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 الملخص 

 والجهاز الحيوية لمضاداتا من  واقيةو  كثيفة بيئة  P. aeruginosa بيوفيلم للبكترياال في الحياة وفر طريقةت

  .جديدة علاجاتالبحث عن  تطلبيو أكتر تعقيداعدوى هذه البكتريا  علاج يجعلمما  ،للمضيف المناعي

ة ثلاث من عليها صولالح تم ،بمستخلصات بيوفيلمال تشكيل على والتأثير للبكتيريا المضاد النشاط دراسةبفي هذا الإطار قمنا  

الخوخ  وأوراق نبات( Lawsonia inermisمن الحناء ) وأوراق نوعين( Allium sativumالثوم ) :وهي تنباتا

(Prunus persica.)  لــ    سريرية عزلات ذلك ستةمستخدمين فيP. aeruginosa وسلالة مرجعيةP. aeruginosa  

ATCC 27853 .لبيوفيلمومرق اهما تريبتكاز الصويا  وفي وسطينالدعامات  نمطين منعلى  بيوفيلمال تشكيل اختبار تم 

 المعدل.

 وعلى الوسطكترية نفسها السلالة الب على عتمدت P. aeruginosa شكلهات التي بيوفيلمال أن كميةأثبتت هذه الدراسة 

 تعلق بالنباتت الفلافونويدات الفينول وأن مردود مركبات متعددة  لوحظ كما التي تتثبت عليها البكتريا. ونمط الدعامة المغذي

أظهر  L. inermis مستخلص أسيتات الإثيل للحناء  أن وجد حيث ،المستعمل و بنوع المذيب المستخدم في الاستخلاص

 لأوراق mg EAG/g 244,58 ± 25,54و   mg EAG/g   224,83 ± 20,07ـبكميات أعلى من متعددة الفينول  تقدر 

 .التوالي على بسكرة ومنطقة أدرارالحناء من منطقة 

( v/v) ٪  6,25إلى 3,15 من تتراوحالمدروسة  مستخلصاتبال التي سجلت (CMI) الأدنى المثبط التركيزإن قيم 

 .inermis    L لنوعيالبيتانول  أسيتات الإثيل و   مستخلصاتل ml /mg 5..1إلى ml /3,15mgو  الثوم لمستخلص

 مستخلصاتل CMI ½ مع أيضا بيوفيلمال تشكيل انخفض وقد.  P. persica مستخلصاتل ml /mg .1إلى  ml/20 mgو

 .P عزلات جميع عند مبيوفيلال تشكيلأسيتات الإثيل على  لمستخلص CMI ½لم تأثر  بينما ،لنوعي الحناء البيتانول

aeruginosa   مستخلصات ولم تظهر P. persica يادةز في تتسبب ذلك من العكس البيوفيلم وعلى كميةفي  ضاانخف أي 

 .تشكيلها كمية

بواسطة  P. persicaو .inermis   L لنوعي الحناء البيتانولو أسيتات الإثيلبينت نتائج تحليل لمستخلصات 

الملحوظ في النشاط المضاد  الاختلافقد يفسر  وهذا ماتنوعا في التركيب.  (HPLC)كروماتوغرافيا السائل ذو الأداء العالي 

 .P. aeruginosaبواسطة سلالات  وتكوين البيوفيلمللميكروبات 

 و Mm51 بحوالي CMB و CMI قدرحيث . P. aeruginosa تثبيط إلى( AS)السليسليك  إضافة حمضت أد

mM.1 ة فقط واحد سلالة ك. السليسلي حمض كيزاتر زيادةأيضا ب بيوسيانينال وإنتاج بيوفيلمال تشكيل وانخفض. التوالي على

(P2 ) وسط  فيللرمنولبيدات  منتجةكانتPGASP تركيزعند  تماما الإنتاج وتوقف هذا mM . السليسليك. حمض من 

 تركيزبزيادة  المستعمرات لأقطار اتدريجي ضاانخفا P. aeruginosa للبكترياالاندفاعية الحركة  على AS تأثير أظهر

 السليسليك. حمض

،  Pseudomonas aeruginosa : ،, Allium sativum  Lawsonia inermis ،Prunus persicaالمفتاحية كلمات

 النشاط المضاد للبكتيريا، البيوفيلم، حمض السليسليك.

 



Résumé   

Le mode de vie en biofilm fournit à P. aeruginosa un environnement dense qui le 

protège contre les antibiotiques et le système immunitaire de l’hôte, ce qui rend le traitement 

de ses infections plus compliqué et nécessite de nouvelles thérapies. 

Dans ce cadre nous nous sommes intéressés dans ce travail à l’étude de l’activité 

antibactérienne et à l’effet sur la formation de biofilm des extraits obtenus de trois plantes : 

Allium sativum, Prunus persica et Lawsonia inermis, en utilisant six isolats cliniques de P. 

aeruginosa et une souche de référence de P. aeruginosa ATCC 27853. La formation de biofilm 

a été testée sur deux types de support et dans deux types de milieu de culture à savoir le Bouillon 

de Trypticase de Soja (TSB) et le Bouillon Biofilm Modifié (BBM).  

Nous avons constaté que la quantité de biofilm formée par P. aeruginosa dépendait 

de l’isolat testé, du milieu de culture utilisé et aussi de la matière du support sur lequel l’isolat 

s’adhère. Les résultats de cette étude indiquent que le rendement d’extraction dépend à la fois 

de la plante choisie et du solvant utilisé pour l’extraction où il a été constaté que l’extrait 

d’acétate d’éthyle de L. inermis a donné les teneurs les plus élevées, avec des valeurs ; en 

polyphénols de 224,83±20,07 mg EAG/g d’extrait et 244,58±25,54 mg EAG/g d’extrait pour 

les feuilles de la région d’Adrar et la région de Biskra respectivement.  

 Les valeurs de concentration minimale inhibitrice (CMI) enregistrées par les extraits 

étudiés varient de 3,15 à 6,25% (v/v) pour l’extrait brut d’Ail, de 3,15mg/ml à 12,5mg/ml pour 

les fractions d’acétate d’éthyle et de butanol pour les deux variétés de L. inermis et de 20mg/ml 

à 25mg/ml pour les fractions de P. persica.  

En outre, la formation de biofilm a été aussi diminuée avec la ½ CMI des fractions 

butanoliques de deux échantillons de L. inermis testés. Alors que la ½ CMI d'acétate d'éthyle 

n'a pas affecté la formation des biofilms chez tous les isolats testés de P. aeruginosa. L’extrait 

de P. persica a montré une activité très faible et bien au contraire la concentration ½ CMI pour 

les deux fractions (acétate d’éthyle et butanolique) de P. persica provoque une augmentation 

de la quantité du biofilm formé. 

Les résultats d’analyse des fractions des deux variétés de L. inermis et de P. persica par 

HPLC montrent une variabilité de la composition. Ceci peut expliquer la différence remarquée 

dans l’activité antibactérienne et l’effet sur la formation du biofilm par les souches de P. 

aeruginosa étudiées. 

La présence de l’acide salicylique (AS) a conduit à une inhibition de croissance de P. 

aeruginosa dont les CMI et les CMB été autour de 10 mM et 20 mM respectivement. La 

formation des biofilms et la production de pyocyanine ont été diminuées par l’augmentation 

des concentrations de l’AS. Une seule souche (P2) a produit des rhamnolipides dans le milieu 

PPGAS, cette production a été inhibée complétement avec une concentration de 2mM de l’AS. 

L’effet de l’AS sur la motilité de type swarming a montré une diminution progressive des 

diamètres des colonies par l’augmentation de concentration de cet acide. 

Mots clés : Pseudomonas aeruginosa, Allium sativum, Lawsonia inermis, Prunus persica, 

Activité antibactérienne, Biofilm, Acide salicylique. 

 



Abstract  

The biofilm lifestyle provides to P. aeruginosa a dense environment that protects it 

against antibiotics and host's immune system, making treatment of its infections complicated 

and requiring new therapies. 

In this present work, we investigated the antibacterial activity and the anti-biofilm effect 

of extracts obtained from three plants: Allium sativum, Prunus persica and Lawsonia inermis 

using six clinical isolates of P. aeruginosa and a reference strain P. aeruginosa ATCC 27853. 

The formation of biofilm was tested on two types of support and in two types of culture medium 

namely Soybean Trypticase Broth (STB) and Modified Biofilm Broth (MBB). 

We found that the amount of biofilm formed by P. aeruginosa depended on the isolate 

tested, on the culture medium used and also on the material of the support to which the isolate 

adheres. The results of this study indicate that the yield extraction depends on both the selected 

plant and the solvent used for extraction, where it was found that the ethyl acetate extract of L. 

inermis gave the highest contents, with polyphenol content values of 224.83 ± 20.07 mg EAG/g 

extract and 244.58 ± 25.54 mg EAG/g extract for the leaves of the Adrar region and the Biskra 

region respectively.  

 The minimum inhibitory concentration (MIC) values recorded by the extracts studied 

range from 3.15 to 6.25% (v/v) for the crude extract of garlic, from 3.15 mg/ml to 12.5 mg/ml 

for the ethyl acetate and butanol fractions for the two varieties of L. inermis and from 20 mg/ml 

to 25 mg/ml for P. persica fractions. 

In addition, biofilm formation was also decreased with the ½ MIC of the butanolic 

fractions of the two L. inermis samples tested. While ½ MIC of ethyl acetate did not affect the 

formation of biofilms in all of the isolates tested of P. aeruginosa. The extract of P. persica 

showed no or very low activity and, on the contrary, the ½ MIC concentration for the two 

fractions (ethyl acetate and butanolic) of P. persica caused an increase in the amount of the 

biofilm formed. 

Fractions analysis of the two varieties of L. inermis and P. persica by HPLC show a 

variability in there composition. This may explain the observed deference in antibacterial 

activities and effects on biofilm formation of P. aeruginosa. 

The presence of salicylic acid (SA) resulted in inhibition of P. aeruginosa whose MICs 

and MBCs were around 10 mM and 20 mM respectively. The formation of biofilms and the 

production of pyocyanin have been reduced by increasing concentrations of SA. A single strain 

(P2) produced rhamnolipids in PPGAS medium, this production was inhibited completely with 

a concentration of 2 mM of SA. The effect of SA on swarming motility showed a gradual 

decrease in colony diameters by increasing the concentration of this acid. 

Key words: Pseudomonas aeruginosa, Allium sativum, Lawsonia inermis, Prunus persica, 

Antibacterial activity, Biofilm, Salicylic acid. 
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Introduction  

Pseudomonas aeruginosa est une bactérie à coloration de Gram négative omniprésente 

trouvée dans de nombreux environnements. C'est l'un des principaux agents pathogènes 

opportunistes impliqué dans de graves infections nosocomiales. C'est aussi un micro-

organisme polyvalent capable de tolérer des conditions défavorables. Toutes ces propriétés lui 

permettent de s'attacher et de survivre sur de nombreuses surfaces biotiques et abiotiques, ce 

qui favorise le début des infections, en particulier chez les patients immunodéprimés (Engel et 

Balachandran, 2009). Le traitement des infections causées par P. aeruginosa est difficile en 

raison de sa résistance intrinsèque élevée contre la plupart des antibiotiques et de sa capacité à 

acquérir de nouveaux mécanismes de résistance suite à l'exposition aux antibiotiques pendant 

les traitements (Breidenstein et al., 2011). En plus de sa résistance aux antibiotiques, P. 

aeruginosa se caractérise par sa capacité à former des biofilms. 

Un biofilm est une communauté microbienne sessile caractérisée par des cellules 

attachées de manière irréversible à une surface biotique et abiotique, incorporés dans une 

matrice extracellulaire de substances polymériques (EPS) autoproduite, faite d'un mélange 

d’exopolysaccharides, d'ADN et de protéines (Joo et Otto, 2012). En suggérant que le biofilm 

serait le mode de vie majoritaire adopté par les cellules microbiennes dans la nature. Il a été 

estimé que 99 % de l’ensemble des bactéries dans un environnement naturel existe sous forme 

d’un biofilm (Costerton et al., 1978). Les bactéries cultivées dans ce biofilm ont une 

résistance accrue aux antibiotiques et au système immunitaire de l'hôte par rapport aux 

bactéries non planifiées (planctoniques). Le comportement bactérien dans les biofilms est 

régulé par le système de détection du quorum (QS) (Heurlier et al., 2006). C'est un régulateur 

clé de leur développement (De Kievit, 2008), de leur résistance aux antibiotiques (Høiby et 

al., 2010b) et de l'expression de leurs facteurs de virulence (Schuster et Greenberg, 2006).  

Pendant de nombreuses années, il est bien connu que les plantes ont été utilisées dans 

la médicine traditionnelle pour prévenir ou guérir les maladies infectieuses. Cependant, au 

cours des dernières années, de nombreuses études de recherche ont signalé les propriétés 

d’utilisation des extraits de plantes pour lutter contre les agents pathogènes en les éradiquant 

ou en inhibant les mécanismes de virulence sous l’effet des différents mécanismes du système 

d’adaptation et de régulation du quorum sensing (Kalia, 2013). 
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Le but de cette étude était d'examiner l'effet des extraits de trois plantes (Allium 

sativum, Lawsonia inermis et Prunus persica) sur la croissance sous forme planctonique et en 

biofilm de Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 et six isolats cliniques de cette espèce. Le 

choix des plantes ayant fait l’objet de cette étude est basé sur une recherche bibliographique 

puis une enquête ethnopharmacologique auprès de la population ayant connaissance de leur 

usage en médecine traditionnelle. Nous avons étudié aussi l’effet de l’acide salicylique sur la 

mobilité de type swarming, la production de rhamnolipides et de pyocyanine et sur la 

formation de biofilm. 

L'ail est l'une des espèces importantes d'Allium consommée dans le monde entier. Il est 

utilisé depuis des décennies comme remède médicinal  (Mnayer et al., 2014 ; Gupta et al., 

2015) . Il peut être préparé sous diverses formes, à savoir l'huile, la poudre, le jus cru et les 

différents extraits (Jabar et Al-Mossawi, 2007 ; Ried et al., 2010). L'effet thérapeutique de 

l'ail a été attribué à ses constituants organosulfurés, qui sont également responsables de sa 

saveur et de son odeur typique (Rahman, 2007 ; Zeng et al., 2012). 

Lawsonia inermis est généralement appelé henné. C'est la seule espèce du genre 

Lawsonia, appartenant à la famille des Lythraceae (Singh et al., 2005). Elle est cultivée dans 

diverses régions tropicales en Afrique du Nord, en Asie et en Australie. L. inermis a 

longtemps été utilisé pour de nombreux effets médicinaux, y compris comme un antifongique, 

un antihémorragique et antibactérien (Shivananda et al., 2007).  

Prunus persica qui appartient à la famille des Rosaceae est connue pour ses valeurs 

nutritionnelles et ses propriétés thérapeutiques par la présence d’une source potentielle de 

composés bioactifs. En outre la valeur nutritionnelle et pharmacologique des fruits, les 

feuilles de pêche sont traditionnellement utilisées comme laxatives et sédatives.  

L’acide salicylique ou acide 2-hydroxybenzoïque est le principal acide phénolique 

synthétisé comme métabolite secondaire par certains végétaux. Il est produit par la plante en 

réponse à l’attaque de divers pathogènes et constitue un élément clef pour l´établissement de 

la résistance locale et la RSA (Loake et Grant, 2007). 

La stratégie suivie durant cette étude comprend les étapes suivantes : 

 L’isolement et l’identification des isolats de Pseudomonas aeruginosa 

 L’étude de la sensibilité des isolats aux antibiotiques. 
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 L’évaluation de la formation de biofilm en fonction des souches bactériennes, du 

milieu de culture et de la matière de support. 

 Préparations des extraits à partir des plantes médicinales choisi à savoir Allium 

sativum, deux variétés de Lawsonia inermis et Prunus persica. 

 Détermination du rendement d’extraction et de la teneur en polyphénols et en 

flavonoïdes. 

 Evaluation du pouvoir antibactérien des extraits de plantes avec la détermination de la 

CMI et la CMB. 

 Détermination de l’effet de ces extraits préparés sur la formation de biofilm à P. 

aeruginosa par la méthode de cristal violet.  

 Analyse des extraits par chromatographie liquide à haute performance (HPLC) 

 Etude de l’effet de l’acide salicylique sur la mobilité de type swarming, sur la 

production de rhamnolipides et de pyocyanine et sur la formation de biofilm. 

Les résultats présentés sont discutés et comparés avec d’autres.  

Enfin, le manuscrit est achevé par une conclusion qui permettra de résumer les résultats 

trouvés intéressants et de tirer quelques perspectives.  

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Chapitre I                                                                Généralités sur Pseudomonas aeruginosa 
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I.1. Description 

Pseudomonas aeruginosa a été découverte pour la première fois en 1872 par le 

chercheur allemand Schroeter sous l’appellation Bacterium aeruginosum, après une 

observation d’un aspect bleuté du pus en présence de la bactérie. Cette coloration est à l’origine 

de son nom, aerugo signifiant vert-de-gris en latin. En 1882, le pharmacien militaire Charles 

Gessard isola le bacille et en fit la première description dans sa thèse de doctorat et lui donna 

le nom de bacille pyocyanique (Pitt, 1998). 

P. aeruginosa est une bactérie à coloration de Gram négative appartenant au genre 

Pseudomonas et à la famille des Pseudomonadaceae. Elle se présente sous forme de bacilles 

fins, droits ou légèrement courbés et très mobiles grâce à la présence d’un flagelle monotriche 

polaire. P. aeruginosa est caractérisée par une versatilité métabolique lui permettant d’utiliser 

une large variété de substrats comme source de carbone (sucres simples et complexes, alcools 

et acides aminés). Le pathogène est classé comme aérobie strict avec un métabolisme oxydatif 

utilisant l’oxygène comme accepteur final d’électrons. Cependant la survie de la bactérie est 

observée dans des conditions anaérobies, expliquée par sa capacité à métaboliser l’arginine 

(Vander et al., 1984) et le pyruvate (Eschbach et al., 2004) ou par utilisation des nitrates comme 

accepteur final d’électrons (Filiatrault et al., 2005). P. aeruginosa est capable de se développer 

dans un spectre de températures compris entre 4 et 42°C ; sa température optimale de croissance 

se situe entre 30 et 37°C. Ces différentes caractéristiques font de cette bactérie un 

microorganisme ubiquitaire retrouvé dans l’eau, les sols, les plantes et les mammifères. Sa 

versatilité et son adaptabilité extraordinaire se marque aussi par son nombre important de gènes. 

P. aeruginosa possède le plus large génome bactérien séquencé. Ce génome englobe 6,3 

millions de pb (souche de référence PAO1) (Stover et al., 2000) est plus grand que celui d'autres 

bactéries, comme Escherichia coli (4,6 Mpb) ou encore Staphylococcus aureus (2,6 Mpb). De 

nombreux gènes impliqués dans des fonctions métaboliques permettent à la bactérie de se 

développer dans différents environnements, notamment en présence de l'hôte ou en présence 

d'agents antimicrobiens et parfois très pauvres en nutriments. 

P. aeruginosa est un pathogène opportuniste, c’est à dire qu’il n’est pas pathogène pour 

l’organisme en temps normal, mais qui le devient lorsque les défenses de l’hôte sont affaiblies. 

Il peut coloniser de nombreux tissus, notamment le tissu cutané, osseux et des dispositifs 

médicaux, tels les valves cardiaques. Il est aussi responsable d’infections ophtalmiques, du 
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tractus urinaire et des poumons. C’est également le pathogène le plus fréquemment responsable 

de mortalité chez les individus atteints de la mucoviscidose (Zemanick et al., 2011). 

I.2. Le génome de Pseudomonas aeruginosa  

Le génome de la souche de référence PAO1 de P. aeruginosa a été entièrement séquencé 

par Stover et al., (2000). Le séquençage a révélé le plus grand génome bactérien de 6.3 millions 

de paires de bases connu à ce jour, contenant 5 570 cadres de lecture ouverts dont la plupart 

sont riches en Guanine et Cytosine (G+C) (66,6%) (Stover et al., 2000). Après le séquençage 

complet des autres souches appartenant à l’espèce P. aeruginosa, la comparaison montre que 

le génome de cette bactérie composé d’un squelette commun d’environ 5000 gènes, 

interrompus dans chaque souche par une combinaison des gènes accessoires qui confèrent un 

répertoire génétique spécial pour chaque souche (Mathee et al., 2008 ; Qiu et al., 2009). 

P. aeruginosa possède un taux élevé de gènes (9,4% de la totalité du génome) impliqué 

dans des systèmes de régulation et des fonctions métaboliques par rapport aux autres bactéries. 

Cette propriété lui confère la capacité d’utiliser un grand nombre de composés organiques 

comme source de carbone et une large adaptabilité aux différents environnements hostiles ainsi 

que sa grande pathogénicité (Stover et al., 2000 ; Wolfgang et al., 2003). 

I.3. Infections à Pseudomonas aeruginosa  

P. aeruginosa est un pathogène opportuniste et multirésistant aux antibiotiques. Cette 

bactérie ne provoque une maladie chez l’homme que lorsqu’il existe une défaillance locale ou 

systémique du système immunitaire. Cette défaillance peut être une diminution des défenses 

immunitaires (patients atteints de mucoviscidose, de cancers ou du SIDA) ou une faiblesse des 

barrières tissulaires de l’hôte (lésion de la peau ou des muqueuses) (Lyczak et al., 2000). 

P. aeruginosa est à l’origine de différents types d’infections qu’elles soient aiguës ou 

chroniques selon le type de déficit immunitaire de l’hôte et les facteurs de virulence exprimés 

par la bactérie (Williams et al., 2010 ; Hauser, 2012). Elle peut notamment causer des 

bactériémies, des surinfections cutanées de plaies et de brûlures (Mulcahy et al., 2013), 

d’infections ostéoarticulaires, oculaires ou neuro-méningées (Huang, 2003).  

De plus, P. aeruginosa est responsable d’infections urinaires (Mulcahy et al., 2014) et 

de nombreuses affections du système respiratoire (L’atteinte la plus fréquente). Ces dernières 
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sont souvent contractées en milieu hospitalier suite à une intervention chirurgicale, une 

intubation ou l’utilisation de matériel médical (cathéters, sondes,…).  

I.3.1. Infections chroniques   

Les infections chroniques à P. aeruginosa sont associées aux formes de biofilms des 

bactéries. Ce type d’infection peut toucher diverses catégories de patients, les plus touchés sont 

les sujets présentant un déficit chronique de l’immunité pulmonaire telles que la mucoviscidose 

(CF), bronchopneumopathie chronique obstructive (BPCO), dilatation des bronches (DDB) 

(Bajmoczi et al., 2009 ; Williams et al., 2010), ce qui constitue un facteur d'augmentation des 

dommages au tissu pulmonaire et à une diminution de la fonction respiratoire (Wagner et 

Iglewski, 2008). Dans ce contexte, la principale cause de mortalité des patients est 

l’inflammation pulmonaire chronique déclenchée par ce pathogène (Doring, 2012). 

La mucoviscidose est une maladie autosomique récessive létale caractérisée par une 

mutation du gène CFTR (Cystic Fibrosis Transmembrane conductance Regulator) qui code 

pour une protéine transmembranaire impliquée dans le flux d’ions chlorures (Cl-) à travers la 

membrane des cellules épithéliales (Bertrand et al., 2003). Il s’agit d’une maladie chronique 

qui atteint principalement les voies respiratoires et digestives. Elle consiste en une viscosité 

anormale du mucus qui s’accumule dans ces organes. Le poumon mucoviscidosique est 

particulièrement susceptible aux infections occasionnées par P. aeruginosa. L’établissement de 

P. aeruginosa débute par des phases de colonisation intermittentes récurrentes, puis évolue vers 

un état d’infection chronique. Au cours de cette colonisation, P. aeruginosa subit une forte 

adaptation génétique et phénotypique à ce nouvel environnement en accumulant un certain 

nombre de mutations génétiques et en sous-exprimant certains de ses gènes. Les adaptations 

phénotypiques qui en résultent comprennent notamment une augmentation de la résistance aux 

antibiotiques et une diminution de l’expression de certains facteurs de virulence (Cullen et 

McClean, 2015). Ces modifications permettent à P. aeruginosa de perdurer sous forme de 

biofilm dans le mucus pulmonaire très épais et visqueux des patients atteints de mucoviscidose 

(Hoiby et al., 2010a). La croissance sous forme de biofilm permet aux bactéries d’adhérer au 

mucus et de résister au système immunitaire de l’hôte, ainsi qu’aux agents antimicrobiens 

utilisés pour le traitement de l’hôte (Breidenstein, 2011). P. aeruginosa va alors prendre une 

apparence visqueuse liée à la surproduction d’un exopolysaccharide, l’alginate, et est alors 

qualifiée de mucoïde qui génèrent une forte réponse inflammatoire, très destructrice pour les 

tissus mais pas pour le pathogène (Gellatly et Hancock, 2013). 
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La bronchopneumopathie chronique obstructive (BPCO) fait référence à un état décrit 

comme une bronchite chronique se traduisant par une inflammation chronique et un 

rétrécissement des voies aériennes. Elle est la plus fréquemment associée à une comorbidité 

(Holm et al., 2013). Chez les patients atteints de BPCO, la fréquence d’isolement de P. 

aeruginosa va de 3 à 18% en période d’exacerbation (Sethi, 2000). La BPCO est caractérisée 

par une obstruction lente et progressive des poumons, liée à une distension permanente des 

alvéoles pulmonaires.  

La dilatation des bronches (DDB) ou la bronchectasie est une affection chronique des 

bronches parfois congénitale mais le plus souvent faisant suite à des broncho-pneumopathies 

virales ou bactériennes à répétition, à la mucoviscidose, à l’inhalation d’un corps étranger, à la 

coqueluche ou à la tuberculose et se manifeste par une augmentation anormale et permanente 

du calibre des bronches. Chez les patients atteints de DDB, P. aeruginosa est isolé dans 9 à 

45% des cas selon les différentes populations. D’autres pathologies respiratoires peuvent être 

également associées à des infections chroniques par P. aeruginosa telles que le cancer du 

poumon ou l’asthme (Holm et al., 2013). 

P. aeruginosa est la deuxième bactérie la plus fréquemment isolée dans le cas 

d’infections urinaires. Les infections urinaires à P. aeruginosa peuvent être des infections 

aiguës ou chroniques. Dans les deux cas, elles sont systématiquement associées à une pose de 

cathéter (Mittal et al., 2009). Plusieurs études ont démontré que P. aeruginosa est capable de 

croître sous forme de biofilm à la surface des cathéters ou des tubes de ventilation (Mulcahy et 

al., 2014). 

Enfin, P. aeruginosa peut infecter des lésions locales de l’épiderme, et empêcher leur 

guérison. Ce genre de blessure chronique est observé surtout chez les diabétiques, qui peuvent 

présenter des problèmes de circulation sanguine au niveau de leurs extrémités (Mulcahy et al., 

2014). 

I.3.2. Infections aigues   

Les infections aiguës à P. aeruginosa sont généralement brèves et caractérisées par une 

forte multiplication bactérienne. Les bactéries, très mobiles grâce à leur flagelle et leurs pili, 

expriment fortement certains facteurs de virulence, notamment leurs Systèmes de Sécrétion de 

Type 2 et de Type 3 (Gellatly et Hancock, 2013). P. aeruginosa présente un phénotype 

beaucoup plus agressif, induisant une réponse inflammatoire intense et une destruction 



Chapitre I                                                                Généralités sur Pseudomonas aeruginosa 

8 

 

tissulaire marquée. Les infections aiguës à P. aeruginosa sont presque exclusivement des 

infections nosocomiales et les patients touchés présentent généralement des 

dysfonctionnements tissulaires ou immunitaires. Les pneumonies aigües associées à ce 

pathogène se compliquent fréquemment d’œdème pulmonaire majeur, de choc septique et de 

défaillance multiviscérale, causant un taux de mortalité élevé, estimé de 50 à 70% selon les 

études, malgré une antibiothérapie adaptée (Faure et al., 2006).  

Dans certains cas, les bactéries pourront franchir l’épithélium au cours de l’infection. 

Dans ce contexte, P. aeruginosa pourra échapper aux mécanismes de défense de l’organisme 

et accéder au système sanguin. On parle de bactériémie, qui correspond à une complication 

grave de l’infection et qui est généralement associée à un mauvais pronostic vital pour le patient 

(Micek et al., 2005). Les bactéries pourront ensuite provoquer des atteintes dans d’autres 

organes. Si l’infection n’est pas endiguée rapidement par un traitement d’antibiotique 

approprié, les bactéries pourront également induire un choc septique, c’est-à-dire une 

défaillance circulatoire aiguë pouvant entraîner la mort du patient (Micek et al., 2005). 

I.4. Facteurs de virulence  

P. aeruginosa possède de nombreux facteurs de virulence impliqués dans sa 

pathogénicité. Ces derniers peuvent être classés en facteurs de virulence associés à la bactérie 

et à de nombreux facteurs de virulence sécrétés ou extracellulaires, dont les rôles sont 

complémentaires (Figure 1) (De Bentzmann et Plésiat, 2011). 

I.4.1. Facteurs de virulence cellulaires   

I.4.1.1. Le flagelle  

P. aeruginosa produit un flagelle monotriche polaire constitué de trois éléments 

principaux indispensables à son fonctionnement : le corps basal, le crochet et le filament. Ce 

dernier correspond à un assemblage de protéines, les flagellines, dont il peut comprendre 20000 

copies, et peut atteindre plusieurs microns de long (Haiko et Westerlund-Wikström, 2013). Le 

flagelle permet à P. aeruginosa d’opérer deux types de mobilité, la nage « swimming » et le 

grouillement « swarming », nécessaires au déplacement de la bactérie dans un environnement 

aqueux ou semi-solide (Kearns, 2010). 

Le flagelle est initialement lié à la mobilité de la bactérie mais peut également jouer un 

rôle important dans l’adhésion de P. aeruginosa (Bucior et al., 2012 ; Bruzaud et al., 2015). Il 
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adhère aux cellules épithéliales par fixation sur un composant membranaire commun, l’asialo-

GM1, et peut induire une réponse inflammatoire (Kipnis et al., 2006). Les flagellines 

composant le filament sont porteuses d’un motif PAMP (Pattern Associated Molecular Pattern) 

reconnu par les récepteurs de type TLR5 (Toll-Like Receptor) notamment exprimés sur la 

surface baso-latérale des cellules épithéliales intestinales, sur les monocytes et les fibroblastes. 

Cette reconnaissance TLR/FliC permet d’induire la sécrétion de cytokines contribuant à 

l’induction d’une réponse inflammatoire (Haiko et Westerlund-Wikström, 2013). Cette réponse 

inflammatoire permet de combattre P. aeruginosa mais aussi de créer un foyer inflammatoire 

et des dommages aux tissus de l’hôte qui sont favorables à la colonisation de P. aeruginosa 

(Hayashi et al., 2001). 

I.4.1.2. Pili 

Chez P. aeruginosa, deux types de pili sont présents en surface des cellules, les pili de 

type IV et les pili assemblés par la voie « Chaperonne-Usher » (CU). 

I.4.1.2.1. Pili de type IV   

P. aeruginosa produit deux types des pili de type IV: les IVa et les IVb. Les pili de type 

IVa sont des filaments très flexibles de diamètre compris entre 5 et 8 nm (Beaussart et al., 

2014). Ils peuvent former des structures très longues, allant jusqu’à plusieurs microns (Burrows, 

2012). Ils sont impliqués dans la motilité de type ‹‹twitching›› et la mobilité de type 

‹‹swarming›› (Asikyan et al., 2008). Les pili de type IVa sont indispensables à la virulence de 

P. aeruginosa et également très importants pour l’adhésion à des surfaces abiotiques ou aux 

cellules et pour la formation de biofilms (Barken et al., 2008 ; Conrad et al., 2011). Ils 

permettent également l'adhérence aux cellules épithéliales de l'hôte en se fixant sur le récepteur 

asialo-GM1, ce qui conduit également à l'activation de la réponse immunitaire (Schroeder et 

al., 2001 ; Li et al., 2003).  

 Les pili de type IVb sont des pili de type conjugatifs, qui servent au transfert d’éléments 

génétiques d’une bactérie à l’autre. 

 

 

 



Chapitre I                                                                Généralités sur Pseudomonas aeruginosa 

10 

 

I.4.1.2.2. Fimbriae  

Les fimbriae ou pili de la voie « chaperone-usher » (CU) sont des appendices 

filamenteux non flagellaires composés d'un assemblage de pilines pouvant aller d'une centaine 

à plusieurs milliers de sous-unités polymérisées (Allen et al., 2012). L'assemblage de ces sous-

unités protéiques est assuré par la voie dite « chaperone-usher ». 

L’existence de pili de la voie CU chez P. aeruginosa a été mise en évidence par Vallet 

et al. en 2001. Ces derniers ont montré l’existence de trois systèmes CupA, CupB et CupC 

(Chaperone-usher pathway). Les pili du système CupA comprennent une sous-unités CupA4 

agissant comme une adhésine et interviennent dans l’attachement de la bactérie aux surfaces 

abiotiques (Vallet et al., 2001 ; Giraud et De Bentzmann, 2012). Les systèmes CupB et CupC 

jouent un rôle dans les interactions entre les cellules et sont impliqués dans les étapes de 

maturation du biofilm (Giraud et al., 2011). D’autres systèmes Cup ont pu être mis en évidence 

chez P. aeruginosa : les pili des systèmes CupE interviennent dans la formation et la 

structuration du biofilm (Giraud et al., 2010 ; Giraud et al., 2011).   

I.4.1.3. Lipopolysaccharides  

Les lipopolysaccharides (LPS) sont une composante majeure de la membrane externe 

des bactéries à coloration de Gram négative. Ils sont constitués d’un lipide A, le corps 

oligosaccharidique et le polysaccharide O. 

Le lipide A correspond à la partie du LPS ancrée dans la membrane externe, il s’agit 

d’un disaccharide (diglucosamine biphosphate) auquel sont rattachées plusieurs chaines 

d’acides gras (King et al., 2009). La structure du lipide A se modifie en réponse à des peptides 

antimicrobiens cationiques, éléments clés de la réponse immunitaire (Lam et al., 2011). Ces 

modifications sont susceptibles de modifier la perméabilité de la cellule bactérienne augmentant 

ainsi sa résistance à certains antimicrobiens. La reconnaissance du lipide A par le complexe 

immunologique spécifique TLR4 (Toll-Like Receptor) induit une réponse inflammatoire (Lam 

et al., 2011). 

Le corps oligosaccharidique rattaché au lipide A existe sous deux formes selon qu’il soit 

relié ou non au troisième élément constitutif des LPS (le polysaccharide O). Il est 

spécifiquement reconnu par les récepteurs CFTR des cellules épithéliales des poumons ou de 

la cornée (Lam et al., 2011). 
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La chaîne O polysaccharidique, également appelée antigène O, chez P. aeruginosa : la 

nature des unités saccharidiques répétées a permis de distinguer 17 sérotypes (Lam et al., 2011). 

L’absence de l’antigène O limite les capacités de mobilité de la bactérie liées au fonctionnement 

du flagelle. Cette altération de la mobilité est notamment due à l’augmentation des forces 

d’adhésion de la cellule à une surface biotique ou abiotique (Lindhout et al., 2009).  

I.4.1.4. Exopolysaccharides (EPS)  

Les exopolysaccharides (EPS) sont des polymères de poids moléculaire élevé qui 

constituent un composant important (50 à 90%) des substances polymériques extracellulaires 

(Wingender et al., 1999). P. aeruginosa a la capacité de sécréter trois exopolysaccharides : 

l'alginate, le Psl (Polysaccharide synthesis locus) et le Pel (PELlicle locus) (Ma et al., 2009; 

Schurr, 2013). Dans la nature, les EPS bactériennes tiennent différentes fonctions biologiques, 

dont, comme matériau de réserve de composés biodégradables, une structure de protection 

contre les attaques chimiques, mécaniques et thermiques et contre les systèmes de défense des 

hôtes infectés (Fux et al., 2005; Franklin et al., 2011). Ils sont responsables aussi de la résistance 

aux antibiotiques et de l'adhésion des cellules sur des surfaces dans la formation et le 

développement de biofilms (Ghafoor et al., 2011 ; Colvin et al., 2012). 

I.4.2. Facteurs de virulence extracellulaires  

I.4.2.1. Exotoxines 

I.4.2.1.1. Exotoxine A  

L'exotoxine A (ExoA) est une enzyme appartenant à la famille des ADP-

ribosyltransférase sécrétée dans le milieu extracellulaire par le SST2 (Jorgensen et al., 2008). 

Elle est la protéine la plus cytotoxique qui est importante pour la virulence de P. aeruginosa 

chez les patients atteints de fibrose kystique. Elle est capable de s’internaliser dans les cellules 

cibles pour aller ensuite catalyser la ribosylation de l’ADP du facteur d’élongation EF-2 des 

cellules eucaryotes conduisant à l’inhibition de la synthèse de protéines et à la mort cellulaire 

(Ramachandran, 2014). 
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I.4.2.1.2. Exotoxine du SST3  

Le SST3 (Système de Sécrétion de Type Trois) est activé par le contact du pathogène 

avec la cellule eucaryote cible, et dédié à l’injection des effecteurs directement du cytoplasme 

de la bactérie dans le cytosol de la cellule cible sans passage par le milieu extérieur. (Shaver et 

Hauser, 2004 ; Vance et al., 2005). 

Lors d’infections aigues, P. aeruginosa est considérée comme invasive et cytotoxique 

grâce aux exotoxines secrétés via le SST3, qui participent à la dissémination de la bactérie dans 

l’organisme en perpétuant l’état lésé des cellules épithéliales, ce qui entraine une forte réaction 

inflammatoire et provoque la destruction de la barrière épithéliale et/ou endothéliale (Sato et 

al., 2003 ; Shaver et Hauser, 2004 ; Sundin et al., 2004 ; Kipnis et al., 2006). De plus, ces 

exotoxines permettent à la bactérie d’échapper aux systèmes immunitaires en induisant la mort 

des neutrophiles et des macrophages (Engel et Balachandran, 2009). 

P. aeruginosa secrète quatre exoenzymes via ce système : ExoY, ExoU, ExoT et ExoS. 

Ces quatre effecteurs requièrent un cofacteur eucaryote pour être actifs (Engel et Balachandran, 

2009). Ces quatre toxines sont exprimées de façon variable dans les différentes souches ou 

isolats cliniques. Alors que le gène exoT est présent dans toutes les souches, les gènes codant 

pour ExoY et ExoS sont présents respectivement dans 89% et 72% des souches. Le gène exoU 

est présent dans seulement 28% des souches et ceci majoritairement dans les souches les plus 

agressives, isolées de septicémie ou d’infections urinaires (Shaver et Hauser, 2004 ; Berthelot 

et al., 2005). 

I.4.2.2. Élastases  

L’élastase (LasB) est une métalloprotéinase (dépendante à zinc) de 33kDa codée par le 

gène lasB. C'est la protéase la plus sécrétée par P. aeruginosa via le SST2. Elle endommage la 

matrice extracellulaire des voies respiratoires et des tissus conjonctifs en dégradant des 

composants de la matrice comme l’élastine pulmonaire, la fibronectine, la vitronectine et 

certains collagènes (Beaufort et al., 2011). L’élastase LasB cible également des composants du 

système immunitaire notamment des composants du complément, des immunoglobulines G et 

A (Strateva et Mitov, 2011). Elle dégrade la protéine SP-A (protéines du surfactant pulmonaire), 

un composant important du système immunitaire pulmonaire, permettant à la bactérie 

d’échapper à la phagocytose (Kuang et al., 2011). Enfin, le clivage de la VE-cadhérine via LasB 

a été démontré par Beaufort et al. (2013) et Golovkine et al. (2014) ce qui détruit les jonctions 
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serrées entre les cellules endothéliales et permettant ainsi l'invasion des tissus par P. 

aeruginosa. 

LasA (staphylosine) est une protéase de 20 kDa codée par le gène lasA dont la 

transcription est régulée par le quorum sensing (QS) et est secrétée par le SST2. Cette protéase 

agit en synergie avec l’élastase (LasB) pour la dégradation de l’élastine (Kessler et al., 1997). 

Elle est considérée comme un facteur de virulence important lors des infections oculaires à P. 

aeruginosa (Estrellas et al., 2000). LasA est également connue en tant qu’enzyme à forte 

activité staphylolytique, à la fois in vitro et dans un modèle d'infection oculaire in vivo à cause 

de sa capacité à dégrader le peptidoglycane de S. aureus (Kessler et al., 1993 ; Barequet et al., 

2004).  

I.4.2.3. Phospholipases C (PLC)  

Les PLC sont des enzymes extracellulaires thermolabiles également sécrétées par le 

SST2 dont la cible majeure est la phosphatidylcholine présente dans les membranes eucaryotes 

(Barker et al., 2004). Parmi les phospholipases C extracellulaires sécrétés par P. aeruginosa, 

une phospholipase C possédant une activité hémolytique (PlcH) et une non hémolytique (PlcN) 

(Ostroff et al., 1990). PlcH participe à la dégradation du surfactant pulmonaire, riche en 

phosphatidylcholine ce qui favorise la colonisation bactérienne au niveau des poumons (Kipnis 

et al., 2006). L’implication directe de PlcH dans l’altération de la fonction du poumon de l’hôte 

a été démontrée (Wargo et al., 2011). 

I.4.2.4. Rhamnolipides  

Les rhamnolipides sont des molécules amphiphiles composées d'un lipide couplé à un 

sucre mono ou dirhamnose produits par P. aeruginosa (Caiazza et al., 2005). Ils sont codés par 

les gènes rhlAB dont la production est contrôlée par le système de QS (Kearns, 2010). Ils jouent 

un rôle dans la formation et le maintien de la structure du biofilm de P. aeruginosa et jouent le 

rôle de surfactant aux interfaces matrice/cellule permettant la formation des canaux d’eau dans 

le biofilm et le détachement des bactéries du biofilm pour coloniser de nouvelles surfaces 

(Davey et al., 2003). De plus, les rhamnolipides participent à la formation des structures dites 

« champignons » caractéristiques d’un biofilm mature. Ils favorisent significativement la 

formation de microcolonies en facilitant la migration par «twitching» des cellules mobiles 

constitutives de la tête des structures «champignons» (Lequette et Greenberg, 2005 ; Pamp et 

Tolker-Nielsen, 2007). 
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En plus, les rhamnolipides possèdent un pouvoir détergent sur les phospholipides du 

surfactant pulmonaire les rendant ainsi plus accessibles aux phospholipases bactériennes. Ils 

altèrent la jonction entre les cellules épithéliales des voies respiratoires et favorisent 

l’infiltration des épithéliums humains des voies aériennes par P. aeruginosa (Zulianello et al., 

2006). Ils participent à la protection de P. aeruginosa contre le système immunitaire en inhibant 

la phagocytose et en provoquant la lyse des macrophages (Alhede et al., 2014). Une activité 

antibactérienne a été mis en évidence par des rhamnolipides produits par P. aeruginosa OBP1 

envers S. aureus et K. pneumoniae (Bharali et al., 2013).  

I.4.2.5. Lectines solubles  

P. aeruginosa produit deux lectines solubles PA-IL et PA-IIL appelées aussi 

respectivement, LecA (gène lecA) et LecB (gène lecB), sont des glycoprotéines qui 

reconnaissent spécifiquement et respectivement le D-galactose et le L-fucose, elles sont 

dépendantes pour être actives du Ca2+ (Imberty et al., 2006). Ces deux lectines sont 

principalement présentes dans le cytoplasme des bactéries, mais la protéine LecB a été 

également identifiée sur la membrane externe des bactéries (Tielker et al., 2005). Des études 

réalisées par Chemani et ses collaborateurs indiquent le rôle des lectines chez P. aeruginosa 

dans l’adhésion et la cytotoxicité envers les cellules épithéliales (Chemani et al., 2009). 

I.4.2.6. Pyoverdine  

La pyoverdine est un sidérophore important impliqué dans l’acquisition du fer dans le 

poumon notamment grâce à une forte affinité pour cet élément (Schalk et al., 2011). L’apport 

en fer favorise la production de radicaux toxiques à action bactéricide envers d’autres espèces, 

ce qui favorise son émergence parmi les autres souches. Elle joue aussi un rôle dans la virulence 

et la communication intercellulaire chez P. aeruginosa (Beare et al., 2003). 

I.4.2.7. Pyocyanine  

La pyocyanine est un pigment bleu sécrété par P. aeruginosa via le SST2 et impliqué 

dans de nombreux mécanismes de pathogénicité (Lau et al., 2004). Ses propriétés 

oxydoréductrices lui permettent d’agir sur les cellules épithéliales par plusieurs manières, le 

pigment oxyde le glutathion réduit qui perd son rôle d’antioxydant cellulaire entraînant des 

lésions au niveau des cellules épithéliales liées au stress oxydatif (O’Malley et al., 2004). Elle 

inhibe la production de cytokines, empêche le mouvement des cils et bloquant des voies de 
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signalisation cellulaire (Rada et Leto, 2013) et enfin accélère et induit également l’apoptose des 

neutrophiles (Allen et al., 2005). 

 

 
Figure 1 : Facteurs de virulence chez Pseudomonas aeruginosa (Patrick et De Bentzmann, 

2011). 
AprA (Aeruginolysine) (Métallo-protéase), AprX (Protéine de fonction inconnue), HasAp 

(Hémophore), LipA et LipC (Lipases), LasB (Pseudolysine), LasA (Staphylolysine), PprL (PIV) et 

PmpA (Métallo-enzymes),  PlcB, PlcN et PlcH (Phospholipases B, N, H), PhoA (Phosphatase 

alkaline), PaAP (Amino-peptidase), CbpD (Protéine de liaison à la chitine), LapA (Phosphatase 

alcaline), CdrA, LepA, EstA et PlpD (Exo-protéines). 
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I.5. Régulation de l’expression des facteurs de virulence  

P. aeruginosa adapte son expression de la plupart des facteurs de virulence décrits aux 

changements d’état, de mode de développement et des conditions environnementales par de 

nombreux systèmes de régulation. Parmi ceux-ci le Quorum Sensing (QS). 

I.5.1. Le Quorum Sensing chez Pseudomonas aeruginosa  

Le quorum sensing (QS) est un mécanisme d’adaptation et de régulation qui permet aux 

bactéries de prendre des décisions collectives pour la transcription, la production et/ou la 

sécrétion d'un ensemble spécifique de gènes (Kalia, 2013). Ce système repose sur la production 

de petites molécules diffusibles appelées « autoinducteurs », dont la concentration sert 

d’indication de la densité bactérienne. Lorsque leur concentration atteint un certain seuil, ces 

molécules vont permettre d’induire des changements d’expression des gènes dans la population 

bactérienne et notamment la production de facteurs de virulence (Winstanley et Fothergill, 

2009 ; Stevens et al., 2012). 

Chez P. aeruginosa, trois systèmes de QS sont présents: deux circuits de QS de type 

LuxI/LuxR, le système las (LasI/LasR) et le système rhl (RhlI/RhlR), dont les deux principales 

molécules d’AHLs connues, le N-(3-oxododecanoyl)-L-homosérine lactone (3-oxo-C12-HSL) 

et le N-butyryl-L-homosérine lactone (C4-HSL) ont la propriété de diffuser librement dans le 

milieu et peuvent transiter à travers la paroi et la membrane bactérienne. Un troisième circuit 

de type non- LuxI/LuxR appelé le Pseudomonas quinolone signal (PQS) (Rutherford et Bassler, 

2012). 

Dans le système LasRI, le gène lasR code pour une protéine régulatrice LasR, 

homologue de LuxR et contient deux sites fonctionnels. Dont le premier, situé au niveau de la 

région N-terminale de la protéine, constitue la région de liaison à la molécule auto-inductrice 

(AHL) et la portion C-terminale est responsable de la liaison de la protéine aux promoteurs des 

gènes cibles (Choi et Greenberg, 1991). Le deuxième gène dans le système LasRI est lasI code 

pour une enzyme auto-inducteur synthase LasI, homologue de LuxI, nécessaire à la synthèse 

d’une AHL: la 3-oxo-C12-HSL. Au cours de la croissance bactérienne et lorsque la 

concentration en 3-oxo-C12-HSL atteint un seuil critique, témoin d’une forte densité cellulaire. 

Cette molécule se lie à la protéine régulatrice LasR et forme un complexe activateur permettant 

d’adapter l’expression d’un panel de gènes cibles (Lee et Zhang, 2015). Cette adaptation permet 

l’action coordonnée à l’ensemble de la population bactérienne. Le complexe 3-oxo-C12-
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HSL/LasR active notamment la transcription des gènes lasB (Gambello et Iglewski, 1991), lasA 

(Toder et al., 1991), aprA (Gambello et al., 1993), codant respectivement pour la synthèse de 

deux élastases et d’une protéase alcaline, eoxA (Gambello et al., 1993) codant pour une 

exotoxine ADP-ribosylante et le gène lasI, ce qui induit une amplification du signal (3-oxo-

C12-HSL) par auto-induction (Seed et al., 1995).  

Le système LasI/R contrôle également le système RhlI/R (Pesci et al., 1997), qui 

fonctionne selon le même schéma. Il porte le gène rhlR, codant pour la protéine régulatrice 

RhlR et le gène rhlI, codant pour une enzyme auto-inducteur synthase, RhlI nécessaire à la 

synthèse d’un deuxième signal de type d’AHL : la N-butyryl-L-homosérine lactone (C4-HSL). 

Dans ce système, le complexe formé entre la protéine régulatrice RhlR et le signal C4-HSL 

contrôle la transcription des gènes lasB, lasA, aprA, pyc, rhlI et rhlAB. Ces deux derniers sont 

impliqués dans la production des rhamnolipides. Le gène pyc code pour la production de 

pyocyanine (Ruimy et Andremont, 2004). Le complexe C4-HSL/RhlR mène aussi à une auto-

induction du circuit par l’activation de la transcription du gène rhlI (Rutherford et Bassler, 

2012). 

Une troisième protéine de type LuxR, QscR (quorum sensing control repressor), qui a 

été nommé pour son rôle de répresseur de contrôle de quorum-sensing a été détecté chez P. 

aeruginosa (Chugani et Greenberg, 2010 ; Oinuma et Greenberg, 2011). Cette protéine est un 

régulateur clé d’un sous-ensemble de gènes contrôlés par le QS et qu’elle ne soit pas associée 

à un auto-inducteur synthase, elle pouvait répondre à des signaux AHL notamment l’AHL 

générée par LasI (3-oxo-C12-HSL) (Lequette et al., 2006 ; Antunes et al., 2010). 

Un troisième auto-inducteur dont la structure est très différente des deux autres 

homosérines lactones a été découvert pour la première fois par Pesci et al. (1999). Il s’agit du 

2-heptyl-3-hydroxy-quinolone et désigné le Pseudomonas quinolone signal (PQS). La synthèse 

et la bioactivité du PQS sont en réalité sous la dépendance des systèmes LasI/R (effet positif) 

et RhlI/R (effet négatif) qui contrôlent l’expression du gène pqsR (Wade et al., 2005). PQS est 

détecté par le régulateur PqsR (Rutherford et Bassler, 2012). La synthèse de PQS requiert de 

nombreux gènes (PqsABCDH et phnAB). Le signal PQS contrôle l’expression de multiples 

gènes impliqués dans la virulence (élastase, rhamnolipides et pyocyanine) et fonctionne comme 

régulateur entre les deux premiers systèmes de QS. Le complexe PqsR-PQS auto-induit la 

synthèse de PQS et active l’expression de rhlI et rhlR (Diggle et al., 2007). 
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II.1. Le Biofilm 

La découverte des biofilms a été avancée pour la première fois par Antoni Van 

Leeuwenhoek au 17ème siècle. En effet, il aurait observé vers 1683 avec son microscope certes 

primitif, des micro-organismes adhérés à la surface des dents (Donlan, 2002). Mais à cause de 

l’insuffisance des méthodes d'observation performantes, la mise en évidence des biofilms est 

restée anecdotique pendant longtemps. 

Des expériences ont été faites par Henrici en 1933, il émit l’hypothèse que la majorité 

des microorganismes vivant en milieux aqueux sont organisées sous forme de communautés 

sessiles fixées à un support et non pas sous forme planctonique (Henrici, 1933). 

L'étude des biofilms a pris véritablement son essor dans les années 1970, sous l'impulsion de 

Characklis puis de Costerton. Parmi les techniques utilisées à cette époque : la microscopie 

électronique à balayage et les cultures microbiologiques. Ces techniques ont permis de définir 

un certain nombre de caractéristiques inhérentes aux biofilms. 

La notion de biofilm a été avancée pour la première fois par Hoiby qui observe des 

agglomérats de bactéries dans les expectorations de patients atteints de mucoviscidose 

(Hoiby, 1977) et par Costerton et al. (1978) qui proposèrent les premières hypothèses sur les 

mécanismes impliqués dans l'adhésion des micro-organismes. En suggérant que le biofilm 

serait le mode de vie majoritaire adopté par les cellules microbiennes dans la nature. Il a été 

estimé que 99 % de l’ensemble des bactéries dans un environnement naturel existent sous 

forme d’un biofilm (Costerton et al., 1978). 

Un biofilm est une communauté microbienne sessile caractérisée par des cellules 

attachées de manière irréversible à une surface biotique, abiotique ou tout simplement entre 

elles, enrobées d’une matrice extracellulaire de substances polymériques (EPS) autoproduite. 

Cette substance prend la forme d’un réseau de structure tridimensionnelle complexe, 

représente 50 à 90% du carbone organique total du biofilm et composée majoritairement 

d’exopolysaccharides, d’ADN extracellulaire, de protéines et de biosurfactants (Costerton et 

al., 1995). Au sein du biofilm, les bactéries sont regroupées en microcolonies séparées par des 

canaux aqueux. L’évolution de cette structure au cours de la formation du biofilm conduit à la 

création de gradients d’éléments indispensables au métabolisme bactérien, tels que l’oxygène, 

les nutriments ou des déchets qui en sont issus, telles que les toxines. La génération de ces 

gradients conduit à la formation de niches écologiques appropriées à l’installation et/ou au 
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développement d’espèces ou de sous-populations adaptées à ces microenvironnements 

spécifiques (Wingender et al., 2011). Cette structure complexe caractérisée par une 

hétérogénéité métabolique, l’expression de gènes spécifiques relevant d’une réponse générale 

au stress et une augmentation de la présence de variants phénotypiques, d’échange de matériel 

génétique et du taux de mutation (Bridier et al., 2011). L’ensemble de ces facteurs participe à 

l’augmentation de la résistance des microorganismes présents au sein des biofilms vis-à-vis 

des différents stress environnementaux par rapport à leur état libre (Bridier et al., 2011). 

II.2. Le biofilm chez Pseudomonas aeruginosa  

II.2.1. La matrice du biofilm chez Pseudomonas aeruginosa 

Chez P. aeruginosa, le biofilm est constitué de deux grands éléments : les 

microorganismes, organisés en microcolonies et la matrice extracellulaire d’exopolymères 

(Costerton et al., 1995) qui représente 85% du volume total du biofilm et constituée 

essentiellement d’exopolysaccharides (EPS). Cette matrice englobe d’autres molécules de 

nature organique et inorganique, jouant également un rôle dans la résistance aux stress 

environnementaux, par exemple l’ADN extracellulaire, les protéines et les rhamnolipides 

(Allesen-Holm et al., 2006 ; Pamp et Tolker- Nielsen, 2007). P. aeruginosa a la capacité de 

synthétiser au moins trois exopolysaccharides : l'alginate, le Psl (Polysaccharide synthesis 

locus) et le Pel (PELlicle locus) (Ma et al., 2009 ; Schurr, 2013).  

II.2.1.1. L’alginate 

L’alginate est le premier exopolysaccharide qui a été identifié chez P. aeruginosa par 

Evans et Linker (1973). Il s'agit d'un polymère acétylé de l'association non répétitive de 

monomères d'acides guluroniques et mannuroniques (Ryder et al., 2007). Le polysaccharide 

visqueux représente un facteur de virulence chez P. aeruginosa par son caractère mucoïde 

qu’il lui confère et un composant principal de la matrice du biofilm formé (Parsek et Tolker-

Nielsen, 2008). L’alginate joue un rôle dans la viabilité cellulaire au sein du biofilm (Ghafoor 

et al., 2011). Il procure aux bactéries un avantage sélectif dans l'environnement hostile 

comme les voies pulmonaires en leur offrant une protection adaptée contre les agents de 

défense du système immunitaire (lymphocytes, phagocytes, action des cellules ciliées du 

tractus respiratoire) et les traitements antibiotiques (Stapper et al., 2004 ; Ghafoor et al., 

2011). 
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II.2.1.2. Le Psl 

Psl (Polysaccharide synthesis locus) est constitué de mannose, de glucose et de 

galactose et contient également des traces de rhamnose, de xylose et de N-acetylglucosamine 

(Ma et al., 2007). Il est produit durant le mode planctonique où il intervient dans l’étape 

d’attachement initial des souches et la formation des micro-colonies (Ma et al., 2009). 

La présence de Psl au sein de la matrice extracellulaire augmente son élasticité et sa 

réticulation (Chew et al., 2014). Cette augmentation de la réticulation contribue à renforcer la 

structure de la matrice extracellulaire et à maintenir l’architecture du biofilm. Elle contribue 

également à la ségrégation de P. aeruginosa au sein d’un biofilm multi-espèces par formation 

d’une barrière physique (Chew et al., 2014). En plus de ses fonctions dans la structure du 

biofilm, le Psl agit comme un signal pour stimuler davantage de production de 

polysaccharides (Irie et al., 2012). 

II.2.1.3. Le Pel 

Pel (PEllicle locus) est essentiellement composé d'un assemblage de polysaccharides 

riches en glucose et joue un rôle dans la densité cellulaire du biofilm et/ou de la compacité du 

biofilm (Ghafoor et al., 2011). La synthèse de Pel intervient plus spécifiquement lors des 

phases de maturation du biofilm. Sa capacité à interagir avec l’ADN extracellulaire 

composant la matrice favorise les interactions entre cellules bactériennes, aboutissant à une 

augmentation de la densité du biofilm (Ghafoor et al., 2011). Pel aurait également la capacité 

d’interagir avec Psl : ces interactions conduiraient à une augmentation des forces d’adhésion 

en certains points (Cooley et al., 2013). Il contribuerait également aux propriétés de résistance 

du biofilm contre les antibiotiques de type aminoglycosides (Colvin et al., 2011). 

II.2.1.4. L’ADN extracellulaire 

L’ADN extracellulaire (ADNe) est un composant majeur de la matrice du biofilm de 

P. aeruginosa dans lequel il joue un rôle de connecteur intercellulaire et est requis pour 

maintenir l’intégrité du biofilm (Flemming et Wingender, 2010). Il est libéré suivant deux 

types de mécanismes : Les mécanismes indépendants du QS par l’induction de la lyse des 

cellules par des prophages et les mécanismes dépendants du QS permettraient l’induction de 

la lyse des cellules via la synthèse de facteurs de virulence tels que les phénazines (Das et al., 

2013). L’ADNe intervient lors des premières étapes de formation du biofilm de P. aeruginosa 

et participe au maintien de la structure de la matrice extracellulaire. Son action stabilisatrice 
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provient notamment de sa capacité à induire des forces d’interactions de type van der Waals 

ou acide/base avec les autres éléments constitutifs de la matrice ou des cellules (Das et al., 

2010) tels que le Pel (Colvin et al., 2011) ou la pyocyanine (Das et al., 2015). 

II.2.2. Les étapes de formation de biofilm chez Pseudomonas aeruginosa  

Le cycle de développement du biofilm comprend 5 stades successifs (Figure 2). Tout 

d’abord, le développement du biofilm est initié par l’attachement réversible de cellules 

planctoniques à une surface par des intéractions non spécifiques de type liaison hydrogène ou 

liaison de Van der Waals : on parle d’adhérence (Golovlev, 2002 ; Van Houdt et Michiels, 

2005). La deuxième étape est une adhésion irréversible et spécifique des souches au substrat 

grâce à des molécules d’adhésion comme les pili et production d’une matrice 

d’exopolysaccharides : il s’agit de la phase d’adhésion. Ensuite, le biofilm se développe, les 

bactéries ont alors un fort taux de croissance et augmentent leur activité métabolique, jusqu’à 

former un biofilm mature, épais et structuré, c’est la phase de maturation. Puis, sous l’effet de 

facteurs environnementaux, des bactéries vont se détacher du biofilm, et se disperser sous 

forme planctonique dans le milieu environnant : on parle de dispersion (essaimage) du 

biofilm. Ces individus mobiles sont capables de coloniser de nouvelles surfaces et donner 

naissance à de nouveaux biofilms (Clutterbuck et al., 2007 ). 

 

Figure 2 : Les différentes étapes de la formation d’un biofilm bactérien (Stoodley et al., 

2002). 

(1) Attachement initial des cellules à la surface (2) Attachement irréversible des cellules et 

production d’EPS (3) Développement précoce de l’architecture du biofilm. (4) Maturation du 

biofilm (5) Dispersion des cellules du biofilm. 
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II.2.2.1. Adhésion réversible  

L’étape initiale de la formation du biofilm est une adhésion réversible des bactéries 

planctoniques à une surface naturelle ou artificielle en réponse à des signaux 

environnementaux ou nutritionnels (Filloux et Vallet, 2003) et sous l’influence de nombreux 

facteurs : pH, osmolarité du milieu, température…. (Beloin et al., 2008). A ce stade, P. 

aeruginosa est transitoirement fixé au substrat et est capable de se détacher librement (Sauer 

et al., 2002). L’adhésion dépend des forces d’attraction ou de répulsion s’exerçant entre la 

bactérie et la surface où dans un environnement liquide, les bactéries planctoniques 

s’approchent des surfaces par l’intervention des mécanismes de motilité active ou sous 

l’influence des forces physiques comme les forces d’attraction de van der Waals, les charges 

électrostatiques des surfaces et des interactions hydrophobes (Donlan, 2002 ; Kim et al., 

2012). Le flagelle de P. aeruginosa s’avère très important dans l’étape de l’approche au 

support (O'Toole et Kolter, 1998). Il permet à la bactérie d’opérer deux types de mobilité, la 

nage «swimming» et le grouillement «swarming», nécessaires au déplacement de la bactérie 

dans un environnement aqueux ou semi-solide (Kearns, 2010). En plus, cette étape fait 

également intervenir des lectines et/ou des adhésines, qui pouvent être portés par des éléments 

de la surface externe de la membrane des microorganismes tels que certains appendices liés à 

la mobilité (flagelle, pili de type IV) (Dunne, 2002). 

II.2.2.2. Adhésion irréversible  

Après une adhésion réversible des bactéries, l’intervention des pili de type IV permet 

un attachement permanent avec la surface ou avec d’autres microorganismes. Cette adhésion 

conduit à une augmentation locale de la densité cellulaire qui a son tour active le mécanisme 

de communication cellulaire et d’adaptation « le quorum-sensing » qui permet aux bactéries 

de prendre des décisions collectives. Le fonctionnement de ce système est lié à la production 

de molécules diffusibles induites à forte densité cellulaire et est essentiel à la formation de 

biofilm mature chez P. aeruginosa. (Petrova et Sauer, 2012). L’accumulation de ces 

molécules constitue un signal ayant la propriété, après détection par les protéines réceptrices 

appropriées, d’activer ou d’inhiber l’expression d’un panel de gènes cibles (Lee et Zhang, 

2015). L'expression des gènes codant pour des éléments impliqués dans la mobilité est inhibée 

tandis que celle des gènes nécessaires à la production de protéines de surface et à l'excrétion 

de substrats extracellulaires polymériques (EPS) est favorisée (Garret et al., 2008, Renner et 

Weibel, 2011). 



 Chapitre II                                                                    Biofilm chez Pseudomonas aeruginosa 

 

23 

 

II.2.2.3. Maturation primaire  

Dès que l’attachement au substrat devient irréversible, le biofilm entame la phase de 

croissance. Cette phase de développement est caractérisée par la prolifération des bactéries 

qui donne lieu à la formation des micro-colonies. La formation de ces micro-colonies est un 

mécanisme d’agrégation cellulaire qui nécessite une mobilité bactérienne obtenue par les pili 

de type IV. Les cellules bactériennes sécrètent des substances exopolymériques (EPS) qui 

vont permettre de les immobiliser et les maintenir à proximité les unes des autres, favorisant 

les interactions étroites bactérie-bactérie telles que la communication intercellulaire et 

l’échange d’ADN (Flemming et Wingender, 2010 ; Renner et Weibel, 2011 ; Tashiro et al., 

2013). 

II.2.2.4. Maturation secondaire  

Cette phase de maturation du biofilm est marquée par des synthèses protéiques 

importantes, très différentes de celles ayant lieu lors de la première phase de maturation du 

biofilm. L’épaisseur maximale du biofilm est atteinte durant la phase de maturation 

(Clutterbuck et al., 2007). Ce stade implique l’intervention du QS (production de 

rhamnolipides), la production d’exopolysaccharides ainsi que la répression de l’expression 

des différents appendices de mobilité (flagelle et pili de type IV) (Ruimy et Andremont, 

2004 ; Kukavica-Ibrulj, 2007). 

Les microorganismes au sein d’un biofilm ne présentent pas le même état métabolique 

et/ou physiologique selon leur emplacement au sein de la matrice. Ils se divisent en deux 

sous-populations : l’une non mobile et l’autre mobile, via son flagelle et ses pili de type IV. 

Les premières micro-colonies sont formées par des cellules non mobiles qui prolifèrent à des 

positions fixes et forment la base du biofilm. La sous-population mobile migre alors, à l’aide 

de flagelles et pili de type IV, et colonise la base du biofilm pour former la périphérie de la 

structure (Parsek et Tolker-Nielsen, 2008). Au cours de l’accumulation des exopolymères 

synthétisés par les bactéries, la matrice extracellulaire (MEC) gagne en épaisseur. Elle se 

creuse des canaux qui permettent l'acheminement des nutriments et de l'oxygène dans les 

différentes couches du biofilm et l'export des différents déchets produits dans l'environnement 

(Filloux et Vallet, 2003). L'oxygène étant consommé par les microorganismes aérobies plus 

vite qu'il ne diffuse à travers la matrice, les couches profondes du biofilm, à partir d’une 

cinquantaine de micromètres de profondeur, relèvent de conditions microanaérobies 
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(Flemming, 2011). De la même façon, les microorganismes des couches superficielles ont un 

accès facilité aux nutriments nécessaires à leur activité. Cette hétérogénéité métabolique et 

physiologique participe aux propriétés de résistance du biofilm (Borriello et al., 2004). Ces 

gradients conduisent également à la création de niches écologiques au sein du biofilm (Mann 

et Wozniak, 2012). 

La structure tridimensionnelle du biofilm est influencée par des conditions physiques, 

comme la vitesse du flux du milieu dans lequel le biofilm se développe et des facteurs 

biologiques (sources nutritives, mobilité bactérienne et surfactants) (Karatan et Watnick, 

2009).  

II.2.2.5. Essaimage et dispersion du biofilm 

Lorsque l’épaisseur du biofilm atteint le maximale, le stade final de développement du 

biofilm peut avoir lieu en réponse à des perturbations externes. Il s’agit du stade de 

détachement. Cette étape implique la dispersion de cellules individuelles de la matrice du 

biofilm et le détachement du film par érosion (Kim et al., 2012) pour aller coloniser de 

nouvelles niches écologiques et par conséquent la formation d’autres biofilms. 

On peut distinguer deux grands types de dispersion : la dispersion active et la 

dispersion passive. La dispersion active correspond à l'ultime phase de développement du 

biofilm conduisant à la libération d'éléments planctoniques mobiles. Elle est caractérisée par 

la formation d'un creux dans la tête de la structure « champignon ». L'ouverture de la tête de 

la structure permet leur libération dans l'environnement (Van Schaik et al., 2005) et est le 

résultat de sa dégradation par différentes enzymes. Ces enzymes peuvent être produites par les 

microorganismes constitutifs du biofilm ou être issues de la lyse des bactéries due à l’action 

de bactériophages (Garnett et Matthews, 2012).  

La dispersion passive correspond à l'arrachage de morceaux de biofilm. Cet arrachage 

résulte de l’érosion du biofilm par les forces de frottements exercées par les flux 

hydrodynamiques, de l’abrasion par les particules contenues dans l’eau circulante ou de la 

prédation par d'autres microorganismes, tels que les amibes ou les bactériophages. Ces 

détachements sont indépendants de l’activité des bactéries et peuvent survenir à n'importe 

quelle phase du cycle de développement du biofilm (Hall-Stoodley et Stoodley, 2005 ; 

Kaplan, 2010). 
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II.2.3. Les mécanismes de résistance du biofilm chez Pseudomonas 

aeruginosa  

Les études menées sur les biofilms ont permis d’établir l’existence de changements 

radicaux dans l’expression génétique et les phénotypes entre les formes planctoniques et 

sessiles. Les biofilms renforcent considérablement la tolérance des micro-organismes 

englobés dans la matrice contre les agents antimicrobiens, le système immunitaire et les stress 

environnementaux. 

II.2.3.1. Résistance du biofilm aux antibiotiques 

Les bactéries résidantes dans un biofilm sont 100 à 1000 fois plus résistantes envers 

les agents antimicrobiens et par différents mécanismes que la même souche planctonique 

(Hoiby et al., 2010b). 

La production d’une matrice d’exopolysaccharides, lors du développement des micro-

colonies, a souvent été considérée comme une barrière physique difficile à franchir induisant 

une limitation du transport des antibiotiques au sein du biofilm et donc le contact des bactéries 

avec les agents antimicrobiens (Costerton, 2001). Cependant l’échec de certains antibiotiques 

à pénétrer dans le biofilm ait souvent été avancé comme une explication pour la résistance des 

biofilms à la thérapie antimicrobienne (Donlan et Costerton, 2002 ; Drenkard, 2003) où la 

diffusion retardée à travers le biofilm laissant le temps aux bactéries d’exprimer leurs 

mécanismes inductibles de résistance comme l’expression d’une enzyme appelée β-lactamase. 

Cette enzyme est capable de détruire les antibiotiques de la famille des β-lactames qui ont 

pour fonction d’inhiber la synthèse de la paroi cellulaire des bactéries (Bagge et al., 2004). 

La présence d’alginate dans le biofilm de P. aeruginosa permet aussi d’inactiver les 

antibiotiques de la famille des aminosides. La charge négative d’alginate permet de piéger les 

aminosides chargés positivement et d’empêcher leur action (Walters et al., 2003). De même, 

l’ADNe est un composant majeur de la matrice du biofilm de P. aeruginosa aussi capable 

d’interagir avec les aminosides (Chiang et al., 2013). 

Au sein du biofilm, les micro-colonies sont séparées par un réseau de canaux 

permettant, d’une part, d’acheminer l’oxygène et les nutriments à l’intérieur du biofilm et, 

d’autre part, d’évacuer les déchets. Ainsi un gradient en nutriments et en oxygène se 

développe du sommet à la base du biofilm et affecte la vitesse de croissance et l’activité 
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métabolique des bactéries. Comme la plupart des antibiotiques ciblent principalement des 

cellules métaboliquement actives, il a été suggéré que l’hétérogénéité métabolique des 

bactéries dans le biofilm mène à des différences de susceptibilité aux agents antimicrobiens 

(Aaron et al., 2002 ; Parsek et Tolker-Nielsen, 2008).  

Les cellules persistantes représentent une petite sous-population de cellules qui entrent 

spontanément dans un état-dormant. Ces bactéries persistantes sont très tolérantes aux 

antibiotiques même lorsque les biofilms sont traités pendant des temps prolongés ou avec des 

concentrations élevées en agent antimicrobien (Lewis, 2012).  

La proximité des bactéries dans la structure leur permet le transfert d’informations 

génétiques (transfert horizontal de gènes) au sein du biofilm à des fréquences très élevées 

avec pour conséquence un taux de mutation plus important que chez les bactéries isogéniques 

en mode planctonique (Molin et Tolker-Nielsen, 2003 ; Driffield et al., 2008). On parle de 

phénotype hypermutable. L’augmentation de stress oxydatif dans les biofilms, provoquée par 

un déséquilibre entre la production d’espèces réactives de l’oxygène (ROS) et de facteurs de 

défense antioxydants est une cause d’augmentation de la mutabilité dans les biofilms. Le 

stress oxydatif endogène dans les biofilms favorise la résistance aux agents antimicrobiens 

(Boles et Singh, 2008 ; Hoiby et al., 2010b ; Paraje, 2011). 

Il a été démontré que le système de communication QS joue un rôle important dans la 

tolérance des biofilms de P. aeruginosa à la thérapie antibiotique (Hoiby et al., 2010b). Les 

bactéries du biofilm dans lequel le QS est bloqué, sont sensibles au traitement par la 

tobramycine et l’H2O2 contrairement aux bactéries avec un système de QS fonctionnel 

(Bjarnsholt et al., 2005). 

II.2.3.2. Résistance du biofilm envers le système immunitaire 

Les biofilms de P. aeruginosa possèdent de nombreux moyens pour résister à la 

réponse immunitaire de l’hôte favorisant l’installation des infections chroniques et 

persistantes (Hall-Stoodley et Stoodley, 2009). En effet, P. aeruginosa est capable de se 

protéger de la phagocytose effectuée par les macrophages et les polynucléaires neutrophiles, 

on parle du phénomène de «phagocytose frustrée». C’est un phénomène rencontré lorsque la 

bactérie se développe sous forme d’un biofilm où le processus de phagocytose induit par 

l’hôte est perturbé par les composants de la matrice du biofilm. L’alginate par exemple 

constitue l’un de ces composés était impliqué dans ce phénomène (Leid et al., 2005). 
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En plus de la non élimination du pathogène, la phagocytose frustrée provoque la 

libération du contenu toxique des macrophages (comme les radicaux libres d’oxygène) dans le 

milieu. Ceci va donc détruire les tissus sains de l’hôte et maintenir l’inflammation, ce qui sera 

propice à l’installation chronique de l’infection. 

La résistance des biofilms à la phagocytose par les polynucléaires neutrophiles et au 

H2O2 est un phénomène dépendant du QS (Bjarnsholt et al., 2005). La nécrose des 

neutrophiles qui peut entraîner la libération d’enzymes protéolytiques dégradant les tissus 

hôtes est causé par les rhamnolipides de P. aeruginosa dont la production dépend du système 

du QS (Jensen et al., 2007) et augmente en présence de polynucléaires neutrophiles (Alhede 

et al., 2009). Les rhamnolipides entourent les bactéries du biofilm et éliminent les 

polynucléaires neutrophiles menant à la persistance de la bactérie et l’invasion du tissu 

pulmonaire (Van Gennip et al., 2009 ; Van Gennip et al., 2012). 

L’alginate en plus de son effet dans la résistance du biofilm aux antibiotiques, il 

participe également à la résistance des bactéries dans le biofilm au système immunitaire. Il 

diminue le chimiotactisme des polynucléaires neutrophiles (Hänsch et al., 2008), inhibe 

l’activation du complément et diminue la phagocytose par les macrophages et les neutrophiles 

(Leid et al., 2005). 
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II.2.4. Systèmes de régulations impliqués dans la formation de biofilm à 

Pseudomonas aeruginosa  

La régulation de la formation de biofilm implique de multiples mécanismes bactériens, 

y compris les systèmes QS et les systèmes de réglementation à deux composants qui 

interagissent principalement avec la production d’EPS (De Kievit, 2009). La figure 3 résume 

les principaux systèmes impliqués dans la régulation de la formation de biofilm à P. 

aeruginosa.  

 

Figure 3 : Systèmes bactériens pertinents et facteurs impliqués dans la régulation de la 

formation de biofilm à P. aeruginosa (Rasamiravaka et al., 2015). 
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II.2.4.1. Régulation par le système de détection du Quorum Sensing 

En 1998, Davies et collaborateurs ont décrit le rôle du QS dans la formation de biofilm 

chez P. aeruginosa. Ils ont vérifié lequel des deux systèmes QS basés sur les AHLs (lasI-3-

oxo-C12-HSL-lasR et rlhI-C4-HSL-rhlR). Il était impliqué dans la maturation du biofilm chez 

P. aeruginosa. Ils ont conclu que la maturation du biofilm chez P. aeruginosa est liée 

uniquement au système lasI-3-oxo-C12-HSL-lasR. Cependant, Gilbert et al. (2009) ont 

rapporté que le régulateur QS LasR peut se lier à la région promoteur de l'opéron psl, 

suggérant que QS peut réguler l'expression de psl. Le système rhl a été signalé pour intervenir 

dans la formation du biofilm de P. aeruginosa (Sakuragi et Kolter, 2007) en améliorant la 

biosynthèse de Pel. La transcription de l'opéran du pel est réellement réduite chez le mutant 

rhlI. Le système PQS, pour sa part, est lié à la libération d'ADNe lors du développement du 

biofilm (Allesen-Holm et al., 2006 ; Yang et al., 2007).  

Le quorum sensing régule la physiologie du biofilm en modulant la taille de la 

population du biofilm. Il aurait un rôle dans la détermination de l’épaisseur du biofilm 

(Clutterbuck et al., 2007). Le quorum sensing initie les phénomènes de dispersion et 

d’essaimage des bactéries planctoniques à partir du biofilm (Irie et Parsek, 2008). Le 

déclenchement du QS à forte densité cellulaire peut permettre aux bactéries d’activer ou de 

désactiver la sécrétion de substances polymériques extracellulaires (EPS) (Xavier et Foster, 

2007 ; Nadell et al., 2008). Par exemple la diminution de la production d’EPS, confèrerait aux 

bactéries l’avantage de rediriger l’énergie utilisée pour la production d’EPS vers la division 

cellulaire et la croissance du biofilm, avant leur dissémination vers une nouvelle niche (Nadell 

et al., 2008). 

        Il est important de noter qu'un lien indirect entre la formation de biofilm et QS a été 

rapporté, par le contrôle des motilités de types swarming et twitching, ainsi que de la 

production de certains facteurs de virulence extracellulaires comme les rhamnolipides, les 

lectines et les protéases (Clutterbuck, 2007 ; Irie et Parsek, 2008). 

II.2.4.2. Les systèmes à deux composants GacS/GacA et RetS/LadS  

Parmi les 60 systèmes à deux composants trouvés dans le génome de P. aeruginosa 

(Rodrigue et al., 2000), le système GacS/GacA agit comme un super régulateur du système 

QS et participe à la production de multiples facteurs de virulence ainsi que dans la formation 

de biofilm (Parkins et al., 2001). Le système Gac se compose d’un capteur kinase 
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transmembranaire (GacS) qui, lors de l'autophosphorylation, transfère un groupe phosphate à 

son régulateur apparenté (GacA) qui, à son tour, augmente l'expression des petits ARN 

régulateurs (RsmZ et RsmY). RsmZ et RsmY captent la petite protéine régulatrice de liaison à 

l'ARN RsmA (codée par le gène rsmA), un répresseur qui régule post-transcriptionnellement 

le psl locus (pslA-L) (Brencic et al., 2009 ; Irie et al., 2010). Le système GacS/GacA a 

également un contrôle sur le système AHL car il inactive RsmA libre qui contrôle 

négativement la synthèse de C4-HSL et 3-oxo-C12-HSL et donc les facteurs de virulence 

extracellulaires contrôlés par les systèmes las et rhl (Reimmann et al., 1997 ; Kay et al., 

2006). 

Le capteur hybride histidine kinase RetS est connu pour réprimer la formation de 

biofilm (Goodman et al., 2004 ; Kong et al., 2013) où l’histidine kinase LadS antagonise 

l'effet de RetS (Ventre et al., 2006). En effet, les mutants ΔretS forment des biofilms plus 

structurés par rapport à la souche PAO1 de type sauvage (Goodman et al., 2004). La souche 

PA14 (naturellement déficiente dans le gène ladS) affiche une formation de biofilm atténuée 

par rapport à la souche PA14 LadS+ (Mikkelsen et al., 2011). Il est rapporté que RetS et LadS 

interagissent avec le système GacS/GacA en modulant l'état de phosphorylation de GacS, ce 

qui inhibe et favorise, respectivement, la phosphorylation de GacA (Goodman et al., 2009 ; 

Records et Gross, 2010). 

Il est intéressant de noter que les systèmes GacS/GacA et RetS/LadS sont proposés 

pour impliquer la médiation de la transition du phénotype de P. aeruginosa d'une infection à 

phase aiguë à une phase chronique (Goodman et al., 2004). 

II.2.4.3. Di-guanosine monophosphate cyclique (di-GMPc) 

La production de polysaccharides dépend du bis-(3’-5’)-dimérique-guanosine-

monophosphate cyclique, plus communément appelé di-GMPc (Hickman et al., 2005 ; 

Merighi et al., 2007).  Le di-GMPc est un second messager intracellulaire omniprésent 

largement distribué dans les bactéries (Hengge, 2009), intervenant dans des cascades de 

phosphorylation et modulant l’expression de certains gènes impliqués dans la formation du 

biofilm et dans les mécanismes de virulence. Dans les cellules bactériennes, di-GMPc est 

généré à partir de deux molécules de guanosine triphosphate par le diguanylate cyclases et 

dégradé en 2-GMP par des phosphodiesterases spécifiques (Hengge, 2009). 
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Lorsque la quantité de GMP-c est élevée au sein de la cellule, ceci favorise la 

biosynthèse des polysaccharides (alginate et Pel). En effet, un processus de liaison de c-di-

GMP aux protéines PelD et Alg44 est nécessaire pour la formation de polymère Pel et 

alginate, respectivement (Lee et al., 2007 ; Merighi et al., 2007). À l'inverse, les faibles 

niveaux de di-GMPc favorisent les motilités bactériennes en améliorant la formation 

flagellaire et la dispersion bactérienne (Merighi et al., 2007). 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Chapitre III                                 Effet des substances naturelles sur la formation de biofilms 

 

32 
 

III.1. Inhibition de formation de biofilm par des substances naturelles  

Sous la forme de biofilm, les bactéries posent de graves problèmes en matière de santé 

publique. Les bactéries dans un biofilm sont plus résistantes à divers traitements 

antimicrobiens. Elles peuvent également survivre à des conditions difficiles et résister au 

système immunitaire de l'hôte. Par conséquent, il y a un besoin de nouvelles stratégies de 

traitement pour traiter les infections associées aux biofilms. 

Pendant de nombreuses années, il est bien connu que les plantes ont été utilisées dans la 

médecine traditionnelle pour prévenir ou guérir les maladies infectieuses. Cependant, au cours 

des dernières années, de nombreuses études de recherche ont signalé la possibilité d’utilisation 

des extraits de plantes pour lutter contre les agents pathogènes en les tuant ou en inhibant les 

mécanismes de leur virulence tels que le système QS par leur similitude dans la structure 

chimique avec les signaux de détection du quorum et leur capacité à dégrader les récepteurs de 

signal et/ou la formation de biofilm (Kalia, 2013). 

III.1.1. Composés anti-biofilm avec activité anti-Quorum sensing  

L’inhibition du quorum sensing (QSI), aussi appelé quorum quenching (QQ) (Uroz et al., 

2009), serait une bonne approche de lutte contre les infections et la formation de biofilms 

indésirables dont les biofilms chez P. aeruginosa (Rasmussen et Givskov, 2006 ; Dobretsov et 

al., 2009). Les molécules QSIs peuvent être soit naturelles, sécrétées par des organismes vivants 

tels que les microbes ainsi que les plantes et les animaux, soit chimiquement synthétisées (Kalia, 

2013). 

L'inhibition de la détection du QS peut être réalisée par plusieurs façons, y compris : 

 La dégradation enzymatique des molécules de signalisation où blocage de leur 

synthèse ; 

 Blocage de la formation des complexes LasR et RhlR avec les AHL correspondants ;  

 L’inhibition de la transcription de lasR/lasI et rhlR/rhlI par les activateurs GacA et Vfr 

(Ruimy et Andremont, 2004) (Figure 4). 

  De plus, l’activité des macrolides chez les patients mucoviscidosiques ou atteints de 

panbronchiolite diffuse pourrait être expliquée par une inhibition du QS (Tateda et al., 2001). 
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Il faut signaler que cette voie thérapeutique ne sera efficace qu’à la seule condition que les 

biofilms de P. aeruginosa responsables de l’infection sont principalement contrôlés par le QS. 

 

Figure 4 : Schéma des potentiels mécanismes d'action des extraits végétaux et 

phytochimiques comme QSI. (A): Blocage de la production des signales par l’inhibition de 

l’activité de la synthase AHL, (B): la dégradation de l'AHL, (C) : la séquestration de l'AHL, 

(D) : compétition avec les signaux par de petites molécules mimant les AHLs            

(Truchado et al., 2015). 

 

III.1.1.1. Inhibition de l’activation et de la synthèse des AHL  

La stratégie d’inhibition du QS par inactivation de la protéine synthase de type LuxI est 

fondamentale, car elle permettrait de bloquer le QS des bactéries en amont, afin de contrôler 

les infections et la formation de biofilm chez les bactéries. En effet, si aucun signal n’est 

synthétisé, il n’y a aucune possibilité de liaison au récepteur et les gènes sous contrôle du QS 

ne sont donc pas exprimés. 

Il a été possible d’inhiber la synthèse d’AHL en modifiant la nature des précurseurs 

indispensables à cette synthèse. Les mutations des enzymes impliquées dans le métabolisme 

des acides gras, précurseurs des AHL, entraînent une synthèse importante d’acide gras à courtes 

chaînes (Hoang et Schweizer, 1999). L’enzyme LasI se trouve alors saturée d’acyl à courte 
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chaîne et réduit la synthèse de 3-oxo-C12-HSL. Dans ces conditions, la virulence de la souche 

de P. aeruginosa est significativement atténuée.  

La production et l’activité des AHLs des bactéries peuvent être aussi inhibées par des 

molécules naturelles produites de façon générale par des organismes vivants ou synthétiques et 

commerciales. La curcumine est une molécule commerciale, elle a été décrite par Rudrappa et 

Bias pour réduire la production d’AHLs et donc la formation de biofilm chez P. aeruginosa 

PAO1. En effet, 1 μg/mL de curcumine inhiberait la production de la C4-HSL et de la 3-oxo-

C12-HSL de 2 à 25% (Rudrappa et Bais, 2008). 

Les AHLs peuvent également être inactivées par une dégradation enzymatique. Il existe 

deux groupes d’enzymes qui dégradent les AHLs. Ce sont les AHL-lactonases et les AHL-

acylases, identifiées chez plusieurs espèces de bactéries (Dong et al., 2002 ; Czajkowski et 

Jafra, 2009). Les lactonases sont des enzymes qui hydrolysent le cycle lactone des AHLs 

aboutissant à des molécules inactives dépourvues de cycle lactone et qui réduiraient de 1000 

fois l’activité des biosenseurs (Dong et al., 2002). Un groupe de gènes nommé bpi gènes, isolés 

de P. aeruginosa, coderait pour des lactonases qui inhibent le biofilm de cette dernière et 

dégradent la 3-oxo-C8-HSL chez A. tumefaciens (Schipper et al., 2009). Les acylases coupent 

la liaison amide de la molécule d’AHL et libère l’acide gras et l’homosérine lactone, incapables 

d’activer chacun le QS des biosenseurs (Zhang & Dong, 2004). La PvdQ chez P. aeruginosa 

PAO1, qui dégrade la 3-oxo-C12-HSL, conduisent à la régression des facteurs de virulence 

(Jimenez et al., 2010). 

La stabilité et l’activité biologique des AHLs pouvaient largement être influencer par 

d’autre facteurs tels que le pH, la température et la longueur de la chaîne acyle (Byers et al., 

2002 ; Yates et al., 2002). 

III.1.1.2. Inhibition de la formation des complexes LasR ou RhlR avec les AHL 

La liaison des protéines LasR ou RhlR avec ses AHL correspondantes entraîne une 

activation de la transcription de plusieurs gènes par interaction avec l’ADN et le domaine C-

terminal des protéines. L’approche la plus utilisée dans l’inhibition du QS bactérien est 

l’utilisation de petites molécules mimant les AHLs, qui bloquent l’activation du récepteur 

homologue de LuxR (Rasmussen et Givskov, 2006). Ces molécules peuvent être naturelles, 

produites à la fois par les organismes procaryotes et eucaryotes ou chimiquement synthétisées. 
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Elles ont pour rôle d’empêcher la fixation des AHLs sur le site du récepteur, en s’y fixant en 

lieu et place des AHLs (inhibition compétitive). 

III.1.1.2.1. Inhibiteurs naturels du récepteur 

Les organismes procaryotes peuvent produire des métabolites secondaires qui agissent 

comme des molécules QSIs. Les QSIs sont des molécules structurellement identiques aux 

AHLs, d’où la possibilité de les mimer, afin d’entrer en compétition avec eux pour la fixation 

sur le site du récepteur QS. C’est l’exemple des phényléthylamides produits par la bactérie 

marine Halobacillus salinus, qui miment la C6-HSL pour le récepteur CviR de C. violaceum 

(Teasdale et al., 2009). 

Des inhibiteurs du QS ont aussi été découverts chez les macroalgues, les champignons 

et les plantes (Kalia, 2013). Les furanones halogénées (en particulier les furanones C-30 et C-

56), inspirées à partir des composés naturels produits par la macroalgue marine Delisea pulchra 

sont des molécules assez semblables structurellement aux AHLs (Manefield et al., 1999). Les 

furanones halogénées ont été décrites comme de puissants inhibiteurs du système QS chez les 

bactéries à coloration de Gram négative, ayant des répercussions sur les phénotypes liés à la 

virulence, la production d’antibiotiques, la motilité dont le swarming ainsi que la formation de 

biofilm (Steinberg et De Nys, 2002 ; Defoirdt et al., 2004). 

III.1.1.2.2. Inhibiteurs synthétiques du récepteur  

Plusieurs antagonistes ont été identifiés et leurs actions évaluées sur la virulence de P. 

aeruginosa. Des analogues de l'AHL synthétique, où l'anneau de l'homosérine lactone est 

remplacé par un cycle de cyclohexanone, l'expression dérégulée de la LasI (AHL synthase), 

entraînant une réduction de l'expression des facteurs de virulence comme la pyocyanine et 

l'élastase et dans une altération de la morphologie/phénotype du biofilm (Smith et al., 2003). 

III.1.1.3. Inhibition de la transcription de lasR/lasI et rhlR/rhlI 

La délétion des gènes qui contrôlent la transcription de lasR et de rhlR comme gacA et 

vfr in vitro réduirait la production des protéines LasR et RhlR et donc la production de facteurs 

de virulence (Reimmann et al., 1997). Cette approche a été bien démontrée pour gacA sur un 

modèle de brûlures des souris infectées par P. aeruginosa. Des études fondées sur l’analyse 

transcriptionnelle du génome de P. aeruginosa ont montré que lorsque la densité bactérienne 

est faible, l’apport d’AHL exogène ne permet pas d’activer le QS (Hentzer, 2003 ; Schuster et 
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al., 2003). Ces études suggèrent donc que d’autres facteurs doivent être impliqués pour activer 

le QS. L’inhibition de ces facteurs en amont du QS ouvre une voie potentielle pour inhiber ce 

dernier. 

Les dérivés d'acide ellagique, issus de la plante Terminalia chebula Retz., Ont montrés 

une régulation négative de l’expression des gènes LasIR et rhlIR avec une diminution 

concomitante des AHL, entraînant une atténuation de la production des facteurs de virulence et 

une sensibilité accrue du biofilm à la tobramycine (Sarabhai et al., 2013). 

Enfin, l’utilisation d’oligonucléotides antisens pouvant s’hybrider aux ARNm des gènes 

lasR, lasI, rhlR, rhlI pourrait également inhiber l’expression du QS (Smith et Iglewski, 2003). 

III.1.1.4. Inhibition du quorum sensing par macrolides 

Les macrolides n’ont pas d’action bactéricide ou bactériostatique sur P. aeruginosa. 

Cependant, plusieurs études montrent des effets bénéfiques du traitement au long cours par 

macrolides chez des patients mucoviscidosiques ou atteints de panbronchiolite diffuse. L’action 

des macrolides pourrait être anti-inflammatoire et/ou modulerait la production des protéases de 

P. aeruginosa. 

Parmi les macrolides, l'azithromycine, dérivée de l’actinomycète Saccharopolyspora 

erythraea, l'antibiotique anti-QS le plus étudié qui présente un effet inhibiteur sur le QS et le 

biofilm chez P. aeruginosa (Tateda et al., 2001 ; Skindersoe et al., 2008). En effet, une 

concentration de 2μg/mL de l'azithromycine provoque une diminution dans la production des 

molécules de signal AHL et des facteurs de virulence chez P. aeruginosa (Sofer et al., 1999 ; 

Pechère, 2001), ce qui suggère que l'inhibition du biofilm observé est au moins en partie due à 

la réduction de la production de C4-HSL et de 3-oxo-C12-HSL (Favre-Bonté et al., 2003). Fait 

intéressant, on a signalé que l'azithromycine diminue l'expression de gacA, mais aussi RsmA au 

niveau transrationnel (Pérez-Martínez et Haas, 2011), afin d'inhiber la synthèse de l'alginate 

(Skindersoe et al., 2008) et de réduire les trois types de motilité (swimming, swarming et 

twitching) (Bala et al., 2011). 
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III.1.2. Composés anti-biofilm sans activité anti-Quorum sensing   

Divers organismes, y compris les procaryotes et les eucaryotes (organismes marins, 

animaux et plantes) produisent des métabolites secondaires qui exercent une activité 

d'antibiofilms. Certains de ces composés naturels ont été utilisés comme modèles pour fabriquer 

des composés synthétiques d'antibiofilms contre P. aeruginosa. 

Les extraits de gingembre (Zingiber officinale Rosc.) utilisés depuis longtemps par les 

Indiens, les Asiatiques et les Arabes pour traiter de nombreuses affections (Tetz et al., 2009), 

inhibent la formation de biofilm  de P. aeruginosa PA14 grâce à la réduction de la production 

de c-di-GMP et à la réduction de production des polysaccharides totaux (Kim et Park, 2013). 

L'extrait de gingembre n'a révélé aucune inhibition de QS basée sur l'AHL dans les systèmes 

de biocapteurs rapporteurs de Chloobacterium violaceum CV026 et Agrobacterium tumefaciens 

NT1. La composante principale de la racine de gingembre sec, la zingerone (vanillyl acetone), 

a inhibé la formation du biofilm, afin d'augmenter la sensibilité de P. aeruginosa PAO1 à la 

ciprofloxacine (Kumar et al., 2013) et d'inhiber les motilités de natation, l'essaimage et la 

contraction. 

Le diterpène de Casbane, isolé de l'extrait éthanolique de Croton nepetaefolius, une 

plante d’origine du nord-est du Brésil, inhibe la formation de biofilm dans plusieurs espèces 

cliniques pertinentes, y compris P. aeruginosa (à 250 μg/mL) sans affecter la croissance 

planctonique. Les auteurs suggèrent que cette inhibition de la formation de biofilm peut être 

liée à une interaction entre le diterpène de casbane et les lipopolysaccharides présents sur la 

surface de la cellule, ce qui pourrait affecter leurs propriétés d'adhérence (Carneiro et al., 2011). 

L’acide ursolique de la plante Diospyros dendo a été identifié pour inhiber la formation 

de biofilm sans interférer avec les systèmes QS chez E. coli, P. aeruginosa et V. harveyi. L'acide 

ursolique à 10 μg/mL a permis de réduire 72% du biofilm d'E. coli JM109. Les analyses 

transcriptomiques ont conduit à la conclusion que l'acide ursolique inhibe la formation de 

biofilm en induisant la motilité (Ren et al., 2005).  
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III.2. Description et caractéristiques des plantes testées contre la formation 

du Biofilm à Pseudomonas aeruginosa  

III. 2.1.  L’ail (Allium  sativum) 

III.2.1.1. Taxonomie   

     Le nom commun "Ail" et le nom botanique "Allium", viennent du mot celtique "All" qui 

signifie "qui brûle" (Block, 1992). Il appartient à la famille des Alliaceae (anciennement classée 

sous les Liliaceae) :  

Classe:               Liliopsida 

Sous-classe:   Liliidae 

Superorder :    Liliianae 

Ordre :              Amaryllidales 

Famille :           Alliaceae 

Sous-famille :   Allioideae 

Tribu :             Allieae 

Genre :            Allium 

Espèce :          Allium sativum (Takhtajan, 1997). 

 

III.2.1.2. Aspect botanique  

L'ail est une plante monocotylédone, herbacée bulbeuse. On distingue généralement 

deux sous-espèces connues sous le nom d’ail à tige dure (Ophioscorodon) et ail à tige molle 

(sativum). La première est résistante au froid et s’acclimate bien à une culture dans les régions 

plus nordiques. La seconde est mieux adaptée aux régions chaudes et ne produit pas de fleurs, 

sauf en conditions de stress (Bachmann et Hinman 2008). 

L’ail est largement cultivé pour sa valeur alimentaire et médicinale. Les parties les plus 

largement répandues de la plante sont les bulbes et les feuilles (Van Wyk et Wink , 2004 ; 

Corzo-Martínez et al., 2007). 

 

 

 

 Figure 5 : Photo d’Allium sativum 

(Jung, 2005) 
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III.2.1.3. Principaux constituants phytochimiques et propriétés pharmacologiques  

L’ail est cultivé depuis des milliers d’années autant pour une utilisation culinaire que 

médicinale. Il compte parmi les plantes médicinales les plus anciennes. 

Le composant principal de l'ail frais non contusé est l'alliine ou S-allyl-L-cystéine 

sulfoxyde. C'est un composé sulfuré stable sans odeur qui a été isolé en 1948 par Arthur Stoll 

et Erwald Seebeck (Grun-Thomas, 1998). Le bulbe d'ail en contient en moyenne de 0,35 % à 

1,15 % (Wichtl et Anton, 2003) et jusqu'à 1,8%. Lorsque les tissus sont blessés, l'alliine est 

transformée par une enzyme, l'allinase (S-alkyl-L-cystéine sulfoxyde lyase), en acide pyruvique 

et acide 2-propènesulfènique, qui sera immédiatement transformé en allicine (0,3 % de la masse 

fraîche) (Grun-Thomas, 1998 ; Girre, 2001). L'allicine (ou allyl-2 propènethiosulfate) a été 

isolée pour la première fois en 1944 par Chester Cavallito à partir d'un extrait aqueux d'ail frais. 

Il a suggéré la structure: CH2=CH-CH2-S(O)-S-CH2-CH=CH2. C'est un composé organo-

sulfuré, instable et odorant (odeur de l'ail fraîchement coupé) aux propriétés antibactériennes et 

antifongiques (Grun-Thomas, 1998). Il se décompose, selon la température et les conditions du 

milieu en composés soufrés volatiles et fortement aromatiques (Wichth et Anton, 2003), en: 

vinyldithiines, composés majeurs des préparations à l'huile de l'ail ( Ohta et al., 1999), ajoène 

(formé par condensation de 3 molécules d'allicine) (Ohta et al., 1999 ; Amagase et al., 2001), 

diallyl disulfure (Dwivedi et al., 1998) et différents autres composés, qui sont liposolubles 

(Amagase et al., 2001).  

L’ajoène est une molécule riche en soufre, elle a été identifié comme principale composé 

de QSI dans l'extrait d'ail et a démontré que ce composé inhibait les gènes contrôlés par QS 

dans P. aeruginosa, y compris la production de Rhamnolipides. De plus, l’ajoène synergise 

avec l'antibiotique tobramycine dans l’inhibition de la formation de biofilm à P. aeruginosa. 

L’ajoène à 80 μg/ml a inhibé la production de N-butyryl-L-homoserine lactone chez P. 

aeruginosa. La tobramycine (jusqu'à 340 μg/ml) était inefficace pour tuer les bactéries dans un 

biofilm de P. aeruginosa mais en présence d'ajoène, jusqu'à 90% de P. aeruginosa formant un 

biofilm ont été tués à 10 μg/ml de tobramycine (Jakobsen et al., 2012). 

  Le composé organosulfure naturellement inspiré (S-phényl-L-cysteine sulfoxide) et son 

dérivé (disulfure de diphényle) ont été rapportés pour réduire significativement la quantité de 

biofilm formaté par P. aeruginosa (Cady et al., 2012). Le S-phényl-L-cysteine sulfoxyde 

antagonise à la fois les systèmes las et rhl de QS alors que le disulfure de diphényle n'interfère 

qu'avec le système las. 

http://www.recherche.fr/encyclopedie/Compos%C3%A9_organo-sulfur%C3%A9
http://www.recherche.fr/encyclopedie/Compos%C3%A9_organo-sulfur%C3%A9
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III.2.2. Le henné (Lawsonia inermis)  

III.2.2.1. Taxonomie  

       Originaire de Perse et d’Arabie Saoudite, le henné étant le nom vernaculaire le plus 

répandu, sa position systématique a été configurée dans la hiérarchie suivante :  

Embranchement :        Spermaphytes 

Sous-embranchement :       Angiospermes 

Classe :   Dicotyledones 

Sous Classe :                   Archichlamydeae 

Ordre :                            Myrtiflorae 

Famille :                         Lythraceae 

Genre :                           Lawsonia 

Espèce : Lawsonia inermis 

(Wong et Theng, 1995). 

  

III.2.2.2. Aspect botanique   

Le Henné (Lawsonia inermis) est un arbuste odoriférant de 2 à 6 mètres. C’est l’espèce 

unique dans la famille des Lythraceae (Singh et al., 2005), présentant des feuilles persistantes, 

étroites et effilées et de petites fleurs blanches ou roses. 

Les feuilles sont de 1,3-3,2 par 0,6-1,6 centimètres, elliptiques ou largement lancéolées, 

aigues ou obtus. Les fleurs sont nombreuses de couleurs variables, souvent blanches, petites 

(moins de 1,3 centimètre), parfumées à odeur de rose. Les capsules sont sphériques 4-8 

millimètres de diamètre, avec 32-49 graines par fruit, de 6mm de diamètre avec un vestige de 

style présentant au sommet quatre loges renfermant de nombreuses graines (Kumar et al., 

2005). 

III.2.2.3. Principaux constituants phytochimiques et propriétés pharmacologiques  

     Le henné (Lawsonia inermis) a été employé de manière esthétique et médicinal 

pendant plus de 9.000 années. L. inermis est un agent populaire de coloration de peau et de 

 

Figure 6 : Photo de Lawsonia 

inermis (Amit et al., 2011) 



Chapitre III                                 Effet des substances naturelles sur la formation de biofilms 

 

41 
 

cheveux dans beaucoup de régions du monde. Sa racine est considérée comme une médicament 

efficace contre l'infection de gonorrhée et d'herpès. C'est une plante médicinale 

traditionnellement employée  par divers groupes de personnes (Leva et Amarb, 2008 ; Marc et 

al., 2008 ; Gbolade, 2009). L. inermis est employé en tant qu'antirheumatic et agent 

antineuralgic (Marc et al., 2008) et également comme un potentiel antidiabétique (Gbolade, 

2009). En outre, le traitement avec l'extrait hydroalcoolique de L. inermis a été prouvé in vivo 

et les niveaux d’enzymes antioxydantes cellulaires ont augmenté telles que la glutathion 

réductase, la superoxide dismutase et la catalase (Dasgupta et al., 2003).    

Les études phytochimiques ont montré la présence des constituants suivants : les 

glucides, les protéines, les flavonoïdes, les tanins, les alcaloïdes, les xanthones, les acides gras, 

les coumarines, les naphtoquinones, les saponines, les triterpénoïdes, les stérols et les dérivés 

de dioxine (Gupta et al., 1993 ; Siddiqui et Kardar, 2001; Siddiqui et al., 2003; Jain et al., 

2010). 

Le henné (L. inermis) contient de nombreux composés bioactifs tels que : iso-plumbagin 

lawsoniaside, lalioside, lawsoniaside B, syringinoside, daphneside, daphnorin, agrimonolide 6-

O-β-D-glucopyranoside, (+)-syringaresinol O-β-D-glucopyranoside, (+)-pinoresinol di-O-β-D-

glucopyranoside, syringaresinol di-O-β-D-glucopyranoside, isoscutellarin3β, hennadiol, (20S)-

3β, 30-dihydroxylupane, lawnermis acid, 3-methyl-nonacosan-1-ol, trois laxanthones, à savoir 

les xanthones I, II et III qui ont été caractérisés en tant que 1, 3-dihydroxy-6, 7-dimethoxy 

xanthone, 1-hydroxy-3, 6-diacetoxy-7-methoxyxanthone et 1-hydroxy-6- acetoxy xanthone et 

la coumarine (Afzal et al., 1984 ; Gupta et al., 1993 ; Rahmat et al., 2006 ; Shivananda et al., 

2007). En plus le lawsone (2-hydroxy-1,4-naphthoquinone), comme le principal ingrédient bio-

actif,  qui est présent dans les feuilles sèches à des concentrations de 1.0-1.4% (Kelmanson et 

al., 2002). 

Le fractionnement de l'extrait méthanolique des feuilles de henné a entraîné l'isolement 

de l’acide p-coumarique, 2-methoxy-3-methyl-1,4-naphthoquinone et apiine, l'apigenine, la 

lutézine et la cosmosiine (Mikhaeil et al., 2004). L’apigénine par exemple a été rapporté pour 

son activité anti-QS (Vikram et al., 2010). 
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III.2.3. Le pêcher (Prunus persica)  

III.2.3.1. Taxonomie  

Le pêcher ou Prunus persica est un arbre fruitier de la famille des Rosaceae et du genre Prunus. 

Il fait partie du même genre botanique que l’abricotier, l’amandier, le cerisier et le prunier. 

Règne :        Plantae 

Sous-règne:       Tracheobionta 

Division:   Magnoliophyta 

Classe Magnoliopsida 

Sous-classe :                   Rosidae 

Ordre :                            Rosales 

Famille :                         Rosaceae 

Genre :                           Prunus 

Espèce : Prunus persica (Cronquist, 1981). 

 

III.2.3.2.  Aspect botanique  

Le Prunus persica L., ou pêcher commun, est originaire de Chine où il est cultivé depuis 

4500 ans (Aranzana et al., 2010). On trouve aujourd'hui le pêcher en Asie, en Europe, en 

Afrique du nord et en Amérique. Le nom «Persica» a été attribué à l’espèce par les romains qui 

croyaient que son origine était la Perse. 

Le pêcher est un arbre fruitier de hauteur comprise entre 3 et 7 mètres, large au sommet, 

souvent sans tronc central. C’est un arbre à écorce sombre et lisse, brun rougeâtre pour les vieux 

arbres. Les branches sont étalées et minces avec des brindilles rondes et glabres. Le pêcher 

présente des feuilles caduques alternées, de couleur verte, qui dégagent une odeur d’amande. 

Les fleurs sont sous forme de boutons de formes coniques ou obtuses et apparaissent avant les 

feuilles. Elles sont hermaphrodites à cinq pétales contenant entre 20 et 25 étamines. La couleur 

vire du blanc, au rose et au rougeâtre. Le fruit est une drupe charnue de forme globulaire. La 

forme et la taille sont caractéristiques de la variété. 

 

Figure 7 : Photo de Prunus persica 

(Aurélie, 2016) 

https://fr.wikipedia.org/wiki/R%C3%A8gne_%28biologie%29
https://fr.wikipedia.org/wiki/Plante
https://fr.wikipedia.org/wiki/Sous-r%C3%A8gne
https://fr.wikipedia.org/wiki/Tracheobionta
https://fr.wikipedia.org/wiki/Division_%28biologie%29
https://fr.wikipedia.org/wiki/Magnoliophyta
https://fr.wikipedia.org/wiki/Classe_%28biologie%29
https://fr.wikipedia.org/wiki/Magnoliopsida
https://fr.wikipedia.org/wiki/Sous-classe_%28biologie%29
https://fr.wikipedia.org/wiki/Rosidae
https://fr.wikipedia.org/wiki/Rosales
https://fr.wikipedia.org/wiki/Rosaceae
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Le pêcher s’adapte aux diverses conditions climatiques, ce qui justifie sa répartition 

géographique remarquable à travers le monde (Kazan et al., 2014). 

III.2.3.3. Principaux constituants phytochimiques et propriétés pharmacologiques  

Prunus persica qui appartient à la famille des Rosaceae est connue pour ses valeurs 

nutritionnelles et ses propriétés thérapeutiques par la présence d’une source potentielle de 

composés bioactifs. La consommation de ce fruit peut réduire la génération d'espèces réactives 

d'oxygène (ROS) dans le plasma humain et fournit une protection contre un certain nombre de 

maladies chroniques (Tsantili et al., 2010). Les acides phénoliques, les flavonoïdes et les 

anthocyanines sont les principales sources d'antioxydants potentiels dans les fruits de P. persica 

qui sont considérés comme responsables de ses effets thérapeutiques (Gil et al., 2002 ; Bolivar 

et al., 2006 ; Rupasinghe et Clegg, 2007). 

Outre la valeur nutritionnelle et pharmacologique des fruits, les feuilles de pêche sont 

traditionnellement utilisées comme laxatives et sédatives. Les feuilles de P. persica se sont 

révélées contenir plusieurs composés phénoliques tels que l'acide caféique, l'acide 

chlorogénique, l'acide p-coumarique, le kaempferol, la quercétine, l'isoquercétine, la 

quercitrine, l'acide quinique, le tanin, l'acide ursolique et l'acide prusique  (Gilani et al., 2000 ; 

Liakopoulos et al., 2001; Upyr et Komissarenko, 2002).  

Des études sur les feuilles de pêche montrées leur propriétés antioxydantes par la 

présence de composés actifs tels que la prunetine, la quercétine et le kaempferol (Jung et al., 

2002 ; Lokesh et al., 2010), ces deux derniers composants ont été évalués pour leurs activités 

QSI. Ces deux flavonoïdes ont inhibé la bioluminescence médiée par HAI-1 ou AI-2 dans V. 

harveyi BB886 et MM32. Il a été constaté que la quercétine inhibait la formation de biofilm par 

V. harveyi BB120 et E. coli O157 : H7 (Vikram et al., 2010). Les feuilles de pêche montraient 

aussi des propriétés Anti-inflammatoires (Shin et al., 2010), antibactériennes (Ozpinar et al., 

2013 ; Salem et al., 2013), antipaludiques, hépatoprotectives, antiasthmatiques et 

anticoagulantes (Gilani et al., 2000). Une activité antihelmintique (Usharani et al., 2014). Une 

autre étude a exploré l'effet antihyperglycémiant des feuilles de pêches in vivo et a révélé que 

l'extrait aqueux de feuilles de pêches empéchait l'élévation du glucose sanguin postprandial en 

inhibant l'absorption de glucose dans l'intestin grêle de la souris (Shirosaki et al., 2012). 
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III.3. Acide salicylique 

III.3.1. Origine et rôle de l’Acide salicylique chez les plantes  

L’acide salicylique (AS) ou acide 2-hydroxybenzoïque est le principal acide phénolique 

synthétisé comme métabolite secondaire par certains végétaux, dont le saule (d'où il tire son 

nom), l'un des trois isomères de l'acide hydroxybenzoïque, constitué d'un noyau benzénique 

substitué par un groupe carboxyle (acide benzoïque) et un groupe hydroxyle (phénol) en 

position ortho. 

L’AS produit par la plante en réponse à l’attaque de divers pathogènes constitue un 

élément clef pour l´établissement de la résistance locale et la SAR (Loake et Grant, 2007). Il 

est impliqué dans plusieurs réponses aux stress abiotiques et biotiques, en induisant des gènes 

PR en permettant une meilleure résistance contre les pathogènes (virus, bactéries et 

champignons) (Shah et Klessig, 1999). L’AS module aussi la mort cellulaire associée à la 

réponse hypersensible, l´activation de la peroxydation des lipides et la génération de radicaux 

libres (Dempsey et al., 1999 ; Shah et Klessig, 1999). 

III.3.2. Propriétés pharmacologiques 

Outre sa fonction bien connue dans la régulation de la défense des plantes, des études 

ont démontré que ce médicament anti-inflammatoire non stéroïdien (AS) a réduit la formation 

du biofilm de Staphylococcus epidermidis (Polonio et al., 2001), Bacillus subtilis (Rudrappa et 

al., 2007) et P. aeruginosa. Cela affecte la motilité (twitching et swimming) et réduit d'autres 

facteurs de virulence chez P. aeruginosa par une diminution du niveau de production des AHLs 

(Bandara et al., 2006 ; Yang et al., 2009, Da et al., 2010). Yang et al. (2009) ont rapporté que 

l'AS est un inhibiteur puissant de la signalisation dépendante du pqs qui peut expliquer son effet 

comme un QSI. L’AS régule rhlR et lasA chez P. aeruginosa PA14 (Prithiviraj et al., 2005) 

avec une inhibition subséquente des activités des pyocyanines, protéases et d’élastase (Schuster 

et Greenberg, 2006 ; Yang et al., 2009 ; Guo et al., 2013). L’AS module l’expression des gènes 

dont certains sont impliqués dans la virulence de Agrobactérium tumefaciens par la diminition 

dans la production des AHLs où l’AS stimulé l'expression de l'enzyme AHL-lactonase (Yuan 

et al., 2007). Chez Staphylococcus aureus en plus de son effet sur la formation de biofilm, l’AS 

réprime l’expression de facteurs de virulence au niveau de la transcription (Palma et al., 2006 ; 

Riordan et al., 2007). 

 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Saule
https://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_hydroxybenzo%C3%AFque
https://fr.wikipedia.org/wiki/Benz%C3%A8ne
https://fr.wikipedia.org/wiki/Carboxyle
https://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_benzo%C3%AFque
https://fr.wikipedia.org/wiki/Hydroxyle
https://fr.wikipedia.org/wiki/Ph%C3%A9nol_%28groupe%29
https://fr.wikipedia.org/wiki/Position_ortho
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I. Matériel et méthodes  

I.1. Isolats bactériens   

Les isolats de Pseudomonas aeruginosa incluent dans cette étude ont été isolés à partir 

des prélèvements cliniques prélevés des patients diabétiques présentant des infections cutanées 

au niveau du centre de santé de Sidi Lakhdar et du service de Bactériologie à l’Hôpital de Ain 

Tedeles ‹‹Mostaganem››. En plus une souche de référence de Pseudomonas aeruginosa ATCC 

27853 fournie par l’Institut Pasteur d’Algérie a été aussi utilisée dans cette étude.  . 

I.1.1. Identification des isolats   

Les isolats de cette étude ont été purifiés et identifiés par une recherche des caractères 

phénotypiques et génotypiques. 

L’étude phénotypique a été basée sur la caractérisation des colonies, la production des 

pigments sur les milieux king A et king B, la coloration de Gram, la mobilité, la recherche de 

la catalase, de l’oxydase et la croissance à 42°C et à 4°C. 

I.1.1.1. Identification par la Galerie API 20NE 

La galerie API 20 NE (BioMérieux, Marcy l’Etoile, France) (Figure 8) est un système 

miniaturisé, prêt à l'emploi et standardisé. Elle est constituée de 20 micro-tubes contenant des 

milieux et des substrats sous forme déshydratés. Les tubes des tests du NO3 à PNPG ont été 

inoculés par une suspension bactérienne préparée à partir d’une culture jeune de 20h en 

Bouillon nutritif (BN) et ajusté à 106 UFC/ml. Puis, un volume de 200 µl de suspension 

présidente a été rajouté à une ampoule de medium (API Aux Medium) pour une nouvelle 

suspension qui servira à remplir les tubes et les cupules des tests du GLU à PAC. Les cupules 

des trois tests soulignés (GLU, ADH, URE) ont été remplies par l’huile de paraffine pour créer 

des conditions d’anaérobiose.  

Après 24h et 48h d’incubation à 30°C, la lecture de la galerie est réalisée en se référant 

au tableau de la lecture (annexe) où les réactions produites durant la période d’incubation se 

traduisent par des virages colorés spontanés ou révélés par l’addition de réactifs (TDA, IND et 

VP).  Sur la fiche des résultats on fait la détermination du profil numérique, où les tests sont 

séparés par groupes de trois et une valeur de 1, 2 ou 4 est indiquée pour chacun. En additionnant 
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les valeurs correspondant à des réactions positives, on obtient 7 chiffres, la réaction d’oxydase 

qui constitue le 21° test est affectée de la valeur 4 lorsqu’elle est positive. 

L’identification est obtenue à partir du profil numérique à l’aide du logiciel d’identification 

apiwebTM. 

 

Figure 8 : La galerie biochimique API 20 NE 

I.1.1.2. Identification génotypique  

Les essais d'amplification de PCR ont été effectués au laboratoire de DIAG-GENE 

(Angers, France). Elle est réalisée dans un thermocycleur de iCycler de Biorad (Biorad, USA) 

avec les amorces universelles 27F: 5'AGAGTTTGATCCTGGCTCAG3' et 1492R: 

5'GGTTACCTTGTTACGACTT 3'. Un volume de 4 µl d'ADN génomique obtenu par 

extraction au choc thermique est amplifié dans un volume de 25µl de mixture réactionnelle 

contenant 1,25 µl de chacun des amorces à 10 µM, 1 U de Taq ADN polymérase, 200 μM de 

chaque dNTP, 1X de tampon d’amplification et la réaction a été soumise à 35 cycles 

d'amplification  de 30 secondes à 95°C, 30 secondes à 55°C, 45 secondes à 72°C et une 

extension finale de 7 minutes à 72°C. 

 Les produits de PCR ont été analysés par électrophorèse en gels d'agarose à 1,5%. 10 

µl des produits de PCR ont été souillés avec du bromure d'éthidium suivi d'une migration à une 

tension constante de 100 V. L’ADN a été visualisé et des photos ont été prises sous UV. 

Les produits amplifiés de trois isolats (P2, P3 et P6) obtenus ont été séquencés pour 

valider leurs identités. L'amorce 1492R (5 'GGTTACCTTGTTACGACTT 3') qui a été utilisée 

pour l'amplification et une amorce additionnelle 27F (5'ACTCCTACGGGAGGCAGCA 3 ') 

ont été utilisée pour le séquençage. Les séquences obtenues ont été analysées avec les données 

de GenBank (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi Blast) (centre national pour l'information 

de biotechnologie) pour déterminer l’espèce bactérienne. 
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I.1.2. Conservation des souches  

La conservation des souches a été réalisée par congélation à -20°C en bouillon nutritif 

additionné de glycérol (30%). Avant toute manipulation, chaque isolat est décongelé à 

température ambiante et enrichi en bouillon nutritif puis repiqué sur gélose nutritive (GN). Les 

milieux ensemencés sont incubés à 37°C en aérobiose. 

I.1.3. Etude de la sensibilité des isolats aux antibiotiques  

La sensibilité des isolats aux 15 antibiotiques (Tableau 1) a été réalisée par la méthode 

conventionnelle de diffusion des disques en milieu gélosé Mueller-Hinton (MH). A partir d’une 

culture pure de 20 heures sur milieu gélosé non sélectif, une suspension bactérienne est préparée 

et ajustée à 106 UFC/ml en eau physiologique (0,9% NaCl). Un ml de cette suspension a été 

déposé dans chaque boîte de Pétri contenant 20ml de gélose Mueller-Hinton. Après une 

imprégnation de 2 min, l’excédent d’inoculum est éliminé par aspiration. Cinq min plus tard, 

les disques d’antibiotiques ont été déposés stérilement sur la surface de la gélose des boites 

inoculées. Les boîtes sont incubées dans les 15 min qui suivent le dépôt des disques. La lecture 

des résultats est faite par la mesure des diamètres des zones d’inhibition après une durée 

d’incubation de 24h à 37°C. La comparaison des résultats et l’interprétation ont été réalisées 

suivant les recommandations de 2015 du Comité de l’Antibiogramme de la Société Française 

de Microbiologie (CA-SFM). 
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Tableau 1 : Antibiotiques utilisés pour l’antibiogramme 

Classe  Antibiotique Abréviation Charge de                    

disque 

β-lactamines Pénicilline G  P  10 UI 

Pipéracilline  PRL  100 µg 

 Ticarcilline,  TI 75 µg 

 Ticarcilline-clavulanate  TIM 75/10 

Carbapénèmes  Imipénème  IMP 10 mg 

Céphalosporines 

      de troisième génération (C3G)  Ceftazidime  CAZ 10 µg 

     de quatrième génération (C4G)  Céfépime  FEP 30 µg 

Aminosides  Gentamycine  CN 15 µg 

Amikacine  AK 30 µg 

Nétilmicine  NET 10 µg 

Tobramycine  TOB 10 µg 

Fluoroquinolones Ciprofloxacine  CIP 5 µg 

Lévofloxacine  LE 5 µg 

Divers  Colistine  COL 10 µg 

Fosfomycine FF 50 µg 
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I 2. Formation du biofilm 

I.2.1. Evaluation de la biomasse adhérée en fonction de la charge d’inoculum du 

temps d’incubation 

            Afin d’étudier la cinétique de la formation de biofilm et l’influence de la charge 

d’inoculum sur cette cinétique, deux séries de tubes à hémolyse en verre stérile sont utilisés. 

L’une des séries a été inoculée par 2ml de la suspension bactérienne préparée dans un milieu 

TSB et ajustée à 108 UFC/ml (La densité optique variée entre 0,08 et 0,1 à une longueur d’onde 

de 600 nm) et l’autre série a été inoculée par 2ml de la suspension bactérienne à 104 UFC/ml. 

Les tubes sont incubés à 37°C à différents temps d’incubation (2h, 4h, 6h, 8h, 10h et 24h). La 

biomasse des biofilms attachés aux tubes est évaluée semi-quantitativement par la mesure 

colorimétrique de l’incorporation du cristal violet par les cellules sessiles (Djordjevic et al., 

2002). Après chaque durée d’incubation, le milieu de culture est aspiré et les tubes sont lavés 3 

fois à l’aide de 3 ml d’eau physiologique afin d’éliminer les cellules non adhérentes. Après 

séchage à l’air pendant 45 min, les biofilms sont incubés pendant 20 min à température 

ambiante en présence de 2 ml d’une solution de cristal violet 0,1%, les tubes sont ensuite rincés 

abondamment à l’eau et séchés de nouveau à l’air. Après que les tubes aient été séchés, le 

colorant lié aux cellules adhérentes est solubilisé avec 2 ml d’éthanol (95%) pour chaque tube, 

le liquide solubilisé a été versé dans une cuvette et l'absorbance a été mesurée à une longueur 

d'onde de 580 nm par un spectrophotomètre (JENWY-7305 Royaume-Uni).  

I.2.2. Evaluation de la biomasse adhérée en fonction du milieu de culture  

Dans le but de comparer et quantifier la formation des biofilms en fonction de la richesse 

et la source de carbone du milieu de culture, nous avons utilisé deux milieux de cultures à savoir 

Bouillon Biofilm Modifié (BBM) et Bouillon de Trypticase de Soja (TSB) (Annexe) 

(Campanac et al., 2002 ; Khalilzadeh et al., 2010). Le BBM contient du glucose, alors que le 

TSB contient du dextrose et des acides aminés. Chacun des six isolats et la souche de référence 

P. aeruginosa ATCC 27853 ont été inoculés dans deux séries de tubes l’une des séries contenant 

le milieu TSB et l’autre série contenant le milieu BBM à raison de 106 UFC/ml soit 200 µl de 

suspension bactérienne/tube contenant 1,8 ml de milieu de culture. Ces tubes sont incubés à 

37°C pendant 24h.  
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I.2.3. Evaluation de la biomasse adhérée en fonction de la matière du support 

utilisé  

            Dans le but de tester l’influence de la nature de la matière du support sur la quantité des 

biofilms formés par les bactéries, les isolats cliniques et la souche de référence P. aeruginosa 

ATCC 27853 ont été inoculés selon le protocole d’ensemencement précédent dans deux séries 

de tubes à hémolyse, l’une des séries est en polystyrène et l’autre en verre. 

          La stérilisation des tubes en verre a été faite par autoclavage alors que les tubes propres 

du polystyrène (PS) ont été mis dans l’éthanol 95% pendant 30 minutes et laissé à l’air sec dans 

des conditions stériles pendant 30 minutes avant l'emploi (Todhanakasem et al., 2010).  

I.2.4. Evaluation de la biomasse adhérée en fonction de l’isolat testé  

          Afin d’étudier la variation de la quantité du biofilm formé en fonction de l’isolat inoculé, 

les isolats cliniques et la souche de référence P. aeruginosa ATCC 27853 ont été inoculés selon 

le protocole d’ensemencement précédent dans des tubes en verre sous les mêmes conditions. 

I. 3. Activité antibactérienne et effet sur la formation de biofilm des extraits 

de plantes contre Pseudomonas aeruginosa  

I.3.1 Matériel végétal   

Le choix des plantes ayant fait l’objet de l’expérimentation est basé sur une recherche 

bibliographique puis une enquête ethnopharmacologique auprès de la population ayant 

connaissance de leur usage en médecine traditionnelle. Trois plantes ont été sélectionnées pour 

évaluer leur effet contre la croissance sous forme planctonique et la formation des biofilms chez 

P. aeruginosa.  
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Les plantes choisies sont les suivantes : 

A.  L’Ail (Allium sativum)  

L’Ail (Allium sativum) utilisé à l’état frais a été récolté en mois d’Avril de la région de 

Sidi Lakhdar-Mostaganem (Figure 9).  

 

             Figure 9 : Echantillon d’Allium sativum utilisé. 

B.  Le henné (Lawsonia inermis)  

Le henné (L. inermis) utilisé est connu pour son usage domestique. Deux échantillons 

(Figure 10) ont été obtenus à partir de deux régions différentes d’Algérie : Adrar et Biskra. 

 

Figure 10 : Les échantillons de Lawsonia inermis utilisés dans cette étude, feuilles de la 

région d'Adrar (V1) et feuilles de la région de Biskra (V2). 
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C.  Le pêcher (Prunus persica)  

Prunus persica est une plante de verger de la famille des Rosaceae qui a été cultivée 

pour son fruit comestible. Les feuilles fraîches de P. persica (Figure 11) ont été récoltées de la 

région de Sidi Lakhdar-Mostaganem en mois d’Août. 

 

Figure 11 : Feuilles de Prunus persica utilisées 

 

I.3.1.1. Préparations des extraits  

La matière végétale (feuilles pour le cas de Lawsonia inermis et Prunus persica) 

préalablement séchée à l’abri du soleil. Après leur séchage, les feuilles ont été réduites en 

poudre fine à l’aide d’un br1yeur électrique et la poudre obtenue a été conservée dans des 

sachets en papier dans un endroit sec jusqu'à utilisation. 

I.3.1.1.1. Extrait brut d’Allium sativum (jus frais de l'ail)  

Les ampoules de 250 g d’ail frais ont été épluchées, nettoyés et écrasés. Ensuite l’extrait 

a été filtré à l'aide d’un tissu de mousseline, puis la partie liquide extraite a été stérilisée par des 

filtres millipore 0,22 μm (Greg et al., 2002). Pour éviter toutes transformations des composés, 

l'extrait de l'ail est préparé le jour même des expériences. 
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I.3.1.1.2. Extraction hydro-méthanolique 

L’extraction a été effectuée par macération de 25 g de la poudre végétale (L. inermis et 

P. persica) dans 500 ml d’un mélange Méthanol-Eau (70/30, V/V) (Fathiazad et al., 2011). Le 

mélange a été agité vigoureusement pendant 48 heures à l’aide d’un agitateur magnétique. 

Après filtration par le papier filtre whatman, la phase hydro-alcoolique résultant a été évaporée 

à sec sous pression réduite dans un évaporateur rotatif (Modele : Buchi Switzer land, Type : 

201) à 50°C pour éliminer le méthanol. 

I.3.1.1.3. Extraction par l'acétate d’éthyle et le butanol  

Plus tard, la phase aqueuse obtenue par l’extraction hydro-méthanolique a été 

fractionnée par extraction liquide-liquide par les solvants, d'abord avec l'acétate d’éthyle et puis 

avec le n-butanol, en utilisant une ampoule à décanter. Deux fractions de flavonoïdes ont été 

obtenues pour chaque plante, à savoir la fraction obtenue par l'acétate d’éthyle et la fraction 

obtenue par le n-butanol. Les fractions ont été ensuite concentrées à sec sous pression réduite à 

l’aide d’un évaporateur rotatif à 40°C pour l’évaporation de l'acétate d’éthyle et à 60°C pour 

l’évaporation de n-butanol (Bekkara et al., 1998) (Figure 12).  
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Figure 12 : Protocole d’extraction utilisé pour les feuilles de Lawsonia inermis et  

Prunus persica (Bekkara et al., 1998) 

I.3.1.2. Rendement d’extraction  

  Le rendement d’extraction est le rapport entre le poids d’extrait et le poids de la plante 

sèche à traiter. Il est exprimé en pourcentage suivant la formule donnée par Falleh et al. (2008)  

R (%) = 100 Mext/Méch. 

Où :  

R est le rendement en %.  

Mext est la masse de l’extrait après évaporation du solvant en gramme.  

Méch est la masse sèche de l’échantillon végétal en gramme.  
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I.3.1.3. Dosage des polyphénols totaux  

Les polyphénols totaux ont été estimés par la méthode décrite par Othman et al. (2007). 

La réduction du réactif de folin-ciocalteu (RFC) entraîne une diminution de ses propriétés 

colorimétriques. Une aliquote de 0,2 ml de l’échantillon à doser (extrait ou solution étalon) a 

été mélangée avec 1.5 ml de réactif de phénol de folin-Ciocalteu's (dilué à 1/10). Après, 1,5 ml 

de solution de carbonate de sodium (Na2CO3, 7.5%) a été additionné au mélange et suivi par 

une incubation à l’abri de la lumière pendant 90 min à température ambiante. L’absorbance a 

été ensuite mesurée à 750 nm (spectrophotomètre Jenway 6405 UV/Visible). La teneur en 

polyphénols totaux est déterminée par extrapolation sur une courbe d’étalonnage obtenue à 

partir d’une série de dilutions à l’eau distillée de l’acide gallique (1-100 µg/ml,                                    

Y = 0,006X + 0,011, R2 = 0,998, où « Y » est l’absorbance et « X » est l’équivalent d’acide 

gallique (mg EAG/g extrait). Les teneurs en phénols totaux dans les extraits sont exprimées en 

milligramme (mg) équivalent d’acide gallique par gramme (g) d’extrait. 

I.3.1.4. Dosage des flavonoїdes  

Les flavonoïdes totaux ont été évalués à l’aide d’un test colorimétrique selon la méthode 

décrite par Zhishen et al. (1999). Une aliquote de 0,5 ml de l’extrait dilué ou de solution étalon 

a été mélangée avec 1,5 ml d’eau distillée. Au temps zéro, 150 µl de nitrite de sodium (NaNO2, 

5 %) est ajouté au mélange. Après 5 min, 150 µl de trichlorure d’aluminium (AlCl3, 10%) est 

rajouté. Après l’incubation de 6 min à la température ambiante, 0,5 ml d’hydroxyde de sodium 

(NaOH, 1M) est additionné. Immédiatement, le mélange est complètement agité. L'absorbance 

contre un blanc du mélange obtenu a été directement mesurée au spectrophotomètre UV-visible 

à 510 nm. La quercétine a été employée pour la construction d’une courbe d’étalonnage              

(1-100 µg/ml, Y = 0,004X + 0,037, R2 = 0,989, où « Y » est l’absorbance et « X » est la 

concentration standard). Les résultats ont été exprimés en mg équivalant de quercétine par 

gramme d’extrait (mg EQ/g extrait). 
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I.3.2. Evaluation du pouvoir antibactérien des extraits d’A. sativum, L. inermis 

et P. persica 

I.3.2.1. L’effet antibactérien par la méthode de diffusion par disque  

L’activité antimicrobienne des différents extraits préparés a été déterminée par la 

méthode de diffusion par disque en milieu gélosé Mueller-Hinton (MH) (Sacchetti et al., 2005; 

Celiktas et al., 2007).  

A partir d’une culture pure de 20 heures sur gélose nutritif (GN), une suspension 

bactérienne a été préparée et ajusté à 106 UFC/ml avec de l’eau physiologique. 1 ml de cette 

suspension a été déposé sur chaque boîte de Pétri contenant 20 ml de gélose MH. Après une 

imprégnation de 2 min, l’excédent d’inoculum est éliminé par aspiration. 5 min plus tard, des 

disques en papier Whattman de 6 mm de diamètre stérile et imprégnés durant 15-20 min dans 

des solutés de 50% pour l’extrait d’A. sativum et de 100 mg/ml pour les extraits de L. inermis 

et de P. persica ont été déposés stérilement sur la surface de la gélose des boites inoculées. Les 

boîtes sont laissées 15 min à température ambiante puis incubées à 37°C pendant 24 heures, 

l’activité antimicrobienne a été traduite par l’apparition des zones d’inhibition autour des 

disques. 

I.3.2.2. Détermination de la Concentration Minimale Inhibitrice (CMI)  

La Concentration Minimale Inhibitrice (CMI) de façon générale est la plus faible 

concentration capable d’inhiber toute croissance visible après un temps d’incubation de 18 à 24 

h. La technique de microdilution dans des microplaques à 96 puits est la méthode choisie pour 

déterminer la concentration minimale inhibitrice des différents extraits testés.   

Avant la préparation de la gamme de concentration, les extraits sous forme de poudre 

ont été solubilisés dans 10% de diméthylsulfoxyde (DMSO) pour préparer une solution de 

50mg/ml pour les extraits préparés à partir de L. inermis et P. persica puis stérilisés par une 

filtration par filtre millipore 0,22 μm après une centrifugation à 10 000 tpm pendant 15 minutes. 

A partir de cette solution stérile pour chaque extrait préparé, une gamme de concentrations a 

été préparée dans des tubes à essai par la méthode d’une dilution selon une progression 

géométrique de raison 2, avec des concentrations allant de 50 mg/ml à 0,8 mg/ml. Pour l’extrait 

d’ail, une gamme de concentration allant de 25% à 0,4% a été préparée.  
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La répartition d’extrait végétal s’est faite de sorte que les puits de première ligne de 

microplaque remplie par 100 µl de la plus grande concentration (50 mg/ml pour les extraits 

préparés à partir de L. inermis et P. persica et 25% pour l’extrait d’A. sativum). Les puits de la 

deuxième ligne par la deuxième concentration ainsi de suite jusqu’à la septième ligne qui 

recevra 100 µl d’extrait végétal de 0,8 mg/ml pour les extraits préparés à partir de L. inermis et 

P. persica et 0,4% pour l’extrait d’A. sativum. La dernière ligne recevra 100 µl d’eau distillée 

stérile à chaque puit qui a servi de témoin de croissance. Ensuite les puits de la microplaque 

sont inoculés par 100 µl de TSB double concentré inoculé avec 106 UFC/ml. Les résultats sont 

lus après une incubation de la microplaque à 37 °C pendant 24 h. La CMI a été donc la 

concentration du premier puit à partir duquel aucun trouble à l’œil nu n’a été observé 

(Choukchou-Braham et al., 2010) (Figure 13). Cette opération a été répétée 3 fois.  

 

Figure 13 : Méthode de détermination de la CMI en milieu liquide. 
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I.3.2.3. Détermination de la Concentration Minimale Bactéricide (CMB) 

La Concentration Minimale Bactéricide (CMB) correspond à la plus faible 

concentration en extrait capable de tuer plus de 99,9 % de l’inoculum bactérien initial (soit 

moins de 0,01 % de survivants). Pour sa détermination, des prélèvements sont effectués dans 

chacun des puits dépourvus de trouble bactérien puis déposés « en stries » sur gélose Mueller 

Hinton puis incubés à 37°C. La CMB est déterminée après une incubation de 24 heures (Biyiti 

et al., 2004). 

I.3.3. Effet des extraits préparés sur la formation de biofilm par P. aeruginosa  

L’effet des différents extraits préparés sur la formation des biofilms par les isolats de P. 

aeruginosa a été examiné dans des tubes à hémolyse en verre (Todhanakasem et al., 2010) et 

dans des microplaques à 96 puits (El abed et al., 2011). 

I.3.3.1. Effet des extraits sur la formation de biofilm en tubes    

Dans une série de 8 tubes à hémolyse numérotés de C1 à C8, nous avons introduit 1ml 

d’extrait végétal de concentration bien connue selon la gamme de concentrations préparées. 

Cette répartition d’extrait végétal est faite de sorte que 1ml d’extrait végétal de 50 mg/ml soit 

transféré dans le tube C1, celui de 25 mg/ml dans le tube C2 ainsi de suite jusqu’au tube C7 qui 

recevra 1ml d’extrait végétal de 0,8 mg/ml. Le tube C8 recevra, à la place d’extrait végétal, 1 

ml d’eau distillée stérile qui a servi de témoin. Ensuite nous avons ajouté dans ces mêmes tubes 

1ml de TSB double concentré déjà ensemencé par la souche de P. aeruginosa à tester (106 

UFC/ml). Cette répartition d’extrait végétal de concentration bien connue dans chacun des tubes 

a ramené la concentration du milieu en extrait végétal à sa moitié, où la concentration du tube 

C1 est passée de 50 mg/ml à 25 mg/ml et celui du tube C2 de 25 mg/ml à 12,5 mg/ml jusqu’au 

tube C7 avec une nouvelle concentration de 0,4 mg/ml. L’ensemble de ces tubes a été incubé 

pendant 24 h à 37 °C (Todhanakasem et al., 2010) .  

Après l’incubation, le milieu de culture est éliminé et les tubes sont lavés 3 fois à l’aide 

de 3 ml d’eau physiologique afin d’éliminer les cellules non adhérentes. Après le séchage, la 

biomasse des biofilms attachés aux tubes est évaluée semi-quantitativement par l’analyse cristal 

violet suivant la méthode de Djordjevic et al. (2002) précédemment décrite, où la lecture des 

résultats est faite par la mesure de l'absorbance du liquide obtenu par la solubilisation du 

colorant lié aux cellules adhérées à une longueur d'onde de 580 nm (Figure 14). 
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Figure 14 : Etapes du protocole de suivi de la formation du biofilm en tubes. 



Chapitre I                                                                                                 Matériel et méthodes 

 

 

60 

 

I.3.3.2. Effet des extraits sur la formation de biofilm en microplaque  

  Les isolats cliniques et la souche de référence P. aeruginosa ATCC 27853 ont été 

inoculés en présence et en absence des concentrations des extraits (de 1/8CMI à la CMI). Les 

étapes de préparation des concentrations des extraits et l’inoculation sont faites de la même 

manière à ceux effectuées dans la détermination de la concentration minimale inhibitrice. La 

formation du biofilm est évaluée après 24 heures d’incubation de la culture à 37°C. Le milieu 

de culture est ensuite aspiré, les puits de la microplaque sont lavés 3 fois à l’aide de 200 µl 

d’eau distillée afin d’éliminer les cellules non adhérentes. Après séchage à l’air pendant 45 min, 

les cellules adhérentes sont colorées par une solution de cristal violet à 0,1 % (m/v) et le colorant 

est laissé en contact avec les puits pendant 45 min. Ensuite, l’excès de colorant est éliminé et 

les puits sont lavés 3 fois à l’aide de 300 µl d’eau distillée et séchés de nouveau à l’air. La 

lecture de la formation de biofilm a été faite à l’œil nu et des photos ont été prises (Figure 15) 

(El abed et al., 2011). 

 

Figure 15 : Etapes du protocole de suivi de la formation du biofilm sur microplaque. 
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I.4. Analyse des extraits par chromatographie liquide à haute performance 

(HPLC) 

Les analyses par HPLC sont effectuées à l’aide d’un appareil Shimadzu équipé d’une 

pompe de chromatographie liquide de haute pression (LC-2030C) muni d’un détecteur UV à 

deutérium (LC-2030/2040 PDA) (Figure 16). Les analyses sont réalisées en phase reverse avec 

une colonne Ultra IBD (5 μm, 250 x 4,6 mm) (USA). Les solvants utilisés sont de qualité HPLC. 

La phase mobile optimisée est constituée d'eau/acide acétique (0,075%) à pH = 3 (solvant A) 

et de méthanol/acide acétique (0,075%, solvant B). Le débit de la phase mobile est fixé à 0,8 

mL/min. Le détecteur UV est réglé sur les signaux de 280 nanomètres.  

  

 
 

 

Figure 16 : Appareil Shimadzu équipé d’une pompe de chromatographie liquide de haute 

pression (LC-2030C) muni d’un détecteur UV à deutérium (LC-2030/2040 PDA). 
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I.5. Effet de l’acide salicylique  

L'acide salicylique (AS) est un acide phénolique produit par les plantes en réponse aux 

stress biotiques (infection par les pathogènes) et abiotiques (excès de radiation UV, des niveaux 

d´ozone accrus…).  

Dans ce travail, Après la détermination de la CMI et la CMB de ce composé, l’effet de 

l’AS a été déterminé sur la formation de biofilm à P. aeruginosa et sur trois facteurs de 

virulences (la motilité, la production de pyocyanin et les rhamnolipides) très souvent décrits 

dans la littérature comme étant en relation avec la formation de biofilm.   

I.5.1. Détermination de la CMI et la CMB  

La détermination de la concentration minimale inhibitrice (CMI) de l’acide salicylique 

est effectuée dans des microplaques par la technique de microdilution. Les isolats de P. 

aeruginosa ont été inoculés en présence des concentrations de l’acide salicylique (0, 0.5, 1, 2.5, 

5, 10 et 20 mM). Les étapes de préparation des concentrations de l’acide salicylique et 

l’inoculation sont faites par la même manière que ceux effectuées dans la détermination de la 

concentration minimale inhibitrice des extraits des plantes testées. 

I.5.2. Effet de l’acide salicylique sur la formation du biofilm   

Les mêmes étapes réalisées pour l’étude de l’effet des extraits sur la formation de 

biofilm ont été effectuées pour analyser l’effet de l’acide salicylique (0.5, 1, 2 et 4 mM) sur la 

formation du biofilm de Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 et les six autre isolats 

(Todhanakasem et al., 2010) .  

I.5.3. Effet de l’acide salicylique sur la mobilité  

La mobilité de type swarming (essaimage sur une surface) a été étudiée selon le 

protocole décrit par Overhage et al. (2008). Des concentrations de l’acide salicylique (0, 0.5, 1, 

2 et 4 mM) ont été incorporées dans le milieu de culture Biofilm Modifié (BM2) à 0,5 % (m/v) 

d’agar mis dans des boîtes de Pétri. 3µl d’une suspension bactérienne préparée dans un bouillon 

Luria Bertani (LB) à partir d’une culture jeune de 24 h et ajustée à 106 UFC/ml ont été déposés 

en surface du milieu et incubée à 28°C. Après 24 h d’incubation, le diamètre de la zone de 

motilité des souches est mesuré et les résultats sont exprimés en millimètre.   
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I.5.4. Effet de l’acide salicylique sur la production de pyocyanine  

Pour déterminer l'effet de l’acide salicylique sur la production de pyocyanine, 200µl 

d’une suspension bactérienne à 106 UFC/ml de P. aeruginosa ATCC 27853 et les six isolats 

ont été inoculés dans des tubes contenant 3 ml de bouillon de LB avec 0, 0.5, 1, 2 et 4 mM 

d’AS. Les tubes ont été incubés pendant 48 h à 37°C dans des conditions agitées (180 tpm). 

Après l’incubation, la pyocyanine a été extraite et quantifiée suivant la méthode décrite par 

Essar et al. (1990). Les suspensions bactériennes ont été centrifugées à 6000 tpm pendant 20 

minutes pour préparer le surnageant. Un volume de 2,5 ml a été extrait par 1.5 ml de 

chloroforme puis transféré dans un tube propre. Un volume de 0,8 ml d’acide chlorhydrique 

(HCl, 1N) a été ajouté et doucement secoué pour permettre l’extraction de pyocyanine dans la 

phase aqueuse.  L’absorbance du soluté a été mesurée à 520 nm et les concentrations de 

pyocyanine (µg/ml) ont été déterminées en multipliant ces mesures par la valeur 17.07 

(Drenkard, 2003). 

I.5.5. Effet de l’acide salicylique sur la production des Rhamnolipides  

I.5.5.1 Production des Rhamnolipides par les souches testées  

Afin d’examiner la production des rhamnolipides par les isolats testés, nous avons 

réalisé un dosage à l’orcinol dans le surnageant du milieu de culture (Wilhelm et al., 2007). Les 

rhamnolipides contiennent 1 ou 2 molécules de rhamnose liées à 1 ou 2 molécules d’acide β-

hydroxyalcanoïque (principalement en C10). Parmi les méthodes d’analyse des rhamnolipides, 

on a utilisé la méthode colorimétrique à l’orcinol. Cette méthode implique l’extraction dans un 

solvant organique des rhamnolipides de l’échantillon aqueux, suivie d’une hydrolyse acide pour 

séparer le rhamnose (3-deoxy-hexose) de la portion lipidique de la molécule. Le sucre est 

ensuite quantifié par spectrophotométrie après réaction avec l’orcinol. 

 L'expérience a été entreprise dans des flacons de 250 ml contenant 50 ml de milieu de 

Proteose Peptone-Glucose-Ammonium Salts (PPGAS). Les flacons ont été inoculés avec 1ml 

de la suspension bactérienne (106 UFC/ml) de l'isolat de P. aeruginosa et incubés dans des 

conditions agitées (180 t/mn) à 30°C pendant 3 et 8 jours. Après chaque durée d’incubation,        

les suspensions de cellules ont été centrifugées à 8000 tpm pendant 20 minutes pour préparer 

le surnageant. 300 µl de ce surnageant ont été extraits 2 fois avec 600 µl de l'éther diéthylique, 

les 2 extraits sont rassemblés et évaporés à sec. Le résidu obtenu est dissous dans 100 µl d’eau 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_chlorhydrique
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distillée et mélangé à 100 µl d’orcinol de 1,6% et 800 µl d’acide sulfurique à 60%.  Le mélange 

a été chauffé à 80°C pendant 30 minutes, puis l’absorbance est lue à 421 nm. Les absorbances 

obtenues avec les échantillons sont comparées à une courbe standard établie avec des 

concentrations croissantes de L-rhamnose (0 à 50 µg/ml) et les résultats sont multipliés par un 

coefficient de 3.4 obtenus à partir de la corrélation de rhamnolipides/rhamnose (Benincasa et 

al., 2004). 

I.5.5.2 Effet de l’acide salicylique sur la production des rhamnolipides  

Ce test est réalisé sur la seule souche (P. aeruginosa P2) qui a produit des rhamnolipides 

dans le milieu PPGAS. Pour déterminer l'influence d’AS sur cette production, des flacons de 

250 ml contenant 50 ml de milieu de Proteose Peptone-Glucose-Ammonium Salts (PPGAS) 

incorporés avec 0, 0.5, 1, 2 et 4 mM d’AS ont été inoculés avec 1ml d’une suspension 

bactérienne (106 UFC/ml). L’incubation est réalisée dans des conditions agitées (180 tpm) à 

30°C pendant 3 jours. Après l’incubation, les suspensions bactériennes ont été centrifugées à 

6000 tpm pendant 20 min pour préparer le surnageant puis les mêmes étapes d’extraction et de 

quantification des rhamnolipides ont été suivis (Benincasa et al., 2004). 

I.6. Calculs et traitement statistique des données  

Les données ont été fournies en (Moyenne ± Ecart-type). Une Analyse de variance à un 

critère de classification a été appliquée pour déterminer l’effet des extraits de plantes testés et 

de l’acide salicylique sur la formation de biofilm. Un dispositif factoriel (2x4) en randomisation 

total et à trois répétitions a été désigné pour étudier l’effet de la variété, des différentes 

concentrations et leur interaction sur la formation de biofilm en suivant la procédure GLM (pour 

General Linear Model). Le test de Duncan pour comparaisons multiples a été appliqué pour 

séparer les moyennes. Les différences ont été déclarées significatives au seuil de 5%. Toutes 

les analyses statistiques ont été effectuées à l’aide du logiciel IBM SPSS version 20. 
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II. Résultats et Discussion 

II.1. Isolement et identification des Pseudomonas 

Les prélèvements réalisés à partir des patients diabétiques présentant des infections 

cutanées ont permis de sélectionner six isolats de Pseudomonas. Tous ces isolats montrent une 

production de pyocyanine et de pyoverdine sur les milieux King A et King B respectivement. 

Ils présentent une réaction positive à l'oxydase et à la catalase et poussent à 42°C mais pas à 

4°C. Les résultats obtenus par le système d’identification API 20NE montrent que les isoltats 

sont similare à P. aeruginosa (Tableau 2). 

Tableau 2 : Résultats d’identification phénotypique des isolats. 

Isolats 

Forme et 

coloration 

de Gram 
 

Oxydase Catalase 

Pigment 

sur King 

B agar 

Pigment 

sur King 

A agar 

C. à 

42°C 

C. à 

4°C 

Profile API 

20 NE 

P1 
Bacille - 

G- 
+ + 

Jaune 

verdâtre 
Bleu + - 1154575 

P2 
Bacille - 

G- 
+ + 

Jaune 

verdâtre 

Bleu 
+ - 1354575 

P3 
Bacille - 

G- 
+ + 

Jaune 

verdâtre 

Bleu 
+ - 1154575 

P4 
Bacille - 

G- 
+ + 

Jaune 

verdâtre 

Bleu 
+ - 1354575 

P5 
Bacille - 

G- 
+ + 

Jaune 

verdâtre 

Bleu 
+ - 1354575 

P6 
Bacille - 

G- 
+ + 

Jaune 

verdâtre 

Bleu 
+ - 1154575 

   C : Croissance 

   (+) : Résultat positive                                 

   (-) : Résultat négative 
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Le profil d’électrophorèse après amplification par PCR (Figure 17) présente des bandes 

similaires d'environ 1500 pb montrant que ces isolats appartiennent aux espèces de 

Pseudomonas. 

 

Figure 17 : Électrophorèse en gel d'agarose du gène 16S-ARNr amplifié par PCR 

pour les isolats cliniques (1-6). M : marqueur de taille d'ADN. 

Le séquençage du gène de l'ARNr 16S de trois isolats a montré que les souches P2, P3 

et P6 sont similaire à 99% à P. aeruginosa CJM, P. aeruginosa NO5 et P. aeruginosa F23 

respectivement. 

II.2. Etude de la sensibilité des isolats aux antibiotiques  

Les résultats de la susceptibilité des isolats testés aux antibiotiques utilisés ont été 

déterminés suivant les valeurs de référence fournies par le Comité de l’Antibiogramme de la 

Société Française de Microbiologie (CA-SFM, 2015) (Figure 18 et Tableau 3). Toutes les 

souches de P. aeruginosa testées montrent une résistance élevée envers les antibiotiques testés 

appartenant aux groupes des β-lactames (Pénicilline G, Pipéracilline et Ticarcilline-

clavulanate), Carbapénèmes (Imipénème) et céphalosporines (Céfépime). Cette résistance peut 

être due à la diminution de la concentration intracellulaire des β-lactames par la production de 

métallo-β-lactamases (MBLs) ou par l'augmentation de l'expression des pompes d'efflux 

comme MexAB, MexCD et MexXY. Ces mécanismes de résistance aux β-lactamines sont les 

plus répandus chez P. aeruginosa (Mesaros et al., 2007). Une augmentation du nombre de 

souches de P. aeruginosa résistantes aux carbapénèmes a été constaté ces dernières années, ce 

qui a généré un problème de santé d’un grand intérêt pour les traitements thérapeutiques dans 

plusieurs pays d’Afrique, d'Europe et d’Amérique (Romano-Mazzotti et al., 2008, Tsakris et 

al., 2009). Les études présentées par Kumar et al. (2012) et Sara et al. (2013) ont conclu que la 

forte prévalence des souches de P. aeruginosa résistantes aux carbapénèmes et producteurs de 
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MBLs était due à l'utilisation excessive de carbapénèmes dans les hôpitaux lors du traitement 

des infections nosocomiales. Les résultats de notre étude montrent aussi une sensibilité totale 

des souches aux antibiotiques testés appartenant aux groupes des Fluoroquinolones 

(Ciprofloxacine et Lévofloxacine) et d'Aminosides (Gentamycine, Amikacine, Nétilmicine, 

Tobramycine). Ces résultats sont similaires aux résultats obtenus par Tripathi et al. (2011) où 

les auteurs ont constaté que tous les isolats cliniques de P. aeruginosa étaient sensibles à une 

variété d'antibiotiques d'Aminosides. Les isolats ont montré une susceptibilité variable vers le 

Ceftazidime et le Fosfomycine. 

 

 

Figure 18 : Sensibilité de Pseudomonas aeruginosa aux antibiotiques testés 

Pénicilline G (P), Pipéracilline (PRL), Ticarcilline (TI), Ticarcilline-clavulanate (TIM), Imipénème (IMP), 

Ceftazidime (CAZ), Céfépime (FEP), Gentamycine (CN), Amikacine (AK), Nétilmicine (NET), Tobramycine 

(TOB), Ciprofloxacine (CIP), Lévofloxacine (LE), Colistine (COL), Fosfomycine (FF). 

 



68 
 

Tableau 3 : Susceptibilité des isolats de Pseudomonas aeruginosa vers des antibiotiques testés 
 

PR : Pseudomonas aeruginosa 27853 

S : sensible, R : résistant 

P: Pénicilline G, PRL: Pipéracilline, TI: Ticarcilline, TIM: Ticarcilline-clavulanate, IMP: Imipénème, CAZ: Ceftazidime, FEP: Céfépime, CN: Gentamycine, AK: Amikacine, 

NET: Nétilmicine, TOB: Tobramycine, CIP: Ciprofloxacine, Lévofloxacine LE, COL: Colistine, FF : Fosfomycine.  

 / : Pas de zone d’inhibition  

 

Les isolats 

testés 

β-lactamines Carbapénèmes Céphalosporines Aminosides Fluoroquinolones Divers 

P PRL TI TIM IMP CAZ FEP CN AK NET TOB CIP LE COL FF 

P1 

DI 

(mm) 

/ 9,93 

± 1,69 

22,83 

± 1,43 

/ 8,16 

± 0,94 

13,50 

± 0,40 

/ 22,50 

± 0,40 

24,33 

± 0,47 

12,33 

± 0,62 

21,83 

± 1,02 

37,50 

± 0,70 

32,66 

± 0,94 

11,83 

± 0,23 

10,33 

± 0,47 

 R R S R R R R S S S S S S  R 

P2 

DI 

(mm) 

/ 12,83 

± 3,47 

20,33 

± 2,62 

/ 8,66 

± 0,94 

11,33 

± 0,23 

/ 20,00 

± 1,63 

23,83 

± 0,23 

11,83 

± 0,62 

21,66 

± 1,69 

33,00 

± 1,41 

29,50 

± 2,48 

12,16 

± 0,62 

8,66 

± 1,02 

 R R S R R R R S S  S S S  R 

P3 

DI 

(mm) 

/ 14 ,5 

± 2,85 

24,16 

± 2,24 

/ 10,50 

± 1,47 

16,33 

± 1,24 

/ 24,66 

± 1,24 

29,33 

± 0,47 

15,83 

± 0,62 

26,00 

± 1,41 

38,33 

± 1,24 

32,16 

± 1,84 

11,66 

± 0,62 

9,83 

± 1,02 

 R R S R R S R S S S S S S  R 

P4 

DI 

(mm) 

/ 11,83 

± 1,64 

24,00 

± 1,08 

/ 9,16 

± 1,31 

16,16 

± 1,54 

/ 24,33 

± 0,84 

27,33 

± 0,47 

15,50 

± 0,40 

24,66 

± 0,94 

34,33 

± 0,47 

31,66 

± 1,24 

11,66 

±   0,62 

20,16 

± 3,47 

 R R S R R S R S S S S S S  S 

P5 

DI 

(mm) 

/ 16,16 

± 0,62 

23,00 

± 1,63 

/ 8,00 

± 0,81 

15,00 

± 1,41 

/ 24,66 

± 1,24 

28,83 

± 0,62 

16,00 

± 0,81 

26,33 

± 0,84 

40,00 

± 0,81 

35,83 

± 1,43 

13,00 

± 0,40 

13,50 

± 2,94 

 R R S R R R R S S S S S S  R 

P6 

DI 

(mm) 

/ 15,00 

± 2,85 

22,50 

± 0,40 

/ / 15,50 

± 0,70 

/ 23,66 

± 0,23 

25,50 

± 0,40 

15,00 

± 0,50 

24,66 

± 0,62 

36,33 

± 0,47 

29,16 

± 0,62 

10,83 

± 0,23 

7,50 

± 0,47 

 R R S R R R R S S S S S S  R 

PR 

DI 

(mm) 

/ 13,83 

± 0,94 

27,33 

± 0,47 

/ 7,33 

± 0,47 

17,33 

± 1,02 

/ 24,66 

± 0,62 

27,00 

± 0,81 

16,00 

± 0,00 

24,33 

± 0,94 

34,66 

± 0,47 

30,66 

± 1,24 

11,83 

± 0,23 

23,16 

± 2,24 

 R R S R R S R S S S S S S  S 



Chapitre II                                                                                              Résultats et discussion  

 

69 

 

II.3. Formation du biofilm  

II.3.1. Evaluation de la biomasse adhérée en fonction des isolats testés  

D’après les résultats obtenus par l’analyse au cristal violet on a remarqué que la quantité 

de biomasse adhérée aux parois des tubes et des puits des microplaques varie d’une souche à 

une autre (Figures 19 et 20). Un taux de formation des biofilms élevé a été enregistré chez la 

souche de référence P. aeruginosa ATCC 27853 et la souche P5. La formation des biofilms est 

un processus complexe régulé par des caractéristiques diverses. La souche bactérienne elle-

même est considérée comme un facteur important parmi les facteurs qui influent l’adhésion des 

bactéries aux supports. Cette dernière varie aussi en fonction de l’hydrophobicité extérieur des 

cellules, la production de substances polymériques extracellulaires (EPS), la présence des 

flagelles et des fimbriae. D’une manière générale, l’adhésion se fait principalement grâce à des 

protéines adhérentes appelées adhésines, qui se trouvent dans la paroi des bactéries comme le 

cas des lectines. Ces derniers sont des protéines d’origine non-immune, qui reconnaissent 

spécifiquement et de façon réversible les sucres sans les modifier à la surface des cellules. P. 

aeruginosa est composé de deux lectines solubles PA-IL (gène lecA) et PA-IIL (gène lecB) 

ayant une spécificité respectivement pour le D-galactose et le L-fucose (Imberty et al., 2006). 

Ces lectines ont été également identifiées sur la membrane externe des bactéries et seraient 

impliquées dans la formation et la maturation du biofilm (Tielker et al., 2005, Diggle et al., 

2006). P. aeruginosa possède aussi des adhésines situées à l’extrémité d’organelles 

extracellulaires (Flagelles, pili et fimbriae). Par exemple, la protéine de coiffe du flagelle FliD 

reconnaît les mucines (Arora et al., 2005). Les pilines assemblées par les pili de type IV 

interagissent avec les glycolipides de type asialo-GM1 et -GM2. Trois opérons cupA, cupB et 

cupC codant pour des systèmes chaperone/usher (Cup) capables d’assembler des fimbriae ont 

été caractérisés chez P. aeruginosa et leur rôle dans la formation de biofilm a été démontré 

(Vallet et al., 2001 ; Ruer et al., 2007). En plus, le mode de vie en biofilm n’est possible que si 

les organismes sont transitoirement immobilisés dans une matrice d’EPS (Flemming, 2011). 

Ces derniers sont des complexes de biopolymères constitués de polysaccharides, protéines et/ 

ou acides nucléiques qui sont fréquemment adsorbés à la surface de la membrane externe des 

bactéries.  C’est au cours de l’étape de la maturation que les cellules bactériennes sécrètent des 

substances exopolymériques (EPS) qui vont permettre de les immobiliser et les maintenir à 

proximité les unes des autres, favorisant les interactions étroites bactérie-bactérie telles que la 
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communication intercellulaire et l’échange d’ADN (Flemming et Wingender, 2010 ; Tashiro et 

al., 2013). 

 

Figure 19 : La différence remarquée entre les souches testées de P. aeruginosa. 

 (A) : Culture de 24 h en milieu TSB, (B) : Visualisation de biofilm formé par 

coloration au cristal violet. 

 

Figure 20 :   La variation de la densité optique en fonction de la variation de la souche testée 

de Pseudomonas aeruginosa. 
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II.3.2. Evaluation de la biomasse adhérée en fonction de la charge d’inoculum et 

du temps d’incubation  

Pour évaluer l’effet de la charge initiale d’inoculum sur l’adhésion et la cinétique de 

formation de biofilm en fonction du temps chez P. aeruginosa, on a suivi la variation de la 

densité optique de la biomasse adhérée au paroi des tubes à différents temps d’incubation.  

La figure 21 indique les valeurs de DO enregistrées pour la souche P. aeruginosa 

ATCC27853 aux différents temps d’incubation avec deux charges d’inoculum initial 

différentes.  Dans le cas où la charge initiale est faible (104 UFC/ml), aucune augmentation 

importante de l’absorbance n’est détectée durant les premières 4 heures d’incubation. Pour la 

deuxième charge (108 UFC/ml), une augmentation de l’absorbance a été enregistrée après 

seulement 2 h d’incubation. Ces résultats obtenus suggèrent que la charge initiale de l’inoculum 

accélère la formation de biofilms. Par contre après 24 h d’incubation aucune relation n’a été 

observée entre la quantité de biofilm formée et la charge initiale d’inoculum où des quantitées 

de biomasse élevées et rapprochées ont été enregistrées pour les deux cas d’inoculums testés.    

L'augmentation de la population cellulaire entraîne une activation du mécanisme de 

communication cellulaire et d’adaptation « le quorum-sensing » ce qui permet aux bactéries de 

prendre des décisions collectives. Le fonctionnement de ce système est lié à la production des 

auto-inducteurs induite à forte densité cellulaire (Petrova et Sauer, 2012). Après que la 

concentration de ces molécules diffusibles (auto-inducteurs) atteint un certain niveau leur 

liaison avec les protéines réceptrices appropriées active l'expression des gènes cibles, dont les 

gènes en relation avec la formation de biofilm (Lee et Zhang, 2015). 
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Figure 21 : Les valeurs de la densité optique enregistrées pour la souche de 

Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 aux différents temps d’incubation avec deux charges 

d’inoculum initial différentes. 

II.3.3. Evaluation de la biomasse adhérée en fonction du milieu de culture utilisé 

(TSB et BBM)      

La quantité de biofilms formée par les six isolats et P. aeruginosa ATCC 27853 dépend 

aussi du milieu de culture utilisé (Figure 22). La comparaison de la formation des biofilms entre 

les deux milieux de culture utilisés (milieu TSB ou BBM) prouve que le taux des bactéries 

adhérentes dans le milieu de bouillon trypticase de soja (TSB) est plus important que dans le 

milieu Bouillon Biofilm Modifié (BBM). Le BBM contient seulement du glucose comme une 

source de carbone, alors que le TSB contient du dextrose et des acides aminés (Par digestion 

pancréatique de caséine et digestion enzymatique de farine de soja). 

Dans la formation des biofilms, les interactions entre les cellules et les surfaces sont 

influencés par les caractéristiques du milieu de culture, dont la composition, la viscosité, la 

force ionique, le type des sels et le pH (Saulou, 2009). La même idée a été mentionnée par 

Martinez et Casadevall (2007) qui ont confirmé que la source de carbone influence la formation 

de biofilm et sa maturation. Spormann (2008) a également indiqué que les concentrations des 

éléments dans un milieu statique doivent être hautes de sorte qu'ils puissent former des biofilms.  

Comme indiqué aussi par Huang et al. (2009) qui démontrent que l’augmentation de la 

concentration du glucose dans le milieu de culture entraine une formation plus importante de 

biofilms par P. aeruginosa et P. putida HB45 et une augmentation dans la résistance de ces 
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biofilms formés aux biocides testés (Chlorure d'alkyl diméthylbenzylammonium, 2,2-dibromo-

3-nitrilopropionamide (DBNPA) et isothiazolone) 

 

Figure 22 : Evaluation de la formation de biofilm en fonction des milieux de culture utilisés 

(TSB, BBM). 

II.3.4. Evaluation de la biomasse adhérée en fonction de la matière du support 

(verre et polystyrène)  

             La comparaison de la quantité de biofilms formée par les souches de P. aeruginosa 

testés sur deux supports de nature différente (verre et polystyrène) révèle que le taux des 

bactéries adhérées sur le polystyrène est plus important par rapport au verre (Figure 23). Le 

même résultat a été mentionné par l’étude de Todhanakasem et al. (2010) sur la formation des 

biofilms par Salmonella typhimurium où le résultat indique que S. typhimurium est mieux 

attaché avec la plus grande résistance au matériau hydrophobe (Polystérène) que le matériau 

hydrophile (verre). L’étude de Huang et al. (2009) a démontré aussi que le polystyrène est plus 

favorable à l’adhésion et la formation de biofilm par P. aeruginosa et P. putida HB45 que 

l’acier inoxydable. 

              Les caractéristiques de la surface du support sont importantes dans le procédé 

d'attachement des microorganismes. Le taux de la colonisation microbienne augmente par 

l’augmentation de la rugosité où les forces de cisaillement sont diminuées (Characklis et al., 

1990). Les propriétés physico-chimiques de la surface peuvent également exercer une forte 

influence sur le taux de l'attachement. Une hydrophobie importante est souvent corrélée a une 

forte adhésion, où la plupart des investigateurs ont constaté que les micro-organismes 
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s’attachent plus rapidement aux surfaces non polaires telles que le téflon et les plastiques 

(McEldowney et Fletcher, 1986) par l’intermédiaire de forces d’attractions hydrophobes (An et 

Friedman, 1998 ; Donlan, 2002) qu'aux matériaux hydrophiles tels que le verre ou les métaux 

qui présentent une forte affinité pour l’eau et les solvants polaires. 

                                              

Figure 23 : La formation de biofilm dans des tubes en verre (a) et des tubes en polystyrène 

(b) (après une coloration avec 0,1% de cristal violet). 

II.4. Activité antibactérienne et effet sur la formation de biofilm des extraits 

de plantes contre Pseudomonas aeruginosa  

II.4.1. Extraction 

Les extractions qui ont été réalisées sur des ampoules fraîches d’A. sativum et la poudre 

de feuilles de P. persica et L. inermis ont abouti à la préparation d’un extrait aqueux brut d’A. 

sativum et deux fractions à savoir une fraction d’acétate d’éthyle et une fraction butanolique 

pour P. persica et les deux variétés testées de L. inermis. 

II.4.1.1. Rendement d’extraction  

Le rendement d’extraction des fractions d’acétate d’éthyle et de butanol de P. persica 

et de deux variétés testées de L. inermis a été calculé par rapport au poids total de la poudre 

végétale des trois plantes. Selon les résultats obtenus (Figure 24), le rendement d’extraction 

dépend à la fois de la plante choisie où on a enregistré que le rendement d’extraction obtenu 

pour les feuilles des deux variétés de L. inermis est élevé par rapport au rendement d’extraction 

obtenu pour les feuilles de P. persica. On a remarqué aussi que le rendement d’extraction est 
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varié suivant le solvant utilisé. Les résultats montrent que l'extrait obtenu de L. inermis par le 

butanol à un rendement d’extraction de 12,87% et 12,31% pour les échantillons d'Adrar et de 

Biskra respectivement. Ce rendement est moins important pour les fractions d'acétate d'éthyle 

où il était de 6,56% pour l’échantillon d’Adrar et de 6,36% pour celui de Biskra. Cette 

constatation a été remarquée aussi par Anis et al. en 2011. Ils ont enregistré un rendement plus 

important pour l’extrait butanolique des feuilles de L. inermis comparativement avec d’autres 

solvants testés dont l’extrait d’acétate d’éthyle. Le rendement de l’extrait butanolique de P. 

persica est de 9,65% et celui de l’extrait d’acétate d’éthyle est de 5,45% ce qui confirme encore 

que l’extrait butanolique est plus adéquat pour un meilleur rendement d’extraction. L’effet de 

la variété sur le rendement d’extraction n’était pas vraiment remarquable puisque la 

comparaison entre les deux variétés testées de L. inermis pour le même solvant montre un 

rapprochement des valeurs enregistrées. 

 

Figure 24 : Rendement d’extraction des fractions d’acétate d’éthyle (AE) et butanolique (B) 

de P. persica et des deux variétés (V1, V2) de L. inermis. 

 II.4.1.2. Détermination de la teneur en polyphénols et en flavonoïdes  

Les fractions obtenues par l’extraction liquide-liquide à partir de l’extrait 

hydrométhanolique pour les deux variétés de L. inermis et P. persica ont été analysées 

quantitativement par un spectrophotomètre UV-visible pour déterminer la teneur en 

polyphénols et en flavonoïdes. Les résultats de teneur en polyphénols totaux sont exprimés en 

milligramme (mg) équivalent d’acide gallique par gramme (g) d’extrait (mg EAG/g E) et en 
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milligramme (mg) équivalents de quercétine par gramme (g) d’extrait (mg EQ/g E) pour la 

teneur en flavonoïdes. 

 

 

Figure 25 : Courbe d’étalonnage des polyphénols totaux réalisée à l’aide de l’acide gallique. 

 

 

Figure 26 : Courbe d’étalonnage des flavonoïdes réalisée à l’aide du quercétine. 
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Les résultats de cette étude montrent que les teneurs en ces substances varient 

considérablement entre les deux fractions (Acétate d’éthyle, Butanol) pour P. persica et les 

deux variétés étudiées de L. inermis. Le solvant est l’un des facteurs qui peut affecter 

l'extraction des polyphénols (Haddad et Dezashibi, 2007). Les extraits d’acétate d’éthyle de L. 

inermis ont donné les teneurs les plus élevées avec les valeurs de 224,83 ± 20,07 mg EAG/g 

d’extrait et 244,58 ± 25,54 mg EAG/g d’extrait pour les feuilles de la région d’Adrar et de la 

région de Biskra respectivement et de 169,79 mg EAG/g d’extrait pour les feuilles de P. persica 

comparativement avec l’extrait butanolique (Tableau 4). La richesse de la fraction d’acétate 

d’éthyle en polyphénols comparativement avec la fraction butanolique a été remarquée aussi 

par l’étude de Anis et al. (2011) sur les feuilles de L. inermis. Les teneurs en polyphénols 

trouvés sont de l’ordre de 367 ± 19 mg EAG/g d’extrait pour la fraction d’acétate d’éthyle et 

de 286±8.0 mg EAG/g d’extrait pour la fraction butanolique. Ces teneurs sont supérieures à 

celles de nos résultats et ceci peut être du à la méthode d’extraction utilisée où le fractionnement 

commencé par le n-Hexane et suivi par le chloroforme, puis par l’acétate d’éthyle et déterminé 

par le butanol. L’hexane élimine les cires, les lipides et la chlorophylle ce qui provoque 

l’augmentation de la capacité d’extraction des polyphénols par les étapes ultérieures.  

La variabilité des teneurs en polyphénols chez les espèces végétales est due 

probablement à la composition phénolique des extraits qui varient des composés simples à 

fortement polymérisés (Hayouni et al., 2007), aux facteurs génotypiques (El-Waziry, 2007), à 

l’espèce, à l’organe et à l’étape physiologique (Ksouri et al., 2008), et aussi à la nature du sol 

et le type du climat  où poussent ces plantes (Atmani et al., 2009).  

La même remarque a été enregistrée pour la teneur en flavonoïdes, les résultats obtenus 

montrent la richesse des fractions d’acétate d’éthyle en ces substances où on a enregistré des 

teneurs en flavonoïdes de l’ordre de 20,15 ± 1,41 mg EQ/g d’extrait et 24,92 ± 2,47mg EQ/g 

d’extrait pour les feuilles de la région d’Adrar et de la région de Biskra respectivement et de 

35,91 ± 0,48 mg EQ/g d’extrait pour les feuilles de P. persica. Alors que les fractions 

butanoliques de l’ordre de 18,81 ± 2,33 mg EQ/g d’extrait et 15,65 ± 1,43 mg EQ/g d’extrait 

pour les deux variétés testées et de 27,28 ± 0,46 mg EQ/g d’extrait pour les feuilles de P. 

persica. 
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Tableau 4 : Teneurs en polyphénols et en flavonoïdes des extrait d’acétate d’éthyle et de 

butanol obtenus chez les deux variétés de L. inermis et P. persica 

Extraits des plantes 
Polyphénols 

(mg GAE/g d’extrait) 

Flavonoїdes 

(mg QE/g d’extrait) 

L. inermis (V1) 
Acétate d’éthyle 224,83 ± 20,07 20,15 ± 1,41 

Butanol 147,5 ±  6,60 18,81 ± 2,33 

L. inermis (V2) 
Acétate d’éthyle 244,58 ± 25,54 24,92 ± 2,47 

Butanol 136,95 ± 4,76 15,65 ± 1,43 

P. percica 
Acétate d’éthyle 169,79 ± 7,92 35,91 ± 0,48 

Butanol 124,86 ± 10,25 27,28 ± 0,46 

     V1 : L. inermis de la région d’Adrar.  

     V2 : L. inermis de la région de Biskra. 

II.4.2 Evaluation du pouvoir antibactérien des extraits d’Allium sativum, 

Lawsonia inermis et Prunus persica 

II.4.2.1. L’effet antibactérien par la méthode de diffusion en milieu gélosé  

On a utilisé la méthode de diffusion par disques sur le milieu gélosé MH pour 

caractériser l’activité antibactérienne des extraits étudiés (Figure 27). C’est une technique 

qualitative basée sur la détermination du diamètre des zones d’inhibition apparentées autour 

des disques chargés par les extraits testés.  Le tableau 5 représente les diamètres des zones 

d’inhibition d’extrait brut d’ail et les fractions d’acétate d’éthyle et de butanol pour P. persica 

et les deux variétés de L. inermis.  

L’extrait brut d’ail montre une activité antibactérienne contre tous les isolats testés de 

P. aeruginosa avec des zones d’inhibition comprises entre 14,5 et 16 mm. Une activité 

antimicrobienne pour les fractions d’acétate d'éthyle et de butanol obtenues par l’extraction 

liquide-liquide d’extrait hydrométhanolique de deux variétés de L. inermis a été enregistrée 

aussi contre tous les isolats testés de P. aeruginosa (Tableau 5). Cependant, les feuilles obtenues 

à partir de la région d'Adrar présentaient l'activité la plus élevée contre P. aeruginosa 

comparativement à celle obtenue par les feuilles de la région de Biskra. Selon les zones 

d'inhibition obtenues par les deux fractions testées, on a remarqué que la fraction butanolique 

présentait une activité antibactérienne élevée contre tous les isolats testés pour les deux variétés 

testées comparativement avec les fractions d'acétate d'éthyle. Suite à nos résultats et en 

comparaison avec l’activité obtenue par l’extrait d’ail et les deux variétés de L. inermis, on a 
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constaté que les fractions d’acétate d'éthyle et de butanol obtenues par les feuilles de P. persica 

présentent une faible activité contre les isolats testés. 

                    

Figure 27 : Activité antibactérienne d’extrait d’acétate d’éthyle (A) et d’extrait butanolique 

(B) des feuilles de Lawsonia inermis de la région de Biskra. 

Tableau 5 : Activité antibactérienne (Zones d’inhibition) de différents extraits préparés à 

partir d'A. sativum, P. persica et les deux variétés de L. inermis sur milieu MH. 

Extraits des plantes 
Zones d’inhibition en mm 

Isolats testés de P. aeruginosa 

P1 P2 P3 P4 P5 P6 PR 

A. sativum 
Extrait brut  

(50%) 

14,66 

± 0,28 

15,00 

± 0,50 

14,66 

± 0,76 

15,83 

± 0,28 

16,16 

± 0,57 

15,66 

± 0,57 

15,16 

± 0,28 

L. inermis 

(V1) 

Acétate d’éthyle 

(100 mg/ml)  

12,83 

± 0,57 

12,16 

± 1,25 

11,50 

± 0,50 

12,30 

± 0,57 

11,83 

± 0,28 

11,00 

± 1,25 

11,33 

± 0,76 

Butanolique  

(100 mg/ml) 

17,16 

± 0,76 

17,00 

± 1,00 

16,16 

± 0,84 

17,66 

± 1,15 

17,16 

± 0,76 

16,50 

± 1,0 

17,00 

± 1,0 

L. inermis 

(V2) 

Acétate d’éthyle 

(100 mg/ml) 

08 

± 0,50 

9,66 

± 1,15 

8,83 

± 1,52 

9,66 

± 0,67 

8,83 

± 1,51 

8,16 

± 0,57 

7,50 

± 0,5 

Butanolique    

(100 mg/ml) 

11,66 

± 0,28 

12,66 

± 0,76 

12,33 

± 0,28 

12,16 

± 0,76 

11,83 

± 0,57 

11,5 

± 0,50 

11,16 

± 0,28 

P. persica 

Acétate d’éthyle 

(100 mg/ml)   

7,16  

± 0,28 

7,83 

 ± 0,57 

7,66  

± 0,28 

7,83  

± 0,57 

7,66  

± 0,76 

7,50 

 ± 0,5 

7,33  

± 0,28 

Butanolique  

(100 mg/ml) 

7,83 

± 0,57 

8,66  

± 0,76 

8,50  

± 0,50 

8,83 

± 0,28 

8,66 

 ± 0,76 

8,33  

± 0,28 

8,16  

± 0,57 

     V1 : L. inermis de la région d’Adrar.  

     V2 : L. inermis de la région de Biskra. 
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II.4.2.2. Détermination de La Concentration Minimale Inhibitrice (CMI) et la 

Concentration Minimale Bactéricide (CMB)  

La technique de microdilution en milieu liquide dans des microplaques de 96 puits a 

révélé les valeurs de la CMI  allant de 3,15 % à 6,25 % (v/v) pour l’extrait brut d’ail avec une 

CMB de 6,25 % à 12,5 % (Tableau 6). Cette activité enregistrée contre les isolats testés de P. 

aeruginosa suggère que cet extrait contient des composés phytochimiques efficaces 

responsables de l'inhibition de la croissance de la bactérie testée.  

L'ail est l'une des espèces importantes d'Allium consommée dans le monde entier et 

contient beaucoup de produits d'intérêt thérapeutique. Il est utilisé depuis des décennies comme 

remède médicinal  (Mnayer et al., 2014 ; Gupta et al., 2015). Il peut être préparé sous diverses 

formes, à savoir l'huile, la poudre, le jus cru et les différents extraits (Jabar et Al-Mossawi, 

2007 ; Ried et al., 2010). Il est traditionnellement employé en tant qu'antiseptique, expectorant, 

antihypertensif, stimulant, carminative, aphrodisiaque, diaphorétique, diurétique, 

antiscorbutique et pour les traitements des infections virales. Comme il a aussi des activités 

biologiques y compris l’activité antioxydante, insecticide, antinociceptive, l’activité 

antitrypanosomal et antimicrobienne (Yusuf et Ekanem, 2010 ; Rahman et al., 2012 ; Gupta et 

al., 2015). L'effet thérapeutique de l'ail a été attribué à ses constituants organosulfurés, qui sont 

également responsables de sa saveur et de son odeur typique (Rahman, 2007 ; Zeng et al., 2012). 

L'activité antibactérienne de l’ail est largement attribuée à ses produits phytochimiques. 

L’allicine (allyl-2 propènethiosulfate) est exclusivement responsable de l'activité 

antimicrobienne de l'ail fraîche écrasé (Borlinghaus et al., 2014). L'allicine, constituant 

important de l'ail interfère avec la production d'ARN et la synthèse des lipides qui se produit 

par une transformation enzymatique de l’alliine (Le composant principal de l'ail frais non 

contuse) par l’allinase lorsque l’ail subi un traitement physique comme la blessure, l’écrasement 

ou le coupage. 

Pour L. inermis, la comparaison de l’activité antibactérienne entre les deux fractions 

obtenues par l’acétate d’éthyle et le butanol indique que la fraction butanolique inhibe la 

bactérie testée plus que la fraction d'acétate d'éthyle avec des CMI de 3,12 mg/ml et 6,25 mg/ml 

obtenu à partir des feuilles de L. inermis de la région d'Adrar et de Biskra respectivement. Ceci 

peut être dû à la grande quantité des substances actives précipitées au cours du processus 

d'extraction. Cependant, la fraction d'acétate d'éthyle exerce une activité inhibitrice (CMI) à 

une concentration de 6,25 mg/ml et de 12,5 mg/ml pour les deux variétés testées (Adrar et 
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Biskra) (Figure 28, 29, 30, 31 et tableau 6). Les résultats obtenus par Anis et al. (2011) montrent 

que la fraction butanolique de L. inermis exerce une activité antioxydante plus élevée 

comparativement à celle obtenue par la fraction d’acétate d’éthyle, d’hexane et de chloroforme. 

Suivant ces résultats, on peut conclure que le butanol est le solvant le plus adéquat pour 

l’extraction des substances actives présentes dans les feuilles de L. inermis. La concentration 

minimale bactéricide (CMB) était d'environ 6,25 mg/ml et de 12,5mg/ml pour l'extrait 

butanolique des feuilles de L. inermis de la région d'Adrar et de la région de Biskra 

respectivement et de 12,5 mg/ml pour l’extrait d'acétate d'éthyle des deux variétés testées 

(Tableau 6). 

L. inermis est un arbuste tropical et subtropical, cultivé au Moyen-Orient, le long de la 

côte africaine de la mer Méditerranéenne. Le henné a de nombreuses utilisations traditionnelles 

et commerciales, le plus courant en tant que colorant pour les cheveux, la peau et les ongles, en 

tant que colorant et conservateur pour le cuir et les tissus. Outre son utilisation dans les 

cosmétiques,  les feuilles de henné sont utilisées comme remède dans la médecine perse, arabe, 

turque et juive pour traiter les maladies de la peau sous forme de pâte ou de décoction contre 

les brûlures, les ecchymoses et l'inflammation de la peau. Les feuilles sous forme de pâte ont 

été utilisées comme application externe dans les maux de tête et frottées sur les semelles des 

pieds brûlés (Bhuvaneswari et al., 2002). L. inermis est connu d'avoir des propriétés 

antimicrobiennes qui ont été attribuées aux naphtoquinones, y compris lawsone (2-

hydroxynapthoquinone) qui constituent 0,5 à 1,5% de ses ingrédients (Arun et al., 2010 ;  

Mostefa-Kara et al., 2010). Sa caractéristique bioactive est due à sa capacité de liaison élevée 

aux protéines (Kelmanson et al., 2002). Les recherches phytochimiques sur les feuilles de L. 

inermis ont montré la présence aussi de coumarines, de flavonoïdes, d'acides gallic, de dérivés 

de naphtalène, de triterpénoïdes, de glycosides phénoliques et de xanthones (Chaudhary et al., 

2010 ; Hsouna et al., 2011). L'activité antibactérienne peut être due aussi à de nombreux 

groupes hydroxylés libres qui ont la capacité de combiner avec les glucides et les protéines dans 

la paroi cellulaire bactérienne. Comme ils peuvent s'attacher aux sites enzymatiques en les 

rendant inactifs. Les quinones présentent dans le henné sont des anneaux aromatiques avec deux 

substitutions cétones. Ils sont intermédiaires dans la voie de synthèse de la mélanine dans la 

peau humaine (Scherer et Kumer, 2010). Ils ont la capacité de se complexer de manière 

irréversible avec des acides aminés nucléophiles dans les protéines conduisant souvent à 

l'inactivation de la protéine et à la perte de fonction (Tan et Berridge, 2008). 
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Les fractions de butanol et d’acétate d’éthyle des feuilles de P. persica montrent une 

inhibition de croissance (CMI) à une concentration de 25 mg/ml et de 50 mg/ml respectivement 

et une activité bactéricide a été enregistrée dans ces mêmes concentrations pour les deux extraits 

(Figure 32, 33 et tableau 6). Cette activité est faible en comparaison avec l’activité 

antibactérienne exercée par l’extrait brut d’ail et les fractions testées pour les deux variétés de 

L. inermis étudiées.  

Dans ses dernières années l’utilisation de P. persica dans la phytothérapie était 

largement répandue. Les feuilles de P. persica se sont révélées contenir plusieurs composés 

phénoliques tels que l'acide caféique, l'acide chlorogénique, l'acide p-coumarique, le 

kaempferol, la quercétine, l'isoquercétine, la quercitrine, l'acide quinique, le tanin, l'acide 

ursolique et l'acide prusique  (Gilani et al., 2000 ; Liakopoulos et al., 2001 ; Upyr et 

Komissarenko, 2002). La pâte des feuilles est utilisée pour tuer les vers dans les plaies et les 

infections fongiques. Le traitement de la gastrite, de la coqueluche et de la bronchite chronique 

est effectué par des extraits à base des feuilles de P. persica (Kritikar et Basu, 1984). Des études 

sur les feuilles de pêche ont montré leur propriétés antipaludiques, hépatoprotectives, 

antiasthmatiques et anticoagulantes (Gilani et al., 2000),  antioxydantes par la présence des 

composés actifs tels que la prunetine, la quercétine et le kaempferol (Jung et al., 2002 ; Lokesh 

et al., 2010), anti-inflammatoires (Shin et al., 2010) et antihyperglycémiant (Shirosaki et al., 

2012). L’activité antibactérienne des feuilles de P. persica a été montrée par Salem et al. en 

2013 contre des souches bactériennes à coloration de Gram positive testées (S. epidermidis, S. 

saprophyticus) et des souches à Gram négatifs (Proteus vulgaris et Citrobactor freundii). 
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Figure 28 : La CMI de l’extrait d’acétate d’éthyle des feuilles de L. inermis de la région 

d’Adrar. 

 

Figure 29 : La CMB de l’extrait d’acétate d’éthyle des feuilles de Lawsonia inermis de la 

région d’Adrar. 

 

 

Figure 30 : La CMI de l’extrait butanolique des feuilles de Lawsonia inermis de la région 

d’Adrar. 
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Figure 31 : La CMB de l’extrait butanolique des feuilles de L. inermis de la région d’Adrar. 

 

 

Figure 32 : La CMI de l’extrait butanolique des feuilles de Prunus persica. 

 

 

Figure 33 : La CMB de l’extrait butanolique des feuilles de Prunus persica. 
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Tableau 6 : Valeurs des paramètres antibactériens (CMI et CMB) des différents extraits testés 

sur les souches étudiées de P. aeruginosa. 

Extraits des plantes 
Les isolats testés de P. aeruginosa 

CMB/CMI 
P1 P2 P3 P4 P5 P6 P7 PR 

A. 

sativum 

EA CMI 

(%) 
3,15 3,15 3,15 6,25 3,15 6,25 6,25 6,25 

2 
CMB 

(%) 
6,25 6,25 6,25 12,5 6,25 12,5 12,5 12,5 

L. 

inermis 

(V1) 

AE CMI 

(mg/ml) 
6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 

2 
CMB 

(mg/ml) 
6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 

B CMI 

(mg/ml) 
3,15 3,15 3,15 3,15 3,15 3,15 3,15 3,15 

1-2 
CMB 

(mg/ml) 
6,25 6,25 3,15 6,25 3,15 6,25 3,15 6,25 

L. 

inermis 

(V2) 

AE CMI 

(mg/ml) 
12,5 12,5 12,5 12,5 12,5 12,5 12,5 12,5 

1 
CMB 

(mg/ml) 
12,5 12,5 12,5 12,5 12,5 12,5 12,5 12,5 

B CMI 

(mg/ml) 
6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 

1 
CMB 

(mg/ml) 
6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 6,25 

P. 

persica 

AE CMI 

(mg/ml) 
50,0 50,0 50,0 50,0 25,0 25,0 25,0 25,0 

1 
CMB 

(mg/ml) 
50,0 50,0 50,0 50,0 50,0 50,0 50,0 50,0 

B CMI 

(mg/ml) 
25,0 25,0 25,0 25,0 25,0 25,0 25,0 25,0 

1 
CMB 

(mg/ml) 
25,0 25,0 25,0 25,0 25,0 25,0 25,0 25,0 

EA : Extrait aqueux d’ail 

AE : Fraction d’acétate éthyle                                      

B : Fraction butanolique 
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II.4.3. L’effet des extraits préparés sur la formation de biofilm par des 

souches de Pseudomonas aeruginosa 

II.4.3.1. L’effet d’extrait aqueux d’Allium sativum  

L’effet des concentrations sub-inhibitrices de l’extrait aqueux de l’ail frais sur la 

formation des biofilms par les souches de P. aeruginosa a été étudié. Les résultats ont prouvé 

que le taux de formation des biofilms a été diminué par l’augmentation de la concentration de 

l’extrait. On a enregistré une diminution d’absorbance de 0,908 à 0,135 pour la souche de 

référence de P. aeruginosa ATCC 27853 ce qui signifie une réduction de 85% par la 

concentration de 3,15% (1/2 CMI) (Figures 34, 35, 36 et tableau 7).  

D’après Bjarnsholt et al. (2005)  et Rasmussen et al.  (2005), l'extrait d'ail a augmenté 

la susceptibilité de P. aeruginosa à la tobramycine et à la phagocytose. Cet extrait a inhibé aussi 

l’expression des facteurs de virulence extracellulaires tels que l'alginate, la pyoverdine, 

l'hémolysine et la phospholipase C (Harjai et al., 2010). Dans un modèle d'infection de poumon, 

Bjarnsholt et al. (2005) ont montré que l’extrait d’ail a un effet sur le système de régulation QS 

où le biofilm de P. aeruginosa de type sauvage traité par l’extrait d'ail et le biofilm de P. 

aeruginosa de type mutant déficients en QS (ΔlasR, rhlR) traité et non traité avec l’ail ont 

provoqué in vitro une activation des leucocytes polymorphonucléaires (neutrophiles) humains 

(PMN) alors que le biofilm de P. aeruginosa de type sauvage non traité par l’extrait d’ail n'a 

montré aucune activation des PMN. In vivo, l’effet de l'ail a été démontré chez des souris, 

traitées prophylactiquement avec un extrait d'ail. Les résultat ont indiqué que le taux de 

mortalité chez les souris atteintes d'une infection pulmonaire de P. aeruginosa a été réduit, 

probablement en raison de l'activation de PMN dans les tissus pulmonaire, ce qui a entraîné une 

augmentation de la clairance bactérienne (Bjarnsholt et al., 2005). L’étude de Ourvind et al. 

(2015) a montré aussi l'efficacité antimicrobienne et antibiofilm de l'extrait aqueux (jus) d'A. 

sativum contre Enterococcus faecalis. Une étude sur deux extraits aqueux et un extrait de 

toluène a enregistré une réduction significative dans la production des molécules de signale de 

quorum sensing (MSQS), la formation de biofilm et sur les trois types de mobilité (swarming, 

swimming et twitching) chez des isolats cliniques de P. aeruginosa et la souche PAO1 

comparativement avec les isolats cultivés en absence des extraits (Harjai et al., 2014). L'extrait 

d'ail a réduit la réponse LuxR, AhyR et TraR de QS chez E. coli et A. tumefaciens (Bodini et 

al., 2009). Une étude de Jakobsen et al. (2012) a montré que l'extrait d'ail et son composant 

actif (ajoène) augmentent la susceptibilité des biofilms constitués par des isolats pulmonaires 
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de P. aeruginosa à la tobramycine. Une étude in vivo dans un modèle de lapin, il a été constaté 

que l'allicine inhibe la formation de biofilm et améliore l'effet bactéricide de la vancomycine 

contre S. epidermidis sur les surfaces implantaires des infections articulaires prothétiques (Zhai 

et al., 2014).  

Tableau 7 : Effet de l’extrait d’Allium sativum sur la formation de biofilm par des isolats 

testés de P. aeruginosa. 

Les isolats 

testés 

Concentration (mg/ml) 
Var rés F et sig 

0% 0,4% 0,8% 1,58% 3,12% 6,25% 

P1 0,64a 0,48b 0,26c 0,18c 0,00d 0,00d 0,003 73,8*** 

P2 0,53a 0,36b 0,26c 0,19d 0,00e 0,00e 0,001 145,8*** 

P3 0,52a 0,38b 0,33b 0,25c 0,00d 0,00d 0,001 127,5*** 

P4 0,50a 0,39b 0,30c 0,23cd 0,17d 0,00e 0,002 42,4*** 

P5 0,69a 0,40b 0,31c 0,18d 0,00e 0,00e 0,001 218 ,5*** 

P6 0,60a 0,47b 0,36c 0,26d 0,16e 0,00f 0,002 60,9*** 

PR 0,91ab 0,68 0,50c 0,33d 0,17e 0,00f 0,005 73,8*** 

a, b, c, d, e, f : les lettre différentes sur la même ligne indiquent des moyennes significativement différentes 

(P<0.001).  

Var rés : variance résiduelle. 

F : formule de Fisher 

Sig : signification  

 

 

 

Figure 34 : Effet de l’extrait d’A. sativum sur la formation de biofilm par P. aeruginosa 

ATCC 27853 (méthode en tubes). A : control négative, B : Témoin, C :  biofilm traité par 

l'extrait.  
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Figure 35 : Effet de l’extrait d’Allium sativum sur la formation de biofilm par les isolats 

testés de Pseudomonas aeruginosa. 
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Figure 36 : Effet d’extrait d’Allium sativum sur la formation des biofilms par les isolats testés 

de Pseudomonas aeruginosa. 

II.4.3.2. L’effet des extraits des deux variétés de Lawsonia inermis 

Les concentrations sub-inhibitrices de la croissance des extraits des deux variétés testées 

de L. inermis ont été examinées sur la formation de biofilm chez P. aeruginosa. Les résultats 

(Figures 37, 38, 39, 40, tableau 8 et 9) ont montré que les fractions butanolique peuvent réduire 

la formation de biofilm par les deux variétés testées à une concentration de 1/2 CMI indiqué 

par une diminution de la quantité des biofilms attachés aux paroi des puits des microplaques et 

des tubes. Alors que la comparaison de la quantité des biofilms formés en présence des 

concentrations inferieurs à la concentration 1/2 CMI avec les biofilms non traités par les extraits 

a montré une stimulation de la formation du biofilm. La même remarque a été enregistrée pour 

les fractions d'acétate d'éthyle pour les deux variétés testées où les concentrations sub-

inhibitrices entrainées une stimulation de la formation de biofilm chez la majorité des isolats 

testés de P. aeruginosa par les deux méthodes utilisées (Figures 41, 42, 43 et 44). 

Les extraits végétaux et les produits phytochimiques ont été reconnus comme des 

traitements efficaces contre les infections microbiennes dont la plupart d'entre eux sont 

inoffensifs pour la santé humaine. Durant les dernières années, les extraits végétaux et 

phytochimiques ont également été mis en évidence comme des inhibiteurs du système de 

quorum sensing (QSI). Atkinson et Williams (2009) ont démontré que les mécanismes du QS 
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amplifient la virulence bactérienne en stimulant l'expression d'attributs pathologiques, tels que 

la motilité, la sécrétion des facteurs de virulence et la formation de biofilm. 

Les flavonoïdes ont fait l'objet de recherches pendant de nombreuses années 

principalement en raison de leur rôle en tant qu'agents antioxydants, anti-inflammatoires et 

anticancéreux. Les teneurs en flavonoïdes de L. inermis telles que la quercétine et l'apigénine 

ont été évaluées pour leurs activités anti-QS. Vikram et al. (2010) ont rapporté une modulation 

potentielle de la communication cellule-cellule bactérienne, en diminuant la formation de 

biofilm d'Escherichia coli entérohémorragique (EHEC) et sur la virulence de Vibrio harveyi, 

par les deux composés flavonoïques quercétine et apigénine. 

Tableau 8 : Effet de l’extrait butanolique de L. inermis de la région d’Adrar sur la formation 

de biofilm chez les isolats testés de P. aeruginosa. 

Les souches 

testées 

Concentration (mg/ml) 

Varrés F et sig 0 0,4 0,8 1,58 3,12 

P1 0,441b 0,516ab 0,602a 0 ,224c 0,00d 0,004 45,4*** 

P2 0,53a 0,49a 0,49a 0,29b 0,00c 0,006 24,2*** 

P3 0,500abc 0,510abc 0,574a 0,374c 0,00d 0,006 25,4*** 

P4 0,500a 0,382b 0,318bc 0,221c 0,00d 0,004 30,1*** 

P5 0,650a 0,692a 0,814a 0,221b 0,00c 0,005 66,6*** 

P6 0,536a 0,596a 0,620a 0,344b 0,00c 0,005 39,1*** 

PR 0,924a 0,952a 0,996a 0,561b 0,00c 0,006 88,2*** 

a, b, c, d : les lettres différentes sur la même ligne indiquent des moyennes significativement différentes (P<0.001) ; 

Varrés = variance résiduelle. 

F : formule de Fisher 

Sig : signification 
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Figure 37 : Effet de l’extrait butanolique de Lawsonia inermis de la région d’Adrar sur la 

formation de biofilm à Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853. 

 

Figure 38 : Effet de l’extrait butanolique de Lawsonia inermis de la région d’Adrar sur la 

formation de biofilm par les souches testées de Pseudomonas aeruginosa. 

Figure 39 : Effet de l’extrait d’acétate d’éthyle de Lawsonia inermis de la région d’Adrar sur 

la formation de biofilm à Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853. 
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Figure 40 : Effet de l’extrait d’acétate d’éthyle de Lawsonia inermis de la région d’Adrar sur 

la formation de biofilm par les souches testées de Pseudomonas aeruginosa. 

 

 

Tableau 9 : Effet de l’extrait butanolique de L. inermis de la région de Biskra sur la 

formation de biofilm chez les isolats testés de P. aeruginosa. 

Les souches 

testées 

Concentration (mg/ml 

Var rés F et sig 0 0,8 1,58 3,12 6,25 

P1 0,44b 0,52b 0,63a 0,34c 0,00d 0,002 70,6*** 

P2 0,44ab 0,51a 0,59a 0,28c 0,00d 0,003 62 ,3*** 

P3 0,49c 0,61b 0,73a 0,30d 0,00e 0,004 61,1*** 

P4 0,49a 0,55a 0,59a 0,29b 0,00c 0,005 33,5*** 

P5 0,74b 0,77b 0,89a 0,45c 0,00d 0,003 149,4*** 

P6 0,53b 0,66a 0,78a 0,25c 0,00d 0,005 64,3*** 

PR 0,90b 0,86b 0,96a 0,62c 0,00d 0,003 169,6*** 

a, b, c, d, e : les lettres différentes sur la même ligne indiquent des moyennes significativement différentes 

(P<0.001) ; Var rés = variance résiduelle. 

F : formule de Fisher 

Sig : signification 

0

0,2

0,4

0,6

0,8

1

1,2

0
0

,7
8

1
,5

6
3

,1
2

6
,2

5 0
0

,7
8

1
,5

6
3

,1
2

6
,2

5 0
0

,7
8

1
,5

6
3

,1
2

6
,2

5 0
0

,7
8

1
,5

6
3

,1
2

6
,2

5 0
0

,7
8

1
,5

6
3

,1
2

6
,2

5 0
0

,7
8

1
,5

6
3

,1
2

6
,2

5 0
0

,7
8

1
,5

6
3

,1
2

6
,2

5

P1 P2 P3 P4 P5 P6 PR

D
en

si
té

 o
p

ti
q

u
e 

(5
8

0
 n

m
)

Extrait d'acétate d'éthyle de Lawsonia inermis (V1) (mg/ml)



Chapitre II                                                                                              Résultats et discussion  

 

93 

 

 

 

Figure 41 : Effet de l’extrait butanolique de Lawsonia inermis de la région de Biskra sur la 

formation de biofilm à Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853. 

 

Figure 42 : Effet de l’extrait butanolique de Lawsonia inermis de la région de Biskra sur la 

formation de biofilm par les isolats testés de Pseudomonas aeruginosa. 
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Figure 43 : Effet de l’extrait d’acétate d’éthyle de L. inermis de la région de Biskra sur la 

formation de biofilm à Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853. 

 

 

 

Figure 44 : Effet de l’extrait d’acétate d’éthyle de Lawsonia inermis de la région de Biskra 

sur la formation de biofilm par les souches testées de Pseudomonas aeruginosa. 
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II.4.3.3. L’effet des extraits de Prunus persica  

             Les résultats obtenus de l’effet des concentrations sub-inhibitrices des extraits testés 

(acétate d’éthyle et butanolique) des feuilles de P. persica sur la formation de biofilm des isolats 

de P. aeruginosa (Figures 45 et 46) montrent une augmentation progressive dans la quantité de 

biofilm adhérée aux parois des puits des microplaques par l’augmentation de la concentration 

des extraits jusqu’à la concentration 1/2 CMI de l’extrait butanolique où on a enregistré une 

légère diminution dans la quantité de biofilm adhérée à la paroi, mais cette quantité formée est 

restée toujours élevée comparativement à la quantité de biofilm non traitée par les extraits. 

              La stimulation de la formation des biofilm sous l’effet de la présence des 

concentrations sub-inhibitrices des extraits de P. persica et les extraits d’acétate d’éthyle de L. 

inermis et même pour les faibles concentrations de l’extrait butanolique (concentrations < 

1/2CMI) de L. inermis peut être dû à la présence des substances à effet stimulateur de formation 

de biofilm chez P. aeruginosa. Comme il peut être du a l’adaptation de la bactérie à la présence 

des concentrations sub-inhibitrices des extraits testés dans le milieu de culture. Ce cas a été 

observé lors de traitement des bactéries par des concentrations sub-inhibitrices des 

antibiotioques. Hoffman et al. (2005) ont montré que les concentrations sub-inhibitrices 

d'antibiotiques d’aminoglycosides induisent une formation de biofilm chez P. aeruginosa et 

Escherichia coli. Chez P. aeruginosa, un gène régulateur de réponse à l'aminoglycoside (arr), 

était essentiel pour cette induction et contribue dans la résistance spécifique du biofilm aux 

aminoglycosides. Le gène arr devrait coder pour une phosphodiestérase de la membrane interne 

dont le substrat est le di-guanosine monophosphate cyclique (c-di-GMP) un deuxième messager 

bactérien qui régule l'adhésivité de la surface cellulaire. L’étude de Elisabetta et al. en 2009 a 

indiqué que l'exposition de Acinetobacter baumannii à des concentrations sub-inhibitrices 

d'imipénème (0,03-0,125 μg/ml) entraîne une stimulation de l'adhérence jusqu'à 3 fois. La 

formation de biofilm par Staphylococcus aureus BWMR22 a été améliorée en présence des 

concentrations sub-inhibitrices de la vancomycine, où le traitement par cet antibiotique a 

provoqué une augmentation de la composition chimique de la protéine par rapport aux glucides 

des vésicules membranaires (VM) sécrétés, une propriété fortement associée à l'hydrophobie 

bactérienne, à l'adhésion de surface et à l'agrégation intercellulaire (He et al., 2017). Une étude 

réalisée par Jaimee et Prakash en 2017 montre que la formation de biofilm a considérablement 

augmenté lorsque Lactobacillus plantarum MCC 3011 a été cultivée en présence de 

concentrations sub-inhibitrices de gentamicine (4 μg/ml), de kanamycine (8 μg/ml) et de 

streptomycine (2 μg/ml). Cette étude indique aussi que l'exposition constante aux 
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concentrations sub-inhibitrices de gentamicine permet à L. plantarum de s'adapter aux doses 

plus élevées d'aminoglycosides. 

 

Figure 45 : Effet de l’extrait butanolique de Prunus persica sur la formation de biofilm à 

Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853. 

 

 

Figure 46 : Effet de l’extrait d’acétate d’éthyle de P. persica sur la formation de biofilm à P. 

aeruginosa ATCC 27853. 
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II.5. Résultats des analyses par HPLC des fractions testées de P. persica et de 

deux variétés de L. inermis 

Les profils chromatographiques de différentes fractions de deux variétés de L. inermis 

et de P. persica analysées sont représentés au niveau des figures 47, 48, 49, 50, 51 et 52. Les 

profils HPLC montrent des composés mentionnés par leurs pics et leurs temps de rétention dans 

les spectres des extraits étudiés. Les résultats sont présentés dans le tableau  10 et 11. 

La comparaison entre les chromatogrammes enregistrés par les fractions d’acétate 

d’éthyle et les fractions butanolique de deux variétés de L. inermis montre la richesse de la 

fraction butanolique en composé mentionnés par leurs pics. Cette richesse est plus remarquée 

dans la partie située entre 20 et 40 min dans les chromatogrammes des fractions butanolique 

dont certains sont absent dans les fractions d’acétate d’éthyle. On a enregistré aussi dans cette 

partie que les composés présentent dans les deux fractions sont à des pourcentages élevé dans 

les fractions butanolique a celui dans les fractions d’acétate d’éthyle. Ce qui signifie la 

différence de composition entre les deux fractions testés de L. inermis. La même observation a 

été enregistrée entre les deux fractions testés de P. persica. 

La comparaison entre les deux variétés testées de L. inermis montre la présence de 

quelques différences, où on a enregistré des pics dans la fraction butanolique de L. inermis de 

la région de Biskra qui ne sont pas détecté dans la fraction butanolique de L. inermis de la région 

d’Adrar. Puis une différence a été enregistrée dans les pourcentages des composés détectés où 

la fraction butanolique de la L. inermis de la région d’Adrar présente des pourcentages élevé 

comparativement à celui de la région de Biskra (Tableau 10 ), qui signifie que les quantités des 

composés diffèrent d’une variété à une autre. Cette variabilité dans la composition entre les 

deux variétés pourrait être liée aux conditions climatiques des endroits testés (Adrar et Beskra). 

Cette remarque a été notée lors d’une étude menée par Gallo et al. (2014). Ils ont fait une 

comparaison de la composition de l’extrait méthonolique des échantillons de feuilles de L. 

inermis oréginaires des payés différents. Les résultats montrent certaines divergences entre les 

profils chromatographiques des échantillons testés. 

La variabilité de composition enrégistrée dans les fractions et les variétés testés de L. 

inermis et P. persica peut expliquer l’écart remarqué dans l’activité antibactérienne et l’effet 

sur la formation du biofilm par les souches de P. aeruginosa étudiées. 
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Figure 47 : Profil chromatographique d’extrait d’acétate d’éthyle des feuilles de Lawsonia 

inermis de la région d’ Adrar. 

 

Figure 48 : Profil chromatographique d’extrait butanolique des feuilles de Lawsonia inermis 

de la région d’Adrar. 

 

Figure 49 : Profil chromatographique d’extrait d’acétate d’éthyle des feuilles de Lawsonia 

inermis de la région de Biskra. 
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Figure 50 : Profil chromatographique d’extrait butanolique des feuilles de Lawsonia inermis 

de la région de Biskra. 

 

Tableau 10 : Résultat d’analyse par HPLC des fractions testées des deux variétés de L. inermis 

N° de Pic Temps de 

rétention (min) 

Pourcentage (%) 

A1 A2 B1 B2 

1 21,20 / / / 2,376 

2 23,86  2,25 / 10,29 

3 25,35 / / / 10,290 

4 26,55 0,668 5,545 1,918 1,175 

5 27,39 / 7,99 / 2,354 

6 28,58 / 1,711 / / 

7 33,59 / 3,643 / 4,033 

8 36,48 3,756 13,937 3,424 11,918 

9 37,92 4,472 15,36 12,582 11,626 

10 50,45 1,069 / 4,554 / 

11 55,46 / 3,824 / 3,299 

12 60,17 1,505 2,388 1,625 0,611 

13 61,56 1,956 4,351 3,958 2,147 

14 66,70 0,548 6,541 4,643 3,113 

15 70,29 / 1,455 / / 

16 71,537 5,941 0,219 12,463 2,017 

17 74,50 2,379 1,012 5,434 0,913 

18 81,25 20,533 / / / 

19 86,55 / 6,087 3,19 0,607 

A1 : Fraction d’acétate d’èthyle de L. inermis de la région d’Adrar 

A2 : Fraction butanolique de L. inermis de la région d’Adrar 

B1 : Fraction d’acétate d’èthyle de L. inermis de la région de Biskra 

B2 : Fraction butanolique de L. inermis de la région de Biskra 

/ : Absence de pic 
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Figure 51 : Profil chromatographique d’extrait d’acétate d’éthyle des feuilles de P. persica. 

 

 

Figure 52 : Profil chromatographique d’extrait butanolique des feuilles de P. persica. 
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Tableau 11 : Résultat d’analyse par HPLC des fractions testées de P. persica 

N° de Pic Temps de 

rétention (min) 

Pourcentage (%) 

P1 P2 

1 4,11 / 1,139 

2 20,09 / 3,69 

3 22,50 / 1,631 

4 24,13 / 1,945 

5 32,92 / 1,227 

6 33,62 / 1,261 

7 37,49 9,782 / 

8 37,82 8,959 11,224 

9 39,05 11,359 / 

10 39,538 23,929 5,166 

11 39,76 15,704 6,923 

12 42,14 2,177 / 

13 42,68 / 50,98 

14 44,409 8,046 0,720 

15 49,79 1,456 / 

                    B1 : Fraction d’acétate d’èthyle de P. persica de la région de Biskra 

                    B2 : Fraction butanolique de P. persica de la région de Biskra 

                     / : Absence de pic 
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II.6. Acide salicylique 

II.6.1. Concentration minimale inhibitrice 

              L'activité antibactérienne d’AS a été examinée contre les six isolats de P. aeruginosa 

et P. aeruginosa ATCC 27853. Les résultats indiquent que les concentrations d’AS ≥ 10 mM 

inhibent la croissance des souches dans tous les tubes lorsqu'ils sont observés à l'oeil nu. La 

CMB de l'acide phénolique (AS) était d'environ 20mM. Les propriétés médicinales de l'acide 

salicylique sont connues depuis l'Antiquité. Des études sur l'inhibition de la croissance des 

cellules planctoniques ont démontré des propriétés antimicrobiennes remarquables d’AS 

(Delaney et al., 1994, Kus et al., 2002, Prithiviraj et al., 2005, Samuel et al., 2011). 

II.6.2. Effet de l’acide salicylique sur la formation du biofilm  

             Pour tester si la présence d’AS a affecté la formation du biofilm chez P. aeruginosa, 

les souches ont été inoculées dans le milieu de culture en présence des concentrations sub-

inhibitrices d’AS (0,5, 1, 2 et 4 mM). Les résultats obtenus indiquent que l'addition d’AS réduit 

la formation de biofilm chez P. aeruginosa par rapport au témoin non traité par l’AS (Figures 

53, 54 et tableau 12). Ce résultat est confirmé par des études qui montrent que l’AS pouvait 

réduire la formation de biofilm chez P. aeruginosa (Prithiviraj et al., 2005, Da et al., 2010, 

Samuel et al., 2011). Les films des polymères libérant l'acide salicylique inhibent la formation 

de biofilm, comme le montrent les bioluminescents et les GFP dans des souches de P. 

aeruginosa et de E. coli (Nowatzki et al., 2012). Rosenberg et al. (2008) et Nowatzki et al. 

(2012) ont constaté que les polymères à base d'acide salicylique réduisaient significativement 

la formation de biofilm par Salmonella typhimurium et E. coli. 

  Une hypothèse qui pourrait expliquer l'inhibition du biofilm observée est que l’AS 

affecte d’une façon ou d'une autre le système de communication de QS en tant que nécessaire 

à la différenciation des cellules au biofilm mature (Davies et al., 1998). Des données fournies 

par certaines études ont montré que les mutants avec un manque de QS forment des biofilms 

déstructurés et sensibles aux agents chimiques par rapport aux types sauvages (Bjarnsholt et 

al., 2005). Yang et al. (2009) ont signalé que l’AS supprimait l'expression de gènes associés au 

système de signalisation QS chez P. aeruginosa par l’inhibition de LasR, Rhl et Pqs. 

L'interférence avec le QS peut affecter la formation du biofilm et rendre les bactéries plus 

sensibles aux antimicrobiens (Landini et al., 2010). 
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Figure 53 : Effet de l’acide salicylique sur la formation de biofilm par Pseudomonas 

aeruginosa ATCC 27853: A : control négatif (tube non inoculé). 

 

 

Figure 54 :  Réduction de la formation du biofilm par Pseudomonas aeruginosa ATCC 

27853 et les six isolats cliniques en présence de 0.5, 1, 2 et 4 mM d’AS. 
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Tableau 12 : Effet de l'acide salicylique sur la formation des biofilms par les isolats testés de 

P. aeruginosa. 

Souche 
Concentrations de l’acide salicylique (mM) 

σ rés F et sig 
0 0,5 1 2 4 

P1 0,44a 0,35b 0,30bc 0,22cd 0,18d 0,002 16,4*** 

P2 0,43a 0,29b 0,23c 0,20c 0,15d 0,00 96,7*** 

P3 0,50a 0,43b 0,33bc 0,28bc 0,21c 0,005 7,6** 

P4 0,46a 0,39b 0,34b 0,26c 0,19d 0,001 33,5*** 

P5 0,65a 0,55b 0,47b 0,37c 0,26d 0,002 28,3*** 

P6 0,54a 0,43b 0,36bc 0,29cd 0,22d 0,002 19,2*** 

PR 0,92a 0,74b 0,61bc 0,48cd 0,34d 0,006 24,2*** 

a, b, c, d : les lettres différentes sur la même ligne indiquent des moyennes significativement différentes (P<0,001) ; 

σ rés = variance résiduelle. 

F : formule de Fisher 

Sig : signification 

 

II.6.3 Effet de l’acide salicylique sur la mobilité 

 L’essaimage sur une surface (Swarming) est un type de motilité complexe régulée 

par le système de régulation du quorum sensing qui se produit sur des surfaces semi-solides et 

nécessite des flagelles, des pili de type IV et une production de biosurfactants (Pamp et Tolker-

Nielsen, 2007). La motilité chez P. aeruginosa joue un rôle vital dans l’attachement initial pour 

former le biofilm (Arora et al., 2005). Les concentrations sub-inhibitrices (0, 0.5, 1, 2 et 4 mM) 

d’AS ont diminué la motilité de type swarming dans toutes les souches étudiées de P. 

aeruginosa (Figures 55). Samuel et al. (2011) ont mené des tests de motilité sur des souches de 

P. aeruginosa de type sauvage et des mutants des flagelles et des pili de type IV et ont constaté 

que l'acide salicylique avait des effets significatifs dans la diminution de la mobilité de type 

swarming, swimming et twitching. La motilité de type swarming s'est avérée importante pour 

les premiers stades de la formation du biofilm (Shrout et al., 2006). Elle se produit en 

surmontant les forces répulsives à longue portée qui facilitent le rapprochement des surfaces, 

permettant une adhérence de surface accélérée (Karatan et Watnick, 2009).  Houry et al. (2010) 

ont également signalé l'importance de la motilité dans la formation de biofilm de B. cereus dans 

des plaques de microtitrage. 
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Figure 55 : Effet de l’acide salicylique sur la motilité de type swarming chez Pseudomonas 

aeruginosa. 
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II.6.3. Effet de l’acide salicylique sur la production de pyocyanine 

 La pyocyanine est une phénazine bleu-vert produite par les souches de P. aeruginosa 

(Dietrich et al., 2006). Elle est l'une des nombreuses molécules contrôlées par le QS, 

synthétisées à des densités cellulaires élevées et associées à la formation de biofilm (Costerton 

et al., 1999). 

 Nous avons testé l'effet de l’AS sur la production de pyocyanine par les souches 

testées de P. aeruginosa. L'addition d’AS au milieu de culture a réduit la production de 

pyocyanine (Figures 56 et 57). Prithiviraj et al. (2005) ont montré que l'addition de 0,1 mM 

d’AS a réduit la production de pyocyanine de ≃ 50% et 1,0 mM d’AS a entraîné une réduction 

de 80% de la production de pyocyanine sans effet apparent sur la croissance des bactéries. Ils 

ont également évalué l'effet des dérivés d’AS, y compris l'acide acétyl salicylique, le 

salicylamide et le salicylate de méthyle, et l'acide benzoïque sur la production de pyocyanine 

par PA14. Tous ces dérivés ont conduit à réduire la production de pyocyanine et les niveaux de 

réduction provoqués par le salicylate de méthyle, le salicylamide et l'acide benzoïque étaient 

proches de ceux provoqués par l’AS. Prithiviraj et al. (2005) ont aussi indiqué que l'acide 

salicylique régularise négativement rhlR et lasA dans P. aeruginosa PA14 et provoque 

l’inhibition des activités de la pyocyanine, de protéase et d'élastase (Yang et al., 2009 ; Guo et 

al., 2013). 

 

Figure 56 : Effet de l’acide salicylique sur la production de pyocyanine par Pseudomonas 

aeruginosa, A: contrôle négatif. 
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Figure 57 : Inhibition de la production de pyocyanine chez P. aeruginosa ATCC 27853 par 

l’acide salicylique. 

II.6.4. Effet de l’acide salicylique sur la production des Rhamnolipides  

II.6.4.1. Production des Rhamnolipides  

Les rhamnolipides sont les constituants principaux des biosurfactants produits par P. 

aeruginosa (Soberon-Chavez et al., 2005). Ce sont des glycolipides amphiphiles 

extracellulaires utilisés par cette bactérie comme des facteurs de virulence. Les rhamnolipides 

jouent un rôle dans la formation et le maintien des structures dites «champignons» 

caractéristiques d’un biofilm mature. Ils jouent un rôle dans la formation des canaux d’eau dans 

le biofilm et le détachement de bactéries du biofilm pour coloniser de nouvelles surfaces (Davey 

et al., 2003). Ils favorisent significativement la formation de microcolonies en facilitant la 

migration par «twitching» des cellules mobiles constitutives de la tête des structures 

«champignons» (Lequette et Greenberg, 2005 ; Pamp et Tolker-Nielsen, 2007). Les résultats 

montrés dans la figure 58 indiquent que sauf un seul isolat (P2) produit des rhamnolipides dans 

le milieu PPGAS. Ces rhamnolipides ont été extraits d’un surnageant d’une culture bactérienne 

discontinu de 3 jours d’incubation avec un rendement de 4,54 mg/l et d’une autre culture de 8 

jours d’un rendement de 5,48 mg/l. Nagant et al. (2013) ont indiqué que la production de 

rhamnolipides était fortement liée à l’espèce bactérienne et aux conditions de culture. Cette 

remarque a été également citée par Juan et al. (2001), dans une étude de production des 

rhamnolipides chez P. aeruginosa UG2 dans différentes conditions de culture où les résultats 
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ont montré que le rendement en rhamnolipides a été affecté par la nature des sources de carbone, 

les concentrations en nutriments, le pH et l'âge de la culture. 

 

Figure 58 : Production des Rhamnolipides par Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 (PR) 

et les souches cliniques de même espèce dans le milieu PPGAS. 

 

II.6.4.1. Effet de l’acide salicylique sur la production des Rhamnolipides  

Les rhamnolipides possèdent un pouvoir détergent sur les phospholipides du surfactant 

pulmonaire les rendant ainsi plus accessibles aux phospholipases bactériennes. Ils altèrent la 

jonction entre les cellules épithéliales des voies respiratoires et favorisent l’infiltration des 

épithéliums humains des voies aériennes par P. aeruginosa (Zulianello et al., 2006). Ils 

participent à la protection de P. aeruginosa contre le système immunitaire en inhibant la 

phagocytose et en provoquant la lyse des macrophages (Alhede et al., 2014).  

 Nos résultats indiquent que la production des rhamnolipides par P. aeruginosa P2 (la 

souche productrice des rhamnolipides dans le milieu PPGAS) était fortement affectée par la 

présence de l’AS dans le milieu de culture avec une inhibition totale à une concentration de 

2mM d’AS (Figure 59). Les rhamnolipides sont produit lors de la formation du biofilm sous le 

contrôle du système de détection du quorum (QS) (Jensen et al., 2007). L'expression des gènes 

rhlB et rhlA codant pour une rhamnosyltransférase impliquée dans la synthèse des 

rhamnolipides a été diminuée en présence d'un peptide antimicrobien (Ochsner et al., 1995). 
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Figure 59 : Effet de l'acide salicylique sur la production de rhamnolipides par Pseudomonas 

aeruginosa (P2). 
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Conclusion  

Les infections à P. aeruginosa impliquant la formation de biofilms sont une 

préoccupation majeure chez les patients atteints de mucoviscidose, les personnes 

immunodéprimées et les grands brûlés. La formation d’un biofilm est un mode commun de 

développement bactérien dans la nature. Il a été estimé que 99 % de l’ensemble des bactéries 

dans un environnement naturel existent sous forme d’un biofilm. 

Le biofilm peut être contrôlé soit par réduction de la population bactérienne 

planctonique, par inhibition de la formation du biofilm ou par éradication du biofilm établi. 

Dans cette thèse, nous avons testé l’activité antibactérienne et l’effet sur la formation de biofilm 

des extraits obtenus à partir d’Allium sativum, Prunus persica et deux variétés de Lawsonia 

inermis. 

La formation de biofilm par les isolats a été testée sur deux types de support et deux 

types de milieu de culture à savoir Bouillon de trypticase de soja (TSB) et Bouillon Biofilm 

Modifié (BBM). Nous avant constaté que la quantité de biofilm formé par P. aeruginosa 

dépendait de l’isolat testé, du milieu de culture utilisé et aussi de la matière du support sur lequel 

l’isolat s’adhère. 

Les résultats de la détermination de la teneur en polyphénols et en flavonoïdes obtenus 

montrent la richesse de la fraction d’acétate d’éthyle en polyphénols et en flavonoïdes 

comparativement avec l’extrait butanolique pour P. persica et les deux variétés étudiés de L. 

inermis. L’extrait d’acétate d’éthyle de L. inermis a donné les teneurs les plus élevées, avec des 

valeurs en polyphénols de 224,83 ± 20,07 mg EAG/g d’extrait et 244,58 ± 25,54 mg EAG/g 

d’extrait pour les feuilles de la région d’Adrar et la région de Biskra, respectivement.  Et de 

169,79 mg EAG/g d’extrait pour les feuilles de P. persica. On a remarqué aussi que le 

rendement d’extraction dépend à la fois de la plante choisie et du solvant utilisé pour 

l’extraction.  

Selon les résultats obtenus, il ressort que les extraits des plantes (Allium sativum, Prunus 

persica et deux variétés de Lawsonia inermis) ont présenté des propriétés antibactériennes 

variables contre les isolats testés de P. aeruginosa. Nous avons remarqué une activité élevée 

pour l’extrait d’Ail et les extraits des deux variétés de L. inermis mais faible pour les extraits 

de feuilles de P. persica. En plus cet effet vari selon la variété testée et le solvant utilisé pour 

l’extraction. La variété de L. inermis obtenue de la région d'Adrar avait la plus haute activité 

antibactérienne contre les isolats testés par rapport à celle obtenue de la région de Biskra. 

Cependant, les fractions butanoliques des deux variétés testées de L. inermis ont le meilleur 
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effet avec une CMI de 3,12 mg/ml et 6,25 mg/ml pour les échantillons d'Adrar et Biskra 

respectivement, par rapport aux fractions d'acétate d'éthyle qui ont montré une CMI de 6,25 

mg/mL et 12,5 mg/mL pour les mêmes échantillons.  

Les résultats montrent aussi que le taux de formation des biofilms a été diminué par 

l’augmentation des concentrations de l’extrait d’A. sativum, où on a enregistré une diminution 

d’absorbance de 0,908 à 0,135 à la concentration de 3,15% (1/2CMI) pour la souche de 

référence P. aeruginosa ATCC 27853 ce qui signifie une réduction de 85%. En outre, la 

formation de biofilm a diminué lorsqu'elle a été incubée avec la 1/2CMI de fraction butanolique 

pour les deux variétés de L. inermis testées. Alors que la 1/2 CMI d'acétate d'éthyle n'a pas 

affecté la formation de biofilm pour la majorité des isolats testés de P. aeruginosa. Nous 

pouvons conclure que l'extraction par le butanol permet de concentrer mieux les constituants 

actifs contre la formation des biofilms présents dans l'extrait hydro-méthanolique (70%) des 

feuilles de Lawsonia inermis. En plus, la concentration de 1/2 CMI pour les deux fractions 

(acétate d’éthyle et butanolique) des feuilles de P. persica qui ont montré une faible activité 

antibactérienne a provoqué une augmentation de la quantité du biofilm formée par les isolats 

testés. 

Les résultats d’analyse des fractions des deux variétés de L. inermis et P. persica par 

HPLC montrent une variabilité de la composition. Ceci peut expliquer la différence remarquée 

dans l’activité antibactérienne et l’effet sur la formation du biofilm par les souches de P. 

aeruginosa étudiées. 

Nous pouvons conclure aussi dans notre étude que l’utilisation d’acide salicylique (AS) 

qui est un composé phénolique qui possède un rôle clé dans les mécanismes de défense des 

plantes contre les agents pathogènes a inhibé la croissance de P. aeruginosa. La CMI et le CMB 

de l’AS enregistrés sont autour de 10 mM et 20 mM respectivement. La motilité de type 

swarming et la production de pyocyanine par les Pseudomonas étudiés ont été également 

affectées par la présence de l’AS. La production des rhamnolipides chez la seule souche (P2) 

qui produit ces substances a été complètement inhibée dans le milieu PPGAS additionné de 2 

mM d’AS. 

En perspectives, les recommandations suivantes sont suggérées :  

Tester l’effet des extraits qui ont montré un effet sur la formation de biofilm sur la viabilité 

cellulaire et sur des biofilms établi.    

Confirmer par des tests ‹‹in vivo›› l'intérêt thérapeutique. 

En outre, le développement de nouveaux médicaments à base de plantes nécessite un meilleur 

fractionnement entre les constituants et une compréhension de leurs mécanismes d’action.  
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Annexe 

Coloration de Gram 

 Réaliser un frottis ou un étalement. 

 Fixer la préparation à la flamme sans dépasser 50-60°C (brièvement supportable à la main), 

ce qui les sèche puis laisser refroidir la lame. 

 Immerger (ou inonder) les lames dans la solution de Cristal Violet pendant 1mm. 

 Lavage à l'eau en transvasant les lames ou sous le robinet. 

 Immerger (ou inonder) les lames dans du Lugol pendant 1 mn en les agitant. 

 Laver à nouveau à l'eau. 

 Décolorer jusqu'à disparition de la couleur violette dans l'alcool en faisant couler goutte à 

goutte sur la lame inclinée ou en immergeant les lames pendant une dizaine de secondes 

dans le décolorant. 

 Laver à l'eau. 

 Contre colorer avec la solution de safranine diluée ou de fuchsine diluée pendant 20 à 30 

secondes. 

 Laver à l'eau et sécher à l'air ou en chauffant vers 50°C. Les lames doivent être parfaitement 

sèches. 

 Observer à l'objectif x 100, en immersion avec de l'huile à immersion. 
 



 

 



 

 



Tableau de lecture d’API 20NE 

TESTS COMPOSANTS 

ACTIFS 

QTE 

(mg/cup.) 

REACTIONS/ENZYMES RESULTATS 

NEGATIF POSITIF 

NO3 potassium nitrate 0,136 réduction des Nitrates en 

nitrites 

NIT 1 + NIT 2 / 5 min 

incolore      rose-rouge 

réduction desNitrates en 

azote 

Zn / 5 min 

Rose                               incolore 

TRP L-tryptophane 0,2 formation d'indole 

(TRyptoPhane) 

JAMES / immédiat 

incolore 

vert pâle / jaune 

rose 

GLU D-glucose 1,92 fermentation (GLUcose) bleu à vert jaune 

ADH L-arginine 1,92 Arginine DiHydrolase jaune orange / rose 

/rouge 

URE urée 0,76 UREase jaune orange / rose 

/rouge 

ESC esculine 

citrate de fer 

0,56 

0,072 

hydrolyse (β-glucosidase) 

(ESCuline) 

jaune gris / marron 

/ noir 

GEL gélatine 

(origine bovine) 

0,6 hydrolyse (protéase) 

(GELatine) 

pas de diffusion 

du pigment 

diffusion du 

pigment noir 

PNPG 4-nitrophényl-

βD-

galactopyranoside 

0,22 β-galactosidase (Para-

NitroPhényl-ßD-

Galactopyranosidase) 

incolore jaune 

GLU 
 

D-glucose 1,56 assimilation (GLUcose) transparence trouble 

ARA 
 

L-arabinose 1,4 assimilation (ARAbinose) transparence trouble 

MNE 
 

D-mannose 1,4 assimilation (ManNosE) transparence trouble 

MAN 
 

D-mannitol 1,36 assimilation (MANnitol) transparence trouble 

NAG 
 

N-acétyl-

glucosamine 

1,28 assimilation (N-Acétyl-

Glucosamine) 

transparence trouble 

MAL 
 

D-maltose 1,4 assimilation (MALtose) transparence trouble 

GNT 
 

potassium 

gluconate 

1,84 assimilation (potassium 

GlucoNaTe) 

transparence trouble 

CAP 
 

acide caprique 0,78 assimilation (acide 

CAPrique) 

transparence trouble 

ADI 
 

acide adipique 1,12 assimilation (acide 

ADIpique) 

transparence trouble 

MLT 
 

acide malique 1,56 assimilation (MaLaTe) transparence trouble 

CIT 
 

trisodium citrate 2,28 assimilation (trisodium 

CITrate) 

transparence trouble 

PAC 
 

acide 

phénylacétique 

0,8 assimilation (acide 

PhénylACétique) 

transparence trouble 

OX (voir notice 

du test oxydase) 

- cytochrome-oxydase (voir notice du test oxydase) 

 

 

 

 

 



Composition des milieux de culture 

Gélose nutritive (GN)   Bouillon nutritif  

Peptone : 6g  Peptone : 6g 

Extrait de viande : 1g  Extrait de viande :  1g 

Extrait de levure : 2g  Extrait de levure : 2g 

NaCl:  5g  NaCI:  5g 

Agar :  20g  Eau distillée : 1000 mL 

Eau distillée : 1000mL  pH : 7,2 

pH : 7,2    

     

Milieu King B    Milieu King A   

Peptone de caséine :  20g  Peptone de caséine :  20g 

Sulfate de magnésium :  1,5g  Sulfate de potassium : 10g 

Phosphate bipotassique :  1,5g  Chlorure de magnésium :  1,4g 

Glycérol : 10mL  Glycérol :  10mL 

Agar :  20g  Agar :  20g 

Eau distillée : 1000mL  Eau distillée : 1000mL 

pH : 7,2  pH :  7,2 

     

Milieu Mueller Hinton (MH) 
 Bouillon de Trypticase de Soja 

(TSB) 
Extrait de viande : 

Acide hydrolysa de caséine 

3g 

17g 

 Digestion pancréatique de 

caséine : 

17 g/L 

Amidan  

Agar 

1,5g 

20g 

 Digestion enzymatique de 

farine de soja : 

3 g/L 

Eau distillée : 1000mL  NaCl : 5 g/L 

pH : 7,2  K2HPO4 : 2,5 g/L 

   Dextrose : 2,5 g/L 

   pH : 7,2 

Bouillon Biofilm Modifié (BBM)    

 MgSO4.2H2O : 

FeSO4.7H2O :  

Na2HPO4 : 

0,2 g/L 

0,0005 g/L 

1,25 g/L 

 Milieu Proteose Peptone-Glucose-

Ammonium Salts (PPGAS) 

KH2PO4 : 0,5 g/L  NH4Cl :  1 g/L 

(NH4)2SO4 :  0,1 g/L  KCl :  1,5 g/L 

Glucose : 0,05 g/L  TRIS-HCl :  19 g/L 

pH : 7,2  MgSO4.7H2O :  0,4 g/L 

   Glucose :  5 g/L 

 

Milieu BM2 (Biofilm Modifié 2) 

 Peptone :  10 g/L 

 pH : 7,2 

Na2HPO4 : 1,25 g/L    

KH2PO4 : 

 MgSO4.2H2O : 

0,5 g/L 

0,2 g/L 

  

Milieu Luria Bertani (LB) 
FeSO4.7H2O : 0,0005 g/L  Tryptone :  10 g/L 

(NH4)2SO4 : 0,1 g/L  Extrait de levures :  5 g/L 

Glucose : 5 g/L  NaCl :  10 g/L 

   pH : 7,2 

     

     



Extraits préparés à partir des feuilles des deux variétés de L. inermis et P. persica 

 

 

Extraits des feuilles de L. inermis de la région d’Adrar, a : l’extraits hydrométhanolique,      

b : fraction d’acétate d’éthyle, c : fraction butanolique, d : phase aqueuse.  

 

 

 

Extraits des feuilles de L. inermis de la région de Biskra, a : l’extraits hydrométhanolique,     

b : fraction d’acétate d’éthyle, c : fraction butanolique, d : phase aqueuse. 



 

Extraits des feuilles de P. persica, a : l’extraits hydrométhanolique, b : fraction d’acétate 

d’éthyle, c : fraction butanolique, d : phase aqueuse. 
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ABSTRACT 

 

Pseudomonas aeruginosa is an opportunistic bacterium causing severs nosocomial infections. It is 

characterized by its ability to form attached biofilm to protect itself from various external pressures. These 

adherent cells of P. aeruginosa make treatment of their infections complicated and demand new therapies. The 

present work was focused on the study of L. inermis extracts effects on planktonic cells and on biofilm 

formation by seven strains of P. aeruginosa. The henna plant was harvested from two different regions in 

Algeria: Adrar and Biskra. Two solvents were used to extract L. inermis flavonoids compounds. The ethyl 

acetate and butanolic fractions were prepared from a hydro-methanolic extract (70%). The results show that all 

studied extracts present an antibacterial properties against all the isolates tested. It was also indicated that L. 

inermis of Adrar had the highest anti- P. aeruginosa activity compared with henna of Biskra. However the 

butanolic fractions of both L. inermis samples have the highest effect with a MIC of 3.12mg/ml and 6.25mg/ml 

for samples of Adrar and Biskra respectively, compared with the fractions of ethyl acetate which showed a 

MIC of 6.25mg/ml and 12.5mg/ml for the same samples. Also, the biofilm formation was decreased when 

incubated with the ½ MIC of butanolic fraction for both L. inermis tested. Whereas the ½ MIC of ethyl acetate 

extracts did not affect biofilm formation in all isolates of P. aeruginosa. The quantitative estimation showed 

that ethyl acetate extracts for both varieties of L. inermis are rich in polyphenols (224,83-136,95 mg GAE/g) 

and flavonoids (20,15-24,92 mg QE/g) compared to butanolic extracts. Finally we can conclude that extraction 

by butanol makes it possible to better concentrate the antibacterial active ingredients present in the hydro-

methanolic extract of L. inermis leaves. 

KEYWORDS: Pseudomonas aeruginosa, Lawsonia inermis, Antibacterial activity, MIC, MBC, Biofilm. 

 

INTRODUCTION 

 

Pseudomonas aeruginosa is a ubiquitous Gram-negative bacteria found in many environments. It is one 

of the major opportunistic pathogens implicated in serious nosocomial infections. It is a versatile 

microorganism able to tolerate unfavorable conditions. These proprieties allow it to attach itself and survive 

on many biotic and abiotic surfaces, which favors the beginning of infections especially in 

immunocompromised patients [1]. Treatment of the infections due to P. aeruginosa are difficult because of 

their elevated intrinsic resistance against most antibiotics and their capacity to acquire new mechanisms of 

resistance following the exposure to antibiotic during treatments [2] and are associated with high mortality 

rates, ranging from 18% to 61% [3]. 

 

In addition to its resistance to antibiotics, P. aeruginosa is characterized by its ability to form biofilms. 

Bacterial biofilms are surface-attached communities of microorganisms embedded in a matrix of complex 

polysaccharides [4]. Bacteria grown in a biofilm have increased resistance to antibiotics and to the host 

immune system compared to the non-surface attached (planktonic) bacteria. 

 

Bacterial behavior within biofilms is regulated by the quorum sensing (QS) system [5]. It’s a key 

regulator of biofilm development [6] resistance to antibiotics [7] and expression of virulence factors [8]. The 

main components of quorum sensing system are the quorum sensing signal synthesis, the signal molecule 

and the signal receptor [9]. 

 

For many years, it is well known that plants have been used in traditional herbal medicine to prevent or 

cure infectious diseases. However, in the recent years, many research studies have reported the quorum 
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sensing-blocking properties of plant extracts by their similarity in chemical structure to quorum sensing 

signals and also their ability to degrade signal receptors [10]. 

 

Lawsonia inermis is commonly called as henna. It is the sole species of the genus Lawsonia, belonging to 

the family Lythraceae [11]. It is known by various names in different languages; in Arabic (alhenna), in 

French (henné) and in English (henna) [12, 13]. It is grown in various tropical regions in Northern Africa, 

Asia and Australia. L. inermis has long been used for many medicinal purposes including as an astringent, an 

antifungal, an antihemoragic agent and for its cardio-inhibitory, hypotensive, and anti-bacterial herb for the 

skin and hair [14]. Phytochemical investigations of L. inermis leaves have shown the presence of flavonoids, 

coumarins, gallic acid, triterpenoids, naphthalene derivatives, Lawsone, phenolic glycosides and xanthones 

[15, 16]. Out of these ingredients, the main compound is Lawsone (2-hydroxynapthoquinone). About 0.5-

1.5% of leaves of henna made of Lawsone [17]. 

The purpose of this study was to examine the effect of ethyl acetate and butanolic fractions of L. 

inermis on biofilm formation by Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853 and six clinical isolates of the same 

species. The plant leaves were harvested from Adrar and Biskra regions in Algeria. 

 

MATERIALS AND METHODS 

 

Bacterial strains: 

P. aeruginosa ATCC 27853 and six clinical isolates of P. aeruginosa obtained from different skin infections 

in diabetic patients in a health center of Sidi Lakhdar Mostaganem (Algeria). The bacterial colonies 

morphology were examined and several tests such as Gram stain, catalase, oxidase, pyocyanin and 

pyoverdin production, the growth at 42°C and at 4°C were used to identify the bacterial isolates. Each isolate 

was also identified by an API 20NE system. 

 

Genotypic identification 

PCR amplification was carried out in Biorad iCycler thermocycler (Biorad, USA) using the universal 

primers 1492R (5' GGTTACCTTGTTACGACTT 3') and 27F (5' AGAGTTTGATCCTGGCTCAG 3'). 4μl 

of a genomic DNA extracted using a rapid method based on thermal shock, are amplified in a 25μl of The 

reaction mixture consisted of 1 U Taq polymerase, 0,2mM dNTP, 1X PCR reaction buffer, 1,5mM MgCl2 

and 1,25 µl of each of the primers at 10µM. The amplified products were analyzed by agarose gels 

electrophoresis. 10μl of PCR products were stained with ethidium bromide followed by a migration at a 

constant voltage. The DNA was visualized and pictures were taken under UV. 

Amplified products of three isolates (P2, P3 and P6) obtained were sequenced to validate their identities. 

Primer 1492R (5' GGTTACCTTGTTACGACTT 3') was used for amplification and sequencing. An 

additional primer 27F (5’ACTCCTACGGGAGGCAGCA 3’) was used for sequencing. 

The sequences obtained were analyzed using GenBank's BLAST (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi 

Blast) tool (National Centre for Biotechnology Information). 

 

Antibiotic susceptibility testing 

The test was performed on Mueller- Hinton (MH) agar using the standard disc-diffusion method according 

to the recommendations 2015 of the French Society of Microbiology Antibiogram committee (FSM-AC) 

(www.sfm.asso.fr). A total of 15 antibiotics were assessed: Penicillin G (P, 10 U), Piperacillin (PRL, 

100µg), Ticarcillin (TI, 75 µg), Ticarcillin-clavulanate (TIM, 75/10 µg), Imipenem (IMP, 10mg), 

Ceftazidime (CAZ, 10 µg), Cefepime (FEP, 30 µg), Gentamycin (CN, 15µg), Amikacin (AK, 30µg), 

Netilmicin (NET, 10), Tobramycin (TOB, 10µg), Ciprofloxacin (CIP, 5 µg), Levofloxacin (LE, 5 µg), 

Colistin (COL, 10), Fosfomycin (FF, 50µg). Inhibition zones around the disc were determined after 

incubation for 24h. Susceptibility results for each strain were reported according to the criteria established 

by the FSM-AC -2015. 

 

Plant material 

Lawsonia inermis samples used in this study were harvested from two different regions of Algeria: Adrar 

and Biskra. The leaves (Figure 1) were dried under shade and powdered with a mechanical grinder and 

stored away from light at room temperature. 
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Figure 1. L. inermis samples used in this study, S1: leaves from Adrar region and S2: leaves from  

Bescra region. 

 

Plant extracts Preparation: 

Hydro-methanolic extracts 

The extraction was done by maceration of 25 g of fine powder in 500 ml of methanol-water (70/30, v/v). The 

mixture was agitated for 48h at room temperature (27±2 °C) in enclosed flasks [18]. After filtration through 

whatman N°1 filter paper, the MeOH of resultant hydroalcoholic extracts was evaporated at 40°C under 

reduced pressure in a rotary evaporator (Modal: Buchi Switzer land, Type: 201) and affording the aqueous 

extracts. 

 

Ethyl acetate and butanolic fractions 

The crude extract was then fractionated by solvent – solvent extraction, the aqueous solution was firstly 

extracted ethyl acetate, then with n-butanol. 2 fractions of extracts, namely ethyl acetate and butanolic were 

obtained. The all fractions were concentrated and dried to a constant weight in a vacuum oven at 45°C. The 

extracts were stored at 4°C [19]. 

 

Total phenolic content determination: 

The total phenolic content in ethyl acetate and butanolic extracts was determined by colorimetric assay using 

Folin-Ciocalteu reagent assay. A volume of 0,2 mL of standard solution (Gallic acid with different 

concentrations) or the extracts was mixed with 1,5 mL of Folin-Ciocalteu reagent diluted 10 times in water. 

Afterwards, the obtained solution was added to 1,5 mL of 7,5% aqueous sodium carbonate. The absorbance 

was then measured at 750 nm against a blank after incubation for 90 min in obscurity at room temperature. 

[20]. 

Gallic acid was used as a standard for the calibration curve (1-200µg/mL). The Total phenolic content was 

expressed as milligram Gallic acid equivalents per gram extract (mg GAE/g extract). 

 

Flavonoids content determination: 

The total flavonoids content were determined spectrophotometrically using a method described by Pothitirat 

et al. [21]. In brief 1,5 mL of diluted extract or standard solution was allowed to 1,5 mL of 2% AlCl3. After 

incubation for 30 min at ambient temperature, the absorbance of the mixture was measured at 430 nm. 

Quercetin was used to prepare standard solution (1-400 µg/mL). The flavonoids content were expressed as 

milligram quercetin equivalents per gram extract (mg QE/g extract). 

 

Antibacterial Activity: 

The antibacterial activity of L. inermis extracts was evaluated by using disc diffusion method on Mueller-

Hinton agar plates [22, 23]. Overnight grown culture of microorganisms at 37°C for 24h was used for 

inoculums preparation. A colony was inoculated in 5ml of tryptic soy broth (TSB) at 37°C for 3h. The 

turbidity of resulting suspension was measured in order to adjust the cellular concentration to 106 CFU/mL. 

100µL of the standardized bacterial suspensions of each isolate were inoculated on Mueller-Hinton agar 

plates. 5min later, filter paper discs (6 mm in diameter) saturated with plant extract (10 μl at 200mg/ml) were 

placed on the surface of the plates. After pre-incubation for 20min to allow for proper diffusion of the 

extracts into the media, plates were incubated at 37 °C for 24h. The activity was determined after 24hr of 

incubation by the measurement of the inhibitory zone diameter. 

 

Determination of MIC and MBC: 

The minimal inhibitory concentration (MIC) of the ethyl acetate and butanolic fractions of two samples of L. 

inermis were determined by a broth microdilution method by using 96-well microplates. The optical density 

at 600 nm of bacterial suspension was measured in order to adjust the cellular concentration to 106 CFU/mL. 
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The lyophilized ethyl acetate and butanolic extracts stock solution were prepared by dissolution in 10% 

dimethyl sulfoxide (DMSO). 100μl of the dilution extracts were introduced in each well we to be tested. 

Subsequently, 100μL of an inoculum (106 CFU/mL) was added to each well. The plates were incubated at 

37°C for 24hr and the MIC was calculated as the lowest concentration of extract that inhibited visible growth 

of the organism [24]. The MBC was determined by spreading out 0.l ml of the wells contents of 

concentration ≥ MIC on Mueller-Hinton agar. The MBC is the smallest concentration which permits the 

survival of 0.01% or more of the bacterial suspension after 24 h incubation. 

 

Effect of plant extracts on P. aeruginosa biofilm formation: 

Effect of ethyl acetate and butanolic fractions of the two different samples of L. inermis leaves on biofilm 

formation was tested by Tissue Culture Plate Method and Tube Method. The first was effectuated on 

polystyrene 96-well microplates as described by Adonizio et al. [25] and the second was made in glass 

tubes. Cultures were grown overnight in 5 ml of LB, the optical density at 600 nm of bacterial suspension 

was measured in order to adjust the cellular concentration to 106 CFU/mL. 100 μl was dispensed into each 

well of 96 well polystyrene flat-bottomed microtiter plates in the presence of 100 μl of TSB with plants 

extracts (ranging from final concentration MIC to 1/8MIC). 100 μl of bacterial culture added to the same 

volume of medium without plant extract were used as control. In the Tube Method, 1ml was inoculated in 

tubes containing 1ml of TSB (as a control), and TSB with the appropriate concentration of plants extract 

(ranging from final concentration of MIC to 1/8 MIC). Biofilms were allowed to develop under static 

conditions at 37°C for 24h. The quantitative analysis of biofilm formation was performed using crystal violet 

staining (1% w/v) of the attached cells, the supernatant in the tubes and microplates were aspirated and 

rinsed 3 times with physiological water and fixed by drying at room temperature until they were fully dried 

out. The total of 200µl and 2 ml of 1% crystal violet was added into each well and tube respectively for 15 

min. The excess stain was washed off 3 times with distilled water. The crystal violet that stained the attached 

cells in glass tubes was distained with 2 ml of 95% ethanol at room temperature for 2 min. The optical 

density (OD at 580nm) of 2 ml distained solution was examined using a spectrophotometer [26]. The 

absorbance value is positively correlated to the amount of the bacterial adhesion or biofilm. All tests were 

performed in three triplicate and the absorbance readings were averaged. 

 

Statistical analysis 

The experimental results were expressed as mean ± standard deviation of three replicates. The data were 

evaluated by analysis of variance using Statbox 6. The comparison of means was performed using the least 

significant difference were considered statistically significant if P < 0.05. 

 

RESULTS AND DISCUSSION 

 

Isolation and identification 

The six clinical isolates obtained from different skin infections were belonged to P. aeruginosa. All of them 

produce pyocyanin and pyoverdin on King A and King B agar medium respectively. They present a positive 

oxidase and catalase reactions. They grow at 42°C but not at 4°C. The results of API 20NE system show a 

percentage of similarity of 99.5% and 99.9% to P. aeruginosa (Table 1). 

 

Table 1. Results of the biochemical identification for all the isolates 
 

Gram Oxidase Catalase King B King A G. at G. at Profile API 

Identification 

Isolates APIWEB™ 

staining test test agar agar 42°C 4°C 20 NE   

          

P1 Bacilli - + + + + + _ 1154575 P. aeruginosa 99.5% 

P2 Bacilli - + + + + + _ 1354575 P. aeruginosa 99.9% 

P3 Bacilli - + + + + + _ 1154575 P. aeruginosa 99.5% 

P4 Bacilli - + + + + + _ 1354575 P. aeruginosa 99.9% 

P5 Bacilli - + + + + + _ 1354575 P. aeruginosa 99.9% 

P6 Bacilli - + + + + + _ 1154575 P. aeruginosa 99.5% 

(+): Positive result G.: Growth       

(-): Nigative result         
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The PCR profile (Figure 2) present similar bands size around 1500 bp showing that all of the isolates belong 

to the species of Pseudomonas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2. Agarose gel electrophoresis of PCR amplified 16S-rRNA gene for the clinical isolates 

(lanes1-6). Lane M: DNA size marker. 

 

The 16S rRNA sequencing analysis of the isolates P2, P3 and P6 confirmed as P. aeruginosa (P2: 99% P. 

aeruginosa CJM, P3: P. aeruginosa NO5 and P6: 99% P. aeruginosa strain F23). 

 

Antibiotic sensitivity 

Susceptibility of P. aeruginosa towards studied antibiotics has generated the results shown in Table 2 and 

Figure 3. All P. aeruginosa isolates showed high resistance towards β-lactams (Penicillin G, Piperacillin, 

Ticarcillin-clavulanate), Carbapenems (Imipenem), Cephalosporins (Cefepime). We can argue that the 

decreasing intracellular β -lactams concentration by MBLs producers and increased the expression of efflux 

pumps as MexAB, MexCD and MexXY [27] are the most prevalent β-lactams resistance mechanisms in our 

isolates. An increase in P. aeruginosa strains resistant to carbapenems has been observed, which has 

generated a health problem in several countries (Africa, Europe, America) [28, 29]. The studies presented by 

Kumar et al. [30] and Sara et al. [31] reported that the high prevalence of P. aeruginosa strains resistant to 

MBL producers and carbapenems was due to the excessive use of carbapenems. 

On the other hand, all the strains showed sensitivity towards Fluoroquinolones (Ciprofloxacin and 

Levofloxacin) and Aminosides groups tested antibiotic (Gentamycin, Amikacin, Netilmicin, Tobramycin). 

These results were comparable with results obtained by Tripathi et al. [32], the authors found that the 

isolates of P. aeruginosa were sensitive to variety of Aminosides antibiotic. The isolates showed variable 

susceptibility toward the Ceftazidime and Fosfomycin. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3. Sensitivity of P. aeruginosa towards antibiotics studied: Penicillin G (P), Piperacillin (PRL), 

Ticarcillin (TI), Ticarcillin-clavulanate (TIM), Imipenem (IMP), Ceftazidime (CAZ), Cefepime (FEP), 

Gentamycin (CN), Amikacin (AK), Netilmicin (NET), Tobramycin (TOB,), Ciprofloxacin (CIP), 

Levofloxacin (LE), Colistin (COL), Fosfomycin (FF). 
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Table 2. Susceptibility of P. aeruginosa isolates towards antibiotics studied 

Antibiotic group  ATB   Isolates tested of P. aeruginosa   

    P1 P2 P3 P4 P5 P6 PR 

   ID 
/ / / / / / /  

P 

 

(mm)          

    R R R R R R R 

   ID 9,33 12,83 14 ,5 11,83 16,16 15,00 13,83 

 PRL  (mm) ± 2,08 ± 4,25 ± 3,50 ± 2,02 ± 0,62 ±3,50 ± 1,15 

β-lactamins 

   R R R R R R R 

  
ID 22,83 20,33 24,16 24,00 23,00 22,50 27,33    

 TI  (mm) ± 1,75 ± 3,21 ± 2,75 ± 1,32 ± 2,00 ± 0,50 ± 0,57 

    S S S S S S S 

   ID 
/ / / / / / /  

TIM 

 

(mm)          

    R R R R R R R 

   ID 8,16 8,66 10,50 9,16 8,00 

/ 

7,33 

Carbapenems IMP 

 
(mm) ± 1,15 ± 1,15 ± 1,80 ± 1,60 ± 1,00 ± 0,57   

    R R R R R R R 

   ID 13,50 11,33 16,33 16,16 15,00 15,50 17,33 

 CAZ  (mm) ± 0,50 ± 0,28 ± 1,52 ± 1,89 ± 1,73 ± 0,86 ± 1,25 

Cephalosporins 

   R R S S R R S 

  

ID 
/ / / / / / / 

   
 

FEP 

 

(mm)          

    R R R R R R R 

   ID 22,50 20,00 24,66 24,33 24,66 23,66 24,66 

 CN  (mm) ± 0,50 ± 2,00 ± 1,52 ± 1,04 ± 1,52 ± 0,28 ± 0,76 

    S S S S S S S 

   ID 24,33 23,83 29,33 27,33 28,83 25,50 27,00 
 AK  (mm) ± 0,57 ± 0,28 ± 0,57 ± 0,57 ± 0,76 ± 0,50 ± 1,00 

Aminosides 

   S S S S S S S 

  

ID 12,33± 11,83± 15,83± 15,50± 16,00± 15,00± 16,00±    

 NET  (mm) 0,76 0,57 0,76 0,50 1,00 0,50 0,00 

    S  S S S S S 

   ID 21,83 21,66 26,00 24,66 26,33 24,66 24,33 
 TOB  (mm) ± 1,25 ± 2,08 ± 1,73 ± 1,15 ± 1,04 ± 0,76 ± 1,15 

    S S S S S S S 

   ID 37,50 33,00 38,33 34,33 40,00 36,33 34,66 

 CIP  (mm) ± 0,86 ± 1,73 ± 1,52 ± 0,57 ± 1,00 ± 0,57 ± 0,57 

Fluoroquinolones 

   S S S S S S S 

  

ID 32,66 29,50 32,16 31,66 35,83 29,16 30,66    
 LE  (mm) ± 1,15 ± 3,04 ± 2,25 ± 1,53 ± 1,75 ± 0,76 ± 1,52 

    S S S S S S S 

   ID 10,33 8,66 9,83 20,83 12,33 7,50 23,16 

/ FF  (mm) ± 0,57 ± 1,25 ± 1,25 ± 3,01 ± 3,21 ± 0,47 ± 2,75 

    R R R S R R S 

/: no zone of inhibition 

 

Extraction yields 

 

Ethyl acetate and butanolic extracts from leaves of L. inermis obtained from two different regions are shown 

in Figure 4. According to the results obtained, a low difference was noticed between the tested varieties of L. 

inermis. On the other hand, comparison of flavonoids extraction yield of solvents showed that butanol 

fraction extract was found: 12,87% and 12,31% for samples of Adrar and Biskra respectively and found less 

important (6,56% and 6,36%) for ethyl acetate fractions. 
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Figure 4. Extraction yield of ethyl acetate and butanolic fractions of two different varieties of L. inermis. 

 

Total phenols and flavonoids contents: 

The table 3 summarizes the results of the phenols and flavonoids contents. It was found that total phenolic 

and flavonoids compound extracted from henna leaves are affected with solvent system. The quantitative 

estimation showed that ethyl-acetate extracts for both samples of L. inermis are rich in polyphenols (224,83-

136,95 mg GAE/g) and flavonoids (20,15-24,92 mg QE/g) comparatively with butanolic extract. 

 

The solvent is one the factors that can affect the extraction of polyphenols [33]. The extraction of phenolic 

compounds is also influenced by the extraction method, time and the condition of storage of plant material, 

chemical structure and sizes of particles forming the phenolic compounds [34]. 

 

Table 3. Total phenols and flavonoids contents of ethyl acetate and butanol extracts of L. inermis leaves. 
 Plant extract  Total phenols  Flavonoids 

    (mg GAE/g extract)  (mg QE/g extract) 

 L. inermis (S1)  Ethyl-acetate 224,83±20,07  20,15±1,41 

   Butanolic 147,5±6,60 18,81±2,33 

 L. inermis (S2)  Ethyl-acetate 244,58±25,54  24,92±2,47 

   Butanolic 136,95±4,76 15,65±1,43 

 S1: L. inermis from Adrar region     

 S2: L. inermis from Biskra region     

 

Antibacterial Activity: 

The antimicrobial activity of ethyl acetate and butanolic fractions of the two L. inermis extracts revealed 

significant antibacterial activity against all tested isolate of P. aeruginosa (Table 4). However, leaves 

obtained from Adrar region had the highest anti- P. aeruginosa activity compared with L. inermis from 

Biskra. The comparison of the zones inhibition obtained by the two extracts tested show that the butanolic 

fractions exhibited a greater antibacterial activity against all isolates tested for both tested varieties 

comparatively to ethyl acetate fractions. 

 

L. inermis is a natural colorant showing a high compatibility with the environment [35]. It has been widely 

used to treat skin infections, such as tinea. Naphthoquinones, including lawsone (2-hydroxynapthoquinone) 

are the principal constituent responsible for the antimicrobial properties of the plant [36, 37]. 

 

Minimal inhibitory concentration: 

The results indicate that the butanolic fraction inhibit the tested bacteria more than ethyl acetate, with a CMI 

of 3,12 mg/ml and 6,25 mg/ml obtained from L. inermis leaves of Adrar and Biskra respectively. However 

the ethyl acetate fraction exerts an inhibitory activity (MIC) at a concentration of 6.25mg/ml and 12,5mg/ml 

(Table  

5). The minimum bactericidal concentration (MBC) was around 6,25mg/ml and 12,5 mg/ml for the butanolic 

leaves extract of L. inermis obtained from Adrar region and Biskra region and at concentration of 12,5 

mg/ml for ethyl acetate extracts for both varieties (Table 5). The butanolic extract showed the lowest MICs 
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compared to ethyl acetate extracts and this may be due to the large quantity of bioactive compounds that 

were retained by the solvent (Butanol) during the extraction process. 

 

Table 4. Antimicrobial activity of two varieties of L. inermis extracts against isolates of P. aeruginosa 

 Plants extract    P1 P2 P3 P4 P5 P6 PR 

 L. inermis (S1)   Ethyl acetate  12,83 12,16 11,50 12,30 11,83 11,00 11,33 

      ±0,57 ±1,25 ±0,50 ±0,57 ±0,28 ±1,25 ±0,76 

    Butanolic 17,16 17,00 16,16 17,66 17,16 16,50 17,00 
      ±0,76 ±1,00 ±0,84 ±1,15 ±0,76 ±1,0 ±1,0 

 L. inermis (S2)   Ethyl acetate  08 9,66 8,83 9,66 8,83 8,16 7,50 

      ±0,50 ±1,15 ±1,52 ±0,67 ±1,51 ±0,57 ±0,5 

    Butanolic 12,66 12,33 11,66 12,16 11,83 11,5 11,16 

      ±0,76 ±0,28 ±0,28 ±0,76 ±0,57 ±0,50 ±0,28 

 S1: L. inermis from Adrar region        
 S2: L. inermis from Biskra region        

 

Table 5. MIC and MBC of ethyl acetate and butanolic extracts of two different varieties of L. inermis 

 Plants extracts       
Isolates of P. aeruginosa 

tested      CMB/CMI 

      P1  P2   P3  P4  P5  P6  PR  

   MIC (mg/ml) 6,25  6,25  6,25   6,25  6,25   6,25  6,25   

  AE  MBC  
6,25 

  
6,25 

  
6,25 

  
6,25 

  
6,25 

  
6,25 

  
6,25 

 2 
    

(mg/mL) 

               

 

L. inermis 

                        

   

MIC 

                      

 

(S1) 

  
3,15 

 
3,15 

 
3,15 

  
3,15 

 
3,15 

  
3,15 

 
3,15 

  
   

(mg/mL) 

          

  

BE 

                      

1-2    

MBC 

 

6,25 

  

6,25 

  

3,15 

  

6,25 

  

3,15 

  

6,25 

  

6,25 

 

                   
    

(mg/mL) 

               

                          

    MIC 

12,5 

 

12,5 

 

12,5 

  

12,5 

 

12,5 

  

12,5 

 

12,5 

  

    
(mg/mL) 

          
  

AE 

                      

1    

MBC 

 

12,5 

  

12,5 

  

12,5 

  

12,5 

  

12,5 

  

12,5 

  

12,5 

 

                   

 

L. inermis 

  
(mg/mL) 

               
                         

 (S2)   MIC 

6,25 

 

6,25 

 

6,25 

  

6,25 

 

6,25 

  

6,25 

 

6,25 

  

    
(mg/mL) 

          
  

BE 

                      

1    

MBC 

 

6,25 

  

6,25 

  

6,25 

  

6,25 

  

6,25 

  

6,25 

  

6,25 

 

                   

    
(mg/mL) 

               
                          

S1: L. inermis from Adrar 

region   

AE: Ethyl acetate 

extract             

S2: L. inermis from Biskra 
region   BE: butanolic extract             

 

 

Effect of plant extracts on P. aeruginosa biofilm formation: 

The non growth inhibition concentration of the flavonoids extracts of L. inermis samples on the P. 

aeruginosa cells was selected for the study to allow the growth of planktonic cells to develop biofilms. The 

results (Figures 5, 7 and 8) showed that the butanol fractions can reduce biofilm formation for both L. 

inermis samples tested. However subinhibitory concentrations of ethyl acetate did not affect biofilm 

formation in all isolates of P. aeruginosa in both methods (Figures 6, 9 and 10). The significant effect of the 

butanolic extract was found at the concentration of ½ MIC as indicated from the remarkable decreased in the 

number of attached cells (biofilm) and significant reduction in the OD580nm value after 24h incubation. 

Plant extracts and other biologically active compounds isolated from plants are known to exhibit 

antimicrobial properties. In recent years, plant extracts and phytochemicals have also been highlighted as 

Quorum Sensing Inhibitors (QSI), providing an opportunity to develop new drugs against these targets to 

combat biofilm formation. Phenolic substances, including flavonoids are a major class of phytochemicals 

that have demonstrated significant anti-inflammatory, antioxidant, and anticancer properties. Flavonoids 
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contents of L. inermis such as quercetin and apigenin have been reported to have quorum sensing inhibitors 

activities. Vikram et al. [39] demonstrated a potential modulation of bacterial cell to cell communication, 

decreasing biofilm formation on enterohemorrhagic Escherichia coli (EHEC) and Vibrio harveyi virulence, 

by the two flavonoids compounds quercetin and apigenin. 

 

A B 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5. Effect of the butanolic extract (A) and ethyl acetate extract (B) of L. inermis (S1) on the 

biofilm formation by P. aeruginosa on polystyrene microtiter plates. 
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Figure 6. Effect of the butanolic extract (A) and ethyl acetate extract (B) of L. inermis (S2) on the 

biofilm formation by P. aeruginosa on polystyrene microtiter plates. 

 

 

 
 

Figure 7. Effect of the butanolic extract of L. inermis (S1) on the biofilm formation by P. aeruginosa. 
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Figure 8. Effect of the ethyl acetate extract of L. inermis (S1) on the biofilm formation by P. aeruginosa. 

 

 
 

Figure 9. Effect of the butanolic extract of L. inermis (S2) on the biofilm formation by P. aeruginosa. 

 

 
Figure 10. Effect of the ethyl acetate extract of L. inermis (S2) on the biofilm formation by P. aeruginosa. 
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CONCLUSION: 

 

According to our results obtained, where all studied extracts present an antibacterial property against all the 

isolates tested. It was also indicated that L. inermis obtained from Adrar region had the highest anti- P. 

aeruginosa activity compared with that obtained from Biskra region. However the butanolic fractions of 

both L. inermis samples have the highest effect with a MIC of 3.12mg/ml and 6.25mg/ml for samples of 

Adrar and Biskra respectively, compared with the fractions of ethyl acetate which showed a MIC of 

6.25mg/ml and 12.5mg/ml for the same samples. Also, the biofilm formation was decreased when incubated 

with the ½ MIC of butanolic fraction for both L. inermis samples tested. Whereas the ½ MIC of ethyl acetate 

did not affect biofilm formation in all isolates of P. aeruginosa. We conclude that the extraction by butanol 

is that which makes it possible to better concentrate the antibacterial active ingredients present in the hydro-

methanolic (70%) extract of Lawsonia inermis leaves. 
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Abstract 

   
Pseudomonas aeruginosa is an opportunistic pathogen resisting to several antibiotics. The resistance has been 

associated with bacterial biofilm formation favored by the presence of exopolysaccharides (EPS) and the ability 

to express many virulence factors. In our study, we investigated the use of salicylic acid (SA) to affect biofilm 

formation by use of crystal violet staining method (CVSM), swarming motility, pyocyanin and rhamnolipids 

production by P. aeruginosa ATCC 27853 and five clinical isolates of the same species. The results showed that 

MIC and MBC of SA against the studied bacteria were recorded around 10mM and 20mM respectively and the 

biofilm formation was highly decreased when incubated with the sub-inhibitory SA concentrations. Where we 

recorded an inhibition of 62,97% at the concentration of 4mM of SA for the reference strain P. aeruginosa ATCC 

27853. Pyocyanin production and motility assay showed that sub-inhibitory concentrations of salicylic acid 

significantly decreased pyocyanin production and swarming motility, with relative swarming motility of 33% for 

P. aeruginosa ATCC 27853 at concentration of 4mM compared to non treated strain. Then the rhamnolipids 

production detected for only one isolate (P2) in the utilized medium PPGAS among the tested isolates was 

completely inhibited by 2mM or more of SA. 
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Introduction 

Pseudomonas aeruginosa is an opportunistic 

bacterium causing nosocomial infections, especially 

in immune compromised patients. It colonizes lungs, 

urinary tract, kidneys, and also adheres to catheters, 

causing inflammation and septic shock in hospital 

patients (Donalan, 2011). The capacity of P. 

aeruginosa to cause a wide variety of diseases 

depends partially on its ability to express many 

virulence factors. The principal factor rendering the 

pathogen resistant to antibiotics and environmental 

fluctuations is the formation of biofilms. They are a 

complex structure composed of microbial cells 

adhered to a surface and enclosed in a matrix of 

hydrated extracellular polymeric substances (EPS), 

Biofilms have significant implications in medical 

settings, primarily due to their resistance to 

antimicrobial agents and to host immune system, 

resulting in chronic infections and medical equipment 

contaminations (Harmsen et al., 2010). 

 

Bacterial behavior within biofilms is regulated by the 

phenomenon of quorum sensing (QS) (Heurlier et al., 

2006). It’s a regulatory mechanism that enables 

bacteria to make collective decisions with respect to 

the expression of a specific set of genes (Kalia, 

2013).The main components of QS system are the QS 

signal synthase, the signal receptor and the signal 

molecule (Williams, 2007). In P. aeruginosa, there 

are two known complete conventional QS system, las 

and rhl. The synthase LasI and RhlI produce the 

homoserine lactones 3OC12-HSL and C4-HSL 

respectively, which complex with their correspondent 

transcriptional regulators, LasR and RhlR to 

modulate the transcription of 5-10% of the entire P. 

aeruginosa genome (Dekimpe and Deziel, 2009). 

Pesci et al. (1999) discovered a third P. aeruginosa 

quinolone signaling system (PQS).PQS belongs to the 

family of the 4-hydroxy-2-alkylquinolines (HAQ).Two 

operons are implied in the synthesis of the HAQ: 

pqsABCDE and phnAB, (Deziel et al., 2004) the 

expression from these two operons is controlled 

positively by the factor transcriptionnel associated 

virulence PqsR (also called MvfR) (Deziel et al., 

2005). 

The 4-hydroxy-2-heptylquinoline is transformed into 

PQS by PqsH of which the expression is controlled by 

LasR (Deziel et al., 2004; Gallagher et al., 2002).  The 

PQS-PqsR system is controlled positively  by LasR 

and negatively by Rhl. Pyocyanin is one of the main 

virulence factors in P. aeruginosa regulated by 

quorum sensing and synthesized by several strains of 

the genes at high cell densities, associated with 

biofilm formation (Costerton et al., 1999). The 

Swarming motility is a complex phenomena also 

regulated by quorum sensing playing an important 

role in the pathogenicity and biofilm formation of P. 

aeruginosa. It requires flagella, type IV pili, and 

biosurfactants production (Pamp et al., 2007). 

Among the best known biosurfactants produced by P. 

aeruginosa are Rhamnolipids. They are surface-

active molecules considered as a key in swarming 

motility and by decreasing the surface tension 

between the cells and its environments. 

 

Salicylic acid (SA) is the major phenolic acid plant 

product, a secondary metabolite which occurs in some 

fruits and vegetables. Besides its well-known function 

in regulating plant defense, a recent study 

demonstrated that the non-steroidal anti-

inflammatory drug (SA) reduced biofilm formation of 

Staphylococcus epidermidis (Polonio et al., 2001), 

Bacillus subtilis (Rudrappa et al., 2007), P. 

aeruginosa and Staphylococcus aureus. It affects 

motility and reduces other virulence factors in P. 

aeruginosa (Bandara et al., 2006; Da et al., 2010). 

The SA is also known by interfering with global 

regulators and the expression of S. aureus virulence 

factors (Riordan et al., 2007).  

 

The main goal in the present work was to study 

biofilm formation with and without SA and to explore 

the effects of SA on the growth, swarming motility, 

pyocyanin and rhamnolipides production in six 

isolates of P. aeruginosa. 

 

Materials and methods  

Bacterial strains  

The tests were carried out using a reference strain P. 

aeruginosa ATCC 27853 and five clinical isolates of P. 

aeruginosa isolated from a health center in Sidi 

Lakhdar Mostaganem (Algeria). 
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The isolates were identified by some phenotypic tests 

and completed by the API 20NE system (bioMérieux 

Marcy-l’Etoile, France). 

 

Effect of salicylic acid on the growth of P. aeruginosa 

To determine whether the presence of SA had some 

effects on the bacterial growth in liquid medium, the 

minimum inhibitory concentration (MIC) was 

determined usingthe broth macrodilution method 

(Moroh et al., 2008). 200 μl at 106 cells/ml of five 

isolates and one strain of P. aeruginosa ATCC 27853 

were inoculated with 2 ml trypticase soy broth (TSB) 

supplemented with 0, 0.5, 1, 2.5, 5, 10, 20 and 40mM 

SA. After 24 h incubation at 37°C, the Minimal 

inhibitory concentration (MIC) was calculated as the 

lowest concentration of SA that inhibited visible 

growth of the microorganism. The MBC was 

determined by spreading out 0.l ml of the tubes 

contents of concentration ≥ MIC on Mueller-Hinton 

agar. The MBC is the smallest concentration which 

permits the survival of 0.01% or more of the bacterial 

suspension after 24 h incubation. 

 

Effect of salicylic acid on biofilm formation 

The studied strains of P. aeruginosa were screened 

for their ability to form biofilms. The quantitative 

assays on biofilm formation were performed in glass 

tubes. 200 μl of bacterial suspension (OD ≈ 0.08 at 

620nm) was inoculated in tubes containing 2 ml of 

TSB (as a control) and TSB with the (0.5, 1, 2 and 

4mM) of SA. Biofilms were allowed to develop under 

static conditions at 37°C quantified after 24h, by 

spectroscopic determination at 580 nm after a crystal 

violet staining (1% w/v) (Djordjevic et al., 2002). 

 

Swarming assay 

Swarming motility was evaluated on modified BM2 

glucose plates (62 mM potassium phosphate buffer 

pH 7, 0.5% casamino acids, 2 mM MgSO4, 10 μM 

FeSO4, 0.4% (w/v) glucose) containing 0.5% (w/v) 

agar (Overhage et al., 2008). The SA at 0, 0.5, 1, 2 

and 4mM was incorporated into the growth medium 

(tempered at 45 °C). A sub-inhibitory concentration 

was used to ensure that the effects on motility 

inhibition were not due to antimicrobial activity. 3 μL 

aliquots of the log phase cultures at 106 cells/ml were 

inoculated onto the centre of each plate that was 

subsequently incubated overnight at room 

temperature. The motility halos were measured after 

24hours incubation. Three plates were used to 

evaluate the motility of each bacterium and three 

independent experiments were performed. 

 

Effect of salicylic acid on pyocyanin production by P. 

aeruginosa 

The pyocyanin assay was performed using Luria 

Bertani broth (LB; tryptone 1%, yeast extract 0.5% 

and NaCl 1.0%). To determine the effect of SA on 

pyocyanin production, 200 μl of the bacterial 

suspension (OD ≈ 0.08 at 620nm) of P. aeruginosa 

ATCC 27853 and five isolate were inoculated in tubes 

with 3 ml Luria Bertani broth (LB) supplemented 

with 0, 0.5, 1, 2 and 4mM of SA. The tubes were 

incubated for 48 h at 37°C under shaking conditions 

(180 rpm). Pyocyanin was extracted as described in 

the literature (Essar et al., 1990). 2.5ml culture was 

extracted in 1.5 ml of chloroform and transferred to a 

clean tube. 0.8 ml of 1 N HCl was added and gently 

shaken to bring the pyocyanin to the pink aqueous 

phase. The OD at 520nm of the aqueous solution was 

measured and the pyocyanin concentration (mg/ml) 

was determined by multiplying this measurement by 

17.07 (Drenkard, 2003). 

 

Effect of SA on Rhamnolipids production 

Rhamnolipids production was tested on Proteose 

Peptone-Glucose-Ammonium Salts (PPGAS) 

medium: NH4Cl : 1 g/L, KCl : 1,5 g/L, TRIS-HCl : 19 

g/L, MgSO4.7H2O : 0,4 g/L, Glucose : 5 g/L, Peptone : 

10 g/L. The experiment was conducted in 250ml 

flasks containing 50ml of PPGAS medium. The flasks 

were inoculated with 1 ml of the bacterial suspension 

(106cells/ml) of six isolate of P. aeruginosa and 

incubated under shaking conditions (180 rpm) at 30 

°C for 3 and 8 days. To determine the influence of SA 

on rhamnolipids production, the bacterial 

suspensions were inoculated with PPGAS medium 

supplemented with 0, 0.5, 1, 2 and 4mM of SA. The 

cells suspensions were centrifuged at 8000g for 20 

min to prepare the cell-free supernatant (CFS). 300 

μL of the CFS was extracted 2 times with 600 μL of 

diethyl ether, the 2 extracts are gathered and 
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evaporated dry to yield rhamnolipids. The 

rhamnolipids were dissolved in100 μL of distilled 

water. The concentration of rhamnolipids was 

determined using the orcinol assay (Wilhelm et al., 

2007). By mixing 100 μl of diluted solution of 

rhamnolipids (purified with liquid–liquid extraction) 

with 100 μl of orcinol at 1,6% and 800 μL of sulphuric 

acid at 60%. The mixture was heated at 80°C for 30 

minutes, absorbance was measured 

spectrophotometrically at 421 nm. The concentration 

of rhamnolipids was calculated according to L-

rhamnose standard curve (0 to 50 mg/l) and 

multiplying the result with a coefficient of 3.4 

obtained from the correlation of pure 

rhamnolipids/rhamnose (Benincasa et al., 2004). 

 

Crystal violet analysis  

The quantitative analysis of biofilm formation was 

performed using crystal violet staining of the attached 

cells, the supernatant in the tubes were aspirated and 

rinsed 3 times with distilled water and fixed by drying 

at room temperature until they were fully dried out. 

The total of 2 ml of 1% crystal violet was added into 

each tube for 15 min. The excess stain was washed off 

3 times with distilled water. The crystal violet that 

stained the attached cells was distained with 2 ml of 

95% ethanol at room temperature for 2 minutes. The 

optical density (OD at 580nm) of 2 ml distained 

solution was examined using a spectrophotometer 

(Djordjevic et al., 2002). The absorbance value is 

positively correlated to the amount of the bacterial 

adhesion or biofilm. All tests were performed in three 

triplicate and the absorbance readings were averaged. 

 

Statistical analysis 

The experimental results were expressed as mean ± 

standard deviation of three replicates. The data were 

evaluated by analysis of variance using Statbox 6. The 

comparison of means was performed using the least 

significant difference were considered statistically 

significant if P < 0.05. 

 

Results and discussion 

Minimum inhibitory concentration 

The antibacterial activity of SA was examined against 

five isolates of P. aeruginosa and P. aeruginosa 

ATCC27853. MIC assay results indicated that SA 

concentrations ≥10 mM inhibited strains growth in all 

tubes when viewed with naked eye. The MBC of the 

phenolic acid (SA) was around 20mM (Fig. 1).

 

 

Fig. 1. Variation of turbidity due to the growth of P. aeruginosa ATCC 27853 according to the concentration of 

Salicylic Acid (A) and minimal bactericidal concentration (B). 
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The medicinal properties of salicylic acid have been 

known since ancient times. There are studies on the 

inhibition of planktonic cell growth with SA 

demonstrated significant antimicrobial properties 

(Delaney et al., 1994; Kus et al., 2002; Prithiviraj et 

al., 2005; Samuel et al., 2011). 

 

 

Biofilm formation assay 

Biofilm development is associated with antibacterial 

resistance and can contribute to severe infections 

(Høiby et al., 2010). To test whether the presence of 

SA affects the biofilm formation on P. aeruginosa, we 

carried out an in vitro experiment in which SA was 

supplemented into the culture medium with different 

concentrations (0.5, 1, 2, and 4mM). 

  

 

Fig. 2. Effect of the Salicylic Acid on the biofilm formation by P. aeruginosa ATCC 27853, A: negative control, 

0mM: positive control.  

 

 

Fig. 3. Reduction of biofilm formation by P. aeruginosa ATCC 27853 and five isolates of P. aeruginosa in the 

presence of 0, 0.5, 1, 2 and 4mM of SA. 

The obtained result reported that the addition of SA 

can reduce biofilm formation in P. aeruginosa 

compared to the untreated control (Fig. 2 and 3). A 

number of studies have found that SA can reduce 

biofilm formation in P. aeruginosa (Prithiviraj et al., 

2005; Mei et al., 2010; Samuel et al., 2011). Films of 

the salicylic acid-releasing polymers were found to 

inhibit biofilm formation, as shown by 
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bioluminescent and GFP in P. aeruginosa and E. coli 

strains (Nowatzki et al., 2012). Rosenberg et al. 

(2008) and Nowatzki et al. (2012) found that salicylic 

acid-based and realising polymers significantly 

reduced biofilm formation by Salmonella enteric 

serovar typhimurium and E. coli. 

 

One hypothesis that could explain the observed 

biofilm inhibition is that the SA is somehow affecting 

quorum sensing (QS) knoun as cell to cell 

communication wich is required for the 

differentiation of the individual cell to the mature 

biofilm (Davies et al., 1998). Data provided by some 

studies showed that mutants with lack of QS form 

biofilms that are more unstructured, and susceptible 

to chemical agents compared to wild types 

(Bjarnsholt et al., 2005). P. aeruginosa QS is 

composed of las, rhl and pqs circuits under control of 

lasI/R system (Rasmussen and Givskov, 2006; 

Jimenez et al., 2012).  

 

 

Fig. 4. Effect of SA on swarming motility in P. aeruginosa ATCC 27853. 

 

 

Fig. 5. Quantification of swarming motility by P. aeruginosa ATCC 27853 and five isolates of P. aeruginosa 

when exposed to increasing concentrations of salicylic acid. 
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Interference with QS can affect the biofilm 

development and make the bacteria more susceptible 

to anti-microbials (Landini et al., 2010). Yang et al. 

(2009) reported that SA suppressed the expression of 

genes associated with the las/rhl quorum sensing 

autoinducer 1 (AI1) homoserine lactone-based 

signalling system in P. aeruginosa. 

 

Effect of SA on swarming motility 

P. aeruginosa motility plays a vital role in creation of 

biofilms in its initial attachment (Arora et al., 2005). 

The sub-inhibitor concentrations (0,5. 1. 2 and 4 mM) 

of SA decreased swarming motility in all studied 

strains of P. aeruginosa (Fig. 4 and 5). Samuel et al. 

(2011) conducted the motility assays on wild-type 

strains, flagella and type IV pili mutants and found 

that salicylic acid had significant effects in decreasing 

swarm, swim and twitch motility for all strains tested. 

The swarming motility has been shown to be 

important for the early stages of biofilm formation 

(Shrout et al.,2006).  

 

 

Fig. 6. Effect of the salicylic acid on the pyocyanin production by P. aeruginosa. A: negative control. 

It occurs by overcoming the long-range repulsive 

forces that facilitate close approach to the surfaces, 

enabling accelerated surface adhesion (Karatan and 

Watnick, 2009). Houry et al. (2010) also reported the 

importance of motility in B. cereus biofilm formation 

in microtiter plates.  

 

Swarming is a complex motility regulated by quorum 

sensing that occurs on semi-solid surfaces, and 

requires flagella, type IV pili and biosurfactant 

production (Pamp and Tolker-Nielsen, 2007). 

 

Effect of salicylic acid on pyocyanin production 

Pyocyanin is a blue-green phenazine produced by 

several strains of P. aeruginosa (Dietrich et al., 2006). It 

is one of the many controlled molecules by the QS, 

synthesized at high cell densities, and associated with 

biofilm formation (Costerton et al., 1999). We tested the 

effect of SA on pyocyanin production by supplementing 

the growth medium with different concentrations. 

Addition of SA to the bacterial growth medium reduced 

the production of pyocyanin (Fig. 6).  

 

Prithiviraj et al. (2005) showed while the addition of 

0.1 mM SA reduced pyocyanin production by ≈50%, 

and 1.0 mM SA resulted in more than an 80% 

reduction of pyocyanin production with no apparent 

effect on the growth of the bacteria.  

 

They also evaluated the effect of SA derivatives, 

including acetyl salicylic acid, salicylamide, and methyl 

salicylate, and benzoic acid, on pyocyanin production by 

PA14. All the SA derivates led to reduce pyocyanin 

production, and the levels of reduction caused by methyl 

salicylate, salicylamide, and benzoic acid were close to 

those caused by SA. Prithiviraj et al. (2005) indicated 

that Salicylic acid down regulates rhlR and lasA in P. 

aeruginosa PA14 and cause subsequent inhibition of 

pyocyanin, protease, and elastase activities (Yang et al., 

2009; Guo et al., 2013). 
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Fig. 7. Rhamnolipids production by P. aeruginosa ATCC 27853 (PR) and five clinical isolates of P. aeruginosa. 

Rhamnolipids production  

Rhamnolipids are biosurfactants produced by P. 

aeruginosa (Soberon-Chavez et al., 2005). They are 

extracellular amphiphilic glycolipides used by this 

bacterium like factors of virulence. They support the 

swarming because they act as wetting agents which 

reduce the surface stress (Caiazza et al., 2005). 

As show in Fig.7, Only one isolates (P2) showed a 

production of rhamnolipids. They were extracted 

from the cell free supernatant of the 3-day bacterial 

culture with yield of 4,5 mg/l. The other isolates did 

not show rhamnolipids production in the utilized 

medium PPGAS (Fig. 8). 

 

 

Fig. 8. Effect of salicylic acid on the production of rhamnolipids by P. aeruginosa (P2).  

Nagant et al. (2013) indicated that rhamnolipids 

production was highly related to bacteria species and 

to culture conditions. As also cited by Juan et al. 

(2001) P. aeruginosa UG2 was examined under 

different culture conditions show that the 

Rhamnolipid yield was affected by the nature of the 

carbon sources, the nutrient concentrations, pH, and 

age of the culture. 

Our results indicated when using SA that rhamnolipids 

production was highly infected and the MIC was at 2mM 

(Fig. 8). Rhamnolipids are produced during the 

formation of the biofilm under the control of quorum 

sensing (QS) system (Jensen et al., 2007). The 

expression of the genes rhlB and rhlA coding for a 

rhamnosyltransférase implicated in the synthesis of the 

rhamnolipids  was decreased in the presence of an 

antimicrobial peptide (Ochsner et al., 1995). 
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Conclusion 

Following the obtained results we can conclude that 

SA inhibits bacterial growth depending on 

concentrations. The MIC and MBC of SA were 

recorded around 10mM and 20 mM respectively. We 

can also retain that SA decreased biofilm formation 

by the used Pseudomonas. The swarming motility 

and pyocyanin production by the studied 

Pseudomonas were also affected by the SA. The 

production of rhamnolipids was completely inhibited 

in (P2) the only one isolate producing them in PPGAS 

medium. 
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A B S T R A C T  
 
In the present study three isolates belonging to Pseudomonas sp and one 
reference strain of P. aeruginosa ATCC 27853 were tested for biofilm for-
mation on two types of support (glass and polystyrene), using two cultures 
medium Tryptone Soy Broth (TSB) and Modified Biofilm Broth (MBB). The 
results showed that the quantity of biofilm formed depends on the nature of 
culture medium, where the rate of the adherent bacteria was more signifi-
cant in TSB medium. Polystyrene was more favorable to bacteria for adher-
ence compared to glass. We examined the effectiveness of three types of 
disinfectants, sodium hypochlorite, hydrogen peroxide and temperature on a 
biofim formed by the studied bacteria. Sodium hypochlorite reached good 
levels of biofilm eradication using all isolates adhered on the two types of 
support. Hydrogen peroxide exerted less significant effect compared to sodi-
um hypochlorite, eliminating approximately 56% from the biofilm adhered 
on polystyrene at concentration of 3%. The elimination of biofilm tempera-
ture (80°C) was rather weak compared with the two chemical disinfectants. 
Our study included the testing of extracts of three plants: Allium sativum, 
Aloe vera and Lawsonia inermis on biofilm eradication formed by P. aeru-
ginosa ATCC 27853.  The effect of these plant extracts on planktonic cells was 
also studied. The results showed that Allium sativum and Lawsonia inermis 
inhibit both bacterial growth and biofilm formation and no activity was de-
tected for Aloe vera extract.  

1. Introduction 

For a long time bacteria were studied in planktonic 
form, as free cells, whereas, paradoxically, in natu-
ral environment, micro-organisms are attached to a 
surface, organized in structured communities, and 
included in a matrix of exo-polymers. These modes 
of development are called biofilms. These later can 
develop on various kinds of surface materials in-
cluding glass, stainless steel, plastic and rubber that 

are the main materials used in food processing 
where nutrients, ions and other organic materials 
are present to promote the growth (Chae and 
Schraft, 2000). 

Research on bacteria should thus concentrate on 
this type of structure rather than on the planktonic 
forms. Indeed, the problems generated by biofilms 
are numerous and touch various fields. For exam-
ple hospital sector is the most affected, where bio-



 7 

Aicha et al., South Asian J Exp Biol; 5 (1): 6-16; 2015 

films cause many nosocomial pathologies. Biofilms 
cause also problems in industry where they de-
grade installations. The major problem with this 
form of life is that it confers a significant resistance 
to various stresses: UV, metal toxicity, desiccation, 
depletion in nutriment and antibiotics, (Costerton 
et al., 1999). 

Like most bacteria, Pseudomonas is found in soils, 
plants, fresh and marine waters. Many stocks being 
able to develop in low temperature 
(psychrophilous stocks) contaminating foods or 
pharmaceutical products preserved in refrigerators. 
P. aeruginosa is also an opportunistic pathogen 
implicated in respiratory, urinary tract, gastrointes-
tinal infections, keratitis and otitis media. P. aeru-
ginosa is found in 10–20% of all hospital-acquired 
infections (Ikeno et al., 2007). It was always regard-
ed as a difficult target in anti-infectious chemother-
apy, where 0.3 % of its genes are directly implicat-
ed in mechanisms of resistance, as it is able to ac-
quire new mechanisms of resistance following the 
exposure to antibiotic during treatments (Woods, 
2004; Kipnis et al., 2006). 

We tested the effect of three disinfectants sodium 
hypochlorite, hydrogen peroxide and temperature 
on biofilms formed by Pseudomonas sp on two 
types of support material. Then we tested the 
effect of extracts prepared from three medicinal 
plants, garlic (Allium sativum), henna (Lawsonia 
inermis) and aloe (Aloe vera) on biofilm formation 
and bacterial growth of P. aeruginosa ATCC 27853. 

2. Materials and Methods 

2.1. Bacterial strains 

The tests were carried out with the stock reference 
strain P. aeruginosa ATCC 27853, and three isolates 
of Pseudomonas sp obtained from different food-
stuffs. These were identified microscopically and 
biochemically with the API 20E system. 

2.2. Biofilm assays 

P. aeruginosa strain ATCC 27853 and three isolates 
(P1, P2 and P3) of Pseudomonas sp were screened 
for their ability to form biofilms. The quantitative 
assays on biofilm formation were performed in 
glass tubes. 200 µl of bacterial suspension (OD620nm 
≈ 0.05) was inoculated in tubes containing 2 ml of 
TSB. Biofilms were allowed to develop under static 
conditions at 37°C. Biofilm developments in all con-
ditions were quantified after 2h, 4h, 6h, 20h, 24h, 
30h and 48h by crystal violet staining (1% w/v) and 

spectroscopic determination at 580 nm (Djordjevic 
et al., 2002). 

2.3. Biofilm assays according to the culture medi-
um and support material 

To quantify the formation of biofilm according to 
culture medium and type of support, we used two 
culture media: Trypticase Soy Broth (TSB) and Mod-
ified Biofilm Broth (MBB), in polystyrene and glass 
tubes. These later were rinsed with distilled water, 
air-dried and autoclaved at 120°C for 20 minutes. 
Polystyrene (PS) tubes were soaked in 95% ethanol 
for 30 min and air-dried in a laminar flow for 30 
min before use. 

200 µl bacterial suspensions (OD620nm ≈ 0.05) were 
inoculated into tubes containing 2 ml of TSB or 2ml 
of MBB, Biofilms were allowed to develop under 
static conditions at 37°C and quantified after 48 h 
of incubation by crystal violet staining (1% w/v) and 
spectroscopic determination at 580nm (Djordjevic 
et al., 2002). 

2.4. Effect of disinfectants on biofilms of Pseudo-
monas sp: 

To eliminate the biofilm formed by P. aeruginosa 
ATCC 27853 and three isolates of Pseudomonas sp, 
we tested three types of disinfectants, sodium hy-
pochlorite (13°), hydrogen peroxide (30%) and 
heating at 80°C. Hydrogen peroxide and sodium 
hypochlorite were prepared as dilutions ranging 
from 10-1 to 10-4. The effect of temperature was 
carried out in a water bath at 80°C for 1 h 
(Pécastaings, 2010). 

Biofilms were allowed to develop on glass and poly-
styrene surfaces tubes by inoculating 200µl bacteri-
al suspension (OD620nm about 0.05) in tubes con-
taining 2ml of culture medium. After 48 h of incu-
bation, the planktonic cells were aspirated out and 
biofilms or attached cells remained on the surface 
of the tubes were submerged for 1 h in sterile 
physiological water with the appropriate concen-
tration of disinfectants. Sterile physiological water 
was used to submerged mature biofilms in control 
tubes and in temperature effect experience. The 
quantity of biofilm under all conditions was exam-
ined using crystal violet staining method. All tests 
were performed in three replicates and the absorb-
ance readings were averaged. The percentage of 
elimination of biofilm was calculated according to 
the equation (Olson et al., 2002): 

Elimination rate = (AC - AT)/AC   X 100 
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AC: Optical density at 580 nm of the positive control 
(Biofilm untreated by disinfectants).  

AT: Optical density at 580 nm of the biofilm treated 
by disinfectants. 

2.5. Effect of some plant extracts on the growth of 
P. aeruginosa ATCC 27853 and their biofilm for-
mation 

Plant extracts 

We used the juice of Aloe vera and the liquid part 
extracted from fresh bulbs of A. sativum as a crude 
extracts of both plants. Methanol extract of L. in-
ermis was prepared by the Soxhlet apparatus: 50 g 
of leaves powder extracted with 300 ml of metha-
nol for 6 h at a temperature of 50 to 55ºC. The re-
sulting extract was concentrated, under reduced 
pressure in a rotary evaporates and stored at 4°C 
(Negrette et al., 1987). 

Antibacterial Activity: 

The evaluation of antimicrobial activity of extracts 
of A. sativum, Aloe vera and L. inermis was per-
formed against P. aeruginosa ATCC 27853 by disc 
diffusion method on Mueller-Hinton agar plates. 
(Sacchetti et al., 2005; Celiktas et al., 2007). Bacte-
rial cultures were grown in trypticase soy broth 
(TSB) at 37°C. After 6 h of incubation, 106cells/ml of 
bacteria were inoculated on the surface of Mueller-
Hinton agar plates. Subsequently, filter paper discs 
(6 mm in diameter) saturated with plant extract (50 
μl) were placed on the surface of the plates and 
incubated at 37 °C for 24 h.  

Plant extracts showing antimicrobial activity were 
tested to determine the Minimal Inhibitory Con-
centration (MIC) and the Minimal Bactericidal Con-
centration (MBC). 200 µl at 106 cells/ml of P. aeru-
ginosa ATCC 27853 were inoculated in tubes with 2 
ml trypticase soy broth (TSB) supplemented with 
increasing concentrations of plant extracts. After 24 
h at 37°C, the MIC of each sample was determined 
by measuring the optical density at 620 nm com-
paring the sample readout with the non inoculated 
nutrient broth (Moroh et al., 2008). The MBC was 
determined by spreading out 0.l ml of the tubes 
contents of concentration ≥ MIC on Mueller-Hinton 
agar. The MBC is the smallest concentration which 
permits the survival of 0.01 % or more of the bacte-
rial suspension after 24 h incubation. 

The effect of plant extracts prepared on the bio-
film formation by P. aeruginosa ATCC 27853: 

The quantitative analysis on the effect of plant ex-
tracts on the cell adhesion was performed using 
crystal violet staining of the attached cells. The 
quantitative assays on the effect of crude garlic ex-
tract and methanol extract of L. inermis on P. aeru-
ginosa ATCC 27853 biofilm formation were per-
formed in glass tubes. 200 µl of the bacterial sus-
pension (OD620nm ≈ 0.05) were inoculated into 2 ml 
of TSB (as a control), and TSB with the appropriate 
concentration of crude extract of A. sativum and 
methanol extract of L. inermis.  

Crystal violet analysis 

The quantitative analysis of biofilm formation was 
performed using crystal violet staining of the 
attached cells, the supernatant in the tubes were 
aspirated and rinsed 3 times with distilled water 
and fixed by drying at room temperature until they 
were fully dried out. The total of 2 ml of 1% crystal 
violet was added into each tube for 15 min. The 
excess stain was washed off 3 times with distilled 
water. The crystal violet that stained the attached 
cells was distained with 2 ml of 95% ethanol at 
room temperature for 2 min. The optical density 
(OD580nm) of 2 ml distained solution was examined 
using a spectrophotometer (Djordjevic et al., 2002). 
The absorbance value is positively correlated to the 
amount of the bacterial adhesion or biofilm. All 
tests were performed in three triplicate and the 
absorbance readings were averaged. 

3. Results and Discussion 

3.1. Biofilm assays 

In comparison between the three isolates and P. 
aeruginosa ATCC 27853, we noted that the capacity 
of biofilm formation differs depending on the time 
of incubation, where we observed that the capacity 
of P. aeruginosa ATCC 27853 to form a biofilm is 
higher compared to the other isolates (Figure 1). 

Figure 1: Inventory of the biomass adhered according to time 
of incubation of four isolates of Pseudomonas sp in TSB medi-
um.  
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The composition of the cell wall, as well as the 
physicochemical properties of the surface evolves 
according to the stage of growth and the physiolog-
ical state of the cell (Palmer et al., 2007). These 
results corroborate those of Chen and Strevett 
(2001), who studied the adhesion of various bacte-
ria (E. coli, P. fluorescens, B. subtilis) according to 
their phase of growth.  They determined that bac-
teria in stationary phase were most adhesive, be-
cause of the reduction in the free energy of interac-
tion between the micro-organisms and the support. 
The more the bacterial concentration increases, the 
more the number of adhered cells is significant, 
until the surface is entirely covered (Piette and Idzi-
ak, 1992). Thus the longer the contact between the 
micro-organism and the support the more the rein-
forcement of the established connections (Nejadnik 
et al., 2008).  

3.2. Biofilm assays according to culture medium 
and type of support 

Figure 2 shows that the quantity of biofilm formed 
by the three isolates of Pseudomonas sp and P. ae-
ruginosa ATCC 27853 was dependent on the nature 
of the culture medium, where the comparison of 
the biofilm formation between two culture media 
(TSB or MBB medium) show that the rate of the 
adherent bacteria in Trypticase Soy Broth medium 
(TSB) is more significant than the Modified Biofilm 
Broth medium (MBB). 

The results on the effect of nature of support (glass 
or polystyrene) on biofilm formation (Figures 3 and 
4) showed that the rate of adherent bacteria on 
polystyrene tubes was more important compared 
with glass tubes.  

The characteristics of the medium influence the 
interactions between cells and the solid surface 
depending on its nature and, viscosity, ionic force, 
type salts and pH (Saulou, 2009). The same idea 

was mentioned bay Martinez and Casadevall (2007) 
who confirmed that the sources of carbon available 
have an influence on the biofilm formation and its 
maturation. Spormann (2008) has also indicated 
that the concentrations of nutrients in a static me-
dium must be high so that it can form biofilms. 

A significant hydrophobia is often correlated with a 
strong adhesion, in particular on hydrophobic sur-
faces like plastics (McEldowney and Fletcher, 
1986), via hydrophobic attraction forces (An and 
Friedman, 1998; Donlan, 2002).  

Several studies realized in various applicability, 
showed that micro-organisms adhere with difficulty 
to hydrophilic materials (ex: glass, metals…), pre-
senting a strong affinity for polar water and sol-
vents, compared with hydrophobic materials like 
polyethylene, polystyrene and Teflon (Bos et al., 
1999; Bruinsma et al., 2001). 

3.3. Effect of disinfectants and temperature on 

Figure 2: Evaluation of the Biomass adhered according to the 
culture medium (TSB / BBM).  

Figure 3: Representative biofilm formation in glass tube (a) 
and polystyrene tube (b) after staining with 1% crystal violet 
solution. 

Figure 4: Evaluation of the Biomass adhered according to sup-
port material (glass/polystyrene). 
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biofilms of Pseudomonas sp 

The results obtained using sodium hypochlorite, 
hydrogen peroxide and temperature to eradicate 
mature biofilms formed by three isolates of Pseu-
domonas sp and P. aeruginosa ATCC 27853, 
showed that both chemical disinfectants exerted a 
remarkable effect on biofilms formed. We also re-
vealed that the rate of disinfection is different for 
both disinfectants and temperature; this is due to 
the variation of the treatments applied and also to 
the concentration of disinfectants used. We record-
ed that by using sodium hypochlorite at 10-1 dilu-
tion in TSB medium (Figure 5) an elimination of 
53% of biofilm formed by P. aeruginosa ATCC 
27853 in polystyrene, and 34% in glass tubes. With 
hydrogen peroxide at 10-1 dilution (Figure 7), we 
obtained an elimination of 23% on polystyrene 
tubes, and 27% on glass tubes. 

We also noted that biofilms formed by the three 
isolates of Pseudomonas sp and P. aeruginosa in 
BBM medium were more sensitive to various con-
centrations of disinfectants compared to those 
formed in TSB medium. We recorded that by using 
sodium hypochlorite at 10-1 dilution in BBM medi-
um (Figure 6) an elimination of 63% in polystyrene 
and 44% in glass tubes of biofilm formed by P. ae-
ruginosa ATCC 27853. With hydrogen peroxide 
(Figure 8), the rate of elimination on the polysty-
rene tubes was 26% and 39% in glass tubes. 

Hydrogen peroxide has a good activity on the 
planktonic cells (Tote et al., 2009), but its activity 
decreased on some bacterial biofilms (Presterl et 
al., 2007; Peeters et al., 2008).   

A study undertaken on biofilms in a system 
equipped with the dentist's chairs showed that the 
hydrogen peroxide alone allowed the elimination 
of 35 to 67 % of viable cells of the biofilm without 
leading to a complete elimination (Liaqat and Sabri, 
2008). 

For the effect of temperature (80°C) we recorded 
an elimination of 24% of biofilm formed by P. aeru-
ginosa ATCC 27853 in glass tubes (Figure 9). Our 
study shows that P. aeruginosa ATCC27853 is more 
resistant to different treatment used than the three 
isolates. In front of the weak bactericidal activity of 
hydrogen peroxide on biofilms of P. aeruginosa, 
several formulations were developed. Dequeiroz 
and Day (2007) for example, described the use of 
sodium hypochlorite combined with hydrogen per-
oxide to eliminate the cells from biofilms of P. aeru-

ginosa. Other formulations associate hydrogen per-
oxide with acetic acid.  

3.4. Effect of plant extracts on the growth of P. 
aeruginosa ATCC 27853 and biofilm formation 

Antibacterial Activity of plant extracts 

The results (Figure 10) showed antibacterial activity 
of crude garlic extract (A. sativum) and the metha-
nol extract of L. inermis against P. aeruginosa ATCC 
27853, but no activity was detected for the extract 
of Aloe vera. 

Figures 11 and 12 show the effect crude garlic ex-
tract and the methanol extract of L. inermis on the 
growth of P. aeruginosa ATCC 27853. The spectro-
photometer reading at 620nm showed a decrease 
in optical density of the culture with the increased 
concentration of garlic extract (1% ; 2% ; 3% ; 4% ; 
5% ; 6% ; 7% ; 8% ; 9% and 10%) (v/v) and methanol 
extract of L. inermis (0,1 ; 0,2 ; 0,4, 0,8 ; 1,6 ; 3,2; 
6,25 ; 12,50 ; 25 et 50 mg/ml). The MICs of garlic 
extract and methanol extract of L. inermis were 6%, 
and 12.5mg/ml respectively. 

The effect of plants extracts prepared on the bio-
film formation by P. aeruginosa ATCC 27853 

The effect of plant extracts on biofilm formation is 
presented in Figures 13 and 14. The results showed 
that the increasing concentrations of crude extract 
of A. sativum and methanol extract of L. inermis 
reduced biofilm formation of P. aeruginosa ATCC 
27853 tested after 24 h incubation. The presence of 
garlic extract was speculated to interrupt the ma-
ture biofilm formation in P. aeruguinosa that the 
biofilm amount also dramatically diminished ac-
cording to the reduction in the OD at 595nm value 
of the treated culture when compared to the un-
treated ones. 

Several studies showed that garlic extract and its 

Figure 9: Effect of temperature on the mature biofilm of 
three isolates of Pseudomonas sp and P. aeruginosa ATCC 
27853.  
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Figure 5: Effect of sodium hypochlorite on the mature biofilm of three isolates of Pseudomonas sp and P. 
aeruginosa ATCC 27853 in TSB medium (G: Glass, PS: Polystyrene).  

Figure 6: Effect of sodium hypochlorite on the mature biofilm of three isolates of Pseudomonas sp and P. 
aeruginosa ATCC 27853 in BBM medium (G: Glass, PS: Polystyrene).  
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Figure 7: Effect of the hydrogen peroxide on the mature biofilm of three isolates of Pseudomonas sp 
and P. aeruginosa ATCC 27853 in TSB medium (G: Glass, PS: Polystyrene). 

Figure 8: Effect of the hydrogen peroxide on the mature biofilm of three isolates of Pseudomonas sp and P. 
aeruginosa ATCC 27853 in BBM medium. (G: Glass, PS: Polystyrene).  
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Figure 10: Antibacterial effect (inhibition zones) of the studied plant extracts against P. aeruginosa ATCC 27853.  

Figure 11: Variation of turbidity due to the growth of P. aeruginosa ATCC 27853 according to the concentra-
tion of crude garlic extract (A) and Minimal Bactericidal Concentration (B).  

Figure 12: Variation of turbidity due to the growth of P. aeruginosa ATCC 27853 according to the concentration 
of methanol extract of L. inermis (A) and Minimal Bactericidal Concentration (B).  
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derivatives were employed successfully against P. 
aeruginosa resistant to several antibiotics (Tsao 
and Yin, 2001; Iwalokun et al., 2004; Bakri and 
Douglas, 2005). This antibacterial capacity of garlic 
can be due to the presence of several active biolog-
ical substances like the allicine and others absor-
bent derivatives (Grun-Thomas, 1998). 

The inhibiting activity of the methanol extract of L. 
inermis against P. aeruginosa confirming the anti-
bacterial potential previously described by several 
authors (Sudharameshwari and Radhika, 2007; 
Saadabi, 2007; Arun et al., 2010; Devi et al., 2010). 

The presence of many free hydroxyls which have 
the possibility of combining with carbohydrates 
and proteins in the bacterial cell wall, as they can 
attach to the active sites of enzymes have been 
proposed to explain this antimicrobial activity 
(Harborne and et er Baxter, 1995). Moreover, Law-
sone, a bioactive component of L. inermis, is known 

for its antibacterial activity (Shivananda et al., 
2007; Mostefa-Kara et al., 2010). 

Garlic extract has shown to be a quorum sensing 
inhibitor (QSI) in P. aeruginosa biofilm formation 
(Rasmussen et al., 2005). Since, quorum sensing is 
the cell to cell communication that is required for 
the differentiation of the individual cell to the ma-
ture biofilm (Davies et al., 1998). In another study, 
Bjarnsholt et al. (2005) indicated the effect of the 
extract of garlic on P. aeruginosa responsible for 
the pulmonary infections in mice. The analysis of 
the active compounds identified a certain number 
of new compounds which have an antibacterial 
properties, like 3-Vinyl-4 H-1,2-dithiine and 2-Vinyl-
4 H-1,3-dithiine showed the capacity to modulate 
the QS in LuxR systems without microbicide activity  
(Persson et al., 2005).  

4. Conclusion 

We have showed that microbial adhesion of the 
three isolates of Pseudomonas sp and the P. aeru-
ginosa ATCC 27853 depend on the nature of the 
culture medium. The rate of adherent bacteria is 
more significant in TSB medium and also of the 
matter of the support on which the isolate is ad-
hered where polystyrene is more favorable to ad-
hesion of the bacteria compared to glass. Within 
the framework of the fight against the develop-
ment of the biofilms on solid surfaces, we studied 
the effectiveness of three types of disinfectants 
sodium hypochlorite hydrogen peroxide, and effect 
of temperature (80°C) on the mature biofilm of 
three isolates of Pseudomonas sp and P. aerugino-
sa ATCC 27853 adhered on two type of supports 
and in two culture media (MBB and TSB). An eradi-
cative activity was shown on the formed biofilms, 
where the sodium hypochlorite made it possible to 
reach good levels of disinfection of the biofilm ad-
hered on the two types of matter of support used 

Figure 13: Effect of the extracts on 
the biofilm formation by P. aerugino-
sa ATCC 27853, 
A: negative control (tube not inocu-
lated), B: positive control (biofilm no 
treated by garlic extract) C: the bio-
film treated by garlic extract.  

Figure 14: Variation of the quantity of biofilm formed 
by P. aeruginosa ATCC 27853 according to the variation 
of concentration of crude extract of A. sativum (C0 = 
Control, C1 =1,25%, C2 = 2,5%, C3 =5 %) (v/v) and metha-
nol extract of L. inermis (C0 = Control , C1 =2,5 mg/ml , 
C2 =5 mg/ml ,  C3 =10 mg/ml ).  
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compared with hydrogen peroxide and tempera-
ture. Our study showed that the crude extract of A. 
sativum and methanol extract of L. inermis inhibit 
both bacterial growth and biofilm formation in P. 
aeruginosa ATCC 27853 and no activity was detect-
ed for Aloe vera extract.  
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