elles fournissent une surface importante sur laquelle 

les bactéries vont adhérer. 

 III.3.6.2.1 Ensemencement de la microplaque  

  L'activité anti-biofilm des extraits brutes des feuilles l’Olivier de Laperrine (aqueux et 

éthanoliques), feuilles l’Olivier du nord et de d’ail a été déterminée vis- à-vis Staphylococcus 

aureus ATCC 25923. 

Cela en utilisant la méthode de de micro- plaque à 96 puits telle que décrite par Saising 

et al., 2012.  

 Dans les puits de microplaque, 50 μl de la suspension bactérienne ont été mélangés 

avec un volume égal de chacun des extraits ayant différentes concentrations (pure, 1/2, 10-1 et 

10-2) et incuber à 37 ° C pendant 24 h.  

L'inoculum et le BHIB seul ont servi de contrôle positif et négatif, respectivement.  

Après incubation, le surnageant de culture a été retiré, et les puits de microplaque ont 

été lavés trois fois avec de l’EDS pour éliminer les cellules non adhérentes.  

Les bactéries adhérentes à la plaque ont été colorées avec 100 μ l de solution de CV à 

0,1% (Annexe 1) pendant 15 minutes.  

Ensuite, la microplaque a été lavée trois fois avec de l’EDS pour éliminer l'excès de 

cristal violet et séchée à température ambiante.  
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En suite 100 μl d’éthanol à 95 % (v/v) ont été ajoutés à chaque puits pendant 15 minutes. 

L'inhibition du biofilm a été déterminée en enregistrant la densité optique (DO) à 595 nm à 

l'aide d'un lecteur de microplaques (Annexe 2). 

 

 

    Ensemencement des puits                                        Lavage 

 

             

      L’ajout du cristal violet                              Fixation à l’alcool  

 

Figure 3.17 : les étapes de préparation des microplaques (activités anti-biofilm) 

Remarque :  

Pour chaque teste d’activité antibactérienne et anti-biofilms on a réalisé : 

 Evaluation des synergies 

Dans le but dévaluer d’éventuelle synergie entre l’antibiotique et les extraits de plante ou 

les plante entre eux, nous avant réaliser des associations entre extrait-ATB et extrait-extrait et 

cela en ajoutant a l’antibiotique un extrait de plante de concentration bien connue Ou en 

mélangent deux extraits.  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Chapitre IV : 
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discussion  
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IV.1 Résultat du contrôle de la capacité des souches à former un biofilm : 

IV.1.1 sur milieux solide (gélose) : 

 S. aureus ATCC 25923 : formation de colonies de couleur noire sur la gélose rouge 

Congo (la souche est formatrice de biofilm) (Annexe 6). 

 

 E. coli ATCC 25922 : formation de colonies de couleur claire sur la gélose rouge Congo 

(la souche est Non formatrice de biofilm) (Annexe 6). 

IV.1.2 Sur milieu liquide (microplaque) : 

Tableau 4.1 : vérification de la capacité des souches à former un biofilm sur microplaque 

(Landeta et al., 2013) : 

E. coli S. aureus Modérément 

formatrice 

Faiblement 

formatrice 

Non 

formatrice 

0.135 2.766 2 ˂ DO ˂ 3 1 ˂ DO ˂ 2 DO ˂ 1 

0.120 2.614 2 ˂ DO ˂ 3 1 ˂ DO ˂ 2 DO ˂ 1 

0.108 2.553 2 ˂ DO ˂ 3 1 ˂ DO ˂ 2 DO ˂ 1 

 

La densité optique du biofilm former par S. aureus est d’une valeur de 2,766 ce qui nous 

permet de la catégoriser comme modérément formatrice de biofilm.  

Tandis que densité optique de E. coli est d’une valeur de 0,13 ce qui permet de la 

catégoriser comme non formatrice de biofilm (Landeta et al., 2013). 

IV.2 Résultats du Test anti-biofilm sur milieux solide pour S. aureus : 

IV.2.1 Olivier de Laperrine : 

     IV.2.1.1 Extrait aqueux : 

Tableau 4.2 : résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier de Laperrine extrait aqueux sur    

S. aureus sur milieux solide (Annexe 8). 

 

Concentrations 

[Pur] [1/2] [10-1] [10-2] ATB 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 

Diamètre de la 

zone d’inhibition 

(mm) 

31 25 25 22 23 23 21 21 20 12 11 11 21 26 21 

Moyenne 27,0000 22,6667 20,6667 11,3333 22,6667 

Ecart type 3,46410 0,57735 0,57735 0,57735 2,88675 

Test ANOVA 

P value 

0,000 
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Figure 4. 1 : représentation graphique de la moyenne des diamètres d’inhibition de l’activité 

anti-biofilm de l’extrait aqueux de l’olivier de Laperrine sur milieu solide en fonction des 

concentrations   

D’après le test de l’ANOVA, le P value est inférieur à 0.05, donc il y a une différence 

significative entre les groupes de concentrations différentes. 

D’après ce dernier, la différence se situe entre les deux dernière concentration (0.06 g/ml, 

0.006 g/ml) et les autres groupes, sachant que la concentrations (0.6 g/ml) de l’extrait se 

comporte mieux qu’un antibiotique.   

IV.2.1.2 Extrait éthanolique : 

Tableau 4.3 : résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier de Laperrine extrait éthanolique 

sur S. aureus sur milieux solide (Annexe 8). 

 

Concentrations  

[Pur]       [1/2]               [10-1] [10-2] ATB      

R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 

Diamètre de la 

zone d’inhibition 

(mm) 

31 21 21 23 20 20 22 15 15 6 6 6 22 26 21 

Moyenne 24,3333 21,0000 17,3333 6,0000 23,0000 

Ecart type 5,77350 1,73205 4,04145 0,00000 2,64575 

Test ANOVA 

P value 

0,000 
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Figure 4. 2 : représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de l’activité 

anti-biofilm de l’extrait éthanolique de l’olivier de Laperrine sur milieux solide en fonction des 

concentrations  

Le test ANOVA indique une P value inférieure à 0.05, il y a une différence significative 

entre les groupes de concentrations différentes. 

Selon ce résultat la différence se situe entre les dernières concentration (0.3 g/ml, 0.06 g/ml, 

0.006 g/ml) et la première concentration (0.6 g/ml), sachant que cette dernière se comporte 

mieux qu’un antibiotique.   

IV.2.2 Olivier du nord : 

Tableau 4.4 : résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier du Nord extrait éthanolique sur    

S. aureus milieux solide (Annexe 8). 

 

Concentrations  

[Pur]       [1/2]               [10-1] [10-2] ATB      

R

1 

R

2 

R

3 

R

1 

R

2 

R

3 

R

1 

R

2 

R

3 

R

1 

R

2 

R

3 

R

1 

R

2 

R

3 

Diamètre de la 

zone d’inhibition 

(mm) 

18 22 25 16 24 22 15 17 19 6 6 6 27 27 31 

Moyenne 21,6667 20,6667 17,0000 6,0000 28,3333 

Ecart type 3,51188 4,16333 2,00000 0,00000 2,30940 

Test ANOVA 

P value 

0,000 
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Figure 4. 3 : représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de l’activité 

anti-biofilm de l’extrait éthanolique de l’olivier du nord sur milieux solide en fonction des 

concentrations  

Le P value est inférieur à 0.05, ce qui indique une différence significative entre les 

différents groupes de concentrations selon le test ANOVA. 

La différence se situe entre la dernière concentration (0.008 g/ml) qui n’a pas réagi vis-à-

vis de la souche et les autres groupes, sachant que les autres groupes de concentrations de 

l’extrait présente une activité faible comparé à l’antibiotique.   

IV.2.3 Extrait d’ail : 

Tableau 4. 5 : résultats de l’activité anti-biofilm de l’Ail extrait éthanolique sur S. aureus 

sur milieux solide (Annexe 8). 

 

Concentrations  

[Pur]       [1/2]               [10-1] [10-2] ATB      

R

1 

R

2 

R

3 

R

1 

R

2 

R

3 

R

1 

R

2 

R

3 

R

1 

R

2 

R

3 

R

1 

R

2 

R

3 

Diamètre de la 

zone d’inhibition 

(mm) 

44 46 41 26 40 29 16 24 18 6 6 6 27 27 31 

Moyenne 43,6667 31,6667 19,3333 6,0000 28,3333 

Ecart type 2,51661 7,37111 4,16333 0,0000 2,30940 

Test ANOVA 

P value 

0,000 
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Figure 4. 4 : représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de l’activité 

anti-biofilm de l’extrait éthanolique de l’ail sur milieux solide en fonction des concentrations.  

Il y a une différence significative entre les groupes de concentrations différentes, car le 

test ANOVA indique une P value inférieure à 0.05 

Cette différence se situe entre la dernière (0.003 g/ml) concentration et les autres groupes, 

sachant que les deux concentrations de l’extrait (0.312 g/ml et 0.156 g/ml) se comportent 

mieux qu’un antibiotique. 

IV.3 Résultats du Test anti-biofilm sur microplaque : 

IV.3.1 Olivier de Laperrine : 

IV.3.1.1 Extrait aqueux : 

Tableau 4.6 : résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier de Laperrine extrait aqueux sur    

S. aureus sur microplaque 

Extrait aqueux Concentrations 

Répétitions Témoin + Témoin - Pure [1/2] 10 -1 10-2 

R1 2,766 0,187 0,257 0,346 0,292 0,539 

R2 2,614 0,168 0,365 0,354 0,606 0,545 

R3 2,553 0,181 0,373 0,464 0,763 0,985 

Moyenne            2,6443   0,1787 0,3317     0 ,3880      0 ,5537        0 ,6897 

Ecart type            0 ,10969   0,00971 0,06479     0 ,06594       0 ,23982          0,25578 

Test ANOVA 

P value 

                                                           0,000 
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Figure 4. 5 : représentation graphique des moyennes d’inhibition de la formation du biofilm 

par l’extrait aqueux de l’olivier de Laperrine sur microplaque en fonction des concentrations  

 

L’extrait aqueux de l’olivier de Laperrine élimine le biofilm comparativement au 

témoin positif (Test ANOVA significatif), il est presque à la hauteur du témoin négatif. 

IV.3.1.2 Extrait éthanolique : 

 

Tableau 4.7 : résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier de Laperrine extrait éthanolique 

sur S. aureus sur microplaque 

Extrait éthanolique Concentrations 

Répétitions Témoin + Témoin - Pure [1/2] 10 -1 10-2 

R1 2,866 0,194 0,324 0,346 0,620 0,425 

R2 2,714 0,107 0,482 0,233 0,363 0,272 

R3 2,653 0,125 0,338 0,541 0,492 0,486 

Moyenne             2,74433  0,14200 0,38133      0 ,37333      0,49167         0 ,39433 

Ecart type             0,109692 0,045924 0,087460      0,155809    0 ,128500         0,110247 

Test ANOVA 

P value 

                                                            0,000    
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Figure 4. 6 : représentation graphique des moyennes d’inhibition de la formation du biofilm 

par l’extrait éthanolique de l’olivier de Laperrine sur microplaque en fonction des 

concentrations  

Test ANOVA est significatif (P value ˂ 0.05), l’extrait éthanolique de l’olivier de 

Laperrine élimine le biofilm comparativement au témoin positif, il est presque égal au témoin 

négatif. 

IV.3.2 Olivier du Nord : 

Tableau 4.8 : résultats de l’activité anti-biofilm de l’Olivier du Nord sur S. aureus sur 

microplaque 

Extrait éthanolique Concentrations 

Répétitions Témoin + Témoin - Pure [1/2] 10 -1 10-2 

R1 2,956 0,224 0,155 0,194 0,204 0,190 

R2 2,714 0,279 0,259 0,157 0,277 0,211 

R3 2,653 0,125 0,185 0,183 0,221 0,242 

Moyenne             2,77433 0,20933 0,19967     0,17800      0,23400        0,21433 

Ecart type           0,160257 0,078041 0,053529    0,019000    0,038197      0,026160 

Test ANOVA 

P value 

                                                       0.000 
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Figure 4.7 : représentation graphique des moyennes d’inhibition de la formation du biofilm 

par l’extrait éthanolique de l’olivier du nord sur microplaque en fonction des concentrations  

 Le test ANOVA est significatif, l’extrait éthanolique de l’olivier du nord est presque à 

la hauteur du témoin négatif, il élimine le biofilm comparativement au témoin positif. 

 

IV.3.3 L’ail : 

Tableau 4.9 : résultats de l’activité anti-biofilm de l’ail sur S. aureus sur microplaque 

Extrait éthanolique Concentrations 

Répétitions Témoin + Témoin - Pure [1/2] 10 -1 10-2 

R1 2,814 0,123 0,178 0,450 0,828 2,661 

R2 2,555 0,123 0,158 0,151 0,663 1,306 

R3 2,753 0,094 0,129 0,149 0,532 0,798 

Moyenne        2,77433  0,11300   0,15533    0,25000         0,67433         1,58833     

Ecart type          0,034385       0,016462 0,024705    0,173208         0,148325          0,963056   

Test ANOVA 

P value 

                                                       0.000 



Chapitre IV :                                                                  Résultats et discussions 

 

 

57 

 

Figure 4. 8 : représentation graphique des moyennes d’inhibition de la formation du biofilm 

par l’extrait éthanolique de l’ail sur microplaque en fonction des concentrations  

 L’extrait éthanolique l’élimine le biofilm comparativement au témoin positif (Test 

ANOVA significatif),  

D’après ce dernier, la différence se situe entre les deux dernière concentration (0.031 

g/ml, 0.0031 g/ml) et les autres groupes, sachant que les concentrations (0.312 g/ml et 0.156 

g/ml) de l’extrait il est presque à la hauteur du témoin négatif. 

IV.4 Résultats des Tests de synergies : 

IV.4.1 Sur milieu solide : 

Tableau 4.10 : Résultats des Tests de synergies sur milieux solide (Annexe 9). 

 

Concentrations  

ATB ATB + ON ATB + ail ON + ail 

R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 R1 R2 R3 

Diamètre de la zone 

d’inhibition (mm) 

27 27 31 20 26 30 25 25 31 28 24 31 

Moyenne 28,3333 25,3333 27,0000 27,6667 

Ecart type 2,30940 5,03322 3,46410 3,51188 

Test ANOVA 

P value 

0,783 
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Figure 4. 9 : représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de l’activité 

anti-biofilm des extraits bruts sur milieu solide en fonction des synergies   

Selon le test ANOVA le P value est supérieur à 0.05, ce qui indique une différence non 

significative entre les groupes de concentrations différentes. Donc il n’y a pas de synergie entre 

l’antibiotique et les autres extraits.   

IV.4.2 Sur microplaque : 

Tableau 4.11 : Tests de synergies sur microplaque 

Tests de synergies N Moyenne 

(D.O) 

Ecart type 

Ail 12 0,39625 0,322297 

Ail+ extrait aqueux OP 12 0,66700 0,727010 

Ail+ extrait éthanolique OP 12 0,68642 0,885038 

Ail + olivier nord 12 0,13750 0,049755 

Test ANOVA 

P value 
                       0,093  
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Figure 4. 10 : représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de l’activité 

anti-biofilm des extraits bruts sur microplaque en fonction des synergies   

Le test ANOVA indique une P value supérieur à 0.05, il y a une différence non 

significative entre les groupes de concentrations différentes. 

Cependant, On note la Présence d’une synergie entre l’ail et les extraits de l’olivier de 

Laperrine et Absence de synergie entre l’ail et l’extraits éthanolique de l’olivier du nord dans 

notre échantillon. 

 

IV.5 Résultats du Test antibactérien sur trois souches bactériennes sur milieux solide : 

IV.5.1 Olivier de Laperrine  

IV.5.1.1 Extrait aqueux : 

Tableau 4.12 : résultats de l’activité antibactérienne de l’Olivier de Laperrine extrait aqueux 

sur trois souche bactérienne milieux solide (Annexe 7). 

Activités 

antibactériennes 
N Moyenne 

(Zone 

d’inhibition) 

Ecart type 

E. coli 12 6,2500 0,62158 

S. aureus 12 10,6667 3,89249 

Klebsiella 12 6,0000 0,00000 

ATB 9 20,5556 6,87588 

Test ANOVA 

P value 
                         0,000  
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Figure 4. 11 : représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de l’activité 

antibactérienne de l’extrait aqueux de l’olivier de Laperrine sur milieux solide en fonction des 

souches bactériennes  

Le test ANOVA indique une P value inférieure à 0.05, il y a une différence significative 

entre les différentes souches bactériennes. 

D’après ce dernier, la différence se situe entre les deux souches à gram négatif (E. coli, 

Klebsiella) et la souche a gram positif S. aureus, sachant que S. aureus présente une 

sensibilité vis-à-vis de l’extrait aqueux comparé à l’antibiotique.   

IV.5.1.2 Extrait éthanolique : 

Tableau 4.13 : résultats de l’activité antibactérienne de l’Olivier de Laperrine extrait 

éthanolique sur trois souches sur milieux solide (Annexe 7). 

Activités antibactériennes N Moyenne 

(Zone 

d’inhibition) 

Ecart type 

E. coli 12 6,0000 0,00000 

S. aureus 12 9,3333 1,06126 

Klebsiella 12 6,0000 0,00000 

ATB 9 19,6667 3,07318 

Test ANOVA 

P value 
                         0,000  
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Figure 4. 12 : représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de l’activité 

antibactérienne de l’extrait éthanolique de l’olivier de Laperrine sur milieux solide en fonction 

des souches bactériennes  

Le test ANOVA indique une P value inférieure à 0.05, il y a une différence significative 

entre les différentes souches bactériennes. 

D’après la figure, la différence se situe entre les deux souches à gram négatif (E. coli, 

Klebsiella) qui présente une résistance vis-à-vis de l’extrait et la souche a gram positif S. 

aureus, sachant que S. aureus présente une sensibilité vis-à-vis de l’extrait éthanolique 

comparé à l’antibiotique.  

IV.6 Résultats du Test antibactérien sur trois souches bactériennes sur microplaque : 

Tableau 4.14 : résultats de l’activité antibactérienne de l’Olivier de Laperrine extrait aqueux 

et éthanolique sur trois souches sur microplaque 

E. coli   Klebsiella  S. aureus  

Aqueux Éthanolique Aqueux Éthanolique Aqueux Éthanolique 

Temoin+ Rose Rose Rose Rose Rose Rose 

Temoin- Bleu Bleu Bleu Bleu Bleu Bleu 

Pure Bleu Bleu Bleu Bleu Bleu Bleu 

1/2 Rose  Rose  Rose  Rose  Bleu Bleu 

10-1 Rose  Rose  Rose Rose Bleu Bleu 

10-2 Rose Rose Rose Rose Rose Rose 
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  Selon la réaction de la résazurine, les puits contenant les différentes souches ont réagie 

différemment avec les différentes concentrations de l’extrait aqueux et éthanolique de 

l’olivier de Laperrine. 

Les résultats précédant indiquent que les extraits aqueux et éthanolique présentent une 

activité vis-à-vis des souches E. coli et Klebsiella que à une concentration de (0.6 g/ml) 

et vis-à-vis de S. aureus à des concentrations de (0.6 g/ml, 0.3 g/ml et 0.06 g/ml).  

IV.8 Comparaison entre les différents extraits et antibiotiques : 

Tableau 4.15 : résultats de comparaison entre les activités antibactérienne des différents 

extraits et antibiotiques 

Comparaison des activités  

 
N Moyenne 

(D.O) 

Ecart type 

Olivier de Laperrine extrait 

aqueux 

12 20,4167 6,17117 

Olivier de Laperrine extrait 

éthanolique  

12 17,1667     7,84895 

Olivier du nord extrait 

éthanolique  

12 16,3333 6,94568 

 Extrait éthanolique de l’ail 12 25 ,1667 15,11672 

Antibiotique  12 25,5833 3,60450 

Test ANOVA 

P value 
                         0,030  
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Figure 4.13 : représentation graphique des moyennes des diamètres d’inhibition de l’activité 

antibactérienne en fonction des différents extraits et antibiotiques   

Le test ANOVA indique une P value supérieur à 0.05, il y a une différence non 

significative entre les groupes de concentrations différentes. 

Tous les extrait s’avère active sur les souches bactériennes, mais ils réagissent 

différemment. 

 L’extrait éthanolique de l’ail et l’extrait aqueux de l’olivier de Laperrine ont une meilleure 

activité comparée aux autres extraits éthanoliques de l’olivier de Laperrine et l’olivier du nord. 
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Discussions 

 Capacité des souches à former un biofilm : 

Selon nos résultats, la souche S. aureus ATCC 25923 à former des colonies noires sur 

la gélose rouge Congo indiquent la formation du biofilm, ce qui est en accord avec les résultats 

de (Merghini et al., (2016), contrairement aux autres souches E. coli ATCC 25922 et Klebsiella 

ATCC 7803 qui ont formés des colonies claires (absence de formation de biofilm). Selon les 

auteurs (Freeman et al., 1989 ; Mathur et al., 2006), la classification des staphylocoques 

ensemencés sur milieu rouge Congo est rendue possible, en comparant la couleur des colonies.   

Sur ce milieu les souches exprimant le Polysaccharide Intercellular Adhesion (PIA) 

donnent des colonies noires contre des colonies de couleur rouge pour les souches PIA 

négatives. Les souches à phénotype variable donnent des colonies à centre noir et à contour 

rouge ou à centre rouge et à contour noir (Mathur et al., 2006 ; Afreenich et al., 2011 ; 

Rewatkar et Wadher, 2013 ; Bellifa, 2014). 

 

Concernant la densité optique du biofilm former par S. aureus est d’une valeur de 2,766 

ce qui nous permet de la catégoriser comme modérément formatrice de biofilm selon la méthode 

de (Landeta et al., 2013). 

La coloration au cristal violet (technique de quantification) est parmi les méthodes 

indirectes d’estimation de la production de biofilm sur différents types de support (Djordjevic 

et al., 2002). La coloration adsorbée est directement corrélée à la densité du biofilm formé, et 

sa solubilisation permet une quantification de celui-ci (Musk et al., 2005). 

 

 Activité anti-biofilm sur milieux solide : 

 L’Olivier de Laperrine  

Les différentes concentrations de l’extrait aqueux montrent une activité vis-à-vis de S. 

aureus, cette activité augmente avec l’augmentation des différentes concentrations  

Le test ANOVA indique une P value inférieure à 0.05, donc il y a une différence 

significative entre les groupes de concentrations différentes. 

D’après ce dernier la différence se situe entre les deux dernières concentration (0.06 g/ml 

et 0.006 g/ml) et les autres groupes, sachant que la concentrations (0.6 g/ml) de l’extrait se 

comporte mieux qu’un antibiotique.  
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 Concernant l’extrait éthanolique, il a aussi présenté une activité vis-à-vis de S. aureus 

ATCC 25923, cette dernière augmente avec l’augmentation des différentes concentrations. 

Le test ANOVA indique une P value inférieure à 0.05, donc il y a une différence 

significative entre les groupes de concentrations différentes. 

L’analyse de ces résultats montre clairement un effet important de l’extrait de l’Olivier 

de Laperrine (aqueux et éthanolique) sur S. aureus et se révèlent très sensibles envers cette 

l’extrait. 

 Quelques soit l’extrait éthanolique ou aqueux l’olivier de Laperrine montre une activité 

envers S. aureus, cela peut être explique par le fait que le principe actif peut être dissous dans 

les deux solvants (l’éthanol ou l’eau). 

Nos résultats sont similaires avec celle de (Dominciano et al., 2016) qui a confirmé la 

sensibilité de la souche S. aureus ATCC 25923 envers l’oleuropéine on association avec l’acide 

peracétique avec une zone d’inhibition de 10 mm ± 1.6.   

Selon (Sandasi et al., 2007) le prétraitement de la surface avec des extraits végétaux 

produit un film défavorable qui favorise le détachement, réduisant ainsi l’adhérence du biofilm 

sur la surface.  

Les deux extraits aqueux (27mm) et éthanolique (24.3 mm) pure (0.6 g/ml) ont 

manifesté des diamètres plus importants que l’antibiotique (22.6 mm).   

 Olivier du nord  

L’extrait éthanolique présente une activité (P value inférieure à 0.05) vis à vis de S. 

aureus, cette dernière augmente avec l’augmentation des différentes concentrations. 

L’analyse de ces résultats montre que la dernière concentration (0.008 g/ml) n’a pas 

réagi vis-à-vis de S. aureus, sachant que les autres groupes de concentrations de l’extrait 

présente une activité faible comparé à l’antibiotique.  

Les deux plantes (olivier du nord et olivier de Laperrine) sont caractérisées par leurs 

composés phénolique l’oleuropéine.  

Pour l’olivier de Laperrine nos résultats se rapproche de ceux de (Edziri et al., 2019) 

qui as étudiée l’activité de ce composé phénolique des différents types oliviers, ce dernier 

présente une activité inhibitrice de formation de biofilm. 



Chapitre IV :                                                                  Résultats et discussions 

 

 

66 

L’extrait éthanolique de l’Olea europaea (sativa) pure (0.83 g/ml) à aussi bien réagit que le 

témoin positif avec des moyennes de diamètres 21.6 mm et 28.1 mm respectivement.  

  Ail  

L’extrait éthanolique montrent une très bonne activité (P value inférieure à 0.05) envers 

S. aureus ATCC 25923, cette activité augmente avec l’augmentation des différentes 

concentrations. 

L’effet de cet extrait sur S. aureus se révèle très actif à une concentration de 0.312 g/ml. 

L’extrait éthanolique de l’ail pure (0.312 g/ml) à mentoré une activité deux fois mieux 

que l’antibiotique avec des diamètres moyens de 43.6 mm et 28.3 mm respectivement. 

Les résultats obtenus, s’accorde avec ceux de (Mathur et al., 2013) qui ont montré que 

les huiles essentielles de l’Allium sativum peuvent réduire la formation du biofilm, et de 

(Mohsenipour et Hassanshahian, 2014) qui ont démontrés que les extraits d’ail sont 

susceptibles de provoquer divers mécanismes d’inhibition du biofilm, le principe actif de l’ail 

agit sur les structures du biofilm.  

De plus (Sandasi, 2008) a confirmé les effets inhibiteurs des extraits d’ail contre la 

formation planctonique et la formation du biofilm. 

On peut déduire que l’ail a un effet inhibiteur de la formation de biofilms quel que soit 

la technique d’extraction de ses principe actifs (extrait brut ou l’huile essentiel). 

 Activité anti-biofilm sur milieux liquide (microplaque) pour S. aureus : 

 Olivier de Laperrine : 

La DO des puits contenant les différentes concentrations de l’extrait aqueux sont 

inférieures, à celle du contrôle positif, témoignant ainsi l’absence de formation du biofilm en 

présence de l’extrait aqueux.  

Donc l’extrait aqueux de l’olivier de Laperrine élimine le biofilm comparativement au 

témoin positif (Test ANOVA significatif), il est presque à la hauteur du témoin négatif. 

La DO des puits contenant les différentes concentrations de l’extrait éthanolique sont 

inférieures, à celle du contrôle positif, témoignant ainsi l’absence la formation du biofilm en 

présence de l’extrait éthanolique, traduisent ainsi l’élimination du biofilm qui est presque à la 

hauteur du témoin négatif.  
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Nos résultats sont en accord avec (Carraro et al., 2014) qui a démontré que l’activité 

anti-biofilm de l’olive pourrait être due à un effet synergique de certains phénols contenus dans 

les extraits d’olive, et avec (Taweechaisupapong et al., 2012) qui affirme que l’activité 

antibactérienne et anti-biofilm de l’oleuropéine pourrait être due aux composés phénoliques, 

ces derniers ont la capacité d’augmenté la perméabilité des membranes cellulaires, facilitant 

ainsi leur rupture.  

 Olivier du nord  

Les puits contenant les différentes concentrations de l’extrait révèlent une DO inferieur à 

celle du contrôle positif, témoignant ainsi l’absence de formation du biofilm (Test ANOVA 

significatif), l’élimination de ce dernier est presque à la hauteur du témoin négatif. 

Nos résultats sont en concordance avec les résultats de (Edziri et al., 2019) et ceux de 

(Dominciano et al., 2016) qui a démontré l’activité de l’extrait de l’olivier dans l’élimination 

du biofilm. 

 Ail  

Les puits contenant les différentes concentrations de l’extrait, présentent une DO inferieur 

à celle du contrôle positif. 

 L’extrait éthanolique de l’ail élimine le biofilm comparativement au témoin positif 

(Test ANOVA significatif), il est presque à la hauteur du témoin négatif. 

Nos résultats s’accordent avec ceux de (Zhang et al., 2019) qui a montré que l’extrait 

d’ail inhibe la formation du biofilm. Et (Nazzaro et al., 2022) et (Somrani et al., 2020) qui ont 

démontrés que l’Allium sativum exècre une activité inhibitrice de biofilms intéressante. 

 Tests de synergie   

 Sur milieux solide  

Le test ANOVA indique une P value supérieur à 0.05, il y a une différence non 

significative. Donc il y a absence de synergie entre l’antibiotique et les autres extraits.    

L’interaction avec les antibiotiques survient lorsque les composés bioactifs des plantes 

partagent les mêmes mécanismes pharmacocinétiques d’absorption, de distribution ou 

d’excrétion que les ATB. La compétition entre ces différents composés peut causer une 

hausse ou une baisse de la concentration de l’antibiotique sur le site d’action. (Asher et al., 

2017). 
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 Sur microplaques    

Présence de synergie entre l’ail et les extraits de l’olivier de Laperrine et absence de 

synergie entre l’ail et l’extraits éthanolique de l’olivier du nord.   

Cependant le test ANOVA indique une P value supérieur à 0.05, cela ne nous permet 

pas de conclure à une présence de synergie il y a une différence non significative entre les 

groupes de concentrations différentes. 

(Dominciano et al., 2016) a prouvé que la combinaison de l’oleuropéine avec le 

l’acide peracétique (PAA) a augmenté l’activité de ce dernier. 

Selon (Taweechaisupapong et al, 2012) l’activité de l’oleuropéine pourrait être due 

aux composés phénoliques, ces derniers ont la capacité d’augmenté la perméabilité des 

membranes cellulaires, facilitant ainsi leur rupture.  

Cependant, peu de travaux ont été réalisés sur l’extrait des feuilles de l’olivier ce qui 

rend difficile la comparaison de nos résultats avec d’autre résultats. 

 Activité antibactérienne : 

 Olivier de Laperrine  

  L’extrait aqueux (0.6g/ml) présente une activité vis-à-vis de S. aureus (P value 

inférieure à 0.05) avec une moyenne de diamètre de 10 mm, contrairement aux deux autres 

souches E. coli et Klebsiella qui ne présente aucune zone d’inhibition (6 mm). Ce qui a été 

validé par les études de (Sweedan et al., 2019). 

 L’activité de l’extrait éthanolique est légèrement faible par rapport à celles des 

témoins (antibiotiques) pour la S. aureus qui présente une sensibilité vis-à-vis de l’extrait 

éthanolique avec un diamètre moyen de 9 mm. Contrairement aux deux autres souches E. coli 

et Klebsiella qui ne présente aucune zone d’inhibition (6 mm). 

 Concernant l’extrait éthanolique (0.6g/ml) des feuilles de l’olivier de Laperrine, une 

activité antibactérienne était détectée uniquement vis-à-vis de S. aureus (P value inférieure à 

0.05)  

 Les deux extraits ont montré un effet plus important chez les bactéries à gram positif 

(S. aureus) par rapport aux bactéries gram négatif (Klebsiella pneumoniae, E. coli).  

 La résistance de ces dernières (gram négatif) n’est pas surprenante ; en effet, ces 

bactéries possèdent une résistance intrinsèque aux agents biocides qui est en relation avec la 
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nature de leurs membranes externes composées de lipopolysaccharides qui forment une 

barrière imperméable aux composés hydrophobes (Yakhlef et al., 2011). 

Nos résultats sont presque identiques avec celle de (Sanchez-Gutiérrez et al., 2021) 

qui a confirmé la sensibilité de la souche S. aureus ATCC 25923 vis à vis de l’extrait brut des 

feuilles d’olive et la résistance de E. coli à cet extrait, et de (Djenane et al., 2012) qui a montré 

que l’extrait brut et l’oleuropéine présente une bonne activité antibactérienne vis-à-vis de S. 

aureus avec un diamètre moyen de 16.33 mm ± 1.80 et 30.18 mm ± 2.10 respectivement. 

 Activité antibactérienne sur microplaque : 

 Olivier de Laperrine 

Les puits contenants les différentes souches ont réagi différemment avec les différentes 

concentrations de l’extrait aqueux et éthanolique de l’olivier de Laperrine.  

Les résultats précédant indiquent que les extraits aqueux et éthanolique présentent une 

activité vis-à-vis des souches E. coli et Klebsiella que à une concentration de (0.6 g/ml) et vis-

à-vis de S. aureus à des concentrations de (0.6 g/ml, 0.3 g/ml et 0.06 g/ml). La sensibilité de S. 

aureus envers l’extrait des feuilles d’olives a été confirmer par les travaux de (Abbasvali et al., 

2015) et (Topuz et Bayram, 2021). 

On remarque que dans les puits contenants l’extrait aqueux et éthanolique à une 

concentration de (0.6g/ml) la couleur de la rézasurine n’a pas viré du bleu au rose, tel qu’on 

l’observe dans les puits contenants le témoin négatif, ce qui indique la présence d’une activité 

de ces extraits envers toutes les souches testées.  

Contrairement aux puits contenants l’extrait aqueux et éthanolique à une concentration de 

(0.3 g/ml, 0.06 g/ml et 0.006 g/ml) où la couleur de la résazurine vire du bleu au rose, tel qu’on 

l’observe dans les puits contenants le témoin positif, ce qui indique la résistance des souches 

Klebsiella et E. coli à ces concentrations. 

La réduction irréversible de la résazurine en résofurine (indicateur coloré rose fortement 

fluorescent) témoin de la viabilité des cellules (Chen et al., 2015).  
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 Comparaison entre les différents extraits et antibiotiques : 

Tous les extrait s’avère active sur les souches bactériennes, mais ils réagissent 

différemment. 

 L’extrait éthanolique de l’ail et l’extrait aqueux de l’olivier de Laperrine ont une meilleure 

activité anti-biofilm comparée aux autres extraits éthanoliques de l’olivier de Laperrine et 

l’olivier du nord. 
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Conclusion : 

De nos jours, un grand nombre de plantes possède des propriétés biologiques très 

importantes qui trouvent de nombreuses applications dans divers domaines à savoir en 

médecine, en pharmacie, en industrie agroalimentaire et en agriculture, cela du fait que les 

plantes médicinales représentent une source inépuisable de substances bioactives.  

Ainsi, la nécessité de développer des nouvelles stratégies et des technologies 

alternatives en tant qu'agents antibactériens et inhibiteurs de biofilm est devenue plus 

qu'essentielle, notre étude s’inscrit dans cette optique c’est à dire étudié l’activité antibiofilm 

et anti bactérienne de certains plantes (seule ou en synergie) et nous terminant par les 

conclusions suivantes : 

- Parmi les souches étudiés, seule S. aureus c’est avéré formatrice de biofilm. 

-  Nous avant enregistrer une activité antibiofilm des extraits de l’olivier de Laperrine 

(Olea laperrinei), et l’olivier du nord (Olea europaea) et les gousses d’ail (Allium 

sativum) vis à vis de S. aureus. 

-  Une activité antibactérienne de l’extrait de l’olivier de Laperrine (Olea laperrinei) a 

été enregistré uniquement sur S. aureus et une absence d’activité vis-à-vis de E. coli et 

Klebsiella, donc une activité plus importante sur les bactéries gram positives que sur 

les grams négatives.  

-  Aucune synergie n’a été démontrée entre les extraits étudiés et les ATB, cependant 

une synergie a été enregistrer avec quelques extraits de plante (ail+ olivier de 

Laperrine) mais sans aucune signification statistique. 

Enfin, et comme perspectives, nous souhaitons que cette investigation sera 

approfondie par d’autres études portant sur: 

La recherche d’autres substances antimicrobiennes et anti-biofilm, extraites des plantes. 

Confirmer les résultats concernant l’importance l’effet inhibiteur de ces extraits 

végétaux sur la formation de biofilm. 

l’exploitation des extraits d’autres plantes médicinales en choisissant d’autres 

méthodes d’extraction et d’autres parties de plantes ainsi que d’autres dissolvant (extrait 

organique et éthanolique). 
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Annexes 



ANNEXES 

Annexes 1 : Préparation de solutions et milieu de culture 

 Solutions 

 Cristal violet (0.1%) 

Cristal violet…………………………………………. 1 ml 

Eau distillée…………………………………………… 9 ml 

 Résazurine  

Résazurine …………………………………………… 0.015 g 

Eau distillée…………………………………………… 1 ml 

 Milieux de culture solides 

 Milieu Rouge Congo Agar (RCA) 

BHIB…………………………………………………….18.5 g 

Saccharose……………………………………………....25 g 

Agar……………………………………………………...5 g 

Rouge Congo……………………………………………0.4 g 

Eau distillée …………………………………………50 ml 

Stérilisation à l’autoclave : 121°C pendant 15 minutes 

 Milieux de culture liquides  

 BHIB + glucose  

BHIB…………………………………………………….3.7 g 

Glucose…………………………………………………….1g 

Eau distillée………………………………………………. 100ml  

Stérilisation à l’autoclave : 121°C pendant 15 minutes 

 



Annexes 2 : Appareils utilisé  

Appareils Photos  

 

 

 

Autoclave 

 

 

 

 

 

Etuve  

 

 

Bain-marie 

 
 

 

 

 

 

 

Balance de précision 

 

 

 

 

 

 

Centrifugeuse 

 

 

 



 

 

 

Spectrophotomètre visible 

 

 

 

 

 

 

Bain ultrasonique 

 

 

 

 

 

 

Microscope 

 

 

 

 

 

Vortex 

 

 

 

 

 

 

Rota vapeur 

 

 

 
 

Lecteur ELISA 

 

 

 



 

 

 

 

Lyophilisateur  

 

 

 
 

 

 

Agitateur magnétique  

 

 

 

 

 

Moulin électromagnétique  

 

 

 

 

 

Annexes 3 : Matériels et produits utilisés  

   

 

Ustensiles 

Solvants et réactifs 

chimique  

 

Antibiotique 

Milieux de 

culture 
 

Bec Bunsen 

 
Ethanol 96% 

 

Colistine (CS 

10µg). 

 

Bouillon BHIB 

Béchers Ethanol 70% BACITRACINE 

(BA 10µg) 

Milieu Chapman 

Boites de pétri DMSO 

 
 Milieu Hektoen 

Ecouvillons Eau distillée stérile 

 
 Gélose Muller 

Hinton  
Eprouvette Eau physiologique 

stérile  
 Bouillon BHIB+ 

glucose 



Erlenmeyers VP1 

 
 Rouge Congo 

Flacons VP2   

Micropipettes KOVACS   

Microplaques de 

96 puits 

 

TDA 

 
  

Pipettes Pasteur Lugol   

Tube à vis HCl à 1N   

Eppendorf Violet de Gentiane   

Portoirs 

 

Fuchsine    

Spatules Huile à émersion.   
Entonnoir 

 

Peroxyde 

d’hydrogène (H2O2) 
  

Cristallisoir Cristal violet   

Anse de platine. 

 

Résazurine   

Disque de papier 

watman 

Huile de paraffine    

 

Annexes 4 : contrôle des souches bactériennes  

 Test biochimiques  

 La galerie api 20E  

La galerie api20E est la première galerie miniaturisée d’identification biochimique de 

bactéries, elle remplace les galeries traditionnelles en tubes, elle se fait comme suite : 

- Préparation de la suspension bactérienne :   

  Prélever, dans la zone stérile, une colonie bien isolée à partir de la culture bactérienne 

pure et jeune (18 à 24 h d’incubation) et l’ensemencé dans des tubes à vices contenant 5 ml 

d’eau physiologique stérile. 

- Préparation de la galerie :  

   Repartir un peu d’eau dans les alvéoles du fond pour crée une atmosphère humide ; 



    Mentionner la référence de la souche sur la languette latérale de la boite ; 

    Déposer la galerie de Facon stérile dans la boite ; 

- Inoculation de la galerie :  

 Prélever une petite quantité de la suspension bactérienne avec une pipette pasteure 

ouverte stérile à l’aide d’une poire ; 

 Ensemencer la galerie en posant la pointe de la pipette sur un coté de la cupule et 

laisser couler délicatement la suspension bactérienne dans les cupules. Tenir la boite 

légèrement inclinée pour éviter les bulles d’air ; 

 NB : 

 Pour les caractères encadrés (CIT, VP, GEL) : remplir entièrement la cupule ; mise en 

aérobiose   

 

 Pour les caractères soulignés encadrés (ADH, LDC, ODC, H2S, URE) : remplir l’orifice 

de la cupule avec de l’huile de vaseline stérile ; mise en anaérobiose 

 

 

 Pour les autres caractères, ne remplir que les tube 

 

 Incubées la boite dans une étuve a 37°C pendant 24h  

 

- Lecture et interprétation :  

Après incubation, la lecture de la galerie se fait en se référant au tableau de lecture  

Ajouter respectivement aux tests nécessitant l’addition de réactifs : 

 Teste TDA : ajouter 1 goutte de réactif TDA. 

 Teste IND : ajouter 1 goutte de réactif COVACS  

 Teste VP : ajouter 1 goutte des réactifs VP1 et VP2 laisser agir 10 minutes   

 

 



 Teste oxydase   

Le test de l’oxydase est un test de détection de l’enzyme cytochrome oxydase chez les 

bactéries Gram négative qui produisent cette enzyme, elle se fait comme suite  

Placer un disque d’oxydase sur une lame porte objet à l’aide d’une pince,   

Choisir une colonie bien isolée et représentative de la culture fraiche à tester.  

Prélever la colonie choisie à l’aide d’une pipette pasteur.   

Frotter doucement la colonie sur le disque et observer l’apparition d’une coloration violette 

dans un délai de 30 secondes.  

 DNase 

Le teste désoxyribonucléase (DNase) est utilisé pour détermine la capacite à hydrolyser 

l’ADN comme source de carbone et d’énergie pour la croissance et principalement pour 

différencier le Staphylococcus aureus des autres staphylocoques ; il est réalisé comme suit : 

 Prélever, dans la zone stérile, une colonie bien isolée à partir de la culture bactérienne pure et 

jeune (18 à 24 h d’incubation) et l’ensemencé par une seule ligne au centre de la boite pétrie 

contenant une gélose DNase puis incuber à 37°C pendant 24h ;  

   Inonder la boite avec de l’acide chlorhydrique (HCL) à 1N et laisser agir pendant quelques 

minutes  

   Décanter l’excès de l’acide chlorhydrique puis examiner la boite immédiatement sur un fond 

noir  

L’hydrolyse de l’ADN sera observée par une clarification de la gélose après l’ajout d’HCL 

(Török, Moran, & Cooke, 2017). 

 Catalase 

La détection de la présence de la catalase est essentielle pour différencier les 

staphylococcaceae et micrococcaceae (catalase positif) des streptococcaceae (catalase négatif) 

elle est réalisée selon les étapes suivante :  



   Déposer sur une lame propre une goutte de peroxyde d’hydrogène (H2O2) stérile ; 

   Prélever, dans la zone stérile, une colonie bien isolée à partir de la culture bactérienne pure 

et jeune (18 à 24 h d’incubation) et l’incorporer à la goutte ;  

   Observer la formation immédiate de bulles (Delarras, 2014).   

 Coloration de Gram 

Cette coloration permet de différencier entre les deux types de bactéries (Gram+ et   Gram-

), selon la capacité des différentes structures de la paroi bactérienne à retenir le colorant violet 

de Gentiane. D’après Bergey et al. (1994), elle est réalisée selon les étapes suivantes :  

 La première étape consiste à préparer des frottis, comme suit :  

 Déposer sur une lame propre une goutte d’eau physiologique stérile ; 

  Prélever, dans la zone stérile, une colonie à partir de la culture bactérienne et l’incorporer à 

la goutte d’eau pour obtenir une suspension homogène ;  

  Sécher et fixer les bactéries à la chaleur au-dessus de la flamme du bec bunsen ;  

 La deuxième étape est la réalisation de la coloration ; elle se fait selon les étapes suivantes :  

 Recouvrir la lame avec le violet de Gentiane, laisser agir une minute puis rincer à l’eau ;  

 Ajouter une solution de Lugol et laisser agir une minute puis rincer à l’eau ;  

 Décolorer la lame à l’alcool pendant 30 secondes puis rincer à un filet l’eau ;  

 Recouvrir avec la fuchsine et laisser agir 1 minute puis rincer à un filet l’eau ;  

 Sécher la lame au-dessus de la flamme du bec bunsen et observer au microscope optique à 

l'objectif (GX 100) avec l’utilisation d’une goutte de l’huile à émersion.  

Une coloration rose indique des bactéries Gram-, tandis qu’une coloration violette indique des 

bactéries Gram+ 



Annexes 5 : Résultats du contrôle des souche bactériennes  

 Résultats des tests biochimiques  

DNase Catalase Oxydase Galerie api 20E 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Résultats de la coloration de gram  

s. aureus ATCC25923 E. coli ATCC 25922 

 

 

 

 
 

 

Annexes 6 : Résultats de la capacité des souches à former un biofilm  

 

 

 

 

 

 



Klebsiella ATCC7803 E. coli ATCC 25922 S. aureus ATCC 25923 

 

 

 

 

 

 

 

Annexes 7 : Résultats des activités antibactériennes sur gélose   

  

 

 

 

 

 

 

 

Extrait aqueux 

 

Extrait éthanolique 
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Annexes 8 : Résultats des activités anti-biofilm sur gélose   

 

Extraits Résultats 

 

 

 

Extrait aqueux de l’olivier de 

Laperrine 

 

 



 

Extrait éthanolique de 

l’olivier de Laperrine 
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Annexes 9 : résultats des synergies sur gélose  
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Résumé 



Résume  

 

 

Dans le présent travail, différents aspects d'Olea laperinei, Olea europaea et d’Allium 

sativum ont été étudiés, afin d’évaluer l’activité antimicrobienne et antibiofilm des extraits 

bruts de ses plantes vis-à-vis de Staphylococcus aureus, Escherichia coli et Klebsiella 

pneumonia (bactéries hautement pathogènes pour l’organisme humain). 

Cette activité a été déterminée selon les deux méthodes : diffusion sur gélose et sur 

microplaque, et nous avons eu les résultats suivants : 

Parmi les souches étudier seule S. aureus s’est avéré formatrice de biofilm avec un DO de 

2,766.  

Les extraits de l’olivier de Laperrine (Olea laperrinei) aqueux et éthanolique à une 

concentration de 0,6 g/ ml possédaient une activité anti-biofilm vis-à-vis de S. aureus, cela 

avec des diamètres moyens de 27 mm et 24 mm respectivement.  

L’olivier du nord (Olea europaea) (0,83 g/ml) et les gousses d’ail (Allium sativum) (0,312 

g/ml) possédaient une activité anti-biofilm vis-à-vis de S. aureus avec des diamètres moyens 

de 21 mm et 43 mm respectivement.  

L’extrait de l’olivier de Laperrine (Olea laperrinei) à une concentration de (0,6 g/ml) 

manifestait une activité antibactérienne vis-à-vis de S. aureus avec un diamètre moyen de 10 

mm et aucune activité vis-à-vis de E. coli et Klebsiella. 

Aucune synergie n’a été démontrée entre les extraits étudiés et les antibiotiques, 

cependant une synergie a été enregistrer avec l’association de l’extrait d’ail et d’olivier de 

Laperrine, mais sans aucune signification statistique 

Mots clés : Activité antibactériennes, activité antibiofilm, Olea laperrinei, Allium sativum, 

Olea europaea, synergie, S. aureus, E. coli, Klebsiella. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Abstract: 

 

 In the present work, different aspects of Olea laperrinei, Olea europaea and Allium 

sativum were studied, in order to evaluate the antimicrobial and antibiofilm activity of the 

crude extracts of its plants towards Staphylococcus aureus, Escherichia coli and Klebsiella 

pneumonia (bacteria highly pathogenic to the human organism). This activity was determined 

by both methods:  

Agar diffusion and microplate, and we had the following results: Among the strains 

studied only S. aureus was found to be biofilm forming with an OD of 2.766.  

The aqueous and ethanolic extracts of the Laperrine olive tree (Olea laperrinei) at a 

concentration of 0.6 g/ml had an anti-biofilm activity towards S. aureus, with average 

diameters of 27 mm and 24 mm respectively.  

Northern olive (Olea europaea) (0.83 g/ml) and garlic cloves (Allium sativum) (0.312 

g/ml) had anti-biofilm activity against S. aureus with mean diameters of 21 mm and 43 mm 

respectively.  

Laperrine olive extract (Olea laperrinei) at a concentration of (0.6 g/ml) showed 

antibacterial activity against S. aureus with an average diameter of 10 mm and no activity 

against E. coli and Klebsiella.  

No synergy was demonstrated between the extracts studied and the antibiotics, 

however a synergy was recorded with the association of garlic extract and olive tree of 

Laperrine, but without any statistical significance  

Key words: Antibacterial activity, antibiofilm activity, Olea laperrinei, Allium 

sativum, Olea europaea, synergy, S. aureus, E. coli, Klebsiella. 

 

 :صملخ

 

 Alliumو  Olea europaeaو  Olea laperrineiتمت دراسة جوانب مختلفة من  الحالي،في العمل  

sativum  من أجل تقييم نشاط مضادات الميكروبات ومضادات الغشاء الحيوي للمستخلصات الخام لنباتاته ضد ،

Staphylococcus aureus  وEscherichia coli .(ضارة  ب.)تم تحديد هذا النشاط باستخدام طريقتين:  جسم الإنسان 

 الانتشار على الأجار وعلى الصفيحة الدقيقة، وحصلنا على النتائج التالية: 

.المستخلصات المائية OD 2.766أنها تشكل غشاءً حيويًا مع  S. aureusمن بين السلالات التي تمت دراستها، أثبتت 

جم / مل تمتلك نشاطاً مضادًا للبيوفيلم ضد بكتيريا  0.6( بتركيز Olea laperrineiوالإيثانولية لشجرة زيتون لابيرين )

S. aureus  مم على التوالي. 24مم و  27أقطار ، بمتوسط 

/ مل( يمتلكان  غ 0.312) (Allium sativum)جم / مل( وفصوص الثوم  0.83) (Olea europaea)الزيتون الشمالي 

 مم على التوالي. 43مم و  21أقطار بمتوسط  S. aureusنشاطًا مضادًا للبيوفيلم ضد 

 .S/ مل( نشاطاً مضادًا للبكتيريا ضد بكتريا  غ 0.6( بتركيز )Olea laperrineiأظهر مستخلص زيتون لابيرين )

aureus  ملم ولا يوجد نشاط ضد  10قطر بمتوسطE. coli  وKlebsiella. 

والمضادات الحيوية ، ولكن تم تسجيل تآزر مع ارتباط مستخلص الثوم  لم يظهر أي تآزر بين المستخلصات المدروسة

 والزيتون من لابيرين ، ولكن دون أي دلالة إحصائية.

 Olea laperrinei  ،Allium sativum  ،Oleaالكلمات المفتاحية: نشاط مضاد للجراثيم ، نشاط مضاد حيوي الغشاء ، 

europaea  ،synergy  ،S. aureus  ،E. coli  ،Klebsiella 
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