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Résumé

Les biofilms sont des communautés complexes de microorganismes, enchassées dans une
matrice auto-secrétée de substances polymériques extracellulaires ou EPS. Les biofilms se
forment a la surface de la plupart des matériaux, qu’ils soient de nature biologique ou non, et
sont a I’origine de divers problémes économiques et sanitaires. Les bactéries dans un biofilm,
dites bactéries sessiles, présentent en effet des propriétés phénotypiques qui les distinguent de
leurs homologues planctoniques, notamment par une résistance accrue aux antibiotiques et
aux traitements de désinfection. D’ou, la nécessité de prévenir leur formation et/ ou de leur
¢limination a partir de stratégies mieux adaptées a ce mode de vie en communauté. Le
développement de telles stratégies passe entre autre par une meilleure connaissance des
contributions physico-chimiques gouvernant les interactions de ces microorganismes avec
leur environnement proche notamment lors des étapes initiales de la formation des biofilms.
Deux grands objectifs ont été¢ fixés au début de cette theése, le premier visant a caractériser, in
situ et en temps réel la formation de jeunes biofilms de deux modeles bactériens : une souche
naturelle et ubiquitaire de Pseudomonas fluorescens et une souche modele d’Escherichia coli
obtenue par génie génétique pour surexprimer un seul type d’EPS. Le deuxiéme objectif de
cette theése, consiste a étudier leurs réponses a un stress environnemental ou chimique,
notamment quand les biofilms doivent se développer dans des conditions extrémes de pH.
Pour atteindre ces objectifs, différentes techniques ont été combinées pour étudier de 1’échelle
moléculaire a I’échelle cellulaire le développement des biofilms.

La spectroscopie Infrarouge a Transformée de Fourier en mode réflexion totale atténuée
(FTIR-ATR) a été utilisée pour suivre en temps réel le développement des biofilms. Nous
avons pu suivre I’évolution des empreintes spectrales IR-ATR au cours de la formation des
biofilms, sous des conditions favorables ou non a leur croissance. De jeunes biofilms de 24 h
ont ét¢ étudiés par microspectroscopie Raman confocale (MRC), celle ci permettant d’obtenir
des informations localisées sur la composition chimique des biofilms. La structure générale
des biofilms a été visualisée par la microscopie a épifluorescence. Finalement, les propriétés
physico-chimiques des EPS ont été quantifiées par spectroscopie de force atomique a 1’échelle

de la molécule unique (SMFS pour Single Molecule Force Spectroscopy).

Mots clés : Biofilms, EPS, stress environnemental, FTIR-ATR, microspectroscopie Raman

confocale, AFM, SMFS



Abstract

Biofilms are complex communities of microorganisms, embedded in an auto-produced matrix
of extracellular polymeric substances or EPS. Biofilms form on the surface of most materials,
whether or not they are of biological nature, and cause major economic problems as well as
public health concerns. Bacteria within a biofilm also called sessile bacteria, have phenotypic
characteristics that distinguish them from their planktonic counterparts, rendering them more
resistant to antibiotics and to disinfection strategies. Hence, the prevention of their formation
and/ or their elimination requires the use of strategies that are well suited to the sessile mode
of life. The development of these strategies begins with a better understanding of the
physicochemical contributions that govern the interaction between the sessile community and
its environment especially during the first steps of biofilm formation.

Two main objectives were defined at the beginning of this thesis, the first was to characterize,
in situ, and in real time the development of nascent biofilms. Two bacterial models were
studied: a natural and ubiquitous strain of Pseudomonas fluorescens and a model strain of
Escherichia coli genetically modified to overexpress one type of EPS. The second objectif
was to study their responses towards an environmental or chemical stress; particularly how
their development would be affected under extreme conditions of pH. To gain these
objectives, different techniques were combined to study from the molecular to the cellular
scale the development of biofilms.

Fourier Transform Infrared spectroscopy in attenuated total reflection mode was used to
evaluate in real time the development of biofilms. We were able to detect changes in the IR-
ATR spectral profile along biofilm formation under favorable and non favorable growth
conditions. 24 h - old biofilms were characterized using confocal Raman microspectroscopy,
which allowed us to gather localized information on their chemical composition. The
structure of biofilms was visualized using epifluorescence microscocopy. Finally, physico-

chemical properties of EPS were quantified using single molecule force spectroscopy.

Keywords: biofilms, EPS, environmental stress, FTIR-ATR, confocal Raman
microspectroscopy, AFM, SMFS.
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Z0OM SUT UNE ZONE A INEETEL ....outiitiiiiiieiie ettt sttt e eeaeeas 85
Figure I1.15 : Représentation schématique de polymeres décrits par (a) le modele FIC et (b) le
MOACIE WLIC ...ttt ettt b et sae ettt e e bt e naeeasesaeens 86
Figure I1.16 : (A) : microscope a force atomique avec 1’échantillon placé en dessous, (B) :
disque de germanium fixé sur une lame de verre, les deux placés dans la porte-échantillon
POUT 1€S aNALYSES AFM ....ooiiiiiiiiiieiee ettt e s e e s e e s e e be e e reeennnee s 87
Figure III.1 : Spectres Raman de deux supports en germanium enregistrés avec une longueur
d’onde d’excitation (A.x) respectivement de 514 (réseau a 1200 traits) et 530 nm (réseau a
1800 traits). Les spectres sont normés par rapport a la bande & 302 cm™. Encart:
agrandissement des bandes de faible intenSIte..........ccecuveriieiiieiiiiiiieieceee e 92
Figure III.2 : Spectres Raman de culots partiellement hydratés de bactéries P. fluorescens (en
haut) et E. coli (en bas) planctoniques collectées en phase exponentielle, les spectres sont
normés par rapport a la bande 4 1003 cm™ de la phénylalanine, A : 488nm, (C : cytosine, A :
adénine, U : uracile, Phe : phénylalanine, Tyr : tyrosine, AN : acides nucléiques, v : vibration
d’élongation, d : vibration de déformation), réseau & 1200 traits. .........cccceeveveevrereeerreenreennen. 93
Figure IIL.3: Signatures spectrales Raman d’un culot de bactéries P. fluorescens
planctoniques aux longueurs d’onde d’excitation 488, 514 (réseau a 1200 traits) et 530 nm
(réseau a 600 traits). Les bactéries ont été¢ collectées en phase exponentielle et les spectres
sont normés par rapport au pic a 1003 cm™ attribué a la phénylalanine. ...............cccocovvreneev. 99
Figure I11.4 : Spectres Raman du cytochrome ¢ bovin et d’un culot de bactéries P. fluorescens
planctoniques en phase exponentielle, Ae : 514 (vert), 530 (rouge), réseau a 1800 traits (sauf
pour le spectre du cytochrome ¢, Aex 514 nm, réseau a 1200 traits), * : sel présent dans le
SOLVANE ...ttt ettt ettt e st e et e st e e bt e e et e e bee et e e bt e enb e e teeeateenaeeenbeenes 101
Figure I11.5 : Structure de I’heme du cytochrome ¢ (extrait a partir de Hu et al. [266]) ....... 102
Figure I11.6 : spectres UV-Visible du cytochrome ¢ bovin sous forme réduite ..................... 102
Figure IIL.7 : Spectres Raman du cytochrome c¢ (forme réduite) de cceur de beeuf obtenus

respectivement a 514 (en haut, réseau a 1200 traits) et 530 nm (en bas, réseau a 1800 traits)
Figure III.8 : Spectres Raman d’un culot partiellement hydraté de bactéries E. coli

planctoniques collectées en phase exponentielle, A : 488 (rouge, en bas, réseau a 1800 traits),

514 (noir, au milieu, réseau a 1200 traits) et 530 nm (vert, en haut, réseau a 1800 traits). Les
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spectres sont normés par rapport a la bande de phénylalanine a 1003 cm™, A : vibration de

Figure II1.9 : Région des vibrations CH des spectres Raman de cytochrome ¢ (Aex : 514 nm) et
de culots bactériens de P. fluorescens en phase exponentielle (19 h de croissance, Aex : 514
nm) et en phase de déclin (26 j de croissance, A : 488 et 514 nm), réseau a 1200 traits ..... 105
Figure II1.10 : Spectres Raman polarisés d’un culot semi-hydraté de Pseudomonas fluorescens
(Mex : 514 et 488 nm) et de cytochrome ¢ du cceur bovin. Les bandes sur fond gris sont les
bandes présentant une polarisation inverse, réseau a 1200 traits, * : bandes du solvant ....... 106
Figure II1.11 : (A) Courbe de croissance de P. fluorescens, un agrandissement de la cinétique
entre 0 et 12 h est présenté en insertion, (B) deux exemples de courbes de croissance d’E.coli
dans du LB 25 g/L, (1). phase de latence, (2). phase exponentielle de croissance, (3). Fin de la
phase exponentielle, (4). phase StatioNNAITE..........cceeeevieriieeiieriieeieerie e eree e see e e seneeneees 108
Figure II1.12 : Spectres Raman de culots bactériens partiellement hydratés de P. fluorescens
recueillies a différents temps de cultures : 6h (début de phase exponentielle), 14 (fin de la
phase exponentielle), 19 h (début de la phase stationnaire), 48 h, 62h, 4j et 10j (moitié de la
phase stationnaire), 26 et 35 j (phase de déclin), et du cytochrome c. Les spectres des culots

bactériens sont normés par rapport a la bande 4 1003 cm™ Ay : 514 nm, réseau a 1200 traits.

Figure IIL.13 : Agrandissement de la région entre 900 et 600 cm™ des spectres Raman de
culots bactériens partiellement hydratés de P. fluorescens recueillies a différents temps de
cultures : 6h (début de phase exponentielle), 14 (fin de la phase exponentielle), 19 h (début de
la phase stationnaire), 48 h, 62h, 4 j et 10j (moiti¢ de la phase stationnaire), 26 et 35 j (phase
de déclin). Les spectres sont normés par rapport & la bande a 1003 cm™, *: bande du
cytochrome ¢, Aex : 514 nm, réseau @ 1200 traits. .......cceeveveeerieeeiiieeiieeeieeere e 111
Figure II1.14 : Spectres Raman de culots bactériens partiellement hydratés de cultures (A) de
P. fluorescens recueillies aux différents temps de cultures : 6h (début de phase exponentielle),
19 h (début de la phase stationnaire), et 26 j (phase de déclin), et (B) d’E. coli recueillies a
1h : phase exponentielle et a 8h : phase stationnaire, A : 488 nm, réseau a 1200 traits....... 113
Figure III.15: Comparaison de la région des vibrations CH dans les spectres de culots
bactériens partiellement hydratés de cultures de P. fluorescens recueillies aux différents temps
de cultures : 6h (début de la phase exponentielle), 19 h (début de la phase stationnaire), et 26 j
(phase de déclin). Les spectres sont normés par rapport & la bande a 1003 cm™ de la

phénylalanine. Acx: 514 nm, réseau & 1200 traits. .......cccceereeriiienieeiierie e 114
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Figure IV.1: Spectre IR-ATR typique d’un culot partiellement hydrat¢ de bactéries P.
fluorescens planctoniques collectées en fin de phase exponentielle. Cristal ATR en
germanium (A.N : acides NUCIEIGUES) ...eevvireriiieeiieeciie ettt ettt e e sree e sneeeeeree s 120
Figure IV.2 : Evolution du profil spectral IR-ATR au cours de la circulation de So-p. Cristal
ATR en germanium. Bornes d’intégration de bandes IR d’intérét : vOH 3600-3400 cm™ (zone
bleue claire), AmlII (amide II) 1600-1480 cm™ (zone bleue foncée), AmIII-AN (amide III et
acides nucléiques) 1340-1180 cm™ (zone verte), PS (polysaccharides) total 1195-950 cm™
(ZOMIE TOUZE) .. vveeeeireeeitieeeeteeeeteeesitee e tteestaeesaeeessseeessseeessseeaassaeenssaeansseessssaeansseessseeessseeesssenanes 122
Figure IV.3 : Evolution des aires intégrées des principales bandes des spectres IR-ATR acquis
au cours de la circulation de Sy_p. Cristal ATR en germanium. Amide I 1600-1480 cm™', PS
(polysaccharides) total 1195-950 cm™, AmIII-AN (Amide III - acides nucléiques) 1340-1180
cm’, total 1800-950 cm™, OH 3600-3400 CM' ....covcvvvuureermreiscreeiseesseesessessssseessesesseens 123
Figure IV.4 : (a) Evolution des aires intégrées des principales bandes des spectres IR-ATR
acquis au cours de la circulation du milieu LB/50 (b) Evolution du profil des spectres IR-ATR
acquis apres 1, 2, 3, 6,9, 12, 15 et 18h de circulation de LB /50. La référence des spectres est
le spectre acquis en début de la circulation de LB/50. Cristal ATR en germanium .............. 124
Figure IV.5 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm de 24 h
de P. fluorescens, suite au test Baclight™. Les deux images correspondent a deux zones
différentes du cristal ATR ......oooiiiiiii e 125
Figure IV.6: Spectres IR-ATR (a) d’un culot partiellement hydraté¢ de bactéries de P.
fluorescens planctoniques collectées en fin de phase exponentielle (cristal ATR diamant), et
(b) d’un biofilm hydraté de P. fluorescens de 21 h (cristal en germanium), (c) la différence (b-
a) multipliée par 3 et décalée pour une meilleure lisibilité, (d) du glycogene (solution de 5g/L,
accessoire ATR diamant), * impuretés protéiques dans le glycogéne commercial. Les spectres
a et b sont normés par rapport a la bande Amide IL. ..o, 127
Figure IV.7 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm de 24 h

de P. fluorescens, marquage a la ConA-TxR spécifique de résidu de glucose et de mannose

Figure IV.8 : Spectres Raman des biofilms de P. fluorescens hydratés de 24 h et des culots
bactériens de P. fluorescens recueillis en fin de phase exponentielle enregistrés avec
différentes longueurs d'onde d'excitation (Ae). Les spectres sont normés par rapport a la

bande & 1003 cm™ attribuée & la phénylalanine (* bandes attribuées au moins partiellement au
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cytochrome ¢, A bande de vibration de I’O,), réseau a 1200 traits (sauf pour les spectres
enregistrés avec une Aex de 530 nm : réseau @ 1800 traits). ....ceeeveveeeveveeeeiveeeiieeeieeeiee e 129
Figure IV.9: Spectres Raman sous différents états d'hydratation d’un biofilm de P.
fluorescens de 21 h : hydraté (vert, en haut), partiellement hydraté (bleu, au milieu) et séché a
I’air (rouge, en bas), les spectres sont normés par rapport a la bande de la phénylalanine a
1003 cm™ (* : bandes attribuées au cytochrome ¢, A : vibration de 1’0,), réseau a 1200 traits,
S 1 s o BRSPS 130
Figure IV.10 : Effet de 1’ajout d’un agent réducteur sur la signature Raman d’un biofilm de 24
h de P. fluorescens séché a I’air, Aex : 514 nm, réseau a 1200 traits ........ccovveeeveeercreeesveeennee. 131
Figure IV.11 : Spectres Raman enregistrés avec une longueur d’onde d’excitation de 488 nm
(a) d’un biofilm hydraté de P. fluorescens, et (b) d’un culot partiellement hydraté de bactéries
de P. fluorescens planctoniques collectées en fin de phase exponentielle, les spectres sont
normés par rapport a la bande a 1003 cm™ de phénylalanine. (c) Spectre de différence
résultant de la soustraction a — b, réseau a 1200 traits, * : zone de recollement (C : cytosine,
A : adénine, U : uracile, G : guanine, T : thymine, Phe : phénylalanine, Tyr : tyrosine, AN :
acides nucléiques, v : vibration d’élongation, J : vibration de déformation..............ccc........ 133
Figure IV.12 : Spectres Raman (a) d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h, he : 488 nm
(réseau a 1200 traits), (b) différence présenté en Figure IV.11, de glycogene (A : 488 nm,
goutte d’une solution Smg/mL séchée a l’air), de galactane (Aex: 514 nm, goutte d’une
solution Img/mL séchée a I’air), de dextrane (A : 530 nm, en poudre), de cellulose (A : 530
nm, en poudre) et de laminarine (Ae : 530 nm, en poudre). Réseau a 1800 traits. (* : bandes
AU SUPPOTE 11 GE) .ottt ettt e et e et eestteeesaeesnsaeesnseeeensaeesnsaeennneeennseens 134
Figure IV.13 : Topographie (a) et cartographie de forces d’adhésion (b) d’une région de 20 x
20 um de la surface d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h........cccecevveveniinienenicnicnenne. 136
Figure IV.14 : Courbes de force expérimentales représentatives (courbes de retrait) obtenues a
différents endroits d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h en utilisant une sonde
fonctionnalisée avec 1a CONA. .........oiiiiiii e e 136
Figure IV.15: Courbes de force expérimentales représentatives (courbes de retrait)
enregistrées en utilisant une sonde fonctionnalisée avec la ConA sur un biofilm de P.
fluorescens de 24 h. Les courbes rouges et bleues correspondent a 1’ajustement des courbes
expérimentales selon les modeles théoriques FJC et WLC respectivement. (a, b, ¢) Exemples
correspondants a différentes régions de la surface analysée. (d, e, f) Agrandissment de zones

d’intérét respectivement des courbes a, b €t C....oocveevieriiiiiieiiii e 138
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Figure IV.16 : (a) Distribution des valeurs qmin calculées pour les modéles FJC et WLC, (b)
distribution du meilleur ajustement par FIC et WLC. Les deux modeles sont considérés
équivalents quand la différence de la qualité d’ajustement est inférieure a 5%..................... 139
Figure IV.17: Propriétés conformationnelles des macromolécules riches en glucose /
mannose d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h formé a pH 7. Les distributions statistiques
sont obtenues a partir des données enregistrées par SMFS avec des sondes fonctionnalisées
avec la ConA : (a) nombre de ruptures, (b) longueur de la derniére rupture L.y, (¢) longueur
de contour L. (d) distance entre deux pics successifs 0L, (e) forces d’adhésion. *:
pourcentage & ZET0 de 41 Y0 c..uiiiiiiieiieee e e 140
Figure IV.18 : Nombre de monomeres (a, b) et longueurs de Kuhn, /i (c) et de persistance /,
(d) des macromolécules riches en glucose d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h formé dans
dans du LB/50 a pH 7. Les distributions statistiques sont obtenues a partir des données
enregistrées par SMFS avec des sondes fonctionnalisées avec la ConA, (a, ¢) modele FJC, (b,
d) MOACIE WLC ...ttt ettt ettt e et e st ebe e b e enseeeee 142
Figure IV.19 : Spectres IR-ATR enregistrés sur un cristal en diamant de culots bactériens d’E.
coli en phase exponentielle (90 min), phase stationnaire (210 min) et phase de déclin (24 h),

cultivéés dans du milieu LB 25 g/L. Les spectres sont normés par rapport a la bande Amide I1.

Figure IV.20 : (a) Courbe de croissance de la souche E.coli UGB 3152 dans du milieu LB/10,
(b) Spectres IR sur un cristal en diamant de culots bactériens d’E. coli en phase exponentielle
(105 min), phase stationnaire (210, 300 min) et phase de déclin (24 h), cultivés dans du milieu
LB/10, les spectres sont normés par rapport a la bande amide I1...........cccccoeenieniniinnnnnne. 147
Figure IV.21: Evolution du profil spectral IR-ATR au cours de 1’étape d’adhésion
bactérienne : 30 min en mode statique, 2 heures sous un flux de 50 mL/h et (b) Evolution des
aires intégrées des principales bandes des spectres IR-ATR. Cristal ATR en germanium. * :

bande attribuée au polydiméthylsiloxane (PDMS) provenant des tuyaux en silicone (cf. chap.

Figure IV.22 : Images représentatives par microscopie a €pifluorescence d’un jeune biofilm
de 2,5h d’E. coli exprimant la GFP (fluorescence verte) a la fin de la circulation de la
suspension bactérienne, les images sont prises a deux régions distinctes de la surface du
CTISTALL Lottt ettt ettt et e e bttt e bt et e e h b e e bt e s ht e e bt e naeeeaneeeaee 149
Figure IV.23 : (a) Evolution des aires intégrées des principales bandes IR au cours de la

circulation de LB/10. (b) Evolution du profil spectral IR d’un biofilm d’E. coli a la surface
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d’un cristal Ge apres 3, 6, 9, 12, 15, 18 et 21 h de circulation du milieu nutritif LB/10. La
référence des spectres est le spectre acquis au début de la circulation du milieu LB/10. ...... 150
Figure 1V.24 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm d’E.
coli de 24 h, exprimant la GFP (fluorescence verte) et marqué a I’iodure de propidium...... 152
Figure IV.25 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm d’FE.
coli marqué par le WGA Alexa Fluor 895 spécifique de PNAG .......cccoeovveeiieeeciiecieeee. 152
Figure IV.26 : Spectres IR-ATR (a) d’un biofilm d’E. coli de 24 h (crital ATR en
germanium), (b) d’un culot partiellement hydraté de bactéries d’E. coli planctoniques
collectées en fin de phase exponentielle (accessoire ATR en diamant), (c) la différence (a-b)
et (d) du glycogene, solution de 5g/L. (accessoire ATR en diamant). (e) Spectre IR (en
transission) de la chitine * impuretés protéiques dans le glycogéne commercial. Les spectres a
et b sont normés par rapport a la bande Amide I1. ........ccoooveiiiiiiiiiiiiiieee e 153
Figure IV.27 : Spectres Raman (a) d’un biofilm hydraté de 24 h d’E.coli (Aex: 530 nm, réseau
a 1800 traits) et (b) d’un culot partiellement hydraté de bactéries d’E. coli planctoniques
collectées en fin de phase exponentielle (Aex: 514 nm, réseau a 1200 traits). Spectre moyen (c)
de spectres du biofilm, (d) de spectre d’E. coli planctoniques, (e) la différence c-d. Les
spectres sont normés par rapport a la bande a 1003 cm™ de la phénylalanine....................... 155
Figure IV.28 : Topographie (a) et cartographie de forces d’adhésion (b) d’une région de 20 x
20 pm de la surface d’un biofilm d’E. coli d€ 24 Nu.....ooeeevieeiiieiieeeeeeeeeeee e 157
Figure IV.29 : Courbes de force-distance expérimentales représentatives (courbes de retrait)
enregistrées en utilisant une sonde fonctionnalisée avec la WGA sur un biofilm d’E. coli de
24 h, chaque courbe de force-distance correspond a une région distincte d’un méme
échantillon, (*: transition sous forme d’escalier, A: plateau, les fleches indiquent des
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Figure IV.30 : Schéma explicatif de I’étirement d’un réseau de polymeére (a) la transition sous
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Figure 1V.31: Propriétés conformationnelles des exopolymeres riches en Poly N-acetyl
glucosamine (PNAG) d’un biofilm d’E. coli de 24 h obtenues par SMFS avec des sondes
fonctionnalisés avec la WGA. Distributions statistiques des (a) Ly.x et des (b) Forces
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Figure V.1 : Spectres IR-ATR d’un trés jeune biofilm de 3h de P. fluorescens enregistrés a la
fin de circulation de la suspension So.ps (trait rouge) et au début de circulation de LB/50 (trait
bleu) au pH 7 (3h et 42 minutes) et 3 (3h et quelques minutes). Cristal ATR en germanium.
Le spectre de référence est le premier spectre enregistré suite a la circulation de la suspension
S 0-Pft +envene ettt et 166
Figure V.2 : Spectres IR-ATR aprés 15, 45 min, 2, 3, 5,5 et 18 h de la circulation de LB/50 a
pH 7 et 3. Cristal ATR en germanium. Les spectres ont comme référence le premier spectre
enregistré suite a la circulation de LB/50........cooiviiiiiiiiiie e 169
Figure V.3 : Comparaison de 1’évolution des spectres IR-ATR d’un biofilm de P. fluorescens
durant 21 h de circulation de LB/50 a pH 7 et 3. Cristal ATR en germanium....................... 170
Figure V.4 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm de 24 h
de P. fluorescens, formé sous condition de stress acide, suite au test BacLight'™, (mélange de
Syto 9, fluorochrome vert des cellules intactes, et d’iodure de propidium, fluorochrome rouge
des cellules a membranes endommagées), les images présentées sont enregistrées a deux
endroits différents du CTistal..........coooiiiiiiiiiii e 173
Figure V.5 : Spectres Raman d’un biofilm hydraté de P. fluorescens de 24 h formé dans un
milieu LB/50 a pH 7 et 3. Longueur d’onde d’excitation : 530 nm. Les spectres correspondent
a des régions différentes des biofilm et sont normés par rapport a la bande 4 1003 cm™, réseau
a 1800 traits (A, * bandes attribuées au Ge et a ’O; respectivement) ...........ccceeevueereeeeenne. 174
Figure V.6 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm de 24 h
de P. fluorescens, marquage au ConA-TxR spécifique de résidus de glucose et de mannose,
les images correspondent a deux endroits différents du cristal..........ccccoeevieviiieniiieniieennn. 176
Figure V.7 : Topographie (a) et cartographie de forces d’adhésion (b) d’une région de 20 x 20
um de la surface d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h formé a pH 3.......ccccevvviniininncnnns 177
Figure V.8 : (a, c-f) Courbes de force expérimentales représentatives (courbes de retrait)
enregistrées en utilisant une sonde fonctionnalisée avec la ConA sur un biofilm de P.
fluorescens de 24 h formé a pH 3, (b) agrandissement d’une région d’intérét. Les courbes de
force correspondent aux différentes régions d’'un méme biofilm. Les courbes rouges et bleues
correspondent a 1’ajustement de ces courbes respectivement selon les modeéles théoriques FIC
B8 WLC . ettt ettt ettt ettt et a et e et e et e bt e n e ent e teen e e eneenbeeneas 178
Figure V.9 : (a) Distribution des gmin calculés pour les modeles FJC et WLC, (b) distribution
du meilleur ajustement par FJC et WLC. Les deux mode¢les sont considérés équivalents quand

la différence de la qualité d’ajustement est inférieure @ 5%. .......ccceevevieniniiinienenicnieenee, 179

19



Figure V.10 : Propriétés conformationnelles des exopolymeres riches en glucose d’un biofilm
de P. fluorescens de 24 h formé en milieu LB/50 a pH 3. Les distributions statistiques sont
obtenues a partir des données enregistrées par SMFS avec des sondes fonctionnalisées avec la
ConA : (a) nombre de ruptures, (b) Lmax, (¢) Lc, (d) 3L, (e) forces d’adhésion, * : pourcentage
A0 (el X T TP 180
Figure V.11 : Nombre de monomeres (a, b) et longueurs de Kuhn, / (c) et de persistance /,
(d) des macromolécules riches en glucose/mannose d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h
formé dans dans du LB/50 a pH 3. Les distributions statistiques sont obtenues a partir des
données enregistrées par SMFS avec des sondes fonctionnalisées avec la ConA, (a, ¢) modé¢le
FIC, (b, d) MOARIEe WLC ...ttt ettt et 182
Figure V.12 : Spectres IR-ATR d’un trés jeune biofilm de3h d’E. coli enregistrés a la fin de
circulation de Sy g. (trait bleu) et au début de la circulation de LB/10 (trait rouge) au pH 7 et
3. Le spectre de référence est le premier spectre enregistré suite a la circulation de So.p
Cristal ATR en germaniUm ..........cccueoiiviiriiniiiinieeei ettt ettt 185
Figure V.13 : Spectres IR-ATR apres 15 min, 2, 3, 8, 12 et 21,5 h de la circulation de LB/10 a
pH 3. Les spectres ont comme référence le premier spectre enregistré au début de la
circulation de LB/10. Cristal ATR en Sermanium ........c..coceevuerienieniienieneeeeneeneneeseeseeennes 187
Figure V.14 : spectres IR-ATR de jeunes biofilms d’E. coli de 24h formés sous circulation du
milieu LB/10 a pH 7 et 3 comparés au spectre a la fin des 3h d’inoculation bactérienne.
Cristal ATR en germanium. Le spectre pris comme référence pour les deux spectres a la fin de
la circulation de LB/10 est celui enregistré au début de cette circulation. ...........ccceeeeennenee. 188
Figure V.15 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm d’E. coli
exprimant la GFP (fluorescence verte) de 24 h formé a pH 3 suite au test BacLight™™, a et b
correspondent a deux régions d’un méme biofilm..........ccceeeviiiiiiiiiiiiiie 190
Figure V.16 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm d’E. coli
de 24 h formé a pH 3, marqué par la WGA Alexa Fluor 895 spécifique de N-
acétylglucosamine et de 1’acide sialique. Les deux images correspondent a deux endroits du
CTISTAL ..ttt ettt et e e bttt e bttt e h e e e bt e s ae e e bt e nheeeaneenaee 191
Figure V.17 : Topographie (a) et cartographie de forces d’adhésion (b) d’une région de 20 x
20 um de la surface d’un biofilm d’E. colide 24 hformé apH 3 ..., 192
Figure V.18 : Courbes de force expérimentales représentatives (courbes de retrait)
enregistrées en utilisant une sonde fonctionnalisée avec la WGA sur un biofilm d’E. coli K12
(UGB 3152) de 24 h formé a pH 3. Les courbes correspondent a différentes endroits de la
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Figure V.19 : Propriétés conformationnelles des exopolymeres riches en N-acétylglucosamine
d’un biofilm d’E. coli de 24 h formé a pH 3 obtenues par SMFS avec des sondes
fonctionnalisées avec la WGA. Distributions statistiques de (a) nombre de ruptures, (b)
nombre des monomeres, (¢) longueur maximale de rupture Ly.x (d) longueur de contour L.,

(e) longueur de kuhn / (e) distance entre deux pics successifs OL. * : pourcentage a zéer de
Figure V.20 : Comparaison des propriétés conformationnelles des exopolymeéres riches en N-

acétylglucosamine d’un biofilm d’E. coli formé a pH 3 (a, ¢) et a pH 7 (b, d) ; (a, b) longueur

de rupture maximale Ly, (¢, d) force d’adh€sion...........cceeevvieeiiiiciiieeieeeeee e 197
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Introduction générale

Il est actuellement admis que la majorité des bactéries vivent sous leur forme sessile, c’est-a-
dire au sein de communautés complexes appelées biofilms. Les bactéries sont en général
enrobées dans une matrice auto-secrétée de substances polymériques extracellulaires ou EPS
constituées de polysaccharides, de protéines, de lipides et d’acides nucléiques. Les EPS
forment, dans la plupart des cas, plus de 90 % de la masse séche des biofilms, et jouent un
role essentiel dans la formation de ces derniers. Ils favorisent notamment 1’adhésion des
bactéries a un substrat, stabilisent la structure tridimensionnelle et permettent 1’établissement
de microenvironnements hétérogeénes au sein du biofilm. Ces organisations microbiennes se
forment a la surface de la plupart des matériaux, de type biologique ou non, dans un
environnement aqueux et souvent en présence de nutriments. Leur formation est
particuliérement problématique dans les environnements industriels (industrie agroalimentaire
par exemple) et médicaux (sur les implants médicaux par exemple), et sont a 1’origine de
pertes économiques importantes. Les biofilms constituent des systémes complexes et
dynamiques qui conférent aux bactéries des propriétés phénotypiques qui les distinguent de
leurs homologues planctoniques. Elles s’avérent par exemple beaucoup plus résistantes aux
stratégies classiques de désinfection et de traitement antimicrobien. Le contrdle de leur
formation (inhiber ou favoriser dans certains cas) est ainsi d’une grande importance. Cette
maitrise passe par une meilleure compréhension des déterminants physico-chimiques
gouvernant les interactions de ces microorganismes avec leur environnement proche, sachant
qu’une intervention sera d’autant plus efficace qu’elle sera menée durant les premicres étapes
de la formation des biofilms. Mais cela implique de disposer des outils appropriés pour
pouvoir sonder in situ, aux échelles cellulaire et moléculaire, les propriétés mécaniques et
physico-chimiques aussi bien des cellules bactériennes planctoniques que sessiles ainsi que de

I’espace intercellulaire des biofilms et en particulier au tout début de leur formation.

C’est dans ce cadre que s’inscrit le travail présenté ci-aprés dont un des objectifs initiaux était
de savoir si les spectroscopies vibrationnelles infrarouge (en mode ATR) et Raman
(microspectroscopie Raman confocale) combinées a la spectroscopie de force de ’AFM et a
la microscopie par épifluorescence pouvaient constituer ces outils appropriés et si oui a

quelles conditions.
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Pour cela ces différentes techniques ont été mises en ceuvre pour étudier I’influence de stress

environnementaux sur les propriétés physico-chimiques de jeunes biofilms modéeles agés de
24h en apportant une attention toute particuliere sur les propriétés conformationnelles des
substances polymériques extracellulaires (EPS) secrétées par les bactéries. Les deux modéles
bactériens choisis pour cette étude ont été une souche naturelle et ubiquitaire de Pseudomonas
fluorescens (P. fluorescens) et une souche génétiquement modifiée d’Escherichia coli (E.
coli). Le choix de ces mod¢les bactériens a principalement été dicté par la grande capacité de
ces deux souches a coloniser les surfaces et former rapidement des biofilms au bout de

quelques heures.

Ce manuscrit regroupe cinq chapitres. Le premier chapitre est consacré a la revue
bibliographique concernant les derniers travaux et résultats relatifs aux biofilms. Dans cette
partie, nous avons abordé les principales notions concernant les biofilms, notamment leur
structure et leur processus de formation. Nous avons également détaillé certains résultats
précédents et mis en lumicre les différents outils souvent utilisées pour explorer les biofilms.
Le deuxiéme chapitre passe en revue les éléments essentiels des différentes techniques de
caractérisation mises en oeuvre dans ce travail de recherche a savoir la spectroscopie
infrarouge, la spectroscopie Raman, la microscopie a force atomique, la spectroscopie de
force et la microscopie a épifluorescence. Le troisieme chapitre est articulé autour de deux
objectifs : interpréter la signature Raman des bactéries planctoniques P. fluorescens et E. coli
et étudier les variations spectrales en fonction de la phase de croissance bactérienne. Dans le
quatriéme chapitre, nous nous sommes intéressé€s aux premieres étapes du développement des
biofilms de P. fluorescens et d’E. coli dans des conditions de croissance non stressantes. Nous
avons ainsi suivi in situ 1’évolution de la composition chimique de ces biofilms au cours des
24 premieres heures de leur formation et caractérisé les propriétés conformationnelles des
EPS présentes au sein de ces biofilms a la fin des 24 heures. Enfin, nous avons mené une
¢tude approfondie sur les modifications physico-chimiques et métaboliques entrainées par un
stress acide appliqué au cours de la formation de ces jeunes biofilms. Le mémoire s’achéve
par une conclusion générale et des perspectives aux travaux qui ont été accomplis ces trois

derniéres années.

26



Chapitre I
Revue bibliographique

27



28



Chapitre I : Revue bibliographique

1. Les biofilms bactériens

1.1. Qu’est-ce qu’un biofilm ?

Les biofilms ont été¢ décrits pour la premicre fois au cours du dix-septiéme siecle par Van
Leeuwenhoek qui a examiné les « animalcules » de sa plaque dentaire. Ce n’est que dans les
années 40 que les travaux de Claude Zobell vont aboutir a I’¢laboration du concept de
I’adhésion bactérienne. Zobell a remarqué que le développement des colonies de bactéries
marines a lieu préférentiellement sur une surface [1]. Cette observation a été ensuite étendue a
une variété de systémes microbiens par le groupe de Costerton, qui démontré que la majorité
de bactéries (99,99 %) se trouvent sous forme de biofilms et que ces bactéries dites sessiles
différent profondément de leurs équivalentes planctoniques [2]. Une simple recherche de
publications avec le mot clé¢ « biofilms » montre que les recherches sur les biofilms ont
explosé a partir des années 2000 (Figure 1.1), avec la réalisation des premieres images CLSM

(Confocal Laser Scanning Microscopy) de biofilms vivants par Lawrence et al [3].
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Figure I.1 : Nombre de publications sur les biofilms par année, moteur de recherche : Web of
Science, mot clé : biofilms
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Actuellement, une définition communément admise pour les biofilms est celle établie en 2002
par Donlan et Costerton : « Un biofilm est une communauté microbienne sessile caractérisée
par des cellules adhérées de manicre irréversible a un substrat, une interface ou entre elles,
enrobées d’une matrice de substances polymériques extracellulaires (EPS pour « extracellular
polymeric substances ») auto-secrétées et qui présentent un phénotype particulier en terme de

taux de croissance et de transcription de genes. » [4]

Les biofilms se développent naturellement sur divers supports dans un milieu aqueux et en
présence de nutriments [4]. Le spectre de leurs hotes s’étend des roches et des canalisations
plastiques aux surfaces de tissus eucaryotes [5]. Un aspect souvent négligé des biofilms est
leur possible effet bénéfique. En effet, certaines de ces communautés contribuent a
I’intégration de nutriments dans les cycles d’énergie et de maticre dans divers systemes
aquatiques [6-8]. Les biofilms contenant certaines bactéries ou cyanobactéries jouent
également un réle dans la fixation de I’azote en ammoniac dans divers environnements
comme les sols [9, 10] et les océans [11]. Parmi les applications basées sur les biofilms, nous
citons a titre d’exemple I’exploitation de leurs propriétés pour le développement des systémes
assurant la biorémédiation des eaux usées [12, 13] et la production d’énergie [14-18]. Les
biofilms jouent également un role de protection naturelle mais aussi imposée [19] de certaines
plantes contre les infections fongiques [20], grace a la production d’antibiotiques et/ou de
sidérophores leur conférant ainsi un avantage compétitif suite a la dépletion de fer et d’autres
métaux [21]. D’autre part, certains biofilms contribuent a 1’équilibre microbien dans le corps
humain. IIs s’engagent dans des relations commensales (bénéfice pour un seul sans préjudice
pour 1’autre) et symbiotique (bénéfice pour les deux) avec 1’organisme hote, c’est-a-dire

humain [22, 23].

Cependant, la formation des biofilms est souvent indésirable. Ils se forment d’une maniére
difficilement contrélable dans les environnements industriels et hospitaliers mais aussi dans
les systémes de distribution d’eau potable [24, 25]. A I’échelle industrielle, la formation des
biofilms sur les condenseurs industriels [26, 27] et les tours de refroidissement de centrales
nucléaires [28] par exemple entrainent la diminution de leur efficacité en diminuant les
échanges de chaleur, ce qui résulte en des pertes financieres importantes. La formation des
biofilms est particulierement problématique dans les industries agro-alimentaires. Ils facilitent
la dissémination de microorganismes pathogenes et par conséquent la contamination des

produits alimentaires qui sont a I’origine de toxi-infections collectives ou individuelles [29].
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Dans les environnements hospitaliers et les systemes de distribution d’eau potable, les
enchalnements possibles sur la santé publique sont évidents. En effet, la formation des
biofilms dans les hopitaux sur les surfaces et les implants médicaux est une source
d’infections nosocomiales [30] et chroniques [4, 31]. Nous citons a titre d’exemple la
formation des biofilms sur les prothéses valvulaires et sur les cathéters urinaires associée
respectivement a 1’endocardite infectieuse et aux infections du tractus urinaire. De méme,
certains biofilms qui colonisent notre organisme constituent souvent un agent de
pathogénicité, leur présence serait aussi associée a diverses infections chroniques [4]. On peut
citer a titre d’exemple la parodontite associée aux biofilms de la plaque dentaire et la
mucoviscidose associée au développement des biofilms de Pseudomonas aeruginosa (P.
aeruginosa) dans les poumons [4, 5]. Concernant les systemes de distribution d’eau potable,
un lien direct entre la qualité microbiolgique de I’eau potable et la santé publique a été établi
[32], nombreuses crises sanitaires ont été associées a une consommation d’eau potable

contaminée [33].

1.2. Etapes de formation d’un biofilm bactérien

Nous précisons que naturellement, les biofilms sont composés de nombreux organismes y
compris des bactéries, des algues, des chamignons et des protozoaires [34, 35], mais les
bactéries sont parmi les colonisateurs initiaux des surfaces. Dans ce manuscrit, nous nous
intéresserons uniquement aux biofilms bactériens monoespece, c’est-a-dire composés d’une
seule espece bactérienne. La formation des biofilms se fait en quatre étapes essentielles qui
permettent la différenciation d’un groupe de cellules planctoniques en une communauté
microbienne sessile. Ces étapes sont résumées dans la Figure 1.2. Le cycle de vie d’un biofilm
commence avec 1’adhésion réversible de bactéries planctoniques sur un support. L’adhésion
devient irréversible avec la production des EPS qui se poursuit durant la maturation du
biofilm. Le cycle se termine avec le détachement des bactéries sessiles et leur retour au mode

de vie planctonique [36].
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Bactéries planctoniques o E

V4 & =

Bactéries sessiles

Figure 1.2 : Etapes de formation d’un biofilm : (1) adhésion réversible a la surface du substrat,
(2) adhésion irréversible accompagnée de la production des EPS et la formation de
microcolonies, (3) maturation du biofilm et (4) dispersion. (EPS : substances polymériques
extracellulaires), source : Ebcrc.com.au

L’adhésion bactérienne est précédée de la formation d’un film primaire ou d’accroche appelé
film conditionnant. D’une maniére générale, ce film se forme trés rapidement a la surface de
matériaux immergés dans un milieu aqueux. Ce film renferme des polymeres du milieu et des
polymeres secrétés par les bactéries elles-mémes [37]. Ce film conditionnant modifie
certaines propriétés de surface telles que la charge, I’hydrophobie et la toxicité, et peut

faciliter I’adhésion ultérieure de bactéries [38].

» L’adhésion bactérienne initiale est une adhésion réversible qui fait intervenir des faibles
interactions de type électrostatique et forces de van der Waals entre les bactéries et le
support [36, 39]. Elle est influencée par plusieurs facteurs, notamment les forces
hydrodynamiques avec une adhésion préférentielle sous conditions de flux élevé, les
propriétés physico-chimiques du support, des bactéries [4, 37, 40], et du milieu aqueux
(température, pH, force ionique). L’adhésion est également influencée par 1’état
physiologique de bactéries, celles-ci ont une capacité d’adhésion plus importante durant la

phase exponentielle de croissance [1].
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» L’adhésion des bactéries au support déclenche des modifications physiologiques qui
accompagnent la transition a une adhésion irréversible a la surface [36]. Suite a
I’interaction des bactéries avec le support, elles se redistribuent tout au long de la surface
et forment des microcolonies, les unités élémentaires d’un biofilm [4]. Ce mécanisme fait
intervenir dans certains cas des structures de surface comme les pili de type IV [41, 42].
Les interactions qui s’établissent entre les bactéries au sein d’une microcolonie renforcent
les interactions de bactéries avec le support [42]. D’autre part, les bactéries produisent une
matrice d’EPS qui les englobe et les protége de stress environnementaux [43]. Cette

matrice joue un role trés important dans la transition a une adhésion irréversible par

formation des liaisons entre les bactéries et le support [44].

» La maturation du biofilm se poursuit avec la multiplication bactérienne et la production
des EPS. Il en résulte 1’¢laboration d’une architecture complexe avec 1’organisation de
microcolonies sous forme de tours ou de structures dites en « champignon ». Ces
structures sont séparées par des canaux d’eau [45]. Ces canaux ne contiennent pas une
matrice dense d’EPS [46] et permettent la diffusion de I’oxygene et des nutriments, ce qui
crée des microenvironnements trés hétérogénes au sein du biofilm [37, 45]. Les
modifications physiologiques déclenchées suite a 1’adhésion bactérienne conférent aux
bactéries sessiles des propriétés qui les distinguent de leurs homologues planctoniques.

Ceci correspond a I’expression de geénes spécifiques du mode de vie sessile [4, 45, 47].

» Dans un biofilm mature, un équilibre s’établit entre la croissance bactérienne et le
détachement des bactéries ou la dispersion. C’est un phénoméne physiologiquement
contrdlé, cependant ses bases biologiques sont peu étudiées et/ou mal comprises [48, 49].
La dispersion est divisée en deux processus : 1’érosion qui est le détachement continu de
bactéries individuelles ou de portions de biofilm, et la desquamation qui est la perte
massive de grandes portions du biofilm [50]. Les bactéries détachées ont un profil
phénotypique proche de celui de bactéries planctoniques [36]. Ce processus facilite la
dissémination des infections [50] et les contaminations dans divers environnements,
comme les réseaux de distribution d’eau potable et les environnements cliniques, ce qui

pose des problemes majeurs dans le domaine de la santé publique.
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1.3. Matrice extracellulaire

« The EPS matrix that makes biofilms the most successful forms of life on earth », avec ces
mots, Flemming et Wingender résument I’importance de la matrice extracellulaire dans la
réussite du mode de vie sessile [44]. Cette matrice est fortement hydratée et est formée
essentiellement des EPS. Elle constitue I’environnement immédiat de bactéries dans un
biofilm et en occupe I’espace intercellulaire. Voyons quels sont les principaux composants de

cette matrice et les différentes fonctions qu’elle assure.

1.3.1. Composition de la matrice extracellulaire

L’expression « substances polymériques extracellulaires » regroupe différentes classes de
macromolécules présentes a I'intérieur des biofilms : des polysaccharides, des protéines, des
acides nucléiques, des lipides et d’autres macromolécules dites substances humiques [43, 44].
Ce sont essentiellement les sécrétions de haut poids moléculaire ainsi que les produits des
lyses cellulaires et de I’hydrolyse de macromolécules. Des polyméres du milieu environnant
peuvent également s’adsorber dans la matrice des EPS [43, 51]. Des composants inorganiques
ont été également trouvés dans la matrice extracellulaire [43, 52]. La composition des EPS est
trés différente d’un biofilm a I’autre. Elle dépend de la nature des microorganismes présents
dans le biofilm, de I’age du biofilm et des différents facteurs environnementaux comme les
forces hydrodynamiques, la température et la disponibilité de nutriments et leur nature [34,
43, 44, 53, 54]. D’autre part, la caractérisation des EPS dépend énormément de la méthode
d’extraction utilisée, cet aspect sera détaillé dans le paragraphe 3 de ce chapitre. [44, 55]. On
distingue en général deux fractions d’EPS selon leur degré de liaison avec les cellules
bactériennes : Une de ces fractions, celle des EPS liées est assimilée a un modéle a 2 couches
avec une couche interne d’EPS entourant les cellules et y sont fermement liées et une couche
externe d’EPS dispersées et faiblement liées aux cellules [43].L’autre fraction est
communément appelée « slime » [56, 57], elle regroupe les EPS faiblement liées aux cellules
et celles qui sont libres dans la matrice extracellulaire [43]. Cette fraction présente un effet
crucial sur I’activité microbienne et les propriétés de surface des biofilms [43]. Cependant, les
études réalisées sur cette fraction sont limitées et la majorité de la littérature sur les EPS

concerne les EPS liées [43].
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Les polysaccharides sont en général les composants majoritaires des EPS. Ceux de bactéries a
Gram négatif sont de nature neutre ou polyanionique, leur caractére anionique est renforcé par
la présence de dérivés de I’acide uronique [34, 37, 44], ce qui permet la chélation des cations
divalents comme le calcium et le magnésium jouant ainsi un role dans la réticulation des
polyméres et augmentant les forces d’adhésion des biofilms matures [34, 58]. Le poly B-1,6-
N-acétyl-D-glucosamine (PNAG) est un polysaccharide produit entre autres par certaines
souches d’Escherichia coli (E. coli) [59, 60]. C’est un polymére partiellement déacétylé, ce
qui lui confere des charges positives et modifie les propriétés électrostatiques des surfaces
bactériennes [61]. Ce polysaccharide joue un role essentiel dans la stabilisation des biofilms
[59]. Autre exemple celui de Pseudomonas fluorescens (P. fluorescens), qui produit une
variété de polysaccharides dont les résidus de monosaccharides neutres comprennent du
rhamnose, fucose, ribose, arabinose, xylose, mannose, galactose et glucose [62, 63], le
monosaccharide anionique majoritaire est 1’acide uronique [63, 64]. Des productions
extracellulaires de glycogéne [65] et d’un polymere cellulosique [66-68] ont été aussi

rapportées.

1.3.2. Fonctions de la matrice extracellulaire

La matrice extracellulaire intervient précocement dans le développement des biofilms. Elle
joue un role dans 1’adhésion initiale au support, et forme ultérieurement un réseau
tridimensionnel de polyméres qui fournit une stabilité mécanique aux biofilms et modele leur
structure [44]. Les EPS forment le squelette de ce réseau. L’architecture d’un biofilm dépend
des forces hydrodynamiques auxquelles il est soumis, de la concentration en nutriments, de la
mobilité bactérienne, de la communication intercellulaire et de la composition des EPS [44].
Les polysaccharides jouent un rdle essentiel a ce propos, mais également les protéines de la
surface bactérienne comme celles qui se lient aux polysaccharides (lectines). Elles constituent
le lien entre les cellules bactériennes et les EPS, et participent a la formation et la stabilisation
de la matrice [44, 69].

Cette matrice joue €également un rdle essentiel dans la protection des bactéries de contraintes
externes (stress environnementaux) y compris les agents antibactériens grace a son effet
barriére [34], qui est assuré soit en limitant la diffusion de ces agents a travers le biofilm soit
en les piégeant par liaison directe [44, 70]. De plus, la proximité des bactéries a I’intérieur du
biofilm permet des communications intercellulaires de type « quorum sensing» qui

permettent d’établir un degré de coordination dans les différentes étapes de développement du
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biofilm [44]. L’organisation du biofilm se fait de manic¢re a permettre une exploitation
optimale de ressources locales [45].

Autre que son rdle structural essentiel, la matrice joue le role d’un «systéme digestif
extérieur » grace aux enzymes extracellulaires libérées par les bactéries [44]. La rétention des
débris de cellules lysées en fait également un centre de recyclage. Ceci est particuliérement
important dans les biofilms multi-especes, les différentes espéces ne consommant pas
forcément les mémes nutriments [37]. Les EPS elles mémes peuvent également servir comme
source de nutriments [44]. L’ADN extracellulaire provenant des bactéries lysées joue un role

dans le transfert horizontal de génes [44].

1.3.3. Paroi bactérienne et structures de surface

La paroi bactérienne est en contact direct avec la matrice extracellulaire et/ou la surface
colonisée. Il est donc essentiel de comprendre sa structure pour mieux comprendre les
interactions qui s’établissent entre les bactéries et les EPS de la matrice extracellulaire. La
paroi de bactéries a Gram négatif est formée de trois couches (Figure 1.3) : la membrane
interne ou membrane plasmique, l’espace périplasmique contenant une couche de

peptidoglycane et la membrane externe [71].

Lipoprotéine

de Braun Lipopolysaccharide

Membrane
externe

Espace

périplasmique

Membrane
plasmique

Protéines Phospholipides

Figure 1.3 : Structure de la paroi bactérienne Gram négatif (NAG : N-acétyl glucosamine,
NAM : acide N-acétyl muramique)
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La membrane plasmique est constituée d’une bicouche de phospholipides contenant des
protéines intégrales et périphériques [71]. La couche de peptidoglycane est elle, constituée
d’un réseau de glycanes, formé des résidus alternés de N-acétyl-glucosamine et de 1’acide N-
acétyl-muramique liées par des liaisons -1,4. Les chaines de polysaccharides sont liées par
des sous-unités peptidiques attachées a 1’acide N-acétyl-muramique [72, 73]. La membrane
externe est une bicouche asymétrique formée majoritairement de phospholipides, de
lipopolysaccharides et de protéines [71]. Elle est ancrée a la couche de peptidoglycanes grace

aux lipoprotéines de Braun [74].

La membrane externe est, le plus souvent, couverte d’une couche capsulaire amorphe de
nature glucidique [71], négativement chargée [72]. Les constituants lipidiques trouvés dans
cette couche permettent son ancrage a la membrane externe [72]. La présence de cette
structure capsulaire améliore la résistance des bactéries aux réactions immunitaires innées
[72]. Un effet d’inhibition de la formation des biofilms par certaines capsules

polysaccharidiques a été décrit pour E. coli [31].

Différentes structures sont ancrées a la paroi bactérienne et jouent un role dans la stabilisation
de la matrice extracellulaire : Les flagelles, les fimbriae, et les pili. Ces structures sont
formées de sous-unités protéiques. Les flagelles sont ancrés aux trois couches de la paroi
bactérienne [72], ils jouent un rdle essentiel dans la mobilité bactérienne et favorisent
I’adhésion aux supports en opposant aux forces répulsives a la proximité des surfaces [37].
Les fimbriae sont plus petits et plus rigides que les flagelles [72], ils ont une forme
filamenteuse et hélicoidale réguliere [75]. Les pili sont un type de fimbriae. Ils permettent le
transfert horizontal du matériel génétique par conjugaison [72]. Les genes transférés codent
généralement pour la production des toxines ou la résistance contre des agents antimicrobiens
[72]. La plupart des fimbriae présentent a leur extrémité des adhésines, contenant un domaine
lectine qui leur permet d’adhérer spécifiquement a leurs cellules cibles [72, 76]. L’adhésine
Fim H associée au pili de type I par exemple, est responsable de 1’adhésion des bactéries aux
cellules épithéliales du tractus urinaire ainsi que de leur internalisation a I’intérieur de ces
cellules [77], ou elles seront protégées du systéme immunitaire de leur hote [77].En I’absence
de sites d’interaction spécifique avec les surfaces a coloniser, ces structures contribuent a

I’adhésion bactérienne en altérant I’hydrophobie de la surface bactérienne.
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1.4. Réponse des biofilms aux stress environnementaux

Nous avons vu que la formation et le développement des biofilms dépendent fortement des
conditions environnementales dans lesquelles ils sont formés, c'est-a-dire des différents
parametres auxquels ils sont soumis. Tout changement de 1’un de ces parametres est en
général per¢u comme un stress et peut déclencher une réponse particuliere au sein d’un
biofilm. Il est par conséquent essentiel d’étudier la réponse des biofilms suite & une contrainte
extérieure imposée (stress environnemental par exemple), afin d’orienter le développement de
stratégies de lutte contre les biofilms mais aussi la maitrise de leur formation. Nous allons
donner quatre exemples de stress environnementaux dont I’effet sur le développement des
biofilms est reporté dans la littérature : les contraintes hydrodynamiques, le stress nutritif, le

pH du milieu et les antibiotiques.

» Les forces hydrodynamiques ont un effet majeur sur ’architecture des biofilms. Pereira et
al. [78] ont étudié I’architecture de biofilms de P. fluorescens sous régimes d’écoulement
laminaire et turbulent. Ils ont montré que les biofilms formés sous des conditions de flux
laminaires sont plus épais, moins denses et contiennent une fraction cellulaire plus
importante. La densité cellulaire est cependant dans les deux cas, plus importante dans les
couches supérieures du biofilm. D’autre part, Stoodley et al. [79] ont étudié 1’effet de
fluctuations a court terme du régime d’écoulement sur ’architecture des biofilms de
quatre especes de bactéries a Gram négatif (P. aeruginosa, P. fluorescens, Klebsiella
pneumoniae et Stenotrophomonas maltophilia). Des biofilms de 23 jours ont présenté une
architecture avec des structures filamenteuses. Le changement des conditions
hydrodynamiques a provoqué la déformation des biofilms mono et multi-espéces. Ces
biofilms présentent en outre, un comportement mécanique de type viscoé€lastique. Abe et
al. [80] ont étudi¢ le détachement des biofilms d’eau potable formés sous différentes
contraintes hydrodynamiques en appliquant des forces de cisaillement croissantes. Ils ont
montré un comportement similaire de type viscoélastique en combinant une approche
expérimentale et une théorique. Donc les conditions hydrodynamiques ont un effet sur
I’architecture des biofilms non seulement au cours de leur formation, mais ils peuvent

également altérer 1’architecture des biofilms matures.

» Les environnements naturels des biofilms sont sujets aux variations du taux de nutriments

disponibles [81]. Il est donc d’intérét d’étudier comment les biofilms se développent avec
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des ressources limitées en nutriments. Delille ef al. [82] ont étudié la réponse d’un jeune
biofilm de P. fluorescens aux variations de concentrations en carbone organique dissous
dans I’eau par spectroscopie infrarouge. Ils ont enregistré un détachement partiel du
biofilm sous 1’action du stress nutritif, celui-ci est associ¢ probablement a la recherche
d’un environnement plus favorable en nutriments. De plus, des phases de détachement et
de recroissance cellulaire ont été détectées en variant les conditions nutritives. Ils ont pu
aussi montrer une augmentation de la tolérance des bactéries soumises a un stress nutritif
contre un stress subséquent. D’autre part, Steinberger et al. [83] ont étudié¢ la relation
entre un apport faible en nutriments et les dimensions de bactéries dans un biofilm de P.
aeruginosa formé sous atmosphére partiellement humide. Ils ont observé que les bactéries
filamentent, c’est-a-dire qu’elles s’allongent en gardant leur diametre constant, dans le cas
d’un apport faible en carbone ou en azote. En revanche, Moryl et al. [54] se sont
intéressés a la fraction des EPS d’un biofilm de Proteus mirabilis et a la quantification de
différents composants. Ils ont montré que sous conditions de stress nutritif, les bactéries
produisent des quantités plus importantes de polysaccharides. A partir de ces travaux, on
peut supposer que les biofilms agissent contre un stress nutritif par un ensemble de

mécanismes trés différents.

» Dr’autres facteurs environnementaux comme les conditions acido-basiques du milieu
peuvent également affecter la formation et/ ou le développement des biofilms. O’Toole et
al. [84] ont étudi¢ D’effet de pH (5.0-8.5) sur le développement des biofilms de P.
fluorescens. Le marquage au cristal violet a montré que I’adhésion initiale de bactéries
n’est pas influencée par le pH du milieu dans le domaine considéré. Des gammes plus
étendues de conditions acido-basiques ont été testées pour évaluer D’effet du pH sur
I’adhésion bactérienne. Mcwhirter et al. [85] ont trouvé par spectroscopie infrarouge que
I’adhésion bactérienne dans le cas d’un biofilm de P. aeruginosa augmente lorsque le pH
passe de 4 a 10 pour des forces ioniques faibles (0,003 mol.L™). Par contre, elle est
maximale & pH 7 pour une force ionique de 0,03 mol.L™". Ils ont attribué ces changements
aux effets combinés de trois facteurs : la répulsion électrostatique, le degré d’extension de
polymeres de surface [86] et le métabolisme bactérien. La production des
exopolysaccharides peut étre également influencée par le pH. Moryl et al. [54] ont ainsi
rapporté qu’une augmentation de la production de polysaccharides avait lieu dans les
biofilms de Proteus mirabilis sous conditions acide. Par contre, Jung et al. [87] n’ont pas

observé de variation dans la production de polysaccharides dans les biofilms de
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Cronobacter sakazaki. La réponse d’un biofilm a un stress acide dépend fortement de la

nature de bactéries qui le composent.

» Un nombre croissant de bactéries développe une résistance aux agents antimicrobiens,
leur présence en biofilm favorise ce phénomene [88], donc il est important de comprendre
la réponse des biofilms a ces agents. Kumar et al. [89] ont étudié I’effet de concentrations
infra-inhibitrices des bactéricides sur 1’adhésion initiale de bactéries de P. aeruginosa et
Staphylococcus aureus. 1ls ont trouvé que la formation des biofilms est améliorée sous ces
conditions. Dynes et al. [90] se sont intéressés a I’effet de plusieurs bactéricides en
concentrations infra-inhibitrices sur les étapes plus avancées du développement des
biofilms de P. fluorescens. Ils ont montré la perturbation de I’intégrit¢ membranaire et de
la densité cellulaire. Cependant les cellules sont restées métaboliquement actives. D’autre
part, Humbert et al. [91] ont étudié D’effet dun peptide antimicrobien sur le
développement des biofilms de P. fluorescens par spectroscopie infrarouge.
L’introduction de peptide antimicrobien entraine des variations biochimiques et
physiologiques importantes dans les biofilms. Le mécanisme inclut I’adsorption de
peptide sur la paroi cellulaire et est suivi selon la nature du peptide et sa concentration par

I’inhibition de développement du biofilm, le détachement ou la recroissance cellulaire.

1.5. Stratégies de régulation des biofilms

Compte tenu de I’importance et de la variabilité des effets indésirables liés a la formation des
biofilms, il est d’intérét majeur de trouver des moyens qui permettent de maitriser la
formation et/ou le développement des biofilms. A 1’échelle industrielle, le choix d’une
stratégie de lutte dépend de plusieurs facteurs, notamment le colt et le temps nécessaire mais
surtout le seuil de développement des biofilms a ne pas franchir [25]. Nous rappelons que les
caractéristiques d’un biofilm dépendent fortement des conditions de sa formation, et donc une
stratégie efficace dans un cas précis ne le sera pas forcément ailleurs [25, 92]. Le nettoyage
mécanique et I'utilisation des systemes de lavage a haute pression sont parmi les techniques
les plus fréquemment utilisées pour 1’¢limination des biofilms, cependant leur utilisation peut
étre limitée selon la structure des équipements [27]. Le développement des stratégies anti-
biofilm a fait le sujet d’études récentes [93-96]. En revanche, les mécanismes d’action non

spécifiques restent privilégiés. Des biocides oxydants comme le dioxyde de chlore et I’0zone
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sont souvent utilisés respectivement dans les systemes de refroidissement et de distribution
d’eau potable [25, 92]. Des biocides non oxydants sont également disponibles, mais leurs
effets a long terme sur 1’environnement sont peu étudiés [25]. Le biocide a utiliser doit étre
efficace, a utilisation facile et sécurisée, a ¢limination facile et ne pas engendrer la libération
de produits toxiques susceptibles d’interférer avec le processus de production industrielle
[97]. Sur le plan clinique, les bactéries sessiles sont plus résistantes aux réponses

immunitaires de I’hote et aux traitements classiques y compris les antibiotiques [93, 98].

En effet, I’efficacité d’une stratégie de lutte est déterminée par sa capacité a éliminer les
bactéries mais aussi la matrice extracellulaire, cette derni¢re protége les bactéries restantes et
constitue une source de nutriments [27], mais aussi facilite 1’adhésion subséquente des
bactéries [92] et donc favorise le rétablissement du biofilm. Certains biocides comme le
chlore présentent un effet de dispersion de la matrice extracellulaire [92], d’autres approches
consistent a utiliser des enzymes ou des chélateurs d’ions divalents [27]. L’initiation de la
formation des biofilms ne nécessite que quelques heures [46], ce qui fait que leur maitrise
demande une intervention réguliére [27] a I’origine de pertes financiéres importantes. Une
compréhension plus profonde des aspects moléculaires et physiologiques de la formation des
biofilms est essentielle afin de pouvoir développer des nouvelles stratégies mieux orientées
pour controler (limiter ou accélérer !) leurs formations aussi bien en milieu industriel que

médical.

2. Les modeles bactériens

La formation des biofilms dans des systémes de laboratoire requiert 1’utilisation de modeles
bactériens permettant d’extraire et de généraliser dans la mesure du possible des informations
d’intérét sur les biofilms. Parmi les modeles bactériens les plus étudiés, on cite a titre
d’exemple E. coli [99-101] qui est le modele bactérien le plus étudié génétiquement et
Staphylococcus aureus [102, 103]. Ces deux bactéries apparaissent au premier rang des
germes responsables d’infections nosocomiales [104]. Un autre exemple est Legionella
pneumophila [28, 105, 106] qui est parmi les pathogénes les plus fréquemment isolés dans les
tours de refroidissement. Dans ce travail, nous avons choisi deux mod¢les bactériens : une
bactérie environnementale, P. fluorescens, et une bactérie de laboratoire génétiquement

modifiée, E. coli K12.
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2.1. Pseudomonas fluorescens

P. fluorescens appartient au genre Pseudomonads de la famille des Pseudomonadaceae. Elle
est décrite pour la premicre fois en 1886 par Fligge [107]. C’est un microorganisme
unicellulaire, a8 Gram négatif, en forme de batonnet, mobile grace a un ou plusieurs flagelles
polaires. Elle est aérobie stricte, oxydase positive avec un métabolisme respiratoire trés actif
[108]. Ces bactéries produisent un pigment fluorescent jaune-vert soluble dans I’eau, la
pyoverdine, dans des conditions carencées en fer [108]. Les souches de Pseudomonas peuvent
se développer a partir de 4°C [108], elles constituent donc une source de contamination dans
les industries alimentaires comme le lait [109] et les poissons [29]. Ce sont aussi parmi les
souches aérobies les plus fréquemment isolées dans les emballages des légumes prét a utiliser
[110]. La formation des biofilms de Pseudomonas est également problématique dans les
environnements médicaux [111]. D’autre part, P. fluorescens est utilisée dans le domaine
agricole pour la protection des racines de certaines plantes contre les infections fongiques
[19].

Nous avons choisi d’utiliser cette bactérie comme mod¢le bactérien pour 1’étude de formation
des biofilms pour plusieurs raisons : Notamment, elle a une grande capacité a coloniser les
surfaces et a former des biofilms [84, 112], ¢’est une bactérie ubiquitaire rencontrée dans les
sols et les eaux et a des besoins nutritionnels simples [113, 114]. De plus, c’est une bactérie
largement utilisée pour 1’étude de la colonisation bactérienne des surfaces [84, 112, 115, 116]

notamment par le laboratoire LCPME [82, 117, 118].

2.2. Escherichia coli

E. coli appartient au genre Escherichia de la famille des Enterobacteriaceae [119], décrite
pour la premiere fois en 1885 par Theodor Escherich. C’est une bactérie a Gram négatif, en
forme de batonnet, anaérobie facultative. Certaines souches d’E. coli sont des bactéries
commensales de I’intestin [120, 121], d’autres sont a 1’origine de plusieurs infections
humaines [122] et sont a I’origine de plusieurs épidémies dont la cause est la consommation
des aliments contaminés par des souches virulentes d’E. coli [123, 124]. En France, la plus
récente épidémie date de 2005, elle était liée a la consommation des steaks hachés surgelés
contaminés [125]. E. coli est aussi parmi les bactéries les plus fréquemment isolées dans les
biofilms qui se forment sur les implants médicaux. On cite a titre d’exemple les infections
associées aux cathéters urinaires [126].
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D’autre part, E. coli est I’un des modéeles bactériens les plus étudiés génétiquement [127], son
matériel génétique est facilement manipulable afin d’y introduire des geénes permettant
I’expression de phénotypes particuliers. Nous avons utilis¢ une souche modifi¢e
génétiquement pour produire des quantités importantes de PNAG extracellulaire, un polymére
de B-1,6-N-acétyl-D-glucosamine. Il est partiellement déacétylé ce qui lui confere des charges
positives (Figure 1.4). Cette souche présente un taux de formation de biofilms accéléré, mais

structuralement typique, par rapport aux autres souches E. coli [128].
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Figure 1.4 : structure de la poly B-1,6-N-acetyl-D-glucosamine

3. Outils d’exploration des biofilms

I1 est essentiel de pouvoir étudier I’intégralité des biofilms a différentes échelles : de 1’échelle
macroscopique jusqu’a microscopique voire nanoscopique. Dans ce but, il est obligatoire de
coupler différentes techniques qui permettent notamment de caractériser a la fois la
composition chimique et la structure des biofilms a ces différentes échelles et si possible sans

les détruire et in situ.
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3.1. Etude de la composition chimique de la matrice extracellulaire

L’étude de la composition chimique d’un biofilm est généralement précédée par une étape
d’extraction, permettant la séparation des fractions cellulaire et extracellulaire ou EPS. La
composition chimique globale de la matrice extracellulaire est déterminée essentiellement par
les techniques de la biochimie classique comme la méthode de Lowry pour la quantification
des protéines [129] et celle au phénol-sulfurique décrite par Dubois et al. pour le dosage des
polysaccharides [130]. La fraction libre des EPS est toujours extraite par centrifugation.
L’extraction de la fraction liée des EPS se fait par des méthodes physiques ou chimiques ou
par une combinaison des deux. Les méthodes physiques sont basées sur 1’application d’une
force externe (créée par centrifugation, sonification ou échauffement) pour favoriser le
détachement des EPS et leur solubilisation. Les méthodes chimiques consistent a ajouter un
agent chimique comme I’EDTA (acide éthyléne diamine tétraacétique) [131, 132] ou le
sulfure [133], pour déstabiliser les interactions entre les EPS et les cellules [43]. Les méthodes
d’extraction offrent des rendements différents en fonction des composants de la matrice
extracellulaire. En général, I’efficacité d’extraction par les méthodes physiques est inférieure
a celle des méthodes chimiques, mais ces derniéres posent plus de contraintes liées a la
purification et a I’analyse des EPS extraites [43, 131]. Une méthode d’extraction idéale doit
conduire a un taux minimal de lyse cellulaire, ne doit pas altérer la structure de polymeéres et
doit libérer et récupérer tous les EPS du biofilm [134]. La lyse cellulaire est généralement
évaluée par le taux de composants intracellulaires libérés au cours de I’extraction des EPS, ou
par des techniques de marquage qui décrivent 1’état de la membrane bactérienne [43].
Généralement, un rapport polysaccharides/protéines faible est indicateur d’une contamination
par des cellules lysées. Par contre, un rapport tres €levé refléte un rendement faible de la
méthode d’extraction [135-137]. En I’absence d’une technique d’extraction standard, fiable et

sans biais, le développement des stratégies d’analyse in situ des EPS est d’un intérét majeur.

3.2. Exploration de la structure des biofilms

Plusieurs techniques de microscopie permettent d’explorer la structure des biofilms. Henrici a
utilisé la microcopie optique pour observer des biofilms d’eau douce formés sur des lames de
verre immergées dans des aquariums et des lacs naturels [138], il a en outre, étudié¢ une
grande hétérogénéité au sein de la population bactérienne. Cependant, vu les considérations
techniques notamment la profondeur de champ optique, cette méthode est restreinte aux
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jeunes biofilms et ne fournit que des informations générales sur la morphologie des biofilms
[139]. La séparation des biofilms de leur support est I’'une des étapes limitantes lorsque la
microscopie optique est envisagée pour 1’é¢tude des biofilms matures, comme cela risque
d’engendrer une distorsion de leur structure [139]. La combinaison de la microscopie optique
aux techniques de marquage fluorescent permet d’acquérir des informations supplémentaires
sur la distribution spatiale au sein d’un biofilm [139, 140]. L utilisation des fluorochromes en
combinaison avec la microscopie a épifluorescence permet une meilleure localisation de
cellules par I’intermédiaire d’un marqueur des acides nucléiques comme le SYBR Green I1”
[141], et des exopolysaccharides suite a ’utilisation d’un marqueur de sucres comme la
Concanavaline A Texas Red® [141]. Cette technique est également limitée aux jeunes
biofilms de faible épaisseur [142], I’analyse des biofilms plus épais nécessite des techniques
de sectionnement physiques [142] ou optiques. Les microscopies €lectroniques a balayage
(MEB) et de transmission (MET) permettent d’obtenir des images de trés haute résolution
respectivement de la surface et des sections transversales d’un biofilm [140, 143]. Cependant,
ces techniques nécessitent des préparations complexes des échantillons comprenant une étape
de déshydratation et d’adjonction de composés chimiques de contraste, susceptibles d’altérer
considérablement la structure et la composition de la matrice extracellulaire, celle-ci peut
contenir jusqu’a 95% d’eau [4]. La microscopie électronique a balayage environnementale,
opérée sous conditions relativement douces, permet de réaliser des études des biofilms
faiblement hydratés [144]. L’étude in situ des biofilms sans destruction de la matrice
extracellulaire a débuté avec I’introduction de la microscopie confocale a balayage laser
(CLSM) dans les années 1990. Cette technique est souvent assimilée a la microscopie a
épifluorescence avec ’avantage de sectionnement optique, et de fournir donc des images
tridimensionnelles des biofilms [145, 146]. Néanmoins, cette technique offre peu
d’information sur la composition chimique du biofilm, ainsi que pour [’étude de
polysaccharides par exemple, elle nécessite un marquage préalable et donc une connaissance
antérieure de la nature de polysaccharides présents. Or, les sucres de la matrice des EPS sont
généralement un mélange complexe. Il est de plus en plus utile de combiner différentes
techniques permettant de fournir des informations in sifu a la fois sur la composition chimique

et la structure des biofilms.
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3.3. Application des spectroscopies vibrationnelles a l’étude des biofilms

bactériens

Les spectroscopies vibrationnelles, infrarouge et Raman permettent d’obtenir des
informations sur la composition chimique du biofilm. Ces deux techniques appliquées pour
I’analyse des systémes biologiques comme les biofilms, offrent les avantages de la possibilité
d’analyses in situ, une préparation minime des échantillons d’ou la préservation de leur état
d’origine, et ne nécessitent pas une connaissance préalable de la nature des composés présents
dans I’échantillon. La spectroscopie infrarouge en mode de réflexion totale atténuée (FTIR-
ATR pour Fourier Transform infrared spectroscopy — attenuated total reflectance) permet
d’obtenir des informations moyennes sur la composition chimique totale de la couche du
biofilm en contact direct avec le substrat (cristal ATR). Ce qui permet d’étudier les variations
physiologiques et la composition chimique au cours de premiéres étapes de formation d’un
biofilm. D’autre part, la microspectroscopie Raman confocale (MRC) permet d’obtenir des
informations complémentaires de maniére localisée pouvant atteindre 1’échelle du micrometre
et de les associer dans les cas favorables a une information spatiale (structurale) grace au

microscope confocal intégré dans les spectromeétres Raman.

3.3.1. La spectroscopie Infrarouge a Transformée de Fourier en mode Réflexion

Totale Atténuée (FTIR-ATR)

La spectroscopie FTIR-ATR offre I’avantage d’étudier in sifu les biofilms sans les perturber
ou les dénaturer [147]. Elle permet de sonder les variations chimiques a I’interface cristal-
échantillon. Ceci est particulierement avantageux pour 1’étude des premicres étapes de
formation des biofilms. Cette approche permet 1’analyse en milieu aqueux et le suivi de la
dynamique de formation des biofilms en temps réel. Ceci est possible par I'utilisation d’une
cellule de circulation [118, 148-150], intégrant le cristal (support) a haut indice de réfraction.
Des montages permettant le suivi simultané de la dynamique de formation de trois biofilms
ont été réalisés par Nivens et al. [151]. Schmitt ef al. ont suivi la formation des biofilms et
I’accumulation de biomasse a la surface d’un cristal de Ge pendant trois semaines [147]. IIs
ont enregistré dans certains cas une diminution de la biomasse indiquant le détachement de
bactéries adhérées (dispersion). Quiles et al. [117] ont étudi¢ les premieres étapes de

formation d’un biofilm de P. fluorescens, ils ont relevé un changement drastique du
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métabolisme bactérien au cours de sa formation. Ce changement est associé a la transition des
bactéries d’un état planctonique a un état sessile.

L’effet d’un stress environnemental sur la formation et/ou le développement du biofilm peut
aussi étre évalué par FTIR-ATR. Elzinga et al. ont ¢tudié I’effet du pH et du temps de contact
sur I’adhésion des cellules de Shewanella putrefaciens sur un film d’hématite déposé sur un
cristal de ZnSe [152]. IIs ont montré que 1’adhésion a ce substrat fait intervenir des groupes
fonctionnels a base de phosphate et est fortement influencée par le pH [152]. Suci et al. ont
¢tudi¢ la diffusion des agents antimicrobiens a travers un biofilm de P. aeruginosa [153]. Ils
ont pu détecter des variations dans les profils spectraux suite a I’exposition a la
ciprofloxacine, qu’ils ont attribué a un effet indirect de 1’antibiotique sur I’ADN bactérien ou
a un changement possible du métabolisme bactérien, notamment, la production d’un nouvel
exopolymere [153, 154]. Kang et al. ont étudié I’effet des ions métalliques sur les biofilms de
P. aeruginosa [155]. L’intensité globale du spectre IR a augmenté suite a 1’exposition a
différents solutions de sels métalliques (Cr(III), Ni(Il) et Co(Il)). Les ions métalliques
remplacent 1’ion sodium (Na') de la matrice et écrantent les forces répulsives entre les
exopolymeres anioniques. La conséquence directe est leur contraction et le mouvement de
bactéries vers la surface du cristal [155]. Parikh er al. ont étudi¢ I’effet d’un précipité
biogénique de surface sur les biofilms de Pseudomonas putida matures [156]. Un changement
de la composition chimique totale des biofilms a été enregistré. Plus précisément, une

production plus importante de protéines extracellulaires et de polysaccharides totaux [156].

La combinaison de la FTIR-ATR avec la microscopie optique permet dans certains cas de
relier en temps réel les modifications chimiques observées par IR aux modifications
structurales du biofilm a la surface du cristal ATR. Suci ef al. ont ainsi pu montrer que dans
les conditions de leur étude, I’intensit¢ de la bande amide II est corrélée a la densité
bactérienne a la surface du cristal [157]. La combinaison de la FTIR-ATR a la microscopie a
épifluorescence permet d’extraire des informations supplémentaires sur la composition de la
matrice extracellulaire. Quilés et al [141] ont pu ainsi montrer par microscopie a
épifluorescence la localisation extracellulaire d’un sucre de glucose suite a la détection de la

signature de glycogene par FTIR-ATR dans un biofilm de P. fluorescens.
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3.3.2. La Microspectroscopie Raman Confocale

Durant les années 1950 et début des années 1960, ’utilisation de la MRC dans le domaine de
la biologie était limitée a cause de diverses difficultés techniques. Les informations fournies
par la MRC étaient comparables a celles obtenues par la spectroscopie IR, mais avec un coft
et un temps d’analyse prohibitifs. L’introduction de la MRC dans le domaine de la biologie a
suivi le développement des lasers (années 1960 et 1970) et ’apparition de détecteurs
multicanaux. Ses applications possibles s’étendent de 1’étude des cellules bactériennes isolées
aux biofilms matures. La MRC est utilisée pour 1’identification de microorganismes et les
¢tudes de taxonomie [158, 159], soit a partir de 1’empreinte chimique totale de
microorganismes [160-162], soit a partir de la signature de certains pigments caractéristiques
comme le cytochrome ¢ [163, 164], ou les caroténoides [164]. Meisel et al. ont utilis¢ la MRC
pour I’identification de 19 especes de bactéries fréquemment rencontrées dans I’industrie de
la viande [159]. Comparé aux techniques de génomique récemment développées pour
I’identification des microorganismes, les spectroscopies vibrationnelles associées aux outils
de la chimiométrie, permettent une identification plus rapide, moins cotliteuse avec une
préparation minimale de 1’échantillon [165]. Une des applications possibles est donc
I’utilisation de la MRC comme technique d’identification de microorganismes dans un but de
diagnostic médical [160, 166]. Rusciano et al. ont ainsi pu détecter et identifier la présence de
P. aeruginosa et Staphylococcus aureus (coloniseurs primaires de poumons de patients) dans
les expectorations des patients atteints de la mucoviscidose [166]. La MRC est également
utilisée pour la caractérisation des populations bactériennes [167, 168]. Schuster et al. ont
ainsi montré I’hétérogénéité cellulaire sur le plan de la composition chimique au sein d’une
culture de Clostridium beijerincki [167, 169]. Notamment, une variation de 1’intensité relative
de bandes attribuées aux polysaccharides (le granulose dans ce cas [167]) et aux protéines. De
plus, la MRC est sensible a I’histoire métabolique de bactéries d’une méme espece [162, 168].
Huang et al. ont montré que les spectres Raman peuvent refléter I’environnement dans lequel
les bactéries sont cultivées [168]. Les bactéries ne se comportent pas de la méme manicre
dans des conditions différentes, d’ou une différence entre leur composition chimique totale.
Toutes ces études confirment que les considérations taxonomiques, 1’histoire métabolique et
I’effet de I’environnement sont reflétés dans I’empreinte biochimique et in fine dans
I’empreinte vibrationnelle et donc sont accessibles a partir des spectres Raman.

La MRC est potentiellement intéressante pour 1’¢tude des biofilms car elle fournit des

informations chimiques résolues spatialement a 1’échelle du micrométre [170], contrairement
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a la FTIR-ATR qui fournit des informations chimiques moyennes sur la couche en contact
direct avec le cristal ATR. Dans les cas favorables, elle permet ainsi d’analyser la distribution
spatiale de la biomasse au sein d’un biofilm a partir des variations des profils spectraux [171-
173], ou en repérant des bandes caractéristiques de certains composés [170], d’étudier la
distribution des populations bactériennes dans un biofilm multi-espéces [163, 164, 174, 175],
ainsi que de suivre la diffusion de macromolécules a travers les biofilms [171]. La MRC est
utile dans D’étude de [I’activité des biofilms ¢lectroactifs en suivant les propriétés
vibrationnelles du cytochrome ¢ [176-178]. En effet, sa signature spectrale dépend fortement

de son état d’oxydation et reflete donc I’activité électrochimique des biofilms.

La combinaison de la MRC aux techniques de microscopie permet d’obtenir des informations
supplémentaires sur la composition chimique. Wagnet et al. [179] ont utilis¢é la MRC pour
surmonter les limitations de la microscopie confocale a balayage laser (CLSM), liées
notamment a la nécessité d’utiliser des chromophores spécifiques de certaines EPS, les
informations extraites ne représentant donc qu’une fraction des EPS. Dans les conditions de
leur étude, il était possible de distinguer les cellules des EPS grace au microscope optique
intégré dans le spectrometre Raman, ils ont pu ainsi détecter par MRC, des variations de la
composition chimique des EPS des biofilms hétérotrophes, en fonction de leur age, non

discernables par CLSM.

3.4. Application de la microscopie a force atomique pour I'étude des biofilms

bactériens

3.4.1. Introduction

La microscopie a force atomique (AFM pour Atomic Force Microscopy) a récemment émergeé
parmi les techniques d’étude du monde bactérien [180]. Elle permet, par le balayage de la
surface par une sonde d’échelle nanométrique, d’obtenir des images topographiques de la
surface de cellules bactériennes avec une résolution pouvant aller jusqu’a 1’échelle atomique
[181-184]. L’AFM est également congue comme outil d’investigations moléculaires grace a la
spectroscopie de force [185]. Elle permet d’étudier les propriétés mécaniques et
conformationnelles des polymeres de surface. Ce type d’études permet d’avoir une meilleure
vision des interactions, mettant en jeu les structures de surface, entre les cellules bactériennes

et leur environnement [ 180, 184].
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L’¢tude des systémes microbiologiques doit se faire préférentiellement dans un
environnement aqueux pour se rapprocher des conditions physiologiques afin qu’ils soient
dans leur état natif. Or, dans ces conditions, le contact entre les bactéries et le substrat est
réduit a une faible surface et n’est assuré que par des faibles liaisons facilement perturbées par
le balayage de la sonde AFM, ce qui peut entrainer le détachement des bactéries du substrat et
la destruction de 1’échantillon [186, 187]. Dans le cas de bactéries planctoniques, il existe
différentes méthodes d’immobilisation de bactéries. On distingue [’immobilisation
¢lectrostatique, chimique et mécanique. En revanche, dans le cas de biofilms bactériens,
I’adhésion des bactéries au substrat fait intervenir des forces plus importantes que celles mises
en jeu lors de 1’adhésion de bactéries planctoniques a un support ainsi que des interactions
complexes entre les cellules bactériennes, les EPS et le substrat. Le détachement de cellules
est donc moins problématique, et peut étre minimisé en ajustant les parameétres expérimentaux

d’enregistrement [150].

3.4.2. Imagerie des biofilms bactériens

Les premiéres ¢tudes réalisées sur les biofilms étaient essentiellement orientées vers
I’extraction des informations topographiques et morphologiques. Par exemple, Bremer et al.
ont utilisé I’AFM pour imager 1’hétérogénéité des biofilms hydratés sur des surfaces en cuivre
[188]. Les travaux ultérieurs de Steele et al. sur des biofilms formés sur des surfaces en acier
ont ¢été réalisés pour étudier la structure des biofilms et la biodétérioration du matériau [189].
Ils ont visualisé les bactéries et la matrice d’EPS mais aussi la formation des régions de
corrosion sur le substrat [189]. Des informations utiles sur les dimensions cellulaires et sur la
rugosité de la surface sont ainsi accessibles. Cependant, diverses limitations ont conduit les
chercheurs a avoir recours a une étape de déshydratation avant de réaliser les mesures AFM
[190-192]. La déshydratation a permis d’obtenir des images a haute résolution et de mieux
visualiser les structures de surface. Mais, la déshydratation est susceptible de changer
considérablement les caractéristiques des biofilms [193] et donc I'interprétation des résultats
doit se faire avec précaution. Différentes études ont évalué 1’effet de déshydratation sur les
biofilms. Auerbach et al. ont imagé des biofilms insaturés en eau, c'est-a-dire formés sous
atmosphere partiellement humide, et des biofilms hydratés de Pseudomonas putida [194]. 1ls
ont trouvé que, comparé aux biofilms formés en milieu aqueux, la déshydratation des biofilms
non saturés en eau modifie peu leur morphologie et leur rugosité. Actuellement, la plupart des

¢tudes sont réalisées en milieu aqueux pour perturber le moins possible les biofilms et pour
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avoir une meilleure compréhension de propriétés des biofilms [195]. Arce et al. [196] ont pu
ainsi imager et caractériser d’une manicre in situ des détails structuraux d’un jeune biofilm de
Haemophilus influenzae. L arrivée récente sur le marché de I’imagerie AFM a haute vitesse
permet désormais d’enregistrer une image de bactéries en dix secondes avec une résolution
nanométrique [197-199] et ainsi de suivre des processus dynamiques. Fantner et al. ont ainsi
suivi ’action d’un peptide antimicrobien sur des cellules bactériennes d’E. coli [197]. Ils ont

pu montrer une augmentation progressive de la rugosité de la paroi bactérienne.

3.4.3. Caractérisation des biofilms par mesures de force AFM

La spectroscopie de force est un mode de fonctionnement d’AFM, qui mesure les différentes
forces s’établissant entre 1’échantillon et la sonde AFM, et permet donc d’extraire des
informations sur les propriétés nanomécaniques et les forces de surfaces, ainsi que de faire

des investigations moléculaires.

» L’élasticité de la surface cellulaire est un exemple de propriétés nanomécaniques
accessibles par mesures de force, elle est traduite par le module de Young [200]. Des
valeurs de modules de Young de ’ordre du mégapascal ont été rapportées dans la
littérature pour des bactéries vivantes [201, 202]. Un autre exemple est la constante de
raideur de la cellule bactérienne, qui décrit la pression de turgescence cellulaire [200]. Des
valeurs de constante de raideur cellulaire variant entre 0,01 et 0,50 N/m ont été rapportées
pour des cellules bactériennes [191, 192]. Une différence de propriétés nanomécaniques
de surface entre les bactéries planctoniques et sessiles a ¢été ¢galement mise en évidence

[191, 192], ainsi qu’une altération de ces propriétés sous conditions de stress [203].

» Les mesures de force de surface ont contribué a la validation expérimentale du mode¢le
DLVO (Derjaguin Landau, Verwer, Overbeek) ainsi que ses limitations [184], notamment
en détectant la dépendance de ces forces aux variations de pH et de force ionique [204-
206]. L’AFM permet ¢galement de mesurer des propriétés physico-chimiques locales en
relation avec les forces de surface comme la charge de surface et son hydrophobie [184,
207]. Fang et al. [208] ont sond¢ la variation de forces d’adhésion a la surface d’un
biofilm de bactéries sulfato-réductrices. Ils ont pu détecter des forces d’adhésion plus
importantes entre la sonde AFM et la surface du biofilm aux interfaces cellule-cellule et

cellule-substrat qu’ils ont attribué a I’accumulation des EPS a ces niveaux. D’autre part,
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une diminution de forces d’adhésion des biofilms sous conditions de stress a été attribuée
a la déstabilisation de la matrice extracellulaire [209, 210]. Par exemple, Oh et al [209].
ont montré la diminution des forces d’adhésion d’un biofilm P. aeruginosa suite a un

traitement a 1’eau chaude.

» Un mode particulier de la spectroscopie de force consiste a fonctionnaliser les sondes
AFM aves des molécules particulieres afin de détecter spécifiquement des molécules
d’intérét a la surface de 1’échantillon, permettant ainsi d’étudier les propriétés
conformationnelles de macromolécules. C’est la spectroscopie de force a 1’échelle de la
molécule unique, ou SMFS pour «single molecule force spectroscopy ». Un exemple
d’application est la caractérisation des exopolymeres bactériens. Les interactions
moléculaires entre ces exopolymeres et leurs récepteurs spécifiques a la surface des
cellules eucaryotes, jouent un role essentiel dans les premicres étapes d’une infection
bactérienne en facilitant I’adhésion de bactéries aux tissus hotes. Francius ef al. [211] ont
montré la présence de polysaccharides de différentes natures a la surface des bactéries
probiotiques Lactobacillus rhamnosus GG. lls ont étudi¢ les différences entre les
polysaccharides de bactéries sauvages et mutantes ayant une capacité d’adhésion aux
cellules épithéliales réduite. Les bactéries sauvages montrent des surfaces moins rigides
avec plus de polysaccharides. Deux types de polysaccharides ont été¢ détectés a la surface
de bactéries sauvages : un polysaccharide de longue chaine riche en mannose et / ou
glucose, et un polysaccharide plus court riche en galactose [211]. Des résultats similaires
ont été rapportés par Lebeer ef al. [212] qui ont associé les mesures de force aux études de
biologie moléculaire. La fonctionnalisation des sondes AFM avec des anticorps permet
d’étudier les propriétés de protéines de surface qui jouent également un rdle dans
I’adhésion bactérienne entre elles et au substrat. El-kirat-Chatel et al. ont étudié les
propriétés biophysiques d’une adhésine : la lapA, qui joue un rdéle dans 1’adhésion de P.
fluorescens [213]. Un effet de substrat sur les propriétés mécaniques de la lapA a été
décrite, le déroulement des différentes sous unités protéiques est possible uniquement sur
des substrats hydrophiles. L’¢longation protéique était diminuée dans les conditions
favorables a la formation des biofilms, témoignant une rigidification conformationnelle de
la protéine. D’autre part, Lower et al. [214] ont pu observer I’expression des cytochromes

membranaires sur les membranes externes de Shewanella oneidensis.
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L’intérét de cette technique réside dans le fait que les investigations sont réalisées d’une
maniere non-invasive, sans prétraitement des cellules bactériennes et dans des conditions qui
reproduisent 1’environnement physiologique [184]. En plus, la sensibilit¢ de 1’ordre du
picoNewton permet I’analyse des molécules individuelles, ce qui permet de décrypter les
évenements moléculaires a la base de divers processus physiologiques et pathogéniques [184].
Cependant, I’AFM ne fournit pas directement d’informations sur la composition chimique de
I’échantillon. Sa combinaison avec d’autres techniques de caractérisation, comme les
spectroscopies vibrationnelles permet de lever ce verrou. Dans une étude récente de notre
laboratoire, SMFS et FTIR-ATR ont ét¢ combinées afin d’étudier les exopolymeéres d’un
biofilm de P. fluorescens [150]. La production de glycogéne a pu ainsi étre identifiée grace a
la signature vibrationnelle de ce dernier et sa localisation extracellulaire prouvée grace aux
mesures de force réalisées avec des sondes fonctionnalisées avec de la concanavaline A
(ConA), lectine spécifique des résidus glucose/mannose. Gerald et al. [215] ont étudié par
MRC et spectroscopie de force les variations associées avec les phases de croissance de
Pseudomonas putida. La MRC a mis en évidence un changement de la composition chimique
au cours du temps, alors que I’AFM a permis de repérer les variations structurales des
surfaces bactériennes tout en montrant une rigidification de la surface au cours de la phase
exponentielle de croissance. Pradhan ef al [216] ont adopté la méme approche pour étudier
des biofilms d’Acidithiobacillus ferrooxidans. La MRC a permis la caractérisation chimique

des cellules bactériennes et des EPS alors que leur distribution a été visualisée par AFM.
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1. Matériel

1.1. Souches bactériennes

La souche Pseudomonas fluorescens CIP 69.13 (P. fluorescens) a été achetée a I’Institut
Pasteur (Paris). Apres reconstitution du stock bactérien, I’identité des bactéries est vérifiée par
le test galerie API 20 NE, bioM¢érieux. Les cellules de P. fluorescens ont généralement une
longueur de ’ordre de 1,5 a 2 pm et un diamétre d’environ 0,5 nm [217]. Les souches
d’Escherichia coli ont été¢ fournies gracieusement par I’équipe du Professeur Jean-Marc
Ghigo de I’'Institut Pasteur de Paris (Unit¢ de Génétique des Biofilms). Nous avons utilisé
deux souches génétiquement modifiées construites a partir de la souche E. coli-K12 provenant
de la collection ATCC MG 1655 (E. coli centre de stock génétique #6300) : UGB 3152 et
UGB 2152. Elles sont fluorescentes grace a I’expression du gene gfpmut3 transfecté dans leur
génome et qui leur permet d’exprimer la protéine GFP (Green fluorescent protein). La souche
UGB 3152 est caractérisée par une délétion dans le géne csr4 (carbon storage regulator). Ce
gene code pour une protéine de régulation globale, la CsrA, chez E. coli et d’autres bactéries
[128, 218]. La CsrA joue un rdle essentiel dans la répression de la formation des biofilms
mais aussi ’activation de leur dispersion [219] et est donc impliquée dans la transition
planctonique/sessile. Elle contrdle, entre autre, la production d’un exopolysaccharide, la poly-
B-1,6-N-acétyl-D-glucosamine (PNAG), qui joue un rdle essentiel dans [’adhésion
bactérienne et dont I’inhibition peut bloquer dans certains cas les cellules a 1’état planctonique
[220]. Phénotypiquement, cette mutation engendre une surexpression de cet exopolymere. La
souche UGB 2152 ne présente aucune structure externe, suite a une délétion dans les genes f1i,
flu et fimA-H. En outre, ces souches sont génétiquement programmeées pour exprimer une
résistance spécifique a certains antibiotiques : I’ampicilline et la kanamycine pour UGB 2152,

I’ampicilline et le chloramphénicol pour UGB 3152.
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1.2. Milieux

1.2. 1. Milieux de conservation

Les souches bactériennes sont conservées a -80°C. P. fluorescens est conservée dans des
cryotubes contenant une solution de 50 % d’un tampon (KH,PO4 a 22 mM, Na,HPO4 a 50
mM, NaCl a 68 mM et MgSO4 a 0,8 mM) et 50 % de glycérol (V/V). Les souches d’E. coli
sont conservées dans une solution contenant 70 % de milieu de culture Luria Bertani (Fluka,

LB), et 30 % d’une solution aqueuse de glycérol a 50% (V/V).

1.2. 2. Milieux de culture

L’ensemble des cultures bactériennes est réalisé dans du milieu LB selon Miller (Fluka). Ce
milieu est composé de 10 g/L de tryptone, 5 g/L d’extrait de levure et 10 g/L. de NaCl. Il est
habituellement utilisé a une concentration de 25g/L selon les consignes du fournisseur. A part
cette concentration, nous 1’avons utilisé avec des concentrations de 2,5 g/L et 0,5 g/L. Les
bouillons a ces concentrations seront désignés respectivement par LB/10 et LB/50. Les
bouillons LB et LB/10 sont préparés avec de I’eau dé-ionisée (Millipore Corp., Milli-Q). Le
LB/50 est préparé avec de 1’eau apyrogene stérile (Aqua B. Braun) contenant au maximum
0,5 mg/L de carbone organique dissous pour modifier le moins possible la concentration du

bouillon en carbone organique dissous.

1.3. Produits chimiques

Le Tableau II-1 regroupe les différents produits utilisés, leurs fournisseurs et les références

commerciales.

Tableau II-1 : Produits utilisés et leurs fournisseurs

Nom du produit Pureté Fournisseur Référence
Acétate de sodium anhydre Sigma-Aldrich, France S8750
Acide 11-mercaptoundécanoique 95 % Sigma-Aldrich, France 450561
Ampicilline R&D Sigma-Aldrich, France A-9518
Cellulose (acétate de cellulose) Sigma-Aldrich, France 18,095
Chloramphénicol Sigma-Aldrich, France R4408
Chloroforme HPLC PROLABO 83627.320
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Chlorure de sodium 99,5 % PROLABO 27 810.295
Concanavaline A Sigma-Aldrich, France Cc2010
Concanavaline A Texas Red Molecular probes, USA C825
Cyanoborohydrure de sodium 95 % Sigma-Aldrich, France 71435
cytochrome c Sigma-Aldrich, France C-2037
Dextrane Sigma-Aldrich, France D-4876
Dichlorure de calcium Gen-apex PROLABO 33604.26
Dichlorure de manganeése, |> 99+ % ACROS, Geel, Belgique 205891000
tetrahydraté
Dihydrogénophosphate de|> 99+ % (trés|ACROS, Geel, Belgique 205925000
potassium hygroscopique)
Diméthylsulfoxyde (DMSO) >99,9 % Sigma-Aldrich, France 41640
Dithionite de sodium R&D Merck, Damstadt, 1.06507.05
Allemagne
Ethanol (EtOH) 299,8 % Sigma-Aldrich, France 32221
Ethanolamine 299 % Sigma-Aldrich, France E-6133
Ferricyanure de potassium Merck, Damstadt, 4973
Allemagne
Galactane Sigma-Aldrich, France 851396
Glycogene 85 % Sigma-Aldrich, France G8751
Hydoxyde de sodium en perles, Sigma-Aldrich, France S8045
anhydre, 98%
Hydrogénophosphate de sodium,|98,5 % ACROS 271060010
12H,0
Kanamycine 295% Sigma-Aldrich, France K-4000
Luria Bertani Bouillon R&D Fluka, France L3152
Luria Bertani Agar R&D Sigma-Aldrich, France L2897
Laminarine Sigma-Aldrich, France L-9634
LIVE/DEAD BacLight™ Molecular probes, USA L7012
N-hydroxysuccinimide — Université Johannes
polyéthylene glycol - acétal (NHS- kepler
PEG-Acétal) (Linz, Autrich)
Sulfate de magnésium, 7 H,0O 98 +% ACROS 423905000
Tamis moléculaire 4A R&D Sigma-Aldrich, France 69838
Tampon de phosphate salin (PBS:[R1D Sigma-Aldrich, France P4417
phosphate buffered saline)
Triéthylamine Puriss >98,5 % | Sigma-Aldrich, France 90340
TRIS Tris(hydroxyméthyl)- 99,9% Sigma-Aldrich, France T1503
aminométhane
Wheat germ agglutinin Sigma-Aldrich, France L9640
Wheat germ agglutinin Alexa Fluor Molecular probes, USA W11262

594
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1.3.1. Antibiotiques

Tous les antibiotiques sont conservés a -20°C. L’ampicilline est conservée dans une solution
aqueuse d’éthanol a 50%, a une concentration de 100 mg/mL. La kanamycine est conservée
dans une solution aqueuse a 25 mg/mL. Le chloramphénicol est conservé dans 1’éthanol a 25

mg/mL.

1.3.2. Lectines

Les lectines sont des protéines qui se lient spécifiquement a un ose terminal a configuration
spécifique [221, 222]. L’interaction est similaire a la liaison spécifique d’un anticorps a son
antigéne [222]. Nous avons utilis¢ deux lectines, la concanavaline A et la Wheat Germ
Agglutinin (WGA). Les deux sont conservées a -20°C dans une solution de PBS 4 0,1 mg/mL
La concanavaline A, notée ConA, est une lectine extraite du pois sabre (Iégumineuse proche
du haricot) [223]. Elle est spécifique du D-glucose et du D-mannose. L’activité¢ de la ConA
nécessite un milieu acide (pH ~ 5) et la présence des ions Ca®" et Mn®" [224, 225]. La lectine
WGA est une agglutinine provenant des germes de blé. Elle est spécifique du N-acétyl-

glucosamine et de I’acide N-acétylneuraminique (acide sialique) [226].

1.3.3. Fluorochromes

Le Bacterial Viability kit ou BacLight™ est un test d’intégrité membranaire. Il consiste en un
mélange de deux chromophores, le SYTO® 9 et Iiodure de propidium, qui fluorescent
respectivement dans le vert et le rouge (Tableau I1-2). Les deux fluorophores sont des agents
intercalants des acides nucléiques. Cependant, ils différent par leur capacité¢ a pénétrer les
cellules. La membrane bactérienne est perméable au SYTO® 9 et non & I’iodure de propidium.
Ce dernier est exclu des bactéries possédant une membrane cellulaire intacte, et ne marque
que les bactéries avec une membrane cellulaire endommagée. L’iodure de propidium ayant
une affinité plus importante aux acides nucléiques que le SYTO® 9, lorsque les deux
chromophores sont présents dans une cellule, les acides nucléiques sont marqués par 1’iodure
de propidium et les bactéries fluorescent dans le rouge [227].

Pour I’étude des EPS, nous avons utilisé des lectines fluorescentes, celles-ci sont souvent
utilisées dans ce but [228]. Elles sont rendues fluorescentes par couplage chimique a des
fluorochromes. L’assemblage lectine-fluorochrome est de poids moléculaire élevé, ce qui

I’empéche de pénétrer a I’intérieur des cellules. Nous avons utilisé la WGA couplée a I’Alexa
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Fluor® 594 et la ConA couplée au Texas Red® (ConA-TxR pour Concanavaline A-Texas
Red). Elles sont conservées a -20°C dans des solutions aqueuses a 1 mg/mL. Les
caractéristiques spectrales des différents fluorochromes utilisés sont indiquées dans le Tableau

II-2.

Tableau II-2 : Caractéristiques spectrales des fluorochromes utilisés pour les marquages par
épifluorescence (A :longueur d’onde, ex : excitation, em : émission)

Fluorochrome Aex maximale nm) Aem Maximal (nm)
WGA Alexa Fluor® 594 590 617
ConA-TxR 595 615
SYTO® 9 480 500
Iodure de propidium 490 635
Green fluorescent protein 395 509

2. Culture des souches bactériennes

2.1. Cultures des bactéries sous forme planctonique

2.1.1. Conditions de culture pour Pseudomonas fluorescens

P. fluorescens est cultivée dans du milieu LB. Les précultures ou cultures de réveil sont
réalisées par inoculation des bactéries prélevées d’un cryotube dans 400 mL de milieu de
culture. La suspension bactérienne est incubée a 28 + 1°C pendant 24 h sous agitation
magnétique (290 tours / min). A la fin de cette période d’incubation, les précultures ont une
densité optique a 620 nm (DOgy) autour de 0,45 £+ 0,05. Les cultures sont préparées par
dilution d’un volume v de la préculture dans 400 mL de LB. Le volume a transférer est
calculé a partir du facteur de dilution qui permet d’obtenir une DOg) initiale de la culture que
nous avons fixé a 0,030 + 0,002. Les cultures sont réalisées dans les mémes conditions que les

précultures.

2.1.2. Conditions de culture pour Escherichia coli

Des bactéries prélevées d’un cryotube sont suspendues dans 100 pL. du milieu LB, la

suspension ainsi préparée est utilisée pour I’ensemencement de boites de gélose contenant les
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antibiotiques appropriés pour chaque souche : ampicilline (100 pg/mL) et chloramphénicol
(25 pg/mL) pour UGB3152, ampicilline (100 pg/mL) et kanamycine (50 pg/mL) pour
UGB2152. L’ajout des antibiotiques crée un milieu sélectif qui prévient la contamination des
cultures. Les boites sont ensuite incubées pendant 24 h a 37°C, et conservées a température
ambiante pendant deux semaines. Les cultures de réveil sont préparées en inoculant une
colonie bactérienne prélevée sur la boite de Pétri dans 20 mL de LB a 25 g/L avec 1’ajout des
antibiotiques aux concentrations appropriées. Les précultures sont ensuite incubées pendant
16 h a 37°C sous agitation mécanique (160 tours / min) au bain marie. Les cultures sont
préparées le lendemain par ajout de 1,5 - 2 mL de culture de réveil (DOgpp ~ 5) dans 200 mL

de milieu LB en ajustant la DOg initiale a 0,05 + 0,01.

Pour I’ensemble des cultures, les lectures de la densité optique sont réalisées a 1’aide d’un
spectrophotometre HeAios Epsilon (Unicam) ou un Cary 60001 UV-Vis-NIR en microcuves

jetables avec comme solution de référence le milieu LB.

2.1.3. Préparation des échantillons bactériens pour analyse

Les bactéries sont récoltées aprés centrifugation a 5000 g pendant 10 minutes. Le culot
bactérien est ensuite lavé a I’eau apyrogene stérile. Une deuxiéme centrifugation dans les
mémes conditions permet de récolter les culots bactériens. Pour les mesures en spectroscopie
Raman, les culots sont étalés sur des pastilles de germanium et séchés a 1’air sous température
ambiante pendant quelques minutes. Pour les analyses en spectroscopie IR, les culots
bactériens sont déposés directement a la surface d’un accessoire ATR diamant a 1’aide d’une

pipette stérile.

2.2. Formation des biofilms

2.2.1. Dispositif expérimental

Les biofilms sont formés a la surface de supports en germanium placés dans des cellules
d’écoulement. Deux types de support ont été utilisés : un cristal ATR en germanium pour le
suivi en spectroscopie infrarouge et un disque en germanium pour les analyses en
spectroscopie Raman et AFM. Les dimensions de ces supports sont indiquées sur la Figure

IL.1.
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Figure I1.1 : Supports utilisés pour la formation des biofilms : (a) cristal ATR en germanium,
(b) disque en germanium

Le cristal ATR de germanium est trapézoidal, avec une surface supérieure de 7,2 cm?. Le
disque de germanium est de diamétre égal a 18 mm pour une épaisseur de 2 mm. Le choix du
germanium a été dicté par plusieurs raisons. En premier lieu, c’est le matériau de choix pour
un suivi en FTIR-ATR des premicres étapes de formation d’un biofilm [33]. Il est insoluble
dans I’cau, transparent dans I’infrarouge (5500-780 cm™) et présente un haut indice de
réfraction, essentiel pour les mesures en ATR (cf. paragraphe 3.2). De plus, contrairement
par exemple a ZnSe, matériau également utilisé en ATR, il est non cytotoxique, et est stable
sur une large gamme de pH de 1 a 14 (données thermo SCIENTIFIC et Pike technologies).
Une autre raison importante est I’expertise acquise au cours de ces derniéres années par notre
équipe dans le suivi par FTIR-ATR sur cristal Ge des étapes initiales de la formation des
biofilms [91, 117, 118]. Nous avons donc choisi de réaliser ce travail en utilisant de nouveau
ce matériau comme support d’autant que son spectre Raman gene relativement peu les
analyses Raman des échantillons bactériens puisqu’il est susceptible d’interférer avec les

spectres bactériens qu’uniquement en dessous de 600 cm™ (cf. chapitre IIL1).
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Entrée et sortie
du flux

[ | Joint

s < Cristalen germanium Joint
oin

Disque en germanium

(I) Hauteur3 mm

Entrée et sortie
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Entrée du flux \ (I; Hauteur2 mm
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Figure II.2 : photos montrant I’assemblage et les dimensions de cellules d’écoulement utilisées pour la formation des biofilms destinés aux
analyses (A) in situ et en temps réel en spectroscopie FTIR-ATR et (B) aux analyses par spectroscopie Raman et AFM, la hauteur indiquée
correspond a la hauteur de la chambre d’écoulement.
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Deux cellules d’écoulement ont été utilisées (Figure I1.2): i) une cellule d’écoulement
commerciale adaptée pour le suivi in situ et en temps réel par spectroscopie infrarouge des
étapes initiales de la formation du biofilm. ii) une cellule d’écoulement fabriquée par nos
soins au laboratoire, pour les analyses en spectroscopie Raman (in situ) et AFM. Cette
derniére cellule a été dimensionnée pour obtenir un flux laminaire, homogéne et constant.
Concernant la cellule ATR, compte tenu de ses dimensions et du débit utilisé, il est
raisonnable de supposer un flux également laminaire. La Figure II.3 présente le montage

expérimental utilisé pour la formation des biofilms.

Pompe péristaltique

— — I

—

Cellule d’écoulement

Flacon d’inoculation

==

Poubelle

Figure I1.3 : Schéma du montage expérimental utilisé pour la formation des biofilms

La cellule d’écoulement est connectée par des tuyaux en silicone a la bouteille contenant la
solution a faire circuler (flacon d’inoculation) dans le systéme, et a la bouteille « poubelle »
de ’autre coté. Le systéme est en circuit ouvert. Une pompe péristaltique placée en aval de la
cellule d’écoulement permet la circulation des différentes solutions a travers le systéme avec
un débit constant. Le systéme est placé dans une piece climatisée a 21°C. Les systémes sont
désinfectés avant chaque utilisation par passage d’éthanol a 70 % sous le débit maximal de la
pompe pendant cinq minutes, suivi par quatre a cinq heures de circulation avec un débit de 42
ou 50 mL/h pour les biofilms de P. fluorescens et E. coli, respectivement. Les chambres
d’écoulement sont ensuite rincées a I’eau apyrogene stérile pendant la nuit sous le méme débit

pour éliminer I’éthanol.
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2.2.2. Biofilms de Pseudomonas fluorescens

Des études précédentes de notre équipe ont déterminé les conditions expérimentales optimales
pour la formation des biofilms de P. fluorescens sur un cristal de germanium [33]. Les
biofilms de P. fluorescens sont formés en 2 étapes. La premicre étape consiste a faire circuler
une suspension bactérienne dite So.pr avec un débit de 42 mL/h pendant 3h afin de permettre
I’adhésion des bactéries a la surface du cristal ATR ou du disque de germanium. La
suspension So.pr est préparée a partir d’'une culture de 14 h, c’est-a-dire a partir d’une
suspension ou les bactéries sont en fin de phase exponentielle de croissance (cf. chapitre
II1.5). Les bactéries sont récupérées par centrifugation a 10 000 g pendant 10 min, et le culot
obtenu est resuspendu dans 200 mL de milieu LB/50 en ajustant la densité optique DOgyg a
0,28 + 0,01 ce qui correspond a une concentration bactérienne d’environ 10° cellules / mL. La
deuxiéme étape consiste a faire circuler sous le méme flux, du milieu LB/50 a pH controlé,
pendant 24h pour permettre la croissance et le développement du biofilm. Le pH du milieu
LB est ajusté avec de 1’acide chlorhydrique et de la soude. Dans ces conditions, la force
ionique du milieu varie peu d’un pH a un autre, elle est égale a 3,4 x 10 mol/L. Cette force

ionique est calculée en supposant une contribution faible des protéines.

2.2.3. Biofilms d’Escherichia coli

Les biofilms d’E. coli sont formés a partir d’une suspension bactérienne notée So.z.
caractérisée par une densité optique DOgg de 0,5. Cette suspension est préparée a partir d’une
culture de bactéries en fin de phase exponentielle de croissance (cf. chapitre III.5). Une
centrifugation a 3000 g pendant 25 minutes permet de récupérer les bactéries. Le culot
bactérien est resuspendu dans une solution de LB/10. La premiere étape de formation des
biofilms est 1’adhésion bactérienne au support en germanium. Celle-ci est induite sous
condition statique apres introduction de la suspension bactérienne pendant une demi-heure. La
suspension bactérienne est ensuite mise en circulation avec un débit de 50 mL/h pendant 2h.
La deuxieme étape est la circulation du milieu nutritif LB/10 a différents pH ajustés avec de
I’acide chlorhydrique et de la soude en fonction des expériences. Le temps de circulation en
circuit ouvert du milieu LB est de 21,5 h pour assurer le développement des biofilms. La force
ionique du milieu d’inoculation est de 1,71 x 102 mol/L en négligeant la contribution des

protéines.
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3. Spectroscopies optiques

3.1. Interaction rayonnement-matiére

Lorsqu’un rayonnement interagit avec un matériau, un échange d’énergie se fait entre le
rayonnement et les molécules du matériau. Cet échange provoque alors la transition d’une
molécule d’un niveau d’énergie a un autre, dont la différence d’énergie (AE) est égale a
I’énergie des photons de 1’onde électromagnétique mise en jeu. Les spectroscopies optiques
exploitent ce phénomene afin d’obtenir des informations sur la composition chimique d’un
échantillon, mais également, sur ses propriétés physiques et chimiques. L’énergie d’un photon
est liée a sa longueur d’onde A par I’équation :

AE = hv = hc/\ 1I-1
ou h est la constante de Planck (6,63 x 10°* J.s), v est la fréquence de 1’onde
¢lectromagnétique, c est la vitesse de la lumiere dans le vide (3 x 10% my/s).

Le diagramme de Jablonski en Figure I1.4 schématise une partie des transitions possibles entre

les premiers niveaux d’énergie vibtrationnels et électroniques d’une molécule.

» Etats vibrationnels de
AA Vﬁ I'état électronique
A excité (singulet)

Etat énergétique
virtuel

N N N
Stokes Anti-Stoked
Ravleich Etats vibrationnels
| aylels (! de létat
A $ 2 électronique

A? ¥ + v 3 v fondamental

Absorption DiffusionRaman Ramande Absorption  Fluores-
IR normale résonance UV-Visible cence

5
>

Energie du rayonnementincident

Figure 11.4 : Diagramme de Jablonski

En fonction de la nature des niveaux d’énergie impliqués lors des transitions, on distingue
deux grandes familles de spectroscopies optiques: les spectroscopies vibrationnelles

(absorption IR et diffusion Raman) exploitant les transitions vibrationnelles et les
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spectroscopies ¢lectroniques (absorption UV-Visible et fluorescence) qui exploitent les
transitions électroniques. Notons toutefois qu’il existe d’autres spectroscopies, rotationnelles

et électroniques, non mentionnées ici car non utilisées au cours de ce travail.

Avant d’aborder les spectroscopies vibrationnelles, il est utile de donner quelques précisions
sur les vibrations moléculaires. Une molécule de N atomes a 3N degrés de liberté, dont trois
correspondent a des translations de la molécule enti¢re selon les trois dimensions, et trois a
des mouvements de rotation de la molécule autour de son centre de gravité. On peut montrer
qu’une molécule peut vibrer selon 3N-6 degrés de liberté correspondant aux vibrations
d’atomes selon des modes normaux de vibration. Dans le cas d’une molécule linéaire, deux
mouvements de rotation sont possibles, elle a donc 3N-5 degrés de liberté [229]. Les modes

de vibration d’un groupement CX, sont donnés a titre d’exemple dans le Tableau II-3.

Tableau II-3 : Modes de vibration d’un groupement CX,

Modes d’élongation Modes de déformation
Hors du plan Dans le plan
@ @
N N AN ¢
e | o N N c N
4 7% G A AR EEVARN
o @
Elongation
Symétrique Asymétrique Torsion Balancement | Cisaillement Rotation
horsdu plan plane
(Symmetric Asymmetric)| (Twisting) (Wagging) (Scissoring) (Rocking)
(Stretching)

En spectroscopie IR, un rayonnement IR polychromatique est envoyé sur 1’échantillon. On
peut montrer que, lorsque 1’énergie d’un photon du rayonnement est égale a la différence
d’énergie entre deux états vibrationnels, il est absorbé par I’échantillon si, toutefois, la
vibration correspondante entraine un changement du moment dipolaire (&) de la molécule.

Les molécules impliquées passent alors dans un état vibrationnel excité [229].
En spectroscopie Raman, on irradie 1’échantillon avec un rayonnement monochromatique

dans le domaine UV-visible ou encore proche infrarouge. L’énergie des photons du

rayonnement incident étant supérieure a celle des transitions vibrationnelles, ce rayonnement
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est alors principalement diffusé par I’échantillon. La lumiére diffusée peut étre: i) de
fréquence égale a celle de la lumicre incidente (vy), c’est la diffusion Rayleigh ou diffusion
¢lastique (la plus probable), ou ii) de fréquence différente de celle de la lumiere incidente,
écartée de celle-ci d’une valeur égale a la fréquence de vibration correspondante (vy), c’est la
diffusion Raman ou diffusion inélastique [230, 231]. La diffusion est dite de type Stokes si
I’énergie de la lumiere diffusée est inférieure a celle de la lumiére incidente et de type anti-
Stokes si elle est d’énergie supérieure a celle de la lumiére incidente. Ce phénomene est li¢ a
la polarisabilit¢ moléculaire o, qui exprime la facult¢ du nuage électronique a se déformer
sous ’action du champ électrique de la lumicre et a acquérir ainsi un moment dipolaire
induit P

P =&k 11-2
ou a est un tenseur de second rang et E est le vecteur du champ ¢lectrique de la lumiére
incidente. On montre que si une vibration moléculaire entraine une variation d’un élément du
tenseur &, traduisant une déformation du nuage électronique, il pourra alors y avoir de la
diffusion Raman en plus de la diffusion Rayleigh. L’utilisation d’une lumiére incidente

polarisée permet d’accéder a des informations sur la symétrie des modes de vibration.

De ce qui précede, il ressort que les spectroscopies IR et Raman exploitent toutes deux les
transitions vibrationnelles. Cependant, elles ont des régles de sélection différentes : une
vibration n’est active en spectroscopie IR que si elle induit un changement du moment
dipolaire des liaisons mises en jeu, alors qu’elle n’est active en spectroscopie Raman que si
elle induit un changement de la polarisabilité des liaisons en question, d’ou l’intérét de
coupler ces deux techniques pour obtenir un profil vibrationnel complet. Prenons a titre
d’exemple le cas d’une molécule qui possede un centre de symétrie. Les vibrations
symétriques par rapport a ce centre seront actives en spectroscopie Raman mais non en
spectroscopie IR puisque le moment dipolaire reste inchangé. En revanche, les vibrations
antisymétriques par rapport a ce centre seront actives en spectroscopie IR mais pas en
spectroscopie Raman. C’est la régle de la mutuelle exclusion. Dans ce cas, il n’existe aucune

vibration commune aux spectres Raman et IR.
Dans le cas de molécules complexes, elles peuvent étre fragmentées en groupements

vibrationnels. La présence d’une fréquence dans le spectre vibrationnel est caractéristique de

la présence d’un groupement chimique. Ce qui permet de fournir des informations sur la
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composition d’un échantillon. Or, une liaison chimique est perturbée par tout ce qui I’entoure,
ce qui se traduit sur le spectre vibrationnel par un décalage de fréquences de ses vibrations et
permet donc d’extraire des informations sur la structure et I’environnement d’une molécule

[229].

Un cas particulier de la diffusion Raman est lorsque I’énergie de la lumicre incidente
s’approche ou est en résonance avec une transition ¢lectronique. Ces deux cas correspondent,
respectivement, a un effet Raman de prérésonance et de résonance. Ceci est accompagné par

I’amplification de I’intensité des bandes Raman associées avec cette transition [231].

Lorsque I’énergie du rayonnement correspond a celle des transitions électroniques (UV-
Visible), les molécules peuvent absorber ce rayonnement et passer a un état électronique
excité. L’absorption du rayonnement répond a la loi de Beer-Lambert décrit par 1’équation :

0
L

A, =log+ =gl 11-3

L,
ou A, est I’absorbance du milieu a la longueur d’onde A, I, et I sont respectivement
I’intensité du rayonnement transmis et ’intensité initiale, ¢, est le coefficient d’absorption
molaire, ¢ est la concentration en substance absorbante et / la longueur du trajet parcouru dans
le milieu. Apres le passage de la molécule a un état électronique excité, certaines molécules
dites chromophores, ont la caractéristique de réémettre de la lumiere avec une longueur
d’onde différente. En effet, la molécule passe directement a 1’état vibrationnel le plus bas de
I’état €lectronique excité, ce processus correspond a la conversion interne qui est due aux
chocs intermoléculaires. La durée de vie de I’état excité¢ s’étend de quelques dizaines de
picosecondes jusqu’a quelques nanosecondes. Le retour de cet état a 1’état fondamental est
accompagné par I’émission d’un photon de fluorescence. Ce photon est d’énergie inférieure a
celle du photon absorbé. Le déplacement en longueur d’onde est nommé déplacement de

Stokes, il est le résultat de la conversion interne.

3.2. Spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier en mode réflexion totale

atténuée

Pour I’é¢tude de la bioadhésion en solution aqueuse abordée dans ce travail, le mode de la

spectroscopie IR le plus approprié¢ est le mode en réflexion totale atténué¢e. Ce mode repose
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sur la « réflexion totale atténuée » d’un rayon IR sur les surfaces internes d’un cristal ayant un
indice de réfraction élevé. Selon les dimensions du cristal le rayon subit une ou plusieurs
réflexions internes. Le comportement d’un rayon lumineux a I’interface de deux milieux est
traduit par la loi de Snell

n,; sinf; = n,sin6, 11-4
ou n; et n, sont respectivement I’indice de réfraction du milieu (1) dense d’indice de
réfraction élevé, et I’indice de réfraction du milieu (2) de faible indice de réfraction, 0, et 6,
sont respectivement 1’angle d’incidence et I’angle de réfraction. Dans le cas ou n; est
supérieure a ny, et au dela d’un angle critique 0., la lumiére ne pénétre pas dans le deuxieéme
milieu et subit une réflexion totale a la surface du premier milieu. L’angle critique 0, est

déterminée d’apres la loi de Snell en supposant 0 égale a 90°

6, = sin~* (%) 11-5

n;
Dans le cas de la réflexion totale, le rayon IR interagit avec I’échantillon par I’intermédiaire
d’une série d’ondes progressives transversales et longitudinales dites ondes évanescentes. Le
champ électromagnétique des ondes évanescentes décroit de fagon exponentielle a 1’intérieur

de I’¢échantillon. La Figure IL.5 illustre ce phénomene en prenant I’exemple d’un cristal ATR.

Onde
évanescente

Champ
électriqu

Echantillon

R IR
Versle ayon

détecteur

Cristal ATR

Figure I1.5 : Formation d'une onde évanescente a l'interface cristal / échantillon
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L’interaction du rayon avec 1’échantillon est limitée par la profondeur de pénétration (dp), qui
est égale a la distance nécessaire pour que I’amplitude du champ électrique décroisse 4 e de

sa valeur initiale. Elle est donnée par 1I’équation

dp = - 11-6

T
2m(n? sin2 6-n2) /2

D’apres 1’équation I1-6, la profondeur de pénétration est fonction de la longueur d’onde, de
I’angle d’incidence et des indices de réfraction des deux milieux. La profondeur de
pénétration est d’autant plus importante que ’indice de réfraction du cristal est plus faible. Vu
ces considérations, 1’échantillon doit étre en contact intime avec le cristal. Dans ce travail,
nous avons utilisé un cristal en germanium (Figure I1.1) et I’accessoire ATR diamant présenté
en Figure 11.6. Le rayon IR subit 6 réflexions a I’intérieur de cristal en germanium (Figure

1L5).

cE—— o
Cristal en diamant —

Cristal en ZnSe \

Figure I1.6 : Schéma de I’accessoire ATR diamant

L’accessoire ATR diamant est formé de deux cristaux, de méme indice de réfraction, I’un en
ZnSe et ’autre en diamant. Le rayon IR pénétre dans le cristal ZnSe ou il subit une réflexion
sur sa surface interne et sera dirigé vers le cristal en diamant. Il le pénétre avec un angle de
45° et subit, neuf réflexions internes. Il retourne dans le cristal ZnSe ou il subit une derniére
réflexion avant d’étre dirigé vers le détecteur.

Le Tableau II-4 résume les valeurs de profondeur de pénétration a certains nombres d’onde
d’intérét, pour des cristaux ATR en Ge d’indice de réfraction 4, et en diamant d’indice de
réfraction 2,4. L’indice de réfraction de 1’échantillon est fixé a 1,5, qui correspond a I’indice

de réfraction moyen d’un biofilm [33, 232, 233]. Cet indice est susceptible de changer au
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cours de la formation du biofilm a cause du changement de la composition biochimique au

sein du biofilm.

Tableau 1I-4 : Profondeur de pénétration en um de 1'onde évanescente en fonction du nombre
d'onde (en cm™) [33]

ombre d’onde
2990 1550 1100
Cristal
Ge 0,22 0,42 0,59
Diamant 0,67 1,29 1,82

Vu I’ordre de grandeur des profondeurs de pénétration, ce mode d’IR permet d’analyser une a

deux couches de bactéries, d’ou il est adapté pour I’étude de jeunes biofilms.

Dans ce travail, nous avons utilisé un spectrométre BRUKER Vector 22 a Transformée de
Fourier piloté par le logiciel OPUS version 5.0 (Bruker), permettant 1’acquisition et le
traitement des spectres. Le spectrometre est équipé d’une source Globar IR, d’une séparatrice
de faisceau en KBr et d’un détecteur thermique en DTGS (Bruker, Germany). Pour chaque
spectre, 100 accumulations sont enregistrées avec une résolution de 4 cm™. Dans le cas du
suivi de la formation des biofilms, 1’enregistrement des spectres est automatique, il est
programmé pour enregistrer un spectre toutes les 10 minutes durant la phase d’adhésion
bactérienne et toutes les 15 minutes durant la circulation du milieu nutritif. Le spectre de
référence correspond en général au dernier spectre de 1’échantillon précédent. Par exemple, le
spectre de I’eau apyrogene stérile correspond au spectre de référence pour les spectres
enregistrés durant la phase d’adhésion. Toutefois, dans certains cas, le joint de la cellule de
circulation (cf. Figure I1.2) se déplagant lors du changement du milieu de circulation, le
spectre de référence correspond au spectre acquis juste apres le changement du milieu en
circulation afin de soustraire la signature IR du joint des spectres aquis. Une autre solution,
mais plus délicate, a consisté a soustraire le spectre du joint, enregistré par ailleurs, des
spectres acquis. Le traitement des spectres consiste en général en trois étapes : 1) le spectre de
la vapeur d’eau est soustraite selon la procédure du logiciel OPUS ; ii) la ligne de base est
corrigée en se référant a quatre points (3750, 2700, 1800 et 950 cm'l) ; 111) enfin, les bandes
d’intérét sont intégrées : cinq régions correspondant aux différents composants biologiques
limitées par : 3600-3400 cm™, 1600-1480cm™,1340-1180 cm™, 1195-950 cm™ et 1800-950

cm™. Les spectres ATR présentés dans ce manuscrit n'ont subi aucune correction ATR.
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3.3. Microspectroscopie Raman Confocale (MRC)

Un spectromeétre Raman consiste en : une source d’excitation, une optique de collection de la
lumicere diffusée par 1’échantillon contenant un monochromateur et le systéme de détection
¢lectronique et d’enregistrement. Un schéma descriptif d’un microspectrometre Raman

confocal est présenté dans la Figure I1.7.

Détecteur
CCD

Réseau de
diffraction

Trou confocal —)— :
TRVAVA Filtres de

lumiere

Laser

Objectifdu
microscope

|Echantil|on\\,// |

Figure I1.7 : Descriptif d'un microspectrometre Raman confocal

Un spectrométre Raman équipé d’un microscope confocal permet de réaliser des études
locales avec une échelle du micrometre. La Ilumiere utilisée est une lumiere
monochromatique. Différentes longueurs d’onde d’excitation peuvent étre utilisées selon les
objectifs de 1’étude. L’intensité de la diffusion Raman est proportionnelle a (vy — v,,)*, et a
I’intensité de la lumicre incidente, v, et v,, étant respectivement la fréquence de la lumiére
incidente et de la vibration correspondante a la diffusion Raman considérée. Il est donc
d’intérét d’augmenter I’intensité et la fréquence de la lumicre incidente. Cependant, des
intensités €levées du laser risquent de provoquer une détérioration thermique de 1’échantillon,
ceci est particulierement problématique dans le cas des échantillons biologiques. L’intensité

du laser est souvent ajustée par I’intermédiaire de plusieurs filtres atténuateurs placés en
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amont du systéme optique. Dans le cas des échantillons biologiques, le choix de la longueur
d’onde d’excitation est également orienté par la possibilit¢ d’émission de fluorescence
parasite par certaines molécules biologiques. Ce phénomene peut masquer la diffusion Raman

qui est de faible intensité.

Dans le cas de 1’étude de I’effet Raman, la lumiére en sortie du laser est normalement
polarisée grace a un polariseur placé en aval de la source d’excitation. Selon 1’échantillon, la
lumicre diffusée peut étre polarisée soit parallelement soit perpendiculairement a la lumére
incidente. On peut analyser la polarisation de la lumicre diffusée en plagant un polariseur dit
analyseur entre 1’échantillon et le monochromateur. La polarisation est dite paralléle si les
lumieres incidente et diffusée sont polarisées dans la méme direction. Elle est dite
perpendiculaire si elles sont polarisées dans des directions perpendiculaires. L’étude des
variations des intensités relatives des bandes Raman en fonction de la polarisation de la
lumiére incidente et diffusée renseigne sur la symétrie des modes vibrationnels et sur les

anisotropies de 1’échantillon.

La cellule d’écoulement « Raman » (cf. Figure 11.2) a été initialement congue pour étre
installée directement sous 1’objectif du microscope Raman pour des analyses in situ et en
temps réel. Cependant, nous avons été confrontés a plusieurs difficultés techniques. Cette
cellule ne nous permet pas d’enregistrer des spectres Raman exploitables sans arrét de la
circulation hydrodynamique dans le systéme, ce qui empéche le suivi en temps réel mais pas
la possibilité¢ d’étudier in situ a des instants séparés les biofilms. Cette analyse directe a été
possible pour les biofilms P. fluorescens. En revanche, en raison de probléme de
fluorescence, les analyses Raman des biofilms d’E. coli ont ét¢ effectuées ex situ. Dans ce cas,
le disque en germanium est enlevé de la cellule d’écoulement, lavé a 1’eau apyrogene stérile
pour ¢€liminer les bactéries non adhérées, et placé dans une boite de Pétri contenant de I’eau
apyrogene sous le microscope Raman pour I’enregistrement des spectres. Ainsi, pour suivre le
méme protocole, toutes les analyses de 1’effet de pH sur la formation des biofilms pour P.

fluorescens et E. coli ont été réalisées ex situ.

Dans ce travail, nous avons utilisé un spectrometre Raman T64000 (Jobin-Yvon, France) pour
I’enregistrement des spectres. Différentes sources d’excitation sont utilisées : un laser Argon
Spectra physics qui émet a 514,5 et a 488 nm, et un laser a double fréquence YAG a 532

(émettant a 530,5 nm). Le choix des longueurs d’onde sera discuté dans le chapitre II1. La
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puissance du laser est réduite par un jeu de filtres atténuateurs pour limiter la détérioration
thermique des échantillons, elle est de 1’ordre de 7 mW au niveau de 1’échantillon. Le
spectrometre est équipé d’un microscope confocal Olympus BX41, le laser est focalisé sur
I’échantillon a travers un objectif x 80 pour les échantillons partiellement hydratés, un objectif
x 60 a immersion dans ’eau pour les échantillons hydratés et un objectif x 50 pour les
mesures in situ. La focalisation du laser sur I’échantillon a été faite en minimisant la taille du
spot laser par observation directe avec la caméra dans le cas des échantillons non hydratés.
Dans le cas des échantillons hydratés, la profondeur zéro attribué au support a été déterminée
en maximisant son signal Raman. La lumicre diffusée est ensuite collectée par le méme
objectif, le trou confocal du microscope a été fixé a 100 ou 200 pum pour obtenir une
résolution axiale de I’ordre de 1 um. Un filtre Edge permet d’¢éliminer la diffusion Rayleigh.
La lumicére est dirigée ensuite dans le spectrometre a travers une fente de 100 pum, un réseau a
1200 ou 1800 traits par millimetre disperse la lumiére diffusée, qui sera enfin dirigée vers un
détecteur CCD (charge-coupled device) refroidi a 1’azote liquide. Les spectres sont enregistrés
sur 2 domaines spectraux, de 400 a 1800 cm™ et de 2720 & 3450 cm™, car la plupart des
échantillons biologiques présentent peu de vibrations dans la région de 1800 a 2700 cm™
[234]. Selon le réseau utilisé, ces domaines sont enregistrés en deux ou trois régions
spectrales, dans certains cas, des artefacts apparaissent au niveau des zones de recollement.
Les temps d’acquisition étaient de 15 ou 180 secondes avec 48 et trois accumulations
respectivement ce qui donne des temps d’acquisition totaux de 15 a 30 minutes. Dans certains
cas, un temps supplémentaire de trois a cinq minutes d’exposition au laser a été imposé avant

I’enregistrement des spectres pour éliminer 1’émission de la fluorescence.

Le logiciel LabSpec 5 pilote le spectrometre et permet ’acquisition et le traitement des
spectres. Une correction linéaire de la ligne de base est faite manuellement. Les spectres sont
présentés sans lissage des données. La plupart des spectres sont normés par rapport a la bande
de la phénylalanine vers 1004 cm™ attribuée a la vibration du cycle aromatique. Les spectres

sont ensuite importés dans Origin 6.1 pour la présentation graphique.

3.4. Spectrométrie d’absorption dans I'UV-Visible

Les spectres d’absorption UV-Visible sont enregistrés avec un spectrométre Cary 60001 UV-

Vis-NIR. Les spectres ont ¢ét¢ enregistrés dans la région spectrale de 300 a 700 nm. La
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référence des spectres était dans chaque cas le solvant de 1’échantillon. Nous avons utilisé des

cuves en polystyréne a usage unique.

3.5. Microscopie a épifluorescence

L’imagerie par épifluorescence exploite le phénomene de la photoluminescence. La lumicre
excitatrice arrive au niveau de 1’échantillon a travers I’objectif du microscope, qui sert
également a la collection de la fluorescence émise. Un jeu de filtres permet de séparer les

longueurs d’onde de la lumiére d’excitation et de la lumicre émise.

Pour I’observation en imagerie a épifluorescence, les biofilms sont lavés avec 10 mL d’eau
apyrogene stérile afin d’éliminer les bactéries non adhérées. La surface du cristal est ensuite
divisée en deux parties. Une solution diluée de BacLightTM est déposée sur la moitié du cristal
et une solution diluée de la lectine adéquate est déposée sur 1’autre moitié :

- WGA Alexa Fluor 494 (10mg/L) dans le cas des biofilms d’E. coli,

- ConA-TxR (0,5g/L) activée dans une solution tamponnée a pH 5 : TRIS (0,06 M),
acide maléique (0,04 M), MnCl, (0,001 M) et CaCl, (0,001 M) dans le cas des
biofilms de P. fluorescens. La solution est centrifugée avant son utilisation a 12000 g
pendant 10 minutes pour éliminer les agrégats.

Le cristal est ensuite placé dans une boite de Pétri a 1’obscurité pendant 20 minutes. L’exces
des solutions de marquage est éliminé par lavage avec 10 mL d’eau apyrogéne stérile. Le
cristal est séché a coté de la flamme d’un bec Bunsen pendant quelques minutes. Le biofilm
est réhydraté avec une goutte d’une solution de glycérol sur le c6té dédi€¢ au marquage par les
lectines fluorescentes, et par une goutte de la solution fournie avec le kit BacLight™™ sur le
coté dédié a la réalisation de ce test. Une lamelle est enfin placée au dessus du biofilm et une

goutte d’huile d’immersion est déposée sur la lamelle avant I’observation au microscope.

Nous avons utilisé un microscope a épifluorescence OLYMPUS BX51, équipé d’une caméra
OLYMPUS XC50 pour I’enregistrement des images. La source de lumiére est une lampe a
mercure et un objectif x100 UPlan FLN a immersion dans I’huile a été utilisé. Les images ont
6té enregistrées avec le logiciel ANALYSIS®. Les taux de recouvrement ont été déterminés
sur un nombre n minimal de 20 photos enregistrées de fagon aléatoire sur toute la surface du

cristal.
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4. Microscopie a force atomique

La microscopie a force atomique (AFM pour Atomic Force Microscopy) a été développée en
1986 [183] a partir des principes de la microscopie a effet tunnel inventée en 1981 par
Binning et Rohrer [235] qui ont recu le prix Nobel de Physique de 1986 pour cette invention.
L’AFM fait partie des microscopies a sonde locale. Ces techniques reposent sur le balayage
d’une surface par une sonde de dimensions nanométriques, tout en mesurant les interactions
du champ proche entre les deux. Les applications de I’AFM dans les domaines de la biologie
et de la santé se sont fortement développées a partir des années 2000. L’AFM offre la
possibilité d’étudier les échantillons biologiques dans diverses solutions aqueuses, ce qui
permet de se rapprocher de I’environnement physiologique. On distingue deux modes de

fonctionnement de I’AFM, I"imagerie et la spectroscopie de force.

4.1. Principe.

L’AFM différe des microscopies conventionnelles par la détection des interactions entre la
sonde et la surface, celles-ci permettant la reconstruction d’une image tridimensionnelle. Une
sonde AFM repose sur une puce de soutien sur les extrémités de laquelle sont fixés plusieurs
microleviers (cantilevers), chaque microlevier porte a son apex une sonde de taille
nanométrique (Figure I1.8). Les microleviers ont généralement une forme triangulaire ou
rectangulaire et sont en silicium ou en nitrure de silicium. Le dos étant couvert d’une couche

d’or pour améliorer la réflexion.

Figure II.8 : Schéma d’une puce de soutien de cantilevers a sondes pyramidales (modele
MLCT-AUNM, Bruker AXS Nano)

La Figure I1.9 décrit le principe de fonctionnement de I’AFM. L’échantillon est placé sur une

céramique piézoélectrique qui controle son déplacement dans les trois directions de 1’espace

(X, , 2).
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Figure IL.9 : Principe de fonctionnement d'un microscope a force atomique

L’AFM repose sur l’interaction entre une sonde fixée a I’extrémité d’un microlevier
réfléchissant et une surface. La position relative entre la sonde et la surface est contrdlée par
une céramique piézoélectrique positionnée au niveau du porte-échantillon. En approchant la
sonde et I’échantillon jusqu’au contact, on passe d’un régime de forces attractives a un régime
de forces répulsives (Figure I1.10). Les forces agissantes sur la sonde induisent une déflexion
du microlevier. Il sera dévié vers le haut dans le cas des forces de répulsion et vers le bas dans
le cas des forces d’attraction. Cette déflexion est suivie par 1’intermédiaire d’un spot laser
focalisé sur le dos du microlevier et dont la réflexion est colletée sur un photodétecteur a
quatre quadrants. La déflexion du microlevier entraine un changement de la position du laser
sur le photodétecteur et change ’intensité recue par chaque quadrant. Le signal lumineux est
converti en signal électrique et est orienté vers le controleur du déplacement. Une boucle de
rétroaction agit sur la céramique piézoélectrique en appliquant une certaine tension permettant
son déplacement vertical pour faire retourner la sonde a sa position d’équilibre, définie par le
manipulateur. Il existe trois modes d’opération en AFM. Chacun exploite un type
d’interactions entre la sonde et la surface (Figure 11.10) : le mode contact, le mode contact

intermittent et le mode non contact.
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Figure I1.10 : Zones d'opération des différents modes d'imagerie en AFM

En mode contact, la sonde et I’échantillon sont maintenus en contact tout au long de
I’enregistrement de 1’image. La sonde est repoussée par des interactions a courte distance

(forces répulsives) et le microlevier est dévié d’une distance (d) proportionnelle a la force (F)
selon la loi de Hooke :

F=—k:d I1-7
avec k¢ la constante de raideur du microlevier. La boucle de rétroaction agit de telle sorte a

maintenir une force constante [236]. Ce mode fournit des images a une trés haute résolution,
cependant, la possibilit¢ de déformer la surface de 1’échantillon est élevée, ainsi que la
contamination de la sonde par les composants de 1’échantillon.

En mode contact intermittent (tapping), le microlevier oscille autour de sa propre fréquence
de résonance avec une certaine amplitude. Quand la sonde entre en contact avec la surface,
I’amplitude de l’oscillation du microlevier sera modifiée. L amplitude de 1’oscillation est
directement proportionnelle a la distance moyenne qui les sépare [237]. Une boucle de
rétroaction agissant sur la céramique piézoélectrique, permet de maintenir I’amplitude de
I’oscillation imposée initialement et de construire une image de hauteur [236]. Dans ce mode,

les forces latérales sont réduites, ce qui minimise la possibilité de déformer 1’échantillon
[236].
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En mode non contact, le microlevier oscille autour de sa fréquence de résonance a quelques
dizaines voire centaines de um de la surface. Ce mode exploite les forces attractives entre
I’échantillon et la sonde. Au voisinage de la surface, I’oscillation du microlevier est perturbée
par les forces attractives et présente un comportement non linéaire [184]. La boucle de

rétroaction s’exerce soit sur la déviation du microlevier, soit sur I’amplitude des oscillations.

4.2. Spectroscopie de Force

L’AFM permet en mode spectroscopie de force de détecter et quantifier les forces qui
s’¢tablissent entre la sonde et I’échantillon avec une sensibilité de ’ordre de quelques pico
Newton (pN) [238]. Ces forces d’interaction sont caractéristiques des propriétés locales de la

surface.

4.2.1. Mesures de force

En mode spectroscopie de force, la déflexion du microlevier est enregistrée en fonction de la
distance de séparation entre la sonde et 1’échantillon. La déflexion du microlevier est
convertie en force selon la loi de Hooke (équation II-7). Il en résulte une courbe dite de force-
distance, qui représente I’intensité des forces entre la sonde et 1’échantillon durant une phase
d’approche et une phase de retrait. Un exemple de courbe de force est représenté dans la

Figure IL.11 .

| \®
' @ ©

| Ng ©

Force (nN)

Distance de séparation (nm)

Figure I1.11 : Représentation schématique d'une courbe de force, courbe d’approche en rouge,
courbe de retrait en bleu
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Dans la zone 1 de la courbe d’approche (Figure I1.11,1), la sonde est relativement loin de la
surface, il n’existe aucune interaction entre la sonde et la surface de 1’échantillon, le
microlevier est a sa position d’équilibre. Cette zone définit la ligne de base (F = 0). En
s’approchant de la surface, des forces d’attraction électrostatiques apparaissent, le microlevier
subit une déflexion négative suivie par un saut au contact (snap-on) de la sonde (Figure
I1.11,2). Au-dela du contact, des forces de répulsion agissent sur la sonde, la déflexion du
microlevier dépend de la viscoélasticité de I’échantillon. La sonde continue a appuyer jusqu’a
une force imposée par le manipulateur (Figure I1.11,3). Dans cette zone, une déformation de
la surface de I’échantillon est notée. De la courbe d’approche, on peut estimer différents
parametres mécaniques et élastiques de 1’échantillon (module de Young, constante de raideur
de I’échantillon, ...). Ces différents parameétres sont estimés en se basant sur des modéles
physiques qui décrivent les différentes interactions entre la sonde et 1’échantillon. Une fois
que la force fixée par le manipulateur est atteinte, la sonde est éloignée de la surface (Figure
II.11,4). Durant cette étape, les forces de répulsion décroissent progressivement, des forces
d’attraction prennent place et maintiennent la sonde en contact avec I’échantillon. Une fois
que la force qui ¢éloigne la sonde de 1’échantillon devient plus élevée que les forces attractives,
un saut hors contact (snap-off) a lieu (Figure II.11,5) [184]. Apres le saut hors-contact, le
microlevier revient a sa position d’équilibre (Figure I11.11,6). Les courbes de retrait permettent
d’extraire des informations sur les forces d’interaction entre la sonde et la surface de
I’échantillon durant leur séparation. Les courbes de force sont généralement enregistrées en
plusieurs points de la surface de 1’échantillon, créant ainsi une cartographie appelée image
force-volume. L’enregistrement des cartes ou images force-volume avec un grand nombre de
courbes de force permet de pallier a 1’hétérogénéité des surfaces, et d’obtenir des résultats

statistiquement représentatifs.

4.2.2. Spectroscopie de force a molécule unique (Single molecule force

spectroscopy, SMFS)

La possibilité¢ de fonctionnaliser les sondes AFM en greffant des molécules d’intérét a leur
extrémité permet de réaliser des cartes d’adhésion spécifique a un seul type d’interaction.
Dans le cas d’une sonde fonctionnalisée avec des lectines, il s’agit de cartographier la
reconnaissance biomoléculaire caractéristique des interactions spécifiques de type ligand-

récepteur (Figure I1.12).
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Figure I1.12 : Principe de la microscopie de force atomique a molécule unique : l'interaction
entre la sonde et 1'échantillon se fait d'une manicre spécifique entre les molécules
immobilisées sur la sonde et leurs molécules cibles a la surface de 1'échantillon, exemple de
lectine greffée sur la sonde entrant en interaction avec un exopolymere bactérien

Ce type d’interactions est d’une grande importance dans divers processus biologiques faisant
intervenir une interaction similaire (ligand-récepteur), telles que 1’activité enzymatique
(enzyme-substrat), la réponse immunitaire (anticorps-antigene) et d’autres fonctions
cellulaires. Le développement des biocapteurs dont les applications sont analytiques et

biomédicales repose sur la spécificité et la sélectivité de telles interactions [239].

C’est la spectroscopie de force a 1’échelle de la molécule unique appelée SMFS pour « Single
Molecule Force Spectroscopy ». Le principe étant similaire a celui de la spectroscopie de
force, de la méme maniere, il s’agit de suivre la déflexion du micolevier en fonction de la
distance de séparation sonde/échantillon. L’exemple illustré dans la Figure 11.12 montre le cas
d’une sonde AFM modifiée avec une lectine. Lorsque la sonde s’approche de la surface, la
lectine se lie spécifiquement a sa molécule cible. Lors de 1’¢loignement de la sonde, cette
molécule sera étirée jusqu’a ce que la force d’étirement soit supérieure a la force d’adhésion

lectine/molécule cible, a ce moment, la liaison sera rompue.

4.2.3. Fonctionnalisation des sondes

Il existe différentes fagons pour fonctionnaliser les sondes AFM ; cette fonctionnalisation peut
étre réalisée soit par adsorption chimique de molécules spécifiques sur la sonde, soit par
greffage chimique via un espaceur, c’est le choix que nous avons opéré. Lors du choix de la

stratégie de fonctionnalisation, il est essentiel de prendre en compte différentes
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considérations : 1) la force qui immobilise les lectines sur les sondes doit étre plus importante
que leurs forces d’adhésion a leurs molécules cibles, ii) les lectines doivent avoir un degré de
liberté qui les permet d’interagir librement avec les polysaccharides de 1’échantillon, ceci est
assuré par I’utilisation d’un bras espaceur, dans notre cas il s’agit du NHS-PEG-acétal, iii)
une densité de surface faible est recommandée pour limiter 1’interaction a une interaction

unique.

Le protocole de fonctionnalisation que nous avons utilisé est schématisé dans la Figure 11.13,
ce protocole est décrit par Hinterdorf et a/ [240]. La premicre étape consiste a greffer sur la
sonde des groupes amines, par l’interaction de cette derniére avec une solution
d’éthanolamine (C,H;NO). La deuxiéme étape consiste a ajouter des bras espaceurs (linker)
de polyéthyléne glycol portants a leurs extrémités une fonction benzaldéhyde. La troisiéme
étape permet d’ajouter la lectine d’intérét a I’extrémité libre du linker par une liaison entre son
groupe benzaldéhyde et une lysine terminale de la protéine. La fonctionnalisation d’une sonde
peut entrainer une légére modification de la constante de raideur du microlevier (kc). Afin de
pouvoir calculer avec justesse les forces d’interaction, les constantes de raideur des
microleviers sont systématiquement déterminées par la méthode des fluctuations thermiques

[241] apres fonctionnalisation, en général juste avant les expériences.
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Figure I1.13 : Les différentes étapes du protocole de fonctionnalisation des sondes, modifié a
partir de Francius ef al. 2006
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4.2.4. Modeles physiques décrivant le comportement mécanique de polymeéres

sous étirement

L’étirement de simples molécules par une sonde AFM aboutit a des courbes de force-distance

avec un comportement non linéaire. Un exemple est présenté dans la Figure 11.14.
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Figure 11.14 : a: exemple d’une courbe de force expérimentale enregistrée en utilisant une
sonde fonctionnalisée avec une lectine réalisée sur un biofilm de P. fluorescens de 24 h, b :
zoom sur une zone d’intérét

Ces courbes de force présentent une succession de plusieurs pics qui correspondent a
I’étirement d’une molécule flexible. Le dernier pic correspond a la rupture de la liaison entre
la lectine greffée a la surface de la sonde et le polymere a la surface de 1I’échantillon, c’est la
force d’adhésion. L’ensemble des courbes de force est modélisé par des modeles de la
mécanique statistique qui permettent de décrire quantitativement [’élasticité de
macromolécules flexibles. Le modéle de la chaine segmentée ou modele FJC pour « freely
jointed chain » [242] et le modele du ver ou WLC pour « worm like chain » [243] sont les
modeles les plus utilisés dans ce contexte. Une représentation schématique de types de

polymeres décrits par ces deux modeles est présentée dans la Figure I1.15.
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Figure II.15 : Représentation schématique de polymeéres décrits par (a) le modele FIC et (b) le
modele WLC

Le modele FIC décrit plutdt bien le comportement des polysaccharides sous étirement. Ce
modele considere un polymere comme un ensemble de segments rigides connectés entre eux
par des joints flexibles et pouvant se déplacer d’une maniere indépendante les uns des autres.
La longueur d’un segment désignée par longueur de Kuhn (/) est une mesure directe de la
rigidité de la chaine. L’extension est limitée par la longueur de contour L., qui correpond a la
longueur linéaire de la molécule étirée sans déformation du squelette moléculaire. L’extension

du polymere Zg;c peut étre exprimée en fonction de la force appliquée selon 1’équation :

Zeje = —L [coth (%’;) - ?T:] 11-8

ou ky est la constante de Boltzmann, T est la température absolue.

Le nombre de monomeres N est déterminé selon 1’équation :

_ Lc i
N = /lk 11-9

Le modele WLC décrit généralement le comportement des protéines. Ce modele décrit un
polymeére comme étant un fil homogene d’¢élasticité de déformation constante, et qui est
linéaire sur une longueur de persistance /,. Ce parametre décrit la rigidité du polymére.
L’équation suivante donne une approximation de la relation entre 1’extension z et la force

appliquée :
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-2

I |4

Le choix d’un modé¢le est guidé par le paramétre décrivant la meilleure qualité d’ajustement

gmin, calculé par I’équation :

N | =

1

2 275

. RS F. (’) N Z (l)

qmin = min -—== + -—== II-11
; [ Fexp (Z)j ; ( ZGXP (l)

ou n est le nombre de points dans une courbe de force segmentée, F..,(i) and ze,(7)

correspondent aux données expérimentales au point i, F.u.(i) and z...(i) sont les valeurs

estimées par le modéle théorique au point 7 [150, 200].

4.3. Préparation des échantillons

Le disque en germanium est enlevé de la cellule d’écoulement, lavé avec une solution
tamponnée de PBS a pH 7,4. Le disque est ensuite collé sur une lame de verre fixée dans la
cellule de mesures AFM. Les échantillons sont maintenus hydratés a tout instant avec la
solution tamponnée de PBS. Dans le cas des mesures réalisées avec des sondes
fonctionnalisées avec la ConA, I’hydratation des échantillons se fait avec une solution

tamponnée d’acétate 2 pH 5,2 contenant des ions Mn>" (MnCl,) et Ca®" (CaCl,).

Lame de verre
- Disquede germanium

- Porte-échantillon

Figure 11.16 : (A) : microscope a force atomique avec 1’échantillon placé en dessous, (B) :
disque de germanium fixé sur une lame de verre, les deux placés dans la porte-échantillon
pour les analyses AFM
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4.4. Acquisition et traitement des données

Les mesures de force sont réalisées avec un instrument MFP3D-BIO (Mannheim, Allemagne)
équipé d’un microscope inversé Olympus [X71 (Oxford instrument). Nous avons utilisé¢ des
microleviers MLCT-Au (Bruker Nano AXS, Palaiseau, France). Les sondes sont
fonctionnalisées avec la ConA dans le cas des mesures réalisées sur les biofilms de P.
fluorescens et la WGA dans le cas de celles réalisées sur les biofilms d’E. coli. Nous avons
obtenu des valeurs de constante de raideur de la sonde (kc) de 10-15 pN avec la méthode des
fluctuations thermiques. Les cartes de force-volume sont enregistrées en réalisant 1024
courbes de force (grille de 32 x 32) sur une surface de 20 x 20 um. Les vitesses d’approche et
de retrait sont imposées a 10 pm/s avec une force appliquée maximale de 200 pN. Le
traitement de données est complétement automatisé. Apres introduction de paramétres de
référence (constante de raideur de la sonde, nombre estimé de pics, ...), un algorithme de
calcul programmé sous Matlab permet de modéliser les courbes de force en se basant sur les
différents modeles physiques décrits précédemment dans ce chapitre. L algorithme de calcul
est décrit par Polyakov et al. [200]. Le programme crée 2 dossiers : Un contenant des fichiers
individuels comprenant les courbes expérimentales et les courbes d’ajustement théorique, et
un dossier regroupant les fichiers comportant les résultats généraux pour chacun des modeles
avec les différents parameétres physico-chimiques calculés (nombre de ruptures par courbe de
force, longueur de contour L., forces de rupture et d’adhésion, nombre de monomeéres,
longueur de Kuhn et de persistance /i et /,).courbe par courbe et pic par pic. Les données sont
ensuite importées dans un tableur graphique (SigmaPlot) pour la représentation des courbes

de force et des distributions statistiques des différents parametres

88



Chapitre 111
Etude des signatures Raman de
Pseudomonas fluorescens et
Escherichia coli a I’état
planctonique

89



90



Chapitre III : Etude des signatures Raman de Pseudomonas fluorescens et Escheichia coli a
1”état planctonique

Les signatures spectroscopiques fournies dans les spectres infrarouge et Raman constituent un
profil chimique complet et hautement spécifique d’un échantillon [244, 245], ils en reflétent
la composition moléculaire totale [245]. Les spectres vibrationnels sont souvent utilisés pour
la caractérisation des échantillons biologiques. Cependant, la complexité de ces échantillons
et le nombre important de vibrations possibles font que D’interprétation des données
spectroscopiques est toujours treés délicate. Les profils spectraux de cellules bactériennes sont
influencés par un grand nombre de facteurs comme par exemple les conditions et la phase de
croissance et la préparation de I’échantillon. Le contrdle de ces divers paramétres est essentiel
pour toute étude spectroscopique [245]. Afin de pouvoir utiliser les spectres pour 1’évaluation
de I’état physiologique de bactéries dans un biofilm, la compréhension de la signature
vibrationnelle de bactéries est nécessaire.

Ce chapitre sera ainsi dédié¢ a I’interprétation des signatures vibrationnelles des deux modéles
bactériens de cette étude P. fluorescens et E. coli a 1’état planctonique. Dans un premier
temps, une étude détaillée de la signature Raman sera présentée et les attributions des
différentes bandes Raman seront discutées. Dans un deuxiéme temps, les spectres Raman de
P. fluorescens et E.coli sous forme planctonique récoltées a différents temps de croissance
serviront pour I’extraction des informations relatives a 1’état physiologique bactérien en

fonction des stades de croissance.

1. Signature Raman de Pseudomonas fluorescens et d’Escherichia coli sous

forme planctonique

Avant d’entamer une ¢étude approfondie des signatures Raman de P. fluorescens et d’E. coli, il
est nécessaire d’examiner la signature Raman du support utilisé au cours de cette ¢tude, a
savoir un cristal de germanium, puisque celle-ci peut selon les conditions se superposer a
celle des des échantillons bactériens. La Figure III.1 présente les spectres du support en
germanium enregistrés respectivement avec un laser émettant a une longueur d’onde

d’excitation (Aex) de 514 et de 530 nm.
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Figure III.1 : Spectres Raman de deux supports en germanium enregistrés avec une longueur
d’onde d’excitation (Ac) respectivement de 514 (réseau a 1200 traits) et 530 nm (réseau a
1800 traits). Les spectres sont normés par rapport a la bande a 302 cm™. Encart:
agrandissement des bandes de faible intensité

Le spectre du support en germanium présente une bande intense a 302 cm™, et d’autres
bandes de plus faible intensité a 599, 574 et 472 cm™ avec une longueur d’onde d’excitation
de 514 nm, et a 764, 599, 568 et 553 cem” 4 530 nm. Les pics a 574 et 553 cm’! pour une
longueur d’onde d’excitation de 514 et 530 nm respectivement et celui a 302 cm™ sont
associées aux phonons du germanium [246], c'est-a-dire aux vibrations de son réseau
cristallin, celle & 470 cm™ est attribuée aux oxydes de Germanium qui se forment a la surface
[247]. La bande a 1557 cm™ est associée & la vibration du dioxygéne a la surface du
Germanium [248]. Ces deux exemples (Figure III.1) illustrent que le profil spectral peut
varier selon I’endroit analysé, a priori indépendamment de la longueur d’excitation. En effet,
le profil des pics liés aux oxydes de surface peut varier avec notamment le taux
d'hydroxylation de la surface. Le profil de la bande a 574 cm™ peut également changer en
fonction des défauts locaux de cristallisation et de la direction de 1’onde incidente laser par
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rapport aux axes cristallographiques locaux. D’ou I’impossibilité de soustraire des spectres
bactériens un spectre de référence du support en germanium. Les bandes dues au support sont
majoritairement en dessous de 600 cm™, I’analyse de cette zone sur les spectres bactériens

doit se faire avec une grande prudence.

La Figure III.2 présente les spectres Raman de culots de P. fluorescens et d’E. coli en fin de
phase exponentielle. Ces spectres ont été enregistrés avec une longueur d’onde d’excitation de

488 nm. Les tentatives d’attribution des bandes principales sont indiquées sur la figure.
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Figure II1.2 : Spectres Raman de culots partiellement hydratés de bactéries P. fluorescens (en
haut) et E. coli (en bas) planctoniques collectées en phase exponentielle, les spectres sont
normés par rapport a la bande a 1003 cm™ de la phénylalanine, Ay : 488nm, (C : cytosine, A :
adénine, U : uracile, Phe : phénylalanine, Tyr : tyrosine, AN : acides nucléiques, v : vibration
d’¢longation, o : vibration de déformation), réseau a 1200 traits.
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On peut y distinguer les quatre grandes familles de biomolécules suivantes.

Acides nucléiques :

Les bandes caractéristiques des acides nucléiques correspondent principalement aux
vibrations de leurs bases et des groupements phosphates. Les bandes principales des
vibrations des groupements phosphates sont 1’élongation symétrique des groupes PO;" aux
alentours de 1095 cm™ [170, 249], et I’élongation O-P-O a 813 cm™ (ARN) et 788 cm™
(ADN) [250]. Parmi les bandes caractéristiques des bases, on distingue la bande a 1575 cm™
attribuée a la guanine et I’adénine [245, 250, 251], la bande a 780 cm™ attribuée a la
respiration du cycle de la cytosine, a I’uracile [245, 249] et a la f3thymine [250], ainsi que la
bande & 720 cm™ attribuée 4 la respiration du cycle de 1’adénine [245]. La bande aux alentours

de 1480 cm™ est ¢galement attribuée aux vibrations des acides nucléiques [169, 170, 250].

Polysaccharides :

Les polysaccharides montrent des bandes dans trois régions différentes du spectre Raman des
bactéries : 1) la région entre 1500 et 1200 cm™ qui correspond aux vibrations de déformations
CH/CH,, ii) la région située entre 1200 et 950 cm™ contenant des bandes attribuées aux
vibrations d’¢longations C-C, aux vibrations de la liaison osidique et aux modes de respiration
des cycles, iii) et la région située entre 950 et 700 cm™ dont les bandes sont attribuées aux
vibrations de déformations de groupes fonctionnels latéraux (C-O-H, C-C-H et O-C-H) [251,
252]. On trouve également des bandes de vibration des liaisons carbonyle C=0 et des groupes
carboxyliques COO' situées respectivement a ~1735 et 1400 cm™ [251, 252]. Des bandes en
dessous de 600 cm™ ont été également décrites dans la littérature : les vibrations de
déformations C-O-C des cycles glucidiques entre 540 et 530 cm™ [245, 251]. La bande

associée aux vibrations d’élongation CH; est centrée aux alentours de 2910 cm’ [245].

Protéines :

La bande Amide I autour de 1650 cm™ est attribuée 4 un ensemble de vibrations : élongations
C=0 (70-80%), ¢longations C-N (10-30%) et déformation N-H [251]. La bande amide III
située entre 1280 et 1200 cm™ est attribuée aux élongations C-N (40%), déformation N-H
(30%) et déformation C-H [251]. Ces bandes sont sensibles a la structure secondaire des
protéines [250, 253]. Les bandes de vibrations d’élongations C-H sont a 2930 cm™ avec deux

épaulements a 2970 et 2875 cm™' respectivement [245]. Le profil spectral des élongations CH
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dans nos spectres est assez proche de celui des protéines seules, mais avec un €épaulement vers

2850 cm™ caractéristique des élongations CH, dans les lipides [245].

Des bandes caractéristiques des acides aminés spécifiques sont distribuées dans le spectre :

i)

iii)

La phénylalanine présente différentes bandes, essentiellement les bandes a 1003 et 623
cm™, ces bandes correspondent & la respiration du cycle aromatique [245]. Une
contribution des vibrations (C-H) de phénylalanine aux bandes a 1339, 1175 et 1030
cm™ [254], et des vibrations C=C 4 la bande & 1605 cm™ [251] est rapportée.

La tyrosine présente une bande 4 643 cm™, cette bande est attribuée 4 la respiration du
cycle aromatique, une bande a 1615 cm™ est partiellement attribuée 4 cette vibratiobn
[251]. Un doublet associé¢ a la tyrosine est a 851 et 829 cm™ [251], le rapport des
intensités de ces deux bandes (Igy9/Igs;) est associé a 1’état du groupe hydroxyle des
phénols [245, 254]. Un rapport supérieur a un est généralement associée avec des
tyrosines enterrées dans la protéine et refléte un état organisé des protéines [254].

les bandes 760 cm™ et & 728 cm™ sont attribuées a la respiration du cycle aromatique

du tryptophane [250, 251].

Lipides :
On distingue différentes bandes de lipides, notamment les vibrations d’élongation CH, aux

alentours de 2880 et 2850 cm™, de déformation CH, et CH vers 1450 et 1300 cm ™' [245, 255].

Les bandes de vibration C=0 des esters apparaissent dans la région de 1750 a 1730 cm™ [245,

251]. La vibration d’élongation symétrique du goupement PO, est vers 1090 cm’, cette

bande est dominée par les contributions des acides nucléiques et des polysaccharides.

Les différentes attributions sont résumées dans le Tableau I1I-1.
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Tableau III-1 : tentatives d'attributions des bandes Raman dans les spectres de P. fluorescens et d’E. coli (v : vibration d’élongation, d : vibration
de déformation, PL phospholipides, A.G. acides gras, Phe : phénylalanine, Tyr : tyrosine, Trp : tryptophane, A : adénine, C : cytosine, G :
guanine, T : thymine, U : uracile, ARN : acide ribonucléique, ADN : acide désoxyribonucléique, ar: aromatique, ép : €épaulement, sq:
squelettique, conf : conformation)

Attributions
P.
E. coli Polysaccharides Protéines Acides nucléiques Lipides
fluorescens
~3300 ~3300 v OH v OH, v NH 1**°! v OH
3061 3061 v CH,, 1243, 257]

2964 (ép) 2963 (ép) vy CH; 271 Vas CH, 25 557)
2937 2935 Vas CHs, Vo CH, 1245, 257] Vas CHs, vas CH, [245, 257]
2879 2873 v, CHs, v, CH, [245, 257]

2850 2854 v, CH, 2752571
v > C =0 (esters, PL,
1745 A.G. estérifigs) 24> 230 256
258, 259]
. 745, 256,
1657 1657 ve=0 (3.1’;1517(]16 D [ v C=C [260]
1625 v C=C (aromatiques) >**
27 (Tyr, Trp) [245, 250]
v C=C (aromatiques) ***
1608 1607 2571\, C=C (Phe) 245255}
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(Tyr) Y
1576 1577 Vieycle) G, A [245,251]
1482 1480 8 CH, [256] (G, A) [243]
1448 1452 6 CH2 [245, 251, 257] 8 CH2 [245, 256, 257] 8 CH2 [245, 256, 257]
1372 1363 8 CH, | v,cO0 1 8 CH, ! & CH, !
1335 1339 § CH [162.255.260] § CH [16% 250, 255,260] A, G20
6 CH [245, 250, 260] 5 CHZ
1330-1300 | 1300-1300 & CH [245, 250] (dans le plan) %, § OH G >0 § CH, 4]
[256]
1260-1210 | 1260-1210 Amide I11 %> A, G, U, C&.2T]
1175 1174 § CH (Tyr) [250]
~1150 ~1150 & COH*7 v CC, v CN 2
v CC [245, 257]
1125 1126 v CC, v CN 12423 v CC [245.257]
vs COC 2
vas COC,v CO,v CC, d Vg CCy, 2502571
1110-1060 | 1110-1060 v CN B2 v, PO, [245:257) 9
COH, 8 CH [245, 250, 251, 257] Vs POZ- [245, 257]
0 CH (dans le plan, Phe)
[257]
1031 1031 (250.251] v CCsq
0 CH (dans le plan, Phe),
1003 1004

250, 256,
v CCcycle ar (Phe) (250,
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257]

v CC, v COC (1-4), 8

+[250]
860-940 860-940 COML & G 245.251,256.25 vsC-C-N
Tyr enfoui (2451, CClyele [250,
853 853 o
824 825 Tyr exposé 9, § CCH #*7 Vas O-P-0 12"
810 810 v O-P-O (ARN) 2"
v 0-P-O (ADN)*Y (C, U)
783 784 [245]n  [250]
777 777 Trp [250,251] § CH, [257] A [245, 250]
666 670 v CS %7 T, G 12452500
64 64 3NCO
5 1

2 & NCo 7

623

8 CC (Phe) [245, 250]
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2. Variation de la signature Raman des bactéries P. fluorescens

planctoniques en fonction de la longueur d’onde d’excitation

Comme le montre la Figure III.3 la signature Raman des bactéries P. fluorescens

planctoniques peut toutefois varier en fonction de la longueur d’onde d’excitation utilisée.
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Figure IIL.3: Signatures spectrales Raman d’un culot de bactéries P. fluorescens
planctoniques aux longueurs d’onde d’excitation 488, 514 (réseau a 1200 traits) et 530 nm
(réseau a 600 traits). Les bactéries ont été collectées en phase exponentielle et les spectres
sont normés par rapport au pic a 1003 cm™ attribué a la phénylalanine.

A la longueur d’onde d’excitation de 514 nm, le spectre est dominé par 9 fines bandes
intenses qui se superposent au profil spectral précédent obtenu a 488 nm. Ces bandes sont
centrées a 1585, 1544, 1400, 1362, 1313, 1230, 1174, 1128 et 750 cm’™!. Une grande partie de
celles-ci se retrouvent également sur le spectre acquis a 530 nm mais avec des intensités

relatives différentes.
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L’apparition de tels pics fins dans la signature Raman de certaines bactéries a déja été
reportée dans la littérature. Par exemple Harz et al. [162] notent que le spectre Raman a 532
nm d’une culture de S. cohnii DSM 6669 présente trois bandes intenses a 746, 1125 and 1575
cm™ mais sans conclure sur I’origine de celles-ci. Sandt et al. [170] reportent que la signature
Raman a 514 nm des biofilms de P. aeruginosa se distingue par I’apparition de cinq bandes
fines (1310, 1360, 1400, 1545 et 1585 cm™) dominant les spectres et qui disparaissent suite au
lavage a ’EDTA (acide éthyléne diamine tétraacétique). Ils en ont alors déduit que ces bandes
appartenaient aux EPS mais sans les attribuer précisément. De méme Pradhan et. al. ont
reporté une signature similaire dans les spectres a 524 nm de biofilms d’Acidithiobacillus
ferrooxidans qu’ils ont associée également aux EPS [216]. Les biofilms et les cultures
planctoniques de Nitrosomonas communis [164], Nitrosomonas europaea [164, 174],
Nitrobacter hamburgensis DSM 10229, candidatus Brocadia anammoxidans [163, 174], et

Geobacter [177] présentent aussi des signatures Raman similaires a 532nm.

2.1. Attribution des bandes intenses dans les signatures bactériennes de P

fluorescens a 514 et 530 nm

Ce type de signature Raman intense et fine peut faire évoquer un éventuel effet Raman de
résonance provenant de 1’'un des composants bactériens. Comme le montre la Figure I11.4

cette signature Raman fine correspond en effet au Raman de résonance du cytochrome c.

Le cytochrome c est une protéine a héme de la chaine respiratoire mitochondriale et de celle
de la plupart de bactéries [262, 263]. Le cytochrome c¢ joue également un role dans I’initiation
de I'apoptose [264]. Il a été extrait de P. fluorescens pour la premiere fois en 1953 par

Lenhoff et al. [265].
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Figure II1.4 : Spectres Raman du cytochrome ¢ bovin et d’un culot de bactéries P. fluorescens
planctoniques en phase exponentielle, Ae : 514 (vert), 530 (rouge), réseau a 1800 traits (sauf
pour le spectre du cytochrome ¢, Aex 514 nm, réseau a 1200 traits), * : sel présent dans le
solvant

La Figure III.5 montre la structure de I’héme du cytochrome c. L’héme consiste en un
groupement protoporphyrine IV contenant un atome de fer central. Les chaines latérales
vinyle de I’héme ¢ sont liées par covalence a deux résidus de cystéine (Cys 14 et Cys 17) de
la protéine. L’atome de fer central possede deux ligands axiaux aux quatrieme et cinquieme
positions de coordination : His18 et Met80 [263, 266]. Selon I’état d’oxydation du fer central,

le cytochrome c est dit sous forme réduite (Fe*") ou sous forme oxydée (Fe*") [266].
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Figure IIL.5 : Structure de I’héme du cytochrome c (extrait a partir de Hu et al. [266])

Compte tenu de sa structure, le cytochrome ¢ présente la propriété d’absorber le rayonnement

UV-visible a certaines longueurs d’onde comme I’illustre la Figure II1.6.
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Figure II1.6 : spectres UV-Visible du cytochrome ¢ bovin sous forme réduite

Ce spectre montre une bande intense (bande B ou Soret) a 415 nm et deux bandes a 520 et
550 nm de faible intensité¢ notées Qo et Qp; (ou bandes a et ). Le spectre UV-Visible du
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cytochrome ¢ de P. fluorescens est identique a celui du cytochrome ¢ animal [267, 268]. Une
conséquence importante de cette absorption UV-visible est 1’exaltation de I’intensité Raman
de certains modes vibrationnels du cytochrome ¢ lorsque la longueur d’onde d’excitation
utilisée est proche de la longueur d’onde d’une des transitions électroniques UV-visible
comme par exemple 514 et 530nm. Il s’agit de I’effet Raman de résonance. Les modes
vibrationnels exaltés et D’intensité de cette exaltation différent selon la longueur d’onde

d’excitation [274] comme I’illustre la Figure II1.7.
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Figure III.7 : Spectres Raman du cytochrome ¢ (forme réduite) de cceur de beeuf obtenus
respectivement a 514 (en haut, réseau a 1200 traits) et 530 nm (en bas, réseau a 1800 traits)

Quant aux spectres Raman d’E. coli ils ne présentent aucunement la signature du cytochrome
¢ comme le montre la Figure IIL.8. E. coli n’exprime pas en effet le cytochrome ¢ dans sa
chaine respiratoire [269], ou tout au moins ne le synthétise pas a des quantités détectables

dans des conditions de croissance en aérobie [262].
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Figure IIL.8: Spectres Raman d’un culot partiellement hydraté de bactéries E. coli
planctoniques collectées en phase exponentielle, Ao : 488 (rouge, en bas, réseau a 1800 traits),
514 (noir, au milieu, réseau a 1200 traits) et 530 nm (vert, en haut, réseau a 1800 traits). Les

spectres sont normés par rapport a la bande de phénylalanine a 1003 cm™, A : vibration de
'O,

A notre connaissance, la signature Raman du cytochrome ¢ dans la région des vibrations C-H
n’est pas rapportée dans la littérature. Nous avons enregistré le signal Raman du cytochrome ¢
dans cette région spectrale afin d’étudier toute contribution éventuelle aux spectres Raman de
bactéries. La Figure II1.9 montre les spectres du cytochrome ¢ (Aex 514 nm) et de P.

Sfluorescens a 19 h (Aex 514 nm) et 26j de culture (excitatrices a 514 et 488 nm).

On note dans le spectre du cytochrome ¢, outre les bandes de vibrations C-H, la présence de
deux bandes a 3171 et 3130 cm™ qui pourraient étre attribuées aux élongations des N-H
associés [33, 253]. Ces bandes sont repérables dans certains spectres de P. fluorescens
enregistrés avec une longueur d’onde de 514 nm et sont absentes dans les spectres enregistrés
a 488 nm. Dans les spectres de P. fluorescens, ces deux bandes peuvent étre attribuées au

cytochrome c.

104



Chapitre III : Etude des signatures Raman de Pseudomonas fluorescens et Escheichia coli a
1”état planctonique

0.50 . L . L . L -
{4 —— P. fluorescens 19 h A, 514 nm

0454 ——P. fluorescens 26 j %_ 514 nm
— P. fluorescens 26 jA_ 488 nm

2892
2855
|

0.20 - i / /

0.15 - |
o.1o:w:iw
A

v
0.05 —-Wj\m\m : | | ‘
0.00 rmemamrrenr] Ity -

3300 3200 3100 3000 2900 2800

o 0.40- _
g J — Cytochrome c reduit »_ 514 nm |
~ 0354 | | | -
% i 3 X
% 0.30 - E 5 _
DX 025 SN AL

2 28

)

c

2

£

Nombre d'onde (cm'1)

Figure II1.9 : Région des vibrations CH des spectres Raman de cytochrome ¢ (Ae : 514 nm) et
de culots bactériens de P. fluorescens en phase exponentielle (19 h de croissance, A : 514
nm) et en phase de déclin (26 j de croissance, A : 488 et 514 nm), réseau a 1200 traits

2.2. Confirmation de la signature du cytochrome c par Raman polarisé

Jusqu’a présent, attribution des bandes intenses observées dans les spectres Raman de
bactéries exprimant le cytochrome c a été faite en s’appuyant uniquement a la similarité des
profils spectraux. Cependant, comme nous |’avons vu, les bandes de cytochrome c
chevauchent celles des composants cellulaires. Pour confirmer sans ambiguité ’attribution de
la signature observée, nous avons analysé¢ 1’état de polarisation des différentes bandes. Les
bandes a 1584, 1400, 1313 et 1132 cm™ devaient présenter une polarisation inverse, c'est-a-
dire que pour ces bandes, quand la lumiere incidente est polarisée perpendiculairement a la
direction de diffusion, la lumiere diffusée a 90° se trouve polarisée perpendiculairement a la
polarisation de la lumicre incidente. Expérimentalement, ceci se traduit par un rapport de
dépolarisation qui tend vers l’infini, les bandes étant beaucoup plus intenses sous une

polarisation perpendiculaire de la lumiere incidente que sous une polarisation parallele. La
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Figure I11.10 montre les spectres d’un culot bactérien de P. fluorescens et du cytochrome ¢ du

ceeur de boeuf sous polarisations perpendiculaire et paralléle.
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Figure II1.10 : Spectres Raman polarisés d’un culot semi-hydraté de Pseudomonas fluorescens

(Aex : 514 et 488 nm) et de cytochrome ¢ du cceur bovin. Les bandes sur fond gris sont les
bandes présentant une polarisation inverse, réseau a 1200 traits, * : bandes du solvant

Comme le montre la Figure II1.10 les bandes 4 1585 et 1313 cm™ sont inversement polarisées
comme prévue, mais les rapports de leurs intensités sous une polarisation perpendiculaire et
parallele respectivement (1./1;) sont inférieurs a ceux dans le cas du cytochrome c, toutes les
autres bandes paraissent polarisées (I/I;, < 3/4) sauf les deux a 1400 et 1175 cm™ qui
paraissent dépolarisées (I./I, = 3/4). Ces différences par rapport a la signature du cytochrome
¢ peuvent provenir de la contribution de la diffusion Raman normale des composants
bactériens dont le signal Raman sera atténué sous polarisation perpendiculaire de la lumiere
incidente ou/et d’une symétrie plus faible du héme contenu dans le cytochrome de P.

fluorescens. Ceci est confirmé par les résultats de ce test a 488 nm qui montre une nette
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diminution de I’intensit¢ de la signature de P. fluorescens sous une polarisation

perpendiculaire.

Cette étude montre I’importance du choix de la longueur d’onde d’excitation dans le contexte
de notre travail, comme les signatures spectrales sont dominées par celle du cytochrome ¢ a
514 et 530 nm. Nos travaux suggerent en particulier que 1’attribution de cette signature aux
EPS est erronée. Ils vont par ailleurs dans le méme sens que les dernicres études de Patzold et

al. [163]

3. Signature spectrale Raman des bactéries Pseudomonas fluorescens et E.

coli en fonction de leur phase de croissance

L’objectif de ce paragraphe est d’étudier si on peut corréler des variations spectrales a

I’évolution du métabolisme bactérien en fonction des phases de croissance bactérienne.

3.1. Courbes de croissance

Les bactéries introduites dans un nouvel environnement passent par une succession de phases
de croissance qui se distinguent par des profils métaboliques différents. La Figure III.11
montre les courbes de croissance de deux modeles bactériens de cette étude, P. fluorescens et

E. coli dans du bouillon LB 25 g/L selon les conditions décrites dans le chapitre II.
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Figure II1.11 : (A) Courbe de croissance de P. fluorescens, un agrandissement de la cinétique
entre 0 et 12 h est présenté en insertion, (B) deux exemples de courbes de croissance d’E.coli
dans du LB 25 g/L, (1). phase de latence, (2). phase exponentielle de croissance, (3). Fin de la
phase exponentielle, (4). phase stationnaire
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Une courbe de croissance bactérienne se décompose normalement en quatre phases [270] : (1)
une phase de latence caractérisée par une croissance nulle. Durant cette phase, les bactéries
synthétisent les enzymes nécessaires pour métaboliser les nutriments disponibles dans le
milieu, ainsi que tous les composants biologiques indispensables a la multiplication
bactérienne. (ii) Une phase de croissance exponentielle qui commence avec une phase
d’accélération durant laquelle le taux de croissance () augmente progressivement. Un taux
de croissance maximale est atteint a la phase logarithmique. Il est caractéristique de la souche
bactérienne et des conditions de croissance [255]. Il correspond a la pente de la courbe de
croissance durant la phase logarithmique. Pour P. fluorescens, nous avons déterminé un taux
de croissance de 0,19 générations/heure durant cette phase, ce qui est inférieure a ce qui est
normalement reporté pour la souche utilisée [33]. Cette différence peut étre attribuée a 1’état
physiologique du stock bactérien utilisé. Pour E. coli, il est de l’ordre de 2,14
générations/heure. Les courbes de croissance d’E. coli présentées en Figure I11.11 (B) sont en
accord avec celles obtenues par Sezonov ef al. pour la méme souche bactérienne E. coli K-12
MG 1655. Les auteurs ont cependant calculé un temps de génération de 20 min, donc
légerement inférieur a ce que nous avons mesuré [271]. La phase exponentielle de croissance
termine avec une décélération progressive de croissance. (iii) La phase stationnaire est atteinte
avec la stabilisation du nombre total de microorganismes. Ceci est le résultat de 1’épuisement
progressif des nutriments disponibles et de ’accumulation de sous-produits du métabolisme
bactérien. Durant cette phase, la population bactérienne reste constante en masse, soit a cause
de la diminution de I’activité métabolique et 1’établissement d’un équilibre entre le taux de
croissance et de la mort cellulaire, soit suite a 1’arrét de croissance et le maintien de 1’activité
métabolique. (iv) Durant la phase de déclin (non présentée dans la Figure I11.11) les bactéries
se lysent sous I’action des métabolites secondaires et du changement du pH. Cette phase

débute a partir de 20j [33] pour P. fluorescens et vers 20h pour E. coli.

3.2. Spectres Raman a différentes stades de croissance de Pseudomonas

fluorescens

La Figure III.12 montre les spectres de culots bactériens de P. fluorescens recueillis aux
différents temps de croissance indiqués par des fleches sur la Figure III.11 a savoir : 6h,
moiti¢ de la phase exponentielle ; 14h, fin de la phase exponentielle ; 19h, début de la phase

stationnaire ; 48h, 62h, 4j, 10j, moiti¢ de la phase stationnaire ; 26j et 35j, phase de déclin.
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Nous indiquons toutefois que pour la phase de déclin, la biomasse récupérée était plus faible

que pour les autres phases de coissance, d’ou un rapport signal / bruit faible des spectres
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Figure III.12 : Spectres Raman de culots bactériens partiellement hydratés de P. fluorescens
recueillies a différents temps de cultures : 6h (début de phase exponentielle), 14 (fin de la
phase exponentielle), 19 h (début de la phase stationnaire), 48 h, 62h, 4j et 10j (moitié de la
phase stationnaire), 26 et 35 j (phase de déclin), et du cytochrome c. Les spectres des culots
bactériens sont normés par rapport a la bande a 1003 cm™ Aey : 514 nm, réseau a 1200 traits.

Quelle que soit la phase de croissance on constate que la signature du cytochrome est
présente. Son intensité variant d’un endroit & 'autre d’'un méme échantillon et d’un

échantillon a 1’autre, elle ne semblerait pas étre corrélée a la phase de croissance. Mais
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I’intensité de cette signature €tait nettement atténuée a 35 j, d’ou elle pourrait éventuellement
étre reliée a 1’état physiologique des bactéries. Comme sa signature chevauche celles des
autres composants biologiques, celle-ci est suceptible de masquer de petites variations qui
pourraient avoir lieu autour des pics intenses du cytochrome ¢ a 514 nm a savoir vers : 750,
1128, 1174, 1230, 1313, 1362, 1400, 1544 et 1585 cm™. La région en dessous de 1000 cm’!
est moins susceptible d’étre perturbée par la signature du cytochrome ¢ comme le montre les
Figure II1.3 et Figure II1.4. Un agrandissement de cette région est présenté¢ dans la Figure

II1.13.
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Figure II1.13 : Agrandissement de la région entre 900 et 600 cm™ des spectres Raman de
culots bactériens partiellement hydratés de P. fluorescens recueillies a différents temps de
cultures : 6h (début de phase exponentielle), 14 (fin de la phase exponentielle), 19 h (début de
la phase stationnaire), 48 h, 62h, 4 j et 10j (moitié¢ de la phase stationnaire), 26 et 35 j (phase
de déclin). Les spectres sont normés par rapport a la bande a 1003 cm™, *: bande du
cytochrome ¢, A : 514 nm, réseau a 1200 traits.

Il aurait fallu effectuer cette étude plutot en utilisant une longueur d’onde de 488nm mais
celle-ci a été réalisée avant 1’¢élucidation de la signature compléte de P. fluorescens. L’analyse
pour 3 temps de culture a savoir 6h, 19h et 26; a toutefois été refaite plus tard au cours de la
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thése en utilisant la longueur d’onde d’excitation de 488nm (Figure I11.14). Pour la souche E.
coli UGB 2152, l’analyse a été¢ faite pour deux temps de culture a savoir lh et 8h
correpondant respectivement a la moitié de la phase exponentielle et de la phase stationnaire.

Les spectres correspondants sont présentés en Figure I11.14.

Nous avons observé dans les spectres individuels des légeres variations au niveau des
intensités relatives des bandes pour la méme phase de croissance voire le méme échantillon
(non présenté), ceci pourrait venir de 1’hétérogénité cellulaire. En effet, a une phase de
croissance, les bactéries ne sont pas toutes au méme stade du cycle cellulaire et donc n’ont pas

la méme composition chimique d’ou I’hétérogénité de la signature spectrale.

Concernant I’évolution des acides nucléiques, on observe sur les spectres individuels de P.
fluorescens, que les pics a 720 cm™ (A), 785 ecm™ (C, U), 810-830 cm™ (O-P-O) voire vers
670 cm™ (T, G) augmentent progressivement jusqu’a 48h et diminuent ensuite pour finir dans
le bruit au bout de 26 j. On observe des variations assez semblables pour le massif a 1485 cm”
' (A, G), de méme pour un petit pic & 1335 cm™ attribué particllement a I’adénine. A 488 nm,
on observe une évolution similaire du pic 4 1575 cm™ et de la bande vers 1240 cm™ attribuée
aux protéines et aux acides nucléiques, or comme les spectres sont normés par rapport a la
phénylalanine, sa variation refléte principalement celles des acides nucléiques. De méme pour

E. coli, I'intensité de ces pics est fortement atténuée a 8h de croissance (Figure I1I.14.B).

Ces résultats sont en accord avec les observations d’Escoriza et al. [272] sur les spectres
d’E.coli et de Staphylococcus epidermidis présentant une intensité maximale des bandes
associées aux acides nucléiques durant la phase exponentielle de croissance. Ainsi qu’avec les
travaux de Huang et al. qui ont reporté un rapport des acides nucléiques aux protéines dans la

phase exponentielle supérieur a celui dans la phase stationnaire [158].

Ces différentes observations peuvent étre associées avec la diminution de la production des
acides nucléiques par rapport aux protéines au cours de la phase stationnaire. D’autre part, le
massif vers 785 cm™ est partiellemnt attribué¢ a la vibration de la liaison O-P-O de I’ADN,
donc sa diminution traduit non seulement la diminution des bases C et U mais aussi une
dissociation des liaisons phosphodiester de I’ADN [273]. Ceci est confirmé aussi par la
disparition progressive de la bande 813 cm™ attribuée & la vibration de la liaison O-P-O de
I’ARN.
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Figure III.14 : Spectres Raman de culots bactériens partiellement hydratés de cultures (A) de
P. fluorescens recueillies aux différents temps de cultures : 6h (début de phase exponentielle),
19 h (début de la phase stationnaire), et 26 j (phase de déclin), et (B) d’E. coli recueillies a
1h : phase exponentielle et a 8h : phase stationnaire, A : 488 nm, réseau a 1200 traits.
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Concernant I’évolution des carbohydrates et des lipides par rapport a celle des protéines,
I’analyse est beaucoup plus délicate car les régions susceptibles de nous donner des

informations sont affectées a 514nm par la signature du cytochrome.

La région des vibrations CH est susceptible de donner des informations, la Figure IIL15

montre une comparaison de cette région pour des cultures de P. fluorescens de 6h, 19h et 26]J.
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Figure III.15 : Comparaison de la région des vibrations CH dans les spectres de culots
bactériens partiellement hydratés de cultures de P. fluorescens recueillies aux différents temps
de cultures : 6h (début de la phase exponentielle), 19 h (début de la phase stationnaire), et 26 j
(phase de déclin). Les spectres sont normés par rapport a la bande a 1003 cm™ de la
phénylalanine. Ae: 514 nm, réseau a 1200 traits.

Ces spectres montrent une nette augmentation de I’intensit¢ de 6h a 19h, ce qui traduit une
production plus importante de polysaccharides et de lipides par rapport aux protéines, puis
une chute a 26] avec un décalage de 3 cm™ vers les nombres d’onde inférieurs. Ceci est

confirmé par I’évolution de la bande vers 1445 cm™ attribuée a la vibration de déformation
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CH;, qu’on voit sur les spectres a 488 nm. Celle-ci augmente 1égeérement en intensité a 19h et

diminue a 26;j.

De méme, la région située entre 1150 et 1060 cm™ peut fournir des informations. Elle contient
deux bandes principales 4 1128 et 1100 avec un épaulement a 1085 cm™. Les biomolécules
contributrices a ces bandes sont:
e A 1128 cm™ : carbohydrates (vC-0), lipides ((vC-C)
e 1100: acides nucléiques (VPO;"), Phospholipides (VPO,"), carbohydrates (vCC et
COCQC)
e 1085 : carbohydrates (vC-O, vC-O-C, 6C-O-H)

Ceci étant compte tenu des signatures Raman de chacune de ces biomolécules [245] et de la
forte diminution de ce massif lors de la phase de déclin on peut considérer que les principaux
contributeurs de ces 3 bandes sont les acides nucléiques a 1100 cm™, les carbohydrates a 1085

cm’ et les carbohydrates et & un moindre degré les lipides a 1128 cm™.

Pour P. fluorescens, on observe a 488nm que I’intensité de I’ensemble de cette région
augmente de 6 a 19h puis diminue a 26j reflétant une production de plus en plus importante
au cours de la phase exponentielle des carbohydrates, des lipides et des acides nucléiques par
rapport aux protéines. A 488nm on observe parfaitement que le massif vers 1100 cm’
augmente de 6 a 19h puis diminue a 26J. Cependant le rapport des intensités I;;28/11092
augmente progressivement de 6h a 26j, et ’épaulement a 1085 cm™ s’atténue a 19h reflétant
une diminution de la production des polysaccharides et des acides nucléiques par rapport aux
lipides. De méme pour E. coli, on observe une diminution de 1’intensité de I’ensemble de cette

région avec une forte augmentation du rapport I;;2s/11092 @ 8h de croissance.

Nous avons pu observer sur les spectres Raman de P. fluorescens et d’E. coli des variations
spectrales qui reflétent I’évolution du métabolisme bactérien en fonction de la phase de
croissance. Les bandes les plus informatives étant notamment celles correspondants aux

acides nucléiques.
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Chapitre 1V
Caractérisation In situ de jeunes
biofilms de Pseudomonas
fluorescens et d’Escherichia coli
sous conditions de croissance non
stressantes
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Chapitre IV : Caractérisation in situ de jeunes biofilms de Pseudomonas fluorescens et d’Escherichia
coli sous conditions de croissance non stressantes

Ce chapitre est consacré a la caractérisation in situ par spectroscopies vibrationnelles de la
composition chimique de biofilms de 24h de P. fluorescens et d’E. coli formés dans des
conditions de croissance non stressantes et a 1’analyse par AFM de la conformation des
exopolymeéres au sein de ceux-ci. Il constituera ainsi une référence pour 1’étude dans un

second temps de la formation de ces biofilms sous condition de stress acide.

1. Biofilm de 24h de Pseudomonas
fluorescens a pH 7

1.1. Suivi in situ des premiéres étapes de formation d’un biofilm de P. fluorescens

par spectroscopie infrarouge en mode réflexion totale atténuée (IR-ATR)

L’¢évolution de I’empreinte spectrale IR-ATR des biofilms de P. fluorescens lors des 24
premieres heures de leur formation a été étudiée dans des travaux précédents de notre équipe.
L’intérét de cette partie de travail est donc de s’assurer de la qualité du biofilm naissant, pour

pouvoir réaliser ensuite des analyses par MRC et AFM.

1.1.1. Signature IR d’un culot bactérien de P. fluorescens planctoniques

La Figure IV.1 présente un spectre IR enregistré en mode ATR d’un culot de P. fluorescens
recueillies en fin de la phase exponentielle de croissance. Les attributions des bandes
principales indiquées sur le spectre de la Figure IV.1 sont en accord avec la littérature [117,

147, 245, 274-276].
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Chapitre IV : Caractérisation in situ de jeunes biofilms de Pseudomonas fluorescens et d’Escherichia
coli sous conditions de croissance non stressantes
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Figure IV.1: Spectre IR-ATR typique d’un culot partiellement hydraté de bactéries P.
fluorescens planctoniques collectées en fin de phase exponentielle. Cristal ATR en
germanium (A.N : acides nucléiques)

Les attributions des différentes bandes sont résumées dans le Tableau IV-1.

Tableau IV-1 : Attributions principales des bandes d'absorption IR-ATR dans un spectre de
culot bactérien de P. fluorescens recueillies en phase exponentielle. Cristal ATR en
germanium v; : élongation symétrique, v, : élongation antisymétrique, o : déformation

Nombre d’onde (cm™) Attributions principales

~3400 v O-H 242771 Eau, protéines, polysaccharides
3288 v N-H Amide A des protéines “*!
2962 Vs C-H; Acides gras “* %7

2925 Vas C-Hy Acides gras ** %77

2875 v, C-H; Acides gras ** %77

2854 vs C-H, Acides gras “**""]

1744 v >C=0 77278 Esters des lipides """

1649 Amide 1:80% v C=0, | Protéines ***!

10% v C-N, 10% & N-H

[117, 245, 277, 279, 280]

~1640 8 H,0
1547 Amide II : 60% & N-H, Protéines [243]
40% v C-N [117. 245,277, 279,
280]

120




Chapitre IV : Caractérisation in situ de jeunes biofilms de Pseudomonas fluorescens et d’Escherichia
coli sous conditions de croissance non stressantes

1455 & CH, 2#277] Lipides """
1399 v, C=0 des CO,*?7 | Protéines, lipides
21300 Amide I11:30% v C-N, | Protéines °*
30% 0 N-H,
10% v C=0,
10% 8 O:C_N [117,245,279]
1240-1220 vy, P=0 des >PO, *> | Phosphodiesters “*,  acides nucléiques,
277 phospholipides, lipopolysaccharides """
1153 v, C-O-H, v C-0 "7 Polysaccharides """ **, protéines "
1085-1082 v, P=0 des >PO, >+ Phosphodiesters,  phospholipides,  acides
nucléiques, polysaccharides '’
1054 v, C-O-C, v P-O-C (R- | Polysaccharides
0-P-O-R’) 11"

1.1.2. Suivi in situ des 24 premieéres heures de la formation d’'un biofilm de P.

fluorescens

La premiere étape de formation des biofilms de P. fluorescens est I’adhésion des bactéries a la
surface du cristal ATR de Ge assurée par la circulation d’une suspension bactérienne So_pr(cf.
chap. II-2.2.2) pendant trois heures. La Figure IV.2 montre un exemple de I’évolution des
spectres IR-ATR en fonction du temps. Les résultats présentés sont représentatifs des études

menées au cours de ce travail.

Les spectres montrent les différentes bandes IR trouvées dans un spectre de culot bactérien et
ceci des le premier spectre enregistré soit apres dix minutes de circulation de la suspension Sy.
pr- A part les bandes attribuées aux vibrations de 1’eau, I’intensité de toutes les bandes IR
augmente en fonction du temps ce qui refléte la colonisation bactérienne de la surface. La
diminution de I’intensit¢é des bandes associées aux vibrations de I’eau est attribuée au

remplacement des molécules d’eau a la surface du cristal par de la biomasse.
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Figure IV.2 : Evolution du profil spectral IR-ATR au cours de la circulation de S¢-p. Cristal
ATR en germanium. Bornes d’intégration de bandes IR d’intérét : vOH 3600-3400 cm™ (zone
bleue claire), AmII (amide II) 1600-1480 cm™ (zone bleue foncée), AmIII-AN (amide III et
acides nucléiques) 1340-1180 cm™ (zone verte), PS (polysaccharides) total 1195-950 cm™
(zone rouge)

Les principales bandes IR sont indiquées sur la Figure IV.2 : 1) la région entre 3600 et 3400
cm™ est associée avec la vibration d’élongation du groupement O-H et sera notée vOH. ii) La
région entre 1800 et 950 cm™ permet de suivre I’ensemble des biomolécules présentes a la
surface du cristal. iii) La bande amide II, notée Am II, de 1600 & 1480 cm™ est principalement
associée aux vibrations des protéines. iv) La région de 1340 a 1180 cm™ est associée a
I’¢longation antisymétrique du groupement phosphate des acides nucléiques et des
phospholipides et partiellement a I’amide I1I des protéines, cette région sera nommée AmlIl —
AN. v) La région entre 1195 et 950 cm™ est associée aux vibrations d’¢longation et de
déformation des polysaccharides et a la vibration d’élongation symétrique du groupement
phosphate des acides nucléiques et des phospholipides, cette bande sera notée PS total dans la
suite de ce manuscrit. L’évolution des aires intégrées de ces bandes IR au cours des trois

heures de la circulation de So_prest présentée dans la Figure IV.3.
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Figure IV.3 : Evolution des aires intégrées des principales bandes des spectres IR-ATR acquis
au cours de la circulation de So.p. Cristal ATR en germanium. Amide II 1600-1480 cm'l, PS
(polysaccharides) total 1195-950 cm”, AmIII-AN (Amide III - acides nucléiques) 1340-1180
cm’, total 1800-950 cm™, OH 3600-3400 cm’'

Les cinétiques que nous avons observées sont conformes a celles obtenues dans des travaux
précédentes de notre équipe sur des biofilms de P. fluorescens [33, 117, 118]. On remarque
d’ailleurs la présence des plateaux plus ou moins marqués en fonction des expériences. Il a été
démontré que ces cinétiques peuvent varier 1égerement en fonction de plusieurs parametres
tels que les conditions de culture, la phase de croissance a laquelle les bactéries ont été
récupérées pour la préparation de Sy et la concentration en bactéries de cette suspension [149,
154, 281]. Comme 1’ont montré des travaux antérieurs, ces cinétiques quelque peu différentes
ne modifient pas significativement la qualité et les caractéristiques du biofilm qui se
développe apres cette premiere étape d’adhésion bactérienne [118].

A la fin des trois heures de circulation de So.py; la suspension bactérienne a été remplacée par
du milieu nutritif dilué (LB/50) de pH 7 pendant 21 h. La Figure IV.4 montre I’évolution des
aires intégrées des principales bandes IR au cours de la circulation du milieu LB/50 et

quelques spectres enregistrés a différents temps.
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Figure IV.4 : (a) Evolution des aires intégrées des principales bandes des spectres IR-ATR
acquis au cours de la circulation du milieu LB/50 (b) Evolution du profil des spectres IR-ATR
acquis apres 1, 2, 3, 6,9, 12, 15 et 18h de circulation de LB /50. La référence des spectres est
le spectre acquis en début de la circulation de LB/50. Cristal ATR en germanium
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Les cinétiques de développement montrent une augmentation des aires intégrées des
principales bandes IR pendant les quatre premicres heures de circulation de LB, sauf celle des
¢longations OH qui continue a diminuer, ce qui refléte le développement du biofilm a la
surface du cristal. Dans les quatre heures qui suivent, la bande amide II continue a augmenter
alors que la bande PS total diminue, les autres bandes atteignent un plateau. L’augmentation
de la bande amide II jusqu’a six heures de circulation de LB/50 avec la stabilisation des autres
bandes a été reportée par Quiles et al. [65]. Au-dela de sept heures de circulation du milieu
LB/50, la bande amide II atteint un plateau, la bande PS total diminue 1égérement et la bande
AmIII-AN diminue a un moindre degré. Quiles et al. [65] ont associé la diminution de ces
deux bandes a 24h de circulation de LB/50 a une diminution de 1’activité métabolique des
bactéries. La stabilisation de la bande amide II n’est pas forcément associée avec un arrét du
développement du biofilm, ce dernier pouvant continuer a croitre en épaisseur mais au-dela de
la zone sondée par I’onde IR évanescente. Alors que le biofilm agé de 6h est constitué
essentiellement d’une monocouche [65], les images par microscopie a épifluorescence du
biofilm a 24h (Figure IV.5) montrent en effet une structure en multicouches soulignée par la

présence dans plusieurs images d’amas de bactéries avec un taux de recouvrement de 65%.

Figure IV.5 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm de 24 h
de P. fluorescens, suite au test Baclight™. Les deux images correspondent a deux zones
différentes du cristal ATR

Les images par microscopie a épifluorescence ont été enregistrées suite au test BacLight™™
(Figure IV.5) qui est un test d’intégrit¢é membranaire permettant de différencier entre les
bactéries & membrane intacte et celles 2 membrane endommagée. Il nous permettra d’étudier

ultérieurement 1’effet d’un stress acide sur 1’intégrité membranaire des bactéries. On remarque
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que dans les conditions adoptées, la plupart des bactéries montrent une fluorescence verte
suite a ce test (Figure IV.5), et donc possédent des membranes cellulaires intactes. Ceci
confirme que les conditions que nous avons imposées comme de référence sont favorables

pour le développement des biofilms.

1.1.3. Nature des polysaccharides extra et intra-cellulaires produits

Des travaux précédents de notre équipe ont montré que les bactéries planctoniques P.
fluorescens produisent du glycogeéne extracellulaire sous conditions de croissance similaires a
celles retenues dans ce travail [65, 141]. La production du glycogéne a été révélée grace a sa
signature vibrationnelle et sa localisation au moins en partie extracellulaire a été prouvée par
des études de marquage a épifluorescence et par spectroscopie de force [65, 141]. La Figure
IV.6 montre les spectres IR d’un culot partiellement hydraté de bactéries de P. fluorescens en
fin de phase exponentielle cultivées dans des conditions riches en nutriments (LB) (Figure
IV.6 a) et d’un biofilm de 21 h de P. fluorescens formé sous circulation de LB/50 (Figure
IV.6 b).

Le spectre du biofilm montre une augmentation en intensité dans la région de 1300 a 900 cm™
parallélement avec un changement du profil de la bande centrée autour de 1085 cm™ vers les
nombres d’onde inférieurs. Les spectres sont normés par rapport a ’amide II des protéines,
donc ces variations reflétent essentiellement une production plus importante de
polysaccharides, d’acides nucléiques et de phospholipides par rapport aux protéines dans les
biofilms de 24h comparativement a 1’état planctonique. D’autre part, nous avons utilis€¢ un
cristal ATR en germanium dans le cas du biofilm et un accessoire ATR en diamant pour les
bactéries planctoniques, la profondeur de pénétration étant trois fois plus importante dans le
cas du diamant (Tableau 1I-4), le spectre de différence ne permet que de donner une idée sur
les variations spectrales. Il montre principalement une bande a 1029 cm™ caractéristique de
polysaccharides. Le changement du profil peut étre ainsi reli¢é a une production plus

importante de polysaccharides par rapport aux protéines a 1’état sessile.
La production du glycogeéne par P. fluorescens a été précédemment démontrée a 1’état sessile

[65] et planctonique [141] lorsque les cellules sont cultivées dans du milieu LB dilué (LB/50)

mais non dans du LB non dilué. Or, le spectre de différence ne révele pas ici la signature de
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glycogéne. L’absence de cette signature peut étre associée a une production plus faible de

glycogene a celle reportée dans la littérature pour 1’état sessile.
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Figure IV.6: Spectres IR-ATR (a) d’un culot partiellement hydrat¢ de bactéries de P.
fluorescens planctoniques collectées en fin de phase exponentielle (cristal ATR diamant), et
(b) d’un biofilm hydraté de P. fluorescens de 21 h (cristal en germanium), (c) la différence (b-
a) multipliée par 3 et décalée pour une meilleure lisibilité, (d) du glycogéne (solution de 5g/L,
accessoire ATR diamant), * impuretés protéiques dans le glycogene commercial. Les spectres
a et b sont normés par rapport a la bande Amide II.

Une des explications possibles est le fait que nous avons utilis¢é un milieu de culture LB
Fluka, alors que dans les travaux publiés, il s’agissait du LB Difco. Selon les fournisseurs, il
peut y avoir de faibles variations dans la composition du milieu de culture, et peut avoir des
conséquences sur le métabolisme bactérien et par la suite sur la production du glycogéne,
notamment une production plus faible de ce dernier. Les images par épifluorescence d’un
biofilm de 24 h aprés marquage par la ConA-TxR indiquent la localisation extracellulaire
d’un polymeére de glucose ou de mannose (Figure IV.7), la ConA-TxR se liant spécifiquement
aux résidus de glucose et de mannose sans pouvoir pénétrer les cellules. En se basant sur la

littérature [65, 141], nous identifions ce polymeére a étre le glycogene.
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Figure IV.7 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm de 24 h
de P. fluorescens, marquage a la ConA-TxR spécifique de résidu de glucose et de mannose

1.2. Signature Raman de jeunes biofilms de 24h de Pseudomonas fluorescens

La combinaison de la FTIR-ATR et de la MRC permet d’obtenir une empreinte vibrationnelle
compléte d’un échantillon. Dans ce qui suit, nous évaluons dans un premier temps 1’effet de la
longueur d’onde d’excitation et de 1’état d’hydratation du biofilm sur sa signature Raman.
Dans un deuxiéme temps, nous nous intéresserons a l’étude des variations spectrales

accompagnant la transition planctonique-sessile des bactéries.

1.2.1. Effet de la longueur d’onde d’excitation sur la signature spectrale Raman des

biofilms de P. fluorescens

Nous avons montré dans le chapitre III I'importance du choix de la longueur d’onde
d’excitation sur le profil spectral des culots bactériens de P. fluorescens sous forme
planctonique. L’effet Raman de résonance du cytochrome ¢ de la chaine respiratoire domine
les spectres Raman de P. fluorescens lors d’une excitation avec un laser émettant a une
longueur d’onde au voisinage de celle de sa transition électronique (cf. chapitre III). Afin de
mieux orienter notre choix d’une longueur d’onde d’excitation dans la suite de notre travail,
nous avons enregistré les spectres Raman des biofilms de P. fluorescens en utilisant les trois
longueurs d’onde d’excitation 488, 514 et 530 nm. La Figure IV.8 compare les spectres
Raman de biofilms agés de 24h avec ceux obtenus a I’état planctonique pour les trois

longueurs d’onde d’excitation retenues.
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Figure IV.8 : Spectres Raman des biofilms de P. fluorescens hydratés de 24 h et des culots
bactériens de P. fluorescens recueillis en fin de phase exponentielle enregistrés avec
différentes longueurs d'onde d'excitation (Ae). Les spectres sont normés par rapport a la
bande 4 1003 cm™ attribuée a la phénylalanine (* bandes attribuées au moins partiellement au
cytochrome ¢, A bande de vibration de I’O,), réseau a 1200 traits (sauf pour les spectres
enregistrés avec une Aex de 530 nm : réseau a 1800 traits).

Les attributions des bandes d’un spectre Raman de bactéries ont été discutées dans le chapitre
II1. On retrouve dans les spectres Raman des biofilms la dépendance de la signature Raman en
fonction de la longueur d’onde d’excitation observée pour 1’état planctonique. L’ensemble des
variations trouvées dans les spectres de bactéries planctoniques sont présentes dans les

spectres des biofilms.

Malgré les signatures intenses du cytochrome c, dans la suite de notre étude, nous avons
choisi d’utiliser essentiellement les longueurs d’excitation de 514 et 530 nm, en effet raison
d’un meilleur rapport signal/bruit pour ces deux longueurs d’onde. Le recours a la longueur
d’onde de 488 nm se fera uniquement lorsque le signal du cytochrome ¢ masque des zones

spectrales d’intérét.
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1.2.2. Effet de I'hydratation sur la signature Raman des biofilms de Pseudomonas

fluorescens

L’un des avantages de la MRC est la possibilité¢ de I'utiliser pour 1’analyse des échantillons
biologiques dans des conditions hydratées. Pour étudier I’effet de I’hydratation sur les
spectres Raman des biofilms de P. fluorescens, nous les avons enregistrés sous différents états
d’hydratation. La Figure IV.9 compare un spectre obtenu dans des conditions hydratées (vert),
un spectre enregistré sur un biofilm partiellement hydraté (bleu), ce spectre a été enregistré
directement apres le retrait du disque du germanium de la cellule de circulation, et un spectre
d’un biofim séché a I’air (rouge). Cette étude a été menée en utilisant un laser émettant a une
longueur d'onde d'excitation de 514 nm, a laquelle un effet Raman de résonance du

cytochrome ¢ se manifeste et domine les spectres des culots de bactéries planctoniques et des

biofilms hydratés.
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Figure IV.9: Spectres Raman sous différents états d'hydratation d’un biofilm de P.
fluorescens de 21 h : hydraté (vert, en haut), partiellement hydraté (bleu, au milieu) et séché a
I’air (rouge, en bas), les spectres sont normés par rapport a la bande de la phénylalanine a
1003 cm’™’ (* : bandes attribuées au cytochrome c, A : vibration de 1’0O,), réseau a 1200 traits,
Mex - 514 nm

130



Chapitre IV : Caractérisation in situ de jeunes biofilms de Pseudomonas fluorescens et d’Escherichia
coli sous conditions de croissance non stressantes

D’apres la Figure IV.9, le spectre du biofilm partiellement hydraté présente un profil spectral
caractéristique avec ’apparition de deux bandes fines et intenses 4 1381 et 733 cm™. Ceci est
accompagné par 1’augmentation de I’intensité de la bande & 1300 cm™' ainsi que par la
disparition des bandes attribuées au cytochrome c. D’autre part, on observe une forte
atténuation des bandes attribuées aux acides nucléiques, notamment celles a 1480, 1100, 811
et 720 cm™'. Dans les spectres des biofilms séchés & Iair, on retrouve une signature spectrale
exempte du signal du cytochrome ¢, comparable a celle des bactéries enregistrée avec une
longueur d’onde d’excitation de 488 nm. Nous avons observé une évolution spectrale

similaire dans le cas des cultures planctoniques.

La forme réduite du cytochrome c est responsable de I’effet Raman de résonance observé. Son
oxydation a I’air peut expliquer la disparition de ces bandes, un état d’oxydation intermédiaire
peut étre a ’origine de la signature transitoire. Cependant, cette signature n’est pas en accord
avec les spectres enregistrés sur du cytochrome ¢ a un état d’oxydation intermédiaire [282,
283]. En principe, I’ajout d’un agent réducteur doit restaurer le signal de la forme réduite et sa
signature caractéristique. Pour tester cette hypothése, nous avons ajouté au biofilm séché a
I’air, du dithionite de sodium, un agent réducteur. Son effet sur la signature Raman d’un

biofilm séché est montré dans la Figure IV.10.
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Figure IV.10 : Effet de 1’ajout d’un agent réducteur sur la signature Raman d’un biofilm de 24
h de P. fluorescens séché a ’air, Aex : 514 nm, réseau a 1200 traits
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Suite a I’ajout de 1’agent réducteur, on remarque 1’extinction de la bande a 1383 cm™ et la
réapparition des bandes vers 1585 et 1363 cm™ appartenant au cytochrome ¢ réduit. D’aprés
ces observations, on peut conclure que 1’ajout de I’agent réducteur permet la réduction du
cytochrome c et rétablit I’effet Raman de résonance de ce dernier. Il faut toutefois noter que
I’agent réducteur a été¢ ajouté sous forme d’une solution aqueuse et par conséquent la
réhydratation locale de I’échantillon peut étre également a 1’origine de ces variations. La
présence de I’effet Raman de résonance du cytochrome ¢ semble refléter 1’état d’oxydation du
cytochrome ¢, ou tout au moins sa forme d’oxydation majoritaire ce qui est un bon indicateur
de I’état cellulaire [284]. On peut conclure que le profil spectral Raman des biofilms de P.
fluorescens mais aussi des cultures planctoniques est fortement dépendant de [’état
d’hydratation, d’ou il est important pour comparer ce qui est comparable de toujours

enregistrer les spectres dans un état d’hydratation équivalent.

1.2.3. Comparaison des signatures Raman des bactéries planctoniques et sessiles

Afin de pouvoir mieux caractériser 1’état bactérien sessile, nous avons comparé les signatures
Raman de biofilms a celles de bactéries planctoniques. La Figure IV.11 montre les spectres
Raman d’un biofilm de 24 h de P. fluorescens (a) et de culots de bactéries de P. fluorescens
planctoniques en fin de phase exponentielle (b). Ces spectres sont enregistrés avec une

longueur d’onde d’excitation de 488 nm.

Les spectres des biofilms enregistrés avec une excitation a 488 nm ont un faible rapport signal
/ bruit, cependant ils permettent une étude comparative avec les spectres de bactéries
planctoniques car ils sont exempts du signal du cytochrome c. Les spectres de bactéries
planctoniques et sessiles montrent des différences dans les intensités relatives des différentes
bandes. En examinant le spectre de différence, on remarque que ce dernier présente
essentiellement des bandes caractéristiques des acides nucléiques, notamment celles a 1576,
1483, 1100, 810 et 783 cm™ ainsi qu’une bande a 1240 cm™, (cf. tableau IIL1). Bien que
cette derni¢re bande soit attribuée majoritairement a la vibration Amide III des protéines, elle
renferme aussi des contributions des bases azotées des acides nucléiques [245, 261]. Ceci
refléte une production plus importante d’acides nucléiques par rapport aux protéines dans les
biofilms comparativement aux bactéries planctoniques et reflétent ainsi une activité

métabolique plus élevée.
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Figure IV.11 : Spectres Raman enregistrés avec une longueur d’onde d’excitation de 488 nm
(a) d’un biofilm hydraté de P. fluorescens, et (b) d’un culot partiellement hydraté de bactéries
de P. fluorescens planctoniques collectées en fin de phase exponentielle, les spectres sont
normés par rapport a la bande a 1003 cm™ de phénylalanine. (c) Spectre de différence
résultant de la soustraction a — b, réseau a 1200 traits, * : zone de recollement (C : cytosine,
A : adénine, U : uracile, G : guanine, T : thymine, Phe : phénylalanine, Tyr : tyrosine, AN :
acides nucléiques, v : vibration d’élongation, ¢ : vibration de déformation

On trouve également dans le spectre de différence des bandes a 1350 et 900 cm™, celles-ci
sont attribuées essentiellement aux polysaccharides, sachant que I’épaulement apparent vers
1400 cm™" est dii sans doute a un probléme du recollement des différentes régions spectrales
enregistrées. D’autre part, la bande a 1100 cm™ est partiellement attribuée aux
polysaccharides. Ce qui refléte une augmentation de la quantité des polysaccharides par
rapport aux protéines, et peut étre associée a une production plus importante d’EPS riches en
polysaccharides dans les biofilms. Nous avons récemment publié des résultats similaires et
nous attribuons les différences spectrales a une composition différentielle des EPS selon 1’état
planctonique et sessile de bactéries [150]. Une telle différence de la composition des EPS
entre bactéries planctoniques et sessiles a été rapportée dans la littérature pour des bactéries P.

fluorescens B52 [63]. Afin de déterminer la nature des polysaccharides produits par les
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bactéries, nous avons comparé¢ la signature Raman de biofilms de P. fluorescens a celle de

plusieurs polysaccharides (Figure IV.12).
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Figure IV.12 : Spectres Raman (a) d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h, Ae : 488 nm
(réseau a 1200 traits), (b) différence présenté en Figure IV.11, de glycogene (Aex : 488 nm,
goutte d’une solution Smg/mL séchée a D’air), de galactane (Aex: 514 nm, goutte d’une
solution 1mg/mL séchée a I’air), de dextrane (A : 530 nm, en poudre), de cellulose (Aex : 530

nm, en poudre) et de laminarine (Ae : 530 nm, en poudre). Réseau a 1800 traits. (* : bandes
du support en Ge)

Les polysaccharides présentent des bandes essentiellement dans trois régions spectrales :
1500-1300 cm™, 1200-950 cm™ et 950-700 cm™'. Cependant, vu I’intensité de la signature des
acides nucléiques, les bandes des polysaccharides sont noyé€es par cette derniere surtout dans
les régions autour de 1483 et de 1100 cm™. On peut toutefois voir dans le spectre du biofilm
ainsi que dans le spectre de différence que certaines bandes de polysaccharides sont présentes
notamment dans les régions autour de 1350, 1100 et 900 cm™. Méme si les spectres seuls ne
permettent pas d’identifier précisément la présence de tel ou tel polysaccharide, ils témoignent
toutefois de la complexité des polysaccharides produits. Afin de mieux caractériser les

polysaccharides produits dans un biofilm, il serait intéressant d’utiliser un autre support que
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. : . -1
celui en germanium qui présente malheureusement des bandes en dessous de 600 cm™. Or,

cette région spectrale renferme des informations utiles sur certains polysaccharides.

Nous avons observé dans les spectres IR une Iégére augmentation de I’intensité de la bande
d’élongation antisymétrique du groupement PO, des phospholipides et des acides nucléiques
dans le cas du biofilm par rapport aux bactéries planctoniques, sans pouvoir toutefois
I’attribuer précisément. Or, dans les spectres Raman, nous avons observé une nette
augmentation des bandes attribuées aux acides nucléiques, ce qui permet d’attribuer
I’augmentation en intensité dans les spectres IR essentiellement aux acides nucléiques. De
méme, les spectres Raman et IR ont montré une augmentation des polysaccharides a 1’état
sessile par rapport a I’état planctonique. Dans les deux cas, la signature spectrale seule ne
permet pas d’identifier un polysaccharide, témoin de la complexité des polysaccharides
produits. Sachant que I’information révélée dans les spectres Raman est beaucoup plus
localisée par rapport a celle révélée dans les spectres IR, il semble que le métabolisme

bactérien au sein du biofilm soit homogene a ce stade de développement.

1.3. Etude in situ par SMFS des propriétés conformationnelles des EPS produites
par un biofilm de 24 h de P. fluorescens formé dans des conditions standard de

croissance

Les spectroscopies vibrationnelles IR-Raman ont permis de détecter la production des
polysaccharides intra et / ou extracellulaires. Mais, nous ne pouvons pas a ce stade déterminer
précisément leur nature. Les images a épifluorescence ont mis en évidence la présence des
EPS a base de glucose et/ ou mannose. D’ou, nous avons réalisé des mesures par SMFS avec
des sondes fonctionnalisées avec la ConA, spécifique du glucose et du mannose permettant de
detecter spécifiquement les macromolécules avec ces résidus terminaux respectivement. Nous
avons analysé différentes régions a la surface du cristal, nous présentons dans la suite les
résultats obtenus sur une région qui sont représentatives de 1’ensemble des données soit au
moins trois cartographies par échantillon. La Figure IV.13 montre les cartographies de

hauteur et de forces d’adhésion de la région considérée.

135



Chapitre IV : Caractérisation in situ de jeunes biofilms de Pseudomonas fluorescens et d’Escherichia
coli sous conditions de croissance non stressantes

Figure IV.13 : Topographie (a) et cartographie de forces d’adhésion (b) d’une région de 20 x
20 um de la surface d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h

On observe sur la cartographie de hauteur la présence de différents amas de bactéries. En
outre, la cartographie de forces d’adhésion montre des forces maximales au niveau de ces
amas. La Figure IV.14 montre des exemples représentatifs de courbes de force expérimentales

(courbes noires) obtenues sur cette région.
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Figure IV.14 : Courbes de force expérimentales représentatives (courbes de retrait) obtenues a
différents endroits d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h en utilisant une sonde
fonctionnalisée avec la ConA.
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L’analyse du comportement non-linéaire de la courbe de retrait d’une courbe de force permet
d’¢étudier les interactions moléculaires entre les polymeres a la surface de 1’échantillon et les
molécules fixées a la sonde AFM [285]. En effet, et dans le cas d’interaction unique, sous
I’action de la force d’extension appliquée par la sonde, le polymeére sera étiré jusqu’a ce que la
force d’étirement soit supérieure a la force d’adhésion. L’allongement du polymére est
accompagné par la rupture des interactions intramoléculaires et le dépliement de sa structure.
Ces différentes transitions sont repérables sur les courbes de force [286] et correspondent a
des pics dont I’amplitude est la force nécessaire pour rompre 1’interaction correspondante. Le
dernier pic est attribué a la séparation physique des deux entités et donc a leur force
d’adhésion. Or, I’interaction sonde-échantillon fait intervenir souvent plusieurs chaines qui
peuvent ou non étre d’un seul polymere, et un pic peut correspondre soit a 1’¢longation d’un
polymeére soit au détachement moléculaire d’un des fragments en interaction avec la sonde
AFM. On remarque dans la Figure V.14 la présence de motifs en dent de scie sur les courbes
de force. Ces différents pics sont caractéristiques de dépliements moléculaires séquentiels
[150, 287-289] ou de détachements moléculaires successifs des macromolécules liées
spécifiquement a la lectine ConA [287, 289]. On reléve que les pics successifs sont
caractérisés par des forces faibles de 1’ordre de 0,05 a 0,12 nN. En outre, les ¢longations
mesurées peuvent atteindre jusqu’a 1500 nm. Ceci démontre que les macromolécules étirées
sont particuliérement longues. Le nombre important de pics par courbe de force (entre 0 et 15)
traduit un taux d’enchevétrement important et/ou un taux de ramifications important des

macromolécules [150].

Les courbes expérimentales ont par la suite été analysées par les modéles théoriques FIC et
WLC, caractéristiques respectivement du comportement mécanique des polysaccharides et
des protéines sous étirement. Brievement, ces deux modeles mettent en équation la relation
entre la force d’étirement et la distance a partir de laquelle aura lieu la rupture entre la
macromolécule et la sonde (cf. chapitre II). De ces équations, huit paramétres ont été
calculés et examinés, ceux-ci représentant des propriétés conformationnelles et mécaniques
des macromolécules. Ces parametres sont : 1) le nombre de ruptures par courbe de force, 2) le
nombre de monomeres, 3) la longueur de contour L., 4) la longueur de la derniére rupture
Linax, 5) les longueurs de Kuhn /i et 6) de persistance /, calculées respectivement avec les
modeles FJC et WLC et qui reflétent la rigidité des polymeéres, 7) la distance entre deux pics

successifs 0L et 8) la force d’adhésion F,q, qui corresponde a I’amplitude de la derniére
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rupture. Seuls le nombre de monomeéres et la mesure de la rigidité des macromolécules sont
différents selon le modele d’analyse adopté. La Figure IV.15 montre des exemples de courbe

de force-distance avec les ajustements théoriques selon les modeles FIC (courbes rouges) et
WLC (courbes bleues).
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Figure IV.15: Courbes de force expérimentales représentatives (courbes de retrait)
enregistrées en utilisant une sonde fonctionnalisée avec la ConA sur un biofilm de P.
fluorescens de 24 h. Les courbes rouges et bleues correspondent a 1’ajustement des courbes
expérimentales selon les modeles théoriques FJC et WLC respectivement. (a, b, ¢) Exemples
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correspondants a différentes régions de la surface analysée. (d, e, f) Agrandissment de zones
d’intérét respectivement des courbes a, b et c.

La Figure IV.15 montre que le modéle FJC est meilleur dans certains cas en termes
d’ajustement aux courbes expérimentales, alors que dans d’autres cas, ¢’est le modéle WLC.
L’aptitude de chaque mode¢le a décrire les résultats expérimentaux a été évaluée a 1’aide du
parameétre d’optimisation qmin (c.f. chapitre II). Plus ce paramétre est faible, meilleure est la

modélisation théorique.
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Figure IV.16 : (a) Distribution des valeurs qmin calculées pour les modéles FJC et WLC, (b)
distribution du meilleur ajustement par FJC et WLC. Les deux modeles sont considérés
équivalents quand la différence de la qualité d’ajustement est inférieure a 5%.

D’apres la distribution des résidus qmin, 1’ajustement selon le modele FJC est meilleur dans
90 % des cas. Le fait que dans 7 % des cas 1’ajustement est meilleur selon le modele WLC
suggere la présence d’une proportion de segments protéiniques dans les exopolymeres étirés.
Les macromolécules détectées par la sonde fonctionnalisée avec la ConA sont donc
majoritairement de type polysaccharide strict et dans quelques cas de nature plutot
glycoprotéinique. Ces résultats sont en accord avec ce que nous avons rapporté sur des
biofilms de P. fluorescens formés dans des conditions similaires ou 1’ajustement théorique

était meilleur selon le modele FJC dans 75 % de cas [150].

Par la suite, nous avons conduit un traitement statistique des 1024 courbes de force afin
d’extraire les propriétés conformationnelles des polymeres ainsi détectés. Les Figure IV.17 et

Figure IV.18 montrent les distributions statistiques correspondantes.
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Figure IV.17: Propriétés conformationnelles des macromolécules riches en glucose /
mannose d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h formé a pH 7. Les distributions statistiques
sont obtenues a partir des données enregistrées par SMFS avec des sondes fonctionnalisées
avec la ConA : (a) nombre de ruptures, (b) longueur de la derni€re rupture L.y, (¢) longueur
de contour L. (d) distance entre deux pics successifs 0L, (e) forces d’adhésion. *:
pourcentage a zéro de 41 %
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La Figure IV.17 montre que 41% des courbes de force ne présentent aucun évenement de
rupture (pourcentage a zéro), cela signifie que les EPS riches en glucose/mannose ont été
détectées sur 59% de la zone étudiée. L’analyse du nombre d’éveénements de rupture par
courbe, qui varie entre 1 et 17, montre une distribution bimodale (Figure IV.17.a). Les valeurs
les plus fréquentes se situent entre 7 et 13 ruptures par courbe de force. Cette distribution est
moins large que ce qui a été rapporté sur 1’étude de bactéries planctoniques ou ce parametre
variait entre 2 et 25 avec les valeurs les plus fréquentes de ’ordre de 10 et 17 ruptures par

courbe de force [141, 200].

Par ailleurs, lesvaleurs de L. montrent une distribution trimodale allant de 100 a 2000 nm avec
des valeurs les plus fréquentes autour de 230 et 490 nm (Figure IV.17.c). Par contre, les
valeurs de L, présentent une distribution large et asymétrique allant jusqu’a 2500 nm avec
des valeurs plus fréquentes autour de 720 nm. Ces valeurs sont un peu inférieures a celles que
nous avons rapportées dans des conditions similaires [150]. Cependant, on retrouve une
valeur moyenne des L.« qui est 2 a 3 fois plus importante que celle des L.. Cette différence
entre les valeurs les plus fréquentes de L,y et L, suggeére que les macromolécules étirées sont

hautement repliée et / ou ramifiée.

La modélisation montre que les macromolécules seraient constituées d’'un nombre important
de monomeres qui peut atteindre 50000 ou 60000 selon les modeles FIC ou WLC
respectivement, avec les valeurs les plus fréquentes de I’ordre de 1600 et 3400 monomeres
selon le modele FJC et de 3300 selon le modele WLC. (Figure IV.18.a et b). Ces résultats
sont en accord avec nos travaux précédents concernant le biofilm de P. fluorescens dans des
conditions similaires [150]. Cependant, ces valeurs sont inférieures a celles rapportées pour
des mesures similaires réalisées sur bactéries planctoniques [141]. D’autre part, 1’étendue de
la distribution de 5 a 6 fois plus importante que celle obserevée dans le cas des bactéries
planctoniques [141] témoigne d’une plus grande hétérogénéit¢ des EPS dans le cas du

biofilm.
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Figure IV.18 : Nombre de monoméres (a, b) et longueurs de Kuhn, / (c) et de persistance /,
(d) des macromolécules riches en glucose d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h formé dans
dans du LB/50 a pH 7. Les distributions statistiques sont obtenues a partir des données
enregistrées par SMFS avec des sondes fonctionnalisées avec la ConA, (a, ¢) modele FIC, (b,
d) modele WLC

La distribution des longueurs de Kuhn est asymétrique et large (Figure IV.18.c). Elle montre
trois maximums a 0,04, 0,12 et 0,46 nm. Nous attribuons la premiere valeur a I’élongation
d’un monomere de sucre suite a une transition conformationnelle de la position de la liaison
Cs-Ce. L’¢longation associée a cette transition est de I’ordre de 0,06 nm [286]. La deuxiéme
valeur est voisine de la taille de la longueur d’une liaison C-C [286, 290]. La troisiéme valeur
de 0,48 nm peut étre attribuée a un assemblage de deux sucres. En effet, la longueur de Kuhn
approximative pour un monomere équivalent a un sucre est de 1’ordre de 0,24 nm [141, 200].

Une longueur de Kuhn comprise entre 1,2 et 1,4 nm a été calculée pour des exopolymeres de
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Lactobacillus rhamnosus [211].Une telle valeur a été attribuée a la taille d’un monomére des

EPS excrétées par L. rhamnosus qui correspond a un assemblage de six sucres [291, 292].

La distribution des longueurs de persistance /, calculées par le modele WLC montre des
valeurs allant de 0,01 a 0,8 nm, avec un maximum a 0,04 (Figure IV.18.b). Cette valeur est
voisine de ce que nous avons rapporté¢ précédemment dans des conditions similaires [150].
Elle peut étre attribuée aux faibles déformations des tours a l’intérieur de la structure
hélicoidale des protéines [293, 294]. Les valeurs allant de 0,15 a 0,8 peuvent étre attribuées a
un pas typique des hélices a et 3, ainsi qu’a la taille d’un acide aminé qui est de 1’ordre de
0,15 a 1,2 nm [295-297]. Ces résultats appuient les hypothéses extraites a partir de la
modélisation théorique par les modeles FJC et WLC (Figure IV.15) et suggérent la présence

de segments peptidiques au sein de la structure des exopolymeéres étirés par la sonde AFM.

La Figure IV.17.d représente la distribution statistique des distances moyennes entre deux
évenements de rupture successifs (0L). Ce parametre correspond dans le cas d’un polymere
ramifié ou a structure fractale, a la distance moyenne séparant deux ramifications successives
comme nous 1’avons montré dans des travaux précédents [141]. Il permet en outre d’estimer
un degré d’enchevétrement ou de ramification des macromolécules. On remarque que les
valeurs de oL présentent une distribution trimodale avec des valeurs caractéristiques de 47, 85
et 164 nm. Cette distribution montre ainsi I’absence d’une périodicité des ramifications au
sein des macromolécules détectées. On note toutefois que pour les bactéries planctoniques, les
valeurs de L montrent une distribution trimodale caractéristique avec 3 maximums a 30 nm,
60 nm et 90 nm ce qui correspond a une périodicité de 30 nm [141, 200]. Le rapport Lp,x/OL
refléte le taux de ramification des macromolécules étirées, il est de 1’ordre de 15 (720/47)

reflétant une structure hautement ramifiée.

La Figure IV.17.e montre la distribution des forces d’adhésion, celle-ci est large et
asymétrique avec des valeurs arrivant jusqu’a 0,250 nN. Les valeurs les plus fréquentes sont
autour de 0,056 et 0,100 nN. La premiere valeur est proche de celle caractéristique d’une
interaction unique entre une molécule de ConA et un résidu de glucose qui est de 1’ordre de
0,060 nN [285]. La deuxiéme valeur est proportionnelle au nombre de macromolécules riches
en glucose/mannose qui interagissent simultanément avec la sonde AFM, nous détectons donc

le détachement simultané de deux molécules de glucose/ mannose de la sonde. Ces résultats
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sont en accord avec ce qui a été mesuré lors de travaux antérieurs sur un biofilm formé sous
condition de pH non controlé [150]. Sachant par ailleurs, que I’extrémité de la sonde AFM
peut comporter jusqu’a 5 molécules de ConA, et qu’une molécule de ConA renferme quatre
sites d’interaction avec les résidus glucose/mannose ; il est fort probable que nous ayons des
interactions multiples liées a la rupture simultanée de plusieurs liaison sucre-ConA. Cela
signifie que les valeurs obtenues dérivent de la rupture simultanée de 1 a 3 molécules

interagissant avec la sonde AFM a la derniére rupture.

Les macromolécules étirées sont essentiellement localisées au niveau des cellules
bactériennes (Figure IV.13). Ils peuvent correspondre a des structures de surface comme a des
EPS libérées dans la matrice. En revanche, nos résultats témoignent de la grande
hétérogénéité de ces macromolécules comme les distributions sont larges et asymétriques
notamment celles des valeurs de L.y, Le €t du nombre de monomeéres. Ces macromolécules
sont particulierement longues et présentent un nombre important de ramifications qui sont
toutefois moins régulieres que dans le cas des polysaccharides de bactéries planctoniques. Ces
résultats sont en accord avec les données IR et Raman qui ont montré une nature complexe
des polysaccharides. Sachant que les polysaccharides sondées en spectroscopies IR et Raman
correspondent aux fractions intra et extracellulaires. On peut supposer que la production plus
importante dans le cas du biofilm par rapport aux bactéries planctoniques est reliée
essentiellement aux polysaccharides extracellulaires. Il faut toutefois noter que compte tenu
de la fonctionnalisation des sondes AFM avec la ConA, on n’a détecté qu’une fraction des
EPS a savoir celles riches en glucose et/ ou mannose. Des ¢tudes complémentaires avec des
sondes fonctionnalisées avec d’autres lectines sont nécessaires pour cibler différentes EPS

sécrétées.
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2. Biofilm de 24h d’Escherichia coli a pH
7

2.1. Signature IR des culots bactériens d’E. coli planctoniques aux différentes

phases de croissance

Afin d’étudier les variations métaboliques en fonction des phases de croissance dans des
conditions standard (Figure III.11), nous avons enregistré les spectres IR-ATR a différents
temps de croissance. Ceux-ci sont présentés dans la Figure IV.19. Les attributions des bandes
IR dans un spectre de culot bactérien sont discutées dans le début de ce chapitre (Tableau

IV-1).

14+ | —— 90 min -
1 |—— 210 min s
124 |—— 24h i

Absorbance (u. a.)

PS total

AN

T
1800 1600 1400 1200 1000
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Figure IV.19 : Spectres IR-ATR enregistrés sur un cristal en diamant de culots bactériens d’E.
coli en phase exponentielle (90 min), phase stationnaire (210 min) et phase de déclin (24 h),
cultivéés dans du milieu LB 25 g/L. Les spectres sont normés par rapport a la bande Amide II.
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On remarque que les intensités relatives des bandes AmIII-AN (1233 cm™) et PS total (1085
cm™) sont maximales au cours de la phase exponentielle de croissance par rapport aux
protéines. D’autre part, 1’intensité relative de la bande AmIII-AN diminue par rapport a celle
de la bande Amide II a la phase stationnaire, cela signifie que la contribution des PO, des
acides nucléiques et des phospholipides devient moindre par rapport aux protéines. Ceci est
en accord avec une synthése maximale des acides nucléiques au cours de la phase
exponentielle, durant laquelle les cellules se divisent rapidement [298]. D’autre part, la
relative constante du rapport des intensités relatives des bandes AmIII-AN et PS total indique
une augmentation au cours du temps de la contribution des polysaccharides dans la bande PS
total, ce qui est également confirmé par le changement du profil de cette bande. Ceci refléte
une augmentation de la production des polysaccharides durant la phase stationnaire de
croissance. La souche UGB 3152 utilisée produit activement du PNAG. Cerca et al. [299] ont
montré que la production du PNAG est plus importante durant la phase stationnaire de

croissance d’une autre souche d’E. coli, produisant également cet exopolymere.

2.2. Suivi in situ par IR-ATR de 24 premiéres heures de la formation d'un jeune

biofilm d’Escherichia coli

Comme décrite dans le chapitre II, la formation des biofilms débute avec une étape
d’adhésion bactérienne assurée par la circulation a travers la cellule d’écoulement d’une
suspension bactérienne nommée Si.g.. Cette étape se fait dans des conditions statiques
pendant une demi-heure et un flux de 50 mL/h pendant deux heures. La suspension
bactérienne est formée dans du milieu nutritif dilué¢ (LB/10). Afin de vérifier la croissance
bactérienne a cette concentration en apport nutritifs, nous avons €tudi¢ la courbe de croissance

bactérienne correspondante, celle-ci est présentée dans la Figure IV.20.a.
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Figure IV.20 : (a) Courbe de croissance de la souche E.coli UGB 3152 dans du milieu LB/10,
(b) Spectres IR sur un cristal en diamant de culots bactériens d’E. coli en phase exponentielle
(105 min), phase stationnaire (210, 300 min) et phase de déclin (24 h), cultivés dans du milieu
LB/10, les spectres sont normés par rapport a la bande amide II

La courbe de croissance dans du milieu nutritif LB/10 montre une évolution similaire a celle
réalisée dans des conditions de croissance standard (LB a 25 g/L, Figure III.11). Par contre, le
calcul d’un temps de génération n’a pas été possible a cause de l’allure de courbe de
croissance dont la pente est peu/mal définie. Cependant, on peut distinguer clairement les
phases exponentielle et stationnaire. Nous avons enregistré les empreintes spectrales aux
temps correspondants aux phases : exponentielle, stationnaire et de déclin (Figure IV.20.b).
L’évolution des spectres en fonction de la phase de croissance dans un milieu nutritif dilué est
similaire a celle observée dans du milieu nutritif standard. Les intensités des bandes attribuées
aux polysaccharides, phospholipides et aux acides nucléiques sont maximales a la phase
exponentielle, et diminuent durant la phase stationnaire. En revanche, le profil de la bande PS
total n’évolue pas de la méme maniere, reflétant une production de polysaccharides moindre
par rapport a la croissance dans de LB. Mais, compte tenu des courbes de croissance et
I’évolution des autres bansdes, on peut supposer que les bactéries présentent un profil de
croissance typique dans du LB dilué a 10%.

L’évolution du profil spectral IR-ATR et des aires intégrées des principales bandes IR durant

I’étape d’inoculation bactérienne est présentée dans la Figure IV.21.
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Figure IV.21: Evolution du profil spectral IR-ATR au cours de 1’étape d’adhésion
bactérienne : 30 min en mode statique, 2 heures sous un flux de 50 mL/h et (b) Evolution des
aires intégrées des principales bandes des spectres IR-ATR. Cristal ATR en germanium. * :
bande attribuée au polydiméthylsiloxane (PDMS) provenant des tuyaux en silicone (cf. chap.
11-2.2)
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En examinant le profil spectral, on note la présence des bandes témoignant de la présence de
quatre groupes de molécules : les protéines, les polysaccharides, les lipides et les acides
nucléiques. Ceci confirme I’adhésion des bactéries a la surface du cristal. L’intensité des
différentes bandes croit graduellement au cours du temps, ce qui signifie que la colonisation
du cristal par les bactéries est progressive. Comme nous 1’avons observé dans le cas des
biofilms de P. fluorescens, les aires intégrées de toutes les bandes IR principales, a part celle
de VOH augmentent en fonction du temps, ce qui refléte 1’accumulation de la biomasse
bactérienne moins concentrée en eau a la surface du cristal. De méme, comme pour P.
fluorescens, les cinétiques d’adhésion sont caractérisées par la présence des plateaux plus ou
moins marqués selon les expériences. Il a ét¢ démontré que ces variations n’ont pas des
conséquences sur le développement ultérieur des biofilms [118]. A ce stade de la formation
du biofilm, les bactéries forment une monocouche a la surface du cristal comme le montre la
Figure 1V.22, et mesurent en moyenne 2,00 + 0,42 um de longueur et 0,84 = 0,12 pm de
diametre. Nous avons calculé un taux de recouvrement de la surface du cristal ATR de 1’ordre

de 32 %.

Figure IV.22 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un jeune biofilm
de 2,5h d’E. coli exprimant la GFP (fluorescence verte) a la fin de la circulation de la
suspension bactérienne, les images sont prises a deux régions distinctes de la surface du
cristal.

Suite a 1’adhésion bactérienne, du milieu nutritif dilu¢ (LB /10) a été mis en circulation
pendant 21 heures et 30 minutes, I’évolution des principales bandes IR est présentée dans la

Figure IV.23.
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Figure 1V.23 : (a) Evolution des aires intégrées des principales bandes IR au cours de la
circulation de LB/10. (b) Evolution du profil spectral IR d’un biofilm d’E. coli a la surface

d’un cristal Ge apres 3, 6, 9,

12, 15, 18 et 21 h de circulation du milieu nutritif LB/10. La

référence des spectres est le spectre acquis au début de la circulation du milieu LB/10.
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En examinant 1’évolution des aires intégrées des principales bandes IR, on peut distinguer
trois phases : la premicre phase se situe entre zéro et six heures, elle est caractérisée par une
augmentation des aires intégrées des différentes bandes. Cette phase correspond a la division
des bactéries a la surface de cristal de germanium et I’accumulation de la masse bactérienne.
En revanche, compte tenu de I’évolution du profil spectral, cette phase est également
caractérisée par une production importante de polysaccharides.

La deuxiéme phase se situe entre six et 15 heures, et est caractérisée par la stabilisation des
aires intégrées des principales bandes IR. Ce plateau peut étre expliqué comme dans le cas des
biofilms de P. fluorescens par la stabilisation de la biomasse dans le premier micromeétre
adjacent a la surface du cristal. La troisiéme phase se situe entre 15 et 21h, elle est
caractérisée par la diminution progressive des aires intégrées des bandes PS total et AmlII-
AN alors que la bande amide II associée aux protéines varie peu en intensité. Cette diminution
peut étre associée a une diminution de la production des acides nucléiques, reflétant ainsi une
réduction de I’activité métabolique des bactéries [65], ainsi qu’a la diminution du signal IR
collecté a I’interface cristal / biofilm qui peut étre associée soit a un détachement partiel des
bactéries de la surface de cristal soit a une restructuration du biofilm, susceptible d’éloigner la
masse bactérienne de I’interface. Ce qui est en accord avec la variation de la bande de
1’¢longation du groupement OH associée principalement avec 1’eau, en effet 1’aire intégrée de
cette bande est positif, reflétant ainsi I’augmentation de la quantité d’eau a I’interface cristal-
échantillon. La restructuration du biofilm pourra éventuellement expliquer cette évolution
comme la biomasse repoussée loin de la surface du cristal sera remplacée par les molécules

d’eau.

A la fin de circulation du LB/10, nous avons étudié la morphologie du biofilm suite au
marquage d’un biofilm de 24 h d’E. coli avec I’iodure de propidium, marqueur des cellules a
membranes endommagées. L’utilisation de ce marqueur est 1’équivalent de réaliser le test
BacLight ™, qui n’était pas possible dans ce cas car le SYTO® 9 et la GFP émettent une
fluorescence verte, ce qui dégrade la qualité des images enregistrées. La Figure IV.24 montre

en particulier deux exemples d’images obtenues.
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20 um

20 um

Figure 1V.24 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm d’E.
coli de 24 h, exprimant la GFP (fluorescence verte) et marqué a 1’iodure de propidium

La structure du biofilm de 24 h est hétérogéne avec la présence de régions ou les bactéries
s’organisent en multicouches, le taux de recouvrement de la surface est de ’ordre de 70 %.
On distingue la présence de taches circulaires fluorescentes qui témoignent de la présence de
bactéries orientées verticalement. L’adhésion polaire d’E. coli durant les premicres étapes de
formation d’un biofilm a été décrite par Agladze et al. [300]. Les images d’épifluorescence
montrent un pourcentage treés faible de bactéries qui fluorescent dans le rouge (<1%) ce qui
prouve que la majorité de bactéries ont des membranes cellulaires intactes.

La souche d’E. coli utilisée est génétiquement contrélée pour sur-exprimer le PNAG. Afin de
mettre en évidence cette production, les biofilms de 24 h ont été marqués avec la WGA Alexa
Fluor 895%. La Figure IV.25 montre deux exemples des images obtenues par microscopie a

épifluorescence.

Figure IV.25 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm d’FE.
coli marqué par le WGA Alexa Fluor 895 spécifique de PNAG
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Une fluorescence rouge importante a été détectée dans les images a épifluorescence mettant
en évidence la production de PNAG. La membrane bactérienne étant imperméable a la lectine
associée au fluorochrome, le PNAG fait partie de la matrice extracellulaire. Pour étudier les
différences physiologiques entre 1’état de vie sessile et planctonique, les spectres IR de
bactéries planctoniques en fin de phase exponentielle et d’un biofilm de 24 h ont été comparés

(Figure 1V.26).

—— Biofilm d'E. colide 24 h
culot d'E. coli planctonique
La différence (a-b)
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Figure IV.26 : Spectres IR-ATR (a) d’un biofilm d’E. coli de 24 h (crital ATR en
germanium), (b) d’un culot partiellement hydraté¢ de bactéries d’E. coli planctoniques
collectées en fin de phase exponentielle (accessoire ATR en diamant), (c) la différence (a-b)
et (d) du glycogene, solution de 5g/L. (accessoire ATR en diamant). (e) Spectre IR (en
transission) de la chitine * impuretés protéiques dans le glycogéne commercial. Les spectres a
et b sont normés par rapport a la bande Amide II.

Comme dans le cas de P. fluorescens, la transition planctonique-sessile est accompagnée par
plusieurs variations dans les profils spectraux. Notamment, la bande amide II présente une

largeur a mi-hauteur plus importante dans le spectre du biofilm. Les spectres different
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¢galement au niveau de la région des polysaccharides et des vibrations des groupements PO,
(1200 - 950 cm™). Sachant que les épaisseurs sondées sont différentes compte tenu des
critsaux ATR utilisés, et que 1’organisation de bactéries a la surface du cristal dépendra de
leur état, la comparaison des spectres est trés délicate. Mais le spectre de différence permet de
donner une premiére idée sur les variations spectrales pourront étre reliées a 1’état bactérien. Il
montre des bandes a 1153, 1079 et et 1025 cm™. L’absence de la bande a 1085 cm™ peut étre
associée avec une contribution moindre des acides nucléiques par rapport aux polysaccharides
dans le cas du biofilm et donc a une production moins importante des acides nucléiques
compte tenu qu’on n’observe pas une bande vers 1220 cm™ des groupements PO, Les
bandes observées dans cette région spectrale dans le spectre de différence sont attribuées
principalement aux vibrations des polysaccharides. Mais on ne distingue ni la signature du
glycogeéne ni celle du PNAG [301]. Cela n’exclut toutefois pas leur production. E.coli est
connue pour produire du glycogéne intracellulaire qu’elle utilise comme source d’énergie
[302-304]. En outre, cette souche sur-exprime le PNAG, I’absence de sa signature dans le
spectre de différence peur refléter un taux de production proche a 1’état planctonique et a ce
stade du développement du biofilm. D’autant que la production du PNAG dans le biofilm est

révélée par les images a épifluorescence (Figure IV.25)

2.3. Signature Raman des biofilms d’Escherichia coli de 24 h

L’étude des biofilms d’E. coli par MRC a été conduite sous les mémes conditions utilisées
pour 1’étude de ceux de P. fluorescens. Comme nous 1’avons discuté dans le chapitre III, la
signature Raman d’E. coli n’est pas influencée par la longueur d’onde d’excitation utilisée a
cause de son déficit en cytochrome c et par suite I’absence d’un effet Raman de résonance, ce
qui permet de comparer les spectres enregistrés avec différentes longueurs d’onde. La Figure
IV.27 montre des spectres Raman enregistrés a différents endroits d’un biofilm de 24 h d’E.

coli, et d’un culot partiellement hydraté de bactéries d’E. coli en fin de phase exponentielle.

On remarque que les spectres enregistrés sur le méme échantillon présentent des variations au
niveau des intensités relatives des bandes. Ces variations peuvent étre liées a des variations
locales de la composition chimique totale reflétant 1’hétérogénéité¢ de I’échantillon. Notons

toutefois que ces variations sont relativement minimes dans le cas du culot des bactéries
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planctoniques, ceci est en accord avec un état plutot homogene en fin de la phase

exponentielle de croissance.
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Figure IV.27 : Spectres Raman (a) d’un biofilm hydraté de 24 h d’E.coli (Aex: 530 nm, réseau
a 1800 traits) et (b) d’un culot partiellement hydraté de bactéries d’E. coli planctoniques
collectées en fin de phase exponentielle (Aex: 514 nm, réseau a 1200 traits). Spectre moyen (c)
de spectres du biofilm, (d) de spectre d’E. coli planctoniques, (e) la différence c-d. Les
spectres sont normés par rapport a la bande 4 1003 cm™ de la phénylalanine

Par contre, la comparaison des spectres des bactéries planctoniques et du biofilm montre des
différences importantes au niveau des intensités relatives des bandes, ces variations sont
visibles sur le spectre de différence (Figure IV.27.e). On observe que, contrairement au cas de
P. fluorescens, ce spectre montre les bandes des acides nucléiques en négatif notamment, les
bandes & 1575, 1483, 811, 780, 720 et 666 cm™', reflétant une contribution moindre des acides
nucléiques par rapport aux protéines, ce qui suggere une production moins importante des
acides nucléiques dans le biofilm de 24h. Par ailleurs, on trouve une bande positive a 1266
cm™ et un massif de 1040 a 1095 cm™. La premiére résulte probablement du léger décalage de
la bande amide III vers les nombres d’onde supérieurs observé dans le spectre du du biofilm,

la deuxieme bande est attribuée principalement aux polysaccharides, elle est associée avec un
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changement du profil de la bande vers 1100 cm™ dont le maximum se déplace a 1088 cm™
dans le spectre du biofilm. Ces variations reflétent notamment une contribution plus
importante des polysaccharides par rapport aux acides nucléiques et aux protéines dans les

spectres du biofilm, ce qui est en accord avec les résultats IR (Figure IV.26.).

Nous n’avons pas le spectre Raman du PNAG, on peut toutefois faire une comparaison par
rapport a celui du N-acétylglucosamine, ce dernier présente des bandes a 1088 et 1055 cm™
attribuées aux vibrations C-O-H [305]. Une production plus importante du PNAG a I’état
sessile peut expliquer ’apparition des bandes en positif vers 1040 et 1095 cm™ dans le spectre
de différence. Le spectre du N-acétylglucosamine présente également une bande a 1266 cm’™,
une contribution de cette dernicre a 1’amide III peut éventuellement expliquer son décalage
dans les spectres du biofilm. D’autre part, I’amide III du N-acétylglucosamine est vers 1327
cm™, ceci est en accord avec ’augmentation de I’intensité de la bande a 1325 cm™ par rapport
aux protéines observée dans le spectre du biofilm. En particulier, I’intensité vers 1325 cm™
augmente par rapport a la bande a 1335 cm™. On peut attribuer ces observations a une

production plus importante du PNAG a 1’état sessile.

Les informations obtenues a partir des spectres IR et Raman suggérent une production plus
importante des polysaccharides par rapport aux protéines et aux acides nucléiques a 1’état
sessile. Mais les résultats Raman montrent une diminution de la production des acides
nucléiques par rapport aux protéines alors que ceci n’est pas reflété dans les spectres IR. Cela
peut provenir de la différence entre la surface sondée pour chaque technique. En effet, ces
informations sont localisées dans le cas des spectres Raman et moyennées sur la surface du
cristal pour les spectres IR.

Alors que pour les deux souches bactériennes, nous avons observé une augmentation de la
production des polysaccharides, la production des acides nucléiques dans le cas d’E. coli
semble étre moindre a 1’état sessile par rapport a 1’état planctonique contrairement a ce que

nous avons observé pour P. fluorescens.
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2.4. Etude in situ par SMFS des propriétés conformationnelles des EPS produites
par un biofilm de 24 h d’Escherichia coli formé dans des conditions standard de

croissance

Dans le cas d’E. coli, nous avons utilisé des sondes fonctionnalisées avec la WGA, spécifique
du N-acétylglucosamine et de ’acide sialique. La souche utilisée surexprime le PNAG, on
considére qu’on sonde spécifiquement ce polymere. Nous présentons par la suite I’analyse de
1024 courbes de force enregistrées sur une région de 20 x 20 um, ces résultats sont
représentatifs de I’ensemble des données enregistrées. La région analysée est montrée dans la

Figure IV.28.

Figure V.28 : Topographie (a) et cartographie de forces d’adhésion (b) d’une région de 20 x
20 um de la surface d’un biofilm d’E. coli de 24 h

La Figure IV.29 montre des exemples représentatifs de courbes de force expérimentales

obtenues sur la région présentée dans la Figure IV.28.

Les courbes de force montrent une grande variété avec la présence dans certains cas d’une
succession de plateaux et de ruptures, et / ou des transitions sous forme d’escalier caractérisé
par deux plateaux successifs (Figure 1V.29.a). Les ruptures sont caractérisées par des forces
relativement importantes pouvant atteindre jusqu’a 0,25 nN comme dans 1’exemple montré
dans la Figure IV.29.c, ce qui refléte une grande stabilité des polymeres étirés. De méme, les
courbes montrent des ¢longations allant dans certains cas jusqu’a 6000 nm. Ce profil des

courbes de force en palier est typique d’un réseau de polymeéres plus ou moins enchevétré
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[288, 306]. La succession de plateaux séparés par des ruptures refléte un réseau moyennement

enchevétré alors que les transitions en forme d’escaliers sont caractéristiques d’un réseau

hautement enchevétré [288].
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Figure IV.29 : Courbes de force-distance expérimentales représentatives (courbes de retrait)
enregistrées en utilisant une sonde fonctionnalisée avec la WGA sur un biofilm d’E. coli de
24 h, chaque courbe de force-distance correspond a une région distincte d’un méme
échantillon, (*: transition sous forme d’escalier, A: plateau, les fleches indiquent des
évenements de rupture)
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Les plateaux sont attribués selon la littérature au déroulement d’une structure donnée [307],
c'est-a-dire la rupture successive d’une série de liaisons de méme type. La force demeure
constante parce que la rupture d’une seule liaison est enregistrée a chaque fois. Ce genre de
plateaux a déja été observé dans les courbes de force de la carraghénane [308], du xanthane
[309, 310], et du curdlan [311], et a été attribué au déroulement des hélices double brin dans
le cas de carraghénane et de xanthan et des hélices triple brin dans le cas du curdlan . Dans
nos résultats, nous attribuons ces plateaux a un aspect similaire de liaisons intermoléculaires
ou inter-chaines avec déroulement de chaines interconnectées, la Figure 1V.30 montre un
schéma explicatif. Un comportement comparable de polysaccharides de gels marins a été

récemment rapporté [288].
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Figure IV.30 : Schéma explicatif de 1’étirement d’un réseau de polymere (a) la transition sous
forme d’un pas d’escalier correspond au déroulement des enchevétrements de polysaccharides
au sein du réseau, (b) les plateaux sont attribués au déroulement d’une structure des chaines
enchevétrées par rupture successive d’une série de liaisons de méme type

Par ailleurs, nous avons observé dans quelques cas la présence de plateaux successifs (sous

forme d’escaliers) dont la transition ne passe pas par une augmentation de la force d’attraction
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(Figure 1V.29.a). Ceci a déja été observé sur des gels de carboxyméthylcellulose [312] et de
poly(N-isopropylacrylamide) [287] dans des conditions pauvres en solvant, ainsi que sur des
gels de polysaccharides marins [288]. Ils ont été attribués au déroulement successif de fibres
individuelles a partir d’un fagot de fibres entrelacées [312] ou d’une zone d’attraction [287].
Dans le cas de gels marins, ces plateaux en escaliers ont été attribués au détachement de fibres
a partir de zones de jonction présentes dans le réseau de polymeéres [288]. Dans nos résultats,
ce profil de courbes de force est toutefois rare, nous supposons alors que les transitions
observées correspondent a 1’étirement des polymeéres a partir des zones de jonction du réseau
et donc au déroulement des enchevétrements de polysaccharides (Figure 1V.30). L’ensemble
de ces interprétations suggere que le PNAG forme une matrice en forme de réseau hautement

enchevétré autour des cellules.

Les courbes de force ont été modélisées avec le modele FIC spécifique aux polysaccharides.
Toutefois, comme ce modele est valable pour des EPS libres, c’est-a-dire non liés ou
contraints dans un réseau, seules les longueurs maximales de contour (Lya.x) et les forces
d’adhésion refletent les caractéristiques réelles des EPS du biofilm étudié. La Figure 1V.31

montre les distributions statistiques de ces parameétres.
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Figure IV.31: Propriétés conformationnelles des exopolymeres riches en Poly N-acetyl
glucosamine (PNAG) d’un biofilm d’E. coli de 24 h obtenues par SMFS avec des sondes
fonctionnalisés avec la WGA. Distributions statistiques des (a) Lya.x et des (b) Forces
d’adhésion, * : pourcentage a zéro = 46%

D’aprés La Figure IV.31, les EPS riches en N-acétylglucosamine ont ét¢ détectés uniquement
sur 46% de la surface étudiée du biofilm. Cette valeur est calculée a partir de pourcentage des

courbes de force qui ne présentent aucun événement de rupture. D’apres la Figure IV.31.a on
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note des élongations allant de 100 jusqu’a 7000 nm, ceci refléte la production de polymeéres
de différents poids moléculaires, ainsi que la complexité et I’hétérogénéité du réseau de
PNAG. Les forces d’adhésion montrent une distribution bimodale avec les valeurs les plus
fréquentes autour de 0,038 et 0,100 nN. La premiére valeur est voisine de celle rapportée pour
une interaction unique entre une molécule de WGA et une molécule de N-acétylglucosamine
de ’ordre de 0,047 nN [313]. Nous I’attribuons donc a I’interaction simple entre une lectine
greffée a la surface de la sonde et un résidu de sucre d’un polymere a la surface du biofilm. La
deuxiéme valeur est trois fois plus grande, elle refléte des interactions multiples entre la sonde
AFM et les polymeres de surface. Il faut préciser que la WGA posséde plusieurs sites
d’interaction avec le PNAG [226], de plus jusqu’a 5 molécules de WGA peuvent étre greffées
a I’apex de la sonde AFM selon le protocole utilisé¢ [285]. Cette valeur peut donc aussi étre
attribuée au détachement simultané de trois molécules riches en N-acetylglucosamine de la
sonde AFM. Ces molécules peuvent correspondre soit a trois molécules de PNAG soit a trois

segments moléculaires (ramifications) d’une ou de plusieurs molécules.

En conclusion, les EPS produites par la souche d’E. coli étudiée forment un réseau hautement
enchevétré autour des cellules bactériennes. Ces résultats sont en accord avec notre hypothése
pour expliquer certaines variations spectrales au cours de circulation du milieu LB/10, a
savoir la diminution de l’intensité de certaines bandes et I’augmentation de signal des
vibrations O-H. En effet, la formation d’un tel réseau autour des bactéries peut les éloigner de
la surface du cristal diminuant ainsi le signal. Il est a préciser que ces résultats ne décrivent
qu’une fraction d’EPS a savoir le PNAG. Des ¢tudes complémentaires sont nécessaires pour
mieux caractériser les exopolyméres de la matrice extracellulaire. D’autant que les résultats
IR et Raman ont montré une production importante de polysaccharides (intra et

extracellulaires).

Ces résultats different de ce que nous avons obtenus dans le cas d’un biofilm de P.
fluorescens, dans lequel les bactéries secrétent des exopolymeres longs et ramifiés mais qui
sont toutefois modélisables par les modeles décrivant des polymeéres simples. Ces différences
témoignent I’importance de polysaccharides dans la structure de la matrice extracellulaire des

biofilms ainsi que la particularité¢ de chaque biofilm.

161



162



Chapitre V

Influence d’un stress acide sur la
formation des biofilms de
Pseudomonas fluorescens et
Escherichia coli

163



164
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Nous avons caractérisé dans le chapitre IV le développement des biofilms de deux modéles
bactériens : P. fluorescens et E. coli dans des conditions standard de croissance non
stressantes. Ce chapitre sera dédi¢ a 1’étude d’une part du développement des biofilms sous un
stress environnemental imposé a savoir une modification du pH, c'est-a-dire les changements
métaboliques et biochimiques qui suivent son application et d’autre part a la caractérisation in
situ de la composition chimique des biofilms de 24 h ainsi formés et de la conformation des
EPS. Dans ce but, nous avons gardé les conditions opératoires utilisées pour la formation des
biofilms décrits dans le chapitre IV et avons modifi¢ le pH lors de la circulation du milieu LB
stérile. Ainsi, apres la circulation de la suspension bactérienne, le pH du milieu nutritif dilué
qui assure le développement des biofilms était fixé a 3 et 5 pour le stress acide et a 9 pour le
stress basique. Dans ce mémoire, seuls les résultats du stress acide (pH 3) seront présentés,

I’exploitation et I’interprétation de I’ensemble des donnés n’étant pas totalement terminées.

1. Etude de la formation d’un jeune
biofilm de Pseudomonas fluorescens
dans un milieu acide

1.1. Suivi in situ du développement d'un biofilm de Pseudomonas fluorescens sous

condition de stress acide

La spectroscopie IR en mode ATR permet de suivre in situ et en temps réel le développement
des biofilms en milieu acide en sondant les changements immédiats, de nature chimique liés a
la protonation des groupements chimiques, et ceux « différés » résultants de I’effet du pH sur
le métabolisme bactérien. La formation des biofilms a été initiée en suivant le méme
protocole utilisé pour la formation des biofilms de référence. Durant les trois heures de
circulation de la suspension bactérienne Sy.py, les spectres IR ont été enregistrés pour vérifier
1’état du biofilm. Ces spectres sont similaires a ceux obtenus précédemment au cours de cette
étape. Par la suite, la suspension So.pra été remplacée par du milieu nutritif dilué (LB/50) dont

le pH est fixé a 3.
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Effet immédiat de la diminution du pH

Afin d’étudier I’effet immédiat de la diminution du pH de 7 a 3, nous avons comparé le
dernier spectre enregistré lors de la circulation de la suspension bactérienne (pH ~ 7) et le
premier spectre enregistré suite a la circulation du milieu LB/50 de pH 7 ou 3 (Figure V.1).
Les temps séparant I’enregistrement des deux spectres sont de 42 et 6 minutes respectivement

pour le pH 7 et 3.
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Figure V.1 : Spectres IR-ATR d’un trés jeune biofilm de 3h de P. fluorescens enregistrés a la
fin de circulation de la suspension So_ps (trait rouge) et au début de circulation de LB/50 (trait
bleu) au pH 7 (3h et 42 minutes) et 3 (3h et quelques minutes). Cristal ATR en germanium.
Le spectre de référence est le premier spectre enregistré suite a la circulation de la suspension

So-rr

D’apres la Figure V.1, on remarque une évolution tres différente des spectres selon le pH du
milieu LB/50 en circulation. Pour le pH 7, I’ensemble de la signature est légerement plus
intense suite au développement du biofilm au cours de la période de 42 minutes séparant

I’enregistrement des deux spectres. En revanche, quand on remplace la suspension
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bactérienne par du LB/50 a pH 3, on observe une évolution du profil spectral nettement
différente. On observe une forte diminution de I’intensité v OH (3600-3000 cm™), avec une
augmentation de I’intensité de la plupart des bandes notamment celles associées aux
élongations CH, (2925 et 2854 cm™), a la déformation CH, (vers 1460 cm™), aux élongations
antisymétrique (1280-1190 cm™) et symétrique (vers 1084 cm™) de PO,, et aux
polysaccharides (1150-950 cm™), et de la bande 4 970 cm™ et I’apparition d’une bande vers
1015 cm™. Comme I’intensité du signal IR dépend entre autres facteurs, de la proximité des
bactéries du cristal ATR (cf. chapitre II), I’augmentation en intensité du spectre apres
quelques minutes de circulation de LB/50 a pH 3 ne peut étre due qu’au rapprochement des

bactéries de la surface du cristal.

Les variations spectrales trés rapides, voire peut-étre quasi immédiates, au changement de pH
ne peuvent pas provenir d’une réponse bactérienne. Elles sont 1’effet direct du pH sur certains
groupements chimiques de surfaces bactériennes [85]. En effet, on observe sur les spectres
une augmentation de D’intensit¢ du massif de 1750 a 1700 cm™ associé aux vibrations
d’élongation C=0 des esters et des acides carboxyliques [245, 314] parallélement a une
diminution de I’intensité dans la région de 1600 a 1580 cm™ attribuée aux vibrations
d’¢élongation antisymétrique du groupement COO™ [314, 315]. L’intensité de la bande a 1400
cm’ associée avec les vibrations d’élongation symétrique du groupement COO™ [314] varie
peu. Ces observations reflétent la protonation des groupements COO" suite a la diminution du
pH. En effet, le pH modifie la charge de la surface bactérienne en protonant certaines
groupements chimiques comme notamment les groupements COO’, ce qui entraine une
diminution de la charge négative a la surface bactérienne et de ce fait une diminution des
répulsions électrostatiques entre les EPS a la surface des bactéries ainsi qu’entre les bactéries
et la surface de cristal. Suite a cette réduction des répulsions intra et intermoléculaires, les
EPS peuvent donc davantage se replier et s’entasser a la surface [85, 86, 316], d’ou le
rapprochement des bactéries de la surface du cristal et Iaugmentation de l’intensité de
I’ensemble du spectre. Ce rapprochement provoque simultanément 1’augmentation des bandes
d’¢élongations C-H et la diminution de la bande d’¢longations O-H. Ces résultats sont en
accord avec ceux décrits par McWhirter ef al. qui ont observé le rapprochement de bactéries
P. aeruginosa a la surface d’un cristal ATR de ZnSe dans des conditions acides [85, 86].

D’autre part, le changement du profil spectral dans la région de 1300 a 900 cm™ avec

I’augmentation importante en intensité suggérent que ’augmentation du signal est due
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principalement aux EPS, cependant, on ne peut pas juger de leur nature précise plusieurs

effets se combinant.

Développement du biofilm a pH 3

L’évolution spectrale durant les 21h de la circulation du LB/50 a pH 3 est montrée dans la

Figure V.2 comparée a celle lors de la circulation du LB/50 a pH 7.

Suite a la mise en circulation de LB/50 a pH 3, 1’évolution spectrale est nettement différente
de celle observée a pH 7. On observe notamment une poursuite de la diminution de I’intensité
v OH (3600-3000 cm™), d’ailleurs, cette diminution est beaucoup plus importante que celle
observée a pH 7 (Figure V.2), ceci est accompagnée par une poursuite de 1’augmentation de
I’intensité des bandes associées aux élongations CH, (2925 et 2854 cm™) et a la déformation
CH, (vers 1460 cm™). A ce propos, on note que Iintensité des bandes des ¢longations CH; est
de méme ordre de grandeur que Iintensité du signal dans la région de 1800 4 900 cm™, ce qui
est tout a fait remarquable compte tenu de la faible épaisseur analysée a ces nombres d’onde,
de plus le profil de ces bandes change, notamment la bande 4 2854 cm™ qui est mieux définie
qu’a pH 7. Cette bande étant particulierement sensible a I’ordre conformationnel des lipides et
a leur assemblage, les modifications observées pourraient indiquer une altération de

I’organisation des chaines lipidiques au sein des membranes bactériennes.
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Figure V.2 : Spectres IR-ATR apres 15, 45 min, 2, 3, 5,5 et 18 h de la circulation de LB/50 a
pH 7 et 3. Cristal ATR en germanium. Les spectres ont comme référence le premier spectre
enregistré suite a la circulation de LB/50
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1

sont

Les variations des spectres par rapport au pH dans la région entre 1800 et 900 cm”

présentées dans la Figure V.3.
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FigureMV.3 : Comparaison de I’évolution des spectres IR-ATR d’un biofilm de P. fluorescens
durant 21 h de circulation de LB/50 a pH 7 et 3. Cristal ATR en germanium

On remarque que I’intensité du massif vers 1720 cm™ continue & augmenter parallélement
avec la poursuite de diminution de I’intensit¢ des bandes associées aux ¢€longations
antisymétrique et symétrique des COO™ vers 1580 et 1400 cm™. A ces deux bandes s’ajoute
une qui apparait en négatif vers 1490 cm’, d’autres bandes associées aux COO™ peuvent
éventuellement contribuer au signal dans la région de la bande amide II. En effet, on observe
une diminution importante de I’intensité de cette bande par rapport a I’amide I, sachant qu’il y
aura a priori une contribution négative de la bande de déformation OH vers 1640 cm™. Ce
changement d’intensité et de profil des bandes amides I et II peut en partie étre lié aux
variations des bandes attribuées aux groupements COO’, suite a leur protonation /
déprotonation, se situant dans cette région, en particulier vers 1580 cm™, et appartenant a un

certain nombre d’acides aminés [317] et / ou de polysaccharides [315]. Ceci a déja été
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observé par Jiang et al. sur les spectres de suspensions des bactéries a Gram négatif [314]. On
ne peut pas non plus exclure un effet éventuel du changement de la structure protéique. Ceci
¢tant, les intensités des bandes amides I et II sont nettement plus basses dans les spectres du
biofilm formé a pH 3 par rapport aux spectres a pH 7 et les profils assez différents. La bande
amide A des protéines vers 3288 cm’ est également nettement moins marquée. Ces
observations témoignent d’une synthése protéique beaucoup plus faible a pH 3. Par ailleurs,
’augmentation progressive de l'intensité du massif a 1720 cm™ associé aux acides
carboxyliques et esters nouvellement synthétisés et en parall¢le la diminution de I’intensité
des bandes associées aux groupements COO™ semble suggérer une protonation progressive
des substances intracellulaires. Il est a noter que mises a part les bandes des ions carboxylates
nous n’observons aucune autre bande négative indiquant par la méme que la biomasse

présente au début de la circulation du milieu LB demeure présente a la surface.

La bande associée a 1’¢longation antisymétrique du groupement PO, apparait désormais
plutét autour de 1220 au lieu de 1230 cm™. Comme la bande amide II évolue trés peu, les
variations observées pour cette bande reflétent essentiellement les groupements PO, des
acides nucléiques et des phospholipides. Cette bande est particuliérement sensible aux
changements structuraux des P=0O et P-OH des phospholipides [318, 319] et aux liaisons
hydrogene [320, 321]. En revanche, dans le cas des acides nucléiques, elle est peu sensible au
changement de pH (pH : 7 - 3) selon Tajmir-Riahi ef al. [322]. Ce décalage peut étre associé
avec la protonation des groupements PO," des phospholipides et aux variations des liaisons
hydrogeéne. Or, il n’y a pas évolution au cours du temps, il ne semble pas que la bande
précédemment a 1230 cm™ se retourne par exemple suite a la production des substances
intracellulaires contenant des groupements PO, . Cela signifierait que les nouvelles substances
contenant des PO2" seraient protonées et donc en contact avec le milieu acide. Omoike et a/
[323] ont observé un décalage de cette bande aux nombres d’onde inférieurs dans les spectres
des EPS extraites de Bacillus subtilis soumis a une variation de pH (de 9 a 2,6) qu’ils ont
attribué¢ a la complexation des protons par les groupements phosphate des EPS. On peut
attribuer les variations de cette bande a un phénomeéne pareil impliquant la protonation des
groupements PO,  des substances extracellulaires dont la nature est mal définie ou
éventuellement des substances intracellulaires.

1

D’autre part, la bande 4 1085 cm™ se retrouve plutét & 1067 cm™, celle a 1151 cm™ se

retrouve a 1143 cm™ et est 1égérement plus intense, de méme 1’épaulement a 1058 cm™ est
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décalé 4 1050 cm™. Le changement du profil de cette région spectrale peut étre attribué aux
variations des liaisons hydrogéne intramoléculaires [314] sachant que la bande d’élongation
symétrique du groupement PO, vers 1080 cm™ est moins sensible aux variations des liaisons
hydrogéne que celle d’¢longation antisymétrique [321]. Un décalage de ces bandes aux
nombres d’onde inférieurs a pH faible a été observé pour des EPS extraites de Bacillus
subtilis pH (2,6 a 9) [323] et pour ’acide aminomethylphosphonic (pH de 2 a 7) [324]. Ce
décalage a ¢été attribué principalement a la diminution des liaisons hydrogéne au niveau des
groupements PO, et a la dissociation des groupes O-H des acides carboxyliques et des
polysaccharides en augmentant le pH [323]. D’autre part, I’absence de la bande 4 1085 cm™
suggere une forte diminution de la production des acides nucléiques, comme 1’¢longation
symétrique des groupements PO, des acides nucléiques est trés peu sensible a la variation du
pH [322]. D’autre part, le rapport 220 / Ijps7 est inversé ce qui refléte une contribution
moindre des polysaccharides et donc une production faible de ceux-ci. Ces résultats suggerent
que les produits nouvellement formés sont en majorité de nature lipidique avec sans doute une
part protéique mais des études complémentaires sont nécessaires pour en déterminer

exactement la nature.

1.2. Caractérisation vibrationnelle (infrarouge et Raman) du biofilm de P.

fluorescens de 24 h formé sous condition acide

Les spectres IR ont montré des différences métaboliques importantes entre les biofilms
formés a pH 7 et 3. De plus a 24 h, la structure membranaire et I’état d’organisation des
lipides semblent étre affectés par la diminution du pH. La région spectrale entre 1300 et 900
cm’ est perturbée par I’effet des liaisons hydrogéne sur les vibrations des groupements
phosphate, mais elle témoigne d’une production faible des polysaccharides et des acides
nucléiques, de méme la synthese protéique est fortement diminuée par rapport au pH 7. A la
fin de la circulation de LB/50, nous avons enregistré des images par microscopie a
épifluorescence suite au test test BacLight™ pour étudier I’intégrité membranaire. La Figure

V.4 montre en particulier deux images.
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Figure V.4 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm de 24 h
de P. fluorescens, formé sous condition de stress acide, suite au test BacLightTM, (mélange de
Syto 9, fluorochrome vert des cellules intactes, et d’iodure de propidium, fluorochrome rouge

\

des cellules a membranes endommagges), les images présentées sont enregistrées a deux
endroits différents du cristal

Ces images montrent que le biofilm est constitué principalement d’une seule couche
bactérienne avec la présence de certaines régions ou les bactéries se regroupent en amas avec
un taux de recouvrement de 33%. On remarque que les bactéries fluorescent en rouge, ce qui
signifie que leur membranes plasmiques sont endommagées [325] alors qu’a pH 7, ce test
montre que les bactéries posseédent des membranes intactes. Le milieu acide endommage les
membranes bactériennes, ce qui peut expliquer en partie le changement du profil des
¢longations CH,. D’autre part, cela peut favoriser 1’échange des protons avec le milieu
environnant et / ou éventuellement la fuite des composants intracellulaires et peut expliquer
les observations spectrales témoignant une diminution progressive des bandes associées aux
COO™ notamment celles 4 1580 et 1400 cm™ qui peut donc correspondre a la protonation des
groupements COQO" intracellulaires ou alors a la fuite de compsoés contenant ces
groupements. Ceci peut également expliquer en partie que la majorité des PO,™ détectés seront
protonés. Or, ces modifications spectrales sont observables dés 15 minutes de circulation de
LB/50 a pH 3. En admettant un effet d’une perturbation de la structure membranaire, celle-ci
se fait treés rapidement, ou alors, il y a d’autres phénoménes mis en jeu. D’autre part, le taux
de recouvrement (33 %) est comparable a celui calculé a la fin de circulation de la suspension
bactérienne [117]. Donc, il semblerait que le milieu acide ralentit fortement ou inhibe la
multiplication bactérienne au sein du biofilm d’ou un taux de recouvrement faible. Ceci
confirme qu’au cours de la période de la circulation de milieu LB on ne détecte plus la

signature IR-ATR caractéristique des bactéries P. fluorescens. Les bactéries semblent
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toutefois rester métaboliquement actives car les spectres IR évoluent tout au long des 21 de la

circulation du milieu LB/50.

Le biofilm de 24 h a été étudié par MRC pour acquérir des informations supplémentaires sur
sa composition chimique. Les spectres ont été enregistrés avec une longueur d’onde
d’excitation de 530 nm. La Figure V.5 montre deux exemples de spectres Raman obtenus sur
deux zones d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h formé a pH 3 comparés a ceux d’un

biofilm formé a pH 7.
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Figure V.5 : Spectres Raman d’un biofilm hydraté de P. fluorescens de 24 h formé dans un
milieu LB/50 a pH 7 et 3. Longueur d’onde d’excitation : 530 nm. Les spectres correspondent
a des régions différentes des biofilm et sont normés par rapport a la bande 4 1003 cm™, réseau
a 1800 traits (A, * bandes attribuées au Ge et a I’O; respectivement)

Le rapport signal / bruit est nettement mieux dans le cas des biofilms formés a pH 7, ceci peut
étre relié avec le taux de recouvrement faible a pH 3 et la présence de bactéries sous forme
plutot dispersée (Figure V.4). En outre, les spectres enregistrés a pH 3 et 7 présentent des
différences importantes au niveau des intensités relatives des bandes selon 1’endroit analysé.
Ces variations sont plus importantes dans le cas du biofilm formé a pH 3, en particulier au

niveau des bandes de déformation CH, et CH respectivement vers 1450 et 1330 cm™. D’autre
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part, ’intensité de la bande amide III augmente, parallélement avec un changement du profil
de la bande centrée 4 1080 cm™, notamment par changement des intensités relatives des
bandes vers 1093 et 1058 cm™. Un changement du profil de cette derniére est également
observé dans les spectres du biofilm formé a pH 7 mais a un moindre degré. Comme les
spectres sont normés par rapport a la bande de la phénylalanine, les variations de la bande
amide III proviennent principalement des acides nucléiques. La bande centrée a 1080 cm™ est
composée de plusieurs bandes : celle & 1095 cm™ associée aux élongations C-C et C-O-C des
polysaccharides et a ’élongation symétrique du groupement PO, et celle a 1058 cm™ est
principalement attribuée aux polysaccharides. Ces variations reflétent une composition totale
différente des substances sondées notamment des polysaccharides et des acides nucléiques.
L’¢tude en MRC est localisée a I’échelle du micrometre, selon [I’endroit analysé, la
composition chimique peut étre différente notamment en fonction de la nature des EPS
produites, mais aussi du métabolisme bactérien. Les images a épifluorescence du biofilm de
24h formé a pH 3 ont montré que les membranes bactériennes sont endommagées, la

libération des composants intracellulaires peut également contribuer a ces différences.

Par rapport aux spectres du biofilm formé a pH 7, on remarque une diminution de I’intensité
du massif centré & 1330 cm™ par rapport aux protéines accompagnée d’un changement de son
profil, avec la bande a 1339 cm™ moins définie que dans les spectres du biofilm formé a pH 7.
Ce massif est attribué principalement aux déformations des CH des protéines et des
polysaccharides, la diminution de son intensité relative par rapport aux protéines reflete une
contribution moindre des polysaccharides par rapport au biofilm formé a pH 7. De méme, le
profil du massif centré a 1080 cm™ est différent de celui observé dans les spectres du biofilm
a pH 7, avec diminution de ’intensité de la bande a 1095 cm™ reflétant une diminution de la
contribution des acides nucléiques par rapport aux protéines, ce qui suggere une réduction de

la synthese des acides nucléiques.
Afin d’étudier la production éventuelle de polysaccharides, nous avons marqué le biofilm

avec la ConA-TxR spécifique aux résidus glucose et mannose. La Figure V.6 montre deux

exemples d’images enregistrés par microscopie a épifluorescence.
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Figure V.6 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm de 24 h
de P. fluorescens, marquage au ConA-TxR spécifique de résidus de glucose et de mannose,
les images correspondent a deux endroits différents du cristal

La fluorescence rouge signifie la présence de résidus de glucose et / ou de mannose. Une telle
fluorescence a été observée dans le cas du biofilm de référence et nous 1’avons attribuée a la
production de glycogene extracellulaire, sa signature ayant été décelée dans les spectres IR
(cf.chapitre IV, Figure IV.6). Dans le cas présent, les spectres du biofilm formé a pH 3 ne
montrent pas la signature IR du glycogene, ce qui refléte un taux de production faible ou

éventuellement, la production d’un autre polysaccharide a base de glucose et / ou de mannose.

On remarque d’ailleurs que les spectres du biofilm formé a pH 3 ne montrent pas la bande
associée au cytochrome ¢ & 750 cm™, contrairement au cas du biofilm formé a pH 7. Ce signal
est sensible a I’état d’oxydation du cytochrome c, un signal plus faible peut €tre associé a une
activité métabolique faible. Or, il est localis¢ au niveau des membranes bactériennes qui sont
endommagées suite au stress acide, la dénaturation de la protéine peut favoriser 1’oxydation

de son groupement héme.

1.3. Etude par SMFS des propriétés conformationnelles des exopolymeres d’un

biofilm de Pseudomonas fluorescens de 24 h formé a pH 3

Les résultats discutés ci-apres correspondent a une cartographie de 1024 courbes enregistrée
sur une région de 20 x 20 um et sont représentatifs de I’ensemble des données enregistrées.

La Figure V.7 montre les cartographies de hauteur et d’adhésion correspondantes.
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Figure V.7 : Topographie (a) et cartographie de forces d’adhésion (b) d’une région de 20 x 20
um de la surface d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h formé a pH 3

On observe sur la cartographie de hauteur la présence des amas dispersés de bactéris a la
surface. Les forces d’adhésion sont maximales essentiellement a leur entourage. La Figure V.8
présente des exemples représentatifs de courbes de force expérimentales obtenues sur un
biofilm de P. flluorescens de 24 h formé a pH 3. Comme dans le cas des biofilms formés dans
des conditions de référence, nous avons utilisé des sondes fonctionnalisées avec la ConA, les
mesures ont été faites ainsi dans une solution tamponnée a pH 4,7, optimum pour 1’activité de

la ConA.

Les courbes de force présentées dans la Figure V.8.a et ¢ montrent des motifs en dents de scie
comparables a ceux déja observés sur les courbes de force obtenues sur le biofilm référence.
Cependant ces motifs sont moins fréquents et moins nombreux. La signification de ces pics a
déja été discutée dans le chapitre IV. Ils sont en général attribués a des dépliements
moléculaires séquentiels [150, 288, 289] ou a des détachements moléculaires successifs des
macromolécules liées spécifiquement a la lectine ConA [289]. Ces courbes de force
renferment jusqu’a 23 pics dans certains cas, caractérisés par des forces de 1’ordre de 0,160
nN, et montrent des €longations pouvant arriver jusqu’a 3000 nm, donc les exopolymeres
détectées par la sonde et étirées sont particulierement longs et ramifiés vu le nombre
important de pics par courbe de force. D’autre part, certaines courbes de force montrent des
¢longations courtes en dessous de 1000 nm (Figure V.8.d-e) avec un nombre de pics inférieur
a dix. Ces courbes de force correspondent probablement a 1’extension d’exopolymeres courts

et moins ramifiés.
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Figure V.8 : (a, c-f) Courbes de force expérimentales représentatives (courbes de retrait)
enregistrées en utilisant une sonde fonctionnalisée avec la ConA sur un biofilm de P.
fluorescens de 24 h formé a pH 3, (b) agrandissement d’une région d’intérét. Les courbes de
force correspondent aux différentes régions d’un méme biofilm. Les courbes rouges et bleues
correspondent a 1’ajustement de ces courbes respectivement selon les modeéles théoriques FIC

et WLC.
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L’analyse subséquente de I’ensemble des données a été faite par les deux modeles théoriques
FJC et WLC. Des exemples des ajustements théoriques selon les deux modéles sont présentés
dans la Figure V.8, les deux modeéles montrent un bon accord avec les données
expérimentales. L’évaluation des ajustements théoriques se fait suivant le parametre
d’optimisation gmin, qui est d’autant plus faible que le modéle est plus adéquat pour la
description des résultats expérimentaux. La Figure V.9 montre la distribution de ce paramétre

selon les deux modéles.
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Figure V.9 : (a) Distribution des qmin calculés pour les modeles FIC et WLC, (b) distribution
du meilleur ajustement par FJC et WLC. Les deux modéles sont considérés équivalents quand
la différence de la qualité d’ajustement est inférieure a 5%.

Comme dans le cas du biofilm référence, 1’ajustement est nettement meilleur avec le modele
FIC, et ceci dans 93 % des cas. La présence d’une faible fraction de segments protéiniques est
révélée par le fait que le modele WLC donne un meilleur ajustement dans 5% des cas. Les

Figure V.10 et Figure V.11 montrent les distributions statistiques des parameétres calculés.

D’apres la Figure V.10, 63 % des courbes de force ne présentent aucun événement de rupture,
par la suite, une interaction entre la sonde fonctionnalisée et les exopolyméres n’a été établie
que dans 37 % de cas. En comparant ces résultats avec ceux obtenus pour le pH 7 (Figure
IV.17), on remarque une production plus importante des EPS riches en glucose / mannose a
pH 7 puisque la fréquence des interactions entre la sonde et 1’échantillon est de 1’ordre de 60
%. Par ailleurs, 1’analyse statistique des courbes de force montre jusqu’a 20 ruptures par

courbe de force (Figure V.10.a), les valeurs les plus fréquentes étant autour de 5 contre 11
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dans le cas du biofilm formé a pH 7 (Figure IV.17.a) ce qui suggere que les exopolymeéres

sont moins ramifiés a pH 3.
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Figure V.10 : Propriétés conformationnelles des exopolymeres riches en glucose d’un biofilm
de P. fluorescens de 24 h formé en milieu LB/50 a pH 3. Les distributions statistiques sont
obtenues a partir des données enregistrées par SMFS avec des sondes fonctionnalisées avec la
ConA : (a) nombre de ruptures, (b) Lmax, (¢) Lc, (d) L, (e) forces d’adhésion, * : pourcentage
azéro=63 %
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D’autre part, les distances maximales de rupture, L,y présentent une distribution asymétrique
centrée autour de 360 nm avec des valeurs plus ¢€levées arrivant jusqu’a 1500 nm (Figure
V.10.b) contre une distribution centrée a 720 nm dans le cas du biofilm formé a pH 7 (Figure
IV.17.b). Cette valeur est proche de la valeur minimale des L., ceux-ci montrent une
distribution asymétrique centrée a 290 et 830 nm. La proximité des L.x et des L reflétent un
taux de ramification faible de macromolécules. Ces distributions se distinguent de celles
obtenues pour un biofilm formé a pH 7 (Figure IV.17.b, ¢) ou dans des conditions de pH non
contrdlé [150]. Ces derniéres montrent en effet un rapport Lpy.x/L. supérieur a deux reflétant
une structure ramifiée des exopolymeéres étirés. Ces résultats suggeérent que 1’acidité du milieu
aboutit au raccourcissement des exopolymeres ainsi qu’a la diminution de leur taux de

ramification.

Les valeurs du parametre 5L (Figure V.10.d) montrent une distribution largement asymétrique
centrée autour de 42 et 75 nm, ceci suggere que les ramifications ne sont pas périodiques. Ces
résultats se ressemblent a ceux observés pour le pH 7 (Figure IV.17.d) et a ceux obtenus dans
des conditions de pH non contrdlé [150]. Cependant, nos résultats pour le pH 7 montrent une
troisiéme distribution tres large centrée vers 164 nm reflétant ainsi une hétérogénité plus
importante des distances de ramification et donc des exopolymeres plus hétérogenes. Le
rapport Lm,/OL refléte le taux de ramification, ce rapport est proche de 8 (360/42) contre 16
dans le cas du biofilm formé a pH 7. Ce rapport diminue par un facteur de 2, ce qui refléte

¢galement une diminution de taux de ramification.

D’autre part, les distributions des nombres de monomeéres (Figure V.11.a, b) sont larges et
asymétriques, centrées a 855 et 2090 avec le modele FJC et a 1800 et 4600 avec le modéele
WLC. On note cependant des valeurs arrivant jusqu’a 20000 monomeres contre 60000 au
maximum dans le cas du biofilm formé a pH 7 (Figure IV.18.a, b). Cela témoigne d’une part
d’une diminution de 1’hétérogénéité des macromolécules étirées et d’autre part, du

raccourcissement de ces derniéres et / ou diminution de leur taux de ramification.
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Figure V.11 : Nombre de monomeres (a, b) et longueurs de Kuhn, /i (c) et de persistance /,
(d) des macromolécules riches en glucose/mannose d’un biofilm de P. fluorescens de 24 h
formé dans dans du LB/50 a pH 3. Les distributions statistiques sont obtenues a partir des
données enregistrées par SMFS avec des sondes fonctionnalisées avec la ConA, (a, ¢) modele
FIC, (b, d) modéle WLC

La Figure V.11.c montre une distribution large de /; avec des valeurs arrivant jusqu’a 1,5 nm.
La distribution présente un maximum a 0,056 nm, qu’on attribue a 1’élongation d’un
monomere de glucose suite au changement conformationnel de la position de la liaison Cs-Cg,
cette transition est de 1’ordre de 0,06 nm [286]. Les valeurs supérieures a 0,15 correspondent a
différentes transitions dans un polysaccharide. En effet, la longueur d’une liaison C-C est de
I’ordre de 0,154 nm [286], celle d’un monomére de sucre est voisine de 0,24 nm [141, 200],
les valeurs supérieures peuvent correspondre a des entités de deux a six monomeres. Les

valeurs de /, (Figure V.11.d) présentent une distribution large et asymétrique avec un
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maximum a 0,05 nm et des valeurs pouvant atteindre jusqu’a 1 nm. Comme nous 1’avons
discuté dans le chapitre IV, la premiere valeur peut étre attribuée aux faibles déformations des
tours a ’intérieur d’une structure hélicoidale [293, 294]. Les valeurs supérieures a 0,15 nm
peuvent étre attribuées a un pas typique des hélices a et B, ainsi qu’a la taille d’un acide
aminé qui est de I"ordre de 0,15 a 1,2 nm [295-297]. Comparé aux résultats obtenus dans le
cas des biofilms formés a pH 7 (Figure IV.18.c, d) et aux travaux précédents sur des bactéries
planctoniques [141] et sessiles [150], ces valeurs sont plus élevées, ce qui suggere que les
exopolymeres des biofilms formés a pH 3 sont plus rigides que ceux des biofilms formés a pH
7. Cette rigidification peut étre liée a une conformation plus compacte des exopolymeres suite
a la diminution des répulsions intramoléculaires. Des valeurs de /x comparables sont

rapportées pour des polysaccharides des biofilms environnementaux par Abe et al [326].

Les forces d’adhésion montrent une distribution asymétrique centrée a 0,053 nN. Cette valeur
correspond a une interaction simple entre une molécule de ConA a la surface de la sonde et un
résidu de glucose a I’extrémité d’une chaine d’EPS [285]. Le fait d’avoir majoritairement une
interaction simple suggere que les EPS surviennent séparément a la surface de I’échantillon,
ainsi la sonde AFM interagit majoritairement avec un seul exopolymére a chaque cycle de
rapproche / retrait, ce qui refléte un taux de production faible.

Quant aux propriétés conformationnelles des EPS produites, on peut conclure qu’a pH 3, les
exopolymeres sont en moyenne plus courts et moins ramifiés que ceux produits a pH 7. De

méme, ces exopolymeres sont légerement plus rigides.
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2. Effet d’un stress acide sur la formation
d’un jeune biofilm d’Escherichia coli

2.1. Suivi in situ et en temps réel par FTIR-ATR du développement d’un biofilm

d’Escherichia coli en milieu LB/10 acide pH 3

Le biofilm a ét¢ formé dans les mémes conditions expérimentales adoptées lors de la
formation du biofilm de référence. La premicre étape permet d’assurer I’adhésion bactérienne
a la surface du cristal Ge a partir d’une suspension bactérienne Sy_z. en mode statique pendant
une demi-heure et en circulation a travers la cellule ATR pendant deux heures. Les spectres
IR durant cette période sont similaires a ceux obtenus dans le cas du biofilm de référence.

A la fin de la circulation de la suspension bactérienne, elle est remplacée par du milieu LB/10

apH 3.

Effet immédiat de l1a diminution du pH

La Figure V.12 montre les spectres enregistrés respectivement a la fin de la circulation de
cette suspension et apres le changement en milieu LB/10 a pH 3 comparés a ceux du pH 7. Le

temps séparant les deux mesures est de 8 et 7 minutes respectivement pour le pH 3 et 7.

On observe que lors du changement de la suspension bactérienne par du milieu LB/10 a pH 7,
’intensité du spectre diminue globalement, mais le profil spectral reste quasiment le méme.
Cette diminution peut provenir d’un détachement des bactéries au moment du changement du
milieu, ce qui entraine une diminution de la biomasse a la surface du cristal et donc de
I’intensité du signal. En revanche, quand on fait circuler du LB/10 a pH 3, on remarque que le

profil spectral change a un grand degré.
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Figure V.12 : Spectres IR-ATR d’un trés jeune biofilm de3h d’E. coli enregistrés a la fin de
circulation de So.g. (trait bleu) et au début de la circulation de LB/10 (trait rouge) au pH 7 et
3. Le spectre de référence est le premier spectre enregistré suite a la circulation de So.p.
Cristal ATR en germanium

D’une part, ’intensité du massif vers 3400 cm™ de 1’élongation des OH diminue. Cette bande
est principalement attribuée aux vibrations de I’eau donc sa diminution refléte généralement
une augmentation de la biomasse a la surface du cristal. Or, I’intensité du spectre n’augmente
pas globalement. D’autre part, I’intensité des ¢longations des groupements CH, est égale a
celle observée dans le spectre enregistré a la fin de circulation de la suspension bactérienne,
contrairement a ce que nous avons observé dans le cas de P. fluorescens ou ces bandes sont
nettement plus intenses a pH 3, ce qui suggere que les bactéries ne se rapprochent pas de la
surface du cristal suite a la diminution du pH.

Or, & part I’intensité des élongations CH, et de la bande 4 1230 cm™ qui restent constante,
I’intensité¢ du spectre diminue. Si les bactéries ne se rapprochent pas de la surface, on
s’attendrait 4 que D’intensité de la bande des élongations CH, et de la bande a 1230 cm’
diminue aussi. Une explication possible est qu’au moment du changement du milieu, des

bactéries se décrochent de la surface ce qui diminue ’intensité globalement, d’autre part,
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I’effet du pH peut amener comme dans le cas de P. fluorescens au rapprochement des
bactéries de la surface. Les effets combinés de ces deux phénomenes peuvent expliquer la
diminution de I’intensité¢ du spectre simultanément avec une intensité quasi constante des

bandes des ¢longations CH; et de la bande a 1230 cm™.

On observe par ailleurs 1’augmentation de ’intensité du massif autour de 1720 cm’
parallélement avec une forte atténuation de la bande a 1400 cm™. Ces bandes correspondent
respectivement aux vibrations d’¢élongation C=O des esters et des acides carboxyliques et des
¢longations symétrique du groupement COO". Leur évolution opposée refléte la protonation

des groupements COO".

La bande amide A des protéines vers 3280 cm™ devient ¢galement plus marquée, alors que les
bandes amides I et II diminuent en intensité, et I’intensité de la bande amide II diminue par
rapport a celle de ’amide I. On observe également une légeére diminution de la largeur a mi-
hauteur de cette derniére en particulier du coté des hauts nombres d’onde. Ces observations
sont en accord avec ceux de Jiang et al. [314] discutées ci-avant, et peuvent étre attribuées
notamment aux variations des intensités des bandes des groupements COO™ dans cette région

et / ou a une variation de la structure protéique.

On observe un changement du profil de la bande a 1230 cm™, avec I’augmentation de
I’intensité vers 1220 cm™ et I’apparition d’un épaulement a 1208 cm™. Ce massif est
principalement associé avec la vibration amide III des protéines et la vibration d’élongation
antisymétrique du groupement PO, des acides nucléiques et des phospholipides. La
protonation des groupements phosphate au niveau membranaire peut éventuellement
expliquer ces variations spectrales. Jiang et al. [314] ont observé une bande a 1210 cm™ dans
les spectres des suspensions bactériennes a pH <4. Ils D'ont attribué aux vibrations du
groupement PO, des acides nucléiques et / ou aux groupements polyphosphate protonés.
D’autre part, le massif vers 1080 cm™ est moins intense et légeérement décalé par rapport au
spectre enregistré a la fin de circulation de la suspension bactérienne, se trouvant a 1085 au
lieu de 1084 cm™. Le profil de ce massif change légérement, notamment 1’épaulement vers
1057 cm™ est relativement plus intense, celui a 1028 cm™ diminue 1égérement. Ce massif est
associé principalement avec les polysaccharides et la vibration d’élongation symétrique des
PO, des acides nucléiques et des phospholipides. Cependant, en supposant que I’effet de la

diminution du pH ne sera pas immédiat sur les acides nucléiques, on peut supposer que ces
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variations sont reliées principalement aux phospholipides et aux polysaccharides. Selon Jiang
et al. [314], les variations dans cette région spectrale peuvent &tre associées avec des
variations des liaisons hydrogéne suite a la protonation des groupements COO™ et PO,".

L’ensemble de ces observations met en évidence la protonation de certains groupements
chimiques, notamment des COO" et PO;’, entrainant ainsi une modification de la charge de la
surface bactérienne et par la méme une réorganisation par rapport a la surface du cristal, des
bactéries et des EPS ainsi que trés probablement un changement de conformation de ces

derniers.

Développement du biofilm a pH 3

La Figure V.13 montre 1’évolution spectrale au cours des 21,5 h de circulation du milieu

LB/10 a pH 3.
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Figure V.13 : Spectres IR-ATR apres 15 min, 2, 3, 8, 12 et 21,5 h de la circulation de LB/10 a
pH 3. Les spectres ont comme référence le premier spectre enregistré au début de la
circulation de LB/10. Cristal ATR en germanium

On constate que 1’évolution spectrale suite a la circulation du LB/10 a pH 3 est completement

différente de celle observée sous circulation du milieu LB/10 a pH 7 (Figure 1V.23), ou
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I’évolution spectrale était caractéristique de la signature bactérienne. La Figure V.14 compare
les signatures obtenues a la fin de la circulation de la suspension bactérienne avec celles
reflétant I’évolution spectrale au cours de circulation de milieu LB/10 a pH 7 et 3. Or, a part
la bande de I’¢longation du groupement O-H dont I’intensit¢ diminue au cours de la
circulation de LB, I’intensité des principales bandes IR augmente, mais la signature ne se
modifie pas significativement au cours du temps. D’autre part, on n’observe pas des pics
négatifs donc les composés présents au début de la circulation du milieu LB/10 demeurent.
Donc, on peut supposer que le métabolisme établit suite a la diminution du pH est mis en

place trés rapidement et demeure au cours des 21 h.

oo64——»~4——— 11 1 // : : :
1 fin de l'inoculation bactérienne I
fin de circulation LB/10apH 7 B
i fin de circulation LB/10 apH 3 i

cu'
. 0.010- | |

2 ] .

® - ]

Q0008 3 3

S - N

8 0.006 W

[ ! !

3 oo0s- |

< 1 s
0.002
0.000 - o 1
-0.002 - n
-0.004 4— ———t—/ ; ; ;

3600 3400 3200 3000 2800 2600 1800 1600 1400 1200 1000

Nombre d'onde (cm™)

Figure V.14 : spectres IR-ATR de jeunes biofilms d’E. coli de 24h formés sous circulation du
milieu LB/10 a pH 7 et 3 comparés au spectre a la fin des 3h d’inoculation bactérienne.
Cristal ATR en germanium. Le spectre pris comme référence pour les deux spectres a la fin de
la circulation de LB/10 est celui enregistré au début de cette circulation.

En particulier, on observe un décalage de la bande de 1’¢longation du groupement O-H par

rapport au début de la circulation du LB/10 (Figure V.13), ce décalage peut étre associé¢ aux
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variations dans les liaisons hydrogeéne associée a la protonation de certains groupements
chimiques. En effet, on observe une nette augmentation de ’intensité du massif de 1750 a
1700 cm™ attribué aux vibrations d’élongation du groupement C=0 des esters et des acides
carboxyliques, parallelement avec une forte atténuation des vibrations d’¢longation
antisymétrique et symétrique du groupement COO™ respectivement a 1590 et 1400 cm™. Ces
variations reflétent une protonation quasiment compléte des groupements COO™. En revanche,
contrairement a ce que nous avons observé dans le cas de P. fluorescens (Figure V.2), ces
deux dernic¢res ne diminuent pas progressivement au cours de la circulation du LB/10. On
peut supposer que les sites protonables sont immédiatement protonés ainsi que ceux des
composés nouvellement produits. En outre, et comme dans le cas de P. fluorescens, les
vibrations d’¢longation CH; sont particulierement intenses, du méme ordre de grandeur que le
signal de 1800 4 900 cm™. Ce signal est caractéristique des lipides avec deux bandes a 2923 et

2854 cm™ respectivement.

Alors que 1’¢longation du groupement O-H est trés négative, le rapport amide I / amide II
augmente fortement. Le changement du rapport de ces deux bandes en fonction du pH peut
étre associé avec des variations dans les bandes de vibration de I’élongation antisymétrique du
groupement COO™ notamment de certains acides aminés (acide aspatrique et glutamique), ou
alors a un changement de la structure protéique [314]. La diminution simultanée de la bande a

1400 cm™ est en accord avec la premiére hypothése.

Comme dans le cas de P. fluorescens, la bande a 1238 cm’! est décalée vers 1224 cm'l, et sa
largeur a mi-hauteur diminue par rapport a la signature bactérienne. Son décalage peut étre lié
aux variations des liaisons hydrogene [318, 319, 321] notamment au niveau des tétes polaires
des phospholipides [319]. On observe également dans certains cas |’apparition des
épaulements vers 1240 et 1210 cm™, ce dernier peut étre associé avec des groupements PO,

des acides nucléiques et / ou aux groupements polyphosphate protonés [314].

D’autre part, on observe un changement du profil spectral dans la région de 1160 a 950 cm™,
notamment la disparition des bandes & 1122, 1150 et 1084 cm™ et I’apparition d’une bande
vers 1076 cm™ et des épaulements vers 1092 et 1030 cm™. La bande & 1076 cm™ est
caractéristique du groupement HPO4* (v4s P-O-H) [327]. On peut attribuer ce massif

principalement aux phospholipides. L absence de la bande 4 1085 cm™ et de celle & 1155 cm™
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suggere que la contribution des acides nucléiques et des polysaccharides est en effet trés

faible.

La signature révélée dans les spectres montre principalement des bandes caractéristiques des
phospholipides et des protéines a savoir les bandes des ¢longations du groupement CH, dont
le profil est caractéristique des lipides et les bandes d’élongation du groupement phosphate
pour les phospholipides et les bandes amides I et II pour les protéines, la bande amide A est
toutefois peu visible. Ce qui suggére qu’il n’y a pas ou peu de production d’acides nucléiques
et de polysaccharides du moins en quantité au cours de la circulation du LB/10. On peut
supposer toutefois que les bactéries restent métaboliquement actives puisque le signal
augmente tout au long de la circulation du LB/10, cependant, il est difficile de déterminer la
nature précise des composés formés. Ils peuvent correspondre aux déchets métaboliques et /

ou aux débrits membranaires.

Pour étudier I’état bactérien a la fin de la circulation du LB/10, nous avons réalisé le test
d’intégrité membranaire (BacLightTM). La Figure V.15 montre en particulier deux exemples
des images enregistrées par microscopie a épifluorescence. Dans ces images, la fluorescence
verte est une fluorescence interne provenant de la GFP mais aussi du SYTO® 9, ces images
sont moins perturbées par la présence simultanée de ces deux chromophores que celles
enregistrées sur le biofilm formé a pH 7, probablement parce que la fluorescence du GFP est
atténuée a un pH inférieur a cinq [328-330] ou aussi les bactéries peuvent en produire moins

sous conditions de stress [331].

Figure V.15 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm d’E. coli
exprimant la GFP (fluorescence verte) de 24 h formé a pH 3 suite au test BacLight™™, a et b
correspondent a deux régions d’un méme biofilm
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Contrairement au biofilm formé a pH 7, ou la fréquence des bactéries qui fluorescent en rouge
¢tait tres faible, la majorité des bactéries du biofilm formé a pH 3 montrent une fluorescence
rouge, témoin de membranes bactériennes endommagées. Les bactéries forment une
monocouche hétérogeéne a la surface du cristal avec la présence des régions ou les bactéries
semblent étre trés endommagées (Figure V.15.b). Nous avons calculé un taux de
recouvrement de 35 % contre 70 % dans le cas de biofilm de référence. Un taux de
recouvrement comparable a été calculé a la fin de circulation de la suspension bactérienne
(32%). Le milieu acide (pH 3) semble donc déstabiliser les membranes bactériennes et ralentir
fortement le développement du biofilm. D’aprés ces observations, la signature révélée dans
les spectres IR peut étre attribuée, mais a priori pas exclusivement, aux débris membranaires.
Les bactéries ne sont pas toutes dans un état homogene, ce qui peut expliquer I’augmentation
du signal tout au long de la circulation du LB. Il semblerait que certaines bactéries
développent une certaine réponse et acquicrent une résistance plus ou moins importante

contre le stress acide.

Pour évaluer la production du PNAG, nous avons enregistré des images par microscopie a
épifluorescence aprés marquage du biofilm avec la WGA Alexa Fluor 895. La Figure V.16

montre deux exemples des images obtenues.

Figure V.16 : Images représentatives par microscopie a épifluorescence d’un biofilm d’E. coli
de 24 h formé¢ a pH 3, marqué par la WGA Alexa Fluor 895 spécifique de N-
acétylglucosamine et de I’acide sialique. Les deux images correspondent a deux endroits du
cristal

Les images de la Figure V.16 montrent une fluorescence rouge des bactéries, t¢émoin de la

présence des résidus du N-acétylglucosamine. Cependant, la signature du PNAG n’était pas

191



x(Fru)

3'A2
S'=2

Tse 0.1 um
o

Chapitre V : Influence d’un stress acide sur la formation des biofilms de Pseudomonas fluorescens et
Escherichia coli

révélée dans les spectres IR. Or, comme nous n’avons pas observé une perte de la biomasse
au cours de la circulation du LB/10, le PNAG détecté peut correspondre au PNAG formé
durant la période d’adhésion bactérienne, ou alors, il y a eu production d’un autre polymere a
base de N-acétylglucosamine, mais les profils spectraux suggérent fortement qu’il n’y a pas
production des polysaccharides apres la mise en circulation du milieu LB/10 supportant donc

la premicre hypothése.

Malheureusement, il ne nous a pas été techniquement possible de réaliser des spectres Raman
exploitables, c’est-a-dire avec un bon rapport signal / bruit surtout dans des conditions
hydratés pour compléter 1’étude par spectroscopie IR. En effet, la masse bactérienne adhérée
sur le substrat étant trés faible, les biofilms de 24 heures formés sous condition acide couvrent
environ 33 % de la surface du substrat et les bactéries se présentent sous forme isolée et
dispersée et forment treés peu d’amas et de colonies agrégées comme le montre les images de
microscopie a épifluorescence (Figure V.15). D’autre part, des difficultés techniques nous ont
empéchées d’enregistrer les spectres avec une excitation a 514 nm, nous avons rencontré

¢galement des problemes liés probablement a la fluorescence sous une excitation a 530 nm.

2.2. Etude par SMFS de l'effet du développement sous condition acide de
croissance sur les propriétés conformationnelles des exopolymeéres d’'un biofilm

d’Escherichia coli de 24 h

Nous avons étudié différentes régions de 20 x 20 um a la surface d’un biofilm d’E. coli
(E.coli K12 — UGB E3152) de 24 h formé a pH 3, la Figure V.17 montre un exemple des

cartographies de hauteur et de forces d’adhésion obtenues.

i

Onm

Figure V.17 : Topographie (a) et cartographie de forces d’adhésion (b) d’une région de 20 x
20 um de la surface d’un biofilm d’E. coli de 24 h formé a pH 3
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On observe que la surface analysée est trép peu couverte par rapport au biofilm formé a pH 7
(Figure 1V.28), d’ailleurs, c’était le cas pour toutes les régions analysées. Ceci peut
s’expliquer par le taux de recouvrement faible de la surface qui est égale a 35 %. La Figure
V.18 présente quatre exemples représentatifs de courbes de force expérimentales obtenues.
Les mesures ont été¢ réalisées en utilisant des sondes fonctionnalisées avec la WGA pour

sonder spécifiquement le PNAG.
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Figure V.18 : Courbes de force expérimentales représentatives (courbes de retrait)
enregistrées en utilisant une sonde fonctionnalisée avec la WGA sur un biofilm d’E. coli K12
(UGB 3152) de 24 h formé¢ a pH 3. Les courbes correspondent a différentes endroits de la
région analysée

Les courbes de force présentées dans la Figure V.18.a-c montrent une succession de pics,
caractérisés par des forces allant de 0,04 a 0,12 nN. Chaque pic est attribué au dépliement

d’une chaine de polymeres étirée par la sonde [287] ou au détachement d’une chaine de la
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sonde. On remarque dans certains cas comme dans 1’exemple de la Figure V.18.d la présence
de pics pour des distances de séparation inférieures a 200 nm ayant un niveau de force
important (0,50 nN). Ces pics correspondent a des interactions non spécifiques entre la sonde
et la surface de 1’échantillon [287]. Contrairement a ce que nous avons observé dans le cas du
biofilm formé au pH 7, ou le profil des courbes de force est caractéristique d’un réseau de
polymeres, le profil de ces courbes de force est ici typique de I’extension de polyméres

simples. Ce changement refléte une diminution du taux d’enchevétrement des exopolymerers.

Pour mieux comprendre I’effet de condition acide sur les exopolyméres, nous avons extrait
différents parametres conformationnelles selon le modéle FJC utilisé pour la modélisation de
I’étirement des polysaccharides simples. Nous avons examiné les sept parametres suivants : le
nombre de ruptures, le nombre des monomeres, les longueurs de contour L., les longueurs de
derniére rupture L.y, les longueurs de Kuhn /, les distances entre deux ruptures successives
OL et les forces d’adhésion. Les distributions correspondantes sont présentées dans les Figure

V.19 et Figure V.20.

La Figure V.19.a montre que dans 78% de cas, aucun événement de rupture n’a été enregistré
sur les courbes de force. Ainsi, la sonde détecte des exopolymeres uniquement dans 22% des
cycles d’approche retrait contre 45% dans le cas du biofilm formé a pH 7. En outre, nous
avons calculé a partir des images de microscopie a épifluorescence un taux de recouvrement
de 35% dans le cas du biofilm soumis a un stress acide et de 70% dans le cas du biofilm
formé a pH 7, donc cette diminution peut étre partiellement reliée au taux de recouvrement.
La distribution du nombre de ruptures montre que les courbes de force présentent en moyenne
2 ruptures et au maximum cing, ce qui refléte un taux de ramification faible des polymeres
étirés. La distribution des longueurs de rupture maximale est asymétrique centrée autour de 60
nm. D’autre part, les L, montrent une distribution asymétrique centrée a 35 nm. Les valeurs
des Lmax sont tres faible en comparaison a celles trouvées sur le biofilm formé a pH 7, qui ont
montré une distribution trés large avec des élongations arrivant jusqu’a 6000 nm (Figure
V.20). Ces résultats montrent un raccourcissement possible des exopolymeéres étirés
notamment du PNAG dans les biofilm a pH 3, mais également une diminution de

I’hétérogénéité des exopolymeres produits.
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La distribution des valeurs de /x présentée en Figure V.19.e est asymétrique avec des valeurs
fréquentes centrées autour de 0,05 nm pour une fréquence importante de 38%, mais la
distribution présente des valeurs dans une large gamme allant jusqu’a 1 nm. La valeur a 0,05
nm est légérement inférieure a ce que nous avons obtenus sur des bioilms de P. fluorescens
formés a pH 7 (Figure IV.18.c) et 3 (Figure V.11.¢) de I’ordre de 0,056 nm et sous condition
non contrdlé de pH [150] de 0,07 nm, mais elle peut étre liée a I’élongation d’une molécule de
sucre suivant un changement conformationnel de position de la liaison Cs-Cg [211], cette

transition est de 1’ordre de 0,06 nm [286].
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Figure V.19 : Propriétés conformationnelles des exopolymeres riches en N-acétylglucosamine
d’un biofilm d’E. coli de 24 h formé a pH 3 obtenues par SMFS avec des sondes
fonctionnalisées avec la WGA. Distributions statistiques de (a) nombre de ruptures, (b)
nombre des monomeres, (c) longueur maximale de rupture Ly.x (d) longueur de contour L.,
(e) longueur de kuhn / (e) distance entre deux pics successifs L. * : pourcentage a zéer de

73%.
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La Figure V.19.f montre que la distribution statistique du parametre oL est asymétrique et
centrée autour de 30 nm. En outre, le rapport Lm.,/OL est proche de deux (60/30) ce qui
signifie que les molécules sont trés peu ramifiées, ce rapport est d’environ 20 dans le cas des

exopolymeres hautement ramifiés [150].
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Figure V.20 : Comparaison des propriétés conformationnelles des exopolymeéres riches en N-
acétylglucosamine d’un biofilm d’E. coli formé a pH 3 (a, ¢) et a pH 7 (b, d) ; (a, b) longueur
de rupture maximale L.y, (c, d) force d’adhésion.

La distribution statistique des forces d’adhésion, F,q, est de type gaussien asymétrique centré
autour de 0,030 nN contre des valeurs de 1’ordre de 0,037 et 0,100 nN mesurées pour le
biofilm formé a pH 7. Nous attribuons cette valeur a I’interaction unique entre une molécule
de WGA et une molécule de N-acétylglucosamine méme si elle est Iégerement inférieure a ce

qui est rapportée dans la littérature de 1’ordre de 0,047 [313].
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En conclusion, I’acidit¢ du milieu influe de fagon importante sur les propriétés
conformationnelles de la matrice extracellulaire des biofilms d’E. coli. A 1échelle
moléculaire, la production des exopolymeres riches en N-acétyl glucosamine formant un
réseau hétérogéne hautement enchevétrés et ramifiés a pH 7, se trouve fortement réduite dans
les biofilms formés a pH 3, avec des polymeéres largement plus courts qui sont peu ou pas

ramifiés.

3. Discussion

Dans ce chapitre, nous avons étudié¢ le développement des biofilms de P. fluorescens et d’E.
coli sous condition de stress acide. Alors que le métabolisme de ces deux souches
bactériennes est trés différent, nous avons observé différents points communs au niveau de
leur réponse vis-a-vis d’un stress acide.

L’effet immédiat du pH était révélé dans les spectres IR (Figure V.1 et Figure V.12). Nous
avons constaté que la diminution du pH entraine le rapprochement des bactéries de la surface
du critstal ATR dans le cas de P. fluorescens, suite a la modification des charges de surface
des bactéries. Par contre, dans le cas d’E. coli, les données spectrales ne permettent pas
d’affirmer ou d’exclure un effet similaire. Or, ceci peut étre relié aux différences de la
structure membranaire de ces deux souches bactériennes, notamment parce que les
exopolymeres de la souche d’E. coli étudiée sont constitués majoritairement du PNAG
présentant une charge partielle positive. Dans le cas de P. fluorescens, le changement du
profil des bandes associées avec les polysaccharides témoigne que ce rapprochement est da
partiellement aux changements conformationnels des EPS qui se compactent suite a la
diminution des répulsions intra et intermoléculaires, ce qu’on n’observe pas dans le cas d’E.

coli.

Lors du stress acide a pH3 les bactéries P. fluorescens et E. coli ne semblent pas se détacher
de la surface. En revanche elles cessent de se diviser mais semblent garder une certaine
activité métabolique. L’évolution spectrale durant la circulation du milieu LB a pH 3 montre
en effet dans les deux cas un spectre caractéristique de phospholipides et de protéines, avec

trés peu d’acides nucléiques et de polysaccharides, sachant que dans le cas de P. fluorescens,
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une faible production de polysaccharides est toutefois suspectée (Figure V.2) notamment par
la présence de la bande vers 1150 cm™.
L’évolution spectrale a révélée deux différences entre P. fluorescens et E. coli :

» Dans le cas de P. fluorescens, ’intensité des bandes attribuées aux vibrations des
groupements COO™ diminue et celle des C=O des esters et des acides carboxyliques
augmente progressivement durant la circulation du LB/50, alors que dans le cas d’E.
coli, on observe uniquement une augmentation progressive de la bande des C=0. Les
images a ¢épifluorescence des biofilms de 24 h (Figure V.4 et Figure V.15), révelent
que les membranes bactériennes sont endommagées dans les deux cas ce qui peut
favoriser la protonation progressive des groupements COO™ des composés
intracellulaires et expliquer en partie 1’évolution observée dans le cas de P. fluorescens.
Mais ceci n’explique pas pas la protonation immédiate de la majorité des groupements
COQ'’ - du moins ceux sondés par ATR - dans le cas d’E. coli sachant qu’on observe
dans les images a épifluorescence (Figure V.15) certaines bactéries & membranes
intactes.

> L’intensité de la bande vers 1230 cm™ augmente par rapport a celle vers 1085 cm™

dans les deux cas, mais le rapport de ces deux bandes est inversé¢ par rapport a la
signature bactérienne dans le cas de P. fluorescens (Figure V.2) et non pour E. coli

(Figure V.13).

D’autre part, les biofilms de 24 h ont été caractérisés. Dans le cas de P. fluorescens, les
spectres Raman (Figure V.5) ont témoigné d’une hétérogénéité chimique importante au sein
du biofilm. De méme, les images a épifluorescene refletent 1’hétérogénéité morphologique
des bactéries (Figure V.4). Les spectroscopies vibrationnelles ont montré une production
faible des acides nucléiques et des polysaccharides dans les deux cas par rapport aux biofilms
formeés a pH 7, ce qui témoigne d’une diminution du métabolisme bactérien.

D’autre part, la caractérisation des exopolymeres par SMFS a montré une diminution du taux
de production. En effet, les interactions entre la sonde AFM et les exopolymeéres sondés, a
savoir le glycogene et le PNAG respectivement pour P. fluorescens et E. coli ont diminué de
60 a 40% (P. fluorescens) et de 35 a 22% (E. coli). Sachant que les images de microscopie a
¢épifluorescence ont mis en évidence €galement une diminution du taux de recouvrement a pH
3 par rapport a pH 7. Le pH 7 semble étre donc plus favorable pour le développement du
biofilm ainsi que pour la production des EPS, la diminution des EPS détectés par SMFS peut

toutefois étre reliée a la diminution du taux de recouvrement.
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Quant aux propriétés de ces exopolymeres, dans le cas de P. fluorescens, les données AFM
permettent de distinguer deux groupes d’exopolymeres étirés, un majoritaire constitué¢ de
polyméres courts et peu ramifiés et un groupe de polymeres longs et hautement ramifiés.
Alors que les distributions statistiques ne mettent pas en évidence ces deux groupes. Ils sont
témoignés par les profils des courbes de force (Figure V.8).Sachant que les données IR
montrent une production faible de polysaccharides durant la circulation du LB/50 a pH 3, on
peut attribuer le premier groupe aux exopolymeres produits durant cette période. D’autre part,
le deuxiéme groupe de polyméres longs peut étre attribu¢ aux exopolymeres produits durant
la circulation de la suspension bactérienne comme le profil des courbes de force
corespondantes est comparable a ceux enregistrés sur le biofilm formé a pH 7 (Figure IV.14).
Par contre, dans le cas d’E. coli, les données AFM montrent un seul groupe de polymeres
courts et peu ramifiés. Par rapport aux EPS des biofilms formés a pH 7, pour lequel le PNAG
forme un réseau de polymére enchevétré, les courbes de force reflétent la présence de
polymeéres simples. Compte tenu des données IR qui n’ont pas montré une production des
polysaccharies, on peut supposer que le PNAG sondé correspond principalement a ce qui est
produit durant la circulation de la suspension bactérienne. Les changements du profil des

courbes de force peuvent étre le résultat de la dissociation du réseau de polymeres.
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Conclusions et Perspectives

L’objectif initial de ce travail était de mener une étude in situ, et multi-échelle pour les
premicres étapes de formation de jeunes biofilms de P. fluorescens et d’E. coli sous
différentes conditions : i) conditions de croissance standard auxquelles le développement des
biofilms est pris comme référence, ii) conditions de stress environnemental imposé a une
étape précoce du développement des biofilms, le stress étudi¢ étant la contrainte acido-

basique.

Dans ce but, nous avons combiné plusieurs techniques. Les spectroscopies vibrationnelles IR
en mode ATR et Raman en configuration confocale nous ont permis d’étudier,
respectivement, 1’évolution en temps réel de la composition chimique moyenne de la couche
bactérienne en contact direct avec le cristal ATR (cristal Ge) et la composition chimique
localisée au sein des biofilms de 24h. Ces ¢études ont été réalisées in sifu grace a des cellules
d’écoulement adaptées a chaque technique. La spectroscopie de force a 1’échelle de la
molécule unique nous a permis d’étudier les propriétés conformationnelles des exopolyméres

des biofilms de 24h.

La premicre étape a été consacrée a I’étude des empreinte spectrales Raman de P. fluorescens
et E. coli planctoniques. Nous avons mis en évidence un effet Raman de résonance du
cytochrome ¢ bactérien, qui domine les spectres Raman de P. fluorescens a certaines
longueurs d’onde d’excitation a savoir 514 et 530 nm. Le choix de la longueur d’onde a
utiliser est ainsi particulierement important, et est dirigé en partie par cet effet. Les signatures
spectrales ont montré des variations en fonction de la phase de croissance notamment au
niveau des intensités relatives des bandes. Les plus informatives étant celles associées aux
acides nucléiques. Par ailleurs, la comparaison des spectres Raman des biofilms sous
différents états d’hydratation a montré que I’empreinte spectrale peut, dans certains cas,
changer en fonction de degré d’hydratation. Cela peut étre li¢ a 1’état d’oxydation du

cytochrome c et le résultat subséquent sur I’effet Raman de résonance.

Dans une deuxiéme étape, nous avons profité de I’expertise acquise au cours de ces dernicres
années au laboratoire dans le suivi par FTIR-ATR des étapes initiales de la formation des

biofilms de P. fluorescens pour étendre I’étude a un autre modele bactérien, E. coli. Nous
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avons donc suivi les premicres étapes de formation de ces deux modéeles bactériens par FTIR-
ATR dans des conditions expérimentales non stressantes - optimisées préalablement pour
chaque mode¢le bactérien a part - considérées standard de croissance. Cette ¢tude en temps réel
a été combinée a 1’étude par MRC, SMFS et imagerie par épifluorescence des biofilms de
24h. Les spectres Raman ont témoigné une hétérogénéité latérale importante au sein des
biofilms. Les signatures spectrales (Raman et IR) des biofilms de 24h ont suggéré, pour les
deux modéles bactériens, une production plus importante des polysaccharides intra et
extracellulaires a 1’état sessile comparativement a 1’état planctonique ainsi qu’ils ont témoigné
de la complexité de ces polysaccharides. D’autre part, 1’étude par SMFS a montré que les EPS
étirées de ces deux modeles bactériens sont trés différentes, celles de P. fluorescens sont des
polymeres longs hautement ramifiés. Par contre, celles produites par E. coli forment un réseau

de polymeres enchevétrés qui sont largement étirables.

La compréhension du développement des biofilms dans des conditions de référence était
essentielle pour 1’étude dans une troisieme étape de la réponse des biofilms a un stress
environnemental a savoir une diminution de pH. L’¢étude en temps réel par FTIR-ATR a
permis de distinguer entre deux types d’effets de pH : les effets immédiats liés directement a
la protonation de certains groupements chimiques a pH 3, et les effets « différés » qui sont le
résultat du changement du métabolisme bactérien en réponse au stress du pH. Nous avons pu
détecter le rapprochement presque immédiat des cellules bactériennes dans le cas de P.
fluorescens de la surface du cristal ATR. En revanche, dans le cas d’E. coli, I’effet immédiat
du pH semble étre plus complexe, cela peut provenir en partie de sa production du PNAG
ayant une charge partiellement positive. D’autre part, I’évolution des spectres IR-ATR montre
un profil dominé par les signaux de lipides et suggere une production faible de protéines,
d’acides nucléiques et de polysaccharides reflétant une activit¢ métabolique dont la nature
pour l’instant est peu précise, les bactéries se divisant toutefois peu. Ces variations
métaboliques ont été mises en évidence a une échelle localisée par MRC dans les cas de P.
fluorescens. De méme, les images a épifluorescence ont montré que la biomasse a la surface
de cristal évolue trés peu par rapport au moment de I’introduction du stress acide. Les
mesures par SMFS ont montré une diminution de la production des exopolymeres sondés.
Quant a leurs propriétés conformationnelles, nous avons enregistré le raccourcissement de
ceux-ci et la diminution de leurs taux de ramification sous 1’action du stress acide.

La mise en place des €tudes combinant plusieurs techniques d’étude in situ est d’une grande

importance dans 1’étude des biofilms, vue leur structure complexe facilement altérée par les
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techniques d’échantillonnage et de préparation. En effet, chaque technique permet d’extraire a
une échelle différente des informations d’intérét afin d’assembler une vision plus compléte et
représentative caractérisant les biofilms. L’un des objectifs de ce travail était en effet de
savoir si les techniques initialement choisies a savoir la FTIR-ATR, la MRC, la SMFS et la
microscopie a épifluorescence constituent une bonne combinaison permettant 1'é¢tude in situ
des propriétés physico-chimiques des biofilms notamment lors des premiéres étapes de leur
formation. Comme nous I’avons vu, ces différentes techniques permettent d’explorer aux
différentes échelles les jeunes biofilms. La caractérisation des biofilms de 24h permet de
mieux interpréter les résultats de suivi in situ par FTIR-ATR, mais aussi de lancer différentes

hypotheses pour expliquer les variations spectrales observées lors du suivi in situ.

Pour I’instant, la caractérisation des biofilms par les différentes techniques a ¢été faite
uniquement pour les biofilms de 24h. Ceci étant, afin de mieux comprendre le développement
des biofilms formés a pH 3, la caractérisation compléte des biofilms a la fin de circulation de
la suspension bactérienne avant 1’introduction du stress acide est nécessaire. Les mesures en
SMFS permettront éventuellement de faire la différence entre les EPS produites durant cette
période et celles produites durant la circulation de LB a pH 3. D’autre part, les analyses
Raman permettront d’évaluer 1’état d’hétérogénéité a ce stade tres précoce de la formation des
biofilms. Par la suite, la caractérisation des biofilms formés a pH 7 et 3 a différents temps de
circulation de LB pourra éventuellement classer chronologiquement les différents
phénomeénes mis en jeu, notamment I’endommagement des membranes bactériennes,
I’inversion du rapport I120 / ligs7 dans les spectres IR-ATR, la production des polymeres
courts dans le cas de P. fluorescens et / ou la dissociation du réseau de polymeres dans le cas
d’E. coli, cela permettra de mieux comprendre la réponse bactérienne. Il est a noter également
que la caractérisation des EPS par SMFS est partielle compte tenu de la fonctionnalisation des
sondes AFM. L’utilisation d’autre lectines que celles utilisées dans ce travail a savoir la ConA
et la WGA respectivement pour P. fluorescens et E. coli permettra de mieux caractériser les
EPS. Comme les résultats IR-Raman ont montré une nature complexe de polysaccharides

intra et extracellulaires produits.

De méme, I’exploitation de I’ensemble des données a savoir aux différents pHs, permettra
d’éclaircir différents points. Par exemple, la comparaison de ces résultats a ceux pour le pH 9

permettra de mieux comprendre 1’effet immédiat du pH. Ainsi, la comparaison de deux
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modeles bactériens peut également se faire dans ce sens, comme ils n’ont pas les mémes

structures de surface.

D’autre part, les résultats IR suggeérent que les bactéries restent métaboliquement actives a pH
3, mais elles se divisent trés peu. Pour comprendre a quel point le stress acide endommage les
bactéries, il faudra étudier I’effet de les soumettre aux cycles de développement sous
conditions stressantes et non stressantes. Cela permettra de savoir si les effets du pH ou alors
les phénomenes déclenchés comme réponse au stress acide sont réversibles ou pas, et dans le
cas ou elles le sont, si un autre cycle de stress acide déclenchera les mémes réponses ou si les
bactéries deviennent plus résistantes. Cela pourra apporter des éléments supplémentaires pour
orienter ’attribution précise de la signature révélée dans les spectres IR-ATR au cours de la

circulation du LB a pH 3.

Il sera intéréssant également d’étudier I’effet d’autres stress environnementaux comme par
exemple la contrainte hydrodynamique ou 1’ajout des biocides. Cela permettra de tirer les
traits communs et/ ou différents caractérisant la réponse des biofilms a tel ou tel stress

environnemental.
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Résumé

Les biofilms sont des communautés complexes de microorganismes, enchassées dans une matrice auto-secrétée
de substances polymériques extracellulaires ou EPS. Les biofilms se forment a la surface de la plupart des
matériaux, qu’ils soient de nature biologique ou non, et sont a I’origine de divers problémes économiques et
sanitaires. Les bactéries dans un biofilm, dites bactéries sessiles, présentent en effet des propriétés phénotypiques
qui les distinguent de leurs homologues planctoniques, notamment par une résistance accrue aux antibiotiques et
aux traitements de désinfection. D’ou, la nécessité de prévenir leur formation et/ ou de leur élimination a partir
de stratégies mieux adaptées a ce mode de vie en communauté. Le développement de telles stratégies passe entre
autre par une meilleure connaissance des contributions physico-chimiques gouvernant les interactions de ces
microorganismes avec leur environnement proche notamment lors des étapes initiales de la formation des
biofilms.

Deux grands objectifs ont été fixés au début de cette these, le premier visant a caractériser, in situ et en temps
réel la formation de jeunes biofilms de deux modéles bactériens : une souche naturelle et ubiquitaire de
Pseudomonas fluorescens et une souche modéle d’Escherichia coli obtenue par génie génétique pour
surexprimer un seul type d’EPS. Le deuxiéme objectif de cette theése, consiste a étudier leurs réponses a un stress
environnemental ou chimique, notamment quand les biofilms doivent se développer dans des conditions
extrémes de pH. Pour atteindre ces objectifs, différentes techniques ont été combinées pour étudier de I’échelle
moléculaire a I’échelle cellulaire le développement des biofilms.

La spectroscopie Infrarouge a Transformée de Fourier en mode réflexion totale atténuée (FTIR-ATR) a été
utilisée pour suivre en temps réel le développement des biofilms. Nous avons pu suivre 1’évolution des
empreintes spectrales IR-ATR au cours de la formation des biofilms, sous des conditions favorables ou non a
leur croissance. De jeunes biofilms de 24 h ont été étudiés par microspectroscopie Raman confocale (MRC),
celle ci permettant d’obtenir des informations localisées sur la composition chimique des biofilms. La structure
générale des biofilms a été visualisée par la microscopie a épifluorescence. Finalement, les propriétés physico-
chimiques des EPS ont été quantifiées par spectroscopie de force atomique a I’échelle de la molécule unique
(SMFS pour Single Molecule Force Spectroscopy).

Mots clés : Biofilms, EPS, stress environnemental, FTIR-ATR, microspectroscopie Raman confocale, AFM,
SMFS

Abstract

Biofilms are complex communities of microorganisms, embedded in an auto-produced matrix of extracellular
polymeric substances or EPS. Biofilms form on the surface of most materials, whether or not they are of
biological nature, and cause major economic problems as well as public health concerns. Bacteria within a
biofilm also called sessile bacteria, have phenotypic characteristics that distinguish them from their planktonic
counterparts, rendering them more resistant to antibiotics and to disinfection strategies. Hence, the prevention of
their formation and/ or their elimination requires the use of strategies that are well suited to the sessile mode of
life. The development of these strategies begins with a better understanding of the physicochemical contributions
that govern the interaction between the sessile community and its environment especially during the first steps of
biofilm formation.

Two main objectives were defined at the beginning of this thesis, the first was to characterize, in situ, and in real
time the development of nascent biofilms. Two bacterial models were studied: a natural and ubiquitous strain of
Pseudomonas fluorescens and a model strain of Escherichia coli genetically modified to overexpress one type of
EPS. The second objectif was to study their responses towards an environmental or chemical stress; particularly
how their development would be affected under extreme conditions of pH. To gain these objectives, different
techniques were combined to study from the molecular to the cellular scale the development of biofilms.

Fourier Transform Infrared spectroscopy in attenuated total reflection mode was used to evaluate in real time the
development of biofilms. We were able to detect changes in the IR-ATR spectral profile along biofilm formation
under favorable and non favorable growth conditions. 24 h - old biofilms were characterized using confocal
Raman microspectroscopy, which allowed us to gather localized information on their chemical composition. The
structure of biofilms was visualized using epifluorescence microscocopy. Finally, physico-chemical properties of
EPS were quantified using single molecule force spectroscopy.

Keywords: biofilms, EPS, environmental stress, FTIR-ATR, confocal Raman microspectroscopy, AFM, SMFS.
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