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Résumé 

 

La qualité microbiologique de l’eau potable peut fortement se dégrader au cours 

de son transport dans les réseaux de distribution en raison notamment du 

détachement de bactéries présentes au sein de biofilms qui se développent 

inévitablement à la surface interne des canalisations. 

Cette étude développe une approche originale consistant à évaluer in situ et en 

temps réel la stabilité microbiologique d’une eau via l’empreinte spectrale 

infrarouge (IR) en mode réflexion totale atténuée (ATR) d’un jeune biofilm de 

référence constitué d’une monocouche de bactéries. Pseudomonas fluorescens a 

été choisie comme bactérie modèle. Ses signatures spectrales, infrarouge et 

Raman, ont été étudiées dans un premier temps à l’état planctonique et ce en 

fonction de la phase de croissance et de l’état d’hydratation. Le suivi in situ, via 

une cellule IR-ATR à circulation, des premières étapes de l’adhésion bactérienne, 

a ensuite permis de déterminer les conditions opératoires optimales de formation 

sur le cristal ATR du biofilm de référence. La structure de ce dernier a été 

caractérisée par microspectrométrie Raman et microscopie à épifluorescence. 

Enfin, la réponse du biofilm de référence exposé à des eaux contenant différentes 

quantités de carbone organique dissous (COD), facteur clé de la biostabilité 

d’une eau, a été analysée. Cette dernière partie montre très clairement la 

dynamique de croissance du biofilm et la corrélation entre les changements 

observés dans le profil spectral du biofilm naissant et les variations de la quantité 

de COD, et illustre le potentiel que pourrait présenter la méthode proposée en 

matière de gestion de la qualité microbiologique des eaux de distribution. 

 

Mots-clés :  qualité microbiologique des eaux, Pseudomonas fluorescens, 

spectroscopie infrarouge en mode ATR, IRTF-ATR, microspectrométrie Raman, 

carbone organique dissous, biofilm, suivi in situ, réseaux de distribution, étapes 

initiales d’adhésion. 
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Abstract 

 

Drinking water biostability can evolve during its transport through distribution 

systems because of several factors. Bacterial biofilms which develop on the inner 

surface of pipes can detach and can consequently be a major source of 

contamination. 

This study evaluates the feasibility to assess, in real time, drinking water biostability 

by monitoring in situ the evolution of the Attenuated Total Reflectance – Fourier 

Transform InfraRed (ATR-FTIR) fingerprint of a nascent reference biofilm exposed to 

water under test. Pseudomonas fluorescens CIP 69.13 was chosen as the reference 

bacteria to form the monolayer reference biofilm. Its IR and Raman fingerprints 

were studied, in a first step, in planktonic state in accordance with growth phases 

and degree of hydration. Then, optimal experimental conditions were determined 

by following in situ and in real time the first steps of bacterial adhesion thanks to an 

ATR flow cell. Biofilm structure was characterised by Raman microspectroscopy 

and epifluorescence microscopy. Finally, the reference biofilm response was 

analysed when biofilm was exposed to different dissolved organic carbon (DOC) 

quantities in filtered drinking water. This parameter was chosen because its 

significant role in bacterial regrowth in drinking water distribution system. The last 

part clearly shows the dynamic response of biofilm growth and the relationship 

between the spectral profiles changes and DOC variations. Moreover, it illustrates 

the potential of the developed method to manage drinking water stability. 

 

Keywords : drinking water microbiological quality, Pseudomonas fluorescens, 

Attenuated Total Reflectance – Fourier Transform InfraRed spectroscopy (ATR-FTIR), 

Raman microspectrometry, dissolved organic carbon, biofilm, in situ, distribution 

systems, initial steps of adhesion. 
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L’eau du réseau de distribution est le produit alimentaire le plus consommé et le plus 

surveillé car les causes de contamination sont nombreuses et peuvent être à l’origine de 

troubles sanitaires graves pour le consommateur. Des études épidémiologiques 

entreprises au Canada par Payment (1991-1997)1, et en France par Zmirou (1986-2001)2 

ont établi une relation entre la santé des populations et la qualité de l’eau. Par exemple, 

10% des cas de gastroentérites avérés, résulteraient d’une consommation d’eau du 

robinet. De telles données recoupent celles détenues par l’Organisation Mondiale de la 

Santé (World Health Organization WHO)3 qui estime que les maladies provoquées par la 

consommation d’eau du réseau représentent un risque sanitaire important.  

Depuis plus d’une centaine d’années, il est admis que les bactéries, présentes dans l’eau 

se fixent, dans un premier temps, aux parois des canalisations puis se développent à leur 

surface4. L’attachement sur une surface est une stratégie de survie qui permet à la 

bactérie de s’installer et de coloniser un environnement plus favorable. Après leur 

adhésion irréversible, les bactéries vont se développer au sein d’une communauté 

organisée communément nommée biofilm. Le développement d’un biofilm est déterminé 

par un équilibre entre des processus d’attachement, de croissance et de détachement des 

microorganismes. Le détachement bactérien, défini comme le retour de cellules adhérées 

à l’état planctonique, est un des processus les plus préjudiciables à la qualité 

microbiologique de l’eau.  

Actuellement, le prélèvement et l’analyse d’échantillons (d’eau ou de canalisation) au 

niveau de points critiques de contrôle, qualifiés de points stratégiques, ne donne qu’une 

« photo instantanée » d’une partie de l’état du système. Les méthodes standard utilisées 

pour évaluer la qualité microbiologique de l’eau du réseau reposent essentiellement sur 

l’estimation de la biomasse et la quantification du carbone organique dissous 

biodégradable, par culture bactérienne. Elles présentent des temps de réponse trop longs 

(24 à 72h) pour assurer une gestion efficace de la distribution de l’eau. De plus, il s’agit de 

méthodes en batch qui ne permettent pas un suivi en temps réel et in situ de la qualité 

microbiologique de l’eau. Par conséquent, en dépit des difficultés que constitue l’accès à 

la surface interne des tuyaux, des mesures en continu, non destructives, et in situ du 

développement des biofilms permettraient d’optimiser le contrôle des systèmes de 

distribution d’eau. 

 

 C’est dans ce contexte qu’a été mis en place le contrat européen SAFER (Fifth 

Framework Programme, ‘Energy, Environment and sustainable development programme’, 
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n° EVK1-2002-00108), dans lequel s’est inscrit ce travail. Il  a permis la mise en commun 

des compétences en microbiologie et en physico-chimie de sept laboratoires européens* 

et du centre de recherche ’Anjou Recherche’ de Veolia Eau (Maisons Laffitte). 

Les objectifs du contrat SAFER étaient triples : 

�� fournir des systèmes de suivi de l’état et du développement des biofilms 

�� développer un jeu de méthodes pour détecter les pathogènes bactériens et 

protozoaires dans les biofilms aquatiques 

�� développer un suivi rapide de l’efficacité de la désinfection 

 

 Le travail présenté dans ce manuscrit tente de répondre principalement au 

premier objectif. Ceci étant, même si les expériences n’ont pas été conduites dans ce 

sens, la méthode proposée dans cette thèse pourrait être aussi envisagée pour atteindre 

le troisième objectif. Diverses techniques permettent déjà d’étudier en temps réel, in situ, 

et de manière non destructive le développement et l’architecture des biofilms. Parmi ces 

méthodes, qui seront développées dans le chapitre I, la spectroscopie Infrarouge à 

Transformée de Fourier en mode Réflexion Totale Atténuée (IRTF-ATR) est un outil de 

choix car elle permet de suivre, in situ, les premières étapes de la formation d’un biofilm. 

Cette technique permet en effet de sonder l’interface matériau/biofilm sur une épaisseur 

de l’ordre du micron. De plus, une étude de Boualam et al.5 a montré que le suivi de la 

signature spectrale de biofilms par IRTF-ATR permettait, en moins de 10h, de différencier 

des échantillons d’eau contenant des quantités différentes de matière organique 

biodégradable. Or, cette dernière constitue un des paramètres clés de la recroissance 

bactérienne au sein des réseaux de distribution. Nous avons donc exploré la possibilité 

de détecter les variations de la qualité microbiologique d’une eau via les modifications de 

la signature spectrale IR-ATR d’un jeune biofilm de référence monoespèce exposé à 

l’eau testée dans laquelle nous avons choisi de faire varier la concentration en Carbone 

Organique Dissous (COD), paramètre clé de la recroissance bactérienne. 

Pseudomonas fluorescens (P.fluorescens) a été retenue comme bactérie modèle par les 

partenaires européens. Un tel choix a été dicté par différentes raisons : i) sa non-

pathogénicité ; ii) sa présence dans l’eau du réseau de distribution ; iii) sa capacité à 

croître dans des milieux peu nutritifs ; iv) son utilisation dans une méthode standard de 

détermination de la quantité de carbone organique assimilable dans les eaux ; v) son 

appartenance au groupe bactérien Pseudomonas qui est un bon indicateur du potentiel 

de recroissance des microorganismes dans l’eau de réseau. 
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 Cinq chapitres composent ce manuscrit. Ils permettent chacun de progresser 

dans la compréhension du système retenu.  

 Une étude bibliographique rappelle, dans un premier temps (chapitre I) des 

notions fondamentales concernant les bactéries et leur organisation sous forme de 

biofilms, notamment dans l’eau du réseau. Une description des méthodes permettant 

d’évaluer la qualité microbiologique des eaux et détecter les biofilms, est également 

présentée. 

 Les méthodes et protocoles expérimentaux suivis au cours de ce travail sont 

décrits dans le chapitre II.  

Le chapitre III s’intéresse aux signatures spectrales infrarouge et Raman de culots 

de P. fluorescens  à différentes phases de croissance. Une attribution des spectres est 

proposée. Les signatures IR obtenues respectivement en mode de transmission et en 

mode ATR sont comparées notamment pour déterminer l’influence de l’hydratation. 

Le chapitre IV est consacré à l’étude des étapes initiales d’adhésion de 

P.fluorescens en suivant par IR-ATR l’évolution de sa signature spectrale. L’influence de 

différents paramètres sur la formation du biofilm de référence est discutée afin d’établir les 

conditions opératoires optimales pour l’obtention de ce dernier.  

Enfin dans le dernier chapitre, la réponse du biofilm de référence naissant lorsqu’il 

est exposé à des eaux dont la quantité en COD varie est analysée et discutée au vu de 

l’évolution de sa signature spectrale IR-ATR. 
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Selon le Bergey’s Manual1, le genre Pseudomonas appartient à la famille des 

Pseudomonadaceae. Il s’agit de bacilles Gram-négatif, aérobies stricts, oxydase positif, 

mobiles (présence de un ou plusieurs flagelles), capables de se multiplier sur des milieux 

usuels, et incapables de fermenter le glucose. Ces bactéries produisent un pigment 

fluorescent jaune-vert appelé pyoverdine, soluble dans l’eau et insoluble dans le 

chloroforme, lorsqu’elles sont au contact de milieux carencés en fer2. Leur métabolisme 

respiratoire est très actif : de nombreux Pseudomonas sont retrouvés dans les stations 

d’épuration où ils dégradent les déchets de l’Homme (par exemple, minéralisation des 

résidus de lessive). 

Les Pseudomonas sont des bactéries ubiquitaires rencontrées dans les sols3,4, sur les 

racines des végétaux, sur les plantes en pot ou coupées, ainsi que dans les eaux douces 

et marines. De nombreuses souches peuvent se développer à basse température 

(souches psychrophiles) et  en conséquence contaminer les denrées alimentaires telles 

que les viandes5, le lait, les fromages mais également les échantillons de sang conservés 

au réfrigérateur ce qui peut entraîner une septicémie post-transfusionnelle6.  

Ce sont également des bactéries extrêmement résistantes aux antibiotiques et 

antiseptiques, ce qui explique leur présence fréquente en milieu hospitalier7. Elles se 

comportent comme des pathogènes8 opportunistes et sont, avec les staphylocoques et les 

entérobactéries, responsables de la plupart des infections nosocomiales9,10.  

L’utilisation de P. fluorescens peut toutefois s’avérer efficace lorsqu’il s’agit de protéger les 

racines et les graines de végétaux contre les infections dues aux champignons11. Ceci est 

rendu possible par la production de métabolites secondaires. Une compétition s’engage 

dès lors entre ces métabolites et les pathogènes nuisibles au végétal. Ceci conduit à une 

exclusion de ces derniers et à une colonisation de la rhizosphère par P. fluorescens.  Son 

pouvoir inhibiteur et protecteur permet de lutter contre la fusariose de la tomate12 ou 

encore de protéger le champignon de couche13.  
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D’autres souches telles que Pseudomonas sp. YAYA614, Pseudomonas sp. ADP15, ont été 

isolées et reconnues pour leur capacité à minéraliser rapidement l’atrazine, herbicide 

polluant les sols et les eaux. 

Par ailleurs, des études réalisées par Falla et Block16 ont mis en évidence la faculté des 

enveloppes cellulaires (membrane cytoplasmique, peptidoglycane, membrane externe) de 

P. fluorescens de complexer des métaux tels que le nickel, le cuivre et le zinc. Du fait de 

leur capacité à se développer dans des milieux nutritifs pauvres, les Pseudomonadaceae, 

et plus particulièrement les Pseudomonas, sont considérés comme des indicateurs de 

contamination d’eau du réseau17. Les Pseudomonas permettent la biodégradation d’une 

proportion importante de molécules présentes dans l’eau et peuvent être isolées des 

réservoirs d’eaux du réseau de distribution18, ainsi que de l’eau du réseau ou de 

surface19,20. 


	�	
���!� �	����
������	�����������	�
�	"#��$	

Pseudomonas fluorescens CIP 69.13, abrégée dans la suite de l’étude par P. fluorescens, 

a été isolée d’eaux douces pour la première fois par M.E. Rhodes en 195121. C’est un 

bacille Gram-négatif, Biotype A (d’après la classification établie par Stanier et  al. en 

196622), aérobie strict, oxydase positif, et pourvu de flagelles polaires qui leur permet 

d’être mobiles. P. fluorescens est citrate et nitrates positifs, hydrolyse les protéines mais 

pas l’amidon. Sa température optimale de croissance, dans du milieu Luria Bertani, se 

situe entre 25 et 30°C, en aérobie.  

Comme nous l’avons mentionné dans l’introduction, P. fluorescens a été choisi comme 

bactérie modèle pour la formation du biofilm de référence pour plusieurs raisons. Les 

principales sont : i) sa non-pathogénicité ; ii) sa présence dans l’eau du réseau de 

distribution20 ; iii) sa capacité à croître dans des milieux peu nutritifs23 ; iv) son utilisation 

dans une méthode standard de détermination de la quantité de carbone organique 

assimilable dans les eaux23,24 ; v) son appartenance au groupe bactérien Pseudomonas 

qui est un bon indicateur du potentiel de recroissance des microorganismes dans l’eau du 

réseau17 et VI) sa capacité à coloniser les surfaces25-27. 
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Les bactéries sont des organismes unicellulaires procaryotes dont la taille varie entre 0,5 

et 10 µm. Elles présentent des formes variées : coques (diplocoques, amas, chaînettes), 

bacilles (droits, incurvés, spiralés).  

 

L’eau est le principal composant d’une cellule et représente 80 à 90% du poids de la 

bactérie. La composition globale en macromolécules varie d’une espèce à l’autre. On 

trouve en moyenne : 55% de protéines, 9,1% de lipides, 3,4% de lipopolysaccharides, 

2,5% de peptidoglycane, 20,5% d’ARN, 3% d’ADN (pourcentages sur poids sec total de 

cellules d’E. coli)28. A ces éléments s’ajoutent le soufre ainsi que d’autres ions tels que 

Mg2+, Mn2+, Zn2+, Na+ présents en faibles quantités. 

L’intérieur d’une cellule bactérienne est constitué de structures dispersées dans le 

cytoplasme. Ce dernier est un hydrogel colloïdal comprenant une phase dispersante 

composée de protéines et de sels minéraux et une phase dispersée dans laquelle se 

trouvent des ribosomes et diverses inclusions. On y trouve également le chromosome 

bactérien, support de l’information génétique qui est aussi en contact avec la membrane 

plasmique au niveau de replis membranaires appelés mésosomes. La Figure I- 1 propose 

un schéma détaillé d’une cellule bactérienne 28. 

 

 

Figure I- 1 : Schéma d’une bactérie Gram-négatif. Les numéros correspondent respectivement à : 
1. Capsule, 2. Ribosomes, 3. Vacuole à gaz, 4. Glycogène, 5. Mucopeptide, 6. Plasmide, 7. Pili, 8. 
Membrane externe, 9. Lipides, 10. Granule basal, 11. Flagelle, 12. Chromatophore, 13. 
Carboxysome, 14. Mésosome, 15. Matériel nucléaire, 16. Carbonate de calcium, 17. Pili sexuel, 
18. Soufre, 19. Polyphosphate, 20. poly-β-hydroxybutryrate, 21. Membrane cytoplasmique 
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Les bactéries possèdent une enveloppe externe rigide que l’on appelle paroi. La paroi joue 

un double rôle : elle confère à la bactérie sa forme et assure le maintien de l’intégrité des 

cellules face à la forte pression osmotique intracellulaire.  

Contrairement aux bactéries à Gram-positif, les bactéries à Gram-négatif, telles que P. 

fluorescens, possèdent une membrane externe en plus du peptidoglycane (Figure I- 2).  

 

 

Figure I- 2 : Coupe de l’enveloppe d’une bactérie Gram-négatif29 

Il s’agit d’une bicouche asymétrique hydrophobe, liée au peptidoglycane grâce à  la 

lipoprotéine de Braun. Elle est constituée de grandes molécules complexes telles que les 

phospholipides, les protéines (porines), les lipopolysaccharides (LPS) contenant des 

lipides et des glucides. Les LPS se composent de trois parties : 1) le lipide A (contenant 

des acides gras, des phosphates ou pyrophosphates), 2) le polysaccharide central 

(contenant des sucres et des phosphates), 3) la chaîne latérale O. 

Dans le cas de P. fluorescens, une étude réalisée par Falla et  al.30 a montré que la 

membrane externe constitue 6,96% du poids sec total des cellules entières et 56% du 

poids sec de la paroi. Le peptidoglycane et la membrane plasmique représentent 

respectivement 5,3% et 6,12% du poids sec total de la bactérie.  

 

Le Tableau I-1 propose un récapitulatif des principaux constituants d’une cellule  

Gram-négatif, leur composition, ainsi que les fonctions qui leur sont associés. 

 

9 
à 

15
nm

 



 15

         Constituants de la  

         cellule bactérienne 

                        Composition chimique                            Fonctions 

                                                                                 Les composés de surface 

 

 

Les flagelles 

 

 

- protéine (flagelline) (Ø 10-20nm, L 15-20 µm)  

 

 

- mobilité bactérienne 

 

Les pili (ou fimbriae) 

sexuels et communs 

 

- protéine polymérisée (piline) (L 10 µm ou 

plus) 

 

- adhésion 

- conjugaison bactérienne 

- récepteurs de bactériophages 

 

La capsule  

 

 

- polyosides contenant 99% d’eau 

 

- adhésion des bactéries 

- pouvoir pathogène 

- constitution d’antigènes protecteurs 

- protection contre la dessiccation 

 

Les couches S 

 

- Protéines ou glycoprotéines 

 

- adhésion 

- protection contre les bactériophages 

Les enveloppes bactériennes 

La membrane externe - bicouche lipidique hydrophobe 

- lipopolysaccharides (lipide hydrophobe, 

centre polysaccharidique, chaîne 

polysaccharidique spécifique) 

- protéines (structurales ou non, porines, 

fibrines) 

- lipoprotéines de Braun (polypeptides de 58 

acides aminés portant à leur extrémité  

N-terminale des constituants lipidiques) 

- permet le passage de petites molécules  

hydrophiles (glucose, saccharose, acides 

aminés) 

- perméabilité aux nutriments, antibiotiques 

- rôle dans les propriétés antigéniques 

- régulation du fer 

- les lipoprotéines de Braun relient la 

membrane externe au peptidoglycane et 

participe à la cohésion structurale des 

enveloppes 

L’espace périplasmique - eau  

- protéines 

- participe à la cohésion de la paroi 

- séquestration et mobilisation des enzymes de 

dégradation  

(phosphatases, ribonucléases, β-lactamases) 

- dégradation de substrats complexes, 

inactivation de produits toxiques 

- cibles de nombreux antibiotiques 

Le peptidoglycane - polyoside d’unités répétitives d’acide  

N-acétylmuramique et de N-acétylglucosamine 

à 

chaînes courtes pentapeptidiques 

- assure la survie et l’intégrité de la cellule  

La membrane 

cytoplasmique 

- 2 feuillets de phospholipides (30 à 40%) 

- protéines transmembranaires ou exposées 

(60 à 70%) 

- respiration (grâce aux enzymes respiratoires) 

- barrière perméable empêchant le mouvement 

passif des solutés polaires à travers la 

membrane 

- transport des nutriments et des produits  
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Les structures internes 

Appareil nucléaire - ADN (80%) 

- ARN (10%) 

- protéines (10%) 

- siège de l’information génétique 

- perdre ou acquérir de nouveaux gènes 

Les plasmides - éléments d’ADN de petite taille - résistance aux antibiotiques, antiseptiques 

- responsable de la virulence 

Les ribosomes  - 90% de l’ARN de la cellule  

- protéines  

- synthèse de protéines (enzymes incluses) 

Les granulations de 

réserve 

- glycogène, lipides, polyphosphates, soufre - réserves énergétiques 

Les vacuoles à gaz - parois constituées de molécules protéiques  

organisées en feuillets  

- flottage bactérien ou maintien des cellules 

dans 

des zones stratifiées où les conditions de  

culture sont favorables 

 

Tableau I- 1 : Composition chimique et fonctions des principaux constituants d’une cellule 
bactérienne Gram-négatif.  Abréviations : Ø = diamètre, L = longueur 29,31 

 

Parmi les polysaccharides de surface, on peut distinguer la capsule  et le « slime ». La 

capsule correspond à une structure bien organisée contrairement au slime qui fait 

référence à des constituants polysaccharidiques plus ou moins libérés dans le milieu. Ces 

derniers ne constituant pas une véritable entité morphologique n’ont pas été répertoriés 

parmi les composés de surface. 

Il existe également des enzymes exo et endo cellulaires, fabriquées par les bactéries, qui 

vont permettre la dégradation des macromolécules et leur transformation en molécules 

plus simples.  
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Un cycle cellulaire bactérien se décompose en trois étapes qui sont : l’initiation, la 

réplication de l’ADN chromosomique et la division cellulaire. La bactérie se multiplie par 

fission binaire : elle grandit puis se divise en deux cellules filles. 

La croissance bactérienne peut être définie comme l’accroissement ordonné de tous les 

composants de la bactérie. Elle aboutit à l’augmentation du nombre de cellules. 
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Les bactéries doivent trouver dans leur environnement les substances nécessaires à leur 

énergie et à leurs synthèses cellulaires. Parmi elles, on peut citer les sources de carbone, 

d’azote, de soufre et de phosphore. D’autres éléments tels que le sodium, le potassium, le 

magnésium jouent également un rôle dans le métabolisme bactérien. Le fer, le calcium, le 

manganèse, le nickel, les vitamines participent, quant à eux, aux réactions enzymatiques 

ainsi qu’à l’équilibre physico-chimique de la cellule. 

Outre ces besoins nutritionnels, d’autres facteurs tels que le pH de la suspension, la 

concentration en dioxygène dissous, la température ont également leur importance. 
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Plusieurs méthodes expérimentales permettent de suivre l’évolution de la population de 

microorganismes et reposent sur deux grands types de mesures : 

��Le dénombrement direct des bactéries 

Les bactéries sont considérées comme des particules que l’on dénombre à l’état frais ou 

après marquage par des fluorochromes parmi lesquels le SYBR GREENII, l’Iodure de 

Propidium, ou l’acridine orange. 

��Le dénombrement indirect des bactéries 

Le principe consiste à évaluer les variations de la densité bactérienne par le dosage de 

composés tels que l’ATP, le glucose, le CO2 dont la synthèse est due au métabolisme 

bactérien ou bien par la mesure des variations d’une grandeur physique du milieu. La 

mesure de la turbidité est la méthode la plus communément employée car c’est la plus 

simple à mettre en œuvre. Les techniques mesurant les variations de la masse cellulaire, 

en déterminant le poids sec des microorganismes, nécessitent une grande quantité de 

cellules et une mise en œuvre longue (centrifugations, lavages, filtrations) ce qui les rend 

imprécises. 
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��Schéma général et description 

Le schéma de la croissance d’une population bactérienne en milieu non renouvelé a été 

établi par Buchanan (1918)32 (Figure I- 3).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure I- 3 : Courbe de croissance bactérienne en milieu liquide, dans un système en batch. Les 
six phases de croissance sont indiquées par des numéros (voir texte pour leur correspondance). 

 

La cinétique de croissance d’une population microbienne est souvent représentée en 

coordonnées semi-logarithmiques et se décompose en six phases distinctes : 

��La phase de latence (n° 1, Figure I- 3) 

La phase de latence est une phase de transition consécutive à un changement 

d'environnement d'une population bactérienne (telle que l’inoculation de ces micro-

organismes dans un bouillon stérile). La bactérie synthétise les enzymes aptes à 

métaboliser les nutriments. Les cofacteurs essentiels, et les ribosomes doivent également 

être synthétisés avant que la croissance puisse débuter. Cette dernière dépend de 

l’espèce bactérienne, de la quantité d’inoculum introduit dans le milieu, de l’âge des 

microorganismes et de la composition du milieu. La multiplication bactérienne, au cours de 
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cette phase, est  nulle. L’inoculum étant composé de cellules de différents états (vivantes, 

mortes,…), elles ne sortent pas toutes de la phase de latence simultanément. 

��La phase d’accélération (n° 2, Figure I- 3) 

Elle se caractérise par une augmentation de plus en plus rapide de la biomasse. Le taux 

de croissance devient supérieur à zéro et il augmente progressivement. 

 

��La phase exponentielle (n° 3, Figure I- 3) 

C’est une phase au cours de laquelle les microorganismes se développent et se divisent à 

la vitesse maximale possible compte tenu de leur potentiel énergétique, et des conditions 

de culture. La population est presque uniforme en termes de propriétés chimiques et 

physiologiques. 

 

Calcul du taux de croissance : 

 

En phase exponentielle, le nombre de bactéries double à intervalle de temps régulier. 

Au temps t il y a donc : 

Nt = N0 * 2
n    bactéries          

avec : N0 le nombre initial de bactéries  

           Nt le nombre de bactéries au temps t 

           n le nombre de divisions cellulaires 

Soit :  

 

 

Le taux de croissance, µ, est le nombre de division par unité de temps. Il s’exprime de la 

façon suivante : 

0tt

n

−
=µ  

Le temps de génération, +�	correspondant au temps de doublement de la population, est 

donné par : 

µ

1
=gT  

 

2
0

Log

LogNLogN
n t −

=
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��La phase de décélération (n° 4, Figure I- 3) 

Elle se caractérise par une régression de la vitesse de croissance. 

��La phase stationnaire (n° 5, Figure I- 3) 

Au cours de la croissance, les nutriments, le dioxygène sont de moins en moins 

accessibles aux cellules. De plus, il se produit un enrichissement du milieu de culture en 

sous-produits du métabolisme qui peuvent être toxiques. Ces différents facteurs favorisent 

l’entrée des bactéries dans la phase stationnaire. Elle est considérée comme la période au 

cours de laquelle une population bactérienne atteint son niveau maximal et s’y maintient. 

Le nombre total de microorganismes viables reste constant. Ceci peut résulter soit d’un 

équilibre entre la division et la mort cellulaire ou bien la population peut cesser de se 

diviser et rester métaboliquement active.  

��La phase de déclin ou phase de mortalité (n° 6, Figure I- 3) 

Toutes les ressources nutritives sont épuisées, les métabolites toxiques se sont 

accumulés. Il se produit une diminution d’organismes viables et une lyse cellulaire sous 

l’action d’enzymes libérées par les bactéries. La mort d’une population microbienne suit 

habituellement une fonction logarithmique. 
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L’idée selon laquelle les bactéries colonisent les surfaces pour y croître préférentiellement 

date de plus de 150 ans, et coïncide avec l’apparition de la microbiologie en tant que 

discipline scientifique33. Il faudra, néanmoins, attendre Zobell, en 194334, pour que 

débutent les premières études spécialisées des biofilms. Selon lui, deux étapes 

constituent le processus de colonisation bactérienne d’une surface : la première étant 

l’adhésion réversible et la seconde, l’adhésion irréversible des microorganismes. Un 

nouvel engouement dans la compréhension de l’association microorganismes / surface et 

microorganismes / microorganismes eut ensuite lieu à partir des années 70, avec 

notamment les travaux de Marshall et  al.35. Dès lors, l’un des principaux objectifs pour les 

chercheurs, toutes disciplines confondues, est de comprendre les processus de formation 

et d’évolution des différents types de biofilms existant afin de pouvoir les contrôler et en 

tirer profit. 
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Il est difficile de donner du terme ‘biofilm’ une définition précise et universelle. On peut 

néanmoins en donner les principales caractéristiques à la base de toute définition : les 

biofilms sont des structures dynamiques et complexes de microorganismes se 

développant sur toute surface, au contact d’eau et de nutriments. Leurs  propriétés 

peuvent varier au cours du temps, en fonction de la nature  des microorganismes mis en 

jeu et des paramètres physico-chimiques externes. On notera l’importance du terme 

‘surface’ : en effet, des agrégats de microorganismes enrobés dans une matrice 

exopolymérique peuvent se trouver en suspension et sont, en général, désignés non pas 

sous le terme biofilm mais sont définis comme des ‘flocs’. L’état sessile constitue une 

réelle stratégie de survie par la mise en place et le développement d’une communauté 

organisée. 

Les biofilms sont ubiquitaires : ils colonisent une grande variété d’environnements aussi 

bien naturels (les sols, les rivières, les végétaux, les organismes vivants supérieurs) que 

ceux créés par l’homme (canalisations d’eau, les plates-formes pétrolières etc.).  

 

Quelques exemples de formation de biofilms sont donnés pour illustrer nos propos dans le 

Tableau I- 2.  
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Occurrence des biofilms Effets 

à la surface des tubes échangeurs de  

chaleur  

Diminution de la capacité du transfert thermique 

Réduction des performances de l’échangeur 

Au niveau des installations portuaires,  

sur les coques de bateaux 

Corrosion microbienne, dégradation  

 

A la surface de capteurs immergés, sous- 

marins 

Dérive des appareils 

Performances réduites 

Canalisations d’eau du réseau Dégradation des conduites et de la qualité de l’eau 

Risques sanitaires 

A la surface des dents, des cathéters, des 

implants chirurgicaux 

Risques sanitaires 

Au niveau des industries agro-alimentaires 

(IAA) 

Toxi-infections alimentaires collectives ou 

individuelles par les flores pathogènes ou 

d’altération 

Production de polysaccharides utilisés dans les IAA 

Filtres biologiques Elimination de la pollution carbonée, azotée et 

phosphorée des eaux usées 

Au niveau des racines des plantes Facilitation de l’absorption des nutriments par 

la plante 

protection contre les maladies 

Tableau I- 2 : Exemples de localisation des biofilms et de leurs effets. 
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Un biofilm est composé majoritairement de cellules bactériennes, d’eau et d’EPS. D’une 

manière plus générale (à l’état planctonique ou à l’état sessile), la plupart des bactéries 

synthétisent des polymères extracellulaires qui apparaissent soit sous la forme d’une 

capsule fortement hydratée, attachée à la cellule ou sous la forme d’un « slime » visqueux. 

Les EPS ne contiennent pas uniquement des polysaccharides, mais également une 

grande variété de protéines, de glycoprotéines, de glycolipides, de substances humiques 

ainsi que des quantités non négligeables d’ADN extracellulaire36,37. 
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La formation du biofilm débute lorsque les bactéries perçoivent les conditions 

environnementales qui leur seront favorables à la transition de l’état planctonique à l’état 

sessile27,38-40. Ces signaux extérieurs diffèrent selon les microorganismes.  Ainsi, P. 

aeruginosa et P. fluorescens forment-elles des biofilms  dans la plupart des conditions 

permettant la croissance39. Cependant, pour d’autres bactéries, la formation du biofilm 

pourra être influencée par des facteurs tels que la température, le pH, l’oxygénation38. 

 

 

Figure I- 4 : Etapes de formation et d'évolution d'un biofilm selon Costerton33 

L’accumulation d’un biofilm sur une surface est le résultat de processus physiques, 

chimiques et biologiques nécessitant quelques heures à quelques semaines selon le 

système. Cinq étapes, numérotées de 1 à 5, se distinguent sur la Figure I- 4 et 

correspondent : 

- au transport des macromolécules organiques (exopolymères, protéines, acides 

humiques) et/ou inorganiques présentes dans le milieu ou sécrétées par les 

microorganismes vivant dans ce milieu : c’est la formation du film primaire encore appelé 

film conditionnant.  

- à l’attachement des bactéries d’une manière réversible. Il s’agit de l’adhésion 

réversible qui met en jeu de faibles interactions (interactions électrostatiques et forces de 

Van der Waals) entre le support et les cellules. 

- à l’adhésion irréversible des microorganismes du fait de la sécrétion de 

substances polymériques extracellulaires (EPS) formant des ponts de fixation entre la 

cellule et la surface. Cette étape met en jeu des interactions de haute énergie telles que 

des forces du type dipôle-dipôle, des interactions Debye, des interactions ions-dipôle, des 

liaisons hydrogène ou des ponts polymériques41 
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- à la phase de maturation. Lorsque les bactéries ont adhéré à une surface, elles 

subissent de profonds changements afin de s’adapter à leur nouveau mode de vie. La 

synthèse d’EPS, les échanges de gènes entre populations, le développement de la 

résistance aux antibiotiques, aux radiations UV, et l’augmentation de la production de 

métabolites secondaires font partie des plus importants 42,43. En fonction des conditions 

environnementales, différentes structures s’établissent. Deux exemples de structure en 

champignons ou en mosaïque sont présentés sur la Figure I- 5. 

 

Figure I- 5 : Modèle mosaïque d’un biofilm proposé par Keevil et  al.44 (à gauche) et modèle de 
biofilm en champignon / canaux d’après Costerton (droite) 
(http://Wvlc.uwaterloo.ca/biology447/Biofilms/biofilmsoverview.htm) 

 

- à la phase de détachement qui résulte de plusieurs phénomènes tels que 

l’érosion, la desquamation, l’abrasion. 

 

Intéressons-nous plus en détails aux facteurs gouvernant la formation et le détachement 

des biofilms. 
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L’attachement des microorganismes aux surfaces est un processus très complexe, 

dépendant de nombreux facteurs liés au microorganisme, aux caractéristiques physico-

chimiques du milieu environnant et aux propriétés de la surface à coloniser. Il peut 

notamment s’agir de la présence d’un film conditionnant à la surface du substrat sur lequel 

le biofilm se développera. 
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Toute surface exposée à un milieu aqueux se recouvre de molécules provenant du milieu 

extérieur ce qui peut entraîner une modification de l’état de surface du matériau considéré 

et ainsi une modification des vitesses de colonisation de cette surface par les bactéries. 

Loeb et Neihof45 furent les premiers à décrire la formation de film conditionnant sur des 

surfaces exposées à l’eau de mer. C. Compère41 rapporte que des analyses XPS et 

Infrarouge rasant effectuées sur des échantillons d’aciers inoxydables immergés en eau 

de mer durant des périodes variables, montrent une adsorption préalable de protéines, 

suivie par des carbohydrates. Par ailleurs, en s’adsorbant sur le matériau, les molécules 

modifient ses propriétés de surface, ce qui conditionnera l’adhésion ultérieure des 

microorganismes 46. 

Nichols et  al.47 ont suivi la formation de film conditionnant, à partir d’eau de mer filtrée, à  

la surface de cristaux de germanium, par spectroscopie IRTF-ATR. La même technique a 

été utilisée par Ishida et Griffiths48 pour étudier l’adsorption/désorption d’alginate ou de 

dextrane à la surface de cristaux de germanium recouvert ou non de protéines, à 

différents pH. L’attachement des bactéries aux surfaces solides est non seulement facilité 

par les EPS, mais aussi est en plus fonction du film conditionnant présent sur la surface à 

coloniser. Ce dernier point est souvent controversé dans la littérature. Selon C. Rubio49, 

l’adhésion des bactéries pionnières peut intervenir en même temps que se forme le film 

primaire. Apilanez et  al.50 considèrent que le film primaire est nécessaire mais ne 

détermine pas la croissance du biofilm. 

De plus, selon les matériaux, la masse surfacique de la couche adsorbée varie. Elle atteint 

par exemple 0,8 mg/m2 sur de l’acier inoxydable après 15 minutes d’exposition alors 

qu’elle atteindra 15 mg/m2 sur du verre après quelques minutes51. 

O’Toole et Kolter27 ont  montré, pour certaines souches de P. fluorescens, qu’un déficit en 

protéines extracellulaires conduit, par exemple, à une baisse de l’attachement de cette 

bactérie. Par ailleurs, des études réalisées par Williams et Fletcher52 sur des souches 

déficientes en antigène O, ont démontré une adhésion accrue de ces mutants sur des 

surfaces hydrophobes. Une absence de flagelles peut également induire une diminution 

de l’adhésion bactérienne aux surfaces4.  
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Le détachement d’un biofilm d’une surface peut être défini comme le retour à l’état 

planctonique de cellules adhérées. Bien que le processus de détachement soit 
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d’importance capitale, car il est à l’origine de dégradation de la qualité de l’eau du réseau 

de distribution, il reste le moins étudié. 

Le détachement est le résultat de plusieurs phénomènes :  

�� l’érosion : de petites portions de biofilm se détachent sous l’effet de forces de 

cisaillement résultant du passage d’un fluide ‘sur’ le biofilm. Ce phénomène est considéré 

comme continu, le détachement de cellule isolée survenant sur l’ensemble de la surface 

du biofilm. Toutefois, comme l’ont montré Stewart et  al.53, l’érosion peut se traduire par la 

perte non pas d’une cellule mais d’amas cellulaires comportant des microorganismes de 

différentes tailles. 

�� La desquamation : contrairement à l’érosion, la desquamation fait référence à un 

détachement rapide de parties massives de biofilm, sur l’ensemble du biofilm, et dont la 

fréquence est aléatoire. Il intervient notamment lorsque le biofilm est âgé ou bien lorsque 

les conditions du milieu changent. Les biofilms ayant poussé sur des milieux riches, ou 

n’ayant pas été contraints à des forces de cisaillement importantes, sont particulièrement 

sensibles à ce mode de détachement. De plus, la surexpression  de gènes codant pour 

certaines enzymes (lyase) ainsi que la perte d’EPS influencent le détachement de 

bactéries adhérées54 25. En 1976, Howell et Atkinson55 furent les premiers à modéliser le 

détachement du biofilm par desquamation en prenant comme hypothèse une limitation en 

dioxygène à la base du biofilm. D’autres études l’ont modélisé en se fondant sur une 

limitation en nutriments56,57. 

�� L’abrasion : intervient lors de collisions entre les particules ce qui entraîne une 

perte de biomasse attachée. 

�� La prédation : le biofilm sert de nourriture à des protozoaires, des escargots, des 

insectes…. Dans cette forme de ‘détachement’ les cellules ne retournent pas dans le 

milieu liquide extérieur au contact du biofilm. 
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Le réseau de distribution d’eau est souvent décrit comme un réacteur dans lequel l’eau et 

les canalisations sont le siège de réactions chimiques et biologiques. Du fait de multiples 

facteurs comme la longueur des tuyaux entre la source et le robinet du consommateur 

(Schéma I- 1), et / ou le temps de résidence de l’eau dans les canalisations et les 

réservoirs, la qualité de l’eau peut s’altérer au cours de son transport. 
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Schéma I- 1 : Parcours de l’eau depuis la source jusqu’au robinet du consommateur 58 

 

On distingue, en général, deux grandes catégories de pollution des eaux : les pollutions 

d’origine physico-chimique et celles d’origine microbiologique.  

Les exigences de qualité actuellement en vigueur en France sont fixées par le code de la 

santé publique dans son annexe 13-I et sont de deux types. Il existe : 

- les limites de qualité qui portent sur des paramètres qui, lorsqu’ils sont présents 

dans l’eau, sont susceptibles de générer des effets immédiats ou à plus long terme pour la 

santé. En ce qui concerne les paramètres microbiologiques, la stratégie de contrôle 

actuelle repose sur la recherche de bactéries dites « germes témoins de contamination 

fécale » (Escherichia coli et des entérocoques), faciles à détecter, non directement 

pathogènes, mais dont la présence laisse supposer l’existence de germes pathogènes 

pour l’homme. La qualité physico-chimique de l’eau est, quant à elle, évaluée par le 

nombre et la quantité de nitrates, pesticides, certains métaux et solvants chlorés, les sous-

produits de la désinfection de l’eau présents. 

- les références de qualité qui concernent les substances sans incidence directe 

sur la santé aux teneurs habituellement observées dans l’eau mais qui peuvent mettre en 

évidence une présence importante d’un paramètre au niveau de la ressource et / ou un 

dysfonctionnement des stations de traitement59. 

 

 

 



 28


	�	


���	�1������	
�	
����
�����	���������������	
�	�)���	
�	������	

Lorsque des conditions nutritives et physico-chimiques favorables à la croissance sont 

réunies, les microorganismes, résidant à l’intérieur des canalisations d’eau du réseau, 

peuvent se développer et survivre en s’organisant sous forme de biofilms. Il peut y avoir 

par exemple une augmentation du nombre de Salmonella, d’Escherichia, de  Légionella, 

de Shigella,… Des virus, particulièrement résistants aux traitements de désinfections tels 

que les Poliovirus, les Coxsackie virus, les Corona virus, Rotavirus peuvent également se 

retrouver dans l’eau. De nombreux parasites tels que Giardia lamblia ou Cryptosporidium 

parvum  sont aussi à l’origine de troubles sanitaires60.  

 Par ailleurs, les interventions sur le réseau (réparations, branchements), les fuites ou les 

cassures peuvent être responsables de l’introduction de microorganismes à l’intérieur du 

réseau. Westrell et al.61 soulignent, dans une étude réalisée en 2003, qu’un traitement des 

eaux défaillant s’avère être la cause majeure de la présence de pathogènes dans l’eau du 

réseau de distribution. 

La présence de biofilms ou d’incrustations qui abritent des espèces variées de 

microorganismes a fait l’objet de nombreux travaux réalisés notamment par Van der Kooij 

et  al.62, LeChevallier et  al.63. Les études les plus instructives sont celles qui révèlent la 

présence et la multiplication, le plus couramment sous forme de biofilm, d’espèces 

pathogènes et opportunistes telles que Pseudomonas64-66, Mycobacter67,68  

Campylobacter69, Aeromonas70, Legionella spp.71-73 et Salmonella typhimurium74,75. 
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Des études épidémiologiques réalisées par Payment et  al.76 (1991 à 1997) au Canada, 

Zmirou et  al.77 (1986 à 2001) en France, Hellard et  al. (2001)78 en Australie ont établi un 

lien entre la qualité microbiologique de l ‘eau ingérée et la santé des consommateurs. 

Leurs études ont révélé que 0,2 cas de maladies gastro-intestinales par an et par 

personne sont recensés, parmi lesquels 10 à 30% sont associés à une consommation 

d’eau potable. 

Parmi les crises les plus graves, on citera les épidémies causées par : 

- Cryptosporidium parvum, un parasite, à Millwaukee (Wisconsin, Etats-Unis, 1993). Sur 

les 400 000 habitants touchés, plus de 60 sont morts. 
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- Escherichia coli O157 : H7 à Walkerton (Ontario, Canada, 2000). Sur les 2300 

personnes impliquées, 6 sont décédées79. 

Les différentes crises sanitaires ayant fait suite à la consommation d’eau du réseau ont 

incité les fournisseurs d’eau potable à contrôler en continu sa biostabilité. 
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Rittmann et Snoeyink80 ont défini la stabilité biologique de l’eau comme son incapacité ou 

celle du matériau en contact avec elle, d’être à l’origine de la croissance microbienne, en 

l’absence de désinfectant. Elle dépend selon Liu et  al.81, et Escobar et  al.82, de la 

concentration en désinfectant résiduelle et en substrat ou nutriments permettant la 

croissance des microorganismes. 
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Parmi les études réalisées par LeChevallier et  al.63 et Van der Kooij,83 l’augmentation du 

nombre de bactéries totales, hétérotrophes et coliformes est fonction du temps de 

résidence des microorganismes dans le réseau de distribution ainsi que de la quantité de 

matière organique biodégradable présente.  

Intéressons-nous aux principales sources nutritives mises en jeu. 
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Le carbone organique est la source nutritive la plus utilisée (10 fois plus que l’azote et 100 

fois plus que le phosphore) par les bactéries hétérotrophes pour la production de nouveau 

matériel cellulaire (assimilation) et en tant que source d’énergie. La plupart des composés 

organiques présents dans le réseau d’eau de distribution sont d’origine naturelle car ils 

proviennent de la végétation. Parmi eux, on note la présence d’acides humiques, 

fulviques, de carbohydrates polymériques, de protéines et d’acides carboxyliques84. 

La quantité de carbone présente dans l’eau du réseau est mesurée de trois façons : le 

COT (carbone organique total), le COD (carbone organique dissous) et le COA (carbone 

organique assimilable). Le COT  représente la quantité totale de composés carbonés 

solubles et insolubles présents dans l’eau. Le COD est, quant à lui, la fraction soluble du 
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COT. Le COA est la fraction du COD pouvant être assimilée par les organismes pour leur 

croissance. 

Bien que le carbone soit généralement considéré comme une des sources les plus 

limitatives en ce qui concerne la croissance bactérienne, d’autres nutriments tels que 

l’azote ou le phosphore85 jouent un rôle important. 
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L’azote est utilisé par les microorganismes pour synthétiser les acides aminés et le 

matériel génétique.  

Le phosphore est également un nutriment essentiel pour les microorganismes car il est 

présent dans les cellules. La majeure partie du phosphore se retrouve dans l’ADN, ARN et 

les lipides : ceci représente environ 60% du phosphore total des cellules. L’autre partie est 

sous forme de phosphates et polyphosphates86. 
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En complément au carbone, à l’azote et au phosphore, d’autres ‘nutriments’ tels que le 

soufre, le sodium, le potassium, le calcium, le magnésium, le fer, les oligo-éléments et les 

vitamines sont également essentiels. Cependant, Miettinen et  al.87 ont montré qu’ils ne 

limitent pas la croissance des bactéries hétérotrophes dans les eaux du réseau. 
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Bien que la croissance des microorganismes à l’intérieur d’un système d’eau du réseau 

soit fonction de divers facteurs tels que la température, le pH, la quantité et la nature de 

nutriments disponibles, le carbone organique assimilable (COA) ou le carbone organique 

dissous biodégradable (CODB) sont généralement considérés comme les 

principaux83,83,88-90.  
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��Mesure du COA 

La mesure de la quantité de carbone organique assimilable a été réalisée pour la première 

fois en se basant sur une méthode décrite par van der Kooij en 1978. Il s’agit actuellement 

de la méthode de choix pour déterminer la qualité générale de l’eau dans les systèmes de 

distribution91. Les critères européens pour assurer une eau saine fixent la limite à 100 

bactéries/mL.  

Elle est basée sur l’utilisation d’un échantillon d’eau contenant une grande variété de 

microorganismes (Pseudomonas fluorescens P17, Spirillum sp. NOX, Flavobacterium sp. 

S12, Klebsiella pneumonia CF17) dont la croissance est suivie23,89. Le rendement 

maximum de croissance est déterminé et comparé à des coefficients de croissance 

connus en fonction de la quantité de carbone. Cette méthode est laborieuse et de 

nombreuses précautions doivent être mises en œuvre afin de ne pas amener de 

contamination extérieure, ce qui pourrait fausser la quantité de carbone calculée. Elle 

nécessite entre 5 et 14 jours d’analyse. 

��Mesure de la CODB 

Cette méthode fut la première fois présentée en 1987 par Servais et  al.92. Elle repose sur 

la minéralisation du carbone organique par les microorganismes. Expérimentalement, un 

faible volume d’inoculum bactérien est ajouté à l’échantillon filtré soumis à l’essai. Le 

carbone organique de l’échantillon est mesuré au début et à la fin de l’essai (après un 

période d’incubation de 28 jours).  La quantité de CODB est obtenue par différence entre 

ces deux quantités de carbone organique dissous. 

A l’heure actuelle, le COD est analysé en ayant recours à la méthode standard 5310B24.  

��Numération sur boîtes des hétérotrophes (heterotrophic plate 

counts: HPC) 

Les bactéries hétérotrophes, que l’on retrouve au niveau des systèmes 

d’approvisionnement en eau potable, sont des microorganismes qui utilisent des 

composés organiques pour tirer la majeure partie ou la totalité du carbone dont ils ont 

besoin. La technique HPC est une méthode d’analyse microbienne qui utilise la formation 

de colonies dans des milieux de culture pour calculer les concentrations de flore 

hétérotrophe. Une augmentation des HPC peut indiquer la survenue d’un problème au 

niveau du traitement, ou bien une contamination postérieure au traitement, ou bien encore 
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un détachement de la biomasse fixée sur les parois des canalisations. Cette méthode ne 

donne toutefois pas d’indication sur les types d’organismes présents91. 

 

 Les méthodes microbiologiques classiques (étalement de l’échantillon sur milieux 

gélosés) de détermination de la viabilité bactérienne93 présentent de nombreux 

inconvénients. Parmi eux, on notera que ces méthodes sont longues, fastidieuses, ne 

donnent pas de réponses précises, et ne permettent pas de détecter des formes 

bactériennes viables non cultivables (VNC). Mc Feters et  al.94 rapportent que les 

coliformes endommagés ne sont quasiment pas détectés ce qui rejoint les études menées 

par Stewart et  al.95 qui ont noté que les résultats obtenus surestiment l’efficacité des 

désinfectants. De plus, ces méthodes ne rendent pas compte de la diversité de la 

population microbienne présente à l’intérieur d’un échantillon d’eau du réseau. 
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Des méthodes plus sophistiquées que celles décrites précédemment, basées sur la 

biologie moléculaire, existent et permettent une détection spécifique et rapide en évitant 

des étapes de culture. La majorité de ces techniques reposent  sur une amplification afin 

d’augmenter la sensibilité. Il s’agit notamment des techniques immunologiques de réaction 

de polymérisation en chaîne (PCR)96, et d’hybridation in situ (FISH)97,98. 

 

��La technique PCR 

La technique PCR (Polymerase Chain Reaction) consiste à amplifier in vitro un fragment 

d’ADN pour en faciliter la détection. Cette amplification est réalisée en introduisant des 

séquences primaires complémentaires et spécifiques de la chaîne d’ADN à amplifier.  

Cette technique permet de détecter la flore bactérienne totale, active et morte, à des 

concentrations plus faibles qu’en ayant recours aux méthodologies par culture ou par 

marquage à l’aide d’anticorps fluorescents99. La PCR possède un fort pouvoir discriminant 

grâce à l’utilisation d’amorces spécifiques100. 

Dans le but d’établir une corrélation entre la viabilité cellulaire et la présence d’ADN, ceci 

implique une dégradation rapide de l’ADN après la mort cellulaire. Or, Romanowski et 

al.101 ont montré que l’ADN pouvait persister longtemps après la mort cellulaire, c’est 

pourquoi il est plus courant de se tourner vers l’ARN qui présente l’avantage d’être plus 
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facilement dégradé102. Les méthodes basées sur l’utilisation de l’ARN sont appelées RT-

PCR, méthode NASBA103 et permettent la détection d’entérovirus104,105. 

 

��La méthode FISH 

La technique d’hybridation in situ repose sur l’une des propriétés physico-chimiques des acides 

nucléiques : la complémentarité des quatre bases constitutives de l’ADN (Adénine, Guanine, 

Cytosine, Thymine) et de l’ARN (A U G C). L’objectif de l’hybridation est de localiser une 

séquence particulière de l’acide nucléique (qui est la cible) au sein de la cellule par association 

avec une sonde oligonucléotidique de séquence complémentaire. La sonde est marquée par un 

fluorochrome permettant sa détection au microscope à épifluorescence. 

 

Les avantages des techniques de microbiologie moléculaire sont nombreux : 

- obtention de données quantitatives en 1 jour, 

- suppression des cultures bactériennes et du comptage 

- analyse in situ  

- appréciation de la viabilité des cellules 

- bonne spécificité 106 

 

 

Toutefois, l’inhibition possible du signal d’amplification de l’ADN par des composés 

présents dans la matrice de l’échantillon (PCR), ou bien la différence d’état physiologique 

entre les cellules d’un même échantillon compliquent leur utilisation. A ces désavantages 

s’ajoutent la complexité de leur mise en œuvre ainsi qu’un coût onéreux. 

A ces méthodes, peuvent s’ajouter les puces à ADN développées par Ye et  al.107, les 

sondes PNA décrites par Stender et  al.108, Lehtola et  al.109, Wilks et Keevil110  et les 

méthodes d’hybridation directe111. 
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Contrairement aux méthodes précédemment évoquées, la méthode BFR ne repose pas 

sur un dénombrement cellulaire mais sur la vitesse de formation d’un biofilm dans des 

conditions expérimentales déterminées. Le système expérimental se compose d’une 

colonne en verre sur laquelle se trouvent des coupons en verre. Il est exposé à l’eau à 

tester qui possède un débit de 0,2 m/s. Les coupons sont régulièrement prélevés et des 
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mesures d’ATP (adénosine triphosphate) sont effectuées : le résultat s’exprime en pg 

ATP/cm2 112. Afin d’obtenir une corrélation entre le BFR et la concentration en carbone 

présente dans l’eau testée, le système peut être calibré en ajoutant des quantités connues 

d’acétate dans l’eau. Par exemple, van der Kooij et  al.112 ont établi qu’une valeur de BFR 

de 35 pg ATP/cm2 par jour correspondait à 1µg de carbone / litre. 
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Il existe un grand nombre de méthodes  microscopiques capables de fournir des 

informations concernant la composition des biofilms. On peut citer parmi elles la 

microscopie électronique à balayage (MEB), électronique à transmission (MET), 

confocale113 et à épifluorescence.  

��La microscopie électronique à transmission (MET)  

Cette technique permet d’examiner la morphologie, la disposition ainsi que l’ultrastructure 

cellulaire114-116. La visualisation de certains composants des biofilms tels que les EPS est 

rendue possible par l’utilisation couplée de colorants spécifiques. 

��La microscopie électronique à balayage (MEB)  

Cette microscopie permet, quant à elle, d’obtenir des informations concernant la structure 

de surface des biofilms, c’est-à-dire la disposition des cellules117,118. Le grossissement des 

microscopes à balayage actuels varient de 5 à 300 000 fois. 

La présence d’EPS se devine sous l’apparence d’un ‘nuage’ entourant les cellules119. 

 

Le problème majeur de ces deux techniques reste la préparation de l’échantillon et 

notamment sa déshydratation qui peut conduire à la perte de certains appendices comme 

les pili. Elles ne permettent pas d’observer, en continu, des phénomènes dynamiques. A 

l’heure actuelle, afin de limiter ces problèmes, les biofilms analysés sont préparés à l’aide 

de nouvelles techniques de préparation, dites de cryo-fixation. 

��La microscopie confocale  

Elle fournit des images d’un biofilm en provenance de différents plans focaux. En les 

assemblant, il est possible de reconstituer une structure en trois dimensions avec une 

résolution latérale et normale respectives de 0,15 µm et 0,58 µm pour un objectif ayant une 



 35

ouverture numérique de 1,4 et l’utilisation d’une longueur d’onde de 500 nm120. Cette 

caractéristique est particulièrement intéressante pour étudier la structure normale des 

biofilms en milieu aqueux 113. 

Lorsque le microscope confocal utilisé dispose de plusieurs lasers, il est possible de 

marquer simultanément les différentes couches composant le biofilm à l’aide de sondes 

fluorescentes différentes.  

��La microscopie à épifluorescence  

Elle repose sur la propriété qu’ont certains chromophores lorsqu’ils sont excités à une 

longueur d’onde, de réémettre l’énergie fournie sous forme lumineuse à une longueur 

d’onde supérieure. La fluorescence réémise a une durée de vie plus ou moins longue et 

selon les marqueurs, le chromophore va se fixer directement sur la cible. Certains 

colorants permettront, par exemple, d’effectuer une distinction entre les cellules vivantes et 

les cellules mortes121. 

 

Le problème majeur de ces techniques réside dans la préparation de l’échantillon 

(déshydratation, marquage) qui entraîne une destructuration du matériel. Pour une 

description plus détaillée des différentes méthodes optiques, spectroscopiques et 

microscopiques, le lecteur pourra se référer, entre autres, aux revues de Wolf et  al.122 et 

Nivens et  al.123. 
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Ces quinze dernières années, des microélectrodes ont été utilisées en écologie 

microbienne124 et permettent de mesurer la concentration en dioxygène, le pH, ainsi que 

des potentiels rédox. D’un diamètre de 2 à 100 µm, elles possèdent une très forte 

résolution spatiale qui autorise le suivi des micro-variations dans des environnements tels 

que les biofilms125-128. 

La voltampérométrie cyclique permet également de détecter la présence et le suivi de  

l’activité physiologique des microorganismes129. Les électrodes sont mises en contact de 

la phase aqueuse et détectent les changements de potentiel, s’ils existent, suite à 

l’application d’une tension ou d’un courant.  

La spectroscopie diélectrique et la spectroscopie d’impédance électrochimique130,131 

considèrent que les microorganismes se comportent comme des condensateurs 

électriques accumulant des charges électriques lorsqu’ils sont soumis à des champs 
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électriques alternatifs. Un système électronique convertit l’information de capacitance 

obtenue en un signal analogique. Des capteurs très précis peuvent être réalisés (jusqu’à 

une résolution de 10 Å) et peuvent être insérés sur la surface plate de cellule à circulation.  

Habituellement, les techniques électrochimiques sont utiles pour le suivi de la 

biocorrosion132 causée par l’établissement de biofilms à la surface de métaux. 

De plus amples indications concernant les différentes méthodes électrochimiques utilisées 

pour le suivi des biofilms sont relatées, par exemple, par Nivens et  al.123.  
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Le capteur de fluorescence (FlusS), testé par l’équipe de H.C. Flemming (Muelheim, 

Allemagne), détecte l’autofluorescence des biomolécules telles que les acides aminés et / 

ou l’ATP. Ce capteur a pour avantage de détecter le matériel biologique se trouvant parmi 

les dépôts, et notamment de pouvoir différencier les cellules mortes des cellules vivantes 

survivant après désinfection. Toutefois, les premiers résultats ont montré que la détection 

d’un signal d’autofluorescence spécifique aux biomolécules est délicate du fait d’une part 

du faible signal émis et d’autre part, de l’autofluorescence émise par d’autres molécules 

telles que les acides humiques. 

Devant la prolifération des cyanobactéries qui contiennent une quantité importante de 

toxines, des recherches ont été effectuées visant à comprendre leur mécanisme de 

prolifération. A ce propos, on citera les travaux réalisés en 2002 par Leboulanger et  al.133 

qui ont mis au point une sonde fluorescente permettant d’établir une cartographie 

(répartition) de cyanobactéries toxiques et filamenteuses Planktothrix rubescens se 

développant dans des lacs. 
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Trois autres  types de capteurs, développés et testés dans le cadre du contrat SAFER, 

seront explicités dans ce paragraphe : le nanovibrateur, le capteur à fibre optique (FOS) et 

le capteur de turbidité. 

 

�� Le nanovibrateur encore appelé MSS Mechatronic Surface Sensor (Brevet n°103 

344, Portugal)134 utilise le principe des vibrations pour détecter et mesurer, en ligne, la 

formation et/ou le détachement de salissures. 
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Le dispositif comporte un actuateur piézoélectrique ainsi qu’un capteur de vibrations fixés 

sur une surface en PVC, à l’intérieur d’une cellule à circulation. L’actuateur produit une 

vibration, dépendant de la masse et des propriétés physiques du dépôt. Elle se propage 

ensuite le long de la surface en PVC pour être mesurée par le capteur. En analysant 

mathématiquement le signal obtenu, il est possible d’évaluer l’épaisseur du biofilm.  

 

�� Le principe du capteur FOS (Fiber Optical Sensor)135 repose sur la diffusion de la 

lumière par les dépôts adhérés à l’extrémité d’une fibre optique. La lumière rétrodiffusée 

arrive à un détecteur et l’épaisseur d’un biofilm sur les parois internes des canalisations 

d’eau du réseau peut être ainsi mesurée. En prélevant le biofilm, il est possible de 

procéder à un comptage des cellules adhérées et d’établir une corrélation entre, par 

exemple la quantité de matière organique biodégradable présente dans l’eau, le signal 

enregistré, et le nombre de cellules totales. 

 

�� Le capteur DTM (Differential Turbidity Measurement)136 est un système de mesure 

optique consistant en deux  cellules de mesure (une  paire de fenêtres optiques). Une 

fenêtre  est nettoyée d’une manière continue afin d’éviter l’établissement de biofilms. Les 

salissures se déposent ainsi sur l’autre fenêtre et leur signal peut directement être obtenu 

en soustrayant le signal dû à la fenêtre propre. 

Un tel système permet de déterminer la position des dépôts en surface. Toutefois, pas de 

distinction possible concernant la nature des dépôts. Ayant une trop faible sensibilité, il ne 

peut être utilisé pour analyser les dépôts se formant à l’intérieur des canalisations d’eau 

du réseau de distribution. Il sera plus approprié pour la détection de composés provenant 

d’une eau très polluée telle que celle rejetée par les papeteries. 
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Il s’agit probablement de la technique la plus utilisée en tant qu’outil de caractérisation 

d’échantillons biologiques de nature variée47 137 . Les macromolécules biologiques ainsi 

que des systèmes biologiques complexes comme les tissus ou les cellules138 sont ainsi 

souvent étudiés par cette méthode. Elle présente les avantages de suivre les 

changements chimiques ayant lieu au niveau de l’interface cristal/solution, sur une 

épaisseur d’environ 1 µm, in situ, de manière non destructive et en temps réel. 

Contrairement à la plupart des méthodes d’analyse des biofilms, aucune préparation de 
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l’échantillon n’est requise. Une restitution parfaite des propriétés des échantillons 

bactériens est ainsi obtenue : les empreintes spectrales obtenues combinent les 

contributions des groupes fonctionnels présents dans toutes les molécules biochimiques 

de l’échantillon123. L’équipe de Naumann137 a mené des études approfondies sur les 

cellules bactériennes appartenant à différentes espèces et souches. Leurs travaux, 

couplés à des méthodes statistiques, ont montré que les spectres d’absorption IR étaient 

spécifiques aux cellules microbiennes et que chacune avait ses empreintes 

caractéristiques. 

��Suivi de biofilms par IRTF-ATR 

Le  suivi de bandes d’absorption IR caractéristiques de la biomasse bactérienne telles que 

les protéines (bandes amides) offre l’avantage de suivre la dynamique de biofilms 

bactériens139-141.  De plus, grâce à la spectroscopie IRTF-ATR142,143, il est possible 

d’opérer une distinction entre les dépôts organiques et inorganiques des biofilms136,144. 

Parmi les montages expérimentaux utilisés pour suivre la formation et l’évolution de 

biofilms, le plus courant repose sur l’utilisation d’une cellule à circulation. Nivens et  al.123 

ou Schmitt et  al.144 ont conçu des montages permettant de suivre le développement de 

trois biofilms simultanément, ce qui économise un temps précieux d’une part et permet la 

reproductibilité de la mesure d’autre part. Nivens et  al.145 ont obtenu des spectres 

bactériens à la surface de cristaux de germanium par spectroscopie IRTF/ATR et ont 

montré que les bandes amides des protéines, les bandes esters de stockage de produits 

comme le poly-β-hydroxyalkanoate (PHA), et les élongations C-O du matériel 

extracellulaire polymérique (les polysaccharides) rendent compte de l’état physiologique 

des microorganismes présents dans le biofilm. Comme l’ont montré Suci et  al.146 le 

couplage entre l’IRTF-ATR et la microscopie optique facilite la compréhension des 

empreintes spectrales IR obtenues. 

D’autres utilisations telles que le suivi de la biocorrosion, les applications cliniques (la 

pénétration d’antibiotiques à l’intérieur des biofilms147), et l’efficacité des désinfectants 

envers les biofilms d’espèces pathogènes telles que Candida albicans148 suscitent l’intérêt 

des chercheurs.  

Une description détaillée du principe de l’ATR est proposée au chapitre II. 
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P. fluorescens CIP 69.13 provient de l’Institut Pasteur (Paris). Elle a été choisie comme 

souche de référence pour former nos biofilms. Des observations réalisées au microscope 

(Figure II- 1) ont montré qu’en fin de phase exponentielle de croissance, après 

centrifugation (10 000 g, 10 min), les cellules de P. fluorescens ont un diamètre d’environ 

0,4 µm et une longueur d’environ 2,5 µm. 

 

 

Figure II- 1 : Observation de P. fluorescens au microscope optique, à l’objectif x100. Les cellules 
ont été collectées en fin de phase exponentielle, puis centrifugées à 10 000 g pendant 10 min. 

Sur une gélose nutritive, les colonies sont petites, rondes, plates et incolores. 
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P. fluorescens CIP 69.13 est conservée à –80°C grâce au système Microbank™ (Pro-Lab 

Diagnostics, United Kingdom). Il s’agit d’un tube stérile contenant des billes poreuses 

immergées dans une solution cryoconservatrice et capables de stocker la souche 

bactérienne souhaitée.  

 

 

 

 

10 µm 
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Toutes les cultures de P. fluorescens ont été réalisées dans le milieu Luria-Bertani (LB) 

selon Miller (Difco, USA) dont la composition (en g/L) est décrite ci-dessous : 

 

- Tryptone            10 

- Extrait de levure   5  

- NaCl                       10 

 

Les bouillons à 25 g/L sont préparés dans de l’eau désionisée (Millipore Corp., Milli-Q). 

Ceux à 0,5 g/L sont préparés dans de l’eau apyrogène stérile (Aqua B. Braun, Germany).  

Les solutions sont ensuite agitées puis autoclavées à 120°C pendant 20 minutes. Le pH 

des solutions obtenues est voisin de 6,9 ± 0,1 unités. 

 

Le milieu solide R2A (Merck, Germany) a été utilisé pour le dénombrement des UFC. 
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Mise à part l’eau MilliQ utilisée pour la préparation des bouillons de culture, deux autres 

types d’eau ont servi lors des expériences : l’eau apyrogène stérile et l’eau du réseau. 

 

L’eau apyrogène stérile est utilisée dans la fabrication des solutions standard pour 

irrigation dans le domaine médical. 

Elle est obtenue par prélèvement d’eau du réseau, puis subit deux purifications : la 

première consiste en une biosmose sous pression et la seconde en cinq ou six 

distillations. L’eau obtenue est très peu conductrice, au voisinage de 0,6 µS.cm-1. Son pH 

est ajusté entre 5 et 7 unité par de la soude. Elle contient au maximum 0,5 mg C/L. 

 

Les échantillons d’eau du réseau ont été prélevés au LCPME sur le site de Villers-lès-

Nancy. Ils sont recueillis dans de la verrerie préalablement nettoyée au mélange 

sulfochromique (Acros, réf. 29551-0010). Les prélèvements sont laissés à découvert 

pendant 24 heures afin de les déchlorer. 

Dans le but de faire varier la concentration en carbone organique dissous (COD) dans une 

gamme de concentrations variant de 1,5 à 12 mg/L, du bouillon LB stérile a été ajouté aux 

échantillons d’eau prélevés. 
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Le SYBR GREEN II® (Molecular Probes, USA) est un fluorochrome intercalant des acides 

nucléiques (ARN et ADN). Les seules données disponibles sont les suivantes : 

λex maximum = 254 nm et 497 nm (longueur d’onde d’excitation) 

λem maximum = 520 nm  (longueur d’onde d’émission) 

Le SYBR GREEN II® possède une forte affinité pour les acides ribonucléiques, son 

rendement quantique (0,54) est nettement supérieur à celui du bromure d’éthidium (0,07). 

Par ailleurs, sa fluorescence intrinsèque est faible ce qui entraîne une faible fluorescence 

parasite s’il reste des molécules de colorant libres dans l’échantillon.  
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Deux types de vaisselle sont à considérer : les tubes et les flacons résistant à la chaleur et 

la vaisselle jaugée. Les traces de carbone sont éliminées, selon le cas, soit par chauffage 

au four, 4 h à 550°C, soit avec un mélange sulfochromique par trempage puis, rincé 

abondamment à l’eau apyrogène stérile 
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Les mesures de CODT sont réalisées à l’aide d’un analyseur de carbone total TOC 5000A 

(Shimadzu, Japon) selon la méthode standard 5310B1. 
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L’échantillon à analyser subit, tout d’abord, une oxydation dans le tube à combustion de 

l’analyseur de carbone. Le CO2 produit est ensuite acheminé, à l’aide d’un gaz vecteur, 

jusqu’à la cellule de détection à infrarouge. La quantité de CO2 présente dans l’échantillon 

y est mesurée. 
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Avant toute mesure de COD, l’appareil est calibré en préparant une gamme étalon 

d’hydrogénophtalate de potassium (Acros, réf. 177121000) 

Une solution mère d’hydrogénophtalate de potassium à 200 mg C/L est préparée dans de 

l’eau MilliQ à partir d’une solution à 2 g C/L. Une gamme étalon (0, 1, 2 et 4 mg C/L) est 

préparée à partir de la solution à 200 mg C/L dans les fioles jaugées de 100 mL avec de 

l’eau MilliQ. 
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50 mL de chaque échantillon à analyser sont prélevés et dilués au 1/10e dans de l’eau 

apyrogène stérile si la teneur en carbone de l’échantillon dépasse 5 mg C/L, c'est-à-dire la 

limite de détection du catalyseur. Ils sont ensuite filtrés sur membrane PVDF (filtre PVDF, 

Roth, ref. P812.1) de 0,45 µm de porosité. Ces échantillons sont ensuite acidifiés avec 

50µL d’HCl 2M afin d’éliminer le carbone inorganique. 

Les tubes servant à établir la gamme étalon sont placés sur le passeur d’échantillons. 

L’analyse de carbone démarre par un rinçage du système avec de l’eau MilliQ puis, 

chaque échantillon (y compris les étalons) est analysé trois fois.  

L’analyse se déroule en deux étapes :  

- la première consiste à ajouter 50 µL d’acide chlorhydrique 2M à l’échantillon de façon à 

obtenir un pH de l’échantillon proche de 2. Le carbone inorganique contenu dans 

l’échantillon est transformé en CO2 puis éliminé en faisant buller de l’oxygène environ 10 

minutes. 

- L’échantillon ainsi dégazé est injecté, dans la seconde étape, dans le tube à combustion 

contenant le catalyseur à haute sensibilité (analyse des teneurs en carbone comprises 

entre 1 µg C/L et 5 mg C/L) chauffé à 680°C. De l’oxygène ultra pur (gaz vecteur) est 

introduit dans ce tube ce qui permet de véhiculer les gaz produits par l’oxydation de 

l’échantillon jusqu’à la cellule de détection à infrarouge. La quantité de CO2 présente dans 

l’échantillon y est mesurée. 
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Les précultures de P. fluorescens ont été réalisées par inoculation d’une cryobille dans du 

milieu LB à 25 g/L pendant 24h. 

Les cultures de P. fluorescens ont été effectuées en prélevant 40mL de préculture que l’on 

a introduit dans 400 mL de LB à 25 g/L de manière à obtenir une DO initiale de 0,05 à 

620nm. La suspension est ensuite homogénéisée et mise à l’étuve à 27°C +/- 1°C, sous 

290 tours/min. 

Le suivi de la croissance et le comptage bactérien ont été réalisés en prélevant  des 

aliquotes de 1 mL de suspension. Une mesure de densité optique à 620 nm (DO620) est 

réalisée, toutes les 30 minutes,  à l’aide d’un spectrophotomètre WPA spectrawave S 

1000 Diode Array (Biochrom, Biolabo). Les lectures se font en semi-microcuves jetables 

avec comme solution de référence le milieu de culture LB à 25 g/L. 

Un dénombrement des bactéries cultivables (UFC) est effectué, toutes les heures, par 

étalement d’aliquotes de 100µL, sur R2A agar, à la dilution appropriée. 
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Grâce à la courbe de croissance obtenue, les suspensions bactériennes sont prélevées à 

différents temps, correspondants à des phases de croissance différentes. Lors de chaque 

prélèvement, les suspensions sont centrifugées à 10 000 g pendant 10 min. Une partie du 

culot est prélevée à l’aide d’une PSIpette stérile pour nos études spectroscopiques. 
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Toutes les suspensions bactériennes ont été réalisées à partir d’une pré-culture suivie 

d’une culture de P. fluorescens dans du milieu LB à 25 g/L. Les cellules sont prélevées en 

fin de phase exponentielle de croissance et centrifugées à 10 000 g, pendant 10 minutes, 

à 4°C. Elles sont ensuite resuspendues dans une solution stérile à 0,5 g/L de milieu LB. La 

concentration bactérienne de la suspension obtenue est ajustée à une DO de 0,28, ce qui 

correspond à une concentration cellulaire d’environ 108 UFC/mL. 
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Le lyophilisateur du laboratoire est un appareil Benchtop 3.3, de marque VIRTIS. Le vide 

est assuré par une pompe primaire à palette de marque AEG (type AMEB 71 FV4 R3). Le 

volume de condensation en 24 heures est de un litre, et la capacité maximale de 

condensation est de 3,3 litres. Le corps refroidissant est à une température de 

fonctionnement de – 95 à –100 °C. Le vide en fonctionnement est inférieur au milliTorr.  

La préparation des échantillons a nécessité beaucoup de précautions afin de minimiser les 

contaminations et le réarrangement des molécules. Après avoir été centrifugé et lavé une 

fois à l’eau MilliQ stérilisée, le culot bactérien est transféré dans un pilulier en verre 

préalablement refroidi à l’azote liquide. Puis, le tout est replongé dans l’azote liquide avant 

d’être conservé au congélateur à -80°C pendant une nuit. Le lendemain, les échantillons 

sont disposés dans le lyophilisateur. 

La lyophilisation dure au minimum 48 heures. Les échantillons sont ensuite conservés 

dans un dessiccateur avec du P2O5, à l’abri de la lumière. 
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Les pastilles ont été préparées avec du bromure de potassium (KBr) (Spectronorm, 

Prolabo) préalablement séché pendant au moins une nuit à 130°C, dans une étuve. 2 mg 

d’échantillon bactérien lyophilisé (1mg pour P. fluorescens après 8 jours de croissance) et 

198 mg de KBr ont été mélangés et broyés dans un mortier en agathe. La poudre est alors 

pastillée avec une pression de 300 kg/cm2, appliquée pendant 5 minutes. La pastille qui 

en résulte, d’aspect translucide, correspond à une dispersion de l’échantillon dans une 

matrice solide. Le spectre infrarouge est immédiatement enregistré. 

Remarque : tous les accessoires utilisés pendant l’étape de préparation des pastilles sont 

placés dans une étuve à 50°C, avant usage, pour les maintenir aussi secs que possible. 
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Soit S la suspension bactérienne à analyser. 
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Les échantillons sont dilués en cascade de 100 à 10-6 dans de l’eau apyrogène stérile 

(Figure II-2). 100 µL d’échantillon homogénéisé est ensuite incorporé dans une boîte de 

Pétri contenant de la gélose R2A 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure II- 2 : Protocole expérimental pour le comptage des UFC sur gélose R2A. 

 

Le comptage se fait après 48 h d’incubation à l’obscurité. 

 

On choisit le facteur de dilution qui correspond à des colonies isolées sur la gélose pour 

obtenir un nombre total de colonies compris entre 40 et 200. 

La concentration de la suspension S est donnée par : 

100

1000
*10*][ dil

anS =  

 

 

** Étalement au râteau de chaque aliquote 

* Dilution dans l’eau apyrogène stérile puis vortexation 

Diluer 10x * 

Aliquote 

de100µL** 

Aliquote 

de100µL** 

Aliquote 

de100µL** 

Aliquote 

de100µL** 

Diluer 10x * Diluer 10x * Diluer 10x * 

Incubation pendant 48h à 72h, à 27°C, à l’obscurité 

Lecture des UFC  

Suspension S 

3 répliquats 

par dilution 
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Avec :  

][S  la concentration de la suspension S exprimée en UFC/mL  

n   le nombre moyen de colonies  
dil

a10  le facteur de dilution approprié 

 

Le nombre moyen de colonies, pour la dilution considérée, est calculé en faisant la 

moyenne des colonies comptées sur les trois répliquats.             

Les mêmes protocoles ont également été utilisés pour suivre l’évolution des cultures 

bactériennes lors de l’établissement des courbes de croissance. 
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A la fin d’une expérience d’adhésion bactérienne suivie par IR-ATR, le cristal est extrait de 

la cellule à circulation, sous des conditions stériles, puis est rincé trois fois dans de l’eau 

apyrogène stérile afin d’enlever les bactéries non adhérées. Une partie du biofilm (en 

général 1 cm sur 0,6 cm) est raclée à l’aide d’un écouvillon stérile. Les cellules sont 

ensuite remises en suspension dans de l’eau apyrogène stérile et le protocole de 

comptage des UFC détaillé sur la Figure II- 2 est appliqué. 
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Le protocole de marquage d’un biofilm de P. fluorescens est résumé Figure II- 3. Les 

cellules bactériennes ne sont pas décrochées de la surface du cristal afin de conserver la 

structure du biofilm. Le marquage se fait directement en déposant une solution diluée de 

SYBR GREEN II sur le biofilm. 

Chaque cristal est observé à l’objectif *100 d’un microscope à épifluorescence Olympus 

BX51. 
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Figure II- 3 : Principales étapes lors du marquage par le SYBR GREEN II d’un biofilm de P. 
fluorescens adhérées sur le cristal ATR 
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Le domaine infrarouge est compris entre 10 cm-1 et 12500 cm-1 et est divisé en trois 

domaines : 

- le lointain infrarouge entre 10 et 400 cm-1 

- le moyen infrarouge entre 400 et 4000 cm-1 

- le proche infrarouge entre 4000 et 12500 cm-1 

Les spectres présentés dans cette étude ont été collectés dans la région du moyen 

infrarouge. Cette région correspondant d’une part aux empreintes spectrales des groupes 

fonctionnels constituant les bactéries et d’autre part, au domaine de transparence des 

cristaux ATR utilisés (germanium et diamant). 

SYBR GREEN II® 

stocké à -20°C 

1.5mL d’eau 

apyrogène 

Boîte de Pétri placée à l’obscurité pendant 30min. 

3 rinçages à l’eau apyrogène 

stérile 

Séchage  

sèche cheveux 

1) Dépôt gouttes de glycérine 

tamponnée 

2) Dépôt d’une lamelle sur chaque 

goutte 

3) Dépôt d’une goutte d’huile à 

immersion sur chaque lamelle 

Observation au 

microscope à 

épifluorescence 

0.75µL 
1) Agitation au vortex de la solution 

2) Dépôt sur le 

biofilm à analyser 
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Dans la gamme des énergies correspondant au domaine infrarouge, ce sont les énergies 

de vibration des atomes et des mouvements de la couche électronique qui sont 

perturbées. Le fait que l’état énergétique de la molécule soit décrit par des niveaux 

discrets d’énergie, implique que l’interaction entre l’onde incidente et la molécule ne se fait 

que pour des valeurs précises d’énergie. La spectroscopie d’absorption IR donne des 

informations sur les vibrations moléculaires qui sont caractéristiques de l’environnement 

local des liaisons chimiques et de leur nature. 

En IR, une molécule est capable d’interagir avec le champ électromagnétique et 

d’absorber un photon de fréquence ν , si elle possède au moins transitoirement, un dipôle 

oscillant à cette fréquence. 

Si on apporte de l’énergie au système par l’intermédiaire d’un rayon lumineux, il l’absorbe 

à condition que l’énergie du rayonnement soit égale au pas énergétique séparant  le 

niveau fondamental et le premier niveau excité. Il faut en d’autres termes satisfaire à la 

relation : 

νhE=∆  

 

avec  h  la constante de Planck égale à 6,6256.10-34 J.s et ν  est la fréquence de l’onde 

électromagnétique. 
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La liaison peptidique –CONH- caractérise les protéines. Du fait du phénomène de 

résonance qui s’établit entre les atomes, la liaison est stabilisée et adopte une 

configuration plane, comme on peut le voir sur la Figure II- 4. 
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IR (1640-1650)
R (1650-1680)
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IR (1520-1550)

Amide III
IR (1240-1310) 
R (1230-1295)

 

Figure II- 4 : Modes de vibrations du lien peptidique. Les flèches indiquent les mouvements des 
atomes entrant en jeu dans le mode de vibration considéré. Les activités infrarouge (IR) et Raman 
(R) ainsi que les nombres d’ondes correspondants sont indiqués sous chaque mode de vibration. 

Chaque vibration mettant en jeu la liaison peptidique porte un nom spécifique. Lorsque la 

vibration d’élongation C=O est prépondérante, on parle de bande amide I. Les bandes 

amides II et III se caractérisent, quant à elles, par la vibration de déformation N-H couplée 

à l’élongation C-N avec des proportions différentes pour chacune d’elles. 
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Lorsqu’un rayonnement incident d’intensité I0(λ), monochromatique pénètre dans un 

échantillon absorbant dans l’IR et contenant i molécules différentes, de concentration c, de 

coefficient d’extinction ε(λ �), d’épaisseur l, (Figure II- 5) le rayonnement transmis obéit à la 

loi de Beer-Lambert (éq.3). 

 

Figure II- 5 : Illustration du principe de la loi de Beer-Lambert 

 

 

I0(λ) It(λ) 

échantillon 

source détecteur 

l

  c 

ε(λ) 



 68

On définit alors la transmittance 
)(

)(
)(

0 λ

λ
λ

I

I
T t=  souvent exprimée en %. On emploi 

également l’absorbance (ou densité optique) définie par : 

lcT
I

I
A i

i

i

t

�=−=−= )()(log
)(

)(
log)(

0

λελ
λ

λ
λ        (éq.3) 

L’eau ayant un coefficient d’absorption fort, l’obtention de spectres en solution aqueuse 

est difficile. 
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Le principe de l’ATR consiste à faire subir au faisceau IR une ou plusieurs réflexions à 

l’interface entre un matériau transparent dans l’IR, d’indice de réfraction élevé, et 

l’échantillon, en contact intime avec le cristal. 

Pour des angles d’incidence supérieurs à un angle critique, cθ , dont le sinus est égal au 

rapport de l’indice de réfraction ( 2n ) de l’échantillon (milieu rare) sur l’indice de réfraction 

( 1n ) du cristal (milieu dense) (éq.5), le faisceau subit une réflexion totale à l’intérieur du 

milieu dense, s’il provient de celui-ci : 

)(sin
1

21

n

n
c

−=θ        éq.5 

Le faisceau guidé est légèrement perturbé par l’existence d’ondes progressives 

transversales appelées ‘ondes évanescentes’.  
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A chaque réflexion, une onde évanescente (éq.6) est générée au niveau du milieu rare au 

contact du milieu dense. Elle pénètre faiblement dans l’échantillon à une profondeur qui 

dépend de la longueur d’onde, des indices de réfraction du cristal et de l’échantillon et de 

l’angle d’incidence.  

 

Son énergie peut s’écrire de la façon suivante (éq.6) :  

)/exp(*0 DpzEE −=               éq.6 
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avec : 0E l’amplitude maximale du champ propagatif 

E l’amplitude du champ propagatif à la distance z 

           pD  la profondeur de pénétration de l’onde évanescente 

 

Cette onde pénètre de quelques micromètres dans le milieu rare qui est en contact avec le 

milieu dense dans lequel se produit la réflexion interne. La Figure II- 6, tiré d’une 

publication de Goormaghtigh et al.2 illustre la décroissance exponentielle de l’amplitude de 

l’onde évanescente en fonction de sa distance à l’interface.  

 

 

Figure II- 6 : Comportement du faisceau IR à l’interface cristal / milieu extérieur. Les détails du 
champ électrique de la radiation électromagnétique en un point de réflexion, à l’interface cristal / 
milieu extérieur sont représentés. Une onde progressive, appelée onde évanescente, est crée et 
permet de sonder l’échantillon en contact avec le cristal.  

 

La profondeur de pénétration, pD , de l’onde évanescente, dans l’échantillon déposé à la 

surface du cristal est définie comme la distance pour laquelle le champ électrique, E, 

décroît vers la valeur 1/e. 
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Elle est donnée par la relation (éq.7) :  

))((sin2 2

1

22
1

n

n
n

Dp

−

=

θπ

λ
            éq.7 

 

Elle est fonction de :  

- la longueur d’onde considérée (λ) 

- l’angle d’incidence du faisceau IR au niveau du cristal (θ ) 

- l’indice de réfraction du cristal ( 1n ) et de l’échantillon ( 2n ) 

 

En appliquant cette relation à quelques longueurs d’onde de choix, telles que  

λ = 3000cm-1, 1550cm-1 et 1100cm-1 pour des cristaux ATR de germanium, d’indice de 

réfraction 4,0, et de diamant, d’indice de réfraction 2,4, avec des angles d’incidence de 

45°, et en considérant un indice de réfraction moyen de1,5 pour le biofilm3,4, on obtient les 

valeurs du Tableau II- 1. 

 

Cristal / �nombre d’onde 3000 cm-1 1550 cm-1 1100 cm-1 

Ge 0,22 0,42 0,59 

diamant 0,67 1,29 1,82 

Tableau II- 1 : Evolution de Dp (µm) de l’onde évanescente à la surface de deux cristaux ATR, en 
fonction du nombre d’onde. 

Dès que l’onde évanescente pénètre dans l’échantillon, elle s’atténue d’autant plus 

rapidement que l’on est à haut nombre d’onde. On notera également une forte influence 

de l’indice de réfraction du cristal : plus il est élevé et moins la profondeur de pénétration 

est importante. 

Comme la profondeur de pénétration est faible, et que l’amplitude du champ propagatif 

s’atténue exponentiellement au fur et à mesure que l’on s’éloigne de la surface du cristal, il 

est nécessaire que l’échantillon soit en contact intime avec le cristal lors de la mesure. 
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Pour pouvoir comparer des spectres enregistrés en mode ATR à des spectres enregistrés 

en mode transmission, il est nécessaire de calculer le volume de l’onde évanescente, 

encore appelé pénétration effective, eD , du faisceau IR. 
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De est définie comme l’épaisseur de la couche nécessaire, dans des mesures en 

transmission, pour obtenir la même extinction avec une simple réflexion à la frontière d’un 

milieu rare optiquement semi-infini. 

Pour une polarisation perpendiculaire et parallèle du faisceau IR, les composantes de eD  

s’expriment selon les deux équations suivantes : 

 

2
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Dans le cas d’un faisceau IR non polarisé, eD correspond à la somme des pénétrations 

perpendiculaires et parallèles : 

2
pDD

D
ee

e
+⊥

=                       éq.10 

 

Voici, à titre d’illustration, quelques valeurs d’épaisseur effectives obtenues dans le cas de 

cristaux ATR de germanium présentant un indice de réfraction de 4,0, un angle 

d’incidence de 45°, en contact avec un biofilm d’indice de réfraction moyen de 1,5 
3,4(Tableau II- 2). 

 

    Nombre d’onde 

            (cm-1) 

            De � 

         (x 10-6 m) 

            De p 

          (x 10-6 m) 

             De 

           (x 10-6 m) 

            1085             1,39              2,79              2,09 

            1234             1,23              2,45              1,84 

            1400             1,08              2,16              1,62 

            1548             0,97              1,95              1,47 

            1650             0,92              1,83              1,37 

            3000             0,50              1,01              0,76 

Tableau II- 2 : Evolution de la profondeur de pénétration effective, De, de l’onde évanescente à la 
surface d’un cristal ATR de germanium, en fonction du nombre d’onde (µm). 
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Les manipulations en batch telles que la prise de spectres des culots bactériens aux 

différentes phases de croissance ont été réalisées en utilisant un accessoire ATR diamant. 

Les manipulations de suivi de biofilms ont été réalisées à l’aide d’un accessoire ATR muni 

d’une cellule à circulation contenant un cristal de germanium. Les deux cristaux utilisés 

sont transparents dans l’IR, à haut indice de réfraction et non cytotoxique ce qui les rend 

adaptés à nos mesures. 

��L’accessoire ATR diamant 

 

Figure II- 7 : Schéma du principe de l’accessoire ATR diamant DuraSamplIR avec trois réflexions 
(Thermo Optek corporation, Nicolet instrument, Trappes, France)  

 

Comme nous le montre la Figure II- 7, l’accessoire ATR diamant est en réalité constitué de 

deux cristaux joints ayant même indice de réfraction (l’un en ZnSe et l’autre en diamant). 

Le faisceau IR incident pénètre successivement à l’intérieur du ZnSe, puis à l’intérieur du 

diamant avec une incidence de 45° où il subira, dans notre cas, neuf réflexions (soit une 

profondeur de pénétration cumulée à l’intérieur de l’échantillon d’environ 18 µm). Le 

faisceau réfléchi repasse ensuite dans le ZnSe pour arriver au détecteur du spectromètre. 

Les principales propriétés des cristaux diamant et ZnSe ont été rappelées dans le Tableau 

II- 3. 
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Cristaux Diamant   /   ZnSe Germanium 

Domaine de transmission IR 20 000 – 500 cm-1 5 000 – 600 cm-1 

Indice de réfraction 2,4 4,0 

Dimensions (mm) Diamètre : 4 77 x 10x 6 

Echelle de pH 1 – 14 1 - 14 

Solubilité Insoluble dans l’eau 

Résistants aux solvants 

organiques, aux 

acides dilués et bases 

Insoluble dans l’eau 

Soluble dans l’acide 

sulfurique chaud 

Soluble dans l’eau régale 

Dureté (kg/mm2) 5 700 550, très fragile 

Tableau II- 3 : Principales propriétés des cristaux ATR de diamant et ZnSe (2e colonne) et des 
cristaux ATR de germanium (3e colonne) utilisés. 

 

��L’accessoire ATR à circulation 

 

La Figure II- 8 présente le schéma de la cellule ATR à circulation ainsi que le parcours du 

faisceau IR à l’intérieur d’un cristal ATR. 

 

 

 

Figure II- 8 : Schéma de la cellule à circulation ATR. La flèche à l’intérieur de la cellule représente 
le sens de circulation des différentes solutions / suspensions auxquelles est exposé le cristal. 

Le cristal de germanium est trapézoïdale, d’angle d’incidence 45° et permettant six 

réflexions du faisceau IR. 

Des cristaux de germanium ont été choisis pour l’étude de l’adhésion bactérienne par IR 

du fait de leur insolubilité dans l’eau, solvant présent dans tous les échantillons 

biologiques, de leur transparence dans l’IR et enfin de leur non cytotoxicité qui selon 

Profondeur de 

pénétration ~ 

Cristal ATR (Ge) 

Faisceau IR 

I0 I 

Detecteur 
biofilm milieu 



 74

Durham et al.5 est un des paramètres essentiel pour obtenir une bonne adhésion 

bactérienne.  

Les caractéristiques propres des cristaux de germanium utilisés sont indiquées dans le 

Tableau II- 3. 

��Circuit expérimental 

 

Une photo du montage expérimental utilisé lors des expériences de formation et de suivi 

du biofilm est présentée Figure II- 9. 

 

Figure II- 9 : Photographie du montage expérimental utilisé lors des expériences de formation et 
suivi de biofilms. 

 

Le circuit ouvert se compose (de gauche à droite) : d’un flacon d’inoculation, de la cellule à 

circulation, disposée à l’intérieur du spectromètre Bruker, d’une pompe péristaltique 

assurant un débit constant égal à 0,7 mL/min, et d’une poubelle. Les différents éléments 

sont reliés par des tuyaux en silicone autoclavables. Le dispositif se trouve dans une 

pièce, borgne, climatisée à 21°C. 
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��Désinfection du circuit utilisé lors des expériences IR en mode 

ATR 

 

Avant chaque manipulation, la cellule à circulation est nettoyée avec une solution à 2% de 

Triton X-100, rincée à l’eau bouillante puis à l’eau apyrogène stérile. Le cristal est ensuite 

monté dans la cellule puis, un spectre est enregistré afin de contrôler la propreté du cristal. 

La cellule est ensuite raccordée au circuit puis, afin de le désinfecter, de l’éthanol à 70% 

est mis en circulation pendant 4-5 h. Puis, de l’eau apyrogène stérile circule en débit lent 

(12 h), puis en débit rapide (1-2 h) afin d’enlever les traces d’éthanol résiduelles. Une 

vérification de toutes ces étapes est faite en enregistrant des spectres. 

 

��Formation du film conditionnant de LB et adhésion bactérienne 

Immédiatement après l’étape de désinfection du circuit, décrite dans le paragraphe 

précédent, la cellule à circulation est successivement et sous conditions stériles inoculée 

avec : 

- une solution de milieu stérile LB à 0,5 g/L durant 24h afin d’établir à la surface du cristal 

un film conditionnant et fournir un spectre de référence pour les spectres bactériens 

- une suspension bactérienne de concentration 108 UFC/mL inoculée dans du milieu 

stérile LB à 0,5 g/L, pendant 3 h dans le but d’initier l’adhésion bactérienne à la surface du 

cristal et ainsi la formation du biofilm 

Remarque : les tuyaux en silicone situés à l’entrée de la cellule ATR sont remplacés par 

des nouveaux, stériles, à la fin de cette étape. 

��Influence de la quantité de COD sur l’évolution du biofilm 

Les biofilms de référence, formés par passage de la suspension bactérienne, durant 3h, 

sont exposés à divers milieux mis en circulation avec un débit de 0,7 mL/min :  

- au milieu stérile LB à 0,5 g/L (correspondant à 165 mgCOD/L) afin de promouvoir leur 

développement 

- et/ou une série d’échantillons d’eau du réseau déchlorés et stériles contenant du COD 

dont la concentration varie entre 2,3 et 11,8 mg/L. 

Il convient de noter qu’entre chaque solution, une bulle d’air est formée afin que les deux 

échantillons ne se mélangent pas.  
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Deux spectromètres différents ont été utilisés au cours de nos manipulations. 

��Spectres des culots bactériens 

Les spectres des culots bactériens aux différentes phases de croissance ont été 

enregistrés entre 4000 et 800 cm-1, à l’aide d’un spectromètre Perkin Elmer system 2000 à 

Transformée de Fourier. L’interféromètre de Michelson est équipé d’une séparatrice en 

KBr, pour la zone du MIR, et le détecteur utilisé est un détecteur pyroélectrique DTGS 

(Sulfate de Triglycine Deutériée). Pour chaque spectre, 20 accumulations ont été réalisées 

(ce qui correspond à 4 min d’accumulation) avec une résolution de  4 cm-1. La zone 

analysée correspond à environ toute la surface du cristal, soit 50 mm2. 

Le spectromètre est contrôlé par le logiciel Spectrum 5.0.1. 

��Spectres des biofilms 

Les spectres MIR ont été enregistrés, entre 4000 et 800 cm-1, à l’aide d’un spectromètre 

BRUKER Vector 22 à Transformée de Fourier équipé d’une source Globar IR, d’une 

séparatrice de faisceau en KBr, ainsi que d’un détecteur thermique en DTGS (Bruker, 

Germany). 

Pour chaque spectre 100 accumulations (correspondant à 1 min d’enregistrement) avec 

une résolution de 4 cm-1 ont été programmées (Apodisation Blackman-Harris 3-Term). La 

taille de la zone analysée est d’environ 6 * 48 mm2. 

Dans le cadre du suivi de la cinétique de formation du biofilm, un enregistrement 

automatique des spectres est ainsi utilisé et est lancé comme suit : 

- toutes les 2 heures pendant 4 heures lors du passage de l’éthanol 

- toutes les heures pendant 12 heures lors du passage de l’eau apyrogène stérile 

- toutes les heures pendant 24 heures lors du passage de la solution de LB stérile (le cas 

échéant) 

- toutes les 10 minutes pendant les 3 premières heures, puis toutes les 15 minutes lors du 

passage de la suspension bactérienne 

- toutes les 15 minutes lors du passage de la solution stérile de LB 

- ou toutes les 10 minutes lors du passage de l’eau du réseau de distribution testée 

A chaque étape, le spectre de référence enregistré et utilisé dans le calcul du spectre en 

absorbance correspond au dernier spectre simple faisceau de l’échantillon précédent. Par 

exemple, le dernier spectre simple faisceau échantillon de l’eau apyrogène stérile 
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correspondra au spectre simple faisceau référence dans le calcul du spectre en 

absorbance du spectre représentant les bactéries adhérées à la surface du cristal. 

Le logiciel OPUS NT version 3.1 (Bruker) assure la commande du spectromètre et permet 

d’acquérir et de traiter les spectres. 
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Les spectres obtenus ont été traités sous ORIGIN 6.0 (Microcal) de la façon suivante : 

- la vapeur d’eau a été soustraite, grâce à un spectre enregistré au début de l’expérience, 

- l’eau a été soustraite en se basant sur la bande à 2120 cm-1 

- la ligne de base a été corrigée en plusieurs points : 1760, 1342, 1280 et 1006 cm-1 

- l’intégration des bandes amide II et PS (polysaccharides + acides nucléiques), centrées 

respectivement à 1548 cm-1 et 1085 cm-1, ont été intégrées entre 1483 cm-1 et 1593 cm-1 

pour la première et entre 1006 cm-1 et 1141 cm-1 pour la seconde. 

Remarque : tous les spectres présentés n’ont subi aucune correction ATR. 
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La spectrométrie Raman est une spectroscopie vibrationnelle. Du fait de règles de 

sélection différentes de l’IR, elle apparaît comme une technique complémentaire. 
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Lorsqu’un faisceau de lumière monochromatique de fréquence υ interagit avec une 

molécule, la radiation excitatrice peut être transmise, absorbée, réfléchie ou diffusée. 

Dans le dernier cas, les photons peuvent être diffusés suite :  

- à une collision élastique, on parle alors de diffusion Rayleigh : les photons diffusés 

conservent la même énergie que leur énergie initiale. Il n’y a pas de changement de 

longueur d’onde de la radiation incidente mais seulement un changement de direction. 

L’énergie électromagnétique est soit redistribuée spatialement selon une direction 

particulière ou dans toutes les directions. 

- à une collision inélastique, il s’agit de l’effet Raman : un transfert d’énergie ∆E a lieu 

entre les photons d’énergie  hυ et la molécule se trouvant dans un état d’énergie Ej. Cet 

effet est très faible : approximativement un photon sur un million est émis avec une 

fréquence légèrement différente de la fréquence d’onde incidente. 
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La Figure II- 10 illustre le principe de la diffusion Raman6. 

 

 

 

Figure II- 10 : Principe de la diffusion Raman 

∆E représente la variation d’énergie de la molécule 

∆E= hv = Ei – Ef   avec   Ei représentant l’énergie initiale de la molécule avant collision  

                                 avec le photon 

                                 Ef représentant l’énergie finale de la molécule après collision 

                                 avec le photon 

 

Pour qu’une liaison soit active en Raman, il est nécessaire qu’elle possède une 

polarisabilité. Les liaisons dont la polarisabilité est forte, présentent des bandes de forte 

intensité et inversement. Pour établir un lien avec la spectroscopie IR, nous pouvons dire 

d’une manière simplifiée qu’une liaison polarisée sera davantage sensible en IR alors qu’à 

l’inverse, une liaison faiblement polarisée, donc plus fortement polarisable, sera plus 

Diffusion 

Inélastique 

Stockes 

Diffusion 

Elastique 

Rayleigh 

Diffusion 

Inélastique 

Anti-Stockes 



 79

sensible en diffusion Raman. Les deux techniques IR et Raman sont ainsi très 

complémentaires. 

 

La spectrométrie Raman présente de multiples avantages : 

- l’utilisation d’un faisceau monochromatique, étroit, cohérent (source laser) permet une 

analyse très localisée d’un échantillon pouvant ainsi être en très faible quantité 

- l’eau diffuse peu. Ceci se révèle être très utile pour l’analyse in situ d’échantillons 

biologiques et microbiologiques en solution aqueuse. 

Toutefois, l’utilisation d’un laser trop puissant peut dégrader l’échantillon. De plus, il peut y 

avoir une fluorescence parasite qui peut masquer le spectre Raman de l’échantillon. Afin 

de remédier à ces problèmes, on peut avoir recours à une autre longueur d’onde du laser. 
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Les spectres de diffusion Raman ont été collectés grâce au spectromètre Raman T64000 

(Jobin-Yvon, France). Un laser Argon Spectra Physics (Stabilité 2017) excite l’échantillon 

avec un faisceau de longueur d’onde excitatrice de 514,53 nm. Le faisceau incident est 

focalisé par l’objectif x100 d’un microscope confocal Olympus (modèle BX41) et arrive sur 

l’échantillon, provoquant ainsi la diffusion Raman de photons dans toutes les directions. 

Seuls les photons rétrodiffusés sont collectés par l’objectif du microscope puis, focalisés 

sur la fente d’entrée du monochromateur. Finalement, le faisceau diffusé est dispersé par 

un détecteur CCD (Charge Coupled Device) refroidi à l’azote liquide. 
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Chaque échantillon (biofilm, culot bactérien) est analysé à l’aide d’objectifs plans 

(Olympus MPLAN x100 (ouverture numérique de 0,95) et x50 (ouverture numérique 

de 0,55)). La focalisation du faisceau laser sur la zone de l’échantillon à analyser est 

réalisée en utilisant un microscope couplé à une caméra et une platine de microscope 

réglable. Le faisceau laser excitateur est focalisé sur une zone d’échantillon d’un diamètre 

de l’ordre de 0,24 µm (résolution spatiale latérale) et d’une profondeur de l’ordre de 

0,78µm (résolution spatiale axiale). 

La puissance laser incidente est typiquement ajustée entre 5 et 8 mW, au niveau de 

l’échantillon, afin de ne pas provoquer une surchauffe voire une destruction de ce dernier. 

Le spectre est acquis sur cinq zones centrées respectivement à 500 cm-1 ; 1100 cm-1 ; 
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1650 cm-1 ; 2900 cm-1 ; 3300 cm-1 ; le nombre d’accumulations variant de 1 à 3 et le temps 

d’accumulation pour une zone varie de 60 à 180 s. Les spectres sont acquis à l’aide du 

logiciel Spectramax avant d’être importés dans ORIGIN® (Microcal) où ils seront traités. 
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Afin de comprendre la réponse potentielle d’un jeune biofilm de Pseudomonas 

fluorescens, aux variations de la quantité de carbone organique dissous (COD), 

présente/ajoutée dans l’eau, via son empreinte spectrale IRTF-ATR (chapitre V), il nous a 

été nécessaire d’établir, dans un premier temps, les empreintes spectrales de P. 

fluorescens à l’état planctonique. Les cellules bactériennes sont prélevées à différentes 

phases de croissance et analysées par spectroscopie infrarouge en transmission, en ATR 

et en microspectrométrie Raman. Les données ainsi collectées serviront de référence pour 

suivre l’adhésion de cette bactérie et les changements l’accompagnant. 




	


	


	


	����	
�	
�	
�	
�				�������	
�	����������	
�	�������	
�	����������	
�	�������	
�	����������	
�	�������	
�	����������	
�	����
������	���������������
������	���������������
������	���������������
������	�����������				

Dans un premier temps, nous avons étudié la croissance de P. fluorescens, dans du 

milieu nutritif LB à 25 g/L, en mesurant, au cours du temps, la densité optique, à 620 nm, 

des suspensions inoculées. La courbe de croissance obtenue est présentée sur la Figure 

III- 1.  

On peut y distinguer six phases, numérotées de 1 à 6. Elles correspondent respectivement 

à la phase de latence (de 0 à 1h), à une « pseudo » phase d’accélération de la croissance 

(de  1 à 2h), à la phase exponentielle (de 2 à 7h), à la phase de décélération  (de 7 à 

110h), à une phase quasi-stationnaire (de 110 à 500h) et au début de la phase de déclin 

(dès 500h).  

La courbe de croissance de P. fluorescens a également été établie par dénombrement 

des Unités Formant Colonies (UFC). Elle est présentée sur la Figure III- 2. 
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Figure III- 1 : Courbe de croissance de Pseudomonas fluorescens CIP 69.13 (moyenne sur 3 
essais), obtenue par mesure de la DO à 620 nm, dans du bouillon LB à 25 g/L, à 27±1°C, après 
une pré-culture dans le même milieu nutritif durant 24 h. Un agrandissement de la cinétique entre 
0 et 12 h est présenté dans l’encart. 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

Figure III- 2 : Courbe de croissance de P. fluorescens, obtenue par dénombrement des UFC, et 
régression linéaire effectuée sur la partie de la courbe correspondant à la phase exponentielle. Un 
agrandissement de l’évolution des UFC entre 0 et 8 h est représenté en insertion. 

A partir des courbes obtenues Figure III- 1 et Figure III- 2 nous avons déterminé le taux de 

croissance (c.f. chapitre I) de P. fluorescens dans nos conditions expérimentales. Une 

régression linéaire effectuée sur la partie correspondant à la phase exponentielle (soit 

entre 2 et 7 h) nous conduit à des taux de croissance similaires : à savoir 0,29  et 0,32 h-1 

7,8

8,0

8,2

8,4

8,6

8,8

9,0

9,2

0 10 20 30 40 50 60 70

Te m ps (h)

L
o

g
 (

U
F

C
 /

 m
L

)

7.8

8 .0

8 .2

8 .4

8 .6

8 .8

0 2 4 6 8

-3,00

-2,50

-2,00

-1,50

-1,00

-0,50

0,00

0,50

1,00

0 50 100 150 200 250 300 350 400 450 500 550 600 650 700

Tem ps (h)

L
n

(D
O

)

-3,00

-2,50

-2,00

-1,50

-1,00

-0,50

0,00
0 1 2 3 4 5 6 7 8

5 

3

1

2

4

6

Y = 0.291x -2.15 

R2 = 0.989 

Y = 0.095x + 7.96 

R2 = 0.985 



 91

selon qu’il est déterminé respectivement à partir de la mesure de la DO et du 

dénombrement des UFC. Ces valeurs sont en accord avec celles relatées par Delaquis et 

al.1 et Korber et al.2 qui trouvent respectivement un taux de croissance de 0,33 et 0,49 h-1, 

pour des souches de P. fluorescens, à l’état planctonique, cultivées en milieu TSB (Tryptic 

Soy Broth). D’autres travaux dont ceux de Lebert et al.3 ont montré l’influence des 

conditions de culture : ainsi, lorsque les milieux nutritifs sont caractérisés par une activité 

de l’eau égale à 1, une température de 25°C, un pH de 7,0, le taux de croissance moyen 

de P. fluorescens, en milieu TMB (Tryptic Meat Broth), peut varier de 0,77 à 2,5 h-1.  

 

La comparaison de la Figure III- 1 et de la Figure III- 2 montre cependant deux 

différences :  

- la première concerne la « pseudo » phase d’accélération absente dans le cas du 

dénombrement des UFC. Cette observation peut être reliée au fait que les cellules 

bactériennes fraîchement inoculées dans le milieu LB ont subi un stress ce qui est 

susceptible d’entraîner une modification de la mesure de la DO, suite à une modification 

possible de leur taille. Un tel comportement a été relaté par François et al.4 : les facteurs 

de stress environnementaux tels que le pH, l’activité de l’eau, la température peuvent 

fortement affecter la corrélation entre les mesures de DO et d’UFC.  

- la seconde est relative aux temps d’atteinte de la phase stationnaire : elle débute 

respectivement à partir de 110 h et 40 h sur les courbes de croissance établies à partir de 

la mesure de la DO et du comptage des UFC. Des résultats similaires ont été rapportés 

par C. Rubio5 qui évoque l’interférence possible des EPS sécrétées par les bactéries lors 

de la mesure de la DO. Une autre explication peut concerner la technique employée : le 

dénombrement par UFC ne comptabilise que les cellules viables et cultivables alors que 

les mesures de DO résultent de la diffusion de la lumière par l’ensemble des cellules, 

viables ou non. 

Enfin, en accord, avec Lebert et al.3, la DO augmente faiblement mais continûment, durant 

la phase stationnaire, ce qui peut laisser supposer que les cellules souffrent d’un manque 

d’oxygénation. 

 

 

Nos résultats montrent que les courbes de croissance sont reproductibles dans nos 

conditions de culture. Pour la suite de notre étude, nous collecterons P. fluorescens à 
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différentes phases de croissance afin d’établir leurs profils spectraux sous forme 

planctonique. 
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Comme nous l’avons décrit dans le chapitre I, la spectroscopie IR permet, grâce à une 

signature spectrale propre à chaque microorganisme, de caractériser et différencier 

diverses espèces bactériennes6-8. Deux types de modes IR ont été utilisés : le mode ATR 

pour des culots bactériens hydratés et le mode transmission pour des culots lyophilisés et 

pastillés dans du KBr. Le premier met l’accent, a priori, sur le profil biochimique 

essentiellement de surface des bactéries alors que le second s’attache à la globalité de la 

composition biochimique des cellules. L’utilisation de la méthode ATR présente l’avantage 

de nous placer dans des conditions proches de celles qui ont été utilisées dans les 

manipulations de suivi in situ des biofilms. 
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Avant de discuter plus en détail les spectres IR collectés, nous proposons, dans un 

premier temps, de donner un exemple du profil spectral IR caractéristique de P. 

fluorescens. 

 

La Figure III- 3 présente les spectres IR typiques, en transmission et ATR, d’un culot de P. 

fluorescens CIP 69.13 obtenu à partir de cellules bactériennes prélevées en phase de 

décélération de la croissance, soit après 24 h de culture dans du bouillon LB à 25 g/L. Le 

culot recueilli a été divisé en deux parties : l’une a été déposée, à l’aide d’une Psipette 

stérile, à la surface du cristal ATR diamant tandis que l’autre a été lyophilisée puis, 2 mg 

de la poudre obtenue ont été mélangés dans 198 mg de KBr, en poudre, pour obtenir une 

pastille qui a été analysée en transmission. Le spectre ATR a été enregistré 

immédiatement après avoir déposé le culot hydraté à la surface du cristal diamant. 

Ce type de données, typiques des empreintes bactériennes, ont fait l’objet d’une littérature 

abondante et les principales bandes ont été attribuées9 et sont reportées sur les 

spectres6,10. Cependant, il est nécessaire de souligner que même si les principaux 

constituants à telle ou telle bande ont été identifiés, la complexité de certains massifs tels 

que celui situé entre 1150 et 1000 cm-1 demeure. 
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N.B. : Dans la suite du manuscrit, nous désignerons ce massif par le nom ‘PS’. De plus, 

en raison des problèmes de condensation, d’adsorption, la gestion de la vapeur d’eau et la 

connaissance de sa quantité dans les échantillons ne sont pas aisées. L’eau a donc été 

soustraite des spectres en se basant sur l’harmonique située à 2200cm-1 : un spectre 

d’eau enregistré au cours de l’expérience a été soustrait du spectre présenté de telle 

manière à obtenir un profil plat à 2200cm-1.  
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Figure III- 3 : Spectres IR d’un culot de P. fluorescens CIP 69.13, enregistrés en transmission 
(vert) et en ATR (rouge). Les cellules bactériennes ont été collectées après 24h de croissance 
dans du milieu LB à 25g/L. L’eau ainsi que la vapeur d’eau ont été soustraites du spectre ATR. Le 
spectre enregistré en mode ATR a été corrigé en fonction de la profondeur de pénétration de 
l’onde évanescente. La ligne de base des deux spectres a été corrigée et ils ont été normés par 
rapport à la bande amide II (1548 cm-1). Les principales attributions ont été reportées. 

Quelle que soit la technique considérée (transmission ou ATR), le profil spectral global fait 

apparaître les principaux groupes de biomolécules présentes dans les bactéries, à savoir : 

les protéines, les acides nucléiques, les polysaccharides et les lipides. 

La région située entre 4000 et 3000 cm-1 est dominée principalement par les vibrations 

des amines présentes dans les acides nucléiques (adénine, guanine et/ou cytosine) et 
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protéines. On peut également supposer la présence de molécules d’eau sous forme liée, 

présente à l’intérieur des cellules bactériennes. 

Concernant la région située entre 3000 et 2800 cm-1, les absorptions sont attribuées 

principalement aux élongations C-H des groupements CHn des chaînes aliphatiques. 

Dans la région comprise entre 1800 et 1500 cm-1 se retrouvent les vibrations des 

groupements esters (1736 cm-1) présents dans les lipides et les acides gras. On 

remarquera également deux absorptions très intenses caractéristiques de la liaison 

peptidique CONH, à savoir les bandes amides I et II situées respectivement à 1650 et 

1548 cm-1 11-13. D’autres absorptions, plus faibles, pourraient aussi provenir du 

peptidoglycane et des acides nucléiques (vibration des liaisons C=O, C=N et C=C des 

bases). 

La région située entre 1500 et 1300 cm-1 est caractéristique des déformations CH2 et CH3, 

ainsi que des élongations des groupements carboxylates. 

En ce qui concerne la région située entre 1300 et 1200 cm-1, elle est dominée par 

l’absorption des acides nucléiques (ARN et ADN) à 1240 cm-1 mais également des 

phosphodiesters et phospholipides.  

Enfin, le massif situé entre 1200 et 900 cm-1 résulte de contributions diverses telles que 

celles des polysaccharides, du peptidoglycane et des lipopolysaccharides. On note 

également la présence de bandes reliées aux acides nucléiques (ARN, ADN), aux 

phosphodiesters, aux pyrophosphates, et aux phospholipides. Seules les protéines ne 

contribuent pas à l’absorption observée dans cette région. 

 

Des attributions plus précises sont proposées dans le Tableau III- 1. Les fréquences 

indiquées sont déduites de la dérivée seconde des spectres de culots de P. fluorescens 

prélevées en fin de phase exponentielle de croissance. 
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Nombre d’onde (cm-1) Vibrateurs 
Principaux « contributeurs » Composés 

ou/et groupements fonctionnels 

Pastille KBr 

  Transmission 

Culot hydraté 

ATR 

  

3300-3400 ν OH associé,  

ν NH2 libre 

 

~ 3300 

3197 

ν NH (amides A et B) 
protéines 

3062 ν CH, νs CH2 aromatiques, alcènes 

    

2961 2961 νa CH3 

2925 2925 νa CH2 

2897 2897 ν CH tertiaire  

2874 2874 νs CH3 

2854 2854 νs CH2 

chaînes d’acides gras   

    

1746 1747 ν C=O  esters de lipides 

1714 1713 ν C=O  esters, acides carboxyliques  

    

1700 – 1580 
ν C=O, ν C=N,       ν C=C,  

δ NH 
bases de l’ADN / ARN 

1696  

1691 1693 

1681  

1679 1678 

 1670 

amide I (ν C=O couplée à   

δ N-H) 

protéines dans une conformation de type 

coudes β ou feuillets anti-parallèles  

1658 1660 amide I (ν C=O couplée à   

δ N-H)  

protéines en hélice α 

1640 1641 amide I (ν C=O couplée à   

δ N-H), 

δ H2O 

protéines en pelote statistique, eau 

1629 1627 amide I (ν C=O couplée à   

δ N-H) 

protéines en feuillet β 

1576 1578 νa COO-  

 1568 

1555 1553 

1544 1546 

1533 1531 

amide II (δ N-H couplée à    

ν C-N) 
protéines 

1518   
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1511 1512 Tyrosine 

1500   

1497 1498 

ν C=C 

noyau aromatique 

Phénylalanine 

    

1491 1491 δcisaillement CH2  

1469 1471 

1455 1455 

1441 1443 

δcisaillement CH2,  

δ aCH3 
lipides 

    

1416 1420, 1414  δ C-O-H  

1400 1400 νs COO- acides aminés, chaînes d’acides gras, 

1385, 1375  1387,1374 δ sCH3  

    

1353 1352  

1339 1339 
δCH, δtorsion CH2  

 

1314 1317 δtorsion, balancement CH2 , Amide 

III  (ν C-N couplée à  δ N-H) 
chaînes d’acides gras, protéines 

1288 1281 amide III  (ν C-N couplée à  δ 

N-H) 

protéines 

    

1239 1239 

1220 1218 

νa PO2
-   phosphodiester, phospholipides, LPS, 

acides nucléiques 

    

1200-900 
ν C-O, ν C-C, δ C-O-H, δ C-

O-C 

polysaccharides 

1173 1172 

1153 1153 

νs C-OH protéines, carbohydrates 

1117 1120 νs CC ARN, ADN 

1084 1086 νs PO2
- phosphodiester, phospholipides, LPS, 

acides nucléiques 

1057 1056 νs C-O-C ,  νs P-O-C (R-O-P-

O-R’) 

polysaccharides 

1039 1041 ν O-H couplée à  δ C-O groupements COH dans les 

polysaccharides 

1028 1026 CH2OH PS (glycogène) 

    

964 970 ν C-C, ν P-O-P squelette du ribose 

Tableau III- 1 : Tentative d’attribution des spectres d’absorption IR de culots bactériens en fin de 
phase exponentielle de croissance10,11,14-23  
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L’observation des spectres IR d’un même culot bactérien, à l’état hydraté (ATR) et 

lyophilisé (transmission), met en évidence des différences concernant la position, 

l’intensité et la largeur à mi-hauteur de certaines bandes. Les spectres présentés sur la 

Figure III-3 ont été normés par rapport à la bande amide II. Or, lorsque l’échantillon 

bactérien est hydraté, cette bande présente un léger décalage vers les hauts nombres 

d’onde (elle passe de 1541 à 1547 cm-1) ainsi qu’une largeur à mi-hauteur plus faible. De 

ce fait, nous avons re-traité ces deux spectres en les normant cette fois par rapport à la 

bande centrée à 2925 cm-1, moins sujette aux modifications engendrées par l’état de 

l’échantillon (Figure III- 4). 
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Figure III- 4 : Spectres IR d’un culot de P. fluorescens CIP 69.13, enregistrés en transmission 
(vert) et en ATR (rouge). Les cellules ont été collectées après 24 h de croissance dans du milieu 
LB à 25 g/L. L’eau ainsi que la vapeur d’eau ont été soustraites du spectre ATR. La ligne de base 
des deux spectres a été corrigée et ils ont été normés par rapport à la bande centrée à 2925 cm-1. 
Les flèches rouges indiquent l’apparition d’un épaulement sur le spectre ATR et les vertes l’indique 
sur le spectre en transmission. 

Les bandes amides I et II sont plus intenses, sur le spectre ATR, tout en ayant une largeur 

de bande à mi-hauteur plus faible quand l’échantillon est hydraté.  
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De telles observations ont également été relatées par Pevsner et Diem24 qui attribuent ces 

changements à la solvatation des groupements amides par les molécules d’eau ainsi qu’à 

des effets d’orientation des protéines par rapport à la surface du cristal. Sachant d’une 

part, que nous ne pouvons pas effectuer la correction ATR avec précision et d’autre part 

que l’échantillon est ici plus complexe, nous pouvons supposer qu’à cet effet d’orientation 

viennent s’ajouter les contributions d’autres composants tels que le peptidoglycane et les 

acides nucléiques. Ces multiples contributions sont mises en évidence lorsque l’on tente 

une décomposition du massif situé entre 1700 et 1480 cm-1 présentée sur la Figure III- 5. 

Les positions des onze Gaussiennes utilisées et numérotées de 1 à 11, ont été 

déterminées à l’aide de la dérivée seconde des spectres.  
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Figure III- 5 : Décomposition des bandes amides I et II présentes dans les spectres IR en mode 
ATR (haut) et transmission (bas) du culot de P. fluorescens en fin de phase exponentielle de 
croissance. 

L’aire des onze Gaussiennes, exprimée en pourcentage par rapport à l’aire totale du 

massif, est indiquée dans le tableau III- 2. 
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Composante n° 1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 

Aire (%) 

ATR 

1 4,9 8,9 11,6 17,2 8,2 5,3 28,3 10,9 1,3 2,4 

Aire (%) 

Transmission 

5,3 7,7 8 2,6 11,1 20,7 8,1 9,3 16,7 9,7 0,8 

Tableau III- 2 : Aire des différentes Gaussiennes constituant le massif situé entre 1700 et 1480 cm-

1. 

Elles sont centrées à 1496, 1513, 1529, 1547, 1562, 1604, 1623, 1639, 1659, 1674 et 

1684 cm-1 sur le spectre ATR. Il est à noter qu’un décalage compris entre 2 et 15 cm-1 vers 

les hauts nombres d’ondes apparaît lors de la décomposition du spectre en transmission. 

Il faut noter, en outre, que la diminution et l’augmentation respectives, en 

fréquence, des bandes amides I et II entre les états lyophilisé et hydraté, peut être la 

conséquence, comme le soulignent Mourant et al.25 d’une altération de la structure 

secondaire des protéines par lyophilisation. Ce changement en fréquence peut aussi 

refléter une augmentation de l’intensité des liaisons hydrogène vu que d’une part, la bande 

amide II correspond en partie à δNH et que, d’autre part, la fréquence des vibrations de 

déformation NH augmente en présence de liaisons hydrogène. Par ailleurs, la diminution 

en fréquence de la bande ‘amide I’ de l’état lyophilisé à l’état hydraté est due aussi en 

partie à la contribution plus importante de la bande de déformation de l’eau aux alentours 

de 1639 cm-1 comme on peut le voir sur la Figure III- 5. 

Une augmentation significative de l’intensité de la bande centrée à 1080 cm-1 ainsi que 

l’apparition d’un épaulement à 1220 cm-1, sur le spectre ATR du culot hydraté, indique un 

déplacement de la fréquence d’élongation antisymétrique de PO2
-, des acides nucléiques 

et des phospholipides, de 1240 à 1220 cm-1 lorsque l’échantillon est hydraté. Ces 

observations sont en parfait accord avec notamment les études de Pevsner et Diem26 et 

Arrondo et Goni27. 

 

En comparant les deux spectres d’un même culot, en transmission et ATR, il apparaît 

clairement que les différences relevées en ce qui concerne notamment les profils (aires 

(c.f. tableau III-2), largeur à mi-hauteur, position) des bandes situées dans les régions 

entre 1750 et 1500 cm-1 d’une part et entre 1300 et 1000 cm-1, d’autre part, sont dues 

essentiellement à un effet d’hydratation. Par ailleurs, compte tenu de la taille des bactéries 

(0,4 x 2,5 µm), et de la profondeur de pénétration de l’onde évanescente, on peut affirmer 

que l’on détecte par les deux méthodes quasiment la même chose, c’est-à-dire, 

l’ensemble de la cellule dans le cas de culots bactériens déposés sur cristal ATR diamant. 
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Les spectres IR de culots de P. fluorescens, collectées à différentes phases de 

croissance, ont été enregistrés en mode ATR et transmission. Ils sont présentés sur la 

Figure III- 6. 
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Figure III- 6 : Spectres de culots de P. fluorescens CIP 69.13, enregistrés en transmission (bas) et 
en ATR (haut), au cours des phases de croissance.  Les spectres ont été normés par rapport à la 
bande centrée à 2925 cm-1. Code des couleurs : noir = phase exponentielle (6 h), rouge = fin de 
phase exponentielle (24 h), vert = phase de décélération (48 h), bleu = phase stationnaire (4 j) et 
rose = phase stationnaire (8 j). L’étoile    indique la présence d’une bande parasite 1384 cm-1 
attribuée aux sels d’ammonium quaternaires présents dans le KBr. 

Les cellules prélevées aux différentes phases de croissance présentent des spectres IR 

qui semblent a priori très similaires, à l’exception de la bande fine centrée à 1384 cm-1, sur 

les spectres en transmission et qui est due en fait à la contribution de sels d’ammonium 

quaternaires présents dans le KBr. En fait, si l’on y regarde d’un peu plus près, notamment 

en faisant appel à divers outils mathématiques tel que la dérivée seconde (Figure III-7 et 

Figure III-8), on s’aperçoit que le profil spectral évolue en fonction du temps de croissance. 

L’étude approfondie de ces évolutions ne constituant toutefois pas l’objet premier de ce 

travail, celle-ci n’a été réalisée que partiellement, faute de temps. C’est pourquoi nous 

donnons ci-dessous  un coup de projecteur uniquement sur quelques uns de ces 

changements, indiqués par les traits en pointillés. 
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Figure III- 7 :Dérivée seconde des spectres IRTF-ATR au cours des phases de croissance entre 
1800 et 900cm-1. De bas en haut : phase exponentielle (noir, 6 h), fin de phase exponentielle 
(rouge, 24 h), phase de décélération (vert, 48 h), phase stationnaire (bleu, 4 j et rose, 8 j) et phase 
de déclin (gris, 1mois). 
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Figure III- 8 : Dérivée seconde des spectres IR en transmission au cours des phases de 
croissance entre 1800 et 900 cm-1. De bas en haut : phase exponentielle (noir, 6 h), fin de phase 
exponentielle (rouge, 24 h), phase de décélération (vert, 48 h), phase stationnaire (bleu, 4 j et 
rose, 8 j) et phase de déclin (gris, 1mois). 
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Parmi les zones les plus remarquables, on peut relever celles correspondant aux bandes 

amides I et II, aux polysaccharides et aux élongations CH2, CH3 (région non montrée ici). 
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La bande située à 1658 cm-1 devient très marquée à 1 jour puis, disparaît progressivement 

au profit d’une à 1655 cm-1. La bande centrée à 1651 cm-1 demeure, quant à elle, toujours 

présente. Lorsque les protéines hélicoïdales sont associées aux membranes, une bande 

apparaît entre 1656 et 1658 cm-1 28. Dans le cas de protéines solubles, elle apparaît entre 

1650 et 1655 cm-1. Les changements observés sur les spectres enregistrés pourraient 

donc indiquer une modification de la nature et de la structure des protéines se trouvant en 

surface de la bactérie. Une partie des protéines solubles resteraient présentes quelle que 

soit la phase de croissance tandis qu’une autre partie s’associerait aux membranes. 

La fréquence et la largeur à mi-hauteur de la bande amide II varient au fur et à mesure de 

la croissance. Elle se déplace vers les hauts nombre d’onde (de 1541 à 1545 cm-1) de la 

phase exponentielle à la phase stationnaire puis vers les plus bas (de 1545 et 1540 à 

1538 cm-1). Elle devient également plus large en phase stationnaire.  
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Après avoir corrigé la ligne de base entre ces deux points, huit Gaussiennes centrées à 

1032, 1044, 1056, 1072, 1086, 1100, 1116 et 1168 cm-1 ont été utilisées pour décrire 

l’évolution biochimique de P. fluorescens.  

Un exemple de décompositions est présenté Figure III- 9. 
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Figure III- 9 : Décomposition du massif centré à 1085 cm-1 (spectres ATR), en huit Gaussiennes pour quatre temps de croissance : 6 h, 1 j, 2 j et 8 
j  
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La région spectrale située entre 1200 et 1000 cm-1 regroupe principalement les 

contributions des acides nucléiques ainsi que des polysaccharides. L’analyse de la Figure 

III- 9 montre que : 

- l’intensité des bandes situées entre 1200 et 1000 cm-1 est maximale lorsque les 

bactéries sont en phase exponentielle.  

- les intensités des bandes diminuent après la phase exponentielle, sauf celles des 

bandes centrées à 1072 et 1086 cm-1 qui diminuent lorsque la phase stationnaire est 

entamée (8 jours) 

- l’intensité de la bande centrée à 1044 cm-1 diminue considérablement en phase 

stationnaire (8 jours).  

Ces variations suggèrent que la synthèse d’ADN, ARN est maximale en phase 

exponentielle (observation à relier avec l’aire de la bande à 1242 cm-1 qui diminue 

également au cours du temps). Cette dernière hypothèse peut être mise en corrélation 

avec la variation d’intensité du massif lipidique situé entre 3000 et 2800 cm-1. 
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La dérivée seconde des spectres ATR collectés à différentes phases de croissance révèle 

l’existence d’au moins cinq bandes (Figure III- 10 et  Figure III- 11). 
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Figure III- 10 : Dérivée seconde des spectres IRTF-ATR au cours des phases de croissance entre 
3000 et 2840 cm-1. De bas en haut : phase exponentielle (noir, 6 h), fin de phase exponentielle 
(rouge, 24 h), phase de décélération (vert, 48 h), phase stationnaire (bleu, 4 j et rose, 8 j) et phase 
de déclin (gris, 1mois). 
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Figure III- 11 : Dérivée seconde des spectres IR en transmission au cours des phases de 
croissance entre 3000 et 2840 cm-1. De bas en haut : phase exponentielle (noir, 6 h), fin de phase 
exponentielle (rouge, 24 h), phase de décélération (vert, 48 h), phase stationnaire (bleu, 4 j et 
rose, 8 j) et phase de déclin (gris, 1mois). 

 

La comparaison des dérivées secondes des spectres en ATR et transmission montre la 

présence, au minimum, de cinq bandes communes. Il s’agit des bandes centrées à 2960, 

2924, 2873, 2854 et 2897 cm-1 (Figure III- 12). Aux vibrations d’élongation symétriques et 

antisymétriques de CH2 et CH3, vient s’ajouter la contribution υCH (à 2897 cm-1). 
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Figure III- 12 : Décomposition du massif compris entre 3000 et 2840 cm-1 en cinq Gaussiennes, sur un spectre en transmission (à gauche) et en 
ATR (à droite) enregistrés après 1 j (haut) et 8 j (bas) de culture dans du LB à 25 g/L. 
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Aucun déplacement en fréquences n’est observable en ce qui concerne les spectres en 

transmission et ce quelle que soit la phase de croissance considérée.  

En revanche, les bandes centrées à 2892 et 2987 cm-1, sur les spectres ATR enregistrés 

entre 6 h et 8 j, subissent un déplacement vers les hauts nombres d’onde. Ces bandes 

passent de 2982 à 2987 cm-1 et de 2889 à 2892 cm-1 entre 1 jour et 2 jours. La phase de 

déclin se distingue des précédentes par un glissement de la position de toutes les bandes 

vers des nombres d’onde plus bas dans le cas des bandes centrées à 2851 et 2958 cm-1, 

et vers des nombres plus hauts dans le cas des bandes centrées à 2881, 2898, 2925 et 

2988 cm-1. La bande de vibration d’élongation CH2 située à 2850 cm-1 est souvent utilisée 

pour sonder l’état (ordre / désordre) des membranes biologiques. Il semblerait d’après nos 

observations que les membranes des bactéries en phase de déclin soient plus ordonnées 

que celles des autres phases. La bande centrée à 2925 cm-1 indiquerait, quant à elle, 

l’effet inverse ce qui serait plus en accord avec les phénomènes se produisant lors de 

cette phase : la lyse cellulaire ainsi que la mort des cellules. 

 

 

Conclusion : 

 

De nombreuses études, dont celle réalisée par Jiang et al.29 ou Gué et al.30 , concernant la 

comparaison de spectre IR d’extraits subcellulaires (membranes, ADN, cytosol) purifiés 

avec ceux de cellules intactes ont montré une similitude entre les deux. A l’aide de ces 

données, l’attribution des bandes présentes sur spectres IR des culots de P. fluorescens a 

été réalisée. Les classes chimiques dominantes et présentes, quelle que soit la phase de 

croissance de la bactérie sont les lipides, les protéines, les carbohydrates ainsi que les 

acides nucléiques.  

Des différences peuvent cependant exister concernant les composants mineurs et leur 

structure. La comparaison des spectres acquis en transmission et en ATR, dans le cas de 

Pseudomonas fluorescens, montre l’influence du mode de préparation de l’échantillon 

bactérien : sa déshydratation introduit des modifications des structures secondaires des 

protéines, de conformation de l’ADN, ARN. La comparaison des résultats obtenus grâce à 

ces deux modes IR montre que la région polysaccharidique révèle le plus de changements 

d’une phase de croissance à l’autre. 

 

La spectrométrie Raman constitue la suite de ce chapitre. Contrairement à l’infrarouge, les 
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informations sont recueillies localement et permettent dès lors d’accéder aux modifications 

intervenant au niveau de la cellule bactérienne durant les différentes phases de 

croissance. 
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Contrairement à la spectroscopie IR, la spectrométrie Raman a connu un essor plus tardif. 

Bien que déjà utilisée dans les années 50-60, son utilisation pour l’identification des 

microorganismes en microbiologie ne date que des années 80.  

Les suspensions bactériennes ainsi que les films déshydratés de microorganismes ont fait 

l’objet d’études dont celles réalisées par Williams et Edwards 31. D’autres travaux tels que 

ceux entrepris par le groupe de Puppels 32,33 ont mené à l’identification microbienne grâce 

à l’utilisation de la spectroscopie Raman sur un échantillon ayant un volume d’environ 

1µm3. Des cellules isolées ont également été le centre d’intérêt de chercheurs comme 

Schuster et al.34,35. 

Le recours à un montage de micro-Raman confocal permet d’analyser une cellule isolée 

comme le discutent Rosch et al.36,37. Ainsi, un très petit nombre de microorganismes est-il 

nécessaire pour l’obtention de données spectroscopiques fiables, et en conséquence, un 

temps de culture réduit ce qui favorise son utilisation dans les domaines médicaux32. 

 

Les spectres Raman présentés dans ce paragraphe constituent une première approche. 

Ils permettent ainsi de montrer les possibilités offertes par l’utilisation de cette technique 

spectroscopique pour compléter les analyses IR. 
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La Figure III- 13 présente un spectre d’un culot de P. fluorescens obtenu à partir de 

cellules prélevées en fin de phase exponentielle de croissance, ainsi que le spectre du 

milieu nutritif LB, obtenu en déposant successivement des gouttes de solution stérile de 

LB à 25 g/L à la surface d’un cristal de germanium. 

Contrairement aux spectres d’absorption infrarouge, les bandes de vibration d’élongation 

et de déformation C-H dominent les spectres. Des bandes caractéristiques de certains 

acides aminés (aromatiques : Phe, Tyr, Trp) et acides nucléiques (vibrations des cycles 

des bases) sont également présentes. On note aussi l’existence de bandes intenses à 
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1311, 1362, 1584 cm-1 accompagnées d’une autre moins intense à 3170 cm-1. Les trois 

premières bandes peuvent être attribuées à des vibrations de déformation CH et des 

vibrations de cycles aromatiques. La bande à plus haute fréquence est attribuable à une 

élongation N-H liée par liaison hydrogène. Le profil général des trois bandes à basse 

fréquence semble montrer qu’elles proviennent d’une exaltation par effet de résonance 

tout comme l’ont observé Naumann et al.7 ou encore Rösch et al.38 pour d’autres 

bactéries. P. fluorescens est capable de synthétiser un pigment fluorescent, la pyoverdine, 

dont le spectre d’absorption dans le visible peut se prêter à ce type de phénomène de 

résonance. Cependant, le milieu nutritif LB n’est pas carencé en fer, condition nécessaire 

à la synthèse de ce pigment39. Il apparaît donc peu probable que P. fluorescens produise 

de la pyoverdine dans nos conditions. La comparaison de ce spectre avec ceux 

correspondant aux carotènoïdes (bandes intenses vers 1516 et 1155 cm-1) trouvés dans 

certaines bactéries7,38  révèle l’absence de tels composés. 

On peut donc supposer qu’il s’agisse de bandes provenant du spectre du milieu LB.  

Le milieu LB est composé, en grande partie, d’acides aminés40. Parmi les bandes les plus 

intenses dominant le spectre du LB (figure III-13), on note une contribution majoritaire 

de trois acides aminés : 

- la tyrosine (Tyr) : présence d’une bande à 1614 cm-1 et d’un doublet à 847 et 

831cm-1 

- la phénylalanine (Phe) : présence de bandes à 1606 et 1003 cm-1 

- le tryptophane (Trp) : présence d’une bande à 1366 cm-1. 

Leur présence est confirmée par les élongations des groupements carboxylates à 1591 et 

1436 cm-1 ainsi que par les élongations des liaisons CH et C=CH vers 3062 et 2967 cm-1 

caractéristiques de composés aromatiques. 

Le profil spectral du milieu LB, en solution, correspond à celui d’acides aminés. La 

comparaison des spectres du milieu LB et du culot bactérien montre qu’ils sont différents.  
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Figure III- 13 : Spectres de P. fluorescens (en haut, bleu) et de milieu de culture LB (25 g/L) séché, stérile sur cristal de germanium. Les principaux 
nombres d’onde (cm-1) ont été indiqués sur les deux spectres. 
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Par comparaison avec un spectre IR de culot bactérien, les bandes les plus intenses des 

spectres infrarouge correspondent aux bandes amides I et II des protéines et aux 

élongations C-C et C-O des carbohydrates. Le Raman et l’IR offrent donc des informations 

complémentaires concernant l’échantillon analysé. 

Une attribution plus détaillée des différentes bandes présentes sur les spectres de culots 

bactériens est proposée dans le Tableau III- 3. 

 

Nombre d’onde 

(cm-1) 

Attribution Constituants biochimiques 

 νOH eau 

3394 νOH, νΝH2 associé  

3287 νΝH associé  (amide II)  

3216 νNH associé (amide II) protéines 

3172 νNH associé  

3149   

3122   

3062 νC=C-H arom   

2984 νCHn  

2965 νCH3  lipides  

2934 νaCH2 ,  νaCH3  lipides  

2904 νCHn  

2877 νCH2  lipides  

2854 νsCH2  acides gras, lipides 

2760 ; 2717 combinaison (1440+1300 ?)  

1806    

1730  νC=O  ester  

1700  νC=O  acides carboxyliques, acides nucléiques, 

protéines  

  1630-1680 cm-1 : amide I  

1664 amide I  1670 ± 3 : feuillet β  

1665 ± 3 : structure désordonnée (solvatée)  

 νC=C (391) 

amide I (317, 627) 

lipides  

protéines (1655 ± 5 : hélice α ) 

1639 δH2O 

amide I ? 

 

1622 amide I ?  

1607  νC=C arom  Tyr (1614 cm-1) + Phe (1606 cm-1)  
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1585 νC=C arom , νaCOO  Tyr, Phe  

 amide II  

νC=C  

νC=C cycle  

protéines 

 

A, G  

1565 νC=C cycle ?  

1545 amide II   

1532    

1525   

1492 A, G  acides nucléiques 

 A, G  acides nucléiques 

1457 δCH2   

 δCH2  lipides  

1436 δCH2  lipides  

1400 νsCOO  protéines  

1378 T, A, G  Acides nucléiques 

1363 cycle indole Trp dans les protéines 

1346   

1338 δCH  

A  

Trp  

acides nucléiques 

1311 δCH ?  

  domaine entre1220 et 1290 : amide III  

 amide III  protéines 

> 1275 cm-1 : hélice α  

 amide III  

δip=C-H  

protéines 

lipides 

1243 amide III  

N-H, C-N  

aléatoire 

1245 ± 4 : (large) structure désordonnée  

1232 amide III  

U ? 

1235 ± 3 : feuillet β  

1216 amide III protéines (aléatoire)  

 Tyr, Phe  protéines 

 A, G, C acides nucléiques 

1173 Tyr, Phe  protéines 

 νC-O et νC-N   

1153   

 νC-C ; νC-O ; δCOH  domaine entre 1030 et1130 : 

carbohydrates 
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1128 νC-C, νC-O  

νC-N , υ C-C 

ν=C-C=  

carbohydrates 

protéines 

acides gras insaturés dans les lipides  

 νC-N  Protéines 

1093 (large) νC-C squelette et C-O-C du lien 

glycosidique 1,4 

νC-N  

νsPO2  

carbohydrates 

 

 

protéines 

acides nucléiques 

 νC-C, νC-O-C  lien glycosidique des carbohydrates 

 νC-O 

νC-N  

 

protéines 

 νC-N  

νC-O 

protéines 

1033 νC-C ; νC-O ; δCOH carbohydrates 

1004 respiration de cycle aromatique   Phe dans les protéines 

978 νC-C squelette  protéines 

852 νC-C  

cycle aromatique (+ bande à 830 cm-1 

normalement)  

νCOC lien glycosidique 1,4 

 

Tyr dans les protéines (852 cm-1 :  Tyr grillée, 829 

cm-1 : Tyr) 

carbohydates 

 C-O-P-O-C  ARN (squelette) 

784 respiration de cycle pyrimidine  

νsO-P-O diester  

C, T, U : acides nucléiques 

 

acides nucléiques 

749 thymine (T) cycle  

νsO-P-O  

Trp  

νC-S  

ADN 

groupes de tête des phospholipides 

protéines 

protéines 

668 (large) νC-S; 

respiration de cycle aromatique 

G, T  

protéines 

Tyr dans les protéines (624 cm-1) pour Phe 

acides nucléiques 

555 (large) δCOC 

 

νS-S 

carbohydrates (cycle glycosidique) 

protéines 

422 squelette carbohydrates 

Tableau III- 3 : Tentative d’attribution des spectres de diffusion Raman de culots bactériens en fin 
de phase exponentielle de croissance8,41-50 
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La Figure III- 14 présente la superposition de spectres de culots de P. fluorescens à 

différentes phases de croissance. 
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Figure III- 14: Evolution des spectres de P. fluorescens en fonction des phases de croissance pour un même échantillon: de la phase 
exponentielle (bas) à la phase de déclin (haut). Spectres normés par rapport à la bande C-H la plus intense centrée à 2937 cm-1. (Abbreviation : 
ph = phase) 



 

 

 

117

 

Quelle que soit la phase de croissance étudiée, on retrouve quatre bandes centrées à 

1311, 1362, 1584 et 3170 cm-1 qui semblent être intimement liées car leurs intensités 

relatives restent constantes d’une phase à l’autre. La comparaison des intensités de ces 

bandes avec celles de la phénylalanine (à 1002 cm-1) et de la bande amide I ne montre 

aucune corrélation, au cours d’une même phase de croissance. Ces quatre bandes ne 

sont donc pas attribuées à des protéines. Par ailleurs, un lavage des bactéries avant 

enregistrement du spectre de diffusion ne modifie pas le spectre et permet d’écarter 

l’hypothèse de la présence résiduelle de milieu nutritif LB.  

Les autres parties des spectres montrent des bandes attribuées aux protéines  

(Figure III- 14, Tableau III- 3) comme celles centrées à 1002, entre 1275 et 1200, 1660 et 

à 3063 cm-1 respectivement attribuables à la respiration de cycle de la phénylalanine, à la 

bande amide IIII, à la bande amide I et aux élongations C-H de carbones aromatiques8. 

Les acides nucléiques, dont les bandes de vibration caractéristiques des bases purines 

(guanine et adénine) à 1575 cm-1 et 1477 cm-1 sont en partie occultées par la présence 

des bandes intenses discutées ci-dessus, sont présentes sur tous les spectres sauf celui 

du culot de bactéries en phase de déclin. Ce dernier montre surtout un profil spectral 

correspondant à des protéines.  

L’évolution des spectres Raman enregistrés aux différentes phases de croissance est 

délicate à observer à cause de l’exaltation de certaines bandes qui en masquent d’autres. 

En effet, la longueur d’onde excitatrice du laser est à 514 nm ce qui implique que l’on 

travaille en Raman résonant pour les chromophores absorbant autour de 514 nm 

(exaltation) et en non-résonant pour les autres. A ceci s’ajoute le fait que nous avons 

affaire à une évolution subtile des bandes dans les différents spectres. De telles 

observations ont également été rapportées par  

Neugebauer et al.51. 
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Les spectres Raman de P. fluorescens sont dominés par les modes de vibration 

d’élongation et de déformation C-H, ainsi que par des bandes correspondant à certains 

acides aminés (Phe, Tyr, Trp) et acides nucléiques (vibrations des cycles des bases). Les 
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bandes amides I et II, caractéristiques des protéines, et les élongations C-C et C-O des 

carbohydrates apportent, quant à eux, une contribution majoritaire sur les spectres IR. 

Malgré une contribution de bandes plus faible dans les spectres Raman, on retrouve 

aussi, les bandes amide I et III. 

Il est également nécessaire de remarquer que les culots bactériens peuvent subir des 

dommages suite au contact du laser (Raman). Cependant, les temps d’accumulation 

utilisés dans nos manipulations ont été assez courts pour préserver les échantillons 

analysés. 

Au vue des surfaces/volumes analysés, les résultats, obtenus à l’aide des spectroscopies 

IR et Raman, nous permettent d’obtenir des renseignements complémentaires concernant 

la composition structurale et chimique de la souche testée, et ceci en fonction des phases 

de croissance bactérienne. 

Le Tableau III- 4 propose une comparaison des deux techniques utilisées. 

 

 Infrarouge (ATR)  Raman 

Etat de l’échantillon 

 

hydraté Hydraté/sec 

Surface/Volume analysés 

 

tapis de bactéries sondées sur au 

maximum 1 à 1,5 couche 

(épaisseur sondée 0,6µm) 

Cellule entière (individuelle) 

  

Type informations recueillies Colonisation latérale du cristal ATR 

 

Informations moyennes 

Suivi de l’évolution de la composition 

biochimique des cellules 

 

Informations localisées 

Analyse in situ ? oui possible 

Analyse en temps réel? oui possible 

Destruction de l’échantillon : 

durant sa préparation 

durant l’analyse 

 

 

Non 

non 

 

 

non 

possible 

Informations quantitatives ? oui oui 

Temps de la mesure 1 min 24 minutes 

Tableau III- 4 : Caractéristiques des techniques spectroscopiques utilisées pour l’analyse des 
culots de P. fluorescens 
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L’adhésion des bactéries, la formation du biofilm et son développement sont conditionnés 

par différents facteurs. Parmi les plus étudiés, on peut citer : 

- Les conditions hydrodynamiques 1 2 : elles déterminent les caractéristiques du transfert 

de matière (nutriments, bactéries) vers la surface, et également les forces de cisaillement, 

influençant ainsi l’épaisseur et la morphologie du biofilm. 

- L’état physiologique et de ce fait la composition chimique des bactéries inoculées 

influence leur cinétique d’adhésion à une surface 3 4. La concentration initiale en bactéries 

peut aussi entrer en considération.5 

- Les conditions nutritives, c’est-à-dire la composition en carbone, azote, hydrogène, 

oxygène de la suspension d’inoculation doivent favoriser le maintien et le développement 

des bactéries. Elles jouent également un rôle important dans l’élaboration du film primaire. 

- Le pH et la force ionique du milieu d’inoculation 6 jouent un rôle dans les mécanismes 

d’adsorption des bactéries en modifiant les double-couches électrostatiques du support et 

des microorganismes 7. 

- La température de la suspension d’inoculation intervient dans la vitesse de croissance 

bactérienne. 

- La nature du support, et en particulier sa toxicité, influencent la vitesse de colonisation 

des bactéries et leur morphologie 8. La présence de défauts de surface tels que les joints 

de grains dans les films d’oxydes recouvrant les aciers inoxydables favorisent  

l’attachement et le développement des bactéries 9. La présence d’un film conditionnant ou 

non à la surface d’un matériau peut également s’avérer propice à la colonisation 

bactérienne10. 

 Parmi ces paramètres, nous en avons retenu quatre considérés comme majeurs 

par White et al.11 : le pré-conditionnement de la surface du cristal, la concentration du 

milieu d’inoculation, la concentration initiale en bactéries et le temps d’inoculation. Le suivi 

par spectroscopie IRTF-ATR de l’évolution de l’aire de la bande amide II, utilisée comme 

marqueur de la biomasse 12 permettra de les optimiser.  

 Des analyses en microspectrométrie Raman et en microscopie à épifluorescence 

des jeunes biofilms obtenus donneront un aperçu de la structure, et notamment des 

hétérogénéités éventuelles au sein des échantillons. 
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Au cours de ce chapitre, nous allons être amenés à discuter de l’adhésion des cellules au 

cristal de germanium et en conséquence du concept ‘biofilm’. Comme nous l’avons 

évoqué au chapitre I, cette notion recouvre différentes définitions, la plus générale étant 

de considérer un biofilm en tant qu’un microsystème organisé de microorganismes 

englués dans une matrice de substances polymériques extracellulaires.  

Ne connaissant pas, a priori, les résultats obtenus au cours de l’étude qui va suivre, nous 

emploierons le terme ‘biofilm naissant’ ou ‘jeune biofilm’ ou bien encore ‘cellules adhérées’ 

pour décrire notre système. Ceci permettra d’éviter toute ambiguïté en ce qui concerne les 

phénomènes se produisant à l’interface suspension/cristal ATR. 
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Le circuit présenté au Schéma IV-  1 a été réalisé afin de suivre l’adhésion de P. 

fluorescens, en temps réel, in situ, de manière non destructive. Rappelons que la 

suspension inoculée est obtenue à partir de cellules bactériennes prélevées en fin de 

phase exponentielle de croissance.  

Le montage expérimental, décrit en détails au chapitre II, est un circuit ouvert composé 

d’un flacon d’inoculation, d’une cellule ATR à circulation, d’une pompe péristaltique qui 

maintient le débit constant à 0,7 mL/min, et d’un flacon poubelle. Tous ces éléments sont 

reliés entre eux par des tubes en silicone autoclavés et désinfectés.  
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Schéma IV-  1 : Montage expérimental utilisé pour le suivi par IR en mode ATR de l’adhésion de P. 
fluorescens 

Dans l’étude qui suit nous avons imposé les conditions expérimentales suivantes : durant 

la totalité des expériences, la température de la pièce, plongée dans l’obscurité, est 

maintenue à 21 ± 1 °C. Le pH des solutions et suspensions inoculées varie entre 6,8 et 7. 

La force ionique du milieu d’inoculation des bactéries est d’environ 3,4 x 10-3 M. 
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Nous avons suivi, durant trois heures, l’évolution spectrale IRTF-ATR des ‘composés’ 

adhérant à la surface du germanium lorsqu’une suspension bactérienne de P. fluorescens 

est inoculée dans le montage décrit au paragraphe précédent. En comparant la  signature 

spectrale observée sur la Figure IV- 1 aux empreintes de P. fluorescens aux différentes 

phases de croissance (c.f. chapitre III), on peut affirmer qu’il s’agit bien des bactéries qui 

adhèrent à la surface du cristal. De plus, en fonction du temps d’inoculation, les intensités 

de toutes les bandes augmentent ce qui implique une colonisation latérale du cristal par 

les bactéries. 
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Figure IV- 1 : Evolution du spectre IR de P. fluorescens durant 3 h de passage de la suspension 
bactérienne à la surface d’un cristal de germanium. 
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Les cellules bactériennes inoculées dans le montage expérimental étant prélevées en fin 

de phase exponentielle de croissance, nous présentons sur la Figure IV- 2 les empreintes 

spectrales IR de P. fluorescens sous forme planctonique, en fin de phase exponentielle de 

croissance. La Figure IV- 2 compare leurs empreintes spectrales IR avec d’une part celles 

des bactéries en suspension après 3 h d’inoculation dans le LB 0,5 g/L et d’autre part, 

celles des bactéries adhérées (après 3 h de circulation de la suspension bactérienne à la 

surface du cristal). 
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Figure IV- 2 : Spectres IR-ATR de deux culots de P. fluorescens respectivement en fin de phase 
exponentielle et après 3 h en suspension dans du LB à 0,5 g/L, comparés au spectre, obtenu in 
situ, de cellules adhérées au germanium après passage de 3 h de la suspension bactérienne à la 
surface du cristal. Les spectres ont été normés par rapport à la bande amide II centrée à 1548 cm-

1 après correction de leur ligne de base et soustraction de la vapeur d’eau résiduelle. Ils ont 
également été décalés pour plus de lisibilité. (haut) : vue générale, (bas) : agrandissement. 
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La comparaison de leur profil global met en évidence la présence des quatre principaux 

groupes de biomolécules retrouvées dans les composants bactériens : les protéines, les 

acides nucléiques, les lipides et les polysaccharides. Les intensités relatives des bandes, 

leur position ainsi que leur profil diffèrent cependant sur l’intégralité du domaine spectral. 

Afin de faciliter l’interprétation des changements spectraux observés, nous commenterons 

progressivement les spectres, région par région. 
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Cette région se caractérise par la présence de bandes larges attribuables aux 

groupements –OH de l’eau (~ 3400 cm-1) et NH2 présents dans l’adénine, la guanine, la 

cytosine et les protéines. Une bande centrée à 3290 cm-1 attribuable à υN-H présente 

dans les protéines, ADN, ARN13,14 apparaît lors de l’adhésion des cellules. Elle ne 

présente pas de bandes distinctes si ce n’est sur le spectre des cellules adhérées vers 

3285 cm-1 et 3400 cm-1. 


2	�	
�$�!�/�����	������	�����	$@@@	��	!A@@	����	

L’analyse de la région entre 3000 et 2800 cm-1 apporte des informations concernant l’état 

(ordre/désordre) de la membrane cytoplasmique : les vibrations des groupes méthylènes 

apparaissant vers 2920 et 2850 cm-1 étant fréquemment utilisées pour sonder la fluidité 

des membranes biologiques15. 

Le spectre représentatif des cellules en suspension dans le LB à 0,5 g/L est trop bruité 

pour apercevoir les bandes correspondant à ces absorptions et par conséquent, pour les 

comparer à celles des deux autres spectres. Le spectre des cellules adhérées présente 

les absorptions plus intenses à 2925 et 2855 cm-1. De plus lorsque l’on compare les 

spectres des cellules en phase exponentielle à celles adhérées, le décalage en nombre 

d’onde de 2921 à 2925 cm-1 et de 2853 à 2855 cm-1, indique un état plus désordonné de 

la membrane du second type de cellules.  
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Deux absorptions sont visibles sur cette partie du spectre : il s’agit de la bande amide I 
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vers 1650 cm-1 et de la bande amide II vers 1548 cm-1. Leurs intensités dominent les 

spectres des cellules en phase exponentielle et sont parmi les plus importantes sur les 

deux autres. Cependant, la contribution du peptidoglycane ainsi que des acides 

nucléiques sont également à prendre en compte, mais dans une moindre mesure16. 

La position de la bande amide I donne une indication de la structure secondaire moyenne 

des protéines. La dérivée seconde (Figure IV- 3) révèle que trois bandes situées vers 

1683, 1651 et 1633 cm-1 constituent ce massif.  
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Figure IV- 3 : Dérivées secondes des trois spectres présentés Figure IV-2. La correspondance de 
chaque dérivée est indiquée à droite. 

Elles traduisent la présence de structures en feuillets antiparallèles et en coudes  

(1683 cm-1), en hélices α (1653 cm-1) et en feuillets β (1635 cm-1). Par ailleurs, un 

décalage en nombre d’onde est observable pour la bande centrée vers 1650 cm-1 : elle se 

déplace de 1651 à 1653 à 1655 cm-1 sur les spectres de P. fluorescens sessiles, puis 

sous forme planctonique en phase exponentielle et dans le LB à 0,5 g/L. Cette évolution 

pourrait refléter selon Gué et al.15 une altération des protéines. Nous pouvons également 

remarquer que ces nombres d’ondes sont compris entre 1655 et 1650 cm-1, ce qui d’après 

Chittur17 implique que l’on ait affaire à des protéines solubles, des bandes apparaissant 

entre 1658 et 1656 cm-1 correspondant aux protéines associées aux membranes.  
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Le profil de la bande amide II, centrée à 1548 cm-1, diffère : un épaulement apparaît 

respectivement à 1583 cm-1 et à 1575 cm-1 sur les spectres des cellules en suspension 

dans le LB et sous forme sessile. La comparaison de ce spectre avec un spectre d’ARN, 

ADN bactérien16 suggère que cette bande pourrait résulter de la contribution d’acides 

nucléiques. Par ailleurs, Kalaji et Neal18 ont montré que la bande centrée à 1581 cm-1 

pouvait être attribuée à υASCOO- présent dans les exopolymères de capsule de 

Pseudomonas sp.NCIMB 2021. Notons que ces explications sont tout à fait 

hypothétiques : sans avoir extrait et analysé les composants de la bactérie sur laquelle 

nous travaillons, il est délicat d’attribuer précisément les bandes IR. 
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Cette région regroupe les contributions des lipides (1455, 1390 cm-1), du peptidoglycane 

(1455, 1400, 1378 cm-1), des phospholipides (1469, 1378 cm-1), des LPS (1418, 1378cm-1) 

et des acides nucléiques (1418 cm-1). Le massif centré à 1455 cm-1 sur le spectre des 

cellules en suspension dans le LB 0,5 g/L semble moins intense par rapport à celui des 

autres spectres, ce qui est en accord avec la faible intensité des bandes situées entre 

3000 et 2800 cm-1. 
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Deux éléments semblent contribuer à l’absorption observée : les acides nucléiques et les 

phospholipides (vers 1242 cm-1). L’épaulement observable à 1218 cm-1 semble être du à 

l’hydratation de l’ADN et de l’ARN (c.f. Chapitre III). Les bandes comprises entre 1300 et 

1200 cm-1 sont très intenses, par rapport aux bandes amides, dans le cas des cellules 

sessiles, puis leur intensité diminue lorsque l’on passe des bactéries en suspension dans 

le LB à 0,5 g/L à la phase exponentielle. 

Lorsque les cellules ont été inoculées dans le LB 0,5 g/L, une évolution est perceptible 

entre 1350 et 1250 cm-1. 
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Les changements spectraux observés dans cette région reflètent les altérations qui 

peuvent intervenir au niveau des membranes cellulaires, de l’ARN/ADN et des EPS. Le 
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massif situé entre 1150 et 1000 cm-1 regroupe les contributions des acides nucléiques 

(1085 cm-1), des polysaccharides et LPS (1121, 1056 cm-1), des phospholipides (1121, 

1085 cm-1), et du peptidoglycane (1200 à 980 cm-1). Seules les protéines sont absentes de 

cette région. 

L’intensité de la bande centrée à 1085 cm-1 domine le massif et correspond à υASPO2
-. 

Comme nous l’avons vu dans le chapitre III, les bandes à 1085 cm-1 et 1218 cm-1 sont 

corrélées. Ceci se vérifie sur les spectres présentés : plus la bande à 1218 cm-1 croît et 

plus celle à 1085 cm-1 croit. Leurs intensités sont maximales dans le cas de bactéries 

sessiles, et en suspension dans le LB à 0,5 g/L. Dans le cas des cellules adhérées, ce 

massif pourrait refléter certes la synthèse d’ARN/ADN mais également et surtout celle 

d’EPS et de slime. Ce slime semble absent des deux autres spectres en raison de la 

centrifugation des cellules. 
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Les différences spectrales observées entre le spectre des bactéries adhérées et des 

mêmes bactéries en suspension, montrent que l’adaptation au mode de vie sessile 

nécessite des modifications physiologiques et phénotypiques19,20 qui permettent aux 

bactéries de se développer. L’augmentation de l’intensité relative des bandes centrées à 

1085 cm-1 et à 1218 cm-1 enregistrées pour des cellules de P. fluorescens ayant adhéré 

après 3 heures de passage de la suspension bactérienne, confirme dans notre cas, la 

synthèse de slime et, dans une moindre mesure, d’ADN/ARN.  

Dans la suite de notre étude, nous calculerons l’aire de la bande amide II, généralement 

utilisée comme biomarqueur12,21,22 et nous tenterons de relier le nombre de cellules 

viables et cultivables adhérées et l’aire de cette bande. Une telle corrélation nous 

permettrait grâce à une simple mesure IR de connaître le nombre d’UFC adhérée à une 

surface de manière in situ. 
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L’observation au microscope optique de cellules de P. fluorescens adhérées montre 

qu’elles se répartissent essentiellement sous forme d’une monocouche, même si à 

quelques endroits, des amas sont visibles (Figure IV- 4).  
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Figure IV- 4 : Photographies au microscope optique de cellules de P. fluorescens adhérées après 
2 h 40 (à gauche) et 5 h 10 (à droite), de circulation de la suspension bactérienne à la surface du 
germanium. Le grossissement x100 a été utilisé et les cellules sont observées sans marquage. 
L’échelle représente 10 µm. 

Les bactéries sont plus allongées après 2 h 40 d’adhésion que celles ayant adhéré durant 

5 h 10. Cette diminution de taille peut faire suite à l’état de stress dans lequel se trouve les 

bactéries après leur passage d’un milieu riche (LB 25 g/L) dans un milieu plus pauvre (LB 

0,5 g/L). 

 

Afin d’établir une corrélation entre le nombre d’unités formant colonies (UFC) adhérées et 

l’aire de la bande amide II, nous avons extrait le cristal de la cellule à circulation, à la fin de 

chaque expérience IR-ATR. Après l’avoir rincé à l’eau apyrogène stérile afin d’enlever les 

cellules peu adhérées, une partie a été récupérée à l’aide d’écouvillons stériles. 

L’échantillon fut ensuite remis en suspension et dilué avant d’être étalé sur une boîte de 

Pétri (le protocole opératoire est décrit en détails au chapitre II).  

L’évolution de l’aire de la bande amide II en fonction du nombre d’UFC adhérées à la 

surface du germanium est reportée sur la Figure IV- 5. 
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Figure IV- 5 : Evolution de l’aire de la bande amide II en fonction du nombre d’UFC /cm2 adhérées 
à la surface du cristal de germanium, au bout de cinq temps différents de circulation de la 
suspension bactérienne à la surface du germanium : t = 2 h 25, 2 h 40, 3 h, 5 h, 5 h 20. 

 

Deux groupes de valeurs d’UFC / cm2 sont obtenues : 

 

- le premier tel que le nombre d’UFC / cm2 est inférieur à 15*105 : l’aire de la bande amide 

II augmente avec le nombre de cellules du biofilm qui interagissent avec l’onde 

évanescente. Les résultats obtenus sont en accord avec ceux réalisés par Nivens et al.12 

qui montrent une corrélation entre l’aire IR de la bande amide II et le nombre d’UFC 

présentes par cm2 à la surface du matériau colonisé. 

 

- Le second situé entre 15*105 et 30*105 UFC / cm2 : l’aire de la bande amide II atteint un 

plateau alors que le nombre d’UFC / cm2 augmente. Ceci suggère que des bactéries, ou 

des portions de bactéries, ne sont plus détectées. Après 3 heures de circulation de la 

suspension bactérienne à la surface du germanium, le biofilm peut être composé de 

plusieurs couches, ou du moins d’amas cellulaires, comme on peut le voir sur la Figure IV-

5. On peut également supposer qu’après 3h d’adhésion à la surface du germanium l’état 

physiologique des cellules s’est altéré ce qui pourrait engendrer une diminution de leur 

taille (c.f. Figure IV-5) même si globalement leur nombre augmente. 

 

Le taux de recouvrement du germanium par les bactéries (Figure IV- 4) au bout de trois 

heures, est approximativement 65 % ± 15 % (calcul effectué par analyse d’images).  
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Evaluons, à présent, la surface recouverte par les UFC. 

En considérant que : 

- la surface de P. fluorescens CIP 69.13, dans nos conditions de culture, est d’environ de 

1 µm2 

- toutes les cellules adhérées au cristal soient viables et cultivables 

on devrait relever environ 6,7 * 107 UFC / cm2. 

Or, nous en obtenons environ 2 * 106 par cm2. Elles ne représentent donc que 2 à 2,5 % 

du nombre de cellules totales adhérées.  

Ce résultat est faible sans toutefois être disproportionné car les cellules prélevées sont 

d’une part remises en culture dans un milieu plus pauvre (R2A) et d’autre part, doivent se 

réadapter à la nouvelle ‘surface’ que constitue la gélose. L’âge des cellules est également 

un facteur à prendre en considération : au fur et à mesure du temps d’inoculation dans le 

LB 0,5 g/L, leur cultivabilité diminue. Ceci pourrait expliquer la relation quasi linéaire 

obtenue entre l’aire de la bande amide II et le nombre d’UFC durant les trois premières 

heures de passage de la suspension bactérienne à la surface du cristal ATR. 
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Lorsqu’une surface est en contact avec une suspension bactérienne, il se produit, dès les 

premières minutes d’exposition, l’adsorption de macromolécules organiques et / ou de 

particules inorganiques présentes dans le milieu ou sécrétées par les microorganismes 

(c.f. Chapitre I). Cette phase initiale est déterminante car elle représente généralement 

l’étape préalable à l’adhésion bactérienne.  
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La suspension d’inoculation étant composé de LB à 0,5 g/L, notre objectif est de connaître 

l’influence du film conditionnant établi à la surface du germanium par ce milieu de culture.  

Revoyons dans un premier temps la composition chimique du milieu nutritif LB. 
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Le milieu Luria-Bertani (LB) contient23 : 

- 10 g/L de peptone trypsique de caséine soit 80 % acides aminés, 7 % de carbohydrates, 

6% composés inorganiques et 7% de cendres (pourcentages sur la masse sèche) 

- 5 g/L d’extraits de levure qui proviennent de l’inactivation de cellules de levure. Ils sont 

constitués essentiellement d’acides aminés et de polypeptides 

- 10 g/L de NaCl 

 

Comparons les spectres IR correspondant respectivement au milieu nutritif LB en mode 

transmission et des molécules présentes dans le milieu LB et qui s’adsorbent à la surface 

du cristal (Figure IV- 6). 
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Figure IV- 6 : Spectres IR du milieu LB en poudre enregistré en transmission (haut). Spectre des composés présents dans le LB adsorbés à la 
surface d’un cristal ATR de germanium après 24h de circulation du bouillon stérile à 0,5 g/L. 
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Le spectre ATR des composés adsorbés à la surface du cristal est très différent de celui 

du milieu LB enregistré en transmission.  

 

Le spectre du milieu LB (transmission) est dominé par le massif situé entre 1700 et 

1500cm-1 regroupant les contributions des protéines et des acides aminés24. Si l’on 

observe attentivement ce spectre, on peut également noter la présence d’une bande 

intense centrée à 1400 cm-1, attribuable à υSCOO- et caractéristique des acides aminés. 

Cette bande étant absente d’un spectre de protéine, ceci confirme la prépondérance des 

acides aminés.  

 

Après 24 h de circulation du milieu nutritif LB, stérile, à la surface du germanium, deux 

bandes d’absorption dominent le spectre enregistré en mode ATR et sont centrées à 

1650cm-1 (amide I) et 1548 cm-1 (amide II). On note également la présence de la bande 

amide III à 1240 cm-1. Ce spectre est tout à fait comparable à celui d’un spectre de 

protéines25 ce qui suggère que des protéines s’adsorbent à la surface du germanium. De 

nombreuses études font mention de cela. On peut notamment citer les travaux de Baier en 

1972, qui fut le premier à indiquer qu’un cristal de germanium exposé pendant dix minutes 

à de l’eau de mer se recouvre d’un film conditionnant de protéines26. Les acides aminés 

présents en grande quantité (80 %) dans le LB, et qui dominent le spectre en 

transmission, sont absents du spectre ATR et restent par conséquent en solution. 
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L’intensité de la bande amide II, centrée à 1548 cm-1, caractérisant les protéines 

contenues dans le LB, et s’adsorbant à la surface du cristal est portée en fonction du 

temps de circulation de ce milieu 0,5 g/L (Figure IV- 7). 
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Figure IV- 7 : Cinétique d’adsorption des protéines présentes dans le bouillon stérile LB à 0,5 g/L, 
à la surface d’un cristal ATR de germanium. 

La quantité de macromolécules adsorbées après exposition du germanium à un flux de 

milieu nutritif stérile, pendant 24 heures, tend à se stabiliser dès 12 heures. De plus, au 

bout de 1 h 30, l’aire de la bande amide II est égale à la moitié de son aire maximale 

atteinte, ce qui suggère une adsorption rapide des protéines, présentes dans le LB, à la 

surface du germanium. 
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Dans les paragraphes qui suivent, nous étudierons l’adhésion de P. fluorescens à la 

surface d’un cristal de germanium en fonction : de la présence ou non d’un film 

conditionnant formé, comme ci-dessus, à partir d’une solution stérile de milieu LB, de la 

concentration en milieu LB de la suspension d’inoculation, de la quantité de bactéries 

inoculées et de la durée d’inoculation. 
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La cellule à circulation, contenant le germanium, préalablement recouvert ou non d’un film 

conditionnant, a été inoculée durant 3 h à l’aide d’une suspension contenant des bactéries 

en fin de phase exponentielle (~ 108 UFC / mL) dans un milieu LB stérile à 0,5 g/L. 
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Les évolutions des aires des bandes amide II et PS ont été suivies par spectroscopie IR 

en mode ATR et sont représentées sur la Figure IV- 8. 
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Figure IV- 8 : Evolution des bandes amide II, centrée à 1548 cm-1 (losanges) et PS, centrée à 1085 
cm-1 (carrés) en fonction du temps d’inoculation de la suspension bactérienne de P. fluorescens à 
la surface d’un cristal ATR de germanium recouvert (symboles pleins) ou non (symboles vides) 
d’un film conditionnant (FC) préalable. Le FC a été obtenu par passage d’un bouillon LB stérile à 
0,5 g/L, sur le cristal, pendant 24h. Les deux types d’expérience ont été répétées trois fois, à partir 
de trois inocula différents. La flèche indique un point d’inflexion apparaissant un peu avant 1 h 30 
de circulation.  

 

Les cinétiques présentées diffèrent selon l’existence ou non d’un film conditionnant à la 

surface du cristal.  

Lorsque le cristal est pré-conditionné, l’adhésion bactérienne suit une exponentielle du 

type : A = Amax (1-e-kt) (c.f. chapitre V) tandis qu’en l’absence d’un film primaire préétabli, 

deux étapes peuvent se distinguer : la première allant de 0 à 1,5 h et la seconde de 1,5 à 

3 h. La cinétique d’adhésion de P. fluorescens s’accélère après 1 h 30 de passage de la 

suspension, ce qui correspond au temps nécessaire à la sorption de la moitié des 

protéines venant du LB, à la surface du germanium (c.f.Figure IV- 7).  

Par ailleurs, l’examen de la Figure IV- 8 montre qu’après 3h de circulation, l’aire des 

bandes amide II, relevée pour chaque manipulation, est proche (0,6 u.a. sans FC et 0,7 

u.a. avec FC). Nous pouvons donc supposer que lorsque le cristal est exempt de film 

primaire, celui-ci se forme durant les premières 90 minutes ce qui facilite, par la suite, 

l’adhésion de P. fluorescens. Il y aurait, dans un premier temps, une adsorption de LB sur 

la surface du cristal en même temps que l’adhésion bactérienne. Puis, dans un 
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second temps, l’adhésion bactérienne prévaudrait. 

 

Il faut également souligner que même si le milieu d’inoculation des bactéries est du LB à 

0,5 g/L, celui-ci ne contribue que très faiblement, à hauteur de 0,3 % (résultats non 

montrés), à l’aire de la bande amide II représentative du biofilm. 

 

Le pré-conditionnement de la surface par des protéines favorise l’adhésion de P. 

fluorescens.  Rubio et al.27 ont observé un résultat similaire concernant P.fragilis : la 

proportion de bactéries viables augmente en présence d’un film conditionnant protéique 

de BSA (bovin serum albumin). Ceci pouvant s’expliquer par le fait que la présence de 

protéines à la surface du matériau à coloniser réduit le stress bactérien. Les travaux 

réalisés par Samuelsson et Kirchman10 ont également montré que les protéines adsorbées 

permettent aux bactéries de se développer pour former un biofilm, le film conditionnant 

servant de nourriture28. 
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Dans ce paragraphe, nous allons discuter l’effet de la concentration en LB sur 

l’inoculation, et plus particulièrement l’adhésion de P. fluorescens au germanium. Trois 

concentrations ont été testées : 5 g/L, 0,5 g/L et  0,05 g/L. L’évolution de l’aire de la bande 

amide II en fonction de la concentration en LB est représentée sur la Figure IV- 9 durant 

deux heures de circulation de la suspension bactérienne à la surface du germanium. 
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Figure IV- 9 : Evolution de l’aire de la bande amide II lors de l’adhésion de P. fluorescens à la 
surface d’un cristal ATR de germanium. Les bactéries ont été inoculées dans du bouillon LB 
concentré à 5 g/L (triangles), 0,5 g/L (étoiles) et 0,05 g/L (losanges). Pour chaque expérience, le 
cristal de germanium a été pré-conditionné par passage de solutions de LB stériles respectivement 
à 5, 0,5 et 0,05 g/L. 

Deux évolutions se manifestent : la première se situe entre 0 et 40 minutes et la seconde 

entre 40 minutes et 2 heures. Durant les 40 premières minutes, l’aire de la bande amide II 

augmente, quelle que soit la concentration testée. Elle décline ensuite, lorsque les 

bactéries sont inoculées dans du LB à 0,05 g/L ou continue à augmenter dans le cas des 

deux autres concentrations. Cependant, la croissance de la bande amide II est deux fois 

plus importante dans le cas de la concentration en LB à 0,5 g/L. L’évolution de l’aire de la 

bande PS (non montrée) en fonction du temps d’inoculation indique une diminution 

marquée des PS, à partir de 40 minutes, dans le cas de la concentration en LB à 0,05 g/L.  

D’après ces résultats,  on pourrait penser que lorsque les bactéries sont inoculées dans 

du LB à 0,05 g/L, elles subissent un stress trop important qui les empêche de se 

développer. Ce stress pourrait également engendrer une diminution de leur taille. Dans ce 

cas, même si globalement autant de bactéries adhèrent, elles sont plus petites, et 

recouvrent donc une surface moins importante. James et al.29 ont montré qu’une réduction 

de la taille des bactéries peut survenir suite à une carence nutritive. 

La différence de cinétique observée dans le cas des deux autres concentrations est plus 

difficile à expliquer et nous n’avons pas de réponse satisfaisante à apporter. 
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Au terme de cette expérience, les évolutions présentées nous ont amené à choisir le LB 

concentré à 0,5 g/L pour inoculer P. fluorescens dans la cellule à circulation. 

Testons, à présent l’influence de la concentration initiale en bactéries inoculées. 
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Les spectres de biofilms de P. fluorescens ont été enregistrés en faisant varier la 

concentration en bactéries inoculées de 4,1 * 107 UFC / mL à 5,6 * 108 UFC / mL. 

L’évolution de l’aire de la bande amide II est reportée sur la Figure IV- 10, en fonction du 

temps. 
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Figure IV- 10 : Cinétiques d’adhésion de P. fluorescens en fonction de la concentration initiale en 
bactéries. Trois concentrations bactériennes sont représentées : triangles rouge (DOi = 0,32 
équivalant à 5,6 x 108 UFC/mL) ; losange bleu (DOi = 0,28 équivalant à environ 108 UFC / mL) ; 
étoiles bleu (DOi = 0,17 équivalant à 4,1x107 UFC / mL). Il n’y a pas de film conditionnant de LB 
préétabli à la surface des cristaux, avant le passage de la suspension. 

Les cinétiques obtenues montrent que quelle que soit la concentration bactérienne de 

départ : 

- toutes conduisent à la formation d’un biofilm sur le germanium 

- l’aire de la bande amide II est équivalente (aux incertitudes près) 

- toutes évoluent de la même façon : une cassure est observable au bout de 1 h 30 

Par conséquent, cette étude montre que, dans le domaine de concentrations étudié, celle-

ci influence peu la formation du biofilm de P. fluorescens  sur le germanium.  
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Le même type d’évolution se manifeste lorsque le cristal de germanium a été pré-

conditionné à partir d’une solution stérile de LB (résultats non montrés). 

La densité optique 0,28 à 620 nm correspondant à environ 108 UFC / mL a été retenue 

pour la formation du biofilm de référence.  
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Après avoir testé l’influence de la concentration bactérienne initiale inoculée ainsi que la 

concentration en LB de la suspension d’inoculation, examinons le comportement du 

biofilm de P. fluorescens en fonction du temps. 

 

La Figure IV- 11 présente l’évolution des intensités des bandes principales. 
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Figure IV- 11 : Evolution des aires des principales bandes IR indiquées sur les spectres 
précédents.  
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Figure IV- 12 : Evolution des UFC dans la suspension d’inoculation lors d’une manipulation de 
formation d’un biofilm de P. fluorescens à la surface d’un cristal ATR de germanium. 

 

Comme ceci est illustré sur la Figure IV- 11, les aires de toutes les bandes augmentent en 

fonction du temps (jusqu’à 18 h).  

Quatre étapes se distinguent lors du passage de la suspension bactérienne sur le 

germanium, durant 28 h. Une première allant de 0 à 2 h 30, une seconde allant de 2 h 30 

à 11 h, une troisième allant de 11 h à 18 h et la dernière allant de 18 h à 28 h. 

L’augmentation des aires de toutes les bandes de 0 à 18 h reflète une accumulation de 

biomasse à la surface du germanium ainsi qu’une augmentation du recouvrement de la 

surface par les bactéries. 

- Durant la première phase, on remarque que l’aire du massif centré à 1085 cm-1 devient 

supérieure à celle de l’amide II ce qui prouve que nous ne sommes pas en présence d’une 

simple adhésion. Les bactéries semblent s’adapter à leur nouvel état en synthétisant des 

EPS et de l’ARN. Cette tendance se confirme durant les deux périodes suivantes (phases 

2 et 3) 

- Les ‘pseudo-paliers’ s’établissant entre 2 h 30 et 11 h ainsi qu’entre 15 et 18 h, peuvent 

être liés à la formation de plusieurs couches bactériennes au niveau du cristal.  

- La dernière phase indique, par la diminution des aires de toutes les bandes, un 

détachement du biofilm.  

 

L’observation conjointe de la Figure IV- 12, montre que les UFC suivent la même 

tendance que les aires des bandes. L’augmentation de leur nombre durant les 10 

premières heures d’inoculation implique que les cellules restent actives durant leur 
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inoculation dans le LB à 0,5 g/L. Leur nombre décline ensuite, tout comme l’aire des 

bandes : de moins en moins de bactéries adhèrent. Elles quittent la surface.  

 

Sur la Figure IV- 13 sont superposés les spectres de P. fluorescens au bout de 1 h, 3 h, 

18 h et 26 h de circulation de la suspension bactérienne. 

 

Les spectres de P. fluorescens ont une allure quasi-identique ce qui laisse supposer 

qu’aucune modification physiologique majeure des bactéries n’a lieu. La seule différence 

notable concerne la région située entre 1200 et 1120 cm-1 : une bande située à 1175 cm-1 

semblerait croître. Cependant, il convient d’être méfiant car, comme nous allons l’évoquer 

dans le paragraphe suivant, le joint Kalrez utilisé pour maintenir l’étanchéité de la cellule à 

circulation, présente des absorptions dans cette région. 

 

 

La cinétique d’adhésion présentée Figure IV- 11 ainsi que l’observation des spectres ATR 

de cellules adhérées au bout de 3h de circulation de la suspension bactérienne, 

permettent d’affirmer que 3h semble être une durée suffisante pour former notre biofilm 

naissant de référence. A cet instant, les spectres présentent un bon rapport signal/bruit 

tout en n’atteignant pas la saturation. Ce dernier point est essentiel pour pouvoir détecter 

dans de bonnes conditions les changements spectraux liés à l’évolution du biofilm 

naissant en réponse à des changements de conditions environnementales.
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Figure IV- 13 : Evolution du profil spectral IR de P. fluorescens au cours de son adhésion sur cristal ATR de germanium au bout de 1 h, 3 h, 18 h 
et 26 h. Les spectres ont été normés par rapport à la bande amide II. 
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L’objectif de ce sous-chapitre est de faire le point sur les différentes caractéristiques 

(morphologiques, structurales, chimiques) du biofilm de P. fluorescens qui servira de 

référence pour étudier la faisabilité du système proposé (chapitre V). Idéalement, nous 

recherchons un biofilm monocouche, monoespèce qui soit capable de répondre le plus 

rapidement possible à tout changement de la qualité microbiologique de l’eau du réseau. 
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Le milieu d’inoculation des bactéries est le LB à 0,5 g/L qui permet de garantir à P. 

fluorescens une quantité de nutriments nécessaires à son développement et d’éviter une 

trop grande interférence spectrale avec les spectres bactériens. Des cellules de P. 

fluorescens sont collectées en fin de phase exponentielle après une pré-culture puis une 

culture dans du milieu LB à 25 g/L. Elles sont ensuite centrifugées et seul le culot est 

récupéré et remis en suspension dans du bouillon LB à 0,5 g/L. La densité optique est 

ajustée à 0,28 à 620 nm, ce qui correspond à une concentration initiale en bactéries 

d’environ 108 UFC / mL. Chaque solution/suspension est mise en circulation sous un débit 

constant, égal à 0,7mL / min, pendant toute la durée des expériences. 

 

En suivant ces conditions expérimentales, des variations peuvent, malgré tout, être 

observées notamment en ce qui concerne les temps de latence qui apparaissent durant la 

première heure d’inoculation de la suspension à la surface du cristal. Ces résultats 

rejoignent ceux de Walker et al.3 et Suci et al.30 qui notèrent un changement de la 

cinétique d’adhésion bactérienne suite à des modifications de conditions de culture.   
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A la fin de manipulations de formation du biofilm de P. fluorescens sur germanium, la 

cellule ATR a été démontée, le cristal sorti avec précaution,  puis rincé à l’eau apyrogène 

stérile afin d’enlever les cellules non adhérentes et enfin, séché près du Bec Bünsen.  

Une photographie du biofilm obtenu est présentée Figure IV- 14.  
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Figure IV- 14 : Photographie d’un biofilm de P. fluorescens sur un cristal ATR de germanium après 
3 h de passage de la suspension bactérienne dans la cellule à circulation (échelle : 1cm). 

Plusieurs caractéristiques macroscopiques sont observables : 

- le biofilm formé est opaque 

- un recouvrement non uniforme est obtenu : le biofilm apparaît comme étant plus dense 

vers le centre du cristal ainsi qu’aux extrémités. De telles variations peuvent être liées à 

des changements de flux locaux 

- bien que le biofilm ne soit pas uniformément réparti, aucune zone n’est cependant 

exempte de dépôt 

Afin de préciser la nature du dépôt, des observations microscopiques ont été menées sur 

l’ensemble du cristal et sont présentées au paragraphe suivant. 
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Une série d’images microscopiques a été collectée sur deux zones A et B (représentées  

Schéma IV- 1) par observation d’un biofilm de P. fluorescens âgé de 3 h, sous le 

microscope optique et à épifluorescence et sont rassemblées sur la Figure IV- 15. 

 

 

 

 

 

Schéma IV- 1 : Représentation du cristal de germanium (gris) et du biofilm (jaune). Les zones A et 
B correspondent aux parties du dépôt photographiées.  
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           zone A                                     zone A                                       zone B 

 

                  

  

Figure IV- 15 : Photographies d’un biofilm de P. fluorescens âgé de 3 h , obtenues en plaçant le 
cristal de germanium sous le microscope optique (photographies n° 1 et 2) et après marquage au 
SYBR GREEN II (photographie n° 3). Objectif * 100 échelle : 15 µm. 

L’observation microscopique du biofilm formé montre : 

- un dépôt non uniforme des cellules bactériennes à la surface du cristal 

- un recouvrement latéral hétérogène : globalement une monocouche de bactéries s’est 

déposée, laissant des espaces non colonisés avec des amas cellulaires 

- une densité cellulaire plus importante lorsque l’on s’éloigne des bords du cristal 

Les observations par microscopie à épifluorescence (photo 3) confirment l’adhésion de 

bactéries à la surface du cristal. La surface couverte par les bactéries est d’environ 65 ± 

15%. Ces résultats sont en accord avec ceux émanant d’une étude réalisée par  

Korber et al.31. 

Ce biofilm est hétérogène tant au niveau de sa composition que de sa structure (des amas 

Centre du cristal Centre du cristal 

Centre du cristal 

Bord latéral du cristal 

Bord latéral du cristal Bord latéral du cristal 
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peuvent se former, certaines zones, très rares cependant, sont exemptes de dépôts ce qui 

peut être la conséquence de détachement de cellules).  
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La Figure IV- 16 et la Figure IV- 17. illustrent deux problèmes types auxquels nous avons 

dû faire face durant nos expériences et qui perturbent de façon significative les spectres et 

en conséquence, leur exploitation. 
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Figure IV- 16 : Déformations spectrales observables lors d’essais de formation de film 
conditionnant ou de biofilms. De haut en bas : spectres du joint Kalrez (bleu), spectre d’un biofilm 
sans trace de joint (rouge) et spectre de cellules adhérées après 10 minutes d’inoculation de la 
suspension bactérienne à la surface du germanium (noir). Les traits pointillés représentent la ligne 
de base, entre 1400 et 900 cm-1, de chaque spectre. 
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Figure IV- 17 : Déformations spectrales observables lors du passage d’une bulle d’air dans la 
cellule ATR. De haut en bas : spectres de l’eau (bleu), spectre d’un biofilm sans bulle d’air (rouge) 
et spectre de cellules adhérées après 1 heure d’inoculation de la suspension bactérienne à la 
surface du germanium (noir). 

 

Lors de la circulation de milieu nutritif stérile pour pré-conditionner la surface du 

germanium, ou bien encore lors du passage de la suspension bactérienne, le joint Kalrez 

utilisé dans la cellule ATR pour maintenir l’étanchéité peut subir des déformations ou des 

déplacements (Figure IV- 16). Ceci pose un problème lors de la soustraction du spectre de 

référence au spectre de l’échantillon. En effet, les deux larges bandes centrées à 1192 et 

1133 cm-1, qui le caractérisent, interfèrent avec les bandes d’absorption de la région 

polysaccharidique.  

 

Par ailleurs, la formation de bulle d’air au cours des expériences entraîne une mauvaise 

soustraction de l’eau à 1640 cm-1 (Figure IV- 19). Il en résulte une déformation (majeure) 

de la bande amide I et (mineure) de la bande amide II ce qui peut rendre la série de 

spectres inexploitable. En effet, dans ce cas, l’aire de la bande amide II ne peut être 

déterminée avec précision. 
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L’étude infrarouge qui vient d’être décrite nous a apporté d’une part, une vision globale de 

la composition biochimique du jeune biofilm qui s’est formé et d’autre part, nous a 

renseigné sur la vitesse de colonisation du cristal par les bactéries. Afin d’obtenir des 

analyses plus localisés des biofilms, nous les avons analysés par microspectrométrie 

Raman. Quelques exemples vont être présentés dans ce paragraphe. 

 

Les biofilms, dont l’évolution a été préalablement suivie par IRTF-ATR, ont été rincés à 

l’eau apyrogène stérile puis, analysés par microspectrométrie Raman.  

 


2	�	2��������������	
�	��������	
�	��	 �����������	����	�����	������������	��	����	

�����	�������		

Comparons, dans un premier temps, les spectres de diffusion Raman d’un culot de P. 

fluorescens en fin de phase exponentielle de croissance et d’un jeune biofilm de P. 

fluorescens âgé de 3h (Figure IV- 18). 
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Figure IV- 18 : Spectre de diffusion Raman d’un culot P. fluorescens en fin de phase exponentielle de croissance (rouge, haut), et d’un biofilm de 
P. fluorescens âgé de 3 h (vert, bas). Le culot bactérien a été déposé sur cristal ATR de germanium. Les spectres ont été normalisés par rapport à 
la bande υ CH2, υ CH3 centrée à 2930 cm-1. Chaque spectre correspond à 2 accumulations de 120 s, la puissance du faisceau laser est d’environ 12 
mW au niveau de l’échantillon.
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Les spectres du culot en phase exponentielle (décrit au chapitre III, figure III-13 et III-14) et 

du biofilm présentent des profils distincts.  

 

Bien que les élongations CH2, CH3 dominent les deux types de spectres, les trois bandes 

intenses situées à 1311, 1362 et 1584 cm-1 observées sur le culot de bactéries en phase 

exponentielle, sont absentes du spectre du jeune biofilm. Elles semblent par conséquent 

liées aux culots bactériens et plus particulièrement aux cellules. D’après l’attribution des 

déplacements Raman effectuée au chapitre III (Tableau III-3), ces bandes semblent 

provenir d’acides aminés (Trp, Tyr, Phe). Par ailleurs, la comparaison du spectre du 

biofilm avec celui du milieu LB ne montre pas d’interférence, comme nous l’avions déjà 

remarqué avec les culots bactériens (c.f. chapitre III). 

 

L’examen plus approfondi du spectre du jeune biofilm révèle la présence d’acides aminés 

tels que la phénylalanine (1003 et 1608 cm-1), la tyrosine (830, 850 et 1618 cm-1) et le 

tryptophane (1340 cm-1) dont la contribution est cependant plus faible. La bande centrée à 

3063 cm-1, attribuée aux élongations C-H des carbones aromatiques, confirme la présence 

de ces composés aromatiques. Les bandes amide I et III situées respectivement à 

1650cm-1 et entre 1280 et 1210 cm-1 proviennent de protéines contenues dans 

l’échantillon avec probablement des proportions importantes d’hélices α 32. La bande 

amide II, apparaissant vers 1545 cm-1, est également présente avec cependant une 

intensité faible. Enfin, le massif situé entre 3000 et 2800 cm-1 regroupe essentiellement la 

contribution des vibrations d’élongation CH2 et CH3 à 2854, 2886, 2936 et 2960 cm-1. Le 

profil du spectre obtenu ici entre 800 et 3100 cm-1 est caractéristique des protéines25,33. 

 

Ces observations tendent à montrer que la zone de jeune biofilm analysée est constituée 

essentiellement de protéines. 
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Les spectres présentés sur la Figure IV- 20 ont été obtenus à différents endroits d’un 

même biofilm de P. fluorescens âgé de 5 h. 

 

 



 

 

 

161

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure IV- 19 : Observations au microscope optique d’un biofilm de P. fluorescens âgé de 5 h. La 
pointe des flèches indique la zone analysée en Raman. Echelle : 10µm. 

Photo correspondante 

au spectre n°1 

Photo correspondante 

au spectre n°2 
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Figure IV- 20 : Spectre de diffusion Raman d’un biofilm de P. fluorescens âgé de 5 h à deux endroits différents.  Chaque spectre correspond à 2 
accumulations de 120 s, la puissance du faisceau laser est d’environ 12 mW au niveau de l’échantillon. 

Spectre n°1 

Spectre n°2 



 

 163

 

L’examen des spectres de jeunes biofilms âgés de 5 h montre des profils complètement 

différents (Figure IV- 20). Comme nous l’avons vu précédemment, les vibrations 

d’élongations CH2 et CH3, situées entre 3000 et 2800 cm-1, dominent les spectres. 

 

Spectre n°1 : 

Ce spectre a été enregistré sur un amas de 10 µm environ dans une zone où le 

recouvrement du cristal est faible et hétérogène (Figure IV-19). 

La très forte intensité relative de la bande située à 2850 cm-1, attribuée aux élongations 

symétriques des groupes CH2, laisse présumer l’existence de longues chaînes carbonées. 

Le profil spectral général du spectre et plus particulièrement la zone entre 2800 et  

3000 cm-1 est tout à fait similaire à celui présenté par Krafft et al.34 pour un mélange 

lipides/cholestérol (bandes d’intensités décroissantes : 2936, 2886, 2854 cm-1 et un 

épaulement à 2960 cm-1). Cette observation est confirmée par la présence des bandes à 

1302, 1128 et 1065 cm-1, respectivement attribuées à la torsion des groupes CH2, et aux 

élongations C-C symétrique et antisymétrique des groupes méthylènes appartenant à ces 

longues chaînes. 

La bande centrée à 3008 cm-1 est attribuée aux élongations C-H de carbones  

éthyléniques et la bande relativement fine à 1656 cm-1 aux élongations C=C éthyléniques. 

Nous pouvons également remarquer la bande située à 1607 cm-1 habituellement attribuée 

aux vibrations de cycles aromatiques et/ou de polyènes. L’absence de bandes à 1004cm-1 

ainsi qu’à 3060 cm-1 (respectivement attribuées à la respiration du cycle benzénique et 

aux élongations C-H aromatiques) infirme la première hypothèse. Nous pouvons donc 

supposer l’existence de polyènes. La présence des bandes de diffusion à 1745 et  

1710 cm-1 attribuées respectivement aux liaisons C=O de fonctions ester et acide 

carboxylique permettent d’affirmer que l’amas analysé est constitué essentiellement de 

lipides de type acide gras insaturés.  

 

Spectre n°2 : 

Ce spectre a été enregistré dans une région du cristal ayant un grand recouvrement de 

bactéries présentant aussi des zones moins bien définies (trouble sur la photo). Il a été 

obtenu juste à la jonction entre ces deux zones (Figure IV- 20). 

La bande à 3060 cm-1 est attribuée aux élongations C-H de cycles aromatiques. Les 

bandes à 1003 et 1605 cm-1 sont attribuées aux vibrations du cycle aromatique de la 
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phénylalanine et celles à 828, 855 et 1615 cm-1 à la tyrosine. La bande centrée à  

1654 cm-1, de largeur à mi hauteur plus grande que précédemment, est attribuée à la 

bande amide I des protéines. 

Enfin, les bandes situées à 1300, 1127 et 1065 cm-1 peuvent être attribuées comme 

précédemment à des vibrations de groupement CH2 de longues chaînes carbonées. Leur 

largeur de raie à mi-hauteur plus faible et leurs intensités de manière générale plus grande 

par rapport à l’autre spectre (Figure IV- 20) semblerait montrer ici une plus grande 

organisation de ces chaînes. Par ailleurs, l’absence des bandes tant vers 1740 cm-1 que 

vers 1710 cm-1, attribuées respectivement aux élongations de groupes C=O d’esters et 

d’acides carboxyliques, permet d’affirmer que ces chaînes grasses ne sont pas sous 

forme d’acides gras ou de phospholipides.  

D’autres bandes de diffusion relativement intenses entre 1000 et 1100 cm-1, généralement 

attribuées aux élongations C-C et C-O des carbohydrates, permettent d’émettre 

l’hypothèse de la présence de polysaccharides dans cette région du jeune biofilm. 

Toutes ces observations indiqueraient la présence de lipoprotéines accompagnées de 

polysaccharides (ou de lipo- glyco- protéines). 
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Les résultats expérimentaux rapportés dans les chapitres III et IV nous ont permis 

d’obtenir les empreintes spectrales de P. fluorescens et de suivre son adhésion sur un 

cristal de germanium, en fonction de divers paramètres tels que le temps, la concentration 

en bactéries inoculées, la concentration en LB de la suspension d’inoculation, et la 

présence d’un film conditionnant. Nous avons montré que l’inoculation d’une suspension 

contenant environ 108 UFC / mL, dans du LB à 0,5 g/L, pendant 3 h, à l’obscurité, sous un 

débit de 0,7 mL / min sont les conditions expérimentales requises pour former un biofilm 

de référence monocouche de P. fluorescens à la surface d’un cristal de germanium. 

Ce dernier chapitre propose d’évaluer la réponse du jeune biofilm de référence aux 

variations de la quantité de COD présente dans l’eau, via ses empreintes spectrales IRTF-

ATR.                                                                                                                                  
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Avant de tester la réponse du jeune biofilm de 3 h à l’eau du réseau, nous l’avons exposé 

au milieu nutritif LB afin d’obtenir une réponse de ‘référence’. 

Après trois heures de circulation, la suspension bactérienne est remplacée par du milieu 

stérile LB à 0,5 g/L. La Figure V- 1 représente l’évolution de l’aire de la bande amide II en 

fonction du temps.  
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Figure V- 1 : Evolution de l’aire de la bande amide II en fonction du temps et de la concentration en 
COD. Après 3h de passage de la suspension bactérienne à la surface du cristal de germanium, le 
jeune biofilm a été exposé : (a) au milieu LB stérile (165 mgCOD/L), et (b) à l’eau du réseau 
stérilisée et déchlorée (2,8mgCOD/L) sous un débit constant et égal à 0,7 mL / min. La courbe en 
traits pleins représente l’ajustement non linéaire appliqué aux données représentant les 3h de 
circulation de la suspension bactérienne. Son équation est du type : A = Amax (1-e-kt) (k = 0,24 h-1 ; 
coefficient de régression R2 = 0,997) 

Après trois heures d’inoculation dans la cellule à circulation, la suspension bactérienne a 

été remplacée par le milieu stérile LB à 0,5 g/L, le pH et la force ionique demeurant 

constants. Deux phases se distinguent en analysant la Figure V- 1 a): la première se situe 

entre 0 et environ 13 h, et correspond à une augmentation de l’aire de la bande amide II et 

la seconde débute à partir de 13 h et se caractérise par un plateau.  

Bien qu’aucune bactérie ne soit inoculée dans la cellule, après 3h, les aires de toutes les 

bandes continuent à augmenter, comme ceci est illustré par l’aire de la bande amide II (a). 

Ce phénomène reflète le développement du biofilm : les cellules bactériennes se divisent, 

colonisent le cristal ATR1 et produisent des substances polymériques extracellulaires 

(EPS)2,3. Ce dernier point relatif à la surproduction d’EPS par les cellules bactériennes lors 

de leur phase d’attachement à un substrat inerte a fait l’objet d’une littérature  

abondante4-8. Comme ceci a été décrit par Bosch et al.9 et Donlan et al.2 la bande PS croit 

plus rapidement que les bandes amides I et II et les bandes situées vers 1240 cm-1.  

La seconde phase débute à partir de 13 h : les aires de toutes les bandes atteignent un 

plateau. Contrairement aux observations de Bremer et Geesey1 les absorbances 
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mesurées dès le passage du milieu nutritif augmentent continûment et non brusquement. 

Ceci prouve que trois mécanismes, l’adhésion cellulaire, la division bactérienne et la 

sécrétion d’EPS, à la surface du germanium, se produisent simultanément dès le passage 

de la suspension bactérienne lors des trois premières heures. A la fin de la période 

d’inoculation, les deux derniers mécanismes prévalent.  

Par ailleurs, il convient de noter que lors du changement de milieu d’inoculation 

(suspension bactérienne au milieu LB), une bulle d’air est introduite dans le circuit afin de 

ne pas mélanger les deux milieux. L’observation des spectres du biofilm avant et après le 

passage de cette bulle d’air montre une superposition parfaite prouvant que le passage de 

la bulle d’air n’altère pas la structure du biofilm, contrairement à certaines études réalisées 

notamment par Suci et al. (1997) 10.  

 

L’observation de spectres collectés à différents temps de circulation du milieu LB, à la 

surface du jeune biofilm (Figure V- 2), montre également des modifications importantes au 

niveau du massif PS situé entre 1200 et 900 cm-1. L’ajustement non linéaire présenté 

Figure V- 1 confirme l’existence d’un comportement distinct des bactéries lorsqu’elles sont 

mises en présence d’un milieu LB stérile. 
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Figure V- 2 : Variations spectrales IR enregistrées lors du passage de la solution stérile de milieu 
LB à 0,5g/L, durant des temps variables (1 h en bleu, 2 h en noir, 3 h en cyan, 4 h en gris, 5 h en 
bleu foncé, 6 h en brun). 
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Comme le montre la Figure V- 1, le développement du biofilm de référence (3 h) est 

différent lorsqu’il est exposé à de l’eau du réseau, moins nutritive que le LB à 0,5 g/L. Les 

autres paramètres tels que le pH, la température, la force ionique, les conditions 

hydrodynamiques et la concentration en dioxygène sont maintenus constants durant 

toutes les expériences. L’intensité de toutes les bandes n’augmente plus et commence à 

décliner dès la deuxième heure d’exposition du biofilm de référence à l’eau de réseau 

contenant 2,8 mgCOD/L. Alors que les absorbances n’évoluent plus dans la minute 

suivant le changement de pH ou de force ionique11, dans cette expérience, elles diminuent 

continûment pendant 20 heures, pour finalement atteindre un plateau. Ce résultat est en 

accord avec l’interprétation donnée par Delaquis et al.12 selon laquelle de jeunes biofilms 

se détachent partiellement lorsqu’ils sont soumis à des conditions de famine.  

Allison et al.13 ont suggéré que la dégradation enzymatique des EPS joue un rôle 

particulier dans le détachement des biofilms de Pseudomonas fluorescens exposés à des 

conditions de carence nutritives. De plus, comme ceci a déjà été décrit  par Horowitz et 

al.14 ou Walker15 les cellules qui croissent dans un milieu nutritif riche, tel que le LB, sont 

davantage sensibles au transfert vers un milieu plus pauvre. 

La comparaison des spectres du jeune biofilm à différents temps de passage d’une eau de 

réseau contenant la même quantité de COD (résultats non présentés) montre une 

évolution de son profil spectral, tout comme nous l’avions observé précédemment lors du 

passage de la solution de LB stérile. 

 

Enfin, la comparaison des expériences a) et b) reportées sur la Figure V- 1 montre que la 

réponse du jeune biofilm âgé de 3 h est différente selon qu’il est exposé à un milieu nutritif 

riche (165 mgCOD/L) ou à de l’eau du réseau (2,8 mgCOD/L).  
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Sur la Figure V- 3 sont présentées les évolutions de l’aire de la bande amide II en fonction 

du temps d’exposition du biofilm à l’eau du réseau contenant 3,4, 2,8 et 2,6 mgCOD/L. 
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Figure V- 3 : Cinétiques d’évolution de l’aire des bandes amide II (losanges) en fonction du temps 
d’exposition du biofilm de référence à l’eau du réseau filtrée et déchlorée contenant 3,4 (traits bleu) 
; 2,8 (losange rose) et 2,6mgCOD/L (triangles vert). 

Après une diminution rapide (3 heures) et immédiate de l’aire de la bande amide II, 

lorsque le jeune biofilm est exposé à l’une des trois concentrations en COD testées, elle 

décroît plus lentement et tend vers un plateau. Plus la quantité de COD est grande et 

moins le décrochage bactérien est important. 

La bande amide II ne représentant que les protéines présentes au sein du biofilm, nous 

avons observé les spectres de ce dernier après six heures d’expérience (c’est-à-dire trois 

heures de passage de la suspension bactérienne suivies de trois heures de passage de 

l’échantillon d’eau), pour les trois concentrations testées (Figure V- 4). 
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Figure V- 4 : Spectres des trois biofilms de P. fluorescens exposés durant 3 h à des eaux de 
réseau filtrées et déchlorées contenant 2,6 (brun), 2,8 (rouge) et 3,4 mgCOD/L (bleu). 

Deux types de modifications sont perceptibles : un concerne le changement des intensités 

relatives de certaines bandes et l’autre, l’apparition d’épaulement. Lorsque le biofilm est 

exposé à l’eau de réseau la plus nutritive (3,4 mgCOD/L), une inversion des intensités 

relatives des bandes à 1240 et 1220 a lieu. De même, des épaulements apparaissent à 

1120, 1328, 1413, 1506, 1587, et 1637 cm-1. Ils pourraient être attribuables aux 

carbohydrates et aux protéines composant la matrice du biofilm ou encore des composés 

extracellulaires tels que le slime. Cependant, il ne s’agit que d’hypothèses qu’il faudra 

confirmer par des analyses plus approfondies et / ou d’autres manipulations 

complémentaires.  

 

Ces résultats nous ont montré que lorsque le biofilm de référence est exposé à des 

quantités différentes de COD, l’évolution de l’aire de la bande amide II et plus largement, 

la modification de ses empreintes spectrales IR semblent être liées aux variations de 

COD. 
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D’après nos résultats précédents, nous avons montré que le biofilm répond différemment 

en fonction de la concentration en COD présente dans l’eau. Le but de cette partie est 

certes de confirmer nos résultats précédents mais également de suivre l’évolution du 

biofilm en fonction du temps dans le but de répondre à la question suivante : peut-on se 

servir du biofilm de référence pour effectuer une mesure ponctuelle de la stabilité 

microbiologique de l’eau du réseau ou, peut-on l’utiliser plus longtemps ? 
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Le biofilm de référence a été successivement exposé à du milieu nutritif stérile LB puis, à 

une série d’échantillons d’eau du réseau stérilisée et déchlorée. La concentration en COD 

de ces derniers varie entre 1,5 et 11,8 mg/L et leurs temps d’inoculation entre 15 et 50 h. 

 

Comme ceci est illustré par l’évolution des aires de la bande amide II et PS (Figure V- 5), 

toute variation de la quantité de COD dans l’échantillon d’eau modifie rapidement la 

cinétique de développement du biofilm. Le temps de réponse de ce dernier s’échelonne 

entre 1 et 2 heures.  
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Figure V- 5 : Effets des variations de la quantité de COD présente et/ou ajoutée dans l’eau du réseau, en fonction du temps, sur l’évolution du 
biofilm de référence. Après la période d’incubation d’une durée de 3 h, le biofilm a été soumis à un flux de milieu stérile LB (165 mgCOD/L) durant 
3 h puis, à une série d’échantillons d’eau du réseau filtrée et déchlorée. Les quantités de COD (en mg/L) sont indiquées pour chaque échantillon 
d’eau. L’aire de la bande amide II est représentée par les motifs pleins tandis que l’aire de la bande PS est représentée par les motifs creux. Les 
étoiles indiquent les temps auxquels les spectres seront discutés au § II.2. 
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Pour les échantillons d’eau dont la concentration en COD est inférieure à 5,3 mg/L, les 

aires des bandes diminuent continûment durant les 15 à 20 premières heures. Ceci 

traduit, comme sur la Figure V- 1 et la Figure V- 3, le détachement progressif du biofilm, 

suite à un manque de nutriments. La décroissance de l’aire de la bande amide II pourrait 

également être liée à une diminution de la taille des cellules qui adoptent une stratégie de 

survie suite au manque de nutriments, comme le suggèrent James et al.16. Cependant, 

dans leur étude comme dans celles réalisées par Amy et Morita17, et Novitsky et Morita18, 

la diminution de la taille des cellules s’accompagne d’une augmentation du nombre des 

cellules ce qui aurait pour conséquence une conservation de la biomasse. L’aire de la 

bande amide II ne subirait donc aucune variation.  

Une tendance opposée est observable pour les échantillons d’eau contenant plus de 

5,3mgCOD/L : l’intensité de toutes les bandes augmente. Ceci prouve que le biofilm 

recroît à la surface du cristal. 
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Intéressons-nous à la recroissance observée au bout de 125 h, lorsque le jeune biofilm est 

mis au contact d’un échantillon d’eau contenant 11,8 mgCOD/L.  

Durant cette expérience, le rapport des aires amide II / PS reste constant et est identique 

à celui calculé lors de la période d’attachement initiale (entre 0 et 3 h). Ceci suggère que 

la recroissance du biofilm est principalement due à la croissance des bactéries adhérées à 

la surface. Comme on le voit sur la Figure V- 6, l’aire de la bande amide II croît 

exponentiellement en fonction du temps. Ceci traduit une croissance latérale exponentielle 

des quelques bactéries encore attachées à la surface du germanium. En considérant que 

l’augmentation de l’aire de la bande amide II est proportionnelle au nombre de bactéries 

adhérées à la surface, l’ajustement présenté Figure V- 6 donne une vitesse de croissance 

spécifique de 0,36 h-1. Cette valeur est supérieure à celle obtenue pour les bactéries 

planctoniques (0,29 h-1). Un temps de génération plus faible dans le cas de bactéries 

sessiles, par rapport à celui calculé en suspension, a précédemment été observé par 

Bester et al.19 dans le cas des étapes initiales de formation de biofilms. De plus, cette 

vitesse de croissance rejoint celle trouvée par Mueller et al.20 dans le cas de biofilms de 

Pseudomonas aeruginosa et Pseudomonas fluorescens à la surface d’acier. 
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De précédentes études ont montré que de nombreuses bactéries adhèrent plus facilement 

après une période de carence nutritive ou  bien après avoir poussé dans un milieu pauvre. 

De plus,  les cellules bactériennes ayant cru dans des conditions nutritives restreintes, 

sont physiologiquement plus tolérantes que celles isolées de conditions nutritives plus 

riches. Ceci pourrait expliquer d’une part le fait que l’amplitude de la réponse du biofilm 

diminue en fonction du temps et d’autre part, les changements de profils spectraux 

observables à partir de 125 h. 
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Figure V- 6 : Ajustement des cinétiques de la bande amide II lorsque le biofilm est exposé à une 
eau du réseau enrichie en COD (contenant 11,8 mgCOD/L, entre t = 126 h et t = 142 h sur la 
cinétique totale Figure V- 5). L’équation A = A1*exp(t/t1)+A0 correspondant à une recroissance 
exponentielle a été utilisée.  

 

Jusqu’à présent, les résultats présentés ont montré une cohérence entre le comportement 

du biofilm et la concentration de COD présente dans les eaux testées. Pour clore ce 

paragraphe, nous allons tenter d’établir une corrélation quantitative entre la vitesse de 

réponse du biofilm et les quantités de COD finales mesurées dans les eaux testées. 
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     [COD] (mg/L)   Type d’évolution(s) Pente  

 

              2,3 Plateau, linéaire, plateau Négative : détachement 

0,019 (entre 13 et 19h) 

               3,8 Plateau, linéaire Négative : détachement 

0,014 

               5,2 linéaire Négative : détachement 

-0,002 

               5,4 Plateau, exponentielle Positive : recroissance 

0,003 

               8,8 Plateau, linéaire Positive : recroissance 

0,005 

              11,8 Plateau, exponentielle Positive : recroissance 

0,035 

               1,5 Décroissance exponentielle Négative : détachement 

0,022 

               5,6 Linéaire, plateau Positive : recroissance 

0,0076 

               3,0 Linéaire, plateau Négative : détachement 

0,004 

               7,3 Croissance, plateau Positive : recroissance 

0,0195 

Tableau V- 1 : récapitulatif des différentes évolutions observées en fonction de la quantité de COD 
(mg / L) finale contenue dans les échantillons d’eau successifs auxquels le biofilm de 3 h a été 
soumis (c.f. Figure V-5). 

 

Le tableau V-1 présente les différentes évolutions de l’aire de la bande amide II lorsque le 

biofilm est soumis à différents types d’eaux du réseau (expérience correspondante à la 

Figure V-5). Les pentes indiquées ont été calculées sur les 4 premières heures de la partie 

linéaire (qu’elle se situe avant ou après le plateau) de réponse du biofilm.  

En analysant le tableau V-1, on voit qu’un plateau précède ou suit une évolution linéaire, 

le plus généralement. Par ailleurs, une concentration en COD supérieure à 5,2 mg/L 

entraîne une recroissance du biofilm alors qu’une concentration inférieure entraîne sa 



 

 188

décroissance. Ceci montre d’une part qu’il existe une concentration seuil en-dessous de 

laquelle, le biofilm doit adapter sa physiologie pour répondre au stress extérieur. D’autre 

part, le plateau présent, pour la plupart des réponses, montre que quelle que soit la 

concentration en COD testée, le biofilm revient toujours à un état d’équilibre. 

Portons, à présent, la vitesse d’évolution de l’aire de la bande amide II en fonction de la 

concentration en COD présente dans l’eau testée (Figure V- 7). 
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Figure V- 7 : Essai de corrélation entre la vitesse d’évolution de l’aire de la bande amide II et la 
concentration en COD présente / ajoutée dans l’eau du réseau filtrée et déchlorée. 

 

Une tendance linéaire apparaît entre la concentration en COD de l’eau et la vitesse 

d’évolution de l’aire de la bande amide II. Le coefficient de corrélation trouvé (R2 = 0,85) 

est cependant faible. Plusieurs remarques peuvent être faites à ce propos : 

- Tout d’abord, l’obtention d’une relation plus précise nécessiterait de répéter ces 

expériences en vue de les confirmer 

- Ensuite, la physiologie des bactéries évoluant au cours du temps, il faudrait 

exposer le biofilm à différentes quantités de COD, sur un temps n’excédant pas 48 h 

- Enfin, les bactéries étant des organismes vivants, il est peut être difficile d’exiger 

d’elles un comportement reproductible : ceci pourrait expliquer la forte dispersion obtenue. 
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L’évolution du profil spectral du biofilm soumis à l’eau du réseau est présentée sur la 

Figure V- 8. 
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Figure V- 8 : Evolution du profil spectral des bactéries adhérées en fonction du temps d’exposition du biofilm de référence aux échantillons d’eau 
du réseau. Les spectres ont été normés par rapport à la bande amide II. 
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Les spectres correspondant à la fin du passage de chaque échantillon d’eau du réseau 

additionnée de COD sont présentés et ont été répartis en trois groupes.  

 

1) Le premier correspond aux spectres enregistrés entre 0 et 52 h. Après 3 h de passage de 

la suspension bactérienne, 3 h de LB à 165 mgCOD/L et 44 h d’eau du réseau contenant 

2,3 mgCOD/L, les spectres des bactéries adhérées sont semblables. L’intensité relative 

des bandes PS est supérieure à celle de la bande amide II ce qui montre que la sécrétion 

d’EPS et la synthèse d’acides nucléiques ont débuté. 

2) Le second groupe correspond aux spectres collectés entre 79 et 128 h, période qui 

correspond au déclin de l’aire de la bande amide II (Figure V- 5). L’examen des spectres 

présentés Figure V- 8 montre une modification importante du massif situé entre 1150 et 

900 cm-1, qui pourrait correspondre aux produits sécrétés par les bactéries. Il se pourrait 

que lorsqu’elles quittent la surface du cristal, les substances sécrétées par les bactéries y 

restent. Il ne s’agit cependant que d’une hypothèse. Le rapport signal / bruit étant 

mauvais, nous émettons des réserves quant à l’interprétation de ces bandes. On note 

également une modification de l’intensité relative des bandes amides I et II : au bout de 

52 h de circulation, les deux intensités sont quasiment identiques puis, celle de la bande 

amide I devient de plus en plus importante.  

3) Le troisième groupe, rassemble les spectres enregistrés entre 139 et 291 h.  Leur allure 

générale est proche de celle observée dans le cas des spectres collectés durant les 

cinquante premières heures. Quelques différences peuvent cependant être repérées. 

Elles concernent notamment le profil des PS, celui du massif situé entre 1250 et 1200 cm-

1 ainsi que la valeur plus importante du rapport  

protéines / PS. 
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Au fur et à mesure de l’accumulation des cellules à la surface d’un matériau, des bactéries 

peuvent être relarguées du biofilm vers la solution, en réponse à des changements 

environnementaux. Une telle perte de cellules peut être le résultat soit d’un détachement 

‘naturel’, d’une lyse cellulaire, d’un manque d’oxygène, de modifications des conditions 

hydrodynamiques ou bien encore d’autres facteurs chimiques21-23. Dans notre étude, exceptés 

la lyse cellulaire et le détachement naturel de cellules au cours du temps, les autres facteurs 

expérimentaux restent constants. Les fluctuations observées lorsque le biofilm de référence est 

soumis à des échantillons d’eau contenant différentes quantités de COD sont en relation avec 

ces dernières. Le système mis en œuvre présente de ce fait un grand intérêt pour suivre la 

biostabilité de l’eau du réseau. 

Afin de percevoir tout l’intérêt du biocapteur potentiel que constitue le biofilm de référence de P. 

fluorescens présenté au cours de cette thèse, il est nécessaire de rappeler quelques points. 

Tout d’abord, la Figure V- 5 peut suggérer qu’un analyseur de COD, placé en ligne, pourrait 

suffire à suivre la biostabilité de l’eau du réseau. Or, bon nombre d’études ont montré que la 

proportion de matière organique assimilable (AOC) ou biodégradable (BDOC) contenue dans le 

carbone organique total varie considérablement24,25. C’est pourquoi les méthodes standard 

évaluant la biostabilité de l’eau du réseau sont basées sur la détermination des concentrations 

en AOC et BDOC26. Cependant, ces dernières sont longues et aboutissent parfois à des 

résultats contradictoires27.  

La méthode développée au cours de ma thèse ne présente pas ces limitations. En effet, elle 

offre la possibilité de suivre en continu, in situ, en temps réel et de manière non destructive le 

développement d’un biofilm naissant de P. fluorescens exposé à des échantillons d’eau du 

réseau contenant différentes quantités de COD. La source de carbone utilisée dans notre étude 

était le milieu nutritif des bactéries, le LB. L’intérêt de son utilisation a été de fournir des 

nutriments de nature diverse (acides aminés, acides nucléiques, des traces de carbohydrates) 

qui peuvent être apportés par la matière organique présente dans l’eau du réseau.  

Enfin, des facteurs autres que le carbone organique peuvent être impliqués dans la croissance 

ou le détachement bactériens. Il peut s’agir, à titre d’exemples, de facteurs nutritionnels tels que 

la présence d’azote, de phosphore 28,29 physico-chimiques tels que le pH, la force ionique 11,30, 

ou encore de l’état de surface du matériau à coloniser 31,32. A ceci s’ajoutent les propriétés de 

surface des microorganismes 33,34 ainsi que leur activité35,36 ou bien encore l’influence de la 

phase de croissance dans laquelle les microorganismes se trouvent 37. 
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 Ce mémoire explore la possibilité d’évaluer in situ et en temps réel la qualité 

microbiologique d’une eau de distribution via la signature spectrale infrarouge en mode de 

réflexion totale atténuée d’un biofilm naissant monoespèce de Pseudomonas fluorescens.   

 

 La première étape de ce travail a consisté à obtenir et à interpréter les signatures 

spectrales infrarouge de P. fluorescens collectée à l’état planctonique dans différentes phases 

de croissance. L’étude fine des spectres a mis en évidence des changements dans le profil 

spectral en fonction de la phase de croissance qui peuvent être reliés aux changements 

physiologiques des cellules au cours de leur croissance. Non seulement le  rapport des 

intensités des bandes attribuées respectivement aux protéines et aux polysaccharides diminue 

progressivement au cours de la croissance mais des modifications dans la structure secondaire 

des protéines sont également observables.  Par ailleurs la comparaison des spectres IR obtenus 

respectivement en mode de transmission et en ATR a mis en lumière l’effet de l’hydratation sur 

les profils spectraux en particulier dans les régions associées aux protéines, aux acides 

nucléiques et aux polysaccharides. Cet effet nous a permis de  confirmer certaines de nos 

attributions notamment dans la région spectrale associée aux polysaccharides qui est 

particulièrement complexe. Ces modifications en intensité en fonction du taux d’hydratation 

montrent par ailleurs combien il faut être prudent lorsqu’on normalise les spectres par rapport à 

la bande amide II. Certes, celle-ci se situe dans une région où il y a peu d’interférence spectrale 

d’où son utilisation comme marqueur de biomasse mais son intensité varie notablement en 

fonction du taux d’hydratation. 

 

 Cette connaissance des empreintes spectrales IR-ATR de P. fluorescens à l’état 

planctonique nous a alors permis dans un second temps de comprendre les premières étapes 

de la formation d’un biofilm de P.fluorescens sur un cristal ATR de germanium et de trouver les 

conditions opératoires optimales pour la formation du biofilm de référence. Nous avons ainsi 

montré que l’inoculation pendant 2 à 3 heures d’une suspension bactérienne de P. fluorescens 

en fin de phase exponentielle de croissance, au travers de la cellule ATR à circulation, conduit 

à un biofilm constitué d’une monocouche de bactéries. Ceci est confirmé à la fois par les 

cinétiques d’évolution des bandes infrarouge caractéristiques de P. fluorescens et par les 

images de microscopie optique et à épifluorescence. Le taux de recouvrement de la surface se 

situe aux alentours de 65% ± 15%. Les biofilms présentent une certaine hétérogénéité spatiale 

dans leur composition chimique comme l’ont révélée les analyses de microspectrométrie 

Raman. La présence ou non à la surface du cristal ATR d’un film conditionnant préalablement 
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au passage de la suspension bactérienne ne modifie pas sensiblement la cinétique de 

formation du biofilm.  

 

 Afin d’évaluer la faisabilité du système proposé, le biofilm ainsi formé a alors été 

exposé à des eaux contenant différentes quantités de Carbone Organique Dissous (COD) 

ajouté sous forme de LB. L’évolution temporelle de l’empreinte spectrale du biofilm montre 

clairement que ce dernier répond, en moins de 2h, à la variation de ce facteur clé de la 

recroissance bactérienne dans les eaux. Les modifications observées au niveau des intensités 

des bandes caractéristiques de P. fluorescens sont en accord avec les modèles de croissance 

et d’adhésion bactérienne ainsi qu’avec les mécanismes de surproduction de substances 

polymériques extracellulaires lors du développement du biofilm ou de détachement partiel du 

biofilm suite à une carence en nutriments.  

 

 Au terme de cette étude, il apparaît que les premiers résultats obtenus confortent 

l’idée à l’origine de ce travail à savoir détecter in situ et en temps réel les variations de la 

qualité microbiologique d’une eau de distribution via la signature spectrale IR-ATR d’un jeune 

biofilm de référence. Par rapport aux méthodes standard actuelles d’évaluation de la 

biostabilité d’une eau, un tel dispositif présenterait de nombreux avantages. Parmi ceux-ci les 

trois plus importants seraient : i) une évaluation in situ de la biostabilité ; ii) une capacité 

d’alerte précoce d’une éventuelle variation de la qualité microbiologique d’une eau (moins de 

deux heures) ; iii) et la possibilité de détecter tout facteur favorisant la recroissance ou le 

détachement du biofilm de référence même si ce facteur est en dessous des limites de 

détection des techniques conventionnelles. Ceci étant, de nombreuses autres études doivent 

désormais être réalisées pour confirmer ces premiers résultats et envisager réellement le 

développement d’un biocapteur qui pourrait être installé au sein même des canalisations d’un 

réseau de distribution. Il s’agira en particulier : 

- d’étudier l’influence de la nature de la matière organique biodégradable sur la 

réponse du biofilm. En effet, la source du COD ajoutée dans l’eau de réseau afin de 

simuler des variations en COD, à savoir le milieu LB, contient une grande variété de 

nutriments et ne permet donc pas de savoir si le biofilm répond plus spécifiquement à 

tel ou tel nutriment ;  

- d’évaluer l’effet d’autres paramètres tels que le pH, la température, la force ionique, 

la concentration en désinfectant mais aussi les conditions hydrodynamiques sur la 

réponse du biofilm de référence.  
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- d’envisager d’autres types de biofilm de référence monoespèce voire multiespèce, en 

faisant appel à d’autres souches bactériennes ; 

- d’étudier de manière plus approfondie les signatures spectrales IR en ayant recours 

notamment aux méthodes statistiques de traitement du signal.  L’exploitation des 

variations en intensité des bandes IR attribuées aux protéines et aux 

polysaccharides, comme cela a été effectué au cours de ce travail, est certes déjà 

riche en information, mais l’exploitation du profil dans son ensemble qui, comme on a 

pu l’observer peut changer fortement, devrait l’être encore davantage. Par ailleurs 

l’utilisation de telles méthodes permettrait une plus grande automatisation des 

résultats. 

- et enfin de dépasser le stade du laboratoire en concevant un dispositif qui puisse être 

implanté au sein des canalisations. L’utilisation de fibres optiques transparentes dans 

le moyen infrarouge telles que les fibres en verre de chalcogènures est sans nul 

doute une piste intéressante. 
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