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Introduction générale 

 

Le cadre général de cette thèse est le problème de la réduction de la teneur en eau des boues 

biologiques de station d’épuration. Ces boues présentent une siccité (ou teneur en matière 

sèche) de 30% environ. Ceci débouche sur deux inconvénients majeurs, à savoir, un volume 

important de déchets et les problèmes liés à leurs stockage et élimination, ainsi qu’une 

demande énergétique très élevée lors de leur incinération. C’est pour cette raison que 

l’objectif global de cette thèse est d’acquérir une meilleure compréhension des mécanismes 

pouvant participer à la retenue en eau dans ces boues. Plus précisément, nous nous sommes 

intéressés à l’influence de la concentration et de la masse moléculaire d’un polymère 

fréquemment utilisé pour le conditionnement des boues biologiques d’épuration, le 

polyéthylèneimine, sur la structure des flocs. Parmis les nombreux paramètres susceptibles 

d’influencer cette rétention en eau, la présence d’exopolymères bactériens ou surstructures 

membranaires est souvent cité. Un point focal de cette thèse est donc l’étude de l’interaction 

de ces surstructures avec le conditionnement en polyéthylèneimine.  

 

L’originalité de cette étude réside dans le fait que nous avons « modélisé » les boues de 

stations d’épuration formant un système très complexe, par une souche bactérienne pure dont 

nous avons fait varier le paramètre « présence/absence de surstructure ». Cette simplification 

du système nous autorise à observer l’influence de chaque paramètre étudié. 

Dans un deuxième temps, nous avons mesuré les propriétés nanomécaniques des agrégats 

formés ainsi que la viscosité et les propriétés mécaniques des suspensions obtenues, 

préalablement soumises à une centrifugation, de manière à mimer le traitement subi en station 

d’épuration. Ce procédé nous autorise à corréler l’état de structure des flocs et leur 

comportement durant la déshydratation aux échelles macroscopique et nanométrique. 

 

Le présent manuscrit s’articule de la façon suivante. Dans un premier chapitre, après avoir 

explicité la place des boues dans le procédé de traitement des eaux usées et rappelé les 

mécanismes de coagulation/floculation, nous allons développer l’impact de la structure des 

flocs bactériens (en particulier la présence d’exopolymères) et de la concentration du 

conditionnement sur la déshydratation des boues. Dans la dernière partie de ce chapitre, nous 

nous interrogerons sur l’impact de la masse moléculaire du polymère et de sa toxicité sur la 

floculation et l’intégrité des cellules bactériennes. Le second chapitre sera l’occasion de 
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présenter le système utilisé et les différentes techniques d’analyses mises en œuvre. Dans les 

chapitres trois et quatre, nous décrivons les modalités d’agrégation des cellules bactériennes 

par des polyéthylèneimines de masses moléculaires différentes, en fonction de la 

présence/absence de surstructure. Enfin, nous nous intéresserons dans le chapitre cinq, aux 

propriétés (nano)mécaniques des agrégats formés, et au comportement en écoulement de ces 

suspensions floculées par des polymères de hautes masses moléculaires. 
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Chapitre 1 : Contexte bibliographique 
 

 

Dans ce chapitre, nous allons tout d’abord expliciter la place des boues de station d’épuration 

dans le procédé de traitement des eaux usées, puis décrire les procédés de coagulation et 

floculation intervenant des boues d’épuration. Nous allons ensuite nous intéresser à la 

composition de ces boues et aux facteurs intervenant dans leur déshydratation. Enfin, nous 

allons étudier l’impact d’un polymère cationique, le polyéthylèneimine, largement utilisé pour 

le conditionnement des boues, sur la floculation de cellules bactériennes. 

 

 

I. Description du procédé de traitement des eaux usées 
 

I.1 Place des boues bactériennes dans ce procédé  

 

Les boues de station d’épuration sont générées à l’issue du traitement des eaux usées.  

Ce traitement se divise en plusieurs étapes. Après avoir été débarrassées des éléments les plus 

grossiers par des traitements préliminaires (dégrillage, dessablage et déshuilage), les eaux 

usées subissent différents traitements biologiques et/ou physico-chimiques (Figure 1).  

 

 

Figure 1 : Schéma du fonctionnement d'une station d'épuration 

(http://www.ademe.fr/partenaires/boues/pages/f14.htm) 
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Dans le cas le plus général, en milieu tempéré, les eaux usées sont mises en contact avec des 

bactéries en alternance aérobiose/anaérobiose afin de faciliter la minéralisation de la matière 

organique, on parle alors de boues activées [1-3]. Les bactéries sont en collectées par 

décantation. Ce procédé est accompagné ou remplacé par un traitement physico-chimique 

lorsque les conditions (climatiques en particuliers) ne permettent pas une efficacité optimale 

du traitement biologique. Une étape de coagulation-floculation permet alors l’agrégation de la 

matière organique, il s’ensuit une étape de clarification. Celle-ci peut s’accompagner de deux 

phases d’homogénéisation permettant une optimisation de la clarification [4]. Le réactif 

employé est soit le chlorure ferrique associé à de la chaux [5] soit un polymère de poids 

moléculaire élevé [6]. Il s’agit de déstabiliser la suspension pour agréger les colloïdes qu’elle 

contient, principalement la matière organique, pour former des flocs facilement décantables. 

Ce procédé permet de retirer de l’ordre de 80% de la pollution colloïdale présente dans les 

eaux, d’origine minérale ou organique [7-8].  

 

A l’issue d’un procédé incluant un traitement biologique, une partie des boues va être recyclée 

dans le circuit de traitement des eaux usées, tandis que l’autre partie sera traitée. Les boues 

sont alors épaissies (concentrées), le plus souvent par flottation, avant d'être conditionnées 

avec un coagulant (chlorure ferrique et chaux ou polymères cationiques de hautes masses 

moléculaires) [5-6]. Elles sont enfin déshydratées par centrifugation, filtre-bande, ou filtre-

presse et soumises à des pressions allant jusqu’à 15 bars selon les procédés. Ces différentes 

étapes permettent d'amener les boues d’une siccité de 5% à une siccité de 30% environ. On 

récupère alors un gâteau de filtration composé majoritairement de matière organique d’origine 

bactérienne, bactéries, et des substances résiduelles de conditionnement.  

 

Actuellement, plus d’un million de tonnes de boues (matière sèche) sont produites par an dans 

les stations d'épuration françaises. Cela représente une quantité totale de près de 4 millions de 

tonnes si l’on considère une siccité de 30% environ. Ce chiffre est en constante augmentation, 

ce qui pose d’importants problèmes de stockage et d’élimination de ce type de  déchets. En 

effet, les boues ne peuvent être éliminées que par épandage ou incinération, la mise en 

décharge étant fortement réglementée (30% de siccité minimum). Comme les surfaces 

disponibles pour l’épandage n’augmentent pas, essentiellement pour des raisons sanitaires, 

une importante part des boues produites est incinérée. L’inconvénient majeur de cette solution 

est qu'une boue après déshydratation contient environ 70% d’eau. Or, il s’avère relativement 

coûteux d’un point de vue énergétique, d’incinérer un produit contenant majoritairement de 
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l’eau. Cependant, une augmentation de la siccité des boues pourrait permettre de les incinérer 

conjointement aux autres déchets ménagers.  

 

Comme nous avons pu le voir, le procédé de coagulation/floculation joue un rôle majeur dans 

le traitement des eaux usées en induisant l’agrégation de particules organiques ou 

inorganiques. C’est pour cette raison que nous allons en développer les mécanismes ci-

dessous. 

 

 

I.2 Mécanismes physico-chimiques de coagulation et floculation 

 

L’agrégation de particules colloïdales dans le traitement de l’eau se fait par ajout d’un réactif 

chimique réduisant les forces interparticulaires assurant la stabilité de la suspension. Une 

agitation conjointe permet d’optimiser la mise en contact de ces particules colloïdales par 

collision provoquant ainsi leur agrégation [8]. Dans le domaine du traitement de l’eau, la 

coagulation correspond au phénomène de déstabilisation de la suspension, tandis que la 

floculation désigne la collision des particules déstabilisées [9-10]. Pour autant, cette 

nomenclature ne préjuge en aucun cas des processus physico-chimiques engagés lors de cette 

étape. D’un point de vue physico-chimique, les termes de coagulation et floculation se 

réfèrent à la nature du réactif employé et aux mécanismes que nous allons détailler dans ce 

paragraphe. 

 

I.2.1 Coagulation 
 

Le terme coagulation fait référence au type d’agrégation obtenu par la déstabilisation d’une 

suspension colloïdale par un électrolyte. Le mécanisme mis en œuvre s’explique par la théorie 

DLVO (Derjaguin, Landau, Verwey, Overbeek) [11-12]. Cette théorie suggère que la stabilité 

d’une suspension colloïdale est le fruit de l’équilibre des interactions s’exerçant sur les 

particules qu’elle contient [13]. L’énergie d’interaction existant entre deux particules chargées 

correspond à la somme des forces d’attraction et de répulsion (Figure 2). 

Les forces d’attraction sont essentiellement les forces de Van der Waals [14].  

 

Les forces de répulsion ne dépendent que de l’extension de la double couche ionique induite 

par leur charge de surface effective. En effet, afin de compenser la charge portée par une 
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particule, et de conserver la neutralité électrique de la suspension, un arrangement spécifique 

des ions et contre-ions se met en place autour des particules. On parle de modèle de la double 

couche électrique ou modèle de Stern-Gouy-Chapman. Ce modèle décrit la distribution des 

ions en deux couches distinctes au voisinage d’une particule [15]. La couche interne, au 

contact de la particule est appelée couche de Stern. Elle est composée de contre-ions adsorbés 

à la surface de la particule. Il s’agit d’une couche associée à la particule, d’épaisseur faible (de 

l’ordre du rayon d’un contre-ion hydraté). La couche externe, ou couche diffuse, d’épaisseur 

plus importante, est composée de contre-ions et co-ions. La distribution des charges dans cette 

couche dépend des interactions électrostatiques existant à la surface de la particule et des 

mécanismes de diffusions (liés à l’agitation thermique du milieu). Cette seconde couche est 

directement liée à l’équilibre ionique qui se crée au sein de la suspension et qui détermine 

l’évolution du potentiel électrique en fonction de la distance à la particule. Par conséquent, ce 

dernier diminue à mesure que l’on s’éloigne de la particule jusqu’à s’annuler dans le milieu 

continu (soluté). Les forces de répulsion sont générées par l’interpénétration des doubles 

couches respectives de deux particules en approche. 

 

La possibilité d'une coagulation dépend de l’importance relative des forces d’attraction et de 

répulsion [16]. Celle-ci dépend de la distance séparant les deux particules concernées. En 

effet, le potentiel d’attraction diminue avec la distance suivant une loi de puissance, tandis 

que le potentiel de répulsion dû à la double couche ionique diminue comme une exponentielle 

décroissante. Ainsi, lorsque deux particules sont "moyennement" éloignées, ce sont les 

interactions répulsives qui dominent. A l’inverse, lorsque la force ionique de la solution 

augmente, l’épaisseur de la couche diffuse diminue, on parle de compression de la double 

couche. Si la concentration en électrolyte est suffisante, les forces de répulsion diminuent, 

tandis que les forces d’attractions deviennent prépondérantes. Ainsi, la barrière énergétique 

diminue et les particules s’agrègent. 



Chapitre 1 

 11
 

 

Figure 2 : Variation de l’énergie d’interaction conditionnant la destabilisation de suspensions colloïdales. 

 

En traitement de l'eau, on se réfère à deux mécanismes de coagulation, la coagulation par 

ennoiement et la coagulation par neutralisation de charge. Dans le premier cas, la coagulation 

se fait par l’intermédiaire d’un sel métallique hydrolysable. Les particules en suspension sont 

ennoyées par (ou s’adsorbent sur) les hydroxydes précipités, produisant des flocs de taille 

importante. Ce mode de coagulation n’a lieu qu’en présence d’une forte concentration en sel 

métallique hydrolysable. La concentration critique de coagulation, qui correspond à la 

concentration à partir de laquelle on observe les premiers effets d’agrégation, est très peu 

dépendante de la concentration particulaire. De plus, ce type de mécanisme permet d’éviter la 

restabilisation de la suspension, même lorsque le sel est ajouté en excès [17]. 

 

La coagulation par neutralisation de charge présente, quant à elle, à la fois une concentration 

optimale d'agrégation et une concentration de restabilisation. Ces deux valeurs sont fortement 

influencées par la concentration en particules de la suspension. Enfin, en excès de coagulant, 

la charge de surface des particules s’inverse, ce qui provoque la restabilisation. 

 

 

I.2.2 Floculation 
 

 Le terme floculation est utilisé lors de l’emploi comme réactif de macromolécules 

organiques. Dans ce cas, l’agrégation est gouvernée à la fois par la charge et la conformation 

du polymère en solution (conformation étendue ou compacte pouvant entraîner l’écrantage 
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des charges et variant avec la force ionique de la suspension), et est directement liée aux 

propriétés de masse et de charges du polymère. Il en résulte deux mécanismes conjoints, le 

pontage entre les particules colloïdales et la neutralisation des charges de celles-ci. Le premier 

a un rôle prédominant lors de l’emploi de polymère faiblement chargé [18] et le second, 

lorsque les particules à agréger et le polymère utilisé sont de charges opposées [19]. Ces 

mécanismes peuvent intervenir de façon singulière ou simultanément.  

 

Le pontage interparticulaire est le résultat de l’adsorption du polymère à la surface des 

particules via des liaisons hydrogènes ou des liaisons électrostatiques. Le polymère utilisé 

porte autant de fonctions pouvant potentiellement interagir avec les particules colloïdales que 

le nombre de monomères dont il est composé. Ces fonctions constituent autant de points 

d’ancrage potentiels pour l’adsorption du polymère sur différentes particules colloïdales et la 

formation de pontage [18]. Ce mécanisme est uniquement dépendant de la taille du polymère 

utilisé et non de sa charge. Il est d’autant plus efficace pour les polymères de hautes masses 

moléculaires [20-22] et linéaires [23], la longueur de la chaîne déterminant le nombre de 

particules auxquelles le floculant s’adsorbe (Figure 3).  

 

 

Figure 3 : Adsorption de chaînes polymériques à la surface de particules générant l'agrégation par 
pontage de celles-ci. 
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Il est possible de définir une concentration optimale de floculation. Dans ce cas, il s’agit de la 

concentration au-delà de laquelle les sites potentiels de fixation restés vacants se font 

suffisamment rares pour induire un degré de recouvrement tel que les chaînes polymériques 

s’excluent mutuellement. Ce phénomène diminue fortement la probabilité de pontage [24] et 

aboutit, en excès de polymère, à une restabilisation par exclusion de chaîne (encombrement 

stérique) [24-25]. 

 

La floculation par neutralisation de charges se fait par l’intermédiaire d’interactions 

électrostatiques entre les segments de polymère chargés et la surface des particules de charge 

opposée. Ce processus est peu dépendant des variations de longueur de chaîne du polymère, 

par contre sa charge, le pH et la force ionique de la suspension, jouent un rôle essentiel dans 

ce type d’agrégation. La concentration optimale de floculation correspond à la concentration 

pour laquelle on observe une neutralisation globale de la charge de la surface de la particule. 

Au-delà de cette concentration, l’excès de polymère induit une inversion de charge des 

particules, ce qui restabilise la suspension [19]. Le plus généralement, ce processus ne permet 

pas une neutralisation charge à charge des groupements fonctionnels de la particule, mais tend 

plutôt à une neutralisation globale de sa charge de surface, on parle de neutralisation par 

patch. La particule présente alors une surface hétérogène, montrant des régions fortement 

chargées en raison de la présence du polymère et d’autres présentant un déficit de charges [19, 

26-27]. Il apparaît de fortes interactions électrostatiques entre régions de charge opposée sur 

les particules de la suspension [26]. La figure 4 schématise ces phénomènes.  
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Figure 4 : Adsorption de chaînes de polymères cationiques sur une surface fortement chargée 
négativement (4.A), et interactions interparticulaires induites : a et b, répulsions; c, attraction (4.B) [26]. 

 

Ces deux phénomènes jouent donc un rôle primordial dans la clarification des eaux usées via 

la formation de flocs. C’est pour cette raison qu’après avoir rappelé la structure et la 

morphologie des boues de station d’épuration, nous nous sommes intéressés à leur impact sur 

la déshydratation des boues bactériennes. 

 

 

II. Impact de la structure des flocs sur la déshydratation de boues 
bactériennes 

 

II.1 Morphologie des flocs  

 

Les boues bactériennes issues du traitement biologique des eaux usées constituent un matériau 

complexe composé à la fois de flocs bactériens de taille très variables [28] et de particules 

libres [3]. Cela s'explique en premier lieu par la diversité des souches bactériennes hébergées 

[29], mais également par l’hétérogénéité des flocs qui composent ces boues [2, 30-31]. Ces 

derniers sont constitués de divers microorganismes, microcolonies bactériennes [6], 

organisées en clusters [32]. Ils comprennent également une matrice de matière organique se 

composant principalement d’exopolysaccharides (EPS) [1, 28, 33], mais également de débris 

d’ADN, ARN et protéines [34-35]. De nombreuses études ont tenté de caractériser la structure 

externe des flocs en 2D [1-2] ou 3D par reconstruction graphique et modélisation [3, 36, 37] 
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microscopie confocale [31], diffusion de lumière [30] et s’accordent sur le fait qu’il existe 

d’importantes hétérogénéités dans la structure de ces flocs.  

 

La variabilité du milieu a également un effet sur les souches bactériennes présentes dans les 

boues et sur la structure des flocs formés. Celle-ci génère une sélection naturelle entre les 

différentes souches bactériennes conditionnées par leur capacité à s’y adapter [38], ce qui 

explique que d’une station de traitement à l’autre, les boues produites puissent être de qualités 

différentes. Un effet de la répartition spatiale des nutriments à l’échelle de l’agrégat est 

d’orienter le développement des colonies bactériennes dans la direction où le substrat est le 

plus concentré [30], ce qui peut créer une asymétrie du floc. Enfin, les variations de 

composition du milieu peuvent jouer un rôle sur la taille et la stabilité des flocs. Une 

réduction des sulfates dans le milieu par des bactéries thioréductrices tend à altérer la stabilité 

des flocs, diminue les forces de cohésion de ces derniers jusqu’à la « défloculation » [34, 39]. 

On peut enfin noter que certains traitements peuvent promouvoir le développement puis la 

domination d’une souche par rapport aux autres. C’est notamment le cas de la croissance 

d’une population de bactéries fécales de type coliforme, durant l’étape de déshydratation [40]. 

 

D’une manière générale, on peut décrire la structure des flocs comme un consortium bactérien 

maintenu cohérent par la présence d’une matrice exopolymérique [1, 41]. Il a été constaté 

qu’une augmentation de la proportion d’EPS dans les flocs a pour effet d’augmenter leur 

taille, leur stabilité et diminue la dispersion de bactéries isolées [42] pouvant provenir de 

l’érosion des flocs [43, 44]. Les EPS ont donc un rôle capital dans le processus de formation 

des flocs bactériens, c’est pourquoi nous allons nous intéresser aux modalités avec lesquelles 

ils assurent leur cohésion. Compte tenu de la présence de charges négatives, les EPS sont à 

l’origine d’une forte concentration en cations divalents tels que Ca2+ et Mg2+. Le pontage de 

ces derniers avec les EPS (neutralisation de charge) assure en partie la stabilité et la rigidité 

des flocs formés [45]. Notons que toute diminution de concentration en Ca2+ provoque un 

relargage des EPS, ce qui altère la stabilité des flocs [34]. Cependant, il est très probable que 

la présence de ces cations au sein du floc induise l’apparition de fortes pressions osmotiques 

provoquant le piégeage de molécules d’eau dans les flocs [42, 46]. 

 

Les EPS jouent donc un double rôle dans la déshydratation des boues de station d’épuration. 

Tout d’abord, ils permettent de maintenir la forme agrégée des cellules bactériennes, 

améliorant ainsi l’efficacité de la déshydratation. Cependant, ils sont également à l’origine de 
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l’apparition de forces osmotiques ayant pour effet de piéger l’eau au sein du floc, limitant 

ainsi les potentialités de déshydratation. Dans le paragraphe suivant, nous allons donc étudier 

l’impact des EPS sur la déshydratation des boues activées, puis nous pencher sur l’action du 

conditionnement.  

 

 

II.2 Facteurs impactant la déshydratation des boues 

 

II.2.1 Influence physico-chimique des EPS sur la constitution des flocs 
 

Les EPS peuvent être synthétisés biologiquement puis excrétés, provenir de la lyse 

bactérienne [32, 47] ou de l’adsorption de matière organique présente dans le milieu à la 

surface de flocs bactériens [47, 48]. Ces derniers affectent les caractéristiques physico-

chimiques des boues et donc le processus de déshydratation [49] en modifiant la charge des 

flocs [50], leurs structure [51], sédimentation [48, 52, 53] et agrégation [54-59]. 

 

Suivant les stations étudiées, la nature des substances exopolymériques extraites est très 

différente [48, 57, 60] mais il a été montré que, d’une manière générale, les boues d’épuration 

sont chargées globalement négativement [61]. Ce paramètre est lié à leur composition 

chimique très hétérogène [47, 60]. En effet, les EPS sont à l’origine de la présence de 

nombreux groupes fonctionnels dans les flocs, en particulier des groupes amines, hydroxyles 

et carboxyles auxquels s’adsorbent ou se lient des molécules d’eau (hydratation) [62-64]. Cela 

provoque la dissociation et l’ionisation de ces groupes fonctionnels. C’est ce phénomène 

d’ionisation des groupes fonctionnels des EPS qui est à l’origine de la charge négative des 

boues [58, 65-66].  

 

Des tests effectués sur des suspensions bactériennes au cours de la production d’EPS ont 

montrés qu’ils ont un réel impact sur la viscosité de la suspension lors de l’application de 

contraintes [67]. Après la diminution des contraintes, si elles ne contiennent que des EPS, les 

suspensions retrouvent leur viscosité initiale [68]. En contribuant à former une matrice 

permettant de lier les cellules entre elles [1, 69], les EPS améliorent donc la stabilité de 

l’édifice et sa résistance mécanique [42].  La figure 5 présente une micrographie montrant 

l’organisation des boues après déshydratation. Les suspensions floculées soumises aux 

contraintes liées à la déshydratation atteignent un point de gélification au-delà duquel les 
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interactions entre la matrice et les particules ne sont plus suffisantes pour résister à la 

pression. On assiste alors à un écroulement de la structure et une consolidation du matériau 

[70]. Cette action de stabilisation est liée aux forces osmotiques [71] induites par la présence 

des EPS. Cette pression est induite par les groupes fonctionnels et la présence des contre-ions 

qui leur sont liés [72, 73].  

 

 

Figure 5 : Micrographie (Microscopie électronique en transmission) de boue de station d’épuration 
conditionnée, après déshydratation. 

 

En général, la pression osmotique est décrite comme la force appliquée à une membrane semi-

perméable (perméable au solvant et non au soluté) séparant un solvant pur, et ce même 

solvant en présence d’un soluté. L’addition du soluté provoque une diminution du potentiel 

chimique du solvant en diminuant sa fraction molaire. Ce dernier augmente lorsqu’on 

augmente la pression sur la solution. Finalement l’équilibre est atteint quand ce surcroît de 

pression compense la diminution du potentiel chimique [73], c’est-à-dire, concrètement, 

lorsque la concentration finale en soluté est la même des deux côtés de la membrane. Ainsi 

lorsqu’un soluté est ajouté dans un solvant, il provoque l’apparition d’une pression osmotique 

par rapport à la pression existant dans le solvant pur [73]. Dans le cas du système que nous 

étudions, la séparation soluté/solvant se fait par l’intermédiaire de liens polymériques formant 

une matrice semi-perméable physique. Le solvant s’écoule alors dans le gel ainsi formé et 

provoque l’apparition d’une pression sur ces liaisons, résistant au gonflement. La présence de 

contre-ions associés dans le gel participe à augmenter la pression osmotique observée.  

L’équilibre de Donnan n’est atteint que lorsque le potentiel chimique du sel est le même dans 

le gel et hors du gel [73]. C’est pourquoi, la présence d’EPS est à l’origine de la rétention 

d’eau liée. D’autres auteurs [74] caractérisent la pression osmotique comme l’intensité des 

interactions (électrostatiques et forces de Van der Waals) entre les particules (ici EPS et 
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bactéries). Quelle que soit la définition employée, on comprend aisément que cette pression 

s’oppose aux forces de compression appliquées aux boues de station d’épuration. Ce 

raisonnement s’illustre par le fait qu’une diminution de la pression osmotique liée au EPS 

(obtenue par l’intermédiaire d’une augmentation de la force ionique de la suspension) permet 

une augmentation de la siccité après déshydratation [75]. Ce même raisonnement explique 

également qu’une diminution de la proportion d’EPS dans les boues conduise à une 

augmentation de leur siccité après déshydratation [42]. En fait, la diminution de la résistance à 

la compression provoque un écroulement de la structure. On concentre donc la boue en 

augmentant la force ionique de la suspension [75].  

 

Néanmoins, les EPS ne sont pas le seul facteur contrôlant la déshydratation des boues de 

station d’épuration. Le conditionnement joue également un rôle capital, dans la mesure où il 

détermine la taille des flocs et leur résistance au cisaillement.  

 

 

II.2.2 Impact du conditionnement sur la structure des flocs et leur résistance au 
cisaillement 
 

Comme nous venons de le voir, les boues issues du traitement des eaux usées présentent des 

propriétés très variables [76], ce qui en fait un matériel difficile à caractériser. Aussi, après 

déshydratation, cette variabilité se retrouve dans les résidus de ces boues et dans les gâteaux 

de filtration [77]. En réponse à cette hétérogénéité, le conditionnement est ajouté en excès ce 

qui permet d’homogénéiser les caractéristiques des boues  [78]. Cette pratique est choisie car 

une sous-dose de polymère serait plus préjudiciable pour l’efficacité de la déshydratation 

[78]. 

 

Il existe de nombreux paramètres influençant la déshydratation des boues et leur viscosité, en 

particulier : la taille des flocs [79], la composition des boues [80], ses propriétés visco-

élastiques (contrainte seuil, viscosité minimale sous écoulement) [81] et l’eau liée présente 

dans les flocs [82]. 

 

La rhéologie, étudiant le comportement des matériaux sous l’action de forces de déformation, 

est largement utilisée pour la caractérisation des boues de station d’épuration [83-88].  Cette 

méthode permet d’accéder à une caractérisation des interactions existant entre les particules 
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contenues par le matériau [89]. La fraction solide en suspension  influence fortement la 

rhéologie des boues [84, 90]. Il est donc essentiel, à des fins de comparaison entre différents 

échantillons, de prendre en compte ces paramètres lors de la mise en place du protocole 

d’expérimentation. Le comportement en écoulement des boues étant non-newtonien, il n’est 

pas possible d’établir une relation linéaire entre les contraintes exercées sur les boues et leur 

réponse au cisaillement [80, 91]. Ce type d’étude a pour but de déterminer les propriétés 

visco-élastiques (viscosité initiale et sous contrainte) de ces suspensions floculées et 

d’améliorer le traitement des boues résiduelles [85] en optimisant le conditionnement (dose de 

polymère utilisée) et la déshydratation [77, 92]. Le conditionnement permet de faciliter la 

séparation fluide/solide en produisant un gâteau de filtration à haute proportion de solide et 

forte porosité [93], ce qui permet une déshydratation plus efficace [94]. De plus, le 

conditionnement améliore la résistance des flocs aux cisaillements (ou contraintes 

appliquées), ce qui évite l’érosion et le colmatage des filtres [93]. Le conditionnement forme 

une matrice rigide autour des flocs de boues activées auxquels il transmet la contrainte subie 

[5]. Les propriétés qui viennent d’être énoncées sont très liées mais peuvent correspondre à 

des doses différentes de polymère [85], il est donc nécessaire de définir les limites de la 

« dose optimale » permettant d’accéder aux résultats les plus probant. D’autre part, de 

nombreux auteurs ont montré que la vitesse de mélange lors de l’ajout du conditionnement 

joue un rôle important sur l’efficacité de la déshydratation [95-99]. La dose optimale de 

polymère correspondant à l’efficacité maximale de déshydratation dépend donc des 

contraintes pendant et après cisaillement, ainsi que de la neutralisation des charges exposées 

par les flocs. En effet, l’augmentation de la vitesse de cisaillement a pour effet d’éroder les 

flocs et d’exposer de nouvelles charges négatives. Ces dernières sont à l’origine d’une forte 

pression osmotique ayant pour effet de piéger de l’eau au sein des agrégats [98]. 

 

Dans la suite de ce paragraphe, la dénomination « dose optimale » correspond à la 

concentration optimale de floculation, pour laquelle la quasi-totalité des charges est 

neutralisée. Dans la mesure où le comportement rhéologique des boues ne diffère pas quelque 

soit le conditionnement, chlorure ferrique associé à de la chaux ou polymère cationique, nous 

allons nous limiter à la floculation induite par des polymères cationiques. 

 

Il a été démontré que la réponse des boues au cisaillement [88] ainsi que la structure des flocs 

(en particulier la taille) [100-105] diffèrent en fonction de la dose de polymère. Trois cas de 

figure sont envisageables. 
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 Lorsque la concentration en polymère correspond à la dose optimale, on observe une 

désagrégation suivie d’une réagrégation des flocs car il subsiste du polymère disponible en 

suspension [88]. C’est pour cette concentration que les flocs sont les plus résistants au 

cisaillement [106]. En effet, la charge des agrégats est neutralisée et un maximum de liens 

sont formés avec le polymère cationique, ce qui ne laisse libre qu’un minimum de sites de 

fixation [78], et permet la formation d’une matrice rigide [106]. On observe pour cette 

concentration une viscosité minimale, correspondant à un minimum de temps de filtration 

[85]. Örmeci [107] a démontré qu’il existait alors une relation linéaire entre la contrainte 

appliquée et la résistance au cisaillement. 

 

Pour une dose inférieure à la dose optimale, il n’y a pas de refloculation car il y a trop peu de 

polymère pour former une matrice rigide autour des agrégats [88]. Une diminution de la taille 

des flocs (par rapport à la concentration optimale) a pour effet une diminution de la résistance 

au cisaillement [106]. 

 

Enfin, lorsque la dose est supérieure à la dose optimale, on observe une désagrégation suivie 

d’une réagrégation tant que l’excès de polymère n’est pas consommé [88]. On a alors une 

augmentation de la viscosité de la suspension [87] due à l’augmentation du nombre de 

liaisons entre les particules. Cependant, cette évolution est limitée par deux paramètres, la 

concentration en polymère [108-109] et la force de cisaillement appliquée [77]. En effet, bien 

qu’une dose de conditionnement supérieure à la dose optimale permette d'augmenter la 

résistance des boues au cisaillement [110],  à partir d’une certaine concentration critique en 

polymère, les flocs atteignent une taille telle qu’ils se cassent ou ne se forment plus sous le 

cisaillement, entraînant une diminution de la résistance de la boue au cisaillement [109]. De 

plus, il a été montré qu’au-delà d’une certaine valeur limite de contrainte, il y a rupture des 

liens polymère/bactéries maintenant les flocs cohérents [110] ce qui produit une détérioration 

de la structure des flocs à grande échelle [77]. A partir de cette contrainte, la boue s’écoule de 

façon continue, il y a donc une diminution de sa viscosité [111]. Des changements de 

structure irréversibles s’opèrent au sein même des agrégats composant le matériau [92, 112]. 

L’énergie nécessaire à la rupture des flocs augmente suivant l’augmentation de la 

concentration en polymère [85-86, 88, 101, 113], ce qui met en évidence l’existence d’une 

matrice élastique qui augmente la résistance du floc au cisaillement [114-117] jusqu’à un 

point de rupture [85]. Les boues conditionnées ont donc une structure solide induite par les 

liens existants entre le conditionnement et les particules [117]. Aussi, même si l’augmentation 



Chapitre 1 

 21
 

de la concentration en polymère renforce la matrice, lorsque les forces de cisaillement sont 

supérieures au point de  rupture [95], on assiste à une diminution de l’efficacité de la 

déshydratation et à une diminution de la siccité finale [107]. En fait, la compression de ce 

type de suspensions floculées se fait en deux phases, tout d’abord le gâteau encaisse la 

pression jusqu’à ce qu’il soit suffisamment tassé puis, il y a érosion des flocs et consolidation 

de la matrice [118-121]. Notons que pour une même force de cisaillement, l’augmentation de 

la concentration en polymère est à l’origine d’une augmentation de viscosité initiale et donc 

de la résistance des flocs au cisaillement [85]. L’augmentation de la vitesse de cisaillement 

n’ayant pas d’impact sur l’évolution de la réponse des échantillons, c’est la concentration en 

polymère qui contrôle l’état du floc [88] et donc sa réponse au cisaillement. On peut donc en 

déduire que l’efficacité de déshydratation optimale est contrôlée par la concentration en 

polymère [120]. Il est nécessaire que la concentration en polymère produise une matrice 

suffisamment rigide pour que les flocs soient résistants au cisaillement, mais de taille limitée 

afin de ne pas s’éroder sous l’action des forces cisaillantes. Cela permet d’obtenir le gâteau 

contenant la plus haute porosité et la siccité la plus importante [95]. 

 

Ces différentes études apportent des réponses quant au comportement des boues lors de la 

déshydratation, en fonction de la concentration en polymère. Néanmoins, un paramètre n’a 

pas été pris en compte, à savoir, l’état d’intégrité des bactéries composant ces agrégats. Or il 

est très probable que ce paramètre joue un rôle important sur l’efficacité de la déshydratation 

des boues de station d’épuration. C’est pour cette raison que dans le paragraphe suivant, nous 

nous allons nous intéresser à l’impact du conditionnement par un polymère cationique 

fréquemment utilisé dans le traitement des boues de stations d’épuration, le 

polyéthylèneimine (PEI), sur la floculation de cellules bactériennes. En effet, suivant sa masse 

moléculaire, ce polymère peut ou non induire la floculation et présenter une toxicité plus ou 

moins importante pour les bactéries. 
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III. Floculation de cellules bactériennes de type Gram négatives par des 
molécules de polyéthylèneimine  
 

III.1. Impact de la masse moléculaire de polyéthylèneimine sur la floculation de cellules 

bactériennes Gram négatives 

 

Les cellules bactériennes sont chargées négativement du fait de l’ionisation des groupes 

carboxyles situés à la surface des membranes [121]. Cela explique le fait que la floculation ne 

puisse pas se faire en présence de polymères anioniques [122].  

Notons qu’il n’existe que peu d’études rendant compte de la floculation de cellules 

bactériennes par des polymères de polyéthylèneimine. Ces dernières se basent sur un modèle 

proche du modèle physico-chimique de coagulation/floculation appliqué aux particules 

inorganiques (sphères dures), à la différence que le potentiel répulsif ne serait pas réduit par 

les contres ions de la double couche diffuse, mais par l’adsorption des molécules de 

polyélectrolytes [121] à la surface des bactéries.  

 

Le polymère a potentiellement trois modes d’action différents [17, 121]: 

- sa présence au sein de la double couche peut provoquer un écrantage du potentiel 

répulsif existant entre deux cellules, 

- son adsorption sur un colloïde de charge opposée peut permettre de réduire l’énergie 

potentielle d’interaction entre deux cellules, 

- la formation de pontages entre les cellules peut aboutir à la formation d’agrégats. 

 

Les études mentionnées ci-dessous traitent de la floculation d’Escherichia Coli par des 

polymères de polyéthylèneimine de masses moléculaires variables (allant de 600 à 600 000 

g/mol). Les Escherichia Coli sont des bactéries de types Gram négatives. Ces différentes 

études sont difficilement comparables dans la mesure où il est probable que la floculation 

bactérienne réponde à un ratio polymère/bactéries et que les concentrations bactériennes 

utilisées ne sont pas identiques. Néanmoins, certaines conclusions générales peuvent être 

tirées. 

 

Dans un premier temps, il est important de préciser que les différentes études s’accordent à 

dire que suivant la masse moléculaire de PEI utilisé, les effets observés ne sont pas 

identiques.  
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Dixon et. al [122] montrent que l’efficacité de la floculation (concentration de floculation 

optimale) dépend du pH, c’est-à-dire de la charge et de l’ionisation du polymère. Quelle que 

soit la masse moléculaire de PEI utilisée, la floculation des cellules bactériennes est induite. 

La concentration optimale de floculation diminue à mesure que la masse moléculaire de 

polymère utilisé augmente. En fait, plus la masse moléculaire des polymères est importante 

(10000 à 100000 g/mol), plus les points d’ancrage potentiels sont nombreux. Le polymère a 

alors plus de probabilité de se lier avec plusieurs bactéries [122]. On peut également 

l’exprimer de la manière suivante, le taux de recouvrement de la surface des membranes 

bactériennes augmente de la même façon que la taille du polymère. Ainsi plus la taille du 

polymère est importante plus ce dernier aura la faculté de s’adsorber sur différentes 

membranes bactériennes [121]. Cette concentration optimale de floculation correspond à une 

taille maximale de flocs [123]. 

 

A mesure que l’on augmente la concentration en PEI, deux cas se présentent. Pour des 

polymères de poids moléculaire supérieurs à 2000 g/mol, au-delà d’une certaine 

concentration, on assiste à une restabilisation des suspensions bactériennes étudiées. Pour des 

poids moléculaires inférieurs (1900 g/mol [122] et 1800 g/mol [121]), aucune restabilisation 

n’est observée quelque soit la concentration de PEI. Cela peut s’expliquer par la faible taille 

des segments qui s’adsorberaient totalement sur les membranes bactériennes.  

 

Dans le but d’évaluer l’efficacité de ce type de floculation, il est possible de mesurer le temps 

de filtration des suspensions floculées. Ce dernier varie en fonction de la taille du polymère 

utilisé. La filtration de suspensions floculées par des polymères de faibles poids moléculaires 

(<2000 g/mol) présente des temps de filtration plus importants que les polymères ayant des 

masses moléculaires supérieures et que des suspensions non-floculées [124]. L’efficacité de la 

filtration de suspensions floculées par ce type de polymère ne varie que très peu lorsque la 

concentration augmente [125].  

 

Au dessus du seuil de 2000 g/mol, une réelle amélioration de l’efficacité de filtration (temps 

minimal) est constatée. Un temps optimal de filtration, correspondant à la concentration 

optimale de floculation est observé. Les temps de filtration les plus importants correspondent 

aux concentrations en polymère inférieures à la concentration optimale de floculation, et à des 

concentrations supérieures à la concentration de restabilisation de la suspension [121-122]. 
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Pour une même concentration en polymère, l’évolution de l’efficacité de la filtration évolue 

de façon inverse à la masse moléculaire du PEI [123]. 

 
Une autre façon d’aborder ce problème est d’étudier la floculation d'homogénats bactériens 

par du PEI [126-127]. Les homogénats bactériens sont obtenus en soumettant les suspensions 

bactériennes à de hautes pression de l’ordre de 500 bar [127] et correspondent au produit de la 

lyse bactérienne. Ils contiennent des résidus d’origine cellulaire tels que des morceaux de 

membranes, des organites, du cytoplasme, et de l’ADN et de l’ARN. Ces études montrent 

qu’il est possible de précipiter et extraire de l’ADN et ARN par floculation avec du PEI. On 

peut noter que comme précédemment, les polymères de hautes masses moléculaires (10000 à 

100000 g/mol) présentent une concentration optimum de floculation, pour laquelle un 

maximum de composants organiques sont floculés. Lorsque les suspensions sont mises en 

contact avec des concentrations de polymère en excès, on assiste a une restabilisation. Les 

polymères de faibles masse moléculaires (600 g/mol) permettent également une clarification 

efficace de l’eau (turbidité minimale) qui n’évolue pas à mesure que l’on en augmente la 

concentration. Ils n’induisent pas de restabilisation [126], ce qui s’explique de la même 

manière que précédemment, par la petite taille de la molécule. 

 

Ces études prouvent que la concentration et la masse moléculaire des différents PEI utilisés 

ont un réel impact sur la floculation des suspensions bactériennes de type Gram négatif. 

Cependant, les interactions physico-chimiques et biologiques directes existant entre le PEI et 

la membrane bactérienne elle-même ne sont pas prises en compte. Pourtant, si on relie la 

concentration en polymère et la viabilité des cellules [123], on constate qu’au delà de la 

concentration optimale de floculation, le pourcentage de cellules viables diminue fortement. 

Le PEI étant connu comme une molécule fortement toxique pour les cellules bactériennes, 

nous nous sommes intéressés dans le paragraphe suivant, à son impact sur les membranes 

bactériennes. 

 
 
 
III.2 Toxicité du polyéthylèneimine sur les cellules bactériennes de type Gram négatives  

 

Le PEI est fréquemment utilisé en médecine pour perméabiliser les membranes des bactéries 

de type Gram négatives [128-129] et les rendre sensibles aux antibiotiques [130-132]. Il peut 

également être utilisé sous la forme de complexes PEI/ADN, où par diffusion à travers les 
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membranes cellulaires, il va permettre la transfection de certains gênes [133-134] ou de 

certaines nanoparticules inorganiques [135] (masse moléculaire < 2000 g/mol). En raison de 

sa forte toxicité [136], le PEI est également utilisé pour ses propriétés bactéricides.  Il évite la 

formation de développements bactériens sur les surfaces sur lesquelles il est déposé [137], 

ainsi que celui de certains virus comme le virus Influenza [138]. Inclus dans une résine 

dentaire, il contribue à éviter la formation de caries [139]. Dans un autre domaine, appliqué 

sur des membranes de filtration, le PEI, en prévenant le développement de colonies 

bactériennes, évite le colmatage qu’elles pourraient causer [140].  

 

La toxicité du PEI a un lien direct avec son action sur les LPS, qui constituent l’élément 

pathogène des membranes bactériennes, en évitant le développement de stratégies de 

résistance de la part des bactéries[141]. Il y a formation de complexes PEI-LPS [130], ce qui a 

pour effet d’éjecter les cations divalents [140, 142-143] dont le rôle est de stabiliser la 

membrane bactérienne [144]. Il en résulte une désorganisation irréversible de celle-ci [130] 

qui provoque un relargage des LPS, remplacés par de « simples » phospholipides qui 

n’assurent plus le rôle de perméabilité sélective des LPS [131]. Le réarangement de ces 

phospholipides est à l’origine de la formation d’interruptions (trous) nanométriques de la 

membrane cellulaire [145] autorisant la perte de cytoplasme vers le milieu extérieur [146]. 

 

La cytotoxicité du PEI s’exprime également au niveau des cellules eucaryotes. Les 

nombreuses fonctions amines primaires du PEI captent les protons, tamponnant ainsi le milieu 

environnant la cellule [147-149]. Ceci provoque un déficit en protons par rapport à la 

concentration présente dans le cytoplasme cellulaire et engendre l’apparition d’une certaine 

pression osmotique. Les pompes à protons ont comme fonction de base d’assurer un échange 

H+/Cl-,H2O, permettant ainsi l’accumulation de protons (accepteur final d’électrons) dans le 

cytoplasme, et l’excrétion des molécules d’eau formées lors de la respiration cellulaire. Ces 

pompes répondent au stress provoqué par la diminution de la concentration en protons en 

fonctionnant de façon inverse. Il y a alors rejet de protons vers le milieu extérieur (captés par 

les fonctions amines du PEI) et entrée d’ions Cl-  et H2O dans la cellule. Leur accumulation 

dans le cytoplasme est à l’origine de la rupture de l’endosome et donc de la lyse [150]. 

Cependant, il a été montré qu’une diminution de la masse moléculaire du PEI a pour effet 

d’en diminuer la toxicité [135]. 
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IV. Axes d’étude 
 

Comme nous avons pu le voir, la siccité des boues de station d’épuration est conditionnée par 

deux procédés : la coagulation/floculation de ces dernières, et la déshydratation en elle-même. 

C’est pourquoi, nous allons tenter de clarifier, dans ce travail, la portée de chacun de ces 

phénomènes, ainsi que leur interdépendance. 

 

Les EPS jouent un rôle majeur dans les mécanismes de rétention d’eau, au sein des flocs. En 

effet, les charges négatives liées à leur présence génèrent un afflux de contre-ions de charge 

opposée, et donc une pression osmotique très élevée. Cette dernière est en partie à l’origine de 

la haute teneur en eau des boues après déshydratation. D’autre part, suivant les différentes 

concentrations en conditionnement ajoutées, la réponse au cisaillement et, de ce fait, 

l’efficacité de la déshydratation, sont variables. Cela est lié à la taille des flocs, mais 

également à la charge des agrégats. Lorsque ces derniers sont neutralisés, pour des doses de 

polymère correspondant à la concentration optimale de floculation, l’efficacité de la 

déshydratation est optimale. Cette concentration permet une taille des agrégats optimale, et 

une matrice formée par le polymère suffisamment rigide pour résister au cisaillement. Pour 

des concentrations en polymère trop faibles, les liens existants entre les particules sont en 

nombre insuffisant pour que les flocs résistent au cisaillement. Enfin, lorsque le polymère est 

ajouté en excès (c’est la majorité des cas), les flocs formés sont de taille trop importante et 

s’érodent sous cisaillement, ce qui a pour effet d’altérer l’efficacité de la déshydratation des 

boues.  

 

Les études traitant de la viscosité des boues ne s’intéressent pas à l’état structural des flocs 

après conditionnement. Il a pourtant été démontré par les études biologiques que le PEI avait 

un effet fortement toxique sur les cellules bactériennes, pouvant aller jusqu’à la lyse. Cela 

nous a amené a nous interroger sur l’impact de celle-ci sur la structure interne des flocs et ses 

répercussions sur la déshydratation des boues bactériennes. Un autre paramètre pouvant 

intervenir dans ce processus est la masse moléculaire du PEI. Quelque soit la masse 

employée, le PEI induit la floculation bactérienne, mais  au dessus d’un certain seuil, on 

n’observe pas de restabilisation. Il a été mentionné également que l’efficacité de la filtration 

dépendait de la masse moléculaire. Lorsque la masse du polymère est inférieure à 2000 g/mol, 

la filtration est moins efficace qu’en absence de conditionnement. Ainsi, après ce seuil, pour 

des concentrations identiques en PEI, une augmentation de la masse moléculaire est à 
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l’origine de temps de filtration supérieurs. Enfin, il a été démontré la même évolution lorsque 

le polymère est ajouté en excès. Il est peu probable que l’évolution de ces paramètres ne soit 

liée qu’à des phénomènes physico-chimiques (adsorption du polymère, interactions 

répulsives). La fonction bactéricide du PEI sur les membranes bactériennes impacte sans 

doute également la structure des agrégats, altérant ainsi l’efficacité de la filtration. 

 

L’objectif de cette thèse étant de comprendre les mécanismes de déshydratation des boues de 

stations d’épuration en vue d’en augmenter la siccité, nous allons étudier un système 

« modèle » qui nous permettra de simuler les phénomènes physico-chimiques qui s’y 

déroulent. Ce système consiste à floculer des cellules bactériennes de souche pure (de 

concentration contrôlée) par des molécules de polyéthylèneimine de différentes masses 

moléculaires, et d’en faire varier la concentration. La souche bactérienne choisie a la 

particularité de produire ou non des LPS suivant sa température de culture. Après cette étape, 

ces suspensions floculées sont déshydratées par centrifugation puis soumises à des tests 

rhéologiques. Cela nous permet d’accéder à l’impact des LPS, de la concentration et de la 

masse moléculaire de PEI sur la floculation puis la déshydratation. Nous allons donc observer 

les mécanismes d’agrégation et de rétention d’eau dans les boues suivant des paramètres 

contrôlés que nous ferons varier, ce qui nous en donnera une meilleure compréhension. 

 

Après avoir décrit le matériel et les méthodes d’analyses utilisées, ce manuscrit décrira, dans 

un premier temps, l’impact du PEI (60000 g/mol) sur la floculation de cellules bactériennes et 

leurs membranes, que celles-ci présentent ou non des LPS. Dans un second temps, nous nous 

intéresserons à l’effet de l’évolution de la masse moléculaire sur les mécanismes de 

floculation. Enfin, la troisième et dernière partie de ce travail sera consacrée à éclaircir 

l’influence de la structure des agrégats, la présence/absence de LPS et la masse moléculaire de 

PEI sur l’efficacité de la déshydratation. Enfin, nous conclurons sur les perspectives offertes 

par ce travail. 
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Chapitre 2 : Description du système et méthodes de 

caractérisation 

 

 

I. Définition du système 
 

En raison de la diversité des consortiums biologiques qu’elles contiennent [1], les boues de 

station d’épuration représentent un matériel d’étude complexe et hétérogène. Pour cette 

raison, nous avons choisi de les « modéliser » par des suspensions bactériennes de souches 

pures et de concentrations contrôlées, floculées par des polymères cationiques de masses 

moléculaires connues. Cela nous autorise à ne faire varier que certains paramètres prédéfinis 

(présence ou absence de surtructures membranaires et masse moléculaire du floculant) et à 

comparer leur influence sur la structure des flocs formés ainsi que leur impact sur la 

déshydratation. 

 

 

I.1. Souche bactérienne Schewanella Oneidensis MR-1, de type Gram négative 

 

I.1.1 Structure membranaire des bactéries Gram négatives  
 

La dénomination de bactéries de type Gram négatives provient du résultat négatif du test de 

Gram. Ce test consiste à colorer les cellules bactériennes à tester, en laissant diffuser à travers 

les membranes, une molécule de petite taille, le cristal violet se fixant sur les composants 

cytoplasmiques (l’ajout de lugol permet la fixation de cette coloration interne). Il s’ensuit une 

étape de lavage à l’alcool qui permet la différentiation des deux types de bactéries. En effet, la 

paroi des bactéries Gram négatives, contenant peu de peptidoglycanes, permet à l’alcool de 

diffuser vers l’intérieur de la cellule et d’éliminer le cristal violet, ce qui provoque une 

décoloration de la cellule. Les bactéries Gram positif présentent une couche dense de 

peptydoglycanes, constituant une barrière à travers laquelle l’alcool ne peut diffuser, il n’y 

donc pas de décoloration. Afin de visualiser les bactéries Gram négatives, devenues 

transparentes, on les soumet à une seconde coloration à la fuchsine ou safranine qui diffuse à 

travers la membrane. C’est donc la différence de structure membranaire qui est à l’origine de 

cette classification [2]. 
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Les bactéries Gram négatives sont constituées d’une double membrane (interne et externe) 

séparées par un espace périplasmique contenant la paroi, couche mince de peptidoglycanes.  

Les membranes sont constituées d’une bicouche lipidique : phospholipides dont les « têtes » 

hydrophiles se trouvent à l’extérieur et les « queues » hydrophobes (ou lipophiles), à 

l’intérieur. C’est la mobilité de ces molécules les unes par rapport aux autres qui induit la 

fluidité de la bicouche lipidique. Ces membranes contiennent également d’autres types de 

protéines telles que les porines qui sont des protéines de transport permettant le passage de 

certaines molécules de taille trop importante pour avoir la capacité de diffuser à travers la 

bicouche lipidique. L’espace périplasmique a une fonction de stockage de nutriments et de 

synthèse de protéines. 

 

La membrane externe est en contact étroit avec le milieu extérieur. Elle présente, dans la 

plupart des cas, un composé non protidique appelé lypopolysaccharide (LPS). Il s’agit d’un 

composé pouvant avoir une action pathogène. Il se décompose en trois parties, une partie 

lipidique, le lipide A, inclus dans la membrane bactérienne, un core et une partie 

polysaccharidique qui constitue la surstructure membranaire. Notons également que la 

membrane externe est liée à la couche de peptidoglycanes via la protéine de Braun. Précisons 

enfin que d’autres surstructures peuvent être synthétisées par les cellules bactériennes, de 

manière moins homogène et moins dense, telles que les flagelles (jouant un rôle dans la 

mobilité cellulaire) ou les pilis (structures protéiniques tubulaires intervenant notamment dans 

le processus de conjugaison bactérienne).  

 

Il a été montré que ce type de membrane se comporte comme une barrière protectrice de 

faible perméabilité [3]. En effet, elle est perméable aux ions et à certaines molécules via les 

porines [4] mais imperméable aux constituants vitaux de la cellule comme les protéines 

présentes dans l’espace cytoplasmique. De plus, les LPS contribuent à empêcher la diffusion 

de molécules de taille importante dans l’espace périplasmique par l’encombrement stérique 

qu’ils provoquent. Une désorganisation de cette structure a pour effet direct d’augmenter la 

perméabilité de la membrane externe [5-7]. 
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Figure 1 : Schéma d'une membrane de type Gram négative. 

 

 

I.1.2 Propriétés de surtructure de la souche utilisée 
 

Ces bactéries, Schewanella Oneidensis MR-1, ont été caractérisées pour la première fois en 

1988 [8]. Il s’agit d’une bactérie de type Gram négative dont le génome a été totalement 

séquencé [9]. Ce sont des bacilles (bâtonnets) aérobies, anaérobies facultatives, organo-

hétérotrophes, opportunistes. Elles se trouvent dans des environnements très variés tels que 

l’eau saumâtre ou l’eau douce, les sédiments, l’industrie agro-alimentaire et les intestins de 

certains mammifères dont l’homme [10]. D’autre part, ce type de bactérie présente la faculté 

de respirer certains métaux dont le fer, en utilisant comme couple d’accepteur d’électron 

Fe(II)/Fe(III) [11]. 

 

Cette souche a également la capacité de s’adapter à des conditions environnementales 

variables, notamment à des concentrations élevées en sel [12] et à des chocs thermiques [13] 

par, respectivement, un contrôle métabolique, ou un contrôle de la synthèse de certaines 

protéines membranaires, ce qui modifie entres autres, l’adhésion de ces cellules à leur 

substrat. Une étude des protéines membranaires produites suivant la température du milieu de 

vie a montré que la longueur de la partie polysaccharidique des LPS [14] était variable suivant 

la température de culture. Concrètement, les LPS sont divisés en trois segments : lipide A, 

core, et antigène O. Cette dernière partie, composée de polysaccharides, constitue la 

surstructure bactérienne étudiée. Deux températures de culture ont donc été choisies, 20°C et 
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30°C, permettant, respectivement, d’obtenir un antigène O de taille maximale (entre 30 et 50 

nm) (Figure 2.A.1 et 2.B.1), ou une absence d’antigène O et donc de surtructure (Figure 2.A.2 

et 2.B.2) [15]. Ce cas de figure nous permet de faire varier le paramètre présence ou absence 

de surstructure en évitant toute variabilité génétique qui pourrait conduire à une variabilité 

phénotypique. 

 

 
 

Figure 2 : Observations en microscopie électronique en transmission de Schewanella Oneidensis MR-1 A.1 
présentant des LPS de longueur maximale (température de culture 20°C) et A.2 ne présentant pas de 
surtructure (température de culture 30°C) et structure des LPS associés, respectivement B.1 et B.2. 

 

 

I.1.3 Cultures bactériennes  
 

Toutes les cultures bactériennes ont été effectuées au Laboratoire de Chimie Physique 

Microbiologie de l’Environnement (LCPME, Vandoeuvre lès Nancy), Nancy Université, avec 

l’aide de Dr Christophe Merlin. 

 
La figure 2 résume le processus décrit ci-dessous. 

Notons tout d’abord que toutes les étapes décrites ci-dessous sont effectuées en milieu stérile. 

La souche bactérienne utilisée est stockée à –80°C, en cryotube, dans un tampon de stockage 

contenant 50 % de tampon bactérien (KH2PO4 (3 g/L), NaHPO4 (7g/L), NaCl (4g/L), 

MgSO4.7 H2O (0.2 g/L)) et 50% de glycérol (100%). 
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Afin d’obtenir des colonies isolées et de vérifier ainsi l’absence de contamination, les 

bactéries sont inoculées en milieu Lysogenic-Broth (LB Broth, Miller, Difco™) gélosé (boite 

de Pétri) puis placées en étuve à 30°C pour une durée de trois jours. Les boites de Pétri ainsi 

inoculées sont conservées en chambre froide, à la température de 4°C pendant une durée 

maximale de trois jours. Les deux étapes suivantes sont réalisées dans un milieu LB liquide, 

dans des erlenmeyers, avec un rapport volumique constant de 1/5, sous une agitation 

contrôlée de 160 rpm, afin de conserver des conditions d’oxygénation identiques. 

L’inoculation dans le milieu liquide se fait par le prélèvement d’une colonie isolée sur la boite 

de Pétri. La suspension ainsi obtenue est placée en chambre chaude (30°C) pendant une durée 

de 24 heures. L’amplification de la culture se fait par prélèvement et inoculation au 1/100. Les 

suspensions sont alors placées dans des bains thermostatés pendant une durée de 12 à 

16 heures, ce qui permet de porter la culture bactérienne en phase pseudo-stationnaire, à une 

température adaptée (respectivement 20 ou 30°C). 

 

Les cultures cellulaires sont séparées de leur milieu nutritionnel par centrifugation à 5000 G 

pendant 15 minutes. Afin d’éliminer toutes traces d’élément nutritif, les cultures sont lavées 

deux fois par centrifugation pendant 15 minutes dans une solution de KNO3 10-3 mol/L (eau 

déionisée Millipore-MilliQ, 18.5 MΩ/cm). Pendant toutes les étapes de centrifugation, la 

température de culture des bactéries est maintenue constante. 

 

Les bactéries sont finalement resuspendues dans une solution de KNO3 10-3 mol/L. La densité 

optique à 600 nm (D.O.600) est ajustée à 1 par spectrométrie (spectrophotomètre Safas 

Monaco, UV mC2, Monaco ), ce qui correspond à 109  bactéries/mL. 
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Figure 3 : Procédure de culture bactérienne. 

 
 
 
I.2. Floculants utilisés  

 

Le floculant utilisé, le polyéthylèneimine (PEI), est un polymère cationique fréquemment 

utilisé en station d’épuration dans le procédé de traitement de l’eau ou de déshydratation des 

boues biologiques d’épuration [16-17]. La formule générale de ce polymère  est –[CH2-CH2-

NH]n-, avec n le nombre de monomères (Figure 4). Nous avons utilisé des PEI à chaîne 

ramifiée, présentant des amines primaires, secondaires et tertiaires. Afin de comprendre le 

comportement et le rôle de ce polymère dans la déstabilisation des suspensions bactériennes, 

nous avons étudié les effets de différentes masses moléculaires : 600, 60000 (Polyscience) et 

750000 g/mol (Sigma-Aldrich). 

 



Chapitre 2 

 51
 

 

Figure 4 : Structure d’un polymère de PEI à chaîne ramifiée. 

 

Le PEI est ajouté aux suspensions bactériennes à partir d’une solution mère de 10 g/L. Afin 

d’éviter l’hydrolyse du polymère, pouvant causer d’éventuels problèmes de reproductibilité, 

les solutions mères sont renouvelées avant chaque manipulation. 

 

 

I.3. Préparation des suspensions floculées  

 

Les tests de floculation sont réalisés à température ambiante.  

La suspension bactérienne est divisée en aliquots de 100 mL placés dans des réacteurs en 

polymethylmethacrylate (PMMA) de 5 cm de diamètre, munis de 4 baffles (0.5 x 6 cm). Le 

floculant est injecté sous la surface de la suspension par une micropipette (Eppendorf). 

L’agitation est mécanique, homogène et assurée par l’intermédiaire d’une pale rectangulaire 

(0.5 x 2 cm) située à une profondeur de 2/3 sous la surface de la suspension (Figure 5.A). Le 

processus de mélange se divise en deux étapes : (i) une vitesse rapide de 250 rpm est 

appliquée durant trois minutes, puis (ii) une vitesse réduite de 60 rpm est utilisée pendant 

46 minutes (Figure 5.B). L’alternance de ces deux vitesses d’homogénéisation permet une 

efficacité optimale de la floculation [18]. La suspension agrégée est placée en cône d’Imhoff 

pour une sédimentation d’une durée d’une heure, à l’issue de laquelle le volume de sédiment 

obtenu et la turbidité résiduelle du surnagent (D.O.600) seront mesurés.  
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Figure 5 : Préparation des suspensions bactériennes floculées (5.A) et protocole d’agitation (5.B). 

 
 
Des concentrations en PEI allant de 0 à 100 mg/L sont testées afin de déterminer la 

concentration optimale de floculation correspondant à chaque masse moléculaire et chaque 

type de bactérie (présentant ou non une surtructure). Cette dernière correspond à la 

concentration la plus faible en polymère pour laquelle les premiers sédiments apparaissent. 

 

Les mesures de pH et conductivité sont effectuées durant la seconde phase 

d’homogénéisation. Dans le but d’éviter d’éventuelles restructurations des agrégats formés, 

les observations AFM et les mesures de tailles des agrégats sont effectuées directement à 

l’issue des deux périodes d’agitation. Enfin, les sédiments obtenus sont inclus en résine en 

vue d’effectuer des observations au microscope électronique en transmission. Les mesures de 

mobilité électrophorétique sont effectuées sur les agrégats encore en suspension dans le 

surnageant, ce qui permet d’éviter les dilutions. La figure 6 résume le processus employé pour 

la préparation des suspensions floculées et les méthodes de caractérisation associées. 
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Figure 6 : Méthodes de caractérisation des suspensions bactériennes floculées. 

 

 

II. Méthodes de caractérisation des suspensions floculées  
 

II.1 Mobilité électrophorétique  

 

La mobilité électrophorétique donne une estimation de la charge globale des agrégats et 

permet ainsi d'apprécier l’adsorption du floculant sur la membrane bactérienne et l’état 

d’intégrité de celle-ci. 

 

Les mesures sont effectuées à l’aide d’un Zêtaphorémètre IV (CAD Instrumentations, 

France). Il s’agit d’une technique de microélectrophorèse permettant de mesurer la vitesse de 

déplacement d’une particule (ici des agrégats bactériens) dans un champ électrique. 

Expérimentalement, l’appareil de mesure se compose d’une cellule capillaire close à ses 

extrémités. Ces dernières sont chacune munies d’une électrode permettant l’application d’un 

champs électrique constant (800 V/m). Dans la couche attenante aux parois du capillaire, le 

champ électrique appliqué entraîne un déplacement du fluide contenant les particules 

(électroosmose). Cet écoulement se transmet de proche en proche aux couches de fluide 

concomitantes. Au seuil de la cellule, le débit étant nul (extrémités fermées), le fluide s’écoule 

en sens inverse au centre du capillaire. Il existe donc, au sein de cette cellule, 2 plans où la 
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vitesse d’écoulement du fluide est nulle, on parle de plans stationnaires (Figure 7). Dans ces 

plans, le mouvement des particules n’est dû qu’à leurs charges et permet d’accéder à leur 

mobilité électrophorétique. Concrètement, la position des particules est déterminée à partir de 

la réflexion d’un faisceau laser. Des images, enregistrées par une camera CCD (charge-

coupled device) à des intervalles de temps fixes, permettent de déterminer la trajectoire des 

particules. La mobilité électrophorétique des particules est calculée par l’intermédiaire d’un 

logiciel (Zetaphorometer 4.30, CAD Instrumentation), à partir d’une centaine de trajectoires 

au minimum. Ce processus est répété trois fois.  

Pour chaque échantillon testé le cycle précédent est répété trois fois de façon indépendante.  

 

 

Figure 7 : Ecoulement du fluide sous champs électrique dans le capillaire de mesure. 

 

La mesure est effectuée à partir du surnageant des suspensions floculées, qui est prélevé à 

l’aide d’une pipette pasteur après une heure de sédimentation. Pour quelques échantillons, le 

surnageant est dilué dans une solution de KNO3 10-3 mol/L (pour ne pas modifier le fond 

ionique) afin d'éviter les phénomènes de diffusion multiple qui nuisent à la qualité des 

images.  
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II.2 Mesure de taille par granulométrie laser 

 

Ces mesures ont pour but d’accéder à l’évolution de la taille des agrégats bactériens en 

fonction de la concentration de PEI.  

 

Ces mesures sont réalisées avec un granulomètre Sympatec Helos. Il s’agit de mesurer la 

diffraction d’un faisceau laser sur les particules échantillonnées afin de déterminer leur taille. 

Le faisceau laser produit par une source Hélium-Néon (λ = 630 nm) traverse la cellule de 

mesure au sein de laquelle circule le fluide entraînant les particules (Figure 7). Celles-ci 

diffractent la lumière suivant un angle à peu près inversement proportionnel à leur diamètre. 

Les lumières diffractée et transmise sont dirigées par une lentille convergente vers un 

détecteur placé dans son plan focal (Figure 8). Suivant la taille des particules mesurées, on 

choisit une lentille de distance focale 5 mm permettant de mesurer une gamme de tailles 

comprise entre 0.25 et 87.5 µm, ou une lentille de distance focale 50 mm permettant de 

mesurer des tailles de particules comprises entre 0.5 à 875 µm.  

 

Figure 8 : Principe des mesures granulométriques (documentation granulomètre Sympatec Hélos BF. (à 

banc court)) . 

 

Le diamètre des particules est calculé par le logiciel Windox Helos 3.4, en se basant sur la 

théorie de la diffraction de Fraunhoffer. On obtient alors des courbes de distribution en taille 

des particules (% volume) et de distribution cumulée (Figure 9) [19]. 
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Figure 9 : Distribution en taille et cumulée du diamètre des particules. 

 

Expérimentalement, l’échantillon est injecté dans une cuve de 450 mL contenant  une solution 

de KNO3 10-3 mol/L jusqu’à atteindre une saturation optique approximative de 12%, ce qui 

évite les phénomènes de diffraction multiple qui fausseraient les diamètres mesurés. Les 

échantillons sont acheminés vers la cellule de mesure par le biais d’une pompe péristaltique à 

faible gradient de cisaillement afin de ne pas altérer la structure des agrégats. Précisons 

également qu’une agitation douce est assurée dans la cuve pour conserver l’homogénéité de la 

suspension. Chaque mesure est répétée deux fois. 

 

Les mesures sont effectuées sur les échantillons dès la fin des deux cycles de mélange, avant 

la décantation, pour éviter d’éventuels artéfacts qui auraient pu être causés par des 

changements de structure des agrégats. Les tailles auxquelles nous faisons référence dans ce 

travail, correspondent au diamètre moyen D50. Il s’agit de la valeur médiane à laquelle 50% 

des agrégats de la distribution granulométrique ont une taille inférieure. 
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II.3 Observations en microscopie électronique en transmission (MET) 

 

Ces observations ont été réalisées au Service Commun de Microscopie Electronique et de 

Microsonde (SCMEM, Nancy-Université), sous la direction de Dr. Jafaar Ghanbaja. Elles ont 

permis d’observer la morphologie et la structure interne des agrégats bactériens ainsi que 

l’état d’intégrité des bactéries les composant.  

 

Le microscope électronique en transmission (MET) utilisé est un modèle MET Phillips CM20 

opérant avec une tension d’accélération de 200 kV. La figure 8 présente un schéma général 

des différents éléments d’un MET. Il se compose d’un canon à électrons produits par un 

filament LaB6 dont la température est amenée à 1500°C, ce qui provoque l’émission 

d’électrons par effet Joule. L’ensemble de l’enceinte est maintenue sous vide (de l’ordre de 

10-5 à 10-6 Torr). Les électrons sont focalisés par un cylindre Wehnelt puis accélérés en 

passant du potentiel négatif de la cathode à celui positif de l’anode. Le faisceau est ensuite 

focalisé sur l’échantillon par un système de plusieurs lentilles électromagnétiques. A la suite 

du canon à électrons, deux condensateurs permettent à la fois de faire varier l’ouverture du 

faisceau et la densité de courant électronique sur l’échantillon (Figure 10). Une partie des 

électrons traverse l’échantillon, et forme l’image de l’objet observé. Celle-ci, par 

l’intermédiaire d’un système de projection composé de plusieurs lentilles (de diffraction, 

intermédiaire et de projection finale) est transférée et agrandie sur un écran fluorescent, un 

film photographique ou captée par une camera CCD. Un objectif permet la mise au point de 

l’image. 
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Figure 10 : Principe de fonctionnement d'un microscope électronique en transmission 
(http://en.wikipedia.org/wiki/Transmission_electron_microscopy). 

 

Les échantillons sont préparés de la façon suivante. Les sédiments sont récupérés après la 

sédimentation des suspensions floculées puis inclus dans une résine Epoxy hydrophobe (Kit 

Embed 812, Euromedex). Pour cela, nous utilisons un protocole classique décrit par Lartiges 

et. al. [20] Tout d’abord, les échantillons sont placés dans une solution de glutaraldéhyde 

(2.5%) pendant quatre heures. Cela permet de maintenir la cohésion des agrégats en fixant les 

groupes amines des protéines et de stopper une éventuelle évolution du système. Les 

échantillons sont ensuite placés dans une solution de tétroxyde d’osmium (2%) pour une 

durée d’une heure. Ce dernier, en se fixant à la matière organique, va avoir pour effet de 

rigidifier la structure de l’échantillon et d’y faire apparaître un contraste électronique en MET. 

Son mode d’action est de créer des ponts osmiés (-C-O-Os-O-C-) entre deux carbones voisins 

présentant une double liaison éthylénique (-CH=CH-). Après chacune de ces deux étapes, 

l’excès de réactif est éliminé par deux rinçages successifs à l’eau déminéralisée. Puis, les 

échantillons sont déshydratés par ajout d’acétone à des concentrations croissantes : 10, 20, 40 

et 60% (v/v), pendant 5 minutes pour chacune d’entre elles, 80% (v/v) pendant 15 minutes, 

2x90% (v/v) pendant 20 minutes et enfin 3x100% (v/v) pendant 20 minutes. Finalement, 

l’acétone est progressivement échangé avec les monomères de résine Epoxy (1/3 résine, 
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2/3 acétone ; 2/3 résine, 1/3 acétone ; 3/3 résine, l’échange pour chacune de ces étapes se 

faisant sur une durée de 12h). Après le dernier échange, les échantillons sont placés dans des 

moules en silicone et la résine est polymérisée dans une étuve à 60°C pendant 12h. 

Les échantillons ainsi inclus en résine sont coupés en sections ultrafines, de l’ordre de 

100 nm, par un ultramicrotome (ultra-cut E, Reichert-Jung). Dans le but d’améliorer la 

résolution de la matière organique, ces sections sont contrastées par de l’acétate d’uranyl et du 

citrate de plomb [21], puis sont placées sur des grilles de cuivre (Grille E.M. Sciences-Cat 

N°71150).  

Pour qualifier de manière systématique les dommages subis par les bactéries au contact du 

PEI, un comptage a été effectué sur un minimum d’une centaines de bactéries par échantillon. 

 

 

II.4 Mesures d’absorbance/relargage de cristal violet 

 
Ces mesures nous permettent d’accéder, de façon qualitative, à une estimation de la 

perméabilité des membranes bactériennes après qu’elles aient été mises en contact avec le 

PEI. 

 

La suspension bactérienne de DO600 ajustée à 1, est divisée en aliquots de 1 mL avant tout 

contact avec le PEI. Les aliquots sont centrifugés à 13000 G pendant trois minutes, puis 

redispersés dans une solution de KNO3 10-3 mol/L et de cristal violet 0.1 g/L pendant une 

heure. Le cristal violet (Figure 11) est une molécule de petite taille, comprenant plusieurs 

cycles aromatiques, qui diffuse à travers les membranes des bactéries de type Gram Négatif. 

Les échantillons sont lavés par centrifugation (13 000 G, 3 min) puis redispersés dans une 

solution de KNO3 10-3 mol/L. A l’issue de chaque centrifugation, l’absorbance du surnageant 

à 540 nm est mesurée. L’opération est répétée jusqu’à ce que le taux de cristal violet relargué 

dans le surnagent soit négligeable. Dans ce cas, les bactéries ayant absorbé le cristal violet 

sont mises en contact avec le PEI à des concentrations comprises entre 0-100 mg/L. Après 

une durée de 49 minutes (équivalent au temps de formation des agrégats bactériens pendant 

les étapes d’agitation lors de la préparation des suspensions floculées), les échantillons sont 

centrifugés une dernière fois (13000 G, 3 minutes), puis l’absorbance du surnageant (540 nm) 

est mesurée. Dans chaque batch, un échantillon témoin est mis en contact avec de l’acide 

acétique (0.1 g/L), ce qui provoque une lyse bactérienne totale et donc, un relargage de la 
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totalité du cristal violet absorbé. On peut estimer la quantité de cristal violet relarguée à partir 

du rapport des absorbances mesurées dans les surnageants des suspensions mises en contact 

avec le PEI et de celle traitée par l’acide acétique. 

 

 

Figure 11 : Molécule de cristal violet. 

 

 

II.5 Mesures de temps de générations après traitement des bactéries au 

polyéthylèneimine  

 

Il s’agit d’estimer la toxicité du PEI, ou son pouvoir bactéricide par le biais de mesures des 

temps de génération d’une colonie bactérienne. Cela correspond au temps nécessaire pour 

obtenir le doublement d’une population bactérienne. 

 

Des aliquots de 1mL de suspension bactérienne en phase stationnaire sont placés dans des  

erlenmeyers contenant 50 mL de milieu nutritionnel LB, avec un rapport volumique de 1/5 

afin d’assurer un taux d’oxygénation constant et d’uniformiser le développement des 

populations bactériennes. A t=0, le PEI est ajouté de façon à obtenir un panel de 

concentrations comprises entre 0 et 100 mg/L. La densité optique de la suspension est alors 

mesurée toutes les 10 minutes. Lors de ces mesures, nous avons pris garde à soustraire 

l’apport du milieu nutritionnel et à diluer la suspension au dixième lorsque la densité optique 

mesurée atteignait 0.8 afin de ne pas créer d’interférences pouvant altérer la précision de la 

mesure. 

 

La croissance d’une population bactérienne suit une loi exponentielle et s’exprime ainsi : 
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N =  exp (kt)  

 

avec N, le nombre de bactéries présentes en suspension, k, une constante correspondant à la 

vitesse de développement de la population, exprimé en minute-1 et t, le temps de 

développement de la population exprimé en minute. 

 
Le doublement d’une population bactérienne s’exprime donc de la façon suivante : 
 

2N =  exp (kt2) 

 

avec t2 le temps nécessaire pour obtenir une population de 2N bactéries. 
 
En faisant le rapport des deux expressions précédentes, on obtient : 
 

2 = exp (k(t2-t)) 
 
 

Le temps de génération (TG.) d’une population bactérienne ou temps de doublement répond 

donc à l’équation suivante :  

TG = t2-t = ln (2)/k 

 

Le coefficient k (exprimé en min-1) s’obtient à l’aide d’une régression linéaire effectuée à 

partir des courbes de densité optique en fonction des temps de mesure.  Il reste alors à calculer 

le temps de génération. 

 

Cette opération a été répétée pour chaque concentration en polymère et nous a permis de 

tracer les courbes de temps de génération en fonction de la concentration en PEI. 

 

Notons que, même si ces résultats sont à manipuler avec précaution en raison des interactions 

potentielles pouvant avoir lieu entre le PEI et le milieu nutritionnel bactérien, il nous permet 

tout de même d’accéder à une estimation de la toxicité du PEI suivant sa masse moléculaire et 

suivant la présence ou l’absence de surstructures sur les membranes bactériennes. 
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II.6 Microscopie à force atomique (AFM) 

 

Les mesures ont été effectuées au Laboratoire de Chimie Physique Microbiologie de 

l’Environnement (Villers lès Nancy), Nancy Université, sous la direction de Dr. Grégory 

Francius. 

 

Pour effectuer ces analyses, et afin d’éviter une dégradation éventuelle des échantillons 

(agrégats), ces derniers ont été étudiés dès la fin des deux périodes d’agitation, sans 

décantation préalable. 

 
II.6.1 Description de la technique 
 

L’AFM est une technique de microscopie, dite à sonde locale, c’est-à-dire basée sur la mesure 

des interactions entre une pointe nanométrique et la surface d’un échantillon. Cela permet de 

caractériser et cartographier les propriétés physicochimiques et mécaniques des échantillons à 

l’échelle nanométrique. 

 

L’AFM utilisé est de modèle MFP3D-BIO (Asylum Research Technology, Atomic Force 

F&E GmbH, Mannheim, Germany). Un scanneur piezo-électrique portant la cellule de 

mesures contenant l’échantillon, assure son déplacement dans les trois dimensions de l’espace 

(x, y, z), alors que la pointe nanométrique utilisée est fixée à un support électronique appelé 

« holder ». Les pointes, tout comme les leviers qui les supportent, sont constituées de nitrure 

de silicium. Les leviers sont généralement triangulaires (en forme de V) ou droit (barre) alors 

que les pointes sont de forme tétraédrique (MLCT-AUNM, Veeco Instruments SAS, 

Dourdan, France). L’ensemble levier/pointe est couramment appelé « cantilever » ou 

microlevier, il peut être assimilé à un système ressort de constante de raideur kc.  

Le principe de la mesure repose sur un système de détection laser associé à la pointe. Quand 

celle-ci est mise en contact avec l’échantillon et balaie sa surface par déplacements latéraux 

du scanneur piezo-électrique (qui permet également de contrôler la distance pointe – 

échantillon), des forces d’interaction apparaissent au voisinage du contact avec l’échantillon. 

Il en résulte alors une déflexion du microlevier. A partir du système de détection du laser 

focalisé sur le microlevier, chaque déformation de ce dernier est mesurée. L’intensité 

lumineuse du signal reçu par le photodétecteur est convertie en signal électrique et est 
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enregistrée, tout comme la position du scanneur piezoélectrique. La conversion de ces 

données, via le logiciel de contrôle, nous permet de mesurer les courbes de force ainsi que 

topographie de la surface étudiée (figure 12).  

 
Figure 12 : Montage d’un microscope à force atomique. [22 - 23] 

 
 
Avant chaque analyse, la géométrie de la pointe est systématiquement contrôlée sur un 

support nanostructuré (TGT1, NT-MTD Compagny, Moscow, Russia). Il est également 

nécessaire, de calibrer chaque nouveau microlevier utilisé en mesurant sa constante de raideur 

kc (de l’ordre of ~10.4 ± 1.7 pN nm-1), par la méthode de calibration thermique [24]. Cette 

méthode, aussi appelée méthode de « fluctuation thermique », consiste à mesurer l’évolution 

de la déflexion du levier au repos et à y relier la constante de raideur du levier : 

 

K <z²> = kB T 

 

où kB représente la constante de Boltzman, T  la température absolue, <z²> la moyenne des 

carrés des positions du microlevier par rapport à sa position moyenne prise comme référence 

(<z> = 0) , et K une constante proportionnelle à la constante de raideur du ressort. On obtient 

la valeur de <z²> en mesurant l’aire du pic caractéristique de la fluctuation thermique du 

microlevier. 

 

La constante de raideur (kc) du microlevier peut s’écrire de la façon suivante : 

 

kc = c K 
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où c est un coefficient constant propre à la géométrie et au type de microlevier utilisé. 

Finalement, la constante de raideur (kc) du microlevier s’exprime de la façon suivante :  

 

kc =  
 c kBT 
 <z²>   

          

 

II.6.2 Imagerie 
 

Cette technique a pour but d’acquérir une cartographie en trois dimensions de la topographie 

de la surface parcourue. Elle a été utilisée de façon complémentaire aux observations MET. 

Cela nous a permis de nous assurer que les lésions observées sur les agrégats en microscopie 

électronique n’étaient pas liées à une fragilisation voire un endommagement provenant du 

traitement nécessaire à l’inclusion en résine. Nous avons ainsi pu observer de manière directe 

la surface des agrégats. 

 

Il existe différents modes d’imagerie AFM, chacun conditionné par des cycles approche-

retrait de l’échantillon : 

• le mode contact, utilisé dans ce travail, basé sur les interactions répulsives 

apparaissant à l’approche de la surface à analyser. Ce mode consiste à mettre en 

contact l’échantillon et la pointe AFM.  Cette dernière est alors repoussée, provoquant 

la déflexion du microlevier auquel elle est solidaire. La force appliquée à l’échantillon 

par le microlevier (et donc la déflexion) est maintenue constante par un contrôle 

rétroactif. 

• le mode contact intermittent ou mode tapping, basé sur une vibration constante du 

microlevier dont l’amplitude diminue au contact de la surface à analyser.  

• le mode non-contact, basé sur les forces d’attraction apparaissant entre la pointe et la 

surface de l’échantillon. Les mesures sont basées soit sur la déviation soit sur 

l’amplitude des oscillations du microlevier lors de l’approche de l’échantillon. Ce 

dernier mode est très peu utilisé en raison de la faiblesse des interactions attractives 

(nécessité d’un bruit de fond très faible et risque d’interaction avec une couche 

nanométrique d’eau et d’éventuels micropolluants). 

 



Chapitre 2 

 65
 

La préparation des échantillons se fait par adsorption des particules étudiées (bactéries et 

agrégats) sur des plaques de verre. Le temps de dépôt est de 20 minutes. La plaque est alors 

rincée à l’eau déminéralisée, puis légèrement séchée avec un faible débit d’air comprimé afin 

de ne pas assécher les bactéries. Les analyses se font à l’air, ce qui permet d’avoir une 

meilleure résolution lors de l’acquisition de l’image.  

Le mode utilisé présente l’inconvénient de dégrader les échantillons fragiles, notamment par 

l’arrachage des particules par la pointe AFM lors du balayage de la surface de l’échantillon. 

Des polymères tels que le PEI à forte masse moléculaire peuvent être utilisés pour améliorer 

la fixation des bactéries et éviter ce type de désagrément.  Cependant, dans la mesure où ce 

type de polymères est déjà utilisé pour la floculation des bactéries, nous avons choisi de ne 

pas utiliser ce type de procédé. 

 

 

II.6.3 Spectroscopie de force (nanoindentation) 
 

Les données ont été traitées grâce à un programme développé  conjointement au LEM, 

LCPME et au CRAN, permettant d’automatiser l’analyse et la modélisation des courbes force 

issues d’imagerie force-volume obtenues pour des échantillons biologiques. 

 

Cette technique nous a permis de quantifier la rigidité des parois bactériennes et agrégats 

après traitement au PEI. Les paramètres observés sont le module d’Young, la constante de 

raideur et la pression de turgescence. 

 

Lorsque le levier entre en contact avec l’échantillon, un cycle mécanique de charge-décharge 

est appliqué localement au matériel observé, dont la réponse élastique est mesurée par 

l’intermédiaire de la déformation du levier. Ainsi, il est possible d’acquérir une cartographie 

topographique et mécanique de l’échantillon à l’échelle nanométrique. Il s’agit donc de 

caractériser de façon très locale (~100 nm²) l’action mécanique de la pointe en appliquant une 

certaine force sur l’échantillon. Les paramètres nanomécaniques des particules testées sont 

déduits à partir de la déflexion du levier, de la force qui lui est appliquée, et de la profondeur 

de l’indentation. Par l’intermédiaire d’un logiciel, cela permet d’obtenir pour chaque point de 

mesure, une courbe de force en fonction de la distance d’indentation.  

Deux cas se présentent, soit l’échantillon à analyser est de type rigide et non-adhérent, soit il 

s’agit d’un échantillon à interface polymérique complexe, du type des échantillons étudiés 
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dans ce travail. Dans le premier cas, les déflexions mesurées pour les cycles approche-retrait 

sont linéaires et superposables, car il n’y a pas d’interaction avec la pointe. Dans le second 

cas, les forces répulsives subies à l’approche de l’échantillon par la céramique piezoélectrique 

(jusqu’au contact avec la pointe) provoquent une augmentation de la déflexion du levier de 

façon successivement linéaire et non-linéaire car la couche polymérique molle tend à absorber 

préalablement une partie de la déformation. Lors du retrait de l’échantillon, il existe des 

forces d’adhésion entre la pointe et l’échantillon et la déflexion est prolongée, atteignant un 

minimum inférieur au point de contact. Le comportement n’est plus linéaire et ne se 

superpose plus au cycle d’approche. 

 

Dans ce travail, nous n’avons utilisé que les courbes en approche, nous donnant accès à 

l’élasticité de la cellule via le module d’Young, à la constante de raideur et à la pression de 

turgescence des particules observées. Les courbes de retrait, quant à elles, nous auraient 

donné accès aux forces de viscosité ou d’adhésion. 

 

 
Figure 13 :Modélisation mathématique d’une courbe de force réalisée sur une bactérie. 

 

Les courbes d’approche comprennent une partie non linéaire et une partie linéaire (figure 13).  

Le régime non linéaire va nous permettre d’extraire le module d’Young, E, suivant le modèle 

de Hertz. Ce modèle met en évidence la relation existant entre la contrainte dans la zone de 

contact en fonction de la force normale appliquée, des rayons de courbure et du module 

d’Young. Les forces d’interaction FHertz (converties à partir de la tension appliquée à la 

céramique piezoélectrique pour approcher l’échantillon), s’expriment donc en fonction de la 
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nanoindentation δ (donnée par la position du levier), c’est à dire de la déformation de la 

cellule bactérienne :  

 

FHertz  =  2 E tan (α)  δ² 

          π (1 – ν²) 

 

Où ν représente le coefficient de Poisson (0.5 en milieu incompressible) et α le demi-angle de 

la pointe (35°, valeur fournie par le fabricant). 

La valeur du module d’Young obtenue pour les cellules bactériennes est en moyenne de 

l’ordre de 100 kPa [25].  

 

Enfin, le régime linéaire, est utilisé afin de déterminer la constante de raideur des bactéries à 

analyser, kcell. Cette dernière est donnée par la loi de Hooke qui permet de relier la force 

appliquée, FHooke , au déplacement linéaire provoqué. Dans ce cas, la constante de raideur sera 

donnée par la pente de la courbe : 

 

FHooke  = kcell δ 

 

Les constantes de raideur sont de l’ordre de 10-2, 10-3 N/m [11] Notons que ce paramètre est 

en relation directe avec la pression de turgescence [26-27]. 

 

Contrairement à l’imagerie, ces analyses sont effectuées en milieux liquide.  

En raison de la force d’adhésion trop faible entre les particules et la plaque de verre, il est 

impossible d’acquérir les données souhaitées par simple adsorption car nous sommes 

confrontés à l’arrachage des particules par la pointe AFM. Pour remédier à cela, il est 

nécessaire d’employer un film polymérique permettant une fixation plus étroite des bactéries 

sur leur support. Un film de PEI, polymère cationique, de masse moléculaire 750 000 g/mol, a 

été déposé sur les plaques de verre, assurant la fixation des agrégats chargés négativement. 

Pour les agrégats chargés positivement, il a été nécessaire de compléter ce film par un 

polymère anionique, le polystyrène sulfonate (PSS). Le temps de dépôt de chacun de ces 

polymères puis de l’échantillon est de 30 minutes. Entre chacune de ces étapes, les 

échantillons sont rincés à l’eau déminéralisée puis la cellule est finalement immergée dans 

une solution de KNO3 10-3 mol/L. 
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II.7 Mesures rhéologiques 

 

Ces mesures ont été réalisées au Laboratoire d’Energétique et de Mécanique Théorique et 

Appliquée (Vandoeuvre lès Nancy), Nancy Université, avec l’aide de Pr Christophe Baravian. 

 

II.7.1 Description de la technique  
 

Les propriétés rhéologiques des échantillons de suspensions bactériennes floculées sont 

étudiées de façon complémentaire aux mesures de spectroscopie de force de la section 

précédente. Tandis que l’AFM offre la possibilité de caractériser les propriétés 

nanomécaniques des échantillons à l’échelle locale, les mesures rhéologiques permettent 

d’accéder directement aux propriétés mécaniques de l’échantillon à l’échelle macroscopique. 

Pour cela, il s’agit de caractériser les interactions apparaissant entre les différentes particules 

composant la structure étudiée lors de l’application d’une contrainte, et pouvant intervenir 

dans l’écoulement du matériau. 

 

Les mesures rhéologiques ont pour but d’établir le lien existant entre les contraintes 

appliquées au système et les déformations qui en résultent par l’intermédiaire de l’équation 

rhéologique d’état du matériau. Pour cela, il est possible de soumettre les échantillons à deux 

types de déformation : le cisaillement simple en écoulement laminaire ou le cisaillement 

oscillatoire qui sont détaillés plus bas.  

Les mesures sont effectuées à 25°C sur un rhéomètre AR2000 (TA Instruments) équipé d’un 

système Peltier et d’une géométrie cône-plan. Les échantillons sont placées à la spatule entre 

le plateau du rhéomètre et le cône de révolution tronqué de la géométrie. Le cône utilisé est de 

diamètre 20 mm, présente une troncature de 14 µm et un angle α de 0°30’’ (Figure 14). 
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Figure 14 : Schéma de la géométrie cône-plan. 

 

Cette configuration permet d’atteindre des gradients de cisaillements élevés, i.e. 5000 s-1. Le 

cisaillement est transmis à l’échantillon de façon laminaire, par rotation du cône de vitesse ω0, 

le plateau demeurant fixe.  

Il a été démontré que pour des angles cônes/plan inférieurs à 5° (ici α  = 0°30’’), le 

gradientγ& et la contrainte σ de cisaillement sont constants dans tout l’espace occupé par 

l’échantillon entre le cône et le plan et s’expriment par les relations suivantes :  

 

α
ωγ

tan
0=&  et 

32
3

R
M

πσ =       

où M représente la mesure du couple de rotation (N.m-1), ω0, la vitesse angulaire (rad.s-1) 

imposée et R, le rayon du cône (m). 

 

Afin de pouvoir comparer les données de viscoélasticité entre elles, il est nécessaire de se 

placer à fraction volumique constante. C’est pourquoi les suspensions floculées sont 

récupérées directement après les deux étapes de mélange et centrifugées à la vitesse de 20000 

G pendant une durée de 15 minutes. Ce traitement peut, de surcroît, être comparable à celui 

subi par les boues bactériennes lors de la déshydratation et nous permet donc de nous replacer 

dans le même contexte. Des mesures de masses sèches ont été effectuées pour chacun des 

échantillons analysés. 

 

La procédure utilisée comprend trois cycles : 

- oscillation de 0.1 à 50 Hz, avec un temps de mise à l’équilibre d’une minute pour 

chaque mesure, 
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- écoulement (montée) 0.1 à 5000 s-1, chaque mesure est séparée par un palier de 10 

secondes. 

 

Tous les échantillons étudiés ont ainsi subi la même « histoire » et sont donc comparables 

entre eux. 

 

 

II.7.2 Cisaillement simple ou écoulement 
 

Cela consiste à transmettre à l’échantillon, par l’intermédiaire de la rotation du cône par 

rapport au stator (qui reste fixe), un mouvement laminaire de cisaillement. Ce mouvement 

doit en principe induire une structuration du matériau en couches adjacentes, infiniment 

minces. Les différentes couches glissent ainsi les unes par rapport aux autres, sans transfert de 

matière ni variation de volume. Des forces de frottement tangentielles apparaissent à 

l’interface de ces différentes couches, en réponse au mouvement imposé. Ce mouvement 

relatif des couches les unes par rapport aux autres permet d’obtenir en tout point de 

l’échantillon une vitesse de cisaillement et une contrainte de cisaillement. La mesure consiste 

donc à imposer à l’échantillon une certaine vitesse de cisaillement (dépendant de la vitesse 

angulaire ω) et à en enregistrer la réponse en terme de résistance à l’écoulement (couple de 

rotation M). 

 

La vitesse de cisaillement γ&  (shear rate) correspond à la variation de déplacement d’une 

couche laminaire par rapport à une autre, rapportée au temps de la déformation. Il s’agit une 

vitesse de déplacement, ou gradient de vitesse, exprimée en s
-1

. Les mouvements relatifs des 

couches les unes par rapport aux autres sont alors à l’origine de l’apparition de forces de 

cisaillement tangentielles liées au frottement entre les couches. Ce sont ces forces, qui, 

ramenées à l’unité de surface, donnent l’accès à la contrainte de cisaillement σ  (shear stress), 

exprimées en Pa.  

 

L’obtention de ces deux paramètres permet de tracer les courbes (rhéogrammes) de 

l’évolution de la viscosité dynamique en fonction de la contrainte de cisaillement (pression et 

température constantes). La viscosité dynamique, ou viscosité apparente η (Pa.s ), s’obtient 

comme le rapport de proportionnalité entre la vitesseγ& et la contrainte de cisaillement : 
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γ
ση
&

=  

Il s’agit de l’équation rhéologique d’état du matériau, qui caractérise la relation existant entre 

les grandeurs dynamiques, responsables du mouvement, et les grandeurs cinématiques, qui le 

décrivent. Ces paramètres dépendent des propriétés viscoélastiques et de la nature du matériau 

analysé. 

 
Il existe une contrainte d’écoulement critique notée cσ , appelée également seuil 

d’écoulement ou d’élasticité, à partir de laquelle le matériau s’écoule. L’interprétation la plus 

communément admise revient à supposer que le matériau considéré possède, au repos, une 

structure tridimensionnelle rigide et que le seuil d’écoulement correspond à la force 

nécessaire pour vaincre les forces de cohésion et provoquer l’écoulement. Le second 

paramètre auquel nous prêterons attention est la viscosité à gradient de cisaillement infini, η∞, 

correspondant à la viscosité minimale atteinte pour un cisaillement infini (Figure 13). 

 

 
Figure 15 : Rhéogramme présentant la viscosité en fonction de la contrainte de cisaillement. 

 

Afin d’extraire ces paramètres, nous avons modélisé la courbe décrite par les données 

expérimentales par le modèle de sphères dures [28-29] (courbe rouge, figure 15) que nous 

allons décrire au chapitre 5. 
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II.7.3 Cisaillement oscillatoire   
 
 
Ce type de mesure a pour but de caractériser le comportement viscoélastique du matériau 

étudié. Pour cela, on le soumet à des déformations sinusoïdales de pulsation ω. Il existe un 

seuil critique au-delà duquel la déformation de l’échantillon n’est plus linéaire, on parle alors 

de déformation critique γc. Afin de rester dans le régime linéaire de viscoélasticité, les 

déformations imposées au matériau sont de faible amplitude. La déformation ( )tγ  et la 

contrainte ( )tσ  obtenues s’expriment de la façon suivante :  

 
( ) tiet ωγγ 0=        

( ) ( )δωσσ += tiet 0       

où 00 σγ , sont les amplitudes maximales de la déformation et de la contrainte, ω correspond à 

la pulsation (ou fréquence radiale, rad.s-1) et δ représente le déphasage de la contrainte par 

rapport à la déformation. La pulsation ω est directement reliée à la fréquence ν (ω = 2πν).  

 

Il existe un coefficient complexe pouvant lier ces deux paramètres, le module de rigidité 

complexe ( )ω*G  propre à chaque matériau. On peut alors écrire l’équation linéaire de la 

viscoélasticité : 

( ) ( ) ( )tGt * γωσ =       

En combinant les expressions de la déformation ( )tγ  et la contrainte ( )tσ , on obtient :  

( ) ( ) ( )ωω
σ

γω
σ

''iG'G
e

G
i

* +==
0

0      

Les propriétés viscoélastiques du matériau sont décrites par G’(ω) et G’’(ω), qui sont 

respectivement ses modules élastique (ou de conservation) et visqueux (ou de dissipation). La 

comparaison de ces deux termes (réel et imaginaire) permet de caractériser l’état solide ou 

liquide du matériau. 
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Chapitre 3 : Flocultation de Shewanella Oneidensis MR-1 par des 
polyéthylèneimine de masse moléculaire 60000 g/mol : Impact de 
la presence de surstructure et de la concentration en polymère 

 

 

L’objectif de ce chapitre est de déterminer l’impact de la concentration en polyéthylèneimine 

sur la structure des agrégats bactériens. Comme nous venons de le voir dans la littérature, le 

polyéthylèneimine est une molécule hautement toxique pour les cellules bactériennes [1-3] et 

peut aller jusqu’à induire une lyse pour les concentrations les plus élevées [4-7]. Aussi, même 

si ce paramètre n’est pas pris en compte lors des études physico-chimiques de déstabilisation 

de suspensions bactériennes [8-12], il est très probable que cet effet lytique joue un rôle 

important sur l’état des bactéries agrégées (intègres ou lysées). Or, il a été démontré que la 

concentration en polymère, conditionnant la résistance aux contraintes des agrégats bactériens 

[13-20], est un facteur essentiel durant le processus de déshydratation des boues de station 

d’épuration. On peut alors proposer l’hypothèse que cette propriété trouve son origine dans 

l’état de structuration des agrégats. Un second facteur influe sur la déshydratation des boues, 

il s’agit des surstructures exopolymériques [21-26]. En effet, il a été prouvé que, par leur 

présence, ces surstructures participent à maintenir les flocs bactériens cohérents car elles sont 

à l’origine de la présence de cations compensateurs de charges au sein des agrégats [27-31]. 

Ces cations ont pour effet d’augmenter la pression osmotique intra-agrégats, ce qui provoque 

la rétention de molécules d’eau [26, 32], altérant vraisemblablement l’efficacité du processus 

de déshydratation des boues d’épuration. Etant donnée la diversité [33-35] des structures 

exoppolymériques, nous avons choisi de nous limiter à l’étude des lipopolysaccharides. Ainsi, 

la souche bactérienne que nous avons choisie nous a permis de travailler en présence et 

absence de surtructures polysaccharidiques [36].  

 

Cette étude a été réalisée avec un polyéthylèneimine de masse moléculaire 60000 g/mol, 

utilisé pour le traitement des boues bactériennes dans certaines stations d’épuration. 

Différentes techniques d’analyse ont été mises en œuvre pour caractériser l’état des flocs 

bactériens obtenus. Comme nous l’avons décrit au chapitre 2, les suspensions bactériennes de 

concentrations contrôlées ont été mises en contact avec des concentrations variables de 

polyéthylèneimine (de 0 à 100 mg/L). Cela nous a permis de déterminer la concentration 

optimale de floculation (concentration en polyéthylèneimine la plus faible possible permettant 

d’obtenir l'élimination la plus complète des bactéries) et la concentration de 
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« restabilisation », si celle-ci se produit. Nous avons effectué des mesures de mobilité 

électrophorétique et de granulométrie afin d’estimer, respectivement, la charge de surface et 

la taille des agrégats. Ces données ont été corrélées aux mesures de conductivité et de pH 

effectuées lors des jar-tests, dans le but d’affiner notre compréhension de l’influence du 

polymère sur l’agrégation des cellules et la lyse bactérienne. Enfin, des observations en 

microscopie électronique en transmission et en microscopie à force atomique ont été réalisées 

afin de confirmer les hypothèses formulées à partir des analyses physico-chimiques. 

Soulignons enfin que les observations en microscopie à force atomique ont été effectuées à 

l’air, sans traitement préalable des lames au polyéthylèneimine utilisé habituellement pour 

améliorer la fixation des particules. Cela aurait été à même de modifier l’état des agrégats 

bactériens et aurait pu altérer notre compréhension du système observé. Enfin, la présence des 

altérations observées en microscopie à force atomique implique qu’elles ne sont pas liées au 

traitement d’inclusion en résine nécessaire pour  les observations en microscopie électronique 

en transmission. 

 

Le principal résultat de ce chapitre est de montrer qu’il existe deux types d’agrégation 

dépendant la concentration en polyéthylèneimine. Pour de faibles concentration (<20 mg/L), 

il y a agrégation de cellules bactériennes intègres. Lorsque la concentration en polymère 

augmente fortement, on observe ce que nous avons défini comme étant une agrégation 

secondaire, intervenant postérieurement à la lyse bactérienne. Les agrégats sont alors 

constitués de résidus colloïdaux membranaires et intracellulaires. Il apparaît donc clairement 

que les agrégats formés sont de natures différentes suivant la concentration en 

polyéthylèneimine. Conjointement, cette étude a permis de montrer que les surstructures 

membranaires permettent de retarder l’action directe du polymère sur les membranes 

bactériennes en agissant comme une barrière protectrice. Cela permet aux bactéries portant 

des surstructures membranaires de résister à des concentrations en polyéthylèneimine plus 

importantes. 

 
Les résultats de ce chapitre sont présentés sous forme d’article accepté par Water Research 

(Elsevier) : Polyethyleneimine-Mediated Flocculation of Shewanella oneidensis MR-1: 

Impacts of Cell Surface Appendage and Polymer Concentration, Krapf et al., 2012, 46, 

1838-1846.
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ABSTRACT  
 
In wastewater treatment plants, optimizing bacterial flocculation and bacterial sludge 

dewatering requires a detailed understanding of the concommitant biological and physico-

chemical processes governing the action of flocculating agent on living cells. Here we 

investigate the interactions between polyethyleneimine (PEI, 60000 g/mol) and Shewanella 

oneidensis MR-1 lacking or not the lipopolysaccharide (LPS) O-antigen surface structure. 

Flocculation tests were performed on bacteria with/without LPS O-antigen after being 

exposed to 0-100 mg/L PEI concentrations. Measurements of electrophoretic mobility and 

bacterial aggregates size were complemented by transmission electron micrographs and 

atomic force microscopy images. While low PEI concentrations (< 20 mg/L) lead to 

flocculation of both bare and LPS O-antigen-decorated bacterial strains, the lysis of bacterial 

membranes occurred at larger polymer concentrations for the latter, which highlights the 

protective role of LPS O-antigen against harmful PEI-mediated membrane alterations. 

Depending on polymer concentration, two types of bacterial aggregates are identified: one 

that solely integrates bacterial cells, and another that includes both cells and cell residues 

resulting from lysis (membrane and/or LPS fragments, and inner cell content materials). The 

latter is expected to significantly contribute to water entrapping in sludge and thus lower 

dewatering process efficiency.  

Keywords: Flocculation - Polyethyleneimine - Bacteria - Shewanella oneidensis MR-1 - Lysis 

- Permeabilization 
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I. Introduction  
 

The polyethyleneimine (PEI) macromolecule is used in numerous applications, ranging 

from coagulation/flocculation of bacterial wastewater sludge (Legrand et al., 1998) to 

permeabilization of gram-negative bacteria membranes (Alakomi et al., 2006) leading to 

bacterial lysis (Beyth et al., 2008). In municipal wastewater treatment plants, the activated 

sludge process consists in the use of bacterial flocs for digesting the wastewater organic 

matter. After the settling of those aggregates to yield the clarified water, most of the bacterial 

sludge is recycled to biological treatment processes, while the remaining sludge is 

conditioned with the addition of high molecular weight polymers such as PEI, and/or ferric 

chloride and lime (Deneux-Mustin et al., 2001). The procedure, that is followed by a 

mechanical dewatering step, results in the final collection of a bacterial cake containing at 

best about 70% water. Such a high water content leads to severe difficulties in terms of 

storage, and sludge biological post-treatment (incineration). In order to optimize the 

efficiency of dewatering procedure and reduce water content in bacterial sludge, detailed 

knowledge on the necessarily coupled biological and physico-chemical action modes of PEI 

on living bacterial cells is critically needed. 

Bacterial communities in sludge wastewater are highly diversified and stucturally organized 

in aggregates (Bourrain et al., 1999; Martins et al., 2004; Chaignon et al., 2002). Several 

studies pointed out that extracellular polymeric substances (EPS) produced by bacteria act as 

ligands between cells, which maintains a mechanical cohesion of the bacterial consortium 

(Jorand et al., 1995; Keiding and Nielsen, 1996). The presence of negative charges carried by 

the EPS (i.e. extra-cellular polysaccharides including lipopolysaccharide (LPS)) favors the 

binding of multivalent counter-ions that, in turn, bridge EPS chains belonging to adjacent 

cells, thus ensuring a given stability and strength of the formed flocs. These ions may further 

lead to an increase of the overall osmotic pressure of the system and thus to the trapping of 
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interstitial water, which lowers dewatering treatment efficiency (Mikkelsen and Keiding, 

1998; Curvers et al., 2009). In addition, the presence of extracellular polymeric substances 

seems to significantly impact sludge dewatering because EPS play a key role in controlling 

the erosion of bacterial flocs under shear flow conditions (Mikkelsen and Keiding, 1998). The 

amount of added flocculent is another important factor which impacts wastewater sludge 

dewatering. With increasing flocculent concentration, dewatering process is first improved 

before reaching a maximal efficiency (Marinetti et al., 2010). Waite suggested that increasing 

the concentration of high molecular weight cationic polymer in bacterial suspensions, results 

in an increase of floc size and an enhancement of dewatering efficiency (Waite, 2006). He 

further underlined that for some critical state of floc compactness, water cannot flow through 

pores of flocs anymore, but instead has to bypass the floc structure. Depending on the size of 

the bacterial aggregates, this can significantly lower the efficiency of dewatering process.  

Although the types of associations between the flocculent and the sludge remain unclear, 

the aforementioned study suggests that there is some optimal floc size, reached for an optimal 

dose of polymeric flocculating agent, that leads to the best dewatering yield. Such dose, 

corresponding to an ‘ideal coagulation state’ in terms of dewatering, is not well-defined. The 

major reason for this is the critical lack of knowledge on the nature of / coupling between the 

bio-physico-chemical processes that determine the destabilization mechanisms of bacterial 

suspensions and the aggregates state after exposure to cationic polymers such as PEI. Many 

studies attempted to characterize flocs with the help of structure modelling and concept of 

fractal dimension (Martin et al., 2004; Chaignon et al., 2002; Guan et al., 1998) but few focus 

on the very action of polymeric flocculating agent on bacterial sludge. In addition, the 

alterations of bacterial membranes after contact with PEI and the corresponding impact on 

flocculation processes are hardly considered (Vaara, 1992; Nian et al., 2008). Nikaido (1989) 

showed that the LPS structure at the periphery of bacterial membranes exhibits a low 
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permeability, thus acting as a protective barrier against potentially harmful (macro)molecules. 

Any disturbance in LPS organization was further shown to affect the overall bacterial 

permeability (Nikaido, 2005). The binding of PEI to LPS leads to a release of stabilizing 

counter-ions (Vaara, 1992; Nian et al., 2008), which, in turn, results in a disorganization and 

possible removal of LPS fragments. This is accompanied by a reordering of phospholipids 

that come in replacement of removed LPS (Mikkelsen and Keiding, 2002), which explains 

how PEI causes membrane permeabilization, and possible cellular material release (Arrington 

et al., 2008). All these elements unambiguously question the validity of studies where bacteria 

are viewed as hard (impermeable), stable inert particles when in contact to PEI. In that 

respect, interpretations of electrokinetic data on bacterial cells according to hard sphere 

models are necessarily approximate (Duval ans Gaboriaud, 2010) and so are interpretations of 

PEI-cell electrostatic interactions according to standard DLVO theory (Duval et al., 2011). 

After PEI conditioning, the bacterial membranes may not remain intact, some inner bacterial 

materials may be released to the outer solution, thus resulting in major deviations from 

oversimplified theoretical DLVO predictions (Mikkelsen and Keiding, 2002). Finally, the 

effects of EPS on the flocculation of LPS-coated gram negative bacteria remain poorly 

known. 

In this study, we investigate the mechanisms governing the destabilization of bacterial 

suspensions after addition of PEI (molecular weight 60000 g/mol). The analysis is carried out 

for Shewanella oneidensis MR-1 (Myers and Nealson, 1988), that have the particularity to 

produce various lengths of LPS O-antigen depending on its temperature of growth 

(Korenevski et al., 2002. We have chosen two growth temperatures, resulting in the maximal 

(20°C) and minimal (30°C) length of produced LPS. This strategy allows us to work with 

cells of identical genotype but different phenotypes in terms of surface structure. The work 

aims at elucidating the effects of PEI on bacterial membrane, subsequent bacterial 
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flocculation, and structure of formed flocs for strains exhibiting or lacking the LPS O-antigen 

surface structure. The analysis is based on systematic measurements of electrophoretic 

mobility and size of PEI-bacterial aggregates over a large range of PEI concentrations, and it 

is complemented by TEM and AFM images of flocs. 

 

II. Materials and methods  
 

II.1 Bacterial culture and cell conditionning  

 
Shewanella oneidensis MR-1 (Myers and Nealson, 1988) was cultured at 20°C or 30°C for 

14 to 16 hours in Lysogenic-Broth (LB Broth, Miller, Difco™), under agitation (160 rpm), in 

Erlenmeyer flasks with a volume filling ratio of 1 to 5 so as to maintain identical oxygenation 

conditions. Bacterial cells were harvested in stationary phase and washed twice in 10-3 mol/L 

KNO3 solution (prepared in deionised water, Millipore-MilliQ, 18.5 MΩ/cm) by 

centrifugation (15 min, 5000 G). At each stage of the preparation, the bacteria suspensions 

were kept at their corresponding growth temperature (i.e. 20°C and 30°C respectively). 

Finally, samples were resuspended in 10-3 mol/L KNO3 solution, and the optical density at 

600 nm was adjusted to 1 (ca. 109 cells/mL).  

Shewanella oneidensis MR-1 was selected because it produces varying length of LPS O-

antigen depending on growth temperature (Korenevski et al., 2002). At 30°C, the produced 

LPS chains do not include the O-antigen part whereas at 20°C, the length of O-antigen is 

maximal (between 30 nm and 50 nm) (Supplementary data, Figures A-B). It is recalled that 

LPS consists of 3 distinct parts: lipide A, core and O-antigen that decorates the membrane. 

 

II.2 Preparation of flocculated suspensions  

 
Flocculation tests were carried out at room temperature, in 100 mL polymethylmethacrylate 

(PMMA) reactors (5 cm diameter) fitted with 4 PMMA baffles (0.5 x 6 cm). 
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Polyethyleneimine (PEI) (60000 g/mol, purchased from Polyscience Europe GmbH) was used 

as a flocculating agent. Various PEI concentrations (0-100 mg/L) were tested (batch 

experiments). The suspensions were then mixed using a rectangular blade located at one-third 

of the reactor height from the bottom. The mixing procedure consisted of two steps: a fast 

stirring stage, 250 rpm for 3 minutes, followed by a slow stirring stage, 60 rpm for 46 

minutes. Conductivity and pH measurements were monitored during mixing and AFM 

observations were made straightaway after this mixing step. Finally, suspensions were settled 

in graduated Imhoff cones for 1 hour. The residual turbidity (or optical density) of the 

supernatant was measured spectrometrically at 600 nm on tenfold diluted samples in 10-3 

mol/L KNO3. Sedimented materials were collected after the settling of the suspensions and 

were then analysed by TEM. The integrity of cell membranes after exposure to PEI was 

evaluated from crystal violet adsorption/release experiments, as detailed in Supplementary 

data. 

  

II.3 Electrophoretic mobility  

 
Electrophoretic mobility measurements were performed for the supernatants containing 

unsettled bacterial flocs using a Zetaphoremeter IV (CAD Instrumentations, France). The 

cells in the supernatant were first diluted in 10-3 mol/L KNO3 solution in order to carry out 

electrokinetic measurements at fixed ionic strength over the whole range of PEI 

concentrations. Electrophoretic mobilities of bacterial aggregates were determined from the 

reflection of a laser beam and particle trajectories tracked with a charge-coupled device 

camera. Recorded images were then processed (Zetaphorometer 4.30, CAD Instrumentation) 

to calculate mobility from the displacement of particles subjected to a constant direct-current 

electric field (800 V/m). Three cycles were recorded to carry out at least 100 measurements of 
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aggregate mobility for each PEI concentration investigated. Three independent assays were 

performed according to the aforementioned procedure. 

 

II.4 Size measurements 

 
The fact that size of bacterial aggregates was measured before the settling avoided artifacts 

due to possible change in aggregate structure. The measurements were performed with a 

Sympatec Helos particle size analyser using the Fraunhoffer approximation. Suspensions 

were diluted in 10-3 mol/L KNO3 solution and gentle stirring allowed an homogenisation of 

suspensions before they were brought to the analysis cell through a peristaltic pump. For each 

experiment, duplicate measurements were performed. The reported sizes refer to the diameter 

of hard spheres equivalent to those of the targeted aggregates in terms of diffracted light 

intensity (Chaigon et al., 2002).  

 

II.5 Transmission electron microscopy  

 
The settled aggregates were embedded in an epoxy resin for observation using a Philips 

CM20 transmission electron microscope operating at 80kV acceleration voltage. To that end, 

a classical inclusion procedure was adopted (Lartiges et al., 2001). The cohesion of bacterial 

aggregates was ensured by the addition of 2% glutaraldehyde for 4 hours. Aggregates were 

then contrasted in 2% osmium tetroxyde solution for 1 hour. Between each step of 

preparation, the excess of reactive was removed by washing. Then, samples were dehydrated 

upon successive additions of acetone at final concentrations of 10, 20, 40and 60% (v/v), with 

5 min delay between each step, and then at concentrations 80% (15 min), 90% (2x20 min) and 

finally 100% (v/v) (3x20 min). Subsequently, the acetone was gradually exchanged with 

epoxy resin monomers (Kit Embed 812, Euromedex). Finally, the samples were placed in 

molds, and resin monomers were polymerized at 60°C for 12 hours. The resin-embedded 
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samples were cut in ultrathin sections (1 µm) using an ultramicrotome (ultra-cut E, Reichert-

Jung). These sections were then stained with uranyl acetate and lead citrate to enhance 

resolution of organic matter (Reynolds, 1963) before positioning on copper grids. To properly 

address the damages of bacterial membranes caused by PEI, analysis was performed on at 

least 100 bacteria.  

 

II.6 Atomic force microscopy 

 
Before the sedimentation step, the bacterial aggregates were deposited onto glass slides. 

After 20 minutes, the surface coated with aggregates was washed with Milli-Q water. The 

samples were then immediately transferred into the AFM cell and AFM images were recorded 

in air atmosphere using an MFP3D-BIO instrument operating in contact mode (Asylum 

Research Technology, Atomic Force F&E GmbH, Mannheim, Germany). Silicon nitride 

cantilevers of conical shape (MLCT-AUNM, Veeco Instruments SAS, Dourdan, France) were 

used, and their spring constants, denoted as k, were determined following thermal calibration 

method (Vadillo-Rodrigues et al., 2004), providing k values of ~10.4 ± 1.7 pN nm-1. Prior to 

any experiment, the geometry of the AFM tip was systematically controlled using a 

commercial grid for 3-D visualization (TGT1, NT-MTD Compagny, Moscow, Russia) and 

curvature of the tip in its extremity was found to lie in the range ~20 to 50 nm. 

 

III. Results 
 

III.1 PEI-mediated flocculation of bacteria devoid of LPS O-antigen surface structure 

 
For PEI concentration ranging from 0 to 17.5 mg/L (regime A1, Figure 1A), optical density 

of the supernatant decreases from 1.2 to 0.2, and particle size increases up to ~25-30 µm. 

These trends typically reflect a PEI-mediated aggregation of the bacteria considered in this 

section. When increasing PEI concentration from 17.5 mg/L to 40 mg/L (regime A2, Figure 
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1A), optical density rises up to 1.1, a value comparable to that measured before addition of 

PEI, and aggregates size clearly decreases down to 15 µm. Finally (regime A3, Figure 1A), 

for PEI concentrations above 40 mg/L, optical density drops to ~0.2 whereas the size of 

aggregates increases again to circa 30 µm, which highlights a second aggregation stage. 

The electrokinetic measurements performed on bacteria devoid of LPS O-antigen are 

reported in Figure 1B as a function of PEI concentration. Similarly to Figure 1A, the three 

regimes A1-A2-A3 can be clearly distinguished. Indeed, electrophoretic mobility remains 

roughly constant in regime A1 (~ - 0.6 10-8 m2 V-1 s-1) and then decreases (in magnitude) to ~ 

0 at the onset of regime A2. This is explained by a gradual neutralization of negative charges 

carried by bacterial particles (isolated cells and/or aggregates) following adsorption of PEI 

(cationic polymer). For further increase of PEI concentration (regime A2 to regime A3), the 

mobility increases in magnitude to finally reach a constant value of ~       - 0.4 10-8 m2 V-1 s-1 

in regime A3. This suggests the presence of negatively charged bacteria and/or bacterial 

aggregates in the medium at this high PEI concentration. Measurements of the suspension pH 

and conductivity (Figure 1C) as a function of PEI concentration provide qualitative 

information on the permeabilization state and integrity of bacterial membranes. In details, pH 

continuously increases for polymer concentration corresponding to regime A1 and A2. 

Comparison with pH data obtained in the absence of bacteria (Supplementary data, Figure C) 

demonstrates that pH is solely determined by PEI when added in concentrations larger than 40 

mg/L. For lower polymer content in solution, PEI is adsorbed onto the bacterial membranes 

and bacterial residues, thereby leading to a lower pH as compared to that for situation where 

bacteria are absent. Quantitative inspection of conductivity data measured as a function of PEI 

concentration in the presence and absence of bacteria (Figure 1C and Supplementary data, 

Figure D, respectively) further suggests that interactions between PEI and bacteria/bacterial 

aggregates result in the release of ions and/or charge carriers (e.g. cell residues) possibly 
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originating from deterioration of cell membranes. This result, that is supported by AFM and 

TEM images discussed below, is confirmed by crystal violet absorbance/release tests. A 

three-fold increase of crystal violet amount in the supernatant within the regime A2 of 

polymer concentration (Supplementary data, Figure E), pictures a significant permeabilization 

of bacterial membranes.  

Figure 2 shows typical images obtained by TEM (panels A1.a, A2.a, A3a) and AFM (panels 

A1.b, A2.b, A3.b) for bacterial aggregates formed after exposure of bacteria to PEI in regimes 

A1, A2 and A3. For PEI concentrations corresponding to regime A1 (≤ 17.5 mg/L), both 

AFM and TEM (panels A1.a,b) suggest that bacterial cells are organized in aggregates where 

the membrane structure of constituting bacteria do not appear significantly damaged. 

Nevertheless, protruding spherical vesicules of about 200 nm in diameter may be clearly 

identified on the outer bacterial membranes (see red squares indicated in Figures 2A1.a and 

2A1.b). The fact that those vesicules are visible in both AFM and TEM images attest that they 

are not the result of resin-embedding artifacts. Detailed observations reveal that ∼30% of the 

bacteria within the aggregates exhibit such vesicules at their outer periphery. Upon a further 

increase in PEI concentration (regime A2, Figures 2A2.a and 2A2.b), bacteria remain 

organized in aggregates form, the aspect of which considerably differs from that in regime 

A1: aggregates are more compact and the identification of individual bacteria within a given 

aggregate becomes difficult. Severe damages of the bacterial membranes now confer the 

aggregates a puffy appearance. TEM micrographs point out the presence of spherically 

wrapped cell envelope residues (50 to 100 nm in diameter) located at the outermost regime of 

the bacterial aggregates (see red squares in Figure 2A2.a). 75% of the aggregated cells show 

this type of membrane damage. Finally, for sufficiently high PEI concentrations (> 40 mg/L, 

regime A3), it becomes impossible to distinguish individual cells within a given aggregate 

(Figure 2A3.b). Aggregates now appear much more inflated than in regime A2 and numerous 
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cell material residues may be observed (Figure 2A3.b). In addition, long filamenteous 

structures, possibly associated with fragments of released cytoplasm (see Figure 2A3.a), are 

identified and suggest that the bacterial lysis is now complete.  

 

III.2 PEI-mediated flocculation of bacteria with LPS O-antigen decorated membrane  

 
The dependence of optical density, size, electrophoretic mobility, pH and conductivity on 

PEI concentration are depicted in Figure 3 for suspensions of bacteria that exhibit LPS O-

antigen surface appendage. This figure constitutes the pendant of Figure 1 discussed in the 

previous section for bacteria devoid of LPS-O antigen surface structure. Three regimes of PEI 

concentration that correspond to peculiar evolutions (discussed below) of the aforementioned 

parameters with increasing PEI concentration can be distinguished B1 (≤ 20 mg/L), B2 (20 

mg/L < PEI concentration ≤ 60 mg/L) and B3 (PEI concentration ≥ 60 mg/L), respectively. 

B1 represents the regime where bacterial aggregation takes place, as judged from the 

decrease of the optical density from 1.1 to 0.2 and the increase of aggregate size up to ∼80 µm 

for PEI concentration ∼20 mg/L (Figure 3A). Upon further increase in PEI concentration 

(regime B2), the optical density remains approximately constant (around 0.2) before slightly 

increasing to 0.4 at 60 mg/L PEI concentration. Aggregate size (Figure 3A) abruptly drops to 

∼40 µm for a ∼20 mg/L PEI concentration and does not significantly vary with further 

increase in PEI content within regime B2. Finally, for PEI concentrations higher than 60 mg/L 

(regime B3), the optical density is constant and sharply drops to a 0.2 value at the highest PEI 

concentration investigated. Moreover, the size of aggregates decreases to  about 25 µm. 

Regarding electrokinetics (Figure 3B), the electrophoretic mobility dramatically increases (in 

magnitude) from ~ - 0.5 10-8 m2 V-1 s-1 to - 2 10-8 m2 V-1 s-1 for an increase in PEI 

concentration  from 0 to 20 mg/L (regime B1). This indicates that the bacterial aggregates 

carry an apparent volume charge density that becomes increasingly negative upon the addition 
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of cationic PEI up to a concentration of 20 mg/L. Above a PEI concentration of 20 mg/L, the 

aggregate mobility dramatically decreases in magnitude (regime B2) and even changes sign at 

60 mg/L before stabilizing around zero for PEI concentration in the 60-80 mg/L range. This 

suggests neutralization of negatively charged groups located within/at the surface of bacterial 

aggregates following PEI adsorption. 

Membrane permeability experiments (Supplementary data, Figure E) measured by the 

release of intracellular crystal violet in the supernatant of bacterial suspensions slightly 

increases from 5 to 10 % within the regime B1 of PEI concentration, and further increases up 

to ∼16% for PEI content ∼30 mg/L. The absorbance then levels off or even slightly decreases 

with further increase of PEI concentration. The release of crystal violet for PEI concentration 

in the range 0-30 mg/L, reflects a significant permeabilization of the cell membranes. This 

permeabilisation goes in pair with the release of ions and/or charged cell residues that 

contribute to an increase in conductivity (Figure 3C), which is further supported by 

conductivity measurements carried out in the absence of bacteria (Supplementary data, Figure 

D). Finally, similarly to the situation for O-antigen-free bacteria, the adsorption of PEI onto 

outer bacterial membrane and/or LPS-O antigen appendage results to a lower pH 

(Supplementary data, Figure C) as compared to that of solutions where bacteria are absent. 

For excess of PEI, suspensions with or without bacteria have similar pH values. 

Figure 4 presents typical TEM and AFM observations of PEI-mediated aggregates of 

bacteria exhibiting (before introduction of PEI) LPS-O antigen surface structure in regimes 

B1 (panels B1a,b), B2 (panels B3a,b) and B3 (panels B3a,b). In agreement with the results 

discussed above (Figure 3A), Figures 4B1.a and 4B1.b underline the presence of bacterial 

aggregates for PEI concentrations lower than 20 mg/L (regime B1). Closer examination of 

TEM micrographs reveals that about 75% of bacteria exhibit superficial damages that take the 

form of protruding membrane residues (red squares in Figure 4B1.a). One may further note 
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the presence of spherical outgrowths (~200 nm in diameter, Figure 4B1.b) at the surface of 

bacterial aggregates. Some of these residues may be clearly identified at the glass surface that 

supports the aggregates. With increasing PEI concentration to 60 mg/L (regime B2), TEM 

and AFM observations (Figures 4B2.a and 4B2.b, respectively) still display bacterial 

aggregates but the damages of cell membranes are now amplified (see red squares in panels 

4B2.a,b), both in number and in severity. About 50 to 70% of the bacterial cells now present 

at their outer periphery a dramatic loss of membrane integrity visible as spherical nodules 

leading to membrane breaking. For PEI concentrations above 60 mg/L (regime B3), the 

aspect of bacterial aggregates is significantly different as compared to that at lower PEI 

concentrations. Indeed, the previously mentioned spherical outgrowths at the cell membrane 

have evolved to large asperities (see red square in Figure 4B3.a), and for some of the bacteria, 

an entire loss of the cytoplasmic content is recognizable as a rough thin film on the AFM 

glass slide (see red square in panel 4B3.b), that likely consists of released cell materials. The 

analysis of TEM micrographs indicates that more than 60% of the bacteria exhibit membrane 

breakup/perforation events and release of their inner cytoplasmic content. 

 

IV. Discussion 
 

IV.1 PEI-mediated flocculation of bacteria devoid of LPS O-antigen surface structure 

 
The dependence of optical density, aggregate size, electrophoretic mobility, pH and 

conductivity on PEI concentration (Figure 1) clearly demonstrates the succession of three 

distinct regimes for the formation of bacterial aggregates upon gradual addition of PEI. For 

PEI concentrations lower than 17.5 mg/L, bacterial cells are present in the form of aggregates 

and cell membranes do not display severe damages. The occurrence of bacterial aggregation 

at such PEI concentrations is fully consistent with the corresponding dramatic decrease (in 

magnitude) of the electrophoretic mobility measured for the aggregates. Indeed, this decrease 
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indicates that the negative bacterial charges are gradually neutralized by adsorbed (and 

positively charged) PEI chains at the bacterial surfaces, thus leading to a decrease of the 

interparticular repulsive interactions that favor aggregation via e.g. the formation of PEI 

bridges. For larger PEI concentrations (17.5-40 mg/L), the electrophoretic mobility remains, 

at first, close to a zero value and then increases in magnitude for PEI concentration in the 30-

40 mg/L range (regime A2, Figure 1B). A zero electrophoretic mobility indicates that the 

neutralization of bacterial charges is complete. The important coverage of bacterial surfaces 

by PEI chains likely leads to (i) increased repulsive interactions between bacterial aggregates, 

and (ii) a decrease in probability for a free PEI chain to bind PEI-uncoated bacterial 

membranes. In turn, these processes are sufficient to prevent further growth and 

sedimentation of aggregrates, in line with data of Figures 1A and 1B. The increase in 

aggregate mobility (in magnitude) for PEI concentrations around 30-40 mg/L necessarily 

implies the beginning of a bacterial lysis via the deterioration of the membranes after 

interaction with PEI. In turn, the overall electroneutrality of bacterial flocs surface is no 

longer achieved and the mobility of these flocs and that of released cell residues become 

negative. In line with this erosion, the liberation of inner cell residues concurs with the 

observed increase in conductivity and solution pH. In the third and last regime of PEI 

concentrations (>40 mg/L), a second aggregation step occurs, as indicated by a decrease in 

optical density and increase in aggregate size (Figure 1C). For such PEI concentrations, 

bacterial lysis is significant, leading to a drastic disruption of bacterial membrane, thus 

inducing the release of a substantial amount of inner cell material, as supported by TEM and 

AFM imaging (Figures 2A3.a,b). A increase in pH (in the absence of PEI) would not lead to 

cell lysis or permeation but, instead, would induce a change in the state of the polymer fringe 

(Gaboriaud et al., 2008). Indeed, due to a modification of the charge carried by the peripheral 

structure of the cell, polymer swelling would take place. As shown by Dague et al. (2006) for 
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bacteria of similar type than the ones used in our study, an increase in pH leads to an increase 

of the magnitude of cell electrophoretic mobility. For basic pH (values between 8 and 11), 

electrophoretic mobility reaches approximately – 2.8 10-8  and – 3.8 10-8  m2 V-1 s-1, 

respectively for bacteria covered by polymeric shell and devoid of polymer surface 

appendage. Comparatively, at similar pH values, we obtained electrophoretic mobility values 

close to zero, meaning that the very effect of PEI on bacterial membrane is observed. In 

agreement with previous literature (Salt et al., 1995; Cordes et al., 1990) that evidences the 

possible aggregation of RNA, DNA or organits via binding with PEI, the second aggregation 

of interest here is probably that of released bacterial cell materials and wrapped membranes 

(clearly observable in Figures 2A3.a,b). Those newly formed aggregates probably adsorb onto 

surfaces of already present bacterial aggregates, via PEI-mediated bridges, leading to an 

increase of size, to a decrease in optical density or, equivalently, to sedimentation. 

 

IV.2 PEI-mediated flocculation of bacteria with LPS O-antigen decorated membrane 

 
Similarly to the case of bacteria devoid of LPS O-Antigen, the aggregation of cells with LPS 

O-antigen surface appendage takes place at low PEI concentrations (regime B1, 0-20 mg/L). 

However, the aggregate size of about 80 µm at 20 mg/L PEI concentration is about three 

times larger than that of aggregates consisting of bare bacteria at similar PEI concentration. 

The propensity of bacteria with LPS-O-antigen outer membrane to form larger aggregates 

might be explained by the associated steric hindrance of PEI chains to adsorb onto LPS 

decorated-membranes and by their ensuing larger availability for binding neighboring 

particles. The biocolloidal residues observed on AFM and TEM images (spherical 

outgrowths, Figure 4B1.a,b) likely originate from the complexation of LPS O-antigen 

appendages with PEI and the subsequent release of those structures in the solution and on the 

surface of the AFM glass slide. Because LPS appendages contribute to the screening of 
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negative charges carried by bacterial outer membranes (see details in Gaboriaud et al. (2008) 

and Clements et al. (2008)), the elimination, even partial, of LPS O-antigen from the bacterial 

surface by the PEI at sufficiently high concentration (Figure 4B1.a,b), leads to an enhanced 

exposition of negative membrane surface charges to the outer solution, which is consistent 

with the observed increase (in magnitude) of aggregate electrophoretic mobility (Figure 3B). 

With increasing PEI concentrations up to 60 mg/L, the aggregation of bacteria with LPS O-

antigen decorated-membranes occurs according to a mechanism similar to that invoked for 

bacteria without LPS O-antigen. Namely, PEI adsorbs onto the bare bacterial membranes 

(from which LPS O-antigen has been removed), which leads to a neutralization of negative 

bacterial surface charges, to a lowering of interparticular electrostatic energy barrier and to 

aggregation. This process results in 40 µm aggregate size which is comparable to that of 

aggregates consisting of bacteria free of LPS-O antigen within regime A2 of polymer 

concentration (Figure 1A). The decrease in aggregate size from ~80 µm down to ~40 µm 

when increasing PEI concentration from ~20 to 60 mg/L (Figure 3A) can be directly related to 

the evolved nature of the bacterial surface within this range of polymer concentration, passing 

from fully to partially LPS-covered membranes (with the limit of membranes free of LPS). In 

addition, the release of LPS O-antigen within regimes B1 and B2 induces superficial damages 

that weaken and permeabilize free LPS O-antigen membranes, thus contributing to a 

conductivity increase and a significant release of crystal violet (Supplementary information, 

Figure E). The main difference between cell lysis and permeation is related to membrane 

integrity. Permeation renders possible exchanges (for example, ions or nutriments) between 

cell cytoplasm and external environment, through the cell membrane. This explains why 

crystal violet release is more significant than for the case of bare bacteria. Observed damages 

are shaped as spherical vesicules which are reminiscent of those resulting of a stress applied 

on the LPS membrane, as described by Schooling and Beveridge (2006). Finally, for PEI 
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concentrations larger than 60 mg/L, the bacteria suffer from severe damages that ultimately 

lead to entire cell lysis. The corresponding increase in optical density is due to the 

corresponding release in the medium of cell residues and of their PEI-mediated aggregated 

forms. These biocolloidal residues bound to most of the macromolecules, thus avoiding large 

bacterial aggregates to form. This explains in fine why there is only a slight increase in optical 

density at large PEI concentrations as compared to that observed for the nude bacteria 

situation where all introduced PEI macromolecules are available for cell binding and thus 

forming large aggregates. As a matter of fact, the PEI chains bound to cell residues become 

less available for contributing to bacterial cells aggregation. 

 

V. Conclusions 
 

As a conclusion, Figure 5 provides a schematic illustration of the various processes 

discussed above that govern the PEI-mediated aggregation of LPS O-antigen free bacteria and 

that of bacteria exhibiting such surface appendage. The results evidence a major impact of 

bacterial surface surstructure on aggregation. In particular, lower amounts of PEI are needed 

to flocculate bacterial cells decorated by LPS O-antigen as compared to the situation observed 

for bare bacteria. The steric hindrance encountered by PEI chains in the vicinity of LPS 

decorated-bacteria prevents the cationic polymer from significantly adsorbing onto the cell 

surfaces and instead promotes the interactions between PEI-free bacterial outer membrane via 

the formation of interbacterial polymer bridges. In contrast, PEI readily adsorbs onto 

individual bacterial membranes devoid of LPS O-antigen barrier, thereby lowering their 

probability to bind via the polymer bridges. Another aspect is the difference between the PEI 

amounts required for lysis of bacteria with and without LPS O-antigen. Lysis of the latter is 

complete for all bacteria observed with a 40 mg/L PEI concentration whereas only 60% of 

LPS O-antigen decorated cells are lysed after exposure to 60 mg/L PEI. This reflects the 
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protective role played by LPS O-antigen against harmfulaction of PEI. Indeed, PEI reacts first 

with a significant amount of LPS O-Antigen surface structures to permeabilize and fragilize 

the cell membranes and then contribute to an efficient lysis of the so-become bare cell 

membranes. Evidence of such role played by LPS is the observation of similar aggregation 

processes for bacteria that are devoid of LPS O-antigen and those that lack this appendage 

after preliminary action of PEI.  

The current study highlights the complexity of the mixed physico-chemical and biological 

processes that must be considered for appropriately understanding the aggregation processes 

as they occur e.g. in wastewater sludge treatment. In that respect, special attention is here 

devoted to identifying the toxic impact of flocculating polymer agent on bacterial surface 

structures that exhibit or not LPS O-antigen appendage, and the resulting consequences for 

cell aggregation. In wastewater sludge treatement, the flocculating agent is ususally added in 

excess as compared to the content of bacteria. Our study demonstrates that such procedure 

likely leads to full cell lysis, which, in turn, increases the dispersion of biocolloidal residues 

thoughout the medium and potentially diminishes dewatering efficiency. Possible alternatives 

for avoiding such failure in wastewater sludge treatment would be a careful control and 

optimization of flocculating agent concentration in order to reach conditions of bacterial 

flocculation without massive and undesirable cell lysis. An abacus could be constructed in 

order to correlate sludge organic content with optimal flocculent dose. Organic content could 

then be measured via the use of spectrometry techniques, and flocculent concentration 

subsequently adjusted. Further investigations are surely needed, in particular viscosity 

measurement and mechanical characterisation of bacterial/PEI aggregates would inform on 

the relationship between aggregate structures and easiness in dewatering processes. Moreover, 

an adjustment of PEI concentration to lowest possible values leading to cell lysis would make 

the water treatment plant avoid the use of PEI excess, which is environmentally unfriendly 
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and expensive. Because bacterial sludge composition is highly variable from one treatment 

plant to another, it is necessary that previously mentioned abacus are constructed for each 

plant.In a forthcoming publication, the here-reported analysis will be complemented by the 

investigation of impacts of PEI molecular weight on bacterial cell aggregation processes. In 

addition, rheological and nanomechanical analyses (Polyakov et al., 2011) carried out on our 

model bacteria with and without LPS O-antigen will be given in order to achieve a local, 

quantitative understanding of the impacts of PEI and cell surface appendage on the water 

retention properties of bacterial sludge.  
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Supplementary data 

Details on (i) the surface structure of free and decorated LPS O-antigen Shewanella 

Oneidensis MR-1 bacteria (Figures A, B), (ii) crystal violet adsorption/release experiments, 

(iii) the effect of PEI on pH and conductivity of KNO3 electrolyte solution in the absence of 

bacteria (Figure C and D), (iv) the extent of crystal violet release with varying PEI 

concentration for both bacteria analysed in this study (Figure E). This material is available 

free of charge via the Internet at http://sciencedirect.com. 
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Figure  
  
Figure 1. Dependence of A) optical density and aggregates size, B) optical density and 

electrophoretic mobility (µ); C) pH and conductivity, on concentration of PEI added to the 

solution initially containing isolated free LPS O-antigen bacteria. 

Figure 2. Typical TEM and AFM observations (three panels at the top and bottom, 

respectively) of free LPS O-antigen bacteria flocculated with A1.a) 17.5 mg/L, A2.a) 37.5 

mg/L and A3.a) 90 mg/L PEI, and with A1.b) 2.5 mg/L, A2.b) 35 mg/L and A3.b) 100 mg/L 

PEI. TEM and AFM observations were performed on at least 100 cells and 10-20 cells, 

respectively.  

Figure 3. Dependence of A) optical density and aggregates size, B) optical density and 

electrophoretic mobility (µ); C) pH and conductivity, on concentration of PEI added to 

solution initially containing LPS O-antigen decorated bacteria. 

Figure 4. Typical TEM and AFM observations (three panels at the top and bottom, 

respectively) of LPS O-antigen decorated-bacteria flocculated with B1.a) 5 mg/L, B2.a) 20 

mg/L and B3.a) 90 mg/L PEI,  and with B1.b) 5 mg/L, B2.b) 35 mg/L and B3.b) 90 mg/L 

PEI. TEM and AFM observations were performed on at least 100 cells and 10-20 cells, 

respectively.  

Figure 5. Schematic illustrations of the 3 aggregation regimes for free LPS O-antigen bacteria 

upon increase of PEI concentration: A1) aggregation, A2) lysis and flocs erosion and A3) 

aggregation of cell residues. Schematic illustrations of aggregation regimes for LPS O-antigen 

decorated bacteria : B1) aggregation, release of LPS O-antigen surface appendage, B2) PEI-

mediated binding of neighboring LPS O-antigen free bacterial membranes and B3) lysis. 



Chapitre 3 

 106 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : Dependence of A) optical density and aggregates size, B) optical density and electrophoretic mobility (µ); C) pH and 

conductivity, on concentration of PEI added to the solution initially containing isolated free LPS O-antigen bacteria. 
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Figure 2 : Typical TEM and AFM observations (three panels at the top and bottom, respectively) of free LPS O-antigen bacteria 

flocculated with A1.a) 17.5 mg/L, A2.a) 37.5 mg/L and A3.a) 90 mg/L PEI, and with A1.b) 2.5 mg/L, A2.b) 35 mg/L and A3.b) 100 mg/L 

PEI. TEM and AFM observations were performed on at least 100 cells and 10-20 cells, respectively. 
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Figure 3 : Dependence of A) optical density and aggregates size, B) optical density and electrophoretic mobility (µ); C) pH and 

conductivity, on concentration of PEI added to solution initially containing LPS O-antigen decorated bacteria. 
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Figure 4 : Typical TEM and AFM observations (three panels at the top and bottom, respectively) of LPS O-antigen decorated-bacteria 

flocculated with B1.a) 5 mg/L, B2.a) 20 mg/L and B3.a) 90 mg/L PEI,  and with B1.b) 5 mg/L, B2.b) 35 mg/L and B3.b) 90 mg/L PEI. 

TEM and AFM observations were performed on at least 100 cells and 10-20 cells, respectively.  
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Figure 5 : Schematic illustrations of the 3 aggregation regimes for free LPS O-antigen bacteria upon increase of PEI concentration: A1) 

aggregation, A2) lysis and flocs erosion and A3) aggregation of cell residues. Schematic illustrations of aggregation regimes for LPS O-

antigen decorated bacteria : B1) aggregation, release of LPS O-antigen surface appendage, B2) PEI-mediated binding of neighboring 

LPS O-antigen free bacterial membranes and B3) lysis. 
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Figure A. Observations by transmission electron microscopy of 1) free and 2) decorated LPS 

O-antigen Shewanella oneidensis MR-1 bacteria grown at 30 and 20°C respectively. 

 
 

 
 
 
Figure B. Observations by atomic force microscopy (under air condition) of 1) free and 2) 

decorated LPS O-antigen Shewanella Oneidensis MR-1 bacteria. 
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 CRYSTAL VIOLET RELEASE EXPERIMENTS 

The aim of this experiments was to characterize bacterial membrane permeability. 

1 mL aliquots of bacterial suspension at an OD600 of 1 were mixed with crystal violet (0.1 

g/L), for 1 hour. Bacterial suspensions were then washed several times by alterning 

centrifugation at 13000 g for 3 minutes and dispersion in a fresh 1 mM KNO3 solution. After 

each centrifugation, the supernatant absorbance was measured by spectrophotometry (540 

nm) till the amount of violet crystal released by the bacteria became negligible. The bacterial 

suspensions were then redispersed in 1 mM KNO3 solution before the addition of PEI at a 

given concentration in the range 0-100 mg/L. After a delay of 49 minutes, a final 

centrifugation (13000 g for 3 minutes) was performed and the absorbance of supernatant was 

measured. A 100% release of crystal violet was obtained by lysing crystal violet stained 

bacteria with acetic acid. The amount of violet crystal released by PEI-treated bacteria was 

estimated from the ratio of the absorbances measured in the supernatant of PEI-treated and 

acetic acid-treated bacterial suspensions. This method allows us to provide a rough estimate 

of the permeabilization of the bacterial membranes considered in our study.  
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Figure C. Dependence of pH on PEI concentration in 1 mM KNO3  solution in the 

presence/absence of bacteria presenting or not LPS O antigen. 
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Figure D. Dependence of conductivity on PEI concentration in 1 mM KNO3 solution in the 

presence/absence of bacteria presenting or not LPS O-antigen. 
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Figure E. Dependence of crystal violet release on PEI concentration for a suspension 

containing free or decorated LPS O-antigen Shewanella oneidensis MR-1 bacteria. 
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Complément concernant la floculation des cellules bactériennes par un 

polyéthylèneimine de masse moléculaire 60000 g/mol 

 

La figure 1 présente l’évolution du temps nécessaire au doublement de la population 

bactérienne, appelé aussi temps de génération, pour les deux types de bactéries étudiées, en 

fonction de la concentration en PEI60000g/mol. 

 

Figure 6 : Evolution du temps de génération des populations bactériennes présentant ou non des 
surstructures polysaccharidiques en fonction de la concentration en PEI60000g/mol. 

 

 
Cette figure montre que le temps de génération augmente de 42 minutes (temps initial) à 48 

minutes pour une concentration de 17.5 mg/L de PEI60000g/mol pour les bactéries ne présentant 

pas de surstructure, ce qui représente une augmentation d’environ 15% de la valeur initiale. 

Ce temps de génération reste stable à des valeurs de 50 minutes environ jusqu’à une 

concentration de 40 mg/L de PEI60000g/mol, puis augmente jusqu’à 70 minutes, ce qui 

représente une augmentation de plus de 50% de par rapport à la valeur initiale. Notons que le 

décalage en ordonnées à l’origine provient de la différence des températures de culture, 20°C 

pour les bactéries présentant des surstructures lipopolysaccharidiques et 30°C pour les 

bactéries ne produisant pas de surstructure. 
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L’évolution du temps de génération des bactéries présentant la partie antigène O du 

lipopolysaccharide (AgO-LPS) est légèrement différente. On constate une augmentation très 

importante du temps de génération pour des concentrations en PEI60000g/mol inférieures à celles 

observées précédemment. En effet, il passe de 70 (temps initial) à 95 minutes environ quand 

la concentration en PEI60000g/mol atteint 15 mg/L, ce qui représente une augmentation 

d’environ 40% de sa valeur initiale. La valeur du taux de génération se stabilise à 90 minutes 

avant d’atteindre 110 minutes en présence d’une concentration en PEI60000g/mol de 100 mg/L. 

 

En comparant ces résultats à ceux obtenus au chapitre précédent, on constate que l’évolution 

du temps de génération confirme et complémente les interprétations que nous avions faites 

concernant le comportement des bactéries en agrégation suivant la concentration en 

PEI60000g/mol. En effet, entre 0 et environ 35 mg/L PEI60000g/mol, la faible augmentation du 

temps de génération des bactéries ne présentant pas de surstructure montre que celles-ci n’ont 

pas subies d’altérations majeures. La stabilité du temps de génération entre 35 et 40 mg/L, 

souligne le fait qu’il y ait adsorption du polymère sur les membranes, précédant l’érosion des 

agrégats. Enfin, la franche augmentation observée au-delà de 40 mg/L montre clairement le 

début de la lyse bactérienne. 

 

Concernant les bactéries présentant des surstructures, l’augmentation du temps de génération 

dès les plus faibles concentrations montre que, bien qu’il n’y a pas de lyse bactérienne 

(comme l’avons montré dans le chapitre précédent), le PEI60000g/mol présente une grande 

toxicité pour ce type de bactéries. Le relargage des LPS par complexation avec ce polymère 

affecte fortement la membrane cellulaire au point de limiter les divisions des cellules 

bactériennes. Dans la mesure où, comme l’ont montré plusieurs études microbiologiques 

antérieures [1-2 ; 37-38], le relargage des LPS est à l’origine d’un accroissement de la 

perméabilité membranaire, il peut paraître logique que l’afflux d’éléments (ioniques entre 

autres) non-nécessaire ou la fuite de substrat essentiel engendrent des difficultés à ce que le 

métabolisme cellulaire fonctionne de façon appropriée. Enfin, l’augmentation du temps de 

génération pour une concentration en PEI60000g/mol de 80-100 mg/L montre que de telles 

concentrations sont probablement à l’origine de la lyse d’une partie importante de la 

population bactérienne.  

 

En conclusion, cette étude montre que selon la présence ou l’absence de surstructures 

bactériennes, les modalités de l’agrégation des cellules diffèrent.  
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Lorsque les bactéries ne présentent pas de surstructures, l’agrégation est induite par le 

polyéthylèneimine pour des concentrations de l’ordre de 20 mg/L de polyéthylèneimine. Une 

restabilisation se produit lorsque la concentration en polymère atteint environ 40 mg/L. Celle-

ci correspond à une lyse bactérienne induite par le polymère. La concentration en polymère 

est alors trop faible pour former, avec les résidus colloïdaux ainsi libérés, des agrégats de 

taille suffisamment importante pour qu’il y ait décantation. Aussi, une augmentation de la 

concentration en polyéthylèneimine permet de former des agrégats de taille suffisante pour 

décanter. Ainsi, on parle d’une agrégation secondaire, car les agrégats ne sont non plus 

formés de bactéries intègres, mais de résidus bactériens colloïdaux. 

 

Lorsque les bactéries présentent des surstructures exopolymériques, l’agrégation a lieu dès 5 

mg/L de polymère, en raison de l’encombrement stérique provoqué par les 

lypopolysaccharides. Conjointement, des complexes lypopolysaccharides/polyéthylèneimine 

se forment, provoquant un relargage des surstructures. Lorsque la concentration en polymère 

augmente (entre 40 et 60 mg/L), ce dernier s’adsorbe directement sur la membrane cellulaire. 

Il y a finalement lyse bactérienne, comme nous l’avions observé dans le cas précédent. La 

restabilisation n’apparaît pas aussi nettement car la concentration en polymère est, à ce stade 

(au delà de 60 mg/L), suffisante pour agréger les résidus colloïdaux libéré par la lyse 

cellulaire en flocs de taille suffisante pour qu’il y ait décantation.  

 

Finalement, on peut affirmer que, qu’il y ait ou non présence de surstructures, l’excès de 

polymère provoque une lyse cellulaire et donc la formation d’agrégats de nature différente. 

Par contre, celle-ci apparaît pour des concentrations en polymère plus importante lorsque les 

surstructures lypopolysaccharidiques sont présentes, ce qui montre qu’elles forment une 

barrière protectrice contre les effets nocifs du polyéthylèneimine sur les membranes 

cellulaires. 

 

Dans les chapitres suivants, nous allons nous intéresser aux modalités d’agrégation induites 

par des polymères de polyéthylèneimine de tailles variables, puis à l’impact de la structure 

interne des agrégats sur la déshydratation des boues bactériennes. 
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Chapitre 4 : Influence de la masse moléculaire du 

polyéthylèneimine sur la floculation de cellules bactériennes 

présentant ou non des surstructures 

 

 

Dans la suite de ce travail, nous allons utiliser les abréviations suivantes : 

- polyéthylèneimine de masse moléculaire 600 g/mol : PEI600g/mol, 

- polyéthylèneimine de masse moléculaire 60000 g/mol : PEI60000g/mol, 

- polyéthylèneimine de masse moléculaire 750000 g/mol : PEI750000g/mol. 

 

Dans ce chapitre, nous allons nous intéresser à l'influence de la masse moléculaire du PEI sur 

le mécanisme de floculation des bactéries Schewanella Oneidensis MR-1 présentant ou non 

des surstructures. Deux polymères sont étudiés. Le premier présente une masse moléculaire 

inférieure à celui étudié dans le chapitre précédant, 600 g/mol, et est largement utilisé en 

médecine pour la transfection de gènes et ses propriétés de diffusion intracellulaires liées à sa 

faible taille [1-3]. Le second polymère, de masse moléculaire très élevée, 750000g/mol, 

intervient fréquemment dans le conditionnement des boues d’épuration [4]. Pour chacun de 

ces polymères, nous allons évaluer l’impact des surstructures membranaires sur la floculation 

bactérienne. 

 

 

I. Floculation des cellules bactériennes par un polyéthylèneimine de masse 
moléculaire 750000 g/mol  
 

I.1 Etude des cellules bactériennes ne présentant pas de surstructures 

lipopolysaccharidiques 

 

I.1.1 Résultats  
 

Les graphiques présentés dans la figure 1 décrivent l’évolution de la densité optique du 

surnageant (ce qui correspond à la turbidité), de la mobilité électrophorétique (Figure 1.A), de 

la taille des agrégats (Figure 1.B), du pH (Figure 1.C) et de la conductivité (Figure 1.D) en 

fonction de la concentration en PEI750000g/mol. L’évolution de ces différents paramètres nous 
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conduit à différencier deux domaines de concentrations suivant que la concentration en 

PEI750000g/mol soit inférieure ou supérieure à 5 mg/L, domaines que nous avons respectivement 

nommés C1 et C2. 

 

 

Figure 1 : Evolution de A. la densité optique (O.D.) et de la mobilité électrophorétique (µ), B. de la densité 
optique (O.D.) et de la taille des particules, C. du pH et D. de la conductivité d’une suspension de bactéries 
ne présentant pas de surstructures, floculée et d’une solution ne contenant que du polymère, en fonction 
de la concentration en PEI750000g/mol (mg/L). 

 

Le domaine C1 est caractérisé par une diminution de la densité optique et une augmentation 

de la taille des particules (Figures 1.A et 1.B). Conjointement à ces phénomènes, on observe 

un pic de mobilité électrophorétique en valeur négative (Figure 1.A) ainsi qu’un pic de 

conductivité à 170 µS (Figure 1.D), tandis que la valeur du pH de la suspension reste proche 

de sa valeur initiale de 6.8 (Figure 1.C).  
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On peut noter que les mesures de pH et de conductivité de ce polymère effectuées en 

l’absence de cellules bactériennes (Figure 1.C et 1.D) donnent des valeurs nettement 

différentes de celles obtenues pour la suspension bactérienne traitée au PEI750000g/mol. Les 

valeurs de pH sont supérieures, 7.8 pour 5 mg/L de PEI750000g/mol contre 6.8 pour les bactéries 

traitées avec la même concentration.  A l’inverse, les valeurs de conductivité de ce polymère 

en solution sont très inférieures : 145 µS pour la solution ne contenant que du PEI750000g/mol et 

160 à 170 µS pour la suspension traitée. Cela démontre que ce sont bien les interactions 

s’opérant entre les cellules bactériennes et le polymère qui sont à l’origine de l’évolution de 

ces paramètres et non, le polymère uniquement.  

 

Lorsque la concentration en PEI750000g/mol dépasse les 5 mg/L,  la densité optique reste stable, 

à des valeurs proches de 0 (Figure 1.A). La taille des agrégats augmente faiblement et de 

manière constante, de 60 à 80 µm environ (Figure 1.B). On assiste également à une 

importante augmentation de la mobilité électrophorétique dont le signe s’inverse, 0.4 10-8 m² 

V-1S-1 pour une concentration d’environ 30 mg/L, suivie d’une légère diminution, jusqu’à 

atteindre la neutralité pour 100 mg/L de PEI750000g/mol (Figure 1.A). Enfin, la conductivité 

augmente d’environ 155 à 180 µS pour les concentrations en PEI750000g/mol les plus élevées (60 

à 100 mg/L) et le pH connaît une hausse très importante entre 5 et 30 mg/L de polymère, puis 

se stabilise à la valeur de 9.5 (Figure 1.C). 

 

La figure 2 présente l’évolution de la quantité de cristal violet relargué en solution et du temps 

nécessaire au doublement de la population bactérienne, en fonction de la quantité de 

PEI750000g/mol au contact de la suspension. 
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Figure 2 : Evolution du taux de relargage de cristal violet et du temps de génération de la population 
bactérienne ne présentant pas de surstructures polymériques en fonction de la concentration en 
PEI750000g/mol. 

 
Bien que ces méthodes d’analyse ne soient pas suffisamment précises pour déceler finement 

les mécanismes et les interactions se produisant entre les membranes bactériennes et les 

macromolécules de PEI750000g/mol, celles-ci nous autorisent néanmoins à évaluer l’état 

d’intégrité des cellules bactériennes. Le temps de génération augmente de 44 à 53 minutes 

lorsque la concentration en  PEI750000g/mol  atteint 5 mg/L avant de se stabiliser à 56 minutes 

dès 20 mg/L de polymère. De la même manière, le taux de relargage de cristal violet atteint 

10% dès 5 mg/L de PEI750000g/mol, puis augmentent jusqu’à des valeurs comprises entre 13 et 

20% dès une concentration en PEI750000g/mol  de 30 mg/L. 

 

 

I.1.2 Observations 
 

La figure 3 présente les observations des agrégats bactériens en microscopie à force atomique 

(AFM) (Figure 3.C1.a et 3.C2.a) et en microscopie électronique en transmission (MET) 
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(Figure 3.C1.b et 3.C2.b). Notons que le fait que ces observations présentent le même type 

d’altération prouve que les dommages observés en MET ne sont pas liés à des artéfacts 

provenant du traitement subi lors de l’inclusion en résine des échantillons. 

 
Lorsque la concentration est comprise dans le domaine C1, respectivement 2.5 et 5 mg/L pour 

les observations MET (Figure 3.C1.b) et AFM (Figure 3.C1.a), les bactéries présentent 

d’importantes altérations membranaires. En effet, sur les observations en MET, les 

membranes apparaissent comme étirées, distendues (Figure 3.C1.b). On voit également des 

morceaux de membranes arrachés (encadré rouge 1, Figure 3.C1.b), et des halos 

correspondant à des fuites de matériel cytoplasmique (encadré rouge 2, Figure 3.C1.b) dues à 

des altérations membranaires. Sur les observations en AFM (Figure 3.C1.a), les membranes 

bactériennes sont altérées, paraissent rugueuses et présentent de nombreuses boursouflures, 

d’une taille d’environ 200 nm. On peut observer la présence de résidus cellulaires (encadrés 

rouges, Figure 3.C1.a). A titre de comparaison, les bactéries non traitées avec du PEI750000g/mol 

présentent des membranes lisses (Figures 3.C0.a et 3.C0.b).  

 

Lorsque la concentration en PEI750000g/mol est supérieure à 5 mg/L, les observations MET (20 

mg/L) ne montrent plus de cellules bactériennes intègres (Figure 3.C2.b). On observe des 

membranes enroulées sur elles-mêmes (encadré rouge 1, Figure 3.C2.b), ainsi que des 

bactéries vidées de leur contenu cytoplasmique. Des halos correspondant au contenu 

cytoplasmique des bactéries sont visibles sur l’encadré rouge 2, figure 3.C2.b. Sur les 

observations AFM (30 mg/L), des agrégats bactériens sont visibles, mais les corps cellulaires 

sont difficilement identifiables (Figure 3.C2.a). Ces agrégats sont en fait composés de résidus 

cellulaires dont certains apparaissent de manière isolée sur l’échantillon (encadré rouge, 

Figure 3.C2.a). 
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Figure 3 : Observations AFM de bactéries C0.a. à l’état initial, en présence de C1.a 5 et C2.a 20 mg/L de PEI750000g/mol et MET de bactéries C0.b à l’état initiale, en 
présence de C1.b 2.5 mg/L et C2.b 30 mg/L de PEI750000g/mol.
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I.1.3 Discussion 
 

La figure 4 résume les mécanismes d’altération et d’agrégation observés. 

 

 

 

Figure 4 : Schéma décrivant l’action du PEI750000g/mol pour les domaines de concentration C1. 0 – 5 mg/L et 
C2. 5 – 100 mg/L. 

 

Dans le premier domaine de concentration, entre 0 et 5 mg/L de PEI750000g/mol, la diminution 

de la densité optique (Figure 1.A) corrélée à l’augmentation de la taille des particules (Figure 

1.B) montrent clairement qu’il y a agrégation des cellules bactériennes, comme le confirment 

les observations effectuées en MET (Figure 3.C1.b) et AFM (Figure 3.C1.a). Le pic en valeur 

négative de la mobilité électrophorétique (Figure 1.A) témoigne du fait qu’il y a une 

libération de matériel cytoplasmique chargé négativement dans le milieu. Le pic de 

conductivité (Figure 1.D) démontre que le polymère est présent en trop faible concentration 

pour compenser cet afflux. De plus, l’augmentation du taux de relargage de cristal violet 

atteste l’hypothèse de l’altération/perméabilisation des membranes bactériennes conduisant à 

un début d’érosion des agrégats (Figure 4.C1). Ce sont ces altérations que nous observons sur 

les images MET et AFM en figure 3.C1.b et 3.C1.a. Un comptage effectué à partir des 

observations MET montre qu’environ 90% des bactéries ont subi d’important dommages 

membranaires. En effet, la toxicité du polymère pour les cellules bactériennes est soulignée 

par une hausse importante du temps de génération. Notons que la stabilité du pH à des valeurs 

proches de la valeur initiale (Figure 1.C) démontre que les molécules de PEI750000g/mol sont 
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mobilisées par l’adsorption sur les membranes bactériennes et n’influent d’aucune façon sur 

le pH de la suspension.  

 

Lorsque la concentration en PEI750000g/mol est supérieure à 5 mg/L, il y a toujours formation de 

flocs bactériens, comme le confirme la densité optique proche de 0 (Figure 1.A)  et 

l’augmentation de la taille des agrégats (Figure 1.B). La croissance constante de la 

conductivité (Figure 1.D) et du taux de cristal violet libéré dénote une perméabilisation des 

membranes conduisant à un afflux d’ions dans la suspension. Cela montre que la lyse 

bactérienne s’intensifie ainsi que l’érosion des agrégats (Figure 4.C2), comme nous avons pu 

le constater sur les observations MET et AFM (Figure 3.C2.b et 3.C2.a). Par ailleurs, le 

comptage réalisé à partir des images MET permet de constater que la totalité des bactéries ont 

été lysées. Le fait que la mobilité électrophorétique augmente (Figure 1.A) jusqu’à la 

neutralité montre qu’il y adsorption progressive du polymère sur les agrégats bactériens, ce 

qui permet d’en neutraliser les charges négatives. Enfin, la forte augmentation du pH (Figure 

1.C) nous permet de dire que le polymère est en excès par rapport aux cellules bactériennes et 

qu’il subsiste donc des molécules de PEI750000g/mol en solution, contrôlant le pH de la 

suspension.  

 

 

I.2 Etude des cellules bactériennes présentant des surstructures lipopolysaccharidiques 

 

I.2.1 Résultats  
 

La figure 5 présente l’évolution de la densité optique du surnagent et de la mobilité 

électrophorétique (Figure 5.A), de la taille des agrégats (Figure 5.B), du pH (Figure 5.C) et de 

la conductivité (Figure 5.D) en fonction de la concentration en PEI750000g/mol.  

Dans ce cas également, les corrélations que nous avons pu établir entre l’évolution de ces 

différents paramètres nous permettent de distinguer différents domaines de concentrations 

correspondant à une succession d’étapes d’agrégation des cellules bactériennes par le 

PEI750000g/mol. Ces domaines sont désignés de la façon suivante : D1, D2 et D3 et 

correspondent respectivement aux concentrations en PEI750000g/mol suivantes : 0-7, 7-10 et 10-

100 mg/L de PEI750000g/mol. 
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Figure 5 : Evolution de A. la densité optique (O.D.) et de la mobilité électrophorétique (µ), B. de la densité 
optique (O.D.) et de la taille des particules, C. du pH et D. de la conductivité d’une suspension de bactéries 
présentant une surstructure polysaccharidique, floculée et d’une solution ne contenant que du polymère, 
en fonction de la concentration en PEI750000g/mol (mg/L). 

 
Pour des concentrations comprises entre 0 et 7 mg/L de PEI750000g/mol, on observe une 

diminution de densité optique, atteignant environ 0.4 (Figure 5.A) parallèlement à une 

augmentation de la taille des particules jusqu’à 40 µm environ (Figure 5.B). De plus, 

l’évolution de la mobilité électrophorétique marque un pic en valeur négative (-2.5 10-8 m² V-

1S-1, Figure 5.A) corrélée à une légère augmentation de pH, qui passe d’une valeur de 7 à 7.8 

(Figure 5.C). Enfin, on note une hausse de la conductivité jusqu’à 175 µS (Figure 5.D).  

 

Lorsque l’on se trouve dans le domaine de concentrations en PEI750000g/mol  correspondant à 

D2, la densité optique continue de diminuer (0.3, Figure 5.A), tandis que la taille des 

particules marque un pic à environ 100 µm (Figure 5.B). La mobilité électrophorétique 

augmente jusqu’à une valeur de 1.1 10-8 m² V-1S-1 (Figure 5.A), et de manière antithétique, le 
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pH connaît une diminution jusqu’à la valeur d’environ 7 (Figure 5.C). Néanmoins, la 

conductivité reste stable à 175 µS environ (Figure 5.D).  

 

Enfin, pour des concentrations supérieures à 10 mg/L, la densité optique se stabilise à des 

valeurs proches de 0 (Figure 5.A). La taille des particules, après avoir chutée à environ 40 µm 

pour une concentration de 15 mg/L de PEI750000g/mol, augmente de manière continue et atteint 

une taille moyenne d’environ 150 µm (Figure 5.B). De la même manière, après avoir 

diminuée à -2 10-8 m² V-1S-1, la mobilité électrophorétique augmente et se stabilise aux 

alentours de la neutralité aux environs de 80 mg/L de PEI750000g/mol (Figure 5.A). Le pH et la 

conductivité  augmentent également de façon monotone pour atteindre respectivement les 

valeurs de 9 et 200 µS environ (Figure 5.C et 5.D). Notons tout d’abord que  les valeurs de 

conductivité sont nettement supérieures à celles obtenues pour une solution contenant 

uniquement du PEI750000g/mol. De plus, le pH atteint la valeur de 9 pour une concentration en 

polymère de 40 mg/L. Cette même valeur est atteinte dès 20 mg/L lorsque la solution ne 

contient que du PEI750000g/mol.  

 

La figure 6 présente l’évolution de la quantité de cristal violet relargué et du temps de 

génération, en fonction de la quantité de PEI au contact de la suspension. 
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Figure 6 : Evolution du taux de relargage de cristal violet et du temps de génération d’une population 

bactérienne présentant des surstructures polysaccharidiques en fonction de la concentration en 
PEI750000g/mol. 

 
Comme on peut le voir sur cette figure, le temps de génération augmente très fortement dès  

les plus faibles concentrations en PEI750000g/mol. En effet, on constate une augmentation de 65 

minutes pour une suspension ne contenant pas de PEI750000g/mol à 100 minutes pour une 

suspension contenant 20 mg/L de PEI750000g/mol, ce qui constitue une augmentation d’environ 

40% de la valeur initiale. Finalement, lorsque la concentration en PEI750000g/mol dépasse 30 

mg/L, le temps de génération atteint, voir surpasse les 130 minutes, soit environ trois fois sa 

valeur initiale. Le taux de relargage de cristal violet reste faible et proche de sa valeur initiale 

lorsque la concentration en PEI750000g/mol est comprise entre 0 et 15 mg/L, puis augmente 

fortement entre 15 et 30 mg/L et se stabilise à une valeur moyenne de 20% environ.  
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I.2.2 Observations 
 

La Figure 7 représente les observations MET (Figure 7.a) et AFM (Figure 7.b) des bactéries 

présentant la partie antigène O du lypopolysaccharide (AgO-LPS) à l’état initial. 

 

 

Figure 7 : Observations A. MET et B. AFM de bactéries présentant des surstructures à l’état natif. 

 

Les observations effectuées en AFM et MET (Figure 8) de ces agrégats bactériens pour les 

trois domaines de concentrations définis ci-dessus sont présentées respectivement par les 

figures 8.D1.a, 8.D3.aa, 8.D3.ab et 8.D1.b, 8.D2.b, 8.D3.b. 

 

Pour une concentration de 5 mg/L de PEI750000g/mol (domaine D1), on observe des agrégats de 

cellules bactériennes dont les membranes sont partiellement altérées. Les clichés MET 

(Figure 8.D1.b) montrent qu’environ 50% des cellules bactériennes présentent des membranes 

« plissées » (encadré rouge 1, Figure 8.D1.b), distendues et parfois discontinues (encadré 

rouge 2, Figure 8.D1.b). Cela souligne le fait qu’elles ont subi des altérations (dans le cas de 

bactéries à l’état natif, les membranes sont « lisses » et continues (Figure 7.a et 7.b)). Les 

surtructures membranaires (AgO-LPS) visibles en microscopie électronique sur des bactéries 

non traitées (encadré rouge, Figure 7.a), ne sont plus apparentes. En AFM (Figure 8.D1.a), on 

constate que les membranes cellulaires présentent une certaine rugosité, par rapport aux 

échantillons de contrôle non traités (Figure 7.b). De plus, on peut voir des structures 

résiduelles autour du corps bactérien (encadré rouge, Figure 8.D1.a). 

 

Lorsque la concentration en PEI750000g/mol est de 8 mg/L (domaine D2), bien que les bactéries 

sont toujours organisées en agrégats, on peut constater, sur les micrographies, que les 
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dommages cellulaires sont plus importants (Figure 8.D2.b). On observe toujours des bactéries 

présentant des membranes plissées, discontinues. Certaines d’entre elles portent des structures 

résiduelles pouvant correspondre à du matériel intracellulaire excrété (encadré rouge 1, Figure 

8.D2.b). D’autres membranes paraissent vidées de leur contenu cytoplasmique. Notons qu’un 

comptage nous a permis d’estimer à environ 60 %, la proportion de bactéries ayant subi des 

dommages irréversibles. De plus, des halos correspondant vraisemblablement à des organites 

cytoplasmiques relargués (encadré rouge 2, Figure 8.D2.b) sont présents sur les coupes 

observées.   

 

Nous avons réalisé des observations AFM pour une concentration de 30 mg/L de PEI750000g/mol 

(Figure 8.D3.aa), comprise dans le domaine D3. On observe des cellules bactériennes 

organisées en agrégats. Les membranes de ces cellules présentent une certaine rugosité 

témoignant d’une altération liée à la présence du polymère. Certaines bactéries ont un relief 

très faible, de l’ordre de 50 nm, ce qui laisse penser qu’elles se sont vidées de leur cytoplasme 

(encadré rouge 1, Figure 8.D3.aa). Enfin, on distingue des structures correspondant à des 

résidus bactériens sur les membranes bactériennes et à la surface de la plaque verre (encadré 

rouge 2, Figure 8.D3.aa). 

 

Enfin, les images AFM (Figure 8.D3.ab) et MET (Figure 8.D3.b), pour des concentrations 

respectives en PEI750000g/mol de 90 et 100 mg/L, permettent d’observer des agrégats au sein 

desquels les cellules bactériennes sont difficilement identifiables. La totalité des bactéries a 

été lysée. En MET, les agrégats se présentent sous la forme de membranes bactériennes et 

corps ou organites intracellulaires formant probablement des complexes avec les molécules de 

PEI750000g/mol. En AFM, on distingue ce qui semble être des enveloppes bactériennes en phase 

de se vider de leur contenu cytoplasmique.  
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Figure 8 : Observations AFM de bactéries en présence de D1.a. 5, D3.aa. 30 et D3.ab 90 mg/L de PEI750000g/mol et MET de bactéries en présence de D1.b. 5, D2.b. 8 et 
D3.b 100 mg/L de PEI750000g/mol. 
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I.2.3 Discussion 
  

Tout d’abord, on peut noter que quelle que soit la concentration en PEI750000g/mol, il y a 

agrégation des cellules bactériennes, comme le montre la densité optique proche de zéro 

(Figure 5.A) et la taille des particules (Figure 5.B) qui augmente jusqu’à plusieurs dizaines de 

micromètres dès les plus faibles concentrations en PEI750000g/mol, sachant que la taille unitaire 

des bactéries est de l’ordre de 2 µm. 

 

La figure 9 résume les mécanismes de l’agrégation par du PEI750000g/mol pour chacun des 

domaines de concentration définis plus tôt. 

 

 

Figure 9 : Schéma décrivant l’action du PEI750000g/mol pour les domaines de concentration D1. 0 – 7 mg/L, 
D2. 7 – 10 mg/L et D3. 10 – 100 mg/L. 

 

Lorsque la concentration en PEI750000g/mol est comprise entre 0 et 7 mg/L, de la même manière 

que lors de l’agrégation de ce type de cellules par un PEI60000g/mol, les charges négatives des 

membranes bactériennes sont mises à nu, comme l’indique la chute de la mobilité 

électrophorétique (Figure 5.A). Celle-ci s’explique par la formation de complexes AgO-

LPS/PEI750000g/mol provoquant le relargage des LPS qui ne masquent plus les charges négatives 

portées par les agrégats/bactéries (Figure 9.D1). La taille et la charge globale du PEI750000g/mol 

sont telles que les LPS ne suffisent pas à neutraliser le polymère, ce qui se traduit par une 

hausse de pH. De plus, l’augmentation quasi-immédiate du temps de génération (Figure 6) 

prouve que le relargage des LPS induit des altérations importantes des cellules bactériennes, 

comme nous avons pu le voir précédemment. Cette hypothèse est validée par les observations 

effectuées en MET et AFM (Figure 8.D1.a et 8.D1.b), sur lesquelles il est visible que même si 
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les membranes bactériennes sont endommagées, les bactéries n’ont pas pour autant subi de 

lyse. Enfin, l’augmentation de la conductivité (Figure 5.D) provient majoritairement des 

complexes AgO-LPS/PEI750000g/mol en solution, mais également de la perméabilité des 

membranes (dont le relargage des LPS est à l’origine). Cependant, la contribution de cette 

dernière composante reste limitée, ce qui est montré par une très faible augmentation du taux 

de libération de cristal violet (Figure 6).  

 

Si la concentration en PEI750000g/mol est comprise entre 7 et 10 mg/L, le fait que la mobilité 

électrophorétique augmente (Figure 5.A) prouve qu’il y a adsorption du polymère sur les 

membranes bactériennes mises à nu, et donc neutralisation de la charge des agrégats. Le 

comptage effectué d’après les observations MET nous permet d’estimer à 60% le taux de 

bactéries ayant subi des dommages irréversibles. Précisons que, dans la mesure où  

l'observation se fait à partir d'une coupe, les bactéries apparaissant intègres sont susceptibles 

de porter des arrachement n’apparaissant pas sur la section. Certaines d’entre elles se trouvent 

vidées de leur cytoplasme. Cette information, associée à l’augmentation forte du taux de 

génération et à la légère hausse du taux de libération du cristal violet (Figure 6), nous permet 

de dire que l’altération des membranes s’intensifie, ce qui conduit à la libération de matériel 

intracellulaire dans le milieu extérieur. La concentration de ces résidus est alors suffisamment 

importante pour neutraliser la charge des complexes AgO-LPS/PEI750000g/mol, ce qui explique 

la chute de pH (Figure 5.C), ainsi que la stabilité de la conductivité pour ce domaine (Figure 

5.D). Enfin, on peut noter que les agrégats atteignent une taille maximale d’environ 100 µm 

(Figure 5.B), très supérieure à celle obtenue pour des bactéries ne présentant pas de 

surstructure. Ce comportement est induit par l’encombrement stérique provoqué à la fois par 

la présence de certaines parties AgO-LPS subsistant sur les membranes et par la taille du 

PEI750000g/mol qui ne peut s’adsorber entièrement à la surface des bactéries (Figure 9.D2). 

 

Finalement, lorsque la concentration en PEI750000g/mol est supérieure à10 mg/L, l’adsorption de 

PEI750000g/mol provoque une rupture des membranes bactériennes conduisant à un afflux de 

matériel intracellulaire dans la suspension. Cette hypothèse est confirmée par la seconde chute 

de mobilité électrophorétique (Figure 5.A) associée à une forte augmentation du taux de 

libération du cristal violet (Figure 6). De la même manière que lors de la floculation par le 

même polymère de bactéries ne présentant pas de surstructure, il y a érosion des flocs. De 

plus, la diminution de la taille des agrégats pour une concentration de 15 mg/L de 

PEI750000g/mol (Figure 5.B) montre qu’il y a rupture des membranes bactériennes dépourvues 
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de LPS avant que leur neutralisation soit totale. Ce phénomène est également souligné par une 

croissance conjointe de la conductivité (Figure 5.D) et du taux de libération du cristal violet 

(Figure 6).  

 

Si la concentration en polymère augmente au-delà de 15 mg/L, un second stade d’agrégation 

survient (Figure 9.D3), souligné par une nouvelle augmentation de la taille des agrégats 

(Figure 5.B). Le pH atteint la valeur de 9 pour une concentration en PEI750000g/mol de 40 mg/L 

(Figure 5.C), on peut donc dire qu’à partir de cette concentration le polymère détermine le pH 

de la suspension et n’est plus neutralisé par l’afflux de matériel intracellulaire chargé 

négativement. L’augmentation de la mobilité électrophorétique, qui atteint la neutralité pour 

80 mg/L de PEI750000g/mol (Figure 5.A), nous permet de dire que le polymère s’adsorbe 

progressivement à la surface des agrégats de matériel intracellulaire, neutralisant ainsi leur 

charge de surface. Enfin, l’apparition puis l’intensification de cette lyse bactérienne est 

confirmée à la fois par l’augmentation du taux de génération et par les images AFM prises à 

30 et 90 mg/L de PEI750000g/mol (Figure 8.D2.a et 8.D3.a). Les observations MET (Figure 

8.D3.b) nous autorisent à dire que pour une concentration de 100 mg/L, la totalité des 

bactéries est lysée. Ces dernières attestent également du fait que le second stade d’altération 

correspond en fait à une altération de matériel et résidus intracellulaire libérés lors de la lyse. 

 

 

II. Floculation des cellules bactériennes par un polyéthylèneimine de masse 
moléculaire 600 g/mol  
 

II.1 Etude des cellules bactériennes ne présentant pas de surstructures 

lipopolysaccharidiques 

 

II.1.1 Résultats 
 

Les graphiques présentés en figure 10 montrent l’évolution de la densité optique du surnagent 

ainsi que de la mobilité électrophorétique (Figure 10.A), de la taille des agrégats (Figure 

10.B), du pH (Figure 10.C) et de la conductivité (Figure 10.D) en fonction de la concentration 

en PEI600g/mol.  
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Figure 10 : Evolution de A. la densité optique (O.D.) et de la mobilité électrophorétique (µ), B. de la 
densité optique (O.D.) et de la taille des particules, C. du pH et D. de la conductivité d’une suspension de 
bactéries ne présentant pas de surstructure polysaccharidique, floculée et d’une solution ne contenant que 
du polymère, en fonction de la concentration en PEI600g/mol (mg/L). 

 

La densité optique augmente relativement rapidement, puis se stabilise à la valeur de 1.7 

environ à partir de la concentration de 20 mg/L de PEI600g/mol (Figure 10.A). De la même 

manière, la taille moyenne des particules diminue de 1.2 à 0.8 µm, puis se stabilise (Figure 

10.B), tandis que la mobilité électrophorétique passe d’une valeur de –0.8 10-8 m² V-1S-1 à –

0.5 10-8 m² V-1S-1, pour finalement atteindre –0.4 10-8 m² V-1S-1 (Figure 10.A). La valeur du 

pH s’accroît fortement jusqu’à la valeur de 9 pour une concentration de 20 mg/L de 

PEI600g/mol, puis reste constante à la valeur de 9.8. Cette valeur est légèrement inférieure à 

celle d’une solution ne contenant que du PEI600g/mol, qui est de 10.5 (Figure 10.C). Enfin, la 
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conductivité évolue de façon croissante, jusqu’à la valeur de 200 µS environ pour 100 mg/L 

de PEI600g/mol, ce qui est nettement supérieur à la valeur atteinte en l’absence de cellules 

bactériennes (Figure 10.D).  

 

La figure 11 présente l’évolution du temps de génération et du taux de relargage de cristal 

violet en fonction de la concentration en PEI600g/mol. 

 

 

Figure 11 : Evolution du taux de relargage de cristal violet et du temps de génération d’une population 
bactérienne ne présentant pas de surstructure polysaccharidique en fonction de la concentration en 
PEI600g/mol. 

 

Dès une concentration de 10 mg/L de PEI600g/mol, les mesures d’absorbance permettent de 

constater que 15% environ du cristal violet est relargué, contre 5% lorsque les cellules 

bactériennes ne sont pas traitées. Pour les concentrations supérieures, le taux de relargage de 

cristal violet a une valeur moyenne de 14%. Le taux de génération n’évolue que faiblement, 

en passant de 42 minutes pour les bactéries natives, à 49 minutes dès une concentration en 

polymère de 17.5 mg/L de polymère. 
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II.1.2 Observations 
 

Les observations effectuées en AFM et MET des agrégats bactériens conditionnés au 

PEI600g/mol sont présentées en figure 12. 

 

Figure 12 : Observations de bactéries ne présentant pas de surtructures en présence de E1. 20, et E2.a. 100 
mg/L de PEI600g/mol et MET de bactéries en présence de E2.ba et E2.bb 100 mg/L de PEI600g/mol. 

 

Tout d’abord, notons qu’en raison de l’absence de sédimentation des agrégats, il a été 

difficile, pour certaines concentrations, de récupérer suffisamment de matériel pour effectuer 

les inclusions en résine. Pour cette raison, les inclusions que nous avons effectuées pour des 

concentrations inférieures à 100 mg/L ne sont pas exploitables. 
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Les observations AFM réalisées pour la concentration de 20 mg/L de PEI600g/mol (Figure 

12.E1) montrent des cellules bactériennes isolées. Dans la mesure où la taille des particules 

mesurée ne dépasse pas le micron, le fait que les bactéries paraissent agrégées est 

probablement lié au dépôt et au séchage sur la plaque de verre. On observe également des 

structures circulaires pouvant provenir d’une altération des membranes. Néanmoins, on peut 

noter que la majorité des cellules bactériennes présentent des membranes lisses, et n’ont donc 

pas subi de dommages majeurs. 

 

Pour une concentration en PEI600g/mol de 100 mg/L, les tailles des bactéries observées en AFM 

(Figure 12.E2.a) (0.8 µm, en moyenne), sont nettement inférieures à la taille moyenne des 

bactéries non traitées (1.2 µm). De plus, les membranes bactériennes sont rugueuses, ce qui 

montre qu’elles ont été altérées par le contact avec le PEI600g/mol. D’autre part, on observe des 

cellules bactériennes de reliefs très faibles, ce qui laisse penser qu’elles se sont vidées de leur 

cytoplasme. En outre, les clichés MET (Figures 12.E2.ba et 12.E2.bb ) ne permettent pas 

d’observer de bactéries intègres. On observe des structures filamenteuses, entourées d’un halo 

granuleux correspondant vraisemblablement à des membranes bactériennes, et leur contenu 

cytoplasmique. Etant donné que ces structures ne sont pas visibles sur les observations AFM, 

il est probable qu’il s’agisse d’artefacts dû au traitement d’inclusion en résine.  

 

 

II.1.3 Discussion 
 

La figure 13 présente le schéma de l’action du PEI600g/mol sur les membranes des cellules 

bactériennes ne présentant pas de surstructures. 
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Figure 13 : Schéma décrivant l’action du PEI600g/mol. 

 
Tout d’abord, et contrairement aux résultats obtenus précédemment, l’augmentation de la 

concentration en PEI600g/mol provoque une augmentation de la densité optique associée à une 

diminution de la taille des particules (Figures 10.A et B). Il apparaît donc clairement qu’il n’y 

a pas d’agrégation. Cette hypothèse est vérifiée grâce aux observations effectuées en AFM 

(Figures 12.E1 et 12.E2.a). En effet, il y a adsorption du polymère sur les membranes 

bactériennes. Cependant, en raison de sa taille trop faible, le PEI600g/mol n’a pas la faculté de 

former des pontages entre plusieurs bactéries. Cette interprétation est soutenue par une faible 

augmentation de la mobilité électrophorétique (Figure 10.A), il n’y a donc pas de 

neutralisation des membranes bactériennes. Le PEI600g/mol se fixe sur les membranes 

bactériennes sans parvenir à en neutraliser  à neutraliser totalement les charges de surface. 

Cette adsorption a pour effet de perméabiliser les membranes bactériennes (Figure 13), 

comme le montre les augmentations de la conductivité (Figure 10.D) et du taux de relargage 

de cristal violet (Figure 11). Cela explique également la diminution de la taille des particules 

(Figure 10.B). 

 

Au delà de 20 mg/L de PEI600g/mol, le pH de la suspension se stabilise à des valeurs très 

proches de la solution ne contenant que du polymère (Figure 10.C). En corrélant cette 

information au fait que les autres paramètres étudiés (taille des particules (Figure 10.B), 

mobilité électrophorétique (Figure 10.A) et densité optique (Figure 10.A)), se stabilisent après 

20 mg/L, on peut en déduire que cette concentration est caractéristique du terme de la fixation 

du polymère sur les membranes bactériennes. Cela correspond vraisemblablement à un taux 

de fixation maximale du PEI600g/mol sur les membranes bactériennes, aussi, le polymère ajouté 

en excès reste alors en solution. L’hypothèse d’une lyse bactérienne, comme auraient pu le 
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laisser penser les observations MET (Figure 12.E2.ba et 12.E2.bb),  peut être éliminée. En 

effet, outre les images AFM (Figures 12.E1 et 12.E2.a), le taux de génération presque 

constant (Figure 11) prouve que, malgré les dommages subis, les cellules bactériennes restent 

viables. Les membranes désorganisées observées en MET sont le fruit du traitement subi par 

les bactéries lors de l’inclusion en résine. La perméabilisation des membranes induite par le 

polymère ne leur a pas permis de résister aux forces osmotiques liées à la déshydratation à 

l’acétone. 

 

 

II.2 Etude des cellules bactériennes présentant des surstructures lipopolysaccharidiques 

 

II.2.1 Résultats 
 

La figure 14 présente l’évolution de la densité optique du surnagent et de la mobilité 

électrophorétique (Figure 14.A), de la taille des agrégats (Figure 14.B), du pH (Figure 14.C) 

et de la conductivité (Figure 14.D) en fonction de la concentration en PEI600g/mol.  
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Figure 14 : Evolution de A. la densité optique (O.D.) et de la mobilité électrophorétique (µ), B. de la 
densité optique (O.D.) et de la taille des particules, C. du pH et D. de la conductivité d’une suspension de 
bactéries présentant des surstructures polysaccharidiques, floculée et d’une solution ne contenant que du 
polymère, en fonction de la concentration en PEI600g/mol (mg/L). 

 
En effectuant des corrélations entre les différents paramètres étudiés, on observe deux 

domaines de concentrations correspondant à deux étapes d’altération et d’agrégation des 

cellules bactériennes. Ces domaines, respectivement nommés F1 et F2, correspondent à des 

concentrations en polymère inférieures ou supérieures à 20 mg/L. 

 

Lorsque la concentration ajoutée est comprise dans le domaine F1, on peut voir sur la figure 

14.B, que contrairement aux résultats obtenus précédemment pour ce polymère, la densité 

optique diminue légèrement, jusqu’à 0.8, tandis que la taille des agrégats marque un pic en 

atteignant 2 µm (après plusieurs répétitions de cette mesure). On constate, en parallèle, une 

diminution de la mobilité électrophorétique, atteignant la valeur de –0.6 10-8 m² V-1S-1 (Figure 
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14.A). Le pH présente des valeurs inférieures à celles que nous avions observées 

précédemment pour le même polymère, il atteint 8.5 (Figure 14.C). A titre de comparaison, 

lorsque les bactéries ne présentent pas de surstructures et pour une concentration en PEI600g/mol 

similaire, la valeur de pH est d’environ 9.2 environ. Enfin, la conductivité connaît une forte 

augmentation jusqu’à 190 µS environ (Figure 14.D). 

 

Lorsque la concentration en polymère est supérieure à 20 mg/L (domaine F2), on observe une 

augmentation de la densité optique qui se stabilise à la valeur de 1.7 environ (Figure 14.A), 

tandis que la taille des particules diminue et se stabilise à la valeur de 1 µm (Figure 14.B). La 

mobilité électrophorétique augmente et se stabilise à la  valeur d’environ –0.3 10-8 m² V-1S-1 

(Figure 14.A). Le pH reste légèrement inférieur aux valeurs obtenues lorsque la solution ne 

contient pas de bactéries et se stabilise à la valeur de 9.5 environ (Figure 14.C). La 

conductivité se stabilise en moyenne à 200 µS (Figure 14.D). 
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La figure 15 présente l’évolution du temps de génération et relargage de cristal violet pour des 

cellules bactériennes présentant la partie AgO-LPS en contact avec le PEI600g/mol. 

 

 
Figure 15 : Evolution du taux de relargage de cristal violet et du temps de génération d’une population 

bactérienne présentant des surstructures polysaccharidiques en fonction de la concentration en PEI600g/mol. 

 

On peut voir sur cette figure que le taux de génération reste constant à environ 70 minutes 

jusqu’à la concentration de 15 mg/L, puis augmente jusqu’à se stabiliser à environ 100 

minutes. Les mesures d’absorbance permettent d’observer une augmentation du taux de 

relargage de cristal violet, jusqu’à environ 10%. Ce dernier atteint alors une relative stabilité 

au delà de 20 mg/L de PEI600g/mol.  

 

 

II.2.2 Observations 
 

La figure 16 présente les observations AFM et MET pour les deux domaines prédéfinis. 

Notons que dans la mesure où il n’y a pas eu sédimentation, il ne nous a pas été possible 
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d’obtenir des inclusions en résines exploitables pour des concentrations en  PEI600g/mol 

inférieures à 100 mg/L. 

 

Figure 16 : Observations AFM de bactéries présentant des surstructures en présence de F1. 20, et F2.a. 
100 mg/L de PEI600g/mol et MET de bactéries en présence de F2.ba et F2.bb 100 mg/L de PEI600g/mol. 

 

Pour une concentration de 20 mg/L (Figure 16.F1), on observe des structures résiduelles, 

semblables à celles observées pour le PEI750000g/mol, pouvant provenir d’une altération 

membranaire. De la même manière, on peut également souligner que les membranes 

bactériennes présentent une forte rugosité et présente des nodules sphériques et structures 

résiduelles d’une taille de 50 à 200 nm.  
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Lorsque la concentration en polymère atteint 100 mg/L (Figures 16.F2.a, 16.F2.ba et 

16.F2.bb), on constate que, sans pour autant qu’il y ait lyse bactérienne, les membranes 

exhibent d’importantes altération. En effet, on observe à présent, des structures résiduelles 

entourant totalement les membranes bactériennes. De plus, les membranes présentent une 

rugosité très importante. En MET, on observe des bactéries dont les membranes sont certes 

plissées, mais toujours fermées. Par comparaison avec les échantillons précédents, on peut 

dire que les membranes bactériennes ont montré une résistance plus importante aux pressions 

osmotiques lors de la déshydratation. 

 

 

II.2.3 Discussion 
 

La figure 17 représente schématiquement l’action du PEI600g/mol pour les domaines de 

concentration F1 et F2. 

 

 

Figure 17 : Schéma décrivant l’action du PEI600g/mol pour les domaines de concentration F1. 0 – 20 mg/L et 
F2. 20 – 100 mg/L. 

 

Lorsqu’on se situe dans le domaine de concentration F1, la diminution de la densité optique 

(Figure 14.A) et le fait que la taille des particules augmente légèrement jusqu’à 2 µm (Figure 

14.B) laisse penser à une amorce d’agrégation. L’occurrence de ce mécanisme malgré la 

faible taille du PEI600g/mol peut s’expliquer par l’encombrement stérique provoqué par la 
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présence de la partie AgO-LPS (Figure 17.F1). Cependant, toujours en raison de la faible 

taille du polymère, il n’est pas possible de lier plus de quelques bactéries entre elles, ce qui 

explique que l’on obtienne pas d’agrégats ayant de taille supérieure à 2 µm. L’adsorption de 

ce polymère sur les membranes bactériennes induit la formation de complexes LPS/PEI600g/mol 

et le relargage des surtructures polysaccharidiques qui ne masquent plus les charges négatives 

portées par la membrane bactérienne, ce qui provoque une diminution de mobilité 

électrophorétique (Figure 14.A). Ce relargage est également à l’origine d’une augmentation 

de la perméabilité membranaire, comme le montre l’augmentation de la conductivité et du 

taux de libération de cristal violet. Le fait que le pH augmente plus faiblement que dans le cas 

précédent soutient l’hypothèse que les molécules de PEI600g/mol sont effectivement neutralisées 

par la présence des LPS (Figure 14.C). Pour autant et comme le soulignent les observations 

AFM (Figure 16.F1) et les mesures de temps de génération des populations bactériennes et de 

relargage de cristal violet (Figure 15), ce relargage n’a pas pour autant un effet toxique voir 

lytique sur les bactéries. 

 

Si la concentration en PEI600g/mol est supérieure à 20 mg/L (domaine F2), les bactéries sont 

dépourvues de la majorité de leurs surtructures, ce qui explique que les différents paramètres 

pris en compte suivent la même évolution que lorsque les bactéries ne présentent pas de 

surstructures. L’augmentation de la densité optique (Figure 14.A) et la diminution de la taille 

des particules (Figure 14.B) prouvent qu’il n’y a plus d’agrégation, la taille du polymère étant 

trop faible pour former des pontages entre les bactéries. En effet, les molécules de PEI600g/mol 

s’adsorbent sur les membranes mises à nues, ce qui  est clairement montré par l’augmentation 

de la mobilité électrophorétique (Figure 14.A) qui se rapproche ainsi de la neutralité. Ces 

contacts direct avec les membranes bactériennes ont un effet toxique, comme le montre 

l’augmentation du temps de génération (Figure 15), et a pour effet de perméabiliser les 

membranes (Figure 17.F2), ce qui explique l’augmentation de conductivité (Figure 14.D) et 

du taux de libération du cristal violet (Figure 15). Cependant, l’ajout de polymère, même en 

excès (Figure 14.C), ne conduit pas directement à une lyse bactérienne, comme le prouvent 

sur les observations MET et AFM (Figure 16.F2.a 16.F2.ba et 16.F2.bb). 
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III. Synthèse 
 

Dans cette partie, nous allons recouper les différents mécanismes d’agrégation et d’altération 

observés afin d’acquérir une vision synthétique de l’impact de la masse moléculaire du PEI et 

de la présence de surstructures sur l’agrégation et l’intégrité des membranes bactériennes. 

 

Tout d’abord, ces polymères peuvent être divisés en deux catégories. Le PEI600g/mol ne permet 

pas d’obtenir des agrégats de taille suffisamment importante pour être décantables. On 

n’observe pas, dans ce cas, de clarification de l’eau. La seconde catégorie comprend les 

PEI60000g/mol et PEI750000g/mol  qui induisent la formation d’agrégats de taille importante (de 

l’ordre de plusieurs dizaines de microns) pouvant décanter et permettant d’obtenir une eau 

claire.  

 

Les résultats obtenus pour le PEI600g/mol sont en désaccord avec ceux observés dans la 

littérature, pour lesquels une floculation est observée [5]. Cela est probablement lié au fait que 

les concentrations bactériennes avec lesquelles nous avons travaillées sont nettement 

inférieures, et que donc le ratio bactéries/polymère en est modifié. D’un point de vue 

expérimental, ces différences peuvent s’expliquer par le fait que la taille de ce polymère est 

trop faible pour former des liaisons par pontages entre bactéries, d’où l’absence d’agrégation. 

Le polymère se fixe sur les membranes bactériennes par neutralisation de charges et 

probablement formation de liaisons covalentes. Dans le cas où les bactéries présentent des 

surstructures, celles-ci sont au préalable relarguées par formation de complexes avec le 

polymère (jusqu’à la concentration de 20 mg/L). Ce mécanisme a été décrit au chapitre 1 [6-

8]. On peut noter que ce polymère ne présente pas une forte toxicité pour les cellules 

bactériennes, ce qui est en accord avec les études évoquant l’utilisation de ce polymère avec 

des masses moléculaires équivalentes pour la transfection de gènes [1-2] ou la 

perméabilisation [9-10] des membranes bactériennes visant à sensibiliser les bactéries à 

certains antibiotiques [11-13], ou encore pour permettre la pénétration de particules 

inorganiques [3].  

 

Nous allons maintenant nous intéresser aux deux polymères de masses molaires supérieures, 

qui induisent chacun la floculation des cellules bactériennes, ce qui est en accord avec la 

littérature [5 ; 14-15]. 
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Le PEI60000g/mol provoque l’agrégation des cellules bactériennes ne présentant pas de 

surstructures (pour environ 17.5 mg/L). A mesure que sa concentration augmente, on observe 

une érosion des agrégats et une lyse des cellules, se traduisant par une restabilisation (pour 

environ 37.5 – 40 mg/L), comme cela a pu être observé par Treweek et al. [14] et Dixon et al. 

[5]. Enfin, il y a agrégation du matériel intracellulaire lors d’un second stade d’agrégation. 

Cette hypothèse est corroborée par les travaux de Salt et al. [16] et Cordes et al. [17] qui ont 

démontré qu’il était possible de floculer du matériel intracellulaire par des polymères de 

polyéthylèneimine. Lorsque les bactéries présentent des surstructures, il y a conjointement 

formation d’agrégats bactériens et relargage de ces surstructures par complexation avec le 

polymère (entre 0 et 20 mg/L). Ainsi, une augmentation de la concentration en PEI60000g/mol 

conduit à une perméabilisation des membranes bactériennes [6-8], puis à une lyse (au delà de 

60 mg/L). Dans ce cas, la restabilisation n’est pas marquée par une augmentation de la densité 

optique comparable à celle observée lorsque les bactéries ne présentent pas de surstructures 

car la concentration en polymère est assez élevée pour que le second stade d’agrégation 

produise immédiatement des agrégats de taille suffisante pour décanter. La restabilisation 

correspond, en fait, à la concentration en polymère pour laquelle la quantité de polymère fixée 

sur les membranes bactériennes est maximale, et conduit à une lyse cellulaire. 

 

Lorsque les bactéries ne présentent pas de surstructures, le PEI750000g/mol induit des altérations 

irréversibles conduisant à une lyse bactérienne quasi-immédiate. Il s’en suit une agrégation du 

matériel intracellulaire ainsi relargué (pour des concentrations supérieures à 5 mg/L). Lorsque 

les surstructures sont présentes à la surface des membranes bactériennes, comme pour le 

PEI60000g/mol, il y a conjointement agrégation et relargage des surstructures (de 0 à 7 mg/L). 

Lorsque la membrane bactérienne mise à nue est accessible et qu’il y a fixation du 

PEI750000g/mol, la toxicité du polymère est telle qu’elle ne permet pas d’aboutir à une 

neutralisation totale de la charge des agrégats, car il y a, au préalable, rupture des membranes 

bactériennes (à partir d’une concentration de 10 mg/L). A partir de ce point, les phénomènes 

d’agrégation des bactéries dépourvues de leurs surstructures se superposent à ceux observés 

pour des bactéries ne présentant pas de surstructures. En raison des faibles concentrations 

bactériennes auxquelles nous avons travaillé, nous n’avons pu observer de restabilisation, 

contrairement à ce qui est décrit dans la littérature [5 ; 14 ; 17,]. 
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La figure 18 représente l’évolution de la densité optique pour le PEI60000g/mol et le PEI750000g/mol 

pour les deux types de membranes bactériennes étudiées. 

 

 

Figure 18 : Evolution de la densité optique pour les masses moléculaires 60000 et 750000 g/mol en 
présence et en absence de surstructures membranaires. 

 

Le tableau 1 présente la taille maximale des particules et la concentration optimale de 

floculation en fonction de la masse moléculaire et de la présence ou l’absence de surstructure. 
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Masse Moléculaire 

Taille maximale des particules 

(µm) 

Concentration optimale de 

traitement (mg/L) 

60 000 g/mol 35 17.5 

S
an

s 
A

g
O

-L
P

S
 

750 000 g/mol 100 5 

60 000 g/mol 60 – 80 15 

A
ve

c 
A

g
O

-L
P

S 

750 000 g/mol 160 15 

Tableau 1 : Taille maximale des particules et concentration optimale de floculation en fonction de la masse 
moléculaire de PEI et du type de membranes bactériennes. 

 

En comparant les résultats synthétisés ci-dessus, on peut, en premier lieu, affirmer qu’une 

augmentation de la masse moléculaire produit une augmentation de la toxicité du polymère 

sur les cellules bactériennes, quelque soit le type de membrane étudié, ce qui confirme les 

propriétés bactéricides observées pour cette gamme de masses moléculaires [8 ; 18-21] 

 

Comme nous avons pu le voir précédemment, il existe un optimum de taille correspondant à 

l’optimum de floculation lorsque les bactéries portent des surstructures, ce qui correspond à 

ce qui a été montré par Verduzco-Luque et al. [15].De plus, les agrégats formés par le 

PEI750000g/mol sont de taille largement supérieure à ceux formés lorsque l’agrégation est induite 

par le PEI60000g/mol (Tableau 1). En effet, la taille de ce polymère est telle qu’en raison de 

l’encombrement stérique provoqué, celui-ci ne peut s’adsorber entièrement sur la membrane 

bactérienne. Cela favorise sa fixation à d’autres cellules bactériennes et peut générer des 

tensions sur la membrane bactérienne, probablement à l’origine de la lyse. Pour la même 

raison, on peut également souligner que malgré l’érosion des agrégats et la libération d’une 

forte concentration de particules colloïdales dans le milieu, aucune restabilisation n’est 

observée.  

Lorsque les membranes ne portent pas de surstructure, la concentration optimale de 

floculation obtenue avec le PEI750000g/mol est inférieure à celle obtenue avec le PEI60000g/mol 

(Tableau 1 et Figure 18), ce qui est en accord avec les phénomènes observés dans la littérature 

[5 ; 14]. A l’inverse, en présence de surstructure, on n’observe pas de différence notable de la 

concentration optimale de floculation suivant la masse moléculaire du polymère (Tableau 1 et 
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Figure 18). Aussi, l’encombrement stérique provoqué par la présence des surstructures permet 

de former des agrégats de taille suffisamment importante pour qu’il y ait décantation, sans 

que la taille du polymère n’ait d’influence, aux faibles concentrations bactériennes auxquelles 

nous avons travaillé. 

 

Ce travail nous a permis de montrer que l’effet lytique effectif du PEI a une réelle influence 

sur la structure des agrégats et des bactéries qui le composent. Ce dernier peut être relié aux 

variations de l’efficacité de filtration suivant la masse moléculaire et la concentration en PEI 

observées par d’autres auteurs. En effet, lorsque la masse moléculaire du polymère est 

inférieure à 2000 g/mol, l’efficacité de filtration est inférieure à celle obtenue pour des 

suspensions non coagulées et ne varie que faiblement lorsque la concentration en polymère 

augmente [22-23]. Cela peut être dû au relargage de matériel cytoplasmique, et au fait que ce 

dernier peut provoquer l’apparition de forces osmotiques s’opposant à l’écoulement de l’eau. 

Lorsque la masse moléculaire du polymère augmente, un optimum d’efficacité de filtration 

apparaît, correspondant à la concentration optimale de floculation, tandis que les 

concentrations inférieures à celles-ci ou supérieures à la concentration de restabilisation 

présentent les temps de filtration les plus longs [5 ; 14]. Dans le premier cas, cette faible 

efficacité de filtration est due à la présence de bactéries isolées, et peut être également aux 

propriétés mécaniques de ces agrégats, dont la matrice polymérique est trop faible [24-25]. 

Dans le second cas, cela peut s’expliquer par l’état lysé des cellules bactériennes, à l’origine 

de forces osmotiques et répulsives importantes. Verduzco-Luque et al. [15] a mis en évidence 

le fait que, pour une même concentration, à mesure que l’on augmente la masse moléculaire 

du polymère, l’efficacité de filtration diminue. En effet, comme la toxicité du polymère 

augmente conjointement à sa masse moléculaire, l’état de lyse des cellules bactériennes sera 

plus prononcé pour un polymère de masse moléculaire plus élevé, nuisant ainsi à l’efficacité 

de filtration.  

 

En conclusion, la figure 19 présente un récapitulatif des différents mécanismes d’agrégation 

décrits précédemment. On peut remarquer également que dès lors que les LPS sont relargués, 

les phénomènes d’agrégation sont semblables pour les deux bactéries étudiées, ainsi la 

présence des surstructures induit un décalage vers des concentrations plus importantes. En 

fait, la présence des surstructures a pour effet de retarder l’action lytique du PEI sur les 

cellules bactériennes. Il apparaît donc clairement que les surstructures membranaires ont un 

rôle de protection contre les agressions liées à la toxicité du PEI. 
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Figure 19 : Mécanismes d’agrégation et concentration en polymère en fonction de la masse moléculaire du 
PEI et de la présence/absence de surstructure. 
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Chapitre 5 : Propriétés mécaniques et nanomécaniques des 
agrégats bactériens floculés par des polyéthylèneimine de hautes 

masses moléculaires 
 

Dans ce chapitre, nous allons étudier les propriétés mécaniques et nanomécaniques des 

agrégats bactériens de Schewanella Oneidensis MR-1 floculés par des polyéthylèneimines de 

masses 60000 et 750000 g/mol. Le polyéthylèneimine de masse moléculaire 600 g/mol n’est 

pas étudié dans ce chapitre. Nous nous intéresserons ici à l’influence des surstructures 

membranaires et de la masse du polymère sur la résistance (nano)mécanique des agrégats 

bactériens.  

Dans un premier temps, nous allons étudier les propriétés nanomécaniques des agrégats par 

spectroscopie de force, puis, le comportement rhéologique des suspensions bactériennes 

partiellement déshydratées par centrifugation nous donnera accès à l’élasticité et à la viscosité 

des échantillons.  

 

 

I. Etude des propriétés nanomécaniques des cellules et agrégats bactériens 
 

Dans cette partie, trois paramètres sont étudiés : le module d’Young (kPa), la constante de 

raideur (N/m) et la pression de turgescence (kPa). 

 

Le module d’Young ou module d’élasticité, E, nous permet d’estimer les propriétés élastiques 

des membranes bactériennes et des agrégats de cellules obtenus après traitement au PEI. Plus 

la valeur de ce paramètre est importante, plus la membrane bactérienne est rigide.  

La constante de raideur, K, correspond à la résistance à la déformation de l’échantillon. Une 

augmentation de cette dernière se traduit par une augmentation de la force à appliquer pour 

obtenir une déformation donnée (par exemple sur la membrane bactérienne). 

La pression de turgescence, Pturg, correspond à la pression interne exercée par le cytoplasme 

sur la paroi cellulaire. Elle est proportionnelle à la constante de raideur.  

Une diminution de celle-ci est observée lorsque les cellules se trouvent en milieu isotonique 

(concentration du milieu extérieur équivalente à la concentration intracellulaire) ou 

hypertonique (concentration du milieu extérieur supérieure à la concentration intracellulaire): 

on parle alors de cellules flasques.  
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Les données de spectroscopie de force correspondent à la cartographie nanométrique d’une 

surface de 16*16 ou 32*32 pixels² selon les cas, ce qui correspond respectivement à des zones 

de 500*500 nm² et 5000*5000 nm². Dans la mesure où l’acquisition des données et leur 

traitement ont demandé un temps considérable, compte tenu des aléas liés à ce type de 

matériel biologique, ces mesures n’ont pu être répétées que 3 fois par échantillon en moyenne. 

Les analyses sont effectuées sur une zone significative de la membrane bactérienne, c’est-à-

dire au centre de la bactérie, ce qui exclu les bords pouvant être à l’origine d’artéfacts de 

mesure. A l’exception des cas où la concentration en PEI était trop élevée et générait non 

seulement une lyse bactérienne mais aussi une agrégation de matériel intracellulaire, nous 

avons travaillé sur des bactéries isolées. Les courbes de force ainsi obtenues sont analysées, 

modélisées de façon indépendante, ce qui nous permet d’obtenir la répartition statistique de 

chacun des paramètres étudiés [1].  

 

 

I.1. Propriétés nanomécaniques des bactéries, en présence ou absence de surstructure, 

avant traitement au PEI 

 

On peut voir que les membranes nues sont en moyenne deux fois plus rigides que celles 

présentant des surstructures (figures 1.B et 2.B). Cela est en accord avec les résultats selon 

lesquels plus la frange polymérique confère à la membrane bactérienne une plus grande 

souplesse [2-3]. La constante de raideur (figures 1.C et 2.C) et la pression de turgescence 

(figures 1.D et 2.D) sont du même ordre de grandeur, car il s’agit de la même souche 

bactérienne à la même force ionique, la seule différence ici étant la présence/absence de 

surstructure. 
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Figure 1 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes ne présentant pas de surstructures, 
non traitées au PEI : A. Représentation de la distribution statistique du module d’Young, histogrammes 
de fréquence B. du module d’Young, C. de la constante de raideur et D. de la pression de turgescence. 

 

 

Figure 2 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes portant des surstructures, non traitées 
au PEI : A. Représentation de la distribution statistique du module d’Young, histogrammes de fréquence 
B. du module d’Young, C. de la constante de raideur et D. de la pression de turgescence. 
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I.2. Propriétés nanomécaniques de cellules bactériennes et agrégats bactériens après 

traitement au PEI  

 

I.2.1 Cas de cellules bactériennes ne présentant pas de surstructure, floculées par un 
polyéthylèneimine de masse moléculaire 60000 g/mol 
 

 

Figure 3 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes à membranes nues, traitées avec 5 
mg/L de PEI60000g/mol : A. Représentation de la distribution statistique du module d’Young, histogrammes 
de fréquence B. du module d’Young, C. de la constante de raideur et D. de la pression de turgescence. 

 

 

Figure 4 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes à membranes nues, traitées avec 60 
mg/L de PEI60000g/mol : A. Représentation de la distribution statistique du module d’Young, histogrammes 
de fréquence B. du module d’Young. 
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Figure 5 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes à membranes nues, traitées avec 100 
mg/L de PEI60000g/mol : A. Représentation de la distribution statistique du module d’Young, histogrammes 
de fréquence B. du module d’Young. 

 

Pour une meilleure lisibilité, les résultats obtenus sont résumés dans le tableau 1. 
 

Concentration en 

PEI60000g/mol (mg/L) 
0 5 60 100 

E (kPa) 213.10 +/- 1.92 4.29 +/- 11.99 2.91 +/- 0.32 11.83 +/- 0.99 

K (N/m) 
0.04061 +/ 

0.00027 
0.0069 +/- 0.00097 / / 

Pturg (kPa) 84.88 +/- 0.67 21.58 +/- 0.24 / / 

Tableau 1 : Module d’Young (E), constante de raideur (K) et pression de turgescence (Pturg) pour des 
cellules ou agrégats bactériens ne présentant pas de surstructures, floculés par du PEI60000g/mol. 

 

L’absence de données dans ce tableau (/) correspond aux échantillons pour lesquels les 

valeurs mesurées de constante de raideur sont inférieures ou égales à celles de la pointe AFM. 

Etant donné que la pression de turgescence dépend de la constante de raideur, cette donnée 

n’a pas de signification physique. 

 

Tout d’abord, on constate que dès les plus faibles valeurs de concentrations de PEI60000g/mol, 

5 mg/L (figure 3.B), le module d’Young chute de façon très importante, jusqu’à environ 3 kPa 

pour 60 mg/L (figure 4.B). Enfin, on observe une légère hausse à environ 12 kPa, pour 100 

mg/L de polymère (figure 5.B).  

La constante de raideur et la pression de turgescence suivent la même évolution que le 

module d’Young, c’est-à-dire qu’elles connaissent une forte diminution dès 5 mg/L de 
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polymère et atteignent respectivement 0.007 N/m et 25 kPa (figures 3.C et 3.D). Au delà de 

cette concentration en polymère, il n’est plus possible d’obtenir de valeurs pour la constante 

de raideur. 

 

Dans un premier temps, la diminution du module d’Young, de la constante de raideur et de la 

pression de turgescence dès les concentrations les plus faibles prouve qu’il y a un réel impact 

du polymère sur les membranes induisant leur fragilisation. L’intégration du polymère dans la 

membrane bactérienne en augmente la fluidité. D’un point de vue biologique, cette 

augmentation de la souplesse membranaire a pour effet d’altérer les divisions cellulaires, ce 

qui explique l’augmentation du temps de génération que nous avons vue au chapitre 3. La 

mesure, quand elle est possible, de la constante de raideur et de la pression de turgescence 

atteste que même si les bactéries sont fortement endommagées, elles ne sont pas lysées pour 

autant. 

 

Pour la concentration de 60 mg/L de PEI60000g/mol, les agrégats bactériens sont très souples, 

comme le montre la faible valeur du module d’Young (3 kPa environ). Cela s’explique par le 

fait que pour des concentrations supérieures ou égales à 40 mg/L, ce type de bactérie est lysé. 

De plus, la pression de turgescence et la constante de raideur de la membrane bactérienne ne 

sont plus mesurables. En effet, les cellules bactériennes ont subi une lyse, les agrégats sont 

donc constitués de matériel intracellulaire relargué. La constante de raideur, dépendant de la 

pression intracellulaire exercée par le cytoplasme et la pression de turgescence correspondant 

à la pression interne exercée sur la membrane, ne sont donc plus mesurables. Enfin, pour une 

concentration égale à 100 mg/L de PEI60000g/mol, le module d’Young montre une légère hausse 

de sa valeur. Cela provient de la fixation du polymère sur les agrégats de résidus 

intracellulaires, formant ainsi une matrice rigide s’opposant à la déformation de l’agrégat. 
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I.2.2 Cas de cellules bactériennes portant des surstructures, floculées par un 
polyéthylèneimine de masse moléculaire 60000 g/mol 
 

 

Figure 6 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes présentant des surstructures, traitées 
avec 5 mg/L de PEI60000g/mol : A. Représentation de la distribution statistique du module d’Young, 
histogrammes de fréquence B. du module d’Young, C. de la constante de raideur et D. de la pression de 
turgescence. 
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Figure 7 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes présentant des surstructures, de 
mobilité électrophorétique -0.65 10-8 m² V-1S-1, traitées avec 35 mg/L de PEI60000g/mol : A. Représentation de 
la distribution statistique du module d’Young, histogrammes de fréquence B. du module d’Young, C. de 
la constante de raideur et D. de la pression de turgescence. 

 

Figure 8 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes présentant des surstructures, de 
mobilité électrophorétique –3.5 10-8 m² V-1S-1, traitées avec 35 mg/L de PEI60000g/mol : A. Représentation de 
la distribution statistique du module d’Young, histogrammes de fréquence B. du module d’Young, C. de 
la constante de raideur et D. de la pression de turgescence. 
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Figure 9 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes présentant des surstructures, traitées 
avec 100 mg/L de PEI60000g/mol : A. Représentation de la distribution statistique du module d’Young, 
histogrammes de fréquence B. du module d’Young. 

 

Le tableau 2 résume les précédents résultats. 

 

Concentration en 

PEI60000g/mol (mg/L) 
0 5 35 100 

E (kPa) 123.13 +/- 3.12 1.79 +/- 0.12 
45.17 +/- 4.5 

 136.68 +/- 4.04 
4.12 +/- 0.27 

K (N/m) 0.03463 +/- 
0.00034 

0.017 +/- 0.00093 

0.03756 +/- 

0.00215 

 0.067 +/- 0.00125 

/ 

Pturg(kPa) 72.35 +/- 0.76 33.29 +/- 1.5 
80.66 +/- 5.13 

 144.96 +/- 2.9 
/ 

Tableau 2 : Module d’Young (E), constante de raideur (K) et pression de turgescence (Pturg) pour des 
cellules ou agrégats bactériens présentant des surstructures, floculés par du PEI60000g/mol. 

 

En premier lieu, on note que les valeurs de modules d’Young sont très basses dès l’ajout de 5 

mg/L de PEI60000g/mol (figure 6.B). Cependant, les valeurs de constantes de raideur et pression 

de turgescence restent supérieures aux valeurs obtenues pour le cas précédent (figures 6.C et 

6.D). Lorsque la concentration en polymère atteint 35 mg/L, suivant les échantillons étudiés, 

on observe que les valeurs se répartissent autour de deux modes : E = 45 kPa, K = 0.037 N/m, 

Pturg = 80 kPa et E = 136 kPa, K = 0.067 N/m, Pturg = 145 kPa (figures 7 et 8). Enfin, lorsque 

la concentration en polymère atteint 100 mg/L, le module d’Young est de 4 kPa environ 

(figure 9.B), tandis que la constante de raideur et la pression de turgescence ne sont plus 

mesurables. 
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Ces résultats peuvent s’interpréter de la façon suivante. Pour les concentrations de 5 et 35 

mg/L de polymère, la mesure du module d’Young montre que les membranes bactériennes 

présentent une forte sensibilité à l’action du  PEI60000g/mol. Le relargage des surstructures, 

remplacées par de « simples » phospholipides au niveau de la membrane cellulaire, a un réel 

impact en terme d’élasticité, et implique une fragilisation de la membrane. De la même 

manière que précédemment, le relargage des surstructures et l’altération membranaire qui en 

résulte sont probablement à l’origine de l’importante augmentation du temps de génération 

observée au chapitre 3. 

 

Les valeurs multiples obtenues pour la concentration de 35 mg/L de PEI60000g/mol 

correspondent à des hétérogénéités membranaires. En effet, il est possible que la totalité des 

surstructures n’ait pas été relarguée, et que le polymère ne soit pas fixé uniformément sur les 

membranes bactériennes. Ces hétérogénéités peuvent trouver leur origine dans le fait qu’il 

existe deux populations bactériennes dans les suspensions de cellules bactériennes produisant 

des surstructures. La première, largement majoritaire présente une mobilité électrophorétique 

de l’ordre de –0.65 10-8 m² V-1S-1 et la seconde, minoritaire, de mobilité électrophorétique très 

faible, d’environ –3.5 10-8 m² V-1S-1. Afin de mieux comprendre ce phénomène, de plus 

amples investigations seraient nécessaires. Néanmoins, on peut en conclure que certaines 

zones présentent une sensibilité moindre à l’action du polymère (élasticité proche de sa valeur 

initiale). Les valeurs de la constante de raideur et de la pression de turgescence, supérieures à 

la valeur initiale, peuvent s’expliquer par le fait que le polymère, formant une matrice autour 

des cellules bactériennes, constitue un milieu concentré et génère des forces osmotiques 

provoquant une reconcentration du cytoplasme. 

 

Lorsque la concentration en PEI60000g/mol atteint 100 mg/L, la totalité de la population 

bactérienne est lysée. Comme pour le cas des bactéries ne présentant pas de surstructures, 

l’élasticité atteint des valeurs très faibles, et la constante de raideur et la pression de 

turgescence ne sont plus mesurables. 
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I.2.3 Cas de cellules bactériennes ne portant pas de surstructure, floculées par un 
polyéthylèneimine de masse moléculaire 750000 g/mol 
 

 

Figure 10 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes à membranes nues, traitées avec 2.5 
mg/L de PEI750000g/mol : A. Représentation de la distribution statistique du module d’Young, histogrammes 
de fréquence B. du module d’Young. 

 

 
Figure 11 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes à membranes nues, traitées avec 40 
mg/L de PEI750000g/mol : A. Représentation de la distribution statistique du module d’Young, histogrammes 
de fréquence B. du module d’Young. 

 

Le tableau 3 présente les résultats obtenus lors de la floculation de cellule bactériennes ne 

portant pas de surstructure par du PEI750000g/mol. 

 

Concentration en 

PEI750000g/mol (mg/L) 
0 2.5 40 

E (kPa) 213.10 +/- 1.92 0.43762 +/- 0.474 0.31925 +/- 0.00638 

K (N/m) 0.04061 +/- 0.00027 / / 

Pturg(kPa) 84.88 +/- 0.67 / / 

Tableau 3 : Module d’Young (E), constante de raideur (K) et pression de turgescence (Pturg) pour des 
cellules ou agrégats bactériens ne présentant pas de surstructures, floculés par du PEI750000g/mol. 
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Comme on peut le voir dans le tableau 3, dès 2.5 mg/L de polymère, les cellules sont très 

affectées en termes d’élasticité (figure 10.B et 11.B), la constante de raideur et la pression de 

turgescence n’étant pas mesurables. Cela s’explique par le fait que le PEI750000g/mol provoque 

une lyse immédiate de ce type de cellules bactériennes. Ainsi, on ne mesure pas l’élasticité 

d’une cellule bactérienne mais du matériel intracellulaire qui a été relargué puis réagrégé par 

le polymère. Cela est en accord avec les conclusions du chapitre 4, et notamment avec la forte 

augmentation du temps de doublement de la population bactérienne et de l’augmentation de la 

perméabilité membranaire. 

 

 

I.2.4 Cas de cellules bactériennes portant des surstructures, floculées par un 
polyéthylèneimine de masse moléculaire 750000 g/mol 
 

 

Figure 12 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes présentant des surstructures, traitées 
avec 5 mg/L de PEI750000g/mol : A. Représentation de la distribution statistique du module d’Young, 
histogrammes de fréquence B. du module d’Young. 

 

 
Figure 13 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes présentant des surstructures, de 
mobilité électrophorétique -0.65 10-8 m² V-1S-1, traitées avec 10 mg/L de PEI750000g/mol : A. Représentation 
de la distribution statistique du module d’Young, histogrammes de fréquence B. du module d’Young. 
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Figure 14 : Caractérisation nanomécanique de cellules bactériennes présentant des surstructures, de 
mobilité électrophorétique -3.5 10-8 m² V-1S-1, traitées avec 10 mg/L de PEI750000g/mol : A. Représentation de 
la distribution statistique du module d’Young, histogrammes de fréquence B. du module d’Young, C. de 
la constante de raideur et D. de la pression de turgescence. 

 
Le tableau 4 résume les résultats présentés par les figures 2, 12, 13 et 14. 

 

Concentration en 

PEI750000g/mol (mg/L) 
0 5 10 

E (kPa) 123.13 +/- 3.12 0.54081 +/- 0;017 
5.46198 +/- 0.571 

 28.59 +/- 3.84 

K (N/m) 0.03463 +/- 0.00034 / 
/ 

 0.02915 +/- 0.00281 

Pturg(kPa) 72.35 +/- 0.76 / 
/ 

58.94 +/ - 6.55 

Tableau 4 : Module d’Young (E), constante de raideur (K) et pression de turgescence (Pturg) pour des 
cellules ou agrégats bactériens présentant des surstructures, floculés par du PEI750000g/mol. 

 
Tout d’abord, on peut voir que l’élasticité des cellules est fortement altérée dès 5 mg/L de 

polymère (figure 12.B). Pour cette même concentration, la constante de raideur et la pression 

de turgescence ne sont pas mesurables. De plus, de la même manière que lors de la floculation 

de ce type de cellules bactériennes par des PEI60000g/mol, on peut voir que les valeurs obtenues 

se répartissent autour de deux pôles : 5 kPa, / N/m, / kPa et 30 kPa, 0.07 N/m, 60 kPa 
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représentant respectivement le module d’Young, la constante de raideur et la pression de 

turgescence (figures 13 et 14). 

 

On peut donc conclure de ces résultats que dès 5 mg/L, la complexation du polymère avec les 

LPS (chapitre 4) a un impact important sur l’élasticité des membranes bactériennes. 

Cependant, comme nous pouvons le voir sur les mesures obtenues avec 10 mg/L de 

PEI750000g/mol, les membranes de ce types de bactéries présentent d’importantes hétérogénéités, 

ainsi certaines zones sont plus affectées par l’action du polymère, cela peut être dû à une 

répartition inhomogène du polymère lors de l’agrégation. Enfin, cette concentration 

correspond au domaine où la majorité des cellules bactériennes sont lysées, ce qui explique 

que, dans la majorité des cas, on ne puisse obtenir de mesure de constante de raideur ou 

pression de turgescence pour la population bactérienne majoritaire. 

 

 

II. Etudes des propriétés mécaniques des suspensions bactériennes floculées  
 

Dans ce paragraphe, les échantillons étudiés ont subis, après l’étape d’agrégation, une étape 

de centrifugation (20000 G, 15 minutes), afin de mimer le traitement de déshydratation subi in 

situ par les boues d’épuration. Ils se présentent donc sous la forme de culots de centrifugation. 

 

II.1.Etude des suspensions bactériennes non traitées et des solutions de polymère 

 

La figure 15 présente les propriétés viscoélastiques de suspensions bactériennes en 

présence/absence de surstructures, non floculées par du polyéthylèneimine. 
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Figure 15 : Evolution  A. des modules élastique (G’) et visqueux (G’’) en fonction de la fréquence 
angulaire, et B. de la viscosité en fonction de la contrainte de cisaillement (shear stress) pour des 
suspensions bactériennes non floculées présentant ou non des surstructures. 

 

Concernant les bactéries présentant des membranes nues, le module élastique G’ est 

nettement supérieur au module visqueux (G’’). La valeur de ces deux paramètres est 

relativement constante dans la gamme de fréquences étudiée (figure 15.A). Cette évolution est 

typique du comportement d’un solide et indique que ce type de membranes bactériennes a une 

réponse élastique à la déformation. Par ailleurs, dans la gamme de fréquences supérieures à 

100 rad.s-1, les effets d'inertie du rhéomètre peuvent "fausser" les valeurs des modules 

élastiques et visqueux [4]. A l’inverse, concernant les bactéries dont les membranes sont 

agrémentées de surstructures, les modules G' et G" sont du même ordre de grandeur et sont 

indépendants de la fréquence jusqu'à 10 rad.s-1, signifiant que la déformation ne modifie pas 

l'intégrité des membranes. Au-delà de cette fréquence, les valeurs de G' et G" augmentent, 

indiquant une rigidification des suspensions bactériennes sous l’effet des oscillations. Cette 

augmentation de G’ et G’’ est liée à la présence des surstructures formant un encombrement 

stérique. La réorganisation des chaînes polysaccharidiques n'étant pas instantanée, celle-ci 

génère ainsi une dépendance en temps de type viscoélastique. 
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Par ailleurs, on peut voir sur la figure 15.B, qu’au repos, c’est-à-dire en absence de contrainte 

de cisaillement (shear stress), la viscosité des suspensions bactériennes étudiées est non nulle 

et présente un seuil d’écoulement pour une contrainte d’environ 102 Pa. A partir de cette 

contrainte critique d’écoulement, la viscosité diminue et tend vers une valeur limite d’environ 

10-1 Pa.s. Cette valeur de viscosité sous cisaillement est 100 fois supérieure à celle de la 

viscosité de l’eau pure, qui est de 10-3 Pa.s. 

Lorsqu’on compare les résultats obtenus en présence/absence de surstructures, il apparaît que, 

pour une valeur de contrainte de cisaillement donnée, la viscosité des suspensions 

bactériennes portant des surstructures est supérieure à celle obtenue pour des bactéries 

présentant des membranes nues. Cela s’explique par les effets d’interactions se produisant 

entre les chaines polysaccharidiques portées par les membranes bactériennes. 

 

Des mesures ont également été effectuées en diminuant la contrainte de cisaillement, sans 

permettre un retour du système à l’état initial. Cette hystérèse est liée à une altération de l’état 

d’intégrité des membranes bactériennes, elle-même due à l’intensité des contraintes de 

cisaillement appliquées. C’est pour cette raison que, dans la suite de ce travail, nous nous 

intéresserons exclusivement aux montées progressives en gradient de cisaillement. 

 

La figure 16 présente les propriétés viscoélastiques de solutions de PEI60000g/mol et 

PEI750000g/mol d’une concentration de 10g/L.  
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Figure 16 : Evolution  A. des modules élastique (G’) et visqueux (G’’) en fonction de la fréquence 
angulaire, et B. de la viscosité en fonction de la contrainte de cisaillement (shear stress) pour des solutions 
de PEI60000g/mol et PEI750000g/mol. 

 

La valeur du module élastique, de l’ordre de 10-2 Pa, est très inférieure à celles observées pour 

les suspensions bactériennes. Elle diminue très rapidement pour des fréquences supérieures à 

10 rad.s-1, sans influence de la masse moléculaire du polymère (figure 16.A). L’évolution de 

la viscosité en fonction de la contrainte de cisaillement montre que le polymère a un caractère 

quasi-newtonien, à savoir, une viscosité quasi-indépendante de la contrainte de cisaillement. 

De plus, la viscosité des solutions de PEI est très proche de celle de l’eau, 10-3 Pa.s-1, quelle 

que soit la masse moléculaire du polymère. Dans la mesure où, lors de la floculation des 

suspensions bactériennes, les concentrations sont 100 fois inférieures pour les plus élevées, on 

peut considérer que l’effet de l’ajout de la solution de PEI sur la viscosité reste négligeable. 

 
 
 
II.2. Cisaillement oscillatoire 

 

II.2.1 Etude des suspensions floculées par du polyéthylèneimine de masse moléculaire 
60000 g/mol  
 

Dans ce paragraphe, nous allons nous intéresser à l’influence de la concentration en 

PEI60000g/mol sur le module élastique. La figure 17 présente l’évolution du module élastique 



Chapitre 5 

 186

d’une suspension bactérienne ne présentant pas de surstructures pour des concentrations en 

polymère comprises entre 0 et 100 mg/L. 

 

Tout d’abord, on remarque que l’ajout de PEI entraîne une forte augmentation de l’élasticité 

des suspensions bactériennes et que les valeurs obtenues dépendent de la fréquence angulaire 

appliquée. Cette dépendance en fréquence indique que les flocs formés par fixation du 

polymère sur les membranes bactériennes présentant ou non des surstructures, ont un 

comportement viscoélastique. Ainsi, l’application d’une contrainte se caractérise par un retard 

à la réorganisation de la structure des flocs. 

 

Figure 17 : Evolution du module élastique en fonction de la fréquence angulaire de suspensions 
bactériennes ne présentant pas de surstructure, floculées par A. 0 à 30 mg/L et B. 30 à 100 mg/L de 
PEI60000g/mol. 

 
L’évolution de G’ se fait en 3 étapes (figure 17), correspondant globalement aux domaines 

définis au chapitre 3.  

 

Dans un premier temps, on a une augmentation de G’ jusqu’à 20 mg/L de polymère, ce qui 

correspond à l’étape d’agrégation de cellules bactériennes intègres (figure 17.A). Cette 

évolution s’explique par le fait qu’à mesure que l’on augmente la proportion de polymère fixé 

sur les membranes bactériennes, l’encombrement stérique et les forces de frottement qui en 
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résultent sont plus importants, et s’opposent à la déformation des agrégats. On peut noter que 

cette hypothèse est en accord avec les données de spectroscopie de force, ce qui indique que, 

même si l’élasticité membranaire est très faible (4.3 kPa environ, Tableau 1), les cellules 

présentent néanmoins une certaine pression de turgescence (22 kPa, Tableau 1), prouvant 

ainsi qu’elles ne sont pas lysées. 

Dans un deuxième temps, le module d’élasticité diminue entre 20 et 35 mg/L de PEI60000g/mol 

(figure 17.A), ce qui correspond à la concentration pour laquelle il y a lyse bactérienne et 

érosion des agrégats. La suspension contient alors des résidus cellulaires peu agrégés 

(chapitre 3). Cela explique que l’énergie nécessaire pour déformer ces agrégats, formés de 

résidus colloïdaux d’origine intracellulaire, soit inférieure à celle nécessaire pour déformer 

des agrégats formés de bactéries intègres. Cela correspond à ce que nous avons observé à 

l’échelle nanométrique : le module d’Young de ce type d’agrégats bactériens est très faible 

(de l’ordre de 3 à 5 kPa), et la constante de raideur et la pression de turgescence ne sont plus 

mesurables. 

Enfin, G’ connaît une nouvelle augmentation jusqu’à 100 mg/L de polymère (figure 17.B), ce 

qui correspond à l’agrégation secondaire de matériel intracellulaire. La nature des agrégats 

explique donc, à la fois, le fait que le module d’Young mesuré dans cette gamme de 

concentration soit nettement inférieur (3 kPa pour 60 mg/L de polymère, tableau 1) à celui 

obtenue pour les bactéries non traitées (231 kPa, tableau 1) et le fait que la constante de 

raideur membranaire et la pression de turgescence ne soient plus mesurables. De plus, ce 

résultat est en accord avec la légère augmentation de module d’Young que nous avons 

observé lors de mesures effectuées à l’échelle nanométrique (12 kPa pour 100 mg/L de 

polymère, tableau 1). Il a été montré auparavant que la présence du polymère dans la 

suspension forme une matrice rigide enchâssant les particules colloïdales agrégés [5-6]. 

L’augmentation d’élasticité est donc liée à cette matrice polymérique, mais également à la 

nature des agrégats, composés de résidus colloïdaux. 

 

Comme nous avons pu le voir (et le vérifier pour les cas suivants), les variations du module 

élastique pour les différentes concentrations en polymère sont uniformes suivant la fréquence. 

Ainsi, dans la suite de ce travail, nous allons représenter l’évolution du module élastique à la 

fréquence de 1 Hz (correspondant à environ 6.3 rad.s-1) en fonction de la concentration en 

polymère. 
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La figure 18 présente l’évolution du module élastique à la fréquence de 1 Hz, pour des 

suspensions bactériennes en présence et absence de surstructures floculées par du PEI60000g/mol. 

 

 
 

Figure 18 : Evolution du module élastique à la fréquence de 1 Hz pour des suspensions bactériennes 
portant ou non des surstructures, floculées du PEI60000g/mol. 

 

On peut voir que, dans le cas où les cellules bactériennes produisent des surstructures, 

l’évolution du module élastique en fonction de la concentration en PEI60000g/mol  se caractérise 

par 3 domaines (figure 18) :  

- augmentation entre 0 et 10 mg/L, 

- diminution entre 10 et 40 mg/L, 

- augmentation entre 40 et 100 mg/L. 

 

Dans un premier temps, lorsque la concentration en polymère est comprise entre 0 et 10 

mg/L, l’agrégation de cellules bactériennes intègres est à l’origine d’une augmentation de 

l’élasticité. Ce résultat peut paraître contradictoire avec la valeur de module d’Young obtenue 

via la spectroscopie de force pour cette gamme de concentration (2 kPa, pour 5 mg/L de 

PEI60000g/mol, tableau 2) qui révèle que la membrane bactérienne est fortement altérée par la 

présence de PEI. Néanmoins, à cette même échelle, on mesure une pression de turgescence et 
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une constante de raideur membranaire (respectivement 0.02 N/m et 33 kPa, tableau 2). Ces 

données, associées au fait que les surstructures résiduelles sont à l’origine d’un 

encombrement stérique pouvant générer des forces de frottement s’opposant à la déformation 

des agrégats, permettent d’expliquer l’augmentation de l’élasticité à l’échelle de l’agrégat. 

Comme nous l’avons vu précédemment, la présence de PEI induit conjointement à 

l’agrégation de ce type de cellules bactériennes intègres, le relargage des LPS par 

complexation. L’encombrement stérique lié à ceux-ci est donc moindre, ce qui facilite la 

reconformation des agrégats les uns par rapport aux autres. Cela explique que le module 

élastique diminue dès 10 mg/L de polymère, et non à partir de 20 mg/L, valeur correspondant 

au relargage de la quasi-totalité des surstructures (chapitre 3). Au-delà de 20 mg/L, il y a 

fixation du polymère sur les membranes bactériennes mises à nues, ce qui crée une matrice 

polymérique autour des corps bactériens (chapitre 3). Il en résulte des effets d’interaction 

croissants entre les différentes chaînes polymériques, augmentant ainsi la résistance à la 

déformation des agrégats et provoquant une augmentation du module d’élasticité dès 40 

mg/L. On n’observe pas de diminution d’élasticité lorsque l’on atteint les concentrations 

lytiques (> 60 mg/L, chapitre 3), cela est dû au fait que le polymère est présent en quantité 

suffisamment importante dans la suspension, ce qui ne permet pas d’observer de 

« restabilisation ». Néanmoins, les mesures de spectroscopie de force à l’échelle locale, 

montrant une élasticité très faible des agrégats (4 kPa pour 100 mg/L de polymère, tableau 2) 

et ne permettant plus de mesurer de pression de turgescence et de constante de raideur, nous 

autorisent à dire que le matériel étudié a effectivement été lysé. 

 

Si l’on compare les courbes obtenues pour les deux types de suspensions bactériennes, on 

constate qu’entre 10 et 35 mg/L de polymère (gamme de concentration correspondant à 

l’agrégation de bactéries intègres), l’élasticité des bactéries présentant initialement des 

surstructures est la plus faible. Cela peut paraître en contradiction avec certains résultats 

publiés dans la littérature [7-9], selon lesquels les structures exopolymériques permettent 

d’améliorer la stabilité et la résistance au cisaillement des flocs bactériens. Cependant, dans la 

mesure où les LPS ont été relargués par complexation avec les macromolécules de 

PEI60000g/mol, ces derniers ne jouent plus leur rôle de stabilisation de l’édifice bactérien, ce qui 

est en accord avec les résultats de Frølund B. et al. [10], selon lesquels un relargage des EPS 

altère la stabilité des flocs. Ainsi, à concentration égale, la quantité de polymère se fixant sur 

les membranes bactériennes mises à nues est inférieure à celle fixée sur les bactéries ne 

produisant pas la partie antigène O du LPS. La matrice polymérique, moins importante, 
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oppose donc une résistance plus faible à la déformation des agrégats. On peut également noter 

que les deux types de cellules bactériennes présentent un maximum d’élasticité pour une 

concentration en polymère proche de la concentration optimale de floculation, comme cela a 

été montré précédemment [11]. Cela est lié au fait qu’un maximum de sites de fixation est 

occupé, minimisant ainsi les forces osmotiques  [12]. 

Enfin, on peut constater qu’à partir de 60 mg/L de polymère, concentration pour laquelle les 

deux types de bactéries sont lysées, l’élasticité augmente avec la même intensité, ce qui 

s’explique par le fait que le polymère forme une matrice rigide entourant les agrégats 

bactériens, s’opposant à la déformation des flocs [5-6]. 

 

 

II.2.2 Etude des suspensions floculées par du polyéthylèneimine de masse moléculaire 
750000 g/mol  
 

La figure 19 présente l’évolution du module élastique à la fréquence de 1 Hz pour des 

suspensions bactériennes en présence/absence de la partie antigène O du LPS, floculées par 

du PEI750000g/mol . 

 

Figure 19 : Evolution du module élastique à la fréquence de 1 Hz pour des suspensions bactériennes 
portant ou non des surstructures, floculées du PEI750000g/mol. 
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On peut constater sur cette figure  que l’élasticité de ces deux types de cellules bactériennes 

présente la même évolution. Tout d’abord, on observe une augmentation du module élastique 

jusqu’à 10 mg/L, suivie d’une brusque diminution, jusqu’à 12.5 mg/L et 20 mg/L de 

polymère, respectivement en absence et présence de surstructures. Finalement, au-delà de 

cette concentration en polymère, le module élastique augmente et marque un plateau à des 

valeurs légèrement inférieures à 104 Pa, ce qui s’accorde avec les résultats obtenus par Merkel 

[13], selon lesquels une augmentation de la concentration en polymère supérieure à la dose 

optimale de floculation conduit à une augmentation de la résistance au cisaillement. Par 

contre, nous n’avons pu observer de diminution de cette résistance au cisaillement 

consécutive à une taille d’agrégats trop importante, comme cela a été observé par Örmeci et 

Abu-Orf [14]. Cela peut être lié au fait que les concentrations en polymère auxquelles nous 

avons travaillé ne sont pas suffisantes. 

 

Comme nous l’avons montré au chapitre 4, ce polymère provoque l’agrégation des cellules 

bactériennes dès les plus faibles concentrations (chapitre 4). L’augmentation du module 

élastique est liée, dans un premier temps, à la formation de ces agrégats. La spectroscopie de 

force confirme la « toxicité » du polymère en montrant que les membranes bactériennes sont 

très fortement altérées et présentent une élasticité très faible, de l’ordre de 0.5 kPa pour 2.5 

mg/L et 5 mg/L de polymère, respectivement en absence et présence de surstructures. Dans le 

cas où les cellules bactériennes ne produisent pas de surstructures, l’érosion des agrégats 

induite par le PEI750000g/mol s’intensifie jusqu’à une lyse totale pour une concentration 

supérieure à 5 mg/L. Les chaînes polymériques sont présentes en quantité insuffisante pour 

former une matrice rigide autour des agrégats, ce qui explique la diminution de l’élasticité. 

Lorsque les membranes bactériennes sont agrémentées de surstructures, la toxicité du 

polymère est telle que ce dernier provoque l’érosion et la lyse quasi-immédiate des cellules 

bactériennes dès qu’il entre en contact avec les membranes bactériennes mises à nue et 

endommagées par le relargage des surstructures. Des agrégats de matériel résiduel intra-

cellulaire sont alors formés. Le polymère, dont une partie a été mobilisée par la complexation 

avec les LPS, est présent en quantité insuffisante pour établir une matrice rigide s’opposant à 

la déformation des agrégats. Cela explique que l’élasticité augmente à nouveau pour une 

concentration en polymère supérieure (20 mg/L) à celle des bactéries présentant des 

membranes nues. On peut noter que contrairement à ce que l’on a observé pour le même type 
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de cellules floculées par du PEI60000g/mol, la complexation des LPS avec le polymère n’entraîne 

pas de chute de l’élasticité. L’effet de taille et de toxicité du polymère est donc prépondérant 

par rapport à la présence des surstructures.  

 

Pour des concentrations supérieures à 20 mg/L de PEI750000g/mol, correspondant à la lyse des 

deux types de bactéries étudiées, l’élasticité des échantillons étudiés augmente ce qui est en 

accord avec les résultats présentés dans la littérature [15-19], il y a donc formation d’une 

matrice polymérique limitant la déformation des agrégats. Cette dernière a été mise en 

évidence précédemment dans la littérature [20-23] et explique l’augmentation de leur 

résistance au cisaillement [5-6]. On constate cependant que le module élastique est supérieur 

lorsque les cellules bactériennes produisent des surstructures, contrairement à ce que l’on a pu 

voir lors de la floculation par du PEI60000g/mol. Cela illustre l’hypothèse selon laquelle la 

matrice formée par les structures exopolymériques augmente la résistance mécanique des 

flocs [7-9].  

 

En fait, comme nous l’avons vu précédemment, lorsque le PEI750000g/mol entre en contact avec 

la membrane bactérienne mise à nue, les cellules bactériennes sont immédiatement lysées, 

sans que la totalité des surstructures n’ait été relarguée. Certaines subsistent donc sur les 

membranes bactériennes lors de la seconde étape d’agrégation (chapitre 4), ce qui génère des 

forces de frottement et des forces osmotiques [9 ; 24-25] s’opposant à la reconformation des 

agrégats. 

 

On peut enfin mettre en évidence que, dans ce cas, la mesure du module élastique peut 

permettre pour ce polymère, de déterminer de façon précise, l’état d’intégrité des cellules 

bactériennes et les concentrations lytiques. 

 

 

II.3. Ecoulement 

 

La figure 20 présente les courbes d’écoulement, viscosité en fonction de la contrainte de 

cisaillement, obtenues pour des cellules bactériennes ne produisant pas de surstructure 

floculées par du PEI60000g/mol. 
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Figure 20 : Evolution de la viscosité en fonction de la contrainte de cisaillement effectué sur des 
suspensions bactériennes ne présentant pas de surstructure, floculée par du PEI60000g/mol 

 

Quelque soit la concentration en polymère, l’augmentation de la vitesse de cisaillement induit 

une diminution de viscosité, on parle de caractère rhéofluidifiant. Lorsque l’énergie de 

cisaillement est suffisante, il y a érosion des agrégats bactériens, ce qui, comme l’ont montré 

Abu-Orf et Dentel [26] a pour effet d’exposer de nouvelles charges négatives à la surface des 

agrégats. En raison de l’apparition de forces osmotiques, ce phénomène induit la libération 

d’une partie du fluide, ce qui a pour effet de diminuer la viscosité de l’échantillon.  

 

Lorsque le système est fortement agrégé, au-delà de 60 mg/L, le gradient de cisaillement et la 

viscosité augmentent fortement et les courbes présentent des fluctuations. Nous avons vu dans 

les chapitres précédents que l’agrégation de ces suspensions induit une augmentation de la 

taille moyenne des agrégats. Ainsi les fluctuations observées sur les courbes d’écoulement 

peuvent être attribuées à des mouvements de ces structures plus larges que l’entrefer de la 

géométrie de mesure utilisée. 

 



Chapitre 5 

 194

Afin d’exploiter ces résultats, les courbes d’écoulement obtenues ont été modélisées par le 

modèle de sphères dures étendu aux objets anisotropes que nous allons décrire ci-dessous. Ce 

modèle nous donne accès à la viscosité infinie (pour un gradient de cisaillement infini) et la 

contrainte critique d’écoulement (contrainte à partir de laquelle le fluide s’écoule). Il 

s’applique à des fluides newtoniens (dont les propriétés mécaniques présentent une 

dépendance linéaire avec l’énergie mécanique appliquée) et non-newtoniens (cas des boues 

d’épuration et suspensions bactériennes floculées [27-28]). En utilisant l’approche de 

Quémada, ce modèle permet de décrire l’écoulement de suspensions contenant des particules 

anisotropes, pouvant être assimilées à des sphères dures. 

 

Avant de décrire le modèle utilisé, nous rappelons ici quelques concepts du modèle de sphères 

dures. Dans le cas de systèmes dilués, la viscosité de la suspension augmente linéairement 

avec l’augmentation de la concentration (jusqu’à des concentrations de l’ordre du pourcent) 

[29] et répond à l’équation suivante : 








 += φηη
2

5
1fs  

où ηS représente la viscosité de la suspension (Pa.s), ηf, celle du fluide et φ  la fraction 

volumique (%). 

  

Cependant, l’une des limites de ce modèle est qu’il est applicable uniquement lorsque les 

particules n’interagissent pas d’un point de vue hydrodynamique. Ces interactions dépendent 

au premier ordre de la taille moyenne des particules. Elles n’apparaissent que pour les 

particules éloignées d’une distance inférieure à leur diamètre hydrodynamique (correspondant 

au diamètre maximal de la particule en rotation). 

 

Lorsque la concentration en particules s’élève, il est nécessaire de tenir compte des 

interactions hydrodynamiques [30]. Pour cela, on développe au second ordre l’équation 

précédente : 





















++= 2
2

2

5

2

5
1 φφηη fs  

Ce type de modèle s’applique pour des fractions volumiques maximales de 10 %, mais ne 

prend pas en compte explicitement la taille moyenne des particules. La viscosité relative, 

ηs/ηf,  dépend donc uniquement de la fraction volumique en particules. 
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Les particules anisotropes tendent à piéger de l’eau dans les irrégularités liées à leur structure, 

il est donc nécessaire de tenir compte des effets d’encombrements géométriques [31]. 

 

Les forces hydrodynamiques (F) s’exerçant sur les particules sont données par la loi de 

Stokes :  

2DF f γη &≈   

avec γ& le gradient de vitesse local (s-1) autour des particules et D, le diamètre (m). Dans les 

milieux hétérogènes, le principe de continuité de la contrainte permet d’obtenir la relation 

suivante :  

      2DF σ≈  

où σ correspond à la contrainte de cisaillement appliquée au matériau (Pa). 

 

Dans le but de comparer ces forces hydrodynamiques par rapport à l’énergie Brownienne, un 

nombre de Péclet hydrodynamique (adimensionnel) est introduit tel que : 

Tk

D
Pe

B

3σ≈
 

où kB correspond à la constante de Boltzman (J.K-1) et T à la température (K). 

 

Lorsque les concentrations particulaires augmentent, il y a apparition d’un potentiel 

d’interaction entre les particules, ainsi, le nombre de Péclet peut s’écrire de la façon suivante : 

CE

D
Pe

σ
σσ ≡≈

3

 

avec E correspondant aux énergies d’interaction et σc, à la contrainte de cisaillement critique. 

 

Cette relation nous autorise à comparer les forces hydrodynamiques aux énergies brownienne 

et d’interaction. 

 

Le modèle de Quémada, s’appliquant aux suspensions de sphères dures [32-34] permet 

d’obtenir une relation liant les viscosités à gradient de cisaillement nul η0 et infini η∞ en tenant 

compte de l’anisotropie des particules,  telle que la viscosité relative,rη , qui est égale à :  
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avec sphφ , la fraction volumique en sphères, *0φ  et *
∞φ , correspondant respectivement aux 

fractions volumiques critiques d’empilement de sphères au repos et sous gradient de 

cisaillement infinis. 

 

Dans le cas de systèmes anisotropes, la fraction volumique effective en sphère dures 

correspond au volume piégé par les particules en rotation et s’exprime de la façon suivante : 

( )
particuleladevolume

D
sph

3

6
π

φ =  

Dans ce travail, D correspond au diamètre moyen des particules déterminé par granulométrie 

laser (chapitres 3 et 4). 

 

Enfin, la valeur du paramètreχ  est en relation directe avec l’état du matériau.  

Dans le cas où la viscosité reste finie au repos, χ est positif et vaut :  

2/1

0








= ∞

η
ηχ  

 

A l’inverse, dans le cas où une contrainte d’écoulement apparaît au repos, c’est le cas du 

matériel que nous avons étudié, ce paramètre est négatif  et s’exprime de la façon suivante : 

c

y

σ
σ

χ −=
 

Finalement, ce modèle, appliqué pour différents types de suspensions anisotropes [31 ; 35-

36], nous permet de modéliser les courbes d’écoulement expérimentales à l’aide de 3 

paramètres : 

cσηχ ,, ∞

 
 

La figure 21 présente la modélisation d’une courbe de suspension bactérienne floculée par 35 

mg/L de PEI60000g/mol. 
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Figure 21 : Modélisation de la courbe d’écoulement obtenue pour une suspension bactérienne ne 
présentant pas de surstructure, floculée par 35 mg/L de PEI60000g/mol. 

 

Notons tout d’abord que les valeurs extraites de ces modélisations présentent certaines 

limites. En effet, en raison de la taille des agrégats par rapport à l’entrefer, induisant des 

artéfacts de mesure pour les faibles contraintes de cisaillement, nous n’avons pu modéliser le 

paramètre de la contrainte critique d’écoulement. Ce problème ne se pose pas pour les valeurs 

de viscosité à gradient de cisaillement infini, car dans ces conditions, la structure des agrégats 

est totalement altérée par le cisaillement et la viscosité résultante correspond alors, à la valeur 

limite atteinte en écoulement. Pour s’affranchir des effets de taille et de sédimentation des 

agrégats dans l’entrefer, il aurait été intéressant d’utiliser un réacteur de type cellule de 

Couette pour effectuer ces mesures. Nous avons cependant préféré cette géométrie car les 

quantités de matériel dont nous disposions étaient relativement faibles. Un réacteur Couette 

aurait nécessité la production de plusieurs millilitres d’échantillon, ce qui, en raison des temps 

d’expérimentation et de production des échantillons, n’aurait été que très difficilement 

réalisable. 

 
La figure 22 présente les valeurs de viscosité sous gradient de cisaillement infini et la quantité 

d’eau après centrifugation en fonction de la concentration en PEI, pour les deux types de 

suspensions bactériennes étudiées et les deux masses moléculaires. 
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Figure 22 : Evolution de A. la viscosité sous gradient de cisaillement infini modélisée et de B. la quantité 
d’eau après centrifugation en fonction de la concentration en PEI. 

 

Les résultats présentés en figure 22.A sont à manipuler avec précaution, et nécessiteraient de 

plus amples investigations pour décrypter plus finement les mécanismes induisant les 

fluctuations de la viscosité sous cisaillement infini.  

 

Néanmoins sur cette figure, on peut voir qu’à mesure de l’augmentation de la concentration 

en PEI (> concentrations lytiques), la viscosité à gradient de cisaillement infini se stabilise. 

On constate qu’une augmentation de la masse moléculaire du polymère tend diminuer la 

valeur de ce palier, pour un type de bactérie donné. Or, il a été montré qu’il existe un seuil de 

contrainte à partir duquel les liens formés entre les bactéries et le polymère sont rompus [13], 

ce qui génère une détérioration des flocs à grande échelle [37]. A partir de ce stade, il y a 

écoulement des boues et diminution de leur viscosité [38]. Ce phénomène explique que la 

détérioration des agrégats induise la libération d’une partie de l’eau piégée et la diminution de 

la viscosité à mesure de l’augmentation du gradient de cisaillement (jusqu’au cisaillement 

infini). On peut donc déduire de ce résultat qu’après déshydratation par centrifugation, une 

augmentation de la masse moléculaire du polymère tend à augmenter la teneur en eau de 

l’échantillon. Cette hypothèse est clairement confirmée dans le cas de bactéries ne produisant 

pas de surstructures, par les mesures de siccité (figure 22.B). Dans le cas de bactéries portant 

des surstructures, on peut voir que les teneurs en eau obtenues pour les deux masses 

moléculaires sont relativement proches, compte tenu des barres d’erreurs. Il est probable que 
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cela soit lié à des effets de toxicité du PEI. L’augmentation de la masse moléculaire génère un 

abaissement des concentrations lytiques (chapitres 3 et 4). Ainsi, à mesure que la masse 

moléculaire de PEI augmente, la proportion de polymère dans les agrégats composés de 

résidus bactériens évolue de manière inversement proportionnelle. Cette dispersion colloïdale 

a pour effet d’induire des forces osmotiques à l’origine de la rétention d’eau au sein des 

agrégats. A l’inverse, pour une masse moléculaire inférieure, la matrice polymérique formée 

est comparable à un milieu fortement concentré, ce qui par l’intermédiaire de forces 

osmotiques, tend à diminuer la quantité d’eau dans les agrégats et explique que la viscosité à 

cisaillement infini obtenue après déshydratation soit supérieure. Cette hypothèse est 

corroborée par le fait que la viscosité infinie obtenue pour des cellules bactériennes 

faiblement endommagées (concentration en polymère < 10 mg/L) est supérieure à celle 

obtenue après lyse bactérienne (figure 22.A). 

 

De plus, quelle que soit la masse moléculaire du polymère, la présence de surstructures tend à 

diminuer la viscosité des échantillons après centrifugation (figure 22.A) et la siccité des 

échantillons (figure 22.B). La rétention d’eau est donc supérieure aux cas où les membranes 

bactériennes sont nues. Ces résultats sont corroborés par l’étude de [39], qui a montré un réel 

impact de la production de structures exopolymériques sur la viscosité d’une suspension 

soumises à des contraintes. Rappelons que dans ce cas, la totalité des surstructures n’a pas été 

relarguée. Il est donc probable que des molécules d’eau soient piégées à cause de fortes 

pressions osmotiques induites par la présence de cations compensateurs [40-41], comme cela 

a été montré [9; 25]. En effet, ces forces osmotiques ont un rôle de stabilisation [42] et 

s’opposent à l’écroulement du matériau induit par les forces de déshydratation [43] et donc à 

la libération des molécules d’eau lors de l’application de contrainte de déshydratation [41 ; 

44]. C’est pour cette raison qu’une diminution de la proportion de structures exopolymériques 

est à l’origine d’une augmentation de la siccité de l’échantillon, comme cela a été montré au 

préalable par [9 ; 45]. 

 

 

III. Synthèse 
 
 
Tout d’abord, on peut constater que suivant la masse moléculaire du polymère, les effets 

observés sur l’élasticité et la viscosité à gradient de cisaillement infini diffèrent. Cela 

s’explique par la différence de structure des agrégats. En effet, pour le PEI60000g/mol, pour des 
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concentrations comprises entre 10 mg/L et 60 mg/L, on constate que, dans le cas des bactéries 

dont les membranes sont dépourvues de surstructures, lorsque l’élasticité est supérieure, la 

viscosité est supérieure pour ce même type de bactérie. Cette gamme de concentration est à 

l’origine de la formation d’une matrice rigide englobant les agrégats plus importante que dans 

le cas où les bactéries produisent des surstructures (car une partie de ce polymère a été 

consommée par complexation avec les LPS). C’est pour cette raison que les premiers 

présentent une résistance à la déformation supérieure aux seconds. Le fait que la viscosité à 

gradient de cisaillement infini suive cette évolution est liée à l’apparition de forces 

osmotiques engendrées par la présence du polymère. Celui-ci se comporte comme un milieu 

concentré, induisant des forces osmotiques ayant pour effet de d’augmenter la siccité des 

agrégats.  

A l’inverse, pour le PEI750000g/mol, une élasticité supérieure est corrélée à une viscosité sous 

cisaillement infinie minimale, dans le cas où les bactéries produisant la partie antigène O du 

LPS. Ce polymère induit une lyse bactérienne quasi-immédiate. Le fait que la résistance au 

cisaillement soit supérieure lorsque les cellules bactériennes présentent des surstructures 

s’explique par le fait que leur relargage n’ayant pas été total, celles-ci induisent un 

encombrement stérique s’opposant à la déformation de l’agrégat. Le fait que la viscosité à 

gradient de cisaillement infini évolue de manière inverse provient également de la présence 

des surstructures. Ces dernières induisent des forces osmotiques s’opposant à l’écroulement 

de la structure de l’agrégat, et ont pour effet de piéger de l’eau au sein de la structure. Ce 

phénomène explique que la siccité de ce type d’agrégats soit relativement faible par rapport 

au cas où les surstructures sont absentes. 

 

D’autre part, quelque soit la masse moléculaire employée, la siccité des agrégats après 

déshydratation est inférieure lorsque les cellules bactériennes produisent des surstructures. 

Cela est lié, comme nous l’avons dit précédemment, aux forces osmotiques induites par leur 

présence. On peut également noter qu’en absence de surstructure, une dose de PEI supérieure 

à la dose optimale nous a permis d’augmenter fortement la siccité des échantillons (figure 

22.B), tandis que lorsque les surstructures sont présentes, il n’y a que peu de différence entre 

la siccité obtenue pour la concentration optimale de polymère et la surdose. La siccité la plus 

élevée est donc obtenue pour les cellules dont les membranes sont dépourvues de 

surstructures floculées par du PEI60000g/mol. 
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En conclusion, des mesures de viscosité, aisément réalisable à l’aide d’un rhéomètre, 

corrélées à des mesures de siccité, pourraient permettre d’ajuster la concentration en floculant. 

Par ailleurs, des mesures d’élasticité pourraient permettre d’évaluer les concentrations en 

polymères lytiques. Enfin, il serait intéressant d’étudier l’impact du floculant sur la 

déstabilisation et la déshydratation de cellules bactériennes dépourvues de leur surstructure 

via un traitement chimique.  
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Conclusion générale 

 

L’objectif premier de ce travail a été d’accroître les connaissances actuelles concernant la 

floculation de boues biologiques issues de station d’épuration. Pour se faire, ces dernières ont 

été « modélisées » par des suspensions bactériennes pures agrégées par des macromolécules 

de polyéthylèneimine de différentes masses moléculaires. L’originalité de ce système est de 

permettre de faire varier le paramètre présence/absence de surstructures sur les membranes 

bactériennes, sans pour autant faire varier le génome des bactéries étudiées. 

Les principaux résultats obtenus nous permettent de dire que les mécanismes d’agrégations 

diffèrent suivant la masse moléculaire du polymère et la présence ou non de surstructures 

membranaires.  

Tout d’abord, nous avons pu voir que quelque soit le type de bactérie étudié, le polymère de 

masse moléculaire 600 g/mol s’adsorbe sur les membranes bactériennes, les fragilisent mais 

n’induit pas d’agrégation. C’est pour cette raison que nous n’avons pas étudié l’impact de ce 

polymère sur la déshydratation des boues.  

Les polymères auxquels nous nous sommes intéressés, de masses moléculaires plus 

importantes, agrègent les suspensions bactériennes, quel que soit le type de membranes. 

Lorsque les bactéries ne présentent pas de surstructure, le mécanisme d’agrégation se déroule 

en trois étapes, on a tout d’abord agrégation de cellules intègres, puis une érosion et une lyse 

des agrégats (correspondant à une restabilisation de la suspension) et enfin, une réagrégation 

de résidus colloïdaux issus de la lyse. On peut noter que lorsque la masse moléculaire du 

polyéthylèneimine est de 750000 g/mol, la concentration minimale pour laquelle la 

suspension bactérienne est floculée est très inférieure à celle obtenue pour un polymère de 

masse moléculaire 60000 g/mol. De plus, la toxicité du polymère pour les cellules 

bactériennes est si importante que l’étape d’agrégation de bactéries intègres n’est pas visible 

aux concentrations auxquelles nous avons travaillé. De même, il n’y a pas de restabilisation, 

car la masse moléculaire du polymère permet de former immédiatement des agrégats de taille 

suffisante pour décanter.  

Dans le cas où les cellules bactériennes produisent la partie antigène O du LPS, l’agrégation 

se fait à des concentrations plus faibles que lorsque les surstructures sont absentes (en raison 

de l’encombrement stérique qu’elles induisent), pour une masse moléculaire de 60000 g/mol, 

et pour une concentration similaires pour une masse moléculaire de 750000 g/mol. On peut 

donc dire dans ce dernier cas, que l’influence de la masse moléculaire du polymère est 
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prépondérante. Pour ce type de suspension, on observe, conjointement à l’agrégation de 

bactéries intègres, un relargage des LPS par complexation avec le polyéthylèneimine. Il s’en 

suit une fixation du polymère sur les membranes bactériennes fragilisées (le relargage des 

LPS a pour effet de perméabiliser les membranes bacctériennes), puis une érosion des 

agrégats et une lyse des cellules bactériennes. Notons qu’en raison de la toxicité du polymère 

de masse moléculaire 750000 g/mol, cette lyse a lieu immédiatement après le relargage des 

surstructures, dès que le polymère atteint la membrane bactérienne mise à nue. Comme on 

peut le voir, les LPS agissent comme une barrière protectrice contre les altérations du 

polyéthylèneimine, et lorsque ces derniers sont relargués, les phénomènes observés sont 

semblables à ceux que nous avons observés pour les bactéries ne produisant pas de 

surstructures. 

Ces résultats montrent donc clairement qu’un excès de polyéthylèneimine induit une 

fragilisation des membranes, conduisant une lyse des cellules bactériennes, que ces dernières 

produisent ou non des surstructures.  

 

Le second objectif de ce travail a été d’étudier l’impact de l’état des cellules bactériennes 

agrégées et de la masse moléculaire du floculant sur la déshydratation de boues biologiques. 

Pour cela, nous avons utilisé des suspensions bactériennes floculées que nous avons 

centrifugées afin de mimer le traitement subi in situ, lors de la déshydratation et nous en 

avons mesuré l’élasticité et estimé la viscosité à gradient de cisaillement infini. Nous avons 

corrélé ces données à la siccité des échantillons ainsi obtenus.  

Pour des concentrations de polyéthylèneimine de masse moléculaire 60000 g/mol supérieures 

à la dose optimale de floculation, les suspensions dont les bactéries ne produisent pas de 

surstructure présentent une élasticité et une viscosité à gradient de cisaillement infini 

supérieures au cas où celles-ci sont présentes. Cela s’explique d’une part, par le fait que la 

matrice polymérique rigide formée autour des corps bactériens est plus importantes lorsque 

les surstructures sont absentes, en raison de la complexation LPS/PEI, et d’autre part, par la 

fragilisation des membranes bactériennes consécutive à cette complexation. Plus cette matrice 

est importante, plus les forces osmotiques qu’elle génère sont intenses, ce qui explique que la 

siccité des échantillons est maximale dans le cas de suspensions bactériennes floculées par un 

polymère de masse moléculaire 60000 g/mol. 

Pour des concentrations similaires, le polyéthylèneimine de masse moléculaire 750000 g/mol 

confère une élasticité supérieure aux échantillons contenant des cellules bactériennes 

produisant des surstructures. Cependant la viscosité à gradient de cisaillement infini de ces 
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dernières reste inférieur à celle obtenues pour les échantillons ne produisant pas la partie 

antigène O du LPS. Cela s’explique par le fait que même si les deux types de cellules 

bactériennes sont totalement lysées sur la gamme de concentrations étudiées, la différence de 

structure des agrégats formés réside dans le fait que la toxicité du polymère est telle que la 

totalisé des surstructures n’a pu être relarguées avant que les bactéries ne soient lysées. Ces 

dernières induisent l’apparition de forces osmotiques s’opposant à la déshydratation des 

agrégats. 

Le fait que l’augmentation de la masse moléculaire du polymère diminue la siccité des 

échantillons pour une même gamme de concentrations, peut être liée à une altération plus 

prononcée des agrégats étudiés, en particulier, dans le cas où les cellules bactériennes ne 

présentent pas de surstructure. 

Enfin, quelque soit la masse moléculaire employée, il apparaît clairement à l’étude de ces 

résultats, que la présence de surstructures membranaires est à l’origine de l’apparition de 

forces osmotiques s’opposant à la déshydratation des échantillons. 

 

Faute de temps, nous n’avons pu soumettre des boues biologiques issues de station 

d’épuration aux différentes analyses utilisées dans cette étude et comparer les résultats 

obtenus avec nos systèmes modèles. De plus, dans la mesure où les échantillons ne présentant 

pas de surstructures présentent un gain considérable en termes de siccité, il serait intéressant 

de poursuivre ce travail par l’étude d’une « solution » permettant d’obtenir un relargage des 

surstructures avant la floculation des cellules bactériennes. Un autre axe à prendre en compte 

sera l’effet toxique et lytique du polymère sur ces membranes bactériennes fragilisées.  

D’autre part, nous avons pu voir que, en particulier pour les polymères de hautes masses 

moléculaires (prioritairement utilisé en station d’épuration), les mesures d’élasticité et 

viscosités effectuées à l’aide d’un rhéomètre pourraient permettre de déterminer l’état (intègre 

ou lysé) de suspensions bactériennes déshydratées, et, après corrélation avec des mesures de 

siccité, d’ajuster la quantité de floculant utilisée. 

 

 



 

 



 

 



 

 



 

 

 



Résumé 
 
Après déshydration, les boues biologiques présentent en moyenne une siccité de 30%, ce qui 
pose d’importants problèmes environnementaux. Afin de comprendre les mécanismes 
phisico-chimiques de rétention d’eau dans ces boues, nous les avons modélisées par une 
souche bactérienne pure présentant la particularité de produire ou non des surstructures, 
suivant sa température de culture. Les suspensions bactériennes ainsi obtenues ont été 
floculées par du polyéthylèneimine de différentes masses moléculaires. Des mesures de 
densité optique, mobilité électrophorétique, conductivité, pH, absorbance, granulométrie, 
ainsi que des observations en MET et AFM ont été effectuées. Cela nous a permis de 
caractériser la structure des agrégats ainsi obtenus et d’évaluer les influences relatives de la 
masse moléculaire du polymère ainsi que de sa concentration et de la présence/absence de 
surstructures sur l’agrégation de cellules bactériennes. Des mesures d’élasticité, de constante 
de raideur et de pression de turgescence ont été effectuées par spectroscopie de force, ce qui 
nous a permis de caractériser les propriétés nanomécaniques des agrégats. Dans un second 
temps, les suspensions floculées ont été déshydratées par centrifugation, procédé mis en 
œuvre dans certaines station d’épuration. Des mesures d’élasticité et de viscosité (gradient de 
cisaillement infini) ont été effectuées par rhéologie. La corrélation de celles-ci avec des 
mesures de siccité nous a permis de conclure à un impact important des surstructures, de la 
masse moléculaire et de la concentration en polymère sur la déshydratation des boues 
biologiques. 
 
 

Abstract 
 
After dewatering, a biological sludge still contains an average water content of 70%, thus 
causing huge environmental problems. To achieve a better understanding of the mechanisms 
underlying physicochemical interactions inducing water retention in the sludge, the bacterial 
sludge was modeled by a pure strain producing or not surface appendages, depending on the 
growth temperature. These bacterial suspensions were flocculated by polyethyleneimine of 
various molecular weights. Measurements of optical density, electrophoretic mobility, 
conductivity, pH, absorbance, particle size, as well as AFM and TEM observations were 
performed. This allowed to characterize aggregates structures and to estimate the influence of 
molecular weight and concentration of polymer and presence/absence of surface appendages. 
Measurements of elasticity, spring constant and turgor pressure were carried out by force 
spectroscopy allowing to characterize nanomechanical properties of aggregates. In a second 
step, a dewatering of these flocculated suspensions was performed by centrifugation, process 
used in some wastewater treatment plants. Measurements of elasticity and viscosity were 
carried out by rheology. Correlations with dryness measurements allowed to conclude that the 
presence/absence of surface appendages, and also the molecular weight and concentration of 
the polymer have a significant impact on biological sludge dewatering. 
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