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vais pas lister ici l’ensemble de ces personnes, mais je tiens à réellement remercier
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Ces trois années de thèse n’auraient évidemment pas été aussi agréables sans la
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partagé qui m’ont permis de rester motivé et qui ont rendu plus belles ces trois

années de thèse.





Titre: Développement d’outils miniaturisés pour la microbiologie

haut-débit

Résumé:

La microbiologie est la science qui s’attache à l’étude des microorganismes et

de leurs propriétés. Depuis ses débuts auXV IIeme siècle, les méthodes développées

par les microbiologistes ont permis de révéler un énorme potentiel de connaissances

et d’applications. Dans les dernières décennies, les industriels ont vu un intérêt

tout particulier dans ce domaine d’étude. Le besoin de prévenir les contaminations

en inhibant le développement microbien, ou au contraire la volonté de l’optimiser

pour profiter des capacités de transformations chimiques des microorganismes a

fait nâıtre une demande croissante de tests microbiologiques. Le faible rendement

des méthodes traditionnelles ne permettant pas de satisfaire à cette demande,

la recherche de nouvelles méthodes de test focalise les intérêts. Les outils flu-

idiques miniaturisés ont d’ores et déjà fait preuve de leur potentiel pour ce type

d’application, bien que leur validation vis-à-vis des méthodes classiques manque

souvent.

Dans ce travail de thèse, nous avons développé des incubateurs miniaturisées

et des méthodes de suivi de populations de microorganismes optimisées. L’objectif

est d’aborder l’impact de la réduction d’échelle d’incubation sur la croissance par

rapport aux dispositifs de culture traditionnel, pour ensuite aboutir à un outil

haut-débit pour la caractérisation de biocides.

Mots clés : Miniaturisation, Millifluidique, Microbiologie, Haut-débit, Effet

d’échelle, Biocide

Title: Miniaturized tools development for high-throughput

microbiology

Abstract:

Microbiology is the part of science linked with the study of microorganisms

and their properties. Since its beginnings in the XV II th century, the methods

developped by the microbiologists revealed a huge potential of knowledge and ap-

plications. In the last decades, industrials realized the interests of this study area.



The need to prevent contaminations by inhibiting microbial development, or on

the contrary the will to improve it to enjoy the chemical transformations capaci-

ties of the microorganisms gave birth to an increasing demand for microbiological

tests. The poor yield of traditionnal methods does not allow to satisfy this need,

and the search for new test methods is thus focalizing interests. Miniaturized

fluidic tools have already proven their potential for this kind of applications, and

yet, their validation towards traditionnal methods often lacks.

In this work, we aim at developping miniaturized cultivation techniques and

optimized growth analysis methods, to study the scale reduction impact of incu-

bator’s size on growth, in order to end up with a high-throughput tool for biocide

caracterization.

Keywords : Miniaturization, Millifluidics, Microbiology, High-throughput, Scale

impact, Biocide
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4.3.2 Évolutions et améliorations possibles . . . . . . . . . . . . . 106
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B.4 Les séquences de traitement . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 143
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1.21 Dispositif développé par Takagi et al (en haut), et exemple de
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2.12 Génération de gouttes millifluidiques . . . . . . . . . . . . . . . . . 62
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Chapitre 1

La microbiologie et ses enjeux

industriels

Le travail de thèse présenté dans ce manuscrit se situe à l’interface entre

microbiologie et physico-chimie. Le rapprochement de ces deux domaines se jus-

tifie par divers arguments, et l’objectif de ce premier chapitre est d’en exposer les

plus pertinents vis-à-vis du travail réalisé. Dans un premier temps, nous allons

introduire la microbiologie et les méthodes traditionnelles qui y sont associées. En-

suite, nous décrirons les applications industrielles de la microbiologie qui motivent

la recherche de techniques innovantes pour l’étude de microorganismes. Puis, nous

montrerons comment les techniques de miniaturisation, développées initialement

par des physico-chimistes, peuvent répondre à ce besoin, et présenterons quelques

exemples d’applications réussies. Enfin, nous verrons comment ce travail de thèse

s’inscrit dans ce contexte et quels sont les objectifs que nous avons cherché à

atteindre.

1.1 Définition et introduction à la microbiologie

Le terme ”microbiologie” désigne l’ensemble des méthodes et techniques per-

mettant l’étude des microorganismes et/ou l’application des connaissances qui

en sont issues. Le terme ”microorganisme” regroupe toutes les formes de vies

existantes sous forme de cellule unique ou de groupes d’individus unicellulaires

(bactéries, levures, champignons, moisissures, . . . ). Les virus, non cellulaires,

sont également inclus dans cet ensemble. Toute cette biomasse microscopique est

extrêmement riche en informations. En effet, elle contient une impressionnante

diversité qui apporte des réponses clés dans l’étude de l’apparition du vivant, de

1
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l’apparition et transmission de certaines maladies, ou encore dans le fonction-

nement des cellules d’organismes pluricellulaires dits ” avancés”. Enfin, les in-

nombrables voies métaboliques utilisées par les microorganismes pour leur survie

et leur multiplication dépassent de loin les connaissances humaines en termes de

capacité de transformation chimiques et méritent une attention toute particulière.

Pour toutes ces raisons, de nombreuses méthodes ont été développées depuis

la découverte de cette vie microscopique par Antoni van Leeuwenhoek[5], au

XV IIeme siècle, afin d’en découvrir les secrets. Sans prétendre en faire une liste ex-

haustive, nous présentons dans ce Chapitre les méthodes qui ont fait leurs preuves

et se sont imposées comme références en matière de culture de microorganismes

en laboratoire et dénombrement de population.

1.1.1 La croissance microbiologique

Dans des conditions favorables à leur développement, la croissance des mi-

croorganismes répond à un schéma décrit par Jacques Monod en 1949[6] et qui

comprend les phases suivantes:

1. Phase de latence: la croissance est nulle, les microorganismes sont actifs phys-

iologiquement, mais ne se répliquent pas;

2. Phase d’accélération: la croissance n’est plus nulle et augmente progressive-

ment, certains microorganismes commencent à se répliquer, puis de plus en plus

se divisent, jusqu’à ce qu’ils se répliquent tous à intervalles de temps réguliers, ;

3. Phase exponentielle: la vitesse de division des microorganismes est constante,

tous les microorganismes se répliquent à intervalles de temps réguliers;

4. Phase de ralentissement: la vitesse de division des microorganismes diminue,

certains microorganismes cessent de se répliquer, puis de plus en plus, jusqu’à ce

que plus aucun ne se divise;

5. Phase stationnaire: la croissance est nulle, les microorganismes ne se répliquent

pas mais sont tous vivants;

6. Phase de déclin: le nombre de microorganismes décrôıt, les microorganismes

meurent progressivement.

La Figure 1.1 illustre l’évolution d’une population de microorganismes suivant

cette évolution.

L’obtention de ces courbes requiert la capacité d’apporter aux microorgan-

ismes ce dont ils ont besoin pour se développer, ainsi que la possibilité de les
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Figure 1.1: Evolution d’une population de microorganismes en fonction du
temps. (Reproduit à partir de la référence Monod [6])

dénombrer. Nous allons maintenant présenter les techniques de laboratoire qui

ont été mises au point de façon à satisfaire ces deux conditions.

1.1.2 Les méthodes de culture

On appelle culture de microorganismes les techniques permettant le main-

tien en vie et/ou le développement de populations de microorganismes de façon

contrôlées[7]. Pour cela, il est nécessaire de satisfaire aux besoins nutritifs des mi-

croorganismes en question. La grande diversité des voies métaboliques existantes

implique une grande diversité de ces besoins nutritifs. Il serait donc impossible

de décrire les conditions optimales de croissance de chaque organisme. En re-

vanche, il est possible de définir de grandes classes de métabolisme. Par exemple,

les microorganismes peuvent être classés selon leur affinité vis-à-vis de l’oxygène:

anaérobies strictes s’ils ne survivent qu’en absence totale d’oxygène, aérobies facul-

tatifs s’ils sont capables de se multiplier en cas d’absence et de présence d’oxygène,

anaérobies aérotolérants s’ils n’ont pas besoin d’oxygène pour se multiplier mais

qu’il ne leur est pas nuisible, microaérobies s’ils se développent uniquement en

cas de très faible présence d’oxygène, et enfin aérobies stricts s’ils ne survivent

qu’en présence d’oxygène. De la même façon, les microorganismes peuvent être

classés selon leur capacité à utiliser des sources de carbone organique uniquement

(chimio-organotrophes), inorganique (chimiolithotrophes) ou à ne nécessiter que
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la présence de lumière (phototrophes). D’autres critères permettant la classifica-

tion des microorganismes (température, pression, salinité, pH, ...) existent mais

ne seront pas détaillés. Nous allons ici décrire les méthodes de culture en suspen-

sion en milieu liquide et sur milieu solide qui rendent possible la croissance de la

majorité des classes décrites précédemment.

1.1.2.1 La culture en milieu liquide

La culture de microorganismes en milieu liquide requiert la préparation d’un

bouillon, stérile, dans lequel on introduit une population initiale choisie, appelée

inoculum[7]. L’asepsie doit être maintenue durant toute la phase de culture, et

l’échantillon doit être suffisamment agité pour que la biomasse reste en suspension.

Si ces conditions sont respectées et que le milieu contient les éléments nécessaires,

l’inoculum peut se maintenir en vie, voire se développer.

Un milieu de croissance pour microorganismes doit contenir tous les éléments

nécessaires au métabolisme des cellules. Comme discuté précédemment, ces éléments

peuvent varier selon le type de microorganisme, il est cependant possible de les

classer en trois groupes: les macronutriments (C, N, P, S, K, Mg, Ca, Na) sont

utilisés en quantités importantes dans le milieu, les micronutriments (B, Cr, Co,

Cu, Fe, Mn, Mo, Ni, Se, W, V, Zn) doivent être présents mais en quantités très

faibles voire à l’état de traces, et enfin les facteurs de croissance (vitamines, acides

aminés, ...) sont des molécules complexes, nécessaires en faibles quantités, que le

microorganisme n’est pas capable de synthétiser lui-même à partir des macros et

micronutriments.

Parmi les milieux utilisés, il est possible de dissocier les milieux définis chim-

iquement des milieux complexes. Les milieux définis chimiquement ont une com-

position choisie de façon à ce que les quantités de tous les éléments cités ci-dessus

soient connues. Les milieux complexes sont issus de digestions protéolytiques de

produits animaux ou végétaux. Ils contiennent donc tous les éléments nécessaires

à la croissance mais la concentration en chaque espèce ne peut être contrôlée de

façon précise. Quelle que soit leur nature, les milieux de culture se présentent le

plus souvent sous la forme d’une poudre à disperser dans de l’eau déminéralisée.

Nous présentons la composition des milieux liquides utilisés dans cette étude dans

le tableau 1.1
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Luria Broth (LB) Tryptic Soy Broth (TSB)
Composé Conc. (g/L) Composé Conc. (g/L)

Digestion pancréatique Digestion pancréatique
de caséine 17 de caséine 10

Digestion papäıque
de soja 3 Extrait de levure 5
Glucose 2.5 Chlorure de sodium 0.5

Chlorure de sodium 5
Phosphate de potassium 2.5

Tableau 1.1: Composition des milieux de culture liquides utilisés dans cette
étude.

Les microorganismes étant présents partout dans l’environnement, il est

crucial de disposer de méthodes permettant d’éliminer les populations indigènes

de façon à pouvoir cultiver uniquement les souches voulues. Les techniques de

stérilisation ont été développées dans cet objectif. Il existe plusieurs méthodes

permettant de stériliser un milieu de culture et de conserver des conditions asep-

tiques tout au long de la croissance[8–12], nous ne présenterons ici que celles qui

ont été utilisées pour ces travaux de thèse.

La stérilisation de milieux liquides s’effectue principalement par autoclavage.

Cela consiste à placer les milieux en question dans une enceinte hermétique en

présence d’eau. Le chauffage de l’eau dans l’enceinte étanche entrâıne la pro-

duction de vapeur saturée permettant d’atteindre des températures supérieures

à 100◦C. Un exemple de cycle classique de stérilisation par autoclavage est un

maintien à 121◦C pendant 15 minutes des échantillons. Un tel cycle permet

l’inactivation d’une très grande majorité de microorganismes et donne donc accès

à des conditions de stérilité satisfaisantes pour des études microbiologiques clas-

siques. Dans le cas de travail avec des organismes résistants il est nécessaire

d’adapter le cycle d’autoclavage[13], ou bien d’utiliser une méthode différente.

Une de ces techniques alternatives est la microfiltration[14]. La plupart des mi-

croorganismes ayant des tailles supérieures à 0.5 micromètres, un passage à travers

une membrane de filtration d’un diamètre de pore inférieur à cette dimension (le

plus souvent 0.2 micromètres) permet également d’atteindre des conditions satis-

faisantes de stérilité. Encore une fois, certains microorganismes peuvent ne pas

être éliminés par cette méthode. Si l’autoclavage et la filtration se révèlent insuff-

isants, il existe alors d’autres méthodes de stérilisation, moins répandues, telles que
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l’exposition aux UV et les traitements chimiques, et qui ne seront pas détaillées ici.

La stérilité obtenue par ces méthodes peut cependant être compromise pen-

dant la culture dans le cas où des opérations sont nécessaires au cours de la culture

(prélèvement, introduction d’électrode, . . . ). Pour éviter cela, chaque instrument

ou produit qui entre en contact avec le milieu doit être stérile. De plus, la ma-

nipulation doit se faire dans une atmosphère stérile car des contaminants (spores,

. . . ) peuvent être transportés dans l’air. Une méthode classique consiste à placer

une flamme à proximité de chaque manipulation au cours de laquelle l’enceinte

stérile est ouverte. Elle présente l’avantage de ne nécessiter que peu de matériel

et d’être déplaçable. Ceci permet par exemple de garder stérile l’orifice d’un fer-

menteur contenant plusieurs litres pendant une phase de prélèvement, alors qu’il

serait difficile de maintenir le bioréacteur intégralement en atmosphère stérile.

En revanche, pour le travail en laboratoire sur des volumes plus faibles (souvent

inférieurs au litre), il est plus aisé de réaliser les manipulations sous un poste

de sécurité microbiologique (PSM, Figure 1.2) qui offre une enceinte entièrement

stérile.

Figure 1.2: Poste de sécurité microbiologique (www.thermoscientific.com).

Les méthodes décrites ci-dessus sont applicables pour tout type de microor-

ganisme qui peut être cultivé en suspension. Pour de multiples raisons, il peut

cependant être nécessaire de cultiver les microorganismes sur un milieu solide.

Nous présentons les techniques spécifiques à ce mode de culture dans la sous-partie

suivante.
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1.1.2.2 La culture sur milieu solide

L’objectif d’une culture sur milieu solide est identique à celui d’une culture

liquide[7]. En effet, il consiste à apporter les nutriments nécessaires, dans des con-

ditions d’asepsie satisfaisantes pour permettre la survie et/ou la croissance d’une

population de microorganismes issue d’un inoculum choisi. Du fait de cette sim-

ilarité, les milieux solides ont bien souvent la même composition que les milieux

liquides, à la présence près de gélose. L’intérêt d’une culture sur milieu gélosé

plutôt qu’en milieu liquide peut être varié mais il trouve sa principale application

dans le comptage sur bôıte de Pétri (méthode décrite dans la partie suivante).

Hormis cette méthode, la culture sur milieu solide est également utilisée pour con-

server des souches en tubes inclinés dits ”slants”, ou bien pour séparer les souches

d’un échantillon par isolement sur bôıte de Pétri.

Pour la préparation d’un tel milieu, il est nécessaire de monter en température

afin de faire fondre la gélose. Cette étape peut être directement réalisée lors de

la stérilisation par autoclavage. Avant refroidissement et durcissement, le milieu

gélosé est coulé dans un contenant adapté au type de culture que l’on souhaite

réaliser (tubes, bôıtes de Pétri, . . . ). Nous utilisons un milieu solide dans cette

étude à des fins de dénombrement de populations, sa composition est décrite dans

le tableau 1.2

Pour disposer des microorganismes sur milieu gélosé, il existe deux méthodes.

La première technique consiste à couler le milieu gélosé chaud dans la bôıte de

Pétri, le laisser refroidir et gélifier, puis étaler l’échantillon à dénombrer sur la

surface (Exemples de colonies obtenues après étalement dans la Figure 1.3). La

seconde technique nécessite un contrôle de la température du milieu de façon à le

maintenir en surfusion à 40◦C environ. L’échantillon est alors déposé en premier

dans la boite de pétri, puis recouvert par le milieu gélosé. Enfin, le tout est ho-

mogénéisé par une agitation douce. Le contrôle de la température du milieu est,

dans ce cas, crucial car il doit être suffisamment chaud pour que la gélose reste

liquide mais sans dépasser pour autant la tolérance des microorganismes.

Les méthodes décrites dans ces deux dernières sous-parties autorisent la crois-

sance et le dénombrement des microorganismes. Elles ont notamment permis

d’identifier un schéma de croissance commun à la majorité des microorganismes
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Nutrient Agar (NA)
Composé Conc. (g/L)

Extrait de boeuf 3.0
Peptone 5.0

Agar 15.0

Tableau 1.2: Composition du milieu de culture solide utilisé dans cette étude.

Figure 1.3: Exemples de cultures sur milieu solide de Escherichia coli. A
gauche, 24 heures après étalement avec une anse d’inoculation d’un inoculum
liquide concentré. A droite, 24 heures après étalement d’une suspension dilué à

l’aide d’un étaleur en ”L”.

et que nous présentons dans la sous-partie suivante.

1.1.3 Le dénombrement de populations

Nous venons de voir les conditions à rassembler afin de favoriser la survie

et la croissance de microorganismes. De façon à pouvoir caractériser l’évolution

d’une population mise en culture, il est également nécessaire de pouvoir connâıtre

le nombre d’individus au cours du temps. Cependant, étant donné la dimension

microscopique des cellules, il est très difficile, voire impossible, de les compter

directement. Ainsi, la plupart des méthodes utilisées pour suivre l’évolution d’une

population sont des dénombrements indirects. Nous allons tout d’abord présenter

les deux méthodes de comptage les plus éprouvées et qui restent largement utilisées

: le comptage sur bôıte de Pétri, et la mesure de densité optique. Nous citerons

ensuite d’autres méthodes qui offrent des avantages et inconvénients variés et donc

des champs d’application différents.
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1.1.3.1 Le comptage par dilutions successives

La méthode de comptage par dilutions successives et étalement sur boite

de pétri[7] est l’une des rares méthodes donnant accès à une mesure quantitative

de la concentration en cellules viables. C’est-à-dire qu’elle permet de dénombrer

uniquement les cellules vivantes et capables de se diviser.

Le principe de cette technique repose sur le fait qu’un microorganisme vi-

able isolé, placé dans des conditions favorables sur un milieu gélosé, se réplique[15].

Ainsi, si un microorganisme (invisible à l’oeil) est déposé sur un milieu favorable à

sa réplication, après plusieurs générations, il donne lieu à une colonie visible à l’œil

nu. En parvenant à séparer les microorganismes microscopiques d’un échantillon

et en les laissant se multiplier indépendamment, on parvient à compter les colonies

macroscopiques descendantes d’individus uniques.

En pratique, un échantillon de la suspension de microorganismes à évaluer est

étalé sur milieu gélosé dans une bôıte de Pétri et incubée pour laisser les microor-

ganismes se diviser. On obtient alors un nombre de colonies visibles équivalent

au nombre de microorganismes, invisibles, initialement étalés. Pour que le comp-

tage soit fiable, il faut que le nombre d’individus présents sur le milieu gélosé soit

suffisant pour que l’on puisse considérer l’échantillon comme représentatif de la

population moyenne. Mais il ne doit pas être trop élevé, pour que chaque colonie

soit suffisamment éloigné de ses plus proches voisines pour être isolée. Par ailleurs,

il est toujours possible que quelques microorganismes soient restés côte-à-côte lors

de l’étalement. On exprime donc le résultat en concentration d’unités formant

colonie (UFC) et non en concentration de microorganismes. Il est généralement

admis qu’un nombre de colonies compris entre 20 et 300 est satisfaisant pour un

comptage réalisé sur une boite de pétri d’environ 9 centimètres de diamètre.

Les populations de microorganismes peuvent atteindre des valeurs supérieures

à la dizaine de milliards, tout comme être égales à 1 voire nulle. Ainsi, pour satis-

faire au critère imposé par la méthode, il faut donc préparer les échantillons avant

de procéder à l’étalement. Pour le dénombrement d’un échantillon donné, il est

donc nécessaire de procéder à des dilutions successives de la culture initiale. Une

méthode courante consiste à prélever 1 millilitre du milieu contenant la popula-

tion à dénombrer, et à le diluer dans 9 millilitres de solution Ringer (solution de

sels assurant une pression osmotique suffisante pour la survie des microorganismes
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mais dépourvue de substrats nécessaires à la croissance). La solution obtenue

contient alors une population dix fois plus faible que l’originale. En diluant à nou-

veau 1 millilitre de la solution obtenue dans 9 millilitres de Ringer et en répétant

l’opération autant que nécessaire, il est possible d’obtenir une gamme de dilution

de la population initiale. Puis, en étalant 0.1 millilitre de chaque dilution sur boite

de Pétri, on garantit qu’au moins une des boites aura reçu un nombre d’UFC com-

pris entre 20 et 300, à condition bien sur que la population dans la culture initiale

soit supérieure à 20. La Figure 1.4 illustre cette méthode. Bien qu’elle soit fiable

pour beaucoup de microorganismes, cette méthode présente l’inconvénient d’être

très lourde en termes de temps de manipulation. De plus, certains microorgan-

ismes ne se cultivent pas (ou difficilement) sur milieu gélosé. D’autres méthodes

de dénombrement ont donc été développées, parmi lesquelles la mesure de densité

optique qui est détaillé dans le paragraphe suivant.

1.1.3.2 La mesure de densité optique

Le suivi de population par mesure de densité optique (DO) s’appuie sur le

changement de propriétés optiques d’une culture selon la quantité de microorgan-

ismes qu’elle contient[7]. L’augmentation sur plusieurs ordres de grandeurs du

nombre d’individus en suspension entrâıne une baisse de la transmissivité du mi-

lieu. Ainsi, la turbidité fluctue de façon proportionnelle à la population, tout au

moins pendant les phases d’augmentation de biomasse[6] et pour des concentra-

tions supérieures à la limite de détection.

La Figure 1.5 donne un exemple de montage classique pour la mesure de DO.

Expérimentalement, il suffit de prélever un petit volume de culture et de le placer,

dans une cuve de spectrométrie adaptée, sur le trajet optique reliant une source

lumineuse à un capteur. On mesure en général le rapport entre la quantité de

lumière de longueur d’onde 600 nanomètres qui parvient à traverser l’échantillon

d’une part, et celle qui traverse un échantillon référence (eau distillée par exemple)

d’autre part.

Le calcul de DO s’écrit ensuite comme un calcul d’absorbance:

DO = −log10(
I

I0
) (1.1)

Avec I l’intensité lumineuse qui traverse l’échantillon, et I0 celle qui traverse la

référence. La mesure est quasi-instantanée et linéaire vis-à-vis de la population
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Figure 1.4: Méthode de dénombrement de population par dilutions successives
et comptage de colonies sur bôıte de Pétri.

pour une certaine gamme de concentrations. La majorité du temps, la DO est ad-

mise comme linéaire pour des valeurs comprises entre 0 et 0.8, soit pour un milieu

absorbant entre 0 et 80% de lumière en plus que la référence. Pour des milieux

plus absorbants, la DO est simplement mesurée après dilution de l’échantillon puis

corrigée par le taux de dilution.

On note cependant que la relation linéaire reliant la DO à la population

doit être établie pour chaque microorganisme et nécessite un étalonnage avec des

cultures où le nombre de microorganismes est connu[6]. Un comptage sur bôıte

de Pétri simultané à des mesures de DO permet de réaliser cet étalonnage. La

simplicité et rapidité de la mesure de DO explique la large préférence pour cette

méthode une fois l’étalonnage réalisé, mais on comprend facilement que d’autres
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Figure 1.5: Méthode de mesure de la densité optique (DO) d’une culture de
microorganismes.

méthodes aient été envisagées pour les cas où il est impossible de réaliser un

étalonnage ou bien encore dans les cas où la suspension de microorganismes n’est

pas homogène (densité optique variable à l’intérieur d’une même culture). Nous

allons présenter maintenant quelques-unes de ces méthodes alternatives.

1.1.3.3 Autres méthodes de dénombrement

Parmi les autres méthodes de suivi d’évolution de populations, nous en

décrirons quatre qu’il nous semble nécessaire de citer quand on parle de dénombre-

ment de microorganismes. Sans rentrer dans les détails expérimentaux, nous allons

tenter d’en exposer les principaux avantages et inconvénients qui peuvent justifier

leur utilisation en complément ou en place des méthodes décrites précédemment:

• Nombre le plus probable (MPN):

La première méthode que nous décrivons est la détermination du ”nombre le

plus probable”[16]. Pour expliquer son principe, nous présentons d’abord la

loi de Poisson qui donne la probabilité p(k) d’obtenir un nombre d’occurence

k d’un phénomène dont l’occurance moyenne est λ:

p(k) =
λk

k!
e−λ (1.2)
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La Figure 1.6 représente le type de distributions obtenues pour différentes

valeurs de λ. En pratique, cette loi permet donc d’estimer la probabilité

de compter k microorganismes par unité de volume dans un milieu qui en

contient en moyenne λ. Ou à l’inverse, d’estimer la population moyenne

λ d’un échantillon en mesurant le nombre k de microorganismes par unité

de volume à plusieurs reprises, et d’en calculer la probabilité. Une façon

courante d’appliquer cette méthode est de réaliser des dilutions successives

de l’échantillon à dénombrer, en préparant plusieurs répliquas de chaque di-

lution, et en observant par une méthode simple les dilutions pour lesquelles

une population s’est à nouveau développée (densité optique par exemple).

L’analyse de la fréquence à laquelle il y a eu croissance, ou non, permet alors

d’estimer la population initiale de l’échantillon. Le calcul de cette population

dépend de la méthode choisie (nombre de dilutions, nombre de répliquas par

dilution, etc...) et ne sera pas détaillé ici.

0 5 10 15 20
0
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0.2

0.3

0.4
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p(
k)

 

 
λ = 1
λ = 5
λ = 10
λ = 15

Figure 1.6: Tracé de la loi de poisson qui donne la probabilité d’obtenir k
occurrences d’un événement (exemple: présence d’un microorganisme) dans un

échantillon dont la moyenne est de λ occurrences.

• Détermination de masse sèche:

La détermination de masse sèche est la méthode la plus ancienne et la plus di-

recte de mesure de population[6]. Le principe de la méthode est de mesurer

la masse sèche d’un volume donné de culture, c’est-à-dire la masse après
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centrifugation, rinçage du surnageant, et évaporation de l’eau restante. La

masse obtenue après séchage du culot de centrifugation correspond à la masse

totale des cellules présentes dans le prélèvement initial. La méthode peut

être considérée comme quantitative sous réserve de connâıtre la masse d’un

microorganisme mais nécessite une quantité relativement importante de cul-

ture à chaque mesure pour obtenir une mesure fiable. De plus, le long temps

de séchage (quelques heures à une journée) en fait une technique lourde pour

des suivis de culture routiniers.

• Comptage microscopique direct:

Le nombre de microorganismes dans une population peut être directement

mesuré par comptage au microscope. Plusieurs types de dispositifs existent

pour cela, appelés ”cellules de comptage” (de Malassez, de Thoma, etc...).

Le principe commun à ces cellules est la segmentation d’une surface, telle

qu’une lame de verre, en petites zones d’aires bien définies. Ces zones sont

gravées dans la surface de façon à ce qu’en déposant une goutte dessus et en

recouvrant avec une lamelle, un volume connu de culture soit emprisonné.

En comptant au microscope le nombre de microorganismes par zone, on

obtient un nombre d’individus par volume emprisonné, c’est-à-dire une con-

centration. La Figure 1.7 schématise une cellule de comptage. Un marqueur

coloré peut être ajouté à l’échantillon si l’on souhaite différencier les microor-

ganismes vivants des microorganismes morts. L’intérêt de cette méthode est

donc de proposer une mesure directe et rapide de la population. Cepen-

dant, l’échantillon doit être suffisamment concentré pour que la mesure soit

réalisable étant donné les faibles volumes mis en jeu, et le comptage doit être

répété sur suffisamment de zones pour obtenir une mesure fiable. Enfin, cer-

tains microorganismes trop petits peuvent être difficilement visibles et donc

donner des mesures biaisées.

• Cytométrie en flux:

Le principe de la cytométrie en flux est de faire défiler, l’une après l’autre,

les cellules à dénombrer dans le chemin optique d’un laser, ou entre deux

électrodes, et de suivre les fluctuations de signal engendrées. Cette tech-

nique a d’abord été développée pour détecter des particules de tout type
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Figure 1.7: Principe d’utilisation d’une cellule de comptage de microorgan-
ismes.

en suspensions par Coulter et al [17] puis appliquée plus particulièrement à

la détection et au tri de cellules[18]. La possibilité de mesurer un signal

caractéristique de chaque microorganisme en fait un outil particulièrement

intéressant pour étudier des différences au sein d’une même population. En

ce qui concerne le dénombrement de population, la technique s’applique de

façon satisfaisante dans le cas de cultures peu concentrées et facilement dis-

persibles. En revanche, la nécessité de faire défiler les microorganismes un

par un la rend difficilement utilisable pour la quantification de fortes popu-

lations ou bien pour le dénombrement de cellules ayant tendance à s’agréger.

Ainsi, bien que particulièrement intéressante et potentiellement riche en in-

formation, cette méthode présente des limites[19] qui rendent son utilisation

difficile dans certains cas. Enfin, le matériel spécifique nécessaire à cette

méthode fait qu’elle est moins utilisée dans le cadre de suivi de population

courant.

• Marqueurs d’activité cellulaire:

La dernière méthode que nous évoquons ici est la mesure d’activité cellulaire[20–

22]. C’est une mesure indirecte de population qui consiste à introduire un

marqueur (molécule) dans un milieu de culture qui va prendre part dans

les réactions métaboliques des microorganismes. Ces marqueurs sont choi-

sis pour leur capacité à être détectés et quantifiés dans le milieu (fluores-

cence le plus souvent). Ainsi on peut suivre, par exemple, la disparition

d’un marqueur dégradé par les microorganismes. L’estimation de la pop-

ulation est obtenue par calibration. Dans l’exemple donné ci-dessus, la

cinétique de disparition du marqueur sera proportionnelle au nombre de
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cellules présentes et l’on pourra donc calculer ce nombre par mesure de

la cinétique de dégradation. L’avantage de cette méthode est qu’elle ne

nécessite pas de comptage direct des microorganismes et peut donc être

utilisée dans le cas où les méthodes directes ne sont pas applicables. Elle peut

également être utile dans le cas de populations diluées. En revanche, le choix

d’un marqueur adapté, la calibration, et les méthodes d’analyses nécessaires

pour le suivi du marqueur en font une technique complexe à mettre en place.

Toutes ces méthodes ont permis depuis des décennies à la microbiologie de

se développer et de progresser en évoluant avec elle. Cependant, comme nous

l’avons détaillé pour chaque méthode, il existe toujours des limitations qui poussent

à continuellement améliorer les techniques existantes et/ou à en développer de

nouvelles pour répondre à de nouvelles problématiques. Parmi les sources de

motivations, les besoins toujours plus avancés de contrôles microbiologiques en

industrie occupent une place importante et représentent un des enjeux de ce travail

de thèse. Nous allons présenter maintenant un aperçu des types de problématiques

microbiologiques qui se rencontrent en industrie.

1.2 Les enjeux industriels de la microbiologie

Il existe diverses motivations dans le domaine industriel qui poussent à

s’intéresser à la microbiologie. Pour commencer nous allons présenter l’intérêt

de pouvoir contrôler le développement de microorganismes, voire de l’empêcher

complètement. Cela requiert des méthodes de régulation de croissance mais égale-

ment des techniques de suivi d’évolution de population afin de pouvoir vérifier

l’efficacité de ces premières. Nous parlerons ensuite des bioprocédés pour lesquels

il est au contraire nécessaire de favoriser la conversion métabolique microbienne,

mais toujours de façon contrôlée. Enfin, nous évoquerons l’utilisation des microor-

ganismes à des fins de génération et stockage d’énergie.

1.2.1 L’hygiène industrielle

Dans les unités de production industrielle, il est bien souvent nécessaire de

satisfaire à des critères de non-contamination des produits[23]. En premier lieu,

cela permet d’offrir des conditions de travail saines dans lesquelles les manip-

ulateurs ne courent pas le risque d’être contaminés par des agents pouvant être
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pathogènes. Ensuite, le cahier des charges interne, ou imposé par le client, requiert

dans certains domaines (agroalimentaire, cosmétique, etc. . . )[24, 25] des niveaux

de présence microbienne inférieurs à une valeur seuil au-delà de laquelle le produit

pourra être refusé et donc entrainer des pertes financières pour le producteur. La

préservation des installations de production nécessite également une régulation

du nombre de microorganismes présents. Cela afin d’éviter leur dégradation ou

la diminution de leur efficacité par l’apparition notamment de biofilms[26] (depôt

bactérien en film sur une paroi) qui peuvent gêner les écoulements dans les canal-

isations. Enfin la préservation des produits en eux-mêmes peut être altérée par

une présence excessive de microorganismes. Leur apparence, odeur ou efficacité

peut ainsi être modifiée par un développement microbien excessif et entrâıner leur

mise au rebut.

Le contrôle microbiologique sur les sites de production requiert donc des

techniques pour éviter les développements microbiens et, par conséquence, des

méthodes de suivi de populations afin de pouvoir évaluer ces niveaux de contami-

nation. Pour ce qui est de la limitation de croissance, l’utilisation de molécules bio-

cides (ou conservatrices) est largement répandu. Cependant, ces molécules ayant

dans la majorité des cas un impact nocif sur l’environnement, la caractérisation

de leur efficacité et de leur écotoxicité représente un réel enjeu : d’une part pour

en utiliser la quantité optimale (intérêts économiques et environnementaux), et

d’autre part pour explorer de nouvelles molécules capables d’exprimer les mêmes

propriétés biocides qu’une référence mais avec une toxicité-écotoxicité plus faible

(mise en conformité avec les réglementation récentes type REACH).

1.2.2 Les bioprocédés

Les microorganismes sont les premiers êtres vivants qui sont apparus sur

Terre. Dans des conditions parfois très hostiles à la vie, ils ont montré la ca-

pacité de survivre et de se multiplier en utilisant tout type de source d’énergie

qu’ils pouvaient rencontrer. On les retrouve aujourd’hui dans tout échantillon

d’eau ou de terre, dans les organismes pluricellulaires, dans des puits de gaz ou

de pétrole, etc. . . Pour s’adapter à tous les types de conditions dans lesquelles

ils se trouvent, les microorganismes possèdent un potentiel gigantesque en ter-

mes de réactions métaboliques. Leur objectif étant de dégrader un produit en

métabolite pour en tirer de l’énergie. Cependant, les modifications chimiques

des produits en métabolites peuvent offrir des voies de synthèse industrielles très
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intéressantes[27]. Soit en permettant la production de molécules que l’on ne sait

pas synthétiser par voie chimique classique, soit en améliorant le procédé (meilleur

rendement, meilleure sélectivité, moins énergivore, etc. . . ). Dans cette optique, il

existe plusieurs branches de l’industrie actuelle qui s’intéressent au potentiel des

microorganismes.

Un de ces domaines est la production d’antibiotiques[28, 29]. En effet, cer-

tains microorganismes produisent des molécules visant à limiter la multiplication

d’autres microorganismes concurrents dans leur environnement. Ces molécules

complexes et difficiles à synthétiser peuvent donc être directement extraites à

partir de cultures microbiennes choisies. Un des exemples les plus connus est la

pénicilline[30], un antibiotique produit par des moisissures du genre Penicillium.

Ce type de production à visée pharmaceutique a été largement développé pour sa

capacité à fournir des molécules à forte valeur ajoutée qui ne peuvent pas forcément

être obtenue par chimie classique.

L’application de la bio-production pour des molécules à plus faibles valeurs

ajoutées et dont le volume de production doit être important a également fait

ses preuves (biodiesel, . . . ). Toutefois, la conduite de bio-réacteurs est en général

plus sensible que celle de réacteurs classiques. La complexité des installations et

le manque de flexibilité limitent l’utilisation des bio-procedés à l’heure actuelle.

Mais les normes environnementales qui ne cessent d’évoluer dirigent de plus en

plus les industriels vers des solutions alternatives aux procédés classiques et les bio-

procédés bénéficient, grâce à ce contexte, d’un réel engouement. L’optimisation de

voies métaboliques choisies chez les microorganismes encourage donc le développe-

ment de méthodes d’étude de comportement microbien. En effet, la capacité de

tester un grand nombre de conditions de culture tout en étant capable de suivre la

production d’un métabolite voulu est indispensable pour permettre la production

de gros volumes à des coûts raisonnables.

Enfin, il est important de citer également l’utilisation des microorganismes à

des fins de dépollution[31]. Le principe de fonctionnement d’une station d’épuration

[32], par exemple, repose en partie sur l’optimisation de croissance des microor-

ganismes qui utilisent les contaminants chimiques de l’eau comme substrats et les

transforment en énergie et en métabolites non polluants[33–35]. D’autres types de

déchets peuvent être traités grâce aux microorganismes, et on retrouve ici encore
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le besoin d’outils de caractérisation de croissance microbienne pour optimiser ces

traitements[36].

1.2.3 Les bioénergies

Nous présentons ici un dernier domaine d’application de la microbiologie en

contexte industriel, la production d’énergie. La demande constamment croissante

d’énergie dans le monde devant faire face à des ressources fossiles limitées, les

dernières décennies ont vu fleurir tout un panel de technologies pour la produc-

tion d’énergies ”alternatives”. Parmi des méthodes qui se sont déjà répandues

telles que le photovoltäıque ou l’éolien, le potentiel des microorganismes à pro-

duire de l’énergie à partir de substrats bons marchés et abondants, ou à partir

de la lumière du soleil, focalise bon nombre de travaux. Nous en évoquons ici

trois qui nous paraissent principaux: la production d’hydrogène, la production de

biocarburants, et les biopiles.

L’hydrogène se propose comme une source d’énergie candidate au remplace-

ment de l’énergie fossile[37]. Son utilisation dans les piles à hydrogène a d’ores et

déjà fait ses preuves à échelle moyenne, mais la question de son approvisionnement

se pose pour envisager des déploiements mondiaux de ce type de dispositifs. La

production d’hydrogène par fermentation ou photosynthèse offre une réponse pos-

sible à ce problème[38].

Une autre alternative aux hydrocarbures d’origine fossile est leur produc-

tion par voie biologique[39]. Le principe de base est identique à la bioproduc-

tion d’hydrogène dans le sens où l’on exploite le potentiel de conversion des mi-

croorganismes pour obtenir des produits possédant une grande quantité d’énergie

stockée sous forme chimique, à partir de déchets ou de substrats peu chers et abon-

dants. La différence se fait uniquement sur leur utilisation. Quand l’utilisation de

l’hydrogène nécessite l’utilisation de piles adaptées, les biocarburants, biodiesels

ou bioéthanol peuvent suivre les parcours de transformations mis au point pour

leurs équivalents fossiles.

Dans les deux exemples précédents, les microorganismes sont utilisés pour

leur capacité à convertir de l’énergie solaire par exemple, en énergie chimique.

Cependant, certains microorganismes ont la capacité de faire circuler des électrons
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hors de la cellule au cours de leur cycle cellulaire. Cette propriété rend possible la

génération directe de courant électrique à partir d’une population de microorgan-

ismes actifs. C’est sur ce concept que reposent les biopiles[40]. La conception des

biopiles permet aux électrons extra-celullaires générés par les microorganismes de

voyager jusqu’à une électrode, créant ainsi un courant électrique.

Dans ces trois applications de bioproduction d’énergie, il apparait claire-

ment comme un enjeu d’optimiser la conversion des microorganismes en adaptant

au mieux les conditions opératoires. D’où un besoin crucial d’outils de test rapides

pour obtenir le meilleur de ces applications.

Au vu des diverses applications industrielles décrites dans cette sous-section,

une problématique qui revient très régulièrement est la nécessité de réaliser des

tests de croissance rapides et en grande quantité. Que ce soit pour trouver

comment empêcher leur développement, ou pour l’optimiser, ce besoin motive

le développement d’outils adaptés. Dans la partie suivante, nous allons présenter

le concept de miniaturisation et ses applications en microbiologie qui visent, entre

autres, à répondre à ce besoin.

1.3 La miniaturisation pour la microbiologie

Dans le cadre de ce travail, nous restreignons le terme ”miniaturisation” à

deux types d’outils dont le principe de fonctionnement est identique mais qui cou-

vrent respectivement des échelles de taille d’ordre millimétrique et micrométrique.

Plus précisemment, nous nous intéressons à la millifluidique, c’est-à-dire l’ensemble

des outils et techniques qui permettent la manipulation de fluides (écoulement,

stockage, . . . ) avec au moins une dimension qui est de l’ordre millimétrique, et

à la microfluidique, outils équivalents dont au moins une dimension est de l’ordre

micrométrique. Les détails techniques associés à la millifluidique et à la microflu-

idique sont décrits dans le chapitre suivant. Nous présentons ici, dans un premier

temps, les raisons qui encouragent l’association de ces méthodes avec la microbi-

ologie, puis nous détaillons quelques exemples d’applications réussies. Enfin, nous

présentons plus particulièrement les outils et méthodes de suivi de culture haut-

débit.
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1.3.1 La pertinence des outils miniaturisés pour la micro-

biologie

Les techniques classiquement utilisées en microbiologie permettent d’observer

le comportement d’une population de microorganismes dans un environnement

donné. Cela signifie que tout résultat est en fait une moyenne du comportement

de chaque individu constituant la population. Dans certains cas cela s’avère par-

faitement adapté, voire même avantageux car on obtient un résultat statistique sur

une seule expérience. En revanche, ces méthodes ne permettent pas d’identifier les

différences individuelles de réponse des microorganismes, ni de savoir si le com-

portement moyennement observé est dépendant ou non de la présence de toute

une population (c’est-à-dire à savoir si un microorganisme seul dans les mêmes

conditions aurait le même comportement) [41]. En donnant accès à des échelles

proches de la taille des cellules (Figure 1.8), les techniques de miniaturisation

ouvrent la voie aux études de comportements individuels[42–45]. En biologie cel-

lulaire, l’analyse du contenu d’une cellule requiert la capacité à manipuler de très

faibles volumes et à en obtenir des mesures fiables de composition. L’écoulement et

l’analyse in-situ de fluides à l’échelle micrométrique rendus possible par la microflu-

idique offrent un horizon de nouvelles techniques pour ce type d’études[46, 47].

10-10 10-9 10-8 10-7 10-6 10-5 10-4 10-3 10-2 10-1 

Mètres 

Figure 1.8: Schéma mettant en avant la concordance de tailles entre les outils
miniaturisés et les microorganismes.

Enfin, la répétabilité des méthodes miniaturisées autorise la manipulation

d’un très grand nombre d’échantillons. La formation de gouttes d’un fluide d’intérêt

dans un second fluide porteur non miscible permet par exemple la génération

continue d’échantillons parfaitement identiques du fluide d’intérêt. Il est possi-

ble de générer de quelques gouttes (millifluidique) à quelques milliers de gouttes
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(microfluidique) par seconde, toutes parfaitement identiques. En couplant des

dispositifs adaptés en amont de la génération de gouttes il est aussi possible de

créer des gradients de composition entre gouttes successives sans réduire la vitesse

de production des gouttes. On peut donc facilement envisager la production de

très grandes quantités de mini-incubateurs aux compositions choisies à des fins

de criblage, ou d’étude statistique haut-débit[48]. En choisissant convenablement

les conditions opératoires, on peut également accéder à des études haut-débit de

comportement d’individus isolés.

Le fort potentiel de ces techniques pour la microbiologie a d’ores et déjà

donné lieu à nombre de travaux. Nous en présentons quelques-uns dans la sous-

partie suivante.

1.3.2 Exemples d’applications existantes

L’association des outils miniaturisés et de la microbiologie se fait assez na-

turellement, pour les raisons décrites précédemment. Il est donc naturel que

depuis le début de l’essor de la miniaturisation, de nouvelles techniques aient

vu le jour, combinant ces deux domaines. Nous présentons ici quelques techniques

exploitant, soit l’accès facilité à l’échelle cellulaire, telles que les puces à ADN ou

les études de cellules uniques, soit la répétabilité et la manipulation de grands

nombres d’échantillons, tels que les chemostats miniaturisés.

1.3.2.1 Les puces à ADN

Les puces à ADN (Acide DésoxyriboNucléique) permettent la détection de

séquences de nuclétoides (des gènes par exemple) à partir de très faibles quan-

tités d’échantillons. Nous introduisons en premier lieu cette technique de biologie

cellulaire car elle fut l’une des premières à se développer avec l’arrivée des outils

miniaturisés[49, 50] mais aussi car elle a constituée un réel moteur pour le couplage

de la miniaturisation avec le monde biologique et microbiologique. Les puces à

ADN sont devenues des outils disponibles commercialement depuis.

Typiquement, une puce est composée d’une surface (souvent du verre) qui

sert de support pour fixer des sites d’hybridation. C’est-à-dire que la surface

est recouverte par des zones supportant des fragments d’ADN sélectionnés pour

s’hybrider avec les fragments à détecter. En pratique, il existe plusieurs techniques
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pour mettre en place ces ”points d’accroches”, parmi lesquelles on peut citer la

synthèse in-situ des oligonucléotides d’ADN par photolithographie ou la dépose

robotisée des fragments[51]. Il est ainsi possible de générer plusieurs milliers de

sites d’hybridation sur quelques centimètres carrés de verre, tous identiques ou

bien présentant des affinités spécifiques à différents gènes à détecter. Ensuite, les

fragments d’ADN ou protéines à détecter sont mis en contact avec des marqueurs

fluorescents spécifiques destinés à s’hybrider avec les fragments cibles, les rendant

ainsi fluorescents. Enfin l’échantillon peut être mis en contact avec la surface (par

écoulement microfluidique, déposition manuelle ou robotisée, . . . ). Le couplage

des gènes visés sur les sites d’hybridation va permettre leur concentration sur la

surface réduite de la puce et rendre possible la détection du ou des marqueurs flu-

orescents par microscopie. La Figure 1.9 représente le principe de fonctionnement

des puces, ainsi qu’un exemple de résultat obtenu sur une puce juxtaposant divers

types de fragments d’accroche.

Figure 1.9: Schéma de principe du fonctionnement d’une puce à ADN. Les
sites d’hybridation A∗ et B∗ complémentaires respectivement des fragments A
et B fixés sur la surface concentrent les gènes d’intérêt sans retenir les autres
permettant une forte concentration locale des fragments d’intérêt marqués par
des molécules fluorescentes. A droite, exemple de résultat reproduit à partir de

la référence Schena et al [49].

L’optimisation de cette méthodologie de base par pré-purification de l’échan-

tillon, amplification de signal, ou autre, fait des puces à ADN un outil puissant

de cartographie de génome, détection de polymorphisme de gènes[52], etc. . . Les

applications de cet outil sont multiples et touchent des domaines de recherche

fondamentale tel que la régulation des gènes[53], comme des domaines d’intérêt

médical pour détecter et comprendre les maladies et leurs évolutions[54], ou encore

le domaine industriel et notamment agroindustriel[55].
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1.3.2.2 L’étude de cellules uniques

Les méthodes microbiologiques connues et utilisées couramment depuis plu-

sieurs décennies ne permettent pas d’isoler précisément et de suivre la croissance ou

le métabolisme d’une cellule isolée. Des méthodes telles que l’étalement sur bôıte

de Pétri permettent la séparation des individus issus d’une population mais ne don-

nent pas de renseignements directs. La possibilité de contrôler des écoulements et

des flux (substrats, gaz, . . . ) à des échelles micrométriques rend possible l’accès à

ce type d’informations. Les travaux couplant la microbiologie à la miniaturisation

ont en effet permis le développement de techniques permettant la manipulation,

l’isolement, la culture et l’analyse in-situ de cellules[56–59].

Les principaux champs d’application des méthodes d’isolement de cellules

uniques sont l’étude de microorganismes non cultivables en laboratoire[60], l’évalu-

ation de la physiologie des cellules[61] et enfin la recherche de nouveaux produits

métaboliques d’intérêt tels que les enzymes ou les antibiotiques[42]. Les méthodes

qui rendent possible la réalisation de ce genre d’études sont nombreuses et l’objectif

ici n’est pas de les lister toutes. Pour illustrer le potentiel d’étude de cellules

isolées en microfluidiques nous pouvons évoquer le ”tri de cellule activé par flu-

orescence” (FACS) et l’évaluation de l’impact d’un stimulus mécanique sur des

cellules adhérentes[62].

Le FACS (”Fluorescence-Activated Cell Sorting”) est une méthode proche de

la cytométrie en flux. Une suspension de microorganismes à trier est injectée dans

un canal miniaturisé où l’utilisation d’une dilution adaptée et les effets hydrody-

namiques du confinement entrainent la formation d’un alignement des cellules. La

fragmentation du train de cellules en gouttes renfermant un unique individu par

co-écoulement d’un fluide porteur non-miscible permet de les isoler en séparant les

gouttes. Le train de gouttes ainsi formé passe au travers du rayon d’un laser, et

l’analyse instantanée de la lumière diffusée permet la différenciation des cellules

(par exemple, il est facile de distinguer une cellule produisant une protéine fluores-

cente d’une cellule n’en produisant pas). Cette différentiation déclenche ensuite

l’activation d’un système (électrodes par exemple), qui oriente les gouttes pour

séparer les réponses positives des négatives. Encore une fois, les méthodes de tri

de gouttes sont nombreuses, et nous ne citerons ici que la technique consistant à

attribuer une charge à la goutte en la soumettant à un léger champ électrique, puis

à la diriger à l’aide d’électrodes. La Figure 1.10 schématise la technique décrite
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ci-dessus.

Figure 1.10: Schéma de principe du fonctionnement du FACS.

Un autre exemple d’application de techniques miniaturisée à l’étude de cel-

lules uniques est décrit par Tan et al [62]. La Figure 1.11 représente le schéma

de principe ainsi qu’une image d’expérience obtenue lors de l’étude d’interactions

mécaniques entre les cellules et leur support. Les techniques de microfabrication

et de caractérisation optique rendent possible le calcul des efforts exercés par les

cellules sur les piliers de support. Ils parviennent ainsi à démontrer la coordina-

tion de signaux biochimiques et biomécaniques pour la régulation de l’adhésion

et de la mécanique des cellules. Cette réalisation donne un exemple du potentiel

d’informations, de niveau cellulaire, auquel la miniaturisation donne accès.

Figure 1.11: Schéma de principe du fonctionnement de du dispositif dévelopé
par Tan et al. (Reproduit à partir de Tan et al [62])
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1.3.2.3 Les chemostats miniaturisés

La composition du milieu de culture influe directement sur la croissance des

microorganismes. En culture fermée, dite ”batch”, cette composition est fixée au

démarrage de la culture et évolue ensuite avec la consommation et les rejets des

cellules. Ainsi, il n’est pas possible de contrôler la composition du milieu dans

ce type de systèmes. Pour y parvenir, des bioréacteurs fonctionnant en continu,

appelés chemostats ont été développés. Ils sont constitués d’un bioréacteur clas-

sique, auquel sont ajoutées des entrées et sorties. La composition et le débit des

entrées et sorties sont régulés avec précision. La composition des sorties peut être

identique à celle de la culture, ou bien ne contenir que le milieu liquide si elles sont

équipées d’un filtre maintenant les microorganismes dans le réacteur. Le pilotage

de ces entrées/sorties autorise un contrôle instantané de la composition tout au

long de la culture.

L’utilisation de chemostats est maintenant largement répandue et s’applique

à de nombreux domaines[63–65]. En effet, le contrôle du milieu au cours du temps

permet un contrôle de la croissance qui peut être utilisé pour optimiser la produc-

tion d’un métabolite d’intérêt, pour produire de grandes quantités de biomasse,

pour faire crôıtre des microorganismes difficilement cultivables, etc. . .

Cependant, la gestion des flux peut être complexe, nécessite des équipements

coûteux et l’injection continue de produit entrâıne des consommations élevées.

Ainsi, à des fins de recherche, ou dans les phases de développement de bio-

procédés, la miniaturisation de tels équipements représente un réel enjeu. Des

dispositifs tels que les puces microfluidiques y répondent puisqu’elles offrent une

grande flexibilité de conception et d’intégration qui donnent la possibilité de gérer

plusieurs écoulement indépendants à l’aide de vannes, de les rassembler à l’aide

de micro-mélangeurs, de les stopper dans des chambres (Figure 1.12). De plus, la

transparence de ces dispositifs autorise le suivi in-situ de la culture par couplage

avec diverses méthodes optiques.

De nombreux travaux ont permis de concevoir des dispositifs plus ou moins

complexes, et autorisant le contrôle de plus ou moins de paramètres, selon les

applications recherchées. Ainsi, Balagaddé et al. [66] ont développé une puce mi-

crofluidique supportant six microchemostats en parallèle. Chacun d’entre eux

consiste en une boucle de croissance où la culture se développe et peut être agitée,
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Figure 1.12: Schéma de principe du fonctionnement du dispositif développé
par Balagaddé et al. (Reproduit à partir de Balagaddé et al [66])

reliée à deux canaux d’apport de milieu frais, et trois canaux de prélèvements.

Le suivi optique de population en ligne leur permet d’étudier le comportement

dynamique d’une population d’Escherichia coli en vue du contrôle de la forma-

tion de biofilm. D’autres dispositifs[67, 68] permettent également un contrôle des

échanges gazeux, de la temperature, etc. . .

Un autre type d’application des outils miniaturisés en microbiologie qui fo-

calise beaucoup d’attention est le suivi de culture haut-débit. Les techniques exis-

tantes à l’heure actuelle dans ce domaine représentent la base à partir de laquelle

ce travail de thèse a été réalisé.Ces techniques sont explicitées dans la sous-section

suivante.

1.3.3 Le suivi de croissance haut-débit

La réalisation de suivis microbiologiques en grand nombre pour atteindre le

haut-débit peut difficilement être envisagée sans réduction des volumes de culture

par rapport aux erlenmeyers ou fioles utilisés habituellement. C’est pour cela que

les dispositifs de criblage microbiologique ont pu se développer à partir du moment

où les techniques de miniaturisation sont apparues. Cela a débuté par la mise en
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oeuvre de volumes intermédiaires où la manipulation reste aisée sans équipement

particulier, puis a évolué vers des volumes de plus en plus faibles nécessitant des

technologies plus récentes mais autorisant également une augmentation de la ca-

pacité de parallélisation. Cette évolution des techniques se retrouve traduite par

la maturité des dispositifs associés. En effet, les systèmes commerciaux que nous

décrirons ici en premier lieu ont des capacités de gestion de volumes de l’ordre

de 0.1 à 1 mL, alors que certains dispositifs à l’étape de validation à l’échelle du

laboratoire travaillent avec des volumes compris entre 1 et 100 µL, et que des

innovations récentes offrent la possibilité de manipuler des incubateurs de volume

inférieurs au µL.

1.3.3.1 Les systèmes disponibles commercialement

Le suivi de croissance de microorganismes fait appel à plusieurs étapes,

décrites dans la première partie de ce chapitre. L’optimisation de ce suivi doit

donc passer par une amélioration de chacune de ces étapes. Ainsi, nous décrivons

ici seulement des dispositifs complets, sans détailler les produits tels que les mi-

croplaques qui, utilisés indépendamment, n’améliorent pas plus d’une étape des

méthodes classiques.

Le premier exemple de dispositif commercial que nous citons est le ”MBECTM

HTP assay”, développé par la société INNOVOTECH (http://www.innovotech.ca/).

L’objectif de ce système est de proposer un ensemble d’outils et de méthodes opti-

misés pour le test d’efficacité d’agents antimicrobiens sur les biofilms. On rappelle

que l’on qualifie de biofilm une population de microorganismes irréversiblement

attachés à une surface sur laquelle elle se développe selon des processus physi-

ologiques bien distincts de populations planctoniques. Le principe de fonction-

nement de la méthode est le suivant:

• Croissance des microorganismes désirés

Une ou des souches cryogénisées du microorganisme d’étude sont précultivées

afin de s’assurer de leur bon état de conservation.

• Inoculation du système MBECTM

La préculture est inoculée dans un milieu frais et répartie dans les puits
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d’une microplaque 96 puits spécialement conçue. La partie supérieure (cou-

vercle) de la microplaque est en effet recouverte de 96 pics de polystyrène qui

plongent chacun dans un puits lorsque la microplaque est fermée. Ces pics

servent de support pour le développement des biofilms. Après inoculation,

la microplaque est incubée sous agitation pendant la durée souhaitée afin de

laisser les biofilms se développer.

• Exposition des biofilms à l’agent anti-microbien

Une nouvelle microplaque est préparée avec une solution d’antimicrobien,

distribué à différentes concentrations dans chaque puits (gradients réalisés

rapidement à l’aide de pipettes multicanaux). Les pics supportant les biofilms

formés à l’étape précédente sont alors retirés de leur microplaque de crois-

sance et plongés dans le milieu avec antimicrobien comme représenté sur la

Figure 1.13. Les biofilms sont incubés au contact de l’agent antimicrobien

pendant une période d’exposition choisie.

Figure 1.13: Système MBEC(R) commercialisé par INNOVOTECH.
(http://www.innovotech.ca)

• Neutralisation de l’agent et récupération des biofilms

Une fois le temps d’exposition écoulé, les biofilms sont rincés dans un agent

neutralisant par déplacement du couvercle MBECTM dans une microplaque

contenant la solution neutralisante. Ils sont ensuite à nouveau déplacés

dans une microplaque propre avec la même solution neutralisante que la

précédente, et soumis aux ultrasons afin de détacher le biofilm des pics de

polystyrène. Le couvercle avec pics est jeté une fois que les biofilms sont

repassés en solution dans les puits.

• Mesure d’efficacité de l’agent anti-microbien

Les microorganismes remis en suspensions peuvent ensuite être dénombrés

par dilutions successives et étalements sur bôıte de Pétri, mais on perd dans
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ce cas l’intérêt du haut-débit. Leur nombre peut également être estimé par

mesure de densité optique. Les populations mesurées pour chaque puits

permettent ainsi de déterminer la concentration en agent à partir de laquelle

un effet anti-microbien est observé.

Bien qu’utilisable uniquement dans le cas de croissance sous forme biofilm et non

planctonique comme dans notre cas, cet exemple illustre comment la réduction de

taille permet de paralléliser des tests dont la durée est incompressible. De plus,

le protocole décrit ci-dessus peut être adapté et/ou complété de façon à obtenir

des données différentes qu’une concentration minimale d’efficacité. En effet, des

analyses périodiques peuvent donner accès à un suivi dans le temps, l’observation

sous microscope des biofilms peut renseigner sur leurs structures, etc. . .

Le second exemple de système de suivi microbiologique haut-débit détaillé

dans cette partie est en fait un ensemble d’outils optimisés proposés par la société

THERMO SCIENTIFIC. Les milieux, microplaques, pipettes multicanaux, lecteurs

fluorométriques ou optiques développés sous le nom commun ”SensititreTM” peu-

vent être combinés manuellement ou de façon automatisée afin de réaliser des

suivis de croissance de microorganismes en suspension et/ou des tests de suscep-

tibilité aux antibiotiques. La préparation des cultures est facilitée par les pipettes

multicanaux autorisant une haute parallélisation en microplaque classique, ou en

microplaque ”SensititreTM” pré-remplie par des marqueurs d’activité cellulaire ou

par des agents anti-microbiens (gradient de concentration à travers la microplaque

pour détermination de concentrations minimales d’efficacité). L’évolution de pop-

ulation se fait alors, en suspension, directement dans les micropuits. Les systèmes

de lecture spécialement prévus pour accueillir ces microplaques permettent une

mesure du signal fluorométrique ou bien l’acquisition d’images de façon rapide sur

chaque puits. Ces instruments utilisés tels quels donnent accès à une capacité

de test accrue par rapport aux méthodes classiques, mais conservent toutefois

plusieurs opérations manuelles de durée importante. Pour pallier à cela, THERMO

SCIENTIFIC a également développé des appareils capables de procéder aux in-

oculations d’une part, le ”SensititreTM AIMTM Automated Inoculation Delivery

System”, et d’incuber et lire automatiquement les microplaques d’autre part, le

”SensititreTM ARISTM ID/AST System” (Figure 1.14).

Le nombre de systèmes commerciaux pour l’optimisation d’études microbi-

ologiques ne s’arrête évidemment pas à trois, mais cette section ayant uniquement
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Figure 1.14: Système ARIS 2X(R) commercialisé par la société THERMO
SCIENTIFIC. (http://www.thermoscientific.com/)

pour but d’illustrer le panel de techniques existantes, nous ne présentons ici qu’un

seul outil supplémentaire. Il s’agit du TEMPOTM , produit par la compagnie

BIOMERIEUX INDUSTRY.

Figure 1.15: Système TEMPO(R) commercialisé par la société
BIOMERIEUX. (http://www.biomerieux.fr/)

Ce système présenté sur la Figure 1.15 permet de mesurer la population

après croissance de façon entièrement automatisée. Les milieux de croissance sont

disponibles à l’achat avec, pour chacun, un milieu adapté à un type de test. C’est-

à-dire que le milieu en question contient les marqueurs cellulaires et les nutriments

spécifiques aux microorganismes à tester de façon à permettre leur croissance et

leur dénombrement. Les échantillons à tester sont mélangés aux réactifs adaptés

dans un sac stérile, puis transférés de façon autonome dans une carte de crois-

sance et dénombrement. L’innovation majeure de ce système repose dans cette

carte (Figure 1.16).
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Figure 1.16: Carte d’analyse du système TEMPO(R).

L’échantillon se réparti dans 16 tubes de différentes dilutions, où il crôıt

ensuite pendant la période d’incubation. A la fin de cette période, la fluores-

cence est mesurée dans chaque tube : elle est présente dans les tubes où il y a

eu croissance, absente ailleurs. Grâce à la méthode dite du nombre le plus proba-

ble (MPN), ces informations permettent d’obtenir la population qui était présente

dans l’échantillon initial.

Cet outil automatise donc entièrement la phase de dénombrement d’un suivi

de population et peut ainsi s’appliquer à des études d’évaluation de contamina-

tion microbienne dans des échantillons donnés. Mais il s’applique également au

dénombrement de populations issues d’autres types d’échantillons, tels que des cul-

tures de microorganismes choisis en présence d’agent anti-microbiens. Le système

BACTECTM(Figure 1.17) développé par BECTON DICKINSON présente des ca-

pacités du même type.

Figure 1.17: Système BACTEC(R) commercialisé par la société BECTON
DICKINSON. (http://www.bd.com)

L’ensemble de ces systèmes propose des volumes de travail déjà inférieurs à la

plupart des méthodes classiques, mais tout en restant supérieur ou égal à l’ordre du
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millilitre. Le gain de temps qu’ils engendrent vient donc d’une parallélisation sat-

isfaisante, mais surtout de l’automatisation et/ou simplification des étapes. Toute-

fois, la parallélisation de cultures de l’ordre du millilitre implique un encombrement

non négligeable. Très performants pour bon nombre d’opérations et tests de rou-

tine des laboratoires de microbiologie, ces systèmes montrent des limites pour des

criblages précis sur de très grands nombres d’échantillons. Pour les dépasser, il

faut tendre à optimiser, ou du moins à conserver, la précision des résultats, tout

en atteignant des degrés de parallélisation supérieurs avec des encombrements

équivalents ou inférieurs. Cela passe obligatoirement par une réduction d’échelle

des cultures. Des outils répondant de façon plus ou moins complète à ces critères

sont décrits dans la sous-section suivante, en commençant par les projets les plus

aboutis, puis en terminant par les résultats récents et prometteurs.

1.3.3.2 Les dispositifs validés à l’échelle du laboratoire

Les méthodes de manipulation de volumes de fluides inférieurs au millilitre se

résument principalement aux techniques millifluidique et microfluidique. Certains

outils ont déjà montré leur potentiel à l’échelle du laboratoire, nous en présentons

ici quelques exemples.

Dans l’optique d’un suivi de croissance haut-débit, Baraban et al [1] (Fig-

ure 1.18) ont développé un analyseur de gouttes millifluidiques pour la microbi-

ologie. Le principe de l’outil est la génération rapide de gouttes contenant un ou

plusieurs microorganismes, du milieu de culture, et un antibiotique. La concentra-

tion en antibiotique est sensiblement différente d’une goutte à l’autre, ce qui créé

un gradient d’antibiotique le long du train de gouttes dans son ensemble. Après

génération, le train de gouttes circule en permanence d’avant en arrière de façon

à ce que chaque goutte passe à intervalle de temps régulier devant un détecteur.

Le système de détection est un objectif couplé à un tube photomultiplicateur et

un détecteur qui mesure la fluorescence issue de chaque goutte. Les microorgan-

ismes choisis sont porteurs de l’allèle YFP(”Yellow Fluorescent Protein”) du gène

GFP (”Green Fluorescent Protein”), et génèrent donc des protéines fluorescentes

au cours de leurs processus métaboliques. La fluorescence émise dépend du nom-

bre de microorganismes et permet donc de suivre l’évolution de population dans

chaque goutte(Figure 1.18).
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Figure 1.18: Analyseur millifluidique à gouttes pour la microbiologie. (Re-
produit à partir de la référence Baraban et al [1])

Le suivi de croissance d’une série de gouttes contenant un gradient de con-

centration en antibiotique est représenté sur la Figure 1.19, issue de l’article de

Baraban et al [1]. On note toutefois une gamme de linéarité entre la population

et la fluorescence des bactéries qui se limite à une décade. Sachant que certains

tests réglementés nécessitent la quantification de populations sur plusieurs or-

dres de grandeur, il est important de souligner ce point. Par ailleurs, un facteur

3 sépare les concentrations minimales d’efficacité déterminée par l’outil milliflu-

idique et celles mesurées en microplaques. Au delà des éventuelles erreurs liés

aux méthodes de mesure, cette observation soulève la question de l’impact de la

réduction d’échelle sur la croissance et du comportement des microorganismes face

à un agent anti-microbien. Ces problématiques font partie des motivations de ce

travail de thèse et seront donc discutées dans la suite de ce manuscrit.

Figure 1.19: Résulats obtenus par l’Analyseur millifluidique à gouttes pour la
microbiologie. (Reproduit à partir de la référence Baraban et al [1])
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Ces limitations n’apparaissent cependant que pour certaines applications

Cela ne bloque donc pas les performances de l’outil qui est par exemple utilisé par

Cottinet [69] à des fins d’études phénotypiques. Le principe simplifié de l’étude est

d’utiliser l’analyseur de gouttes millifluidiques pour encapsuler dans chaque goutte

des cellules uniques issues d’une population préalablement soumise à un stress.

Ainsi, l’évolution de population dans chaque goutte traduit le phénotype de la

cellule initialement encapsulée. Par comparaison des répartitions phénotypiques

observées suite à diverses expositions (à des antibiotiques par exemple), Cottinet

déduit des ”lois” de réponse du microorganisme d’étude vis-à-vis du stress imposé.

A l’échelle inférieure, c’est-à-dire en microfluidique, nous évoquons tout d’ab-

ord un dispositif original par sa simplicité qui permet d’effectuer une évaluation de

concentration minimale d’efficacité d’antibiotiques. Mis au point par Cira et al [2],

l’outil illustré dans la Figure 1.20 conserve des étapes manuelles mais qui restent

rapides grâce à leur simplicité. Il permet de profiter de la réduction d’échelle pour

paralléliser les tests, et d’être capable de réaliser de nombreuses séries de tests

simultanés pour un encombrement réduit. La mesure effectuée par colorimétrie

est certes moins précise que dans le cas de dénombrement de populations, mais le

système n’en reste pas moins notable du fait de la facilité d’utilisation par rapport

aux autres techniques existantes à cette échelle.

Figure 1.20: Dispositif développé par Cira et al. (Reproduit à partir de la
référence Cira et al [2])
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Le dispositif suivant que nous souhaitons évoquer dans cette partie allie

un fonctionnement simple, proche du système de Cira et al, à une méthode de

dénombrement plus complexe, mais quantitative. La puce microfluidique déve-

loppée par Takagi et al [3] se compose de sept chambres d’incubations distinctes,

dans lesquelles une matrice lyophilisée contenant le ou les composés à tester peut

être déposée. Le remplissage de la puce par une suspension de microorganismes

s’effectue par des canaux latéraux connectés à chaque chambre. Une fois remplies,

les chambres sont isolées par retrait de la suspension des canaux latéraux. Les

forces capillaires piègent le milieu de culture dans chaque chambre. L’ensemble

de la puce (10mm x 32mm) peut ensuite être incubé. Pour mesurer l’impact des

composés sur la croissance des microorganismes, le suivi de population au cours

du temps est assuré par acquisition régulière d’images des chambres par micro-

scopie confocale à réflexion. Il est important de noter qu’en absence d’agitation,

les populations dénombrées peuvent se développer sous forme de biofilm sur la

surface inférieure de la puce. La Figure 1.21 présente un schéma du montage ainsi

que des exemples d’images acquises soit dans une chambre à différents moments

de la croissance, soit après 12h de croissance dans des chambres contenant des

concentrations croissantes en antibiotique.

Enfin, nous citons en dernier lieu le système microfluidique deTang et al [70].

Il permet de quantifier l’impact du pH, et de la composition du milieu d’une part,

et celui de la température d’autre part, grâce à une seconde puce microfluidique

adaptée. La conception du système rend possible la génération in situ de gradi-

ents de concentrations (en milieu nutritif, mais on imagine facilement l’extension

pour le test d’agents anti-microbiens) et l’incubation simultanée dans dix boucles

d’incubation parallèles sur une surface de l’ordre du centimètre carré. Des vannes

pneumatiques microfluidiques autorisent la mise en écoulement de la suspension

contenue dans chaque boucle, sans y ajouter ou retirer de liquide. Ainsi, les

dénombrements de population effectués par acquisition d’images sous microscope

correspondent à des populations en suspension, l’écoulement évitant la forma-

tion de biofilms. La conception des puces est rappelée sur la Figure 1.22. Les

résultats obtenus dans ces dispositifs montrent des vitesses de croissance des mi-

croorganismes bien plus élevées que dans des dispositifs classiques de type fioles

ou erlenmeyer. On remarque donc ici encore, comme dans les travaux de Bara-

ban et al, que la réduction de la taille des incubateurs n’est pas sans effet sur les

microorganismes et qu’il parâıt nécessaire de comprendre ces effets afin de valider
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Figure 1.21: Dispositif développé par Takagi et al (en haut), et exemple de
résultats obtenus du suivi de développement de biofilms (Reproduit à partir de

la référenceTakagi et al [3]).

les résultats obtenus à échelle réduite vis-à-vis des études classiques.

Figure 1.22: Dispositif microfluidique pour criblage de conditions de culture
développé par Tang et al. (Reproduit à partir de la référence Tang et al [70])

Ces outils et techniques montrent à quel point le suivi de croissance de mi-

croorganismes pour l’évaluation d’agents anti-microbiens est actif. Ils indiquent
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probablement que les systèmes commerciaux décrits dans la sous-partie précédente

devraient rapidement voir arriver des systèmes concurrents encore plus minia-

turisés et avec des capacités de criblage accrues. Cependant, ils ne satisfont pas

encore aux critères de tous les tests pour lesquels l’accès au haut-débit serait

souhaitable et les recherches qui visent à optimiser et/ou élargir l’applicabilité de

ces techniques sont nombreuses. La sous-partie suivante présente quelques exem-

ples d’innovations entrants dans ce cadre.

1.3.3.3 La poursuite de la miniaturisation et ses limites

Dans la suite logique des développements techniques décrits précédemment

et visant à accrôıtre encore la capacité de tests, on peut noter la recherche de

méthodes de cultures de plus en plus parallélisées. Ingham et al [71] proposent en

2007 une puce microfluidique composée d’un million de puits de culture indépen-

dants. Cette réalisation (la ”Micro-Petri chip”) est citée en tant qu’illustration

d’une loi de Moore microbiologique (Figure 1.23), par Gefen et al [4]. Ces derniers

mettent en évidence une capacité de gestion de volumes de culture de plus en plus

petits et nombreux depuis l’apparition des microplaques dans les années 90.

Figure 1.23: Loi de Moore microbiologique proposée par Gefen et al. (Repro-
duit à partir de la référence Gefen et al [4]).

Toutefois, il faut noter que les puits conçus par Ingham et al ne peuvent

accueillir que quelques cellules du fait de leur taille. Cela signifie que l’on atteint
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avec ces derniers travaux une limite en terme de réduction de l’échelle de culture.

La loi de Moore microbiologique atteint donc d’ores et déjà sa limite inférieure

avec des incubateurs dont la taille est du même ordre que celle d’une cellule. Cela

soulève d’ailleurs une interrogation quand à la possibilité pour un microorgan-

isme de se développer dans des conditions si confinées. L’effet de la réduction

de taille des incubateurs sur la croissance des microorganismes semble donc être

un effet primordial à étudier pour valider les résultats obtenus à échelle réduite

vis-à-vis de ceux obtenus à échelle classique. Nous nous intéressons en détail à

cette problématique dans le chapitre 3 de ce manuscrit.

1.4 Motivations et objectifs du travail de thèse

Dans la première moitié de ce chapitre, nous nous sommes attachés à présenter

les méthodes qui ont été développées au cours des derniers siècles et qui ont fait

leurs preuves pour l’étude des microorganismes. Ces méthodes permettent d’une

part le développement choisi et contrôlé de populations de microorganismes en

apportant aux cellules les nutriments dont ils ont besoin dans des conditions favor-

ables. D’autre part, elles offrent la possibilité d’estimer la quantité d’organismes

qui constituent les populations, donnant ainsi accès à des données quantifiées qui

peuvent être comparées entre elles. Toutefois, elles ne sont pas universelles et

présentent pour chacune des inconvénients qui les rendent inutilisables dans cer-

tains cas. Malgré cela, elles ont permis des avancées considérables en termes de

connaissance des microorganismes, et ont amenés les industriels à s’y intéresser.

Les raisons qui poussent le milieu industriel à se pencher sur la microbiologie sont

en partie décrites dans la deuxième partie de ce chapitre. Ces motivations sont

nombreuses et variées, de la conservation de produits à la production de molécules,

mais se trouvent bien souvent limitées, ou du moins ralenties, par les capacités des

méthodes traditionnelles. Pour répondre, entre autres, à ce besoin, de nombreux

efforts sont faits en direction de la mise au point de nouvelles méthodes plus

efficaces. L’utilisation de techniques de miniaturisation en microbiologie est un

domaine très actif de la recherche actuelle. Nous avons présenté le potentiel de

cette combinaison dans la dernière partie de ce chapitre. L’association de ces

deux domaines se justifie facilement par un accord de taille qui ouvre la porte à

des manipulations impossibles autrement. Le succès de ces recherches a été il-

lustré par quelques exemples, en terminant par le développement d’outils de suivi
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de croissance haut-débit qui constitue l’axe principal de ce travail de thèse. La

recherche et caractérisation d’agents anti-microbiens pour la protection microbi-

ologique de produits industriels représente un volume important d’études pour

l’équipe de microbiologistes de Solvay. En collaboration avec cette équipe, nous

avons fixé l’objectif commun de mettre au point un outil qui puisse optimiser les

tests d’efficacité de biocides qui sont actuellement réalisés de façon routinière par

des méthodes classiques.

Pour atteindre cet objectif, plusieurs problématiques doivent être explorées.

Tout d’abord, il est nécessaire de se demander quel type d’outil est le plus perfor-

mant pour mettre au point un dispositif simple et flexible d’utilisation pour ces

tests. Le choix doit ensuite être fait entre les systèmes continus de type chemostats

et les système statiques pour réaliser des suivis de culture sur plusieurs jours.

Enfin, il est également primordial de déterminer l’impact de la modification de

l’incubateur, notamment de sa taille, sur la croissance des microorganismes.

La suite de ce manuscrit présente les réponses apportées à ces problématiques,

et est organisée de la façon suivante: en premier lieu, nous présentons les méthodes

analytiques innovantes testées pour le suivi de microoganismes et les outils mil-

lifluidiques et microfluidiques adaptés à la croissance. Ensuite, nous détaillons

les observations expérimentales de cultures réalisées à travers une gamme de

tailles d’incubateurs et présentons un modèle numérique permettant d’identifier et

d’estimer les paramètres clés. Enfin, nous expliquons comment ces outils ont été

couplés et automatisés afin d’atteindre le haut-débit. Nous concluons sur l’étude

d’efficacité de deux biocides par le système automatisé, en présentant les résultats

statistiques de croissance obtenus grâce à la grande quantité de données.



Points clés du Chapitre:

• La microbiologie est la science qui s’intéresse à l’étude des microorgan-

ismes. Des méthodes robustes ont été développées depuis ses débuts, per-

mettant la culture contrôlée et le suivi d’évolution de populations micro-

biennes.

• Dans l’industrie, la capacité à mâıtriser le développement de microorgan-

ismes est cruciale. Étant donné la diversité et la quantité de cas à mâıtriser,

les outils d’étude microbiologique classiques se révèlent trop peu efficaces

et freinent l’innovation.

• Les outils fluidiques miniaturisés présentent un fort potentiel d’application

pour des études microbiologiques. En particulier, ils permettent de par-

alléliser et optimiser la culture et le suivi d’évolution de populations de

microorganismes.

• L’objectif de ce travail de thèse est de développer des méthodes

de culture miniaturisées et de suivi de populations optimisées,

d’étudier l’impact de la réduction de l’échelle d’incubation sur la

croissance des microorganismes, pour aboutir à un outil fluidique

miniaturisé haut-débit pour la caractérisation de biocides.





Chapitre 2

Techniques de mesures et

incubateurs miniatures

L’intérêt des outils miniaturisés dans le domaine de la microbiologie a été

exposé dans la première partie de ce manuscrit. Nous allons dans ce chapitre

présenter le travail qui a été réalisé pour adapter des outils initialement développés

pour la chimie à l’étude de la croissance de microorganismes. En premier lieu,

nous décrivons les microorganismes choisis pour cette étude, puis nous présentons

l’exploration et le développement de méthodes analytiques pour le suivi de crois-

sance de microorganismes compatibles avec des tests haut-débit. Ensuite, nous in-

troduirons les outils fluidiques miniaturisés et les adaptations qui ont été nécessaires

afin de les utiliser comme incubateurs miniatures.

2.1 Les microorganismes d’étude

Le développement d’un système de suivi de croissance haut-débit fixé comme

cible dans ce travail de thèse a pour but de permettre la détermination de concen-

trations minimales d’efficacité de biocides. Ces tests sont déjà effectués couram-

ment dans de nombreux laboratoires, et imposent le choix de certains types de mi-

croorganismes. En effet, l’efficacité d’un agent anti-bactérien doit être démontrée

face à des populations représentatives des contaminations auxquelles on peut avoir

à faire face. Les méthodes de sélection et de caractérisation de ces agents sont

détaillées dans le paragraphe 4.4.1.2 de ce manuscrit.

Dans le cadre du développement d’un outil haut-débit, nous avons sélectionné

dans un premier temps une souche fluorescente, afin de faciliter sa détection, mais

43
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également proche des souches qui se retrouvent dans des contaminations. Ainsi

la recherche d’une méthode de suivi de population, et les tests de croissance en

systèmes miniaturisés ont été effectués avec la souche Escherichia coli MC4100-

YFP.

La fluorescence de cette bactérie est due à l’expression du gène yfp, qui a été

inséré dans le chromosome de la souche MC4100 par Hegreness [72]. L’emplacement

choisi par Hegreness pour insérer le gène yfp dans le génome rend son expression

constitutive, il est donc toujours transcrit (contrairement à une expression fac-

ultative qui n’est activée que dans certaines conditions). Son expression résulte

en une production permanente de protéine fluorescente jaune. Ainsi, toutes les

bactéries fluorescent de façon continue à la longueur d’onde de la protéine YFP,

et le signal émis par une population entière est donc proportionnel au nombre de

microorganismes (sous certaines conditions discutées dans le paragraphe 2.2.2).

Afin de valider l’étude de l’impact du changement de taille des incubateurs,

décrit dans le chapitre 3, nous avons également utilisé la souche Staphylococcus

aureus ATCC 12600. Elle correspond également au type de microorganismes

couramment responsables de contaminations industrielles.

Enfin, la levure Saccharomyces cerevisiae a été cultivée dans le dispositif

automatisé présenté dans le dernier chapitre de ce manuscrit.

Tous ces microorganismes sont de classe 2 ou inférieure. C’est à dire que leur

dissémination dans l’environnement est très peu probable et qu’il existe une pro-

phylaxie ou des médicaments connus pour lutter efficacement contre leur éventuel

pouvoir pathogène. Ils sont sans danger pour la communauté. Leur manipulation

a donc été effectuée sous un poste de sécurité microbiologique.

2.2 Les méthodes de comptage de population en

ligne

Dans la première partie de ce manuscrit, nous avons présenté plusieurs

méthodes permettant de suivre l’évolution d’une population de microorganismes.

Cependant, aucune de ces méthodes ne permet un suivi rapide, non-intrusif, en

ligne, et quantitatif. Nous présentons ici le travail fait dans le but de développer
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une méthode satisfaisant à tous ces critères. Certaines méthodes que nous avons

envisagé ont montré un potentiel intéressant pour répondre partiellement aux ob-

jectifs que nous nous étions fixés, et proposer parfois des moyens d’accès à d’autres

informations biologiques que le nombre de microorganismes. Ce sont ces méthodes

que décrivons en premier lieu, en présentant les résultats préliminaires que nous

avons obtenu. Ensuite nous décrivons plus en détail deux techniques qui se sont

montrées efficaces pour le suivi d’évolution de population en respectant les critères

fixés. Nous abordons d’abord une méthode couplant une mesure de fluorescence à

une mesure d’absorbance, puis un comptage direct par observation microscopique

en champ clair.

2.2.1 Des techniques intéressantes mais incomplètes

En plus du suivi d’évolution de population visé dans le cadre de nos travaux,

il est parfois nécessaire de suivre l’évolution dans le temps d’autres paramètres

que le nombre de microorganismes. Soit parce qu’ils donnent accès à une mesure

indirecte de la population quand les méthodes directes ne sont pas applicables,

soit parce qu’ils peuvent renseigner sur le métabolisme des cellules. La diffusion

de lumière, et la thermographie-calorimétrie que nous allons décrire ici correspon-

dent aux méthodes qui donnent accès indirectement à la population. La spec-

trométrie et l’utilisation de marqueurs fluorescents présentent une utilisation qui

peut être double en renseignant soit sur le nombre de microorganismes, soit sur le

métabolisme.

2.2.1.1 La diffusion de lumière

Des particules en suspension dans un milieu liquide diffusent la lumière.

La façon dont elles vont diffuser un rayon incident dépend principalement de leur

taille, de leur forme, et de leur organisation. En diffusion dynamique de la lumière,

où l’on suit des fluctuations d’intensité diffusée dans le temps, on peut estimer la

taille des particules en suspension. En diffusion statique, où l’on mesure l’intensité

moyenne diffusée à un angle choisi, on peut obtenir des informations quand à

l’organisation de la suspension (dont la concentration).

Dans le cadre de notre étude, nous avons cherché à évaluer la pertinence de

ces méthodes pour le suivi de population de microorganismes en ligne, de façon

non-intrusive et quantitative. Les mesures de diffusion dynamique de lumière ont
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confirmé la taille des bactéries Escherichia coli à environ 2 µm, correspondant à

la taille attendue, quelle que soit la population de l’échantillon utilisé pour faire

la mesure. La mesure statique a mis en évidence le lien entre intensité moyenne

diffusée et population de l’échantillon (Figure 2.1). Cependant, la sensibilité et la

complexité du montage de mesure rend cet outil difficile à envisager pour des études

haut-débit. En revanche, pour des études ponctuelles, les méthodes de diffusion

de lumière peuvent présenter un réel intérêt pour obtenir des informations sur les

microorganismes auxquelles les autres méthodes ne donnent pas accès[73, 74].

Figure 2.1: Résultats de mesures de diffusion statique de lumière par Ecoli à
pop= 1e8, 1e9, 1e10 à un angle de mesure de 20◦.

2.2.1.2 La thermographie-calorimétrie

Chaque matériau possède une capacité à absorber et/ou restituer de la

chaleur qui lui est propre. On appelle cette grandeur la capacité calorifique. Il

a été montré que des milieux biologiques ont une capacité calorifique qui évolue

avec la population qu’ils contiennent[75]. Ainsi, on peut envisager de suivre une

évolution de population en mesurant la capacité calorifique du milieu au cours du

temps. Les outils couramment utilisés pour la mesure de capacité calorifique ne

permettent cependant pas de mesures en ligne, non-intrusives et rapides à la fois.

Nous avons donc tenté d’exploiter l’outil récemment développé par M.Romano[76],

qui vise à mesurer la capacité calorifique de gouttes en écoulement dans un capil-

laire pour l’obtention de données thermiques de réactions chimiques.

Des mesures réalisées sur des populations connues de Escherichia coli ont

montré que la valeur de capacité calorifique d’une culture, mesurée en ligne, évolue

bien de façon concordante avec le nombre de microorganismes présents dans la cul-

ture.
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Le dispositif de mesure ayant été prévu pour l’étude de réactions chimiques,

il ne permet pas, en l’état, de suivre l’évolution de ces paramètres en continu

sur une culture de microorganismes. Cependant, après adaptation au suivi en

ligne, cet outil pourrait donner accès à des suivis de populations sur tout type de

microorganisme, cultivé sur tout type de milieu.

2.2.1.3 La spectrométrie Raman

La spectroscopie consiste à mesurer l’impact de l’interaction d’un milieu à

étudier sur une lumière incidente connue. Ainsi, on peut obtenir des informa-

tions sur la nature et la quantité des composants du milieu de façon non-intrusive,

rapide et quantitative.

Dans ce travail, nous avons cherché à évaluer le potentiel de la spectroscopie

Raman pour le suivi de concentration d’un substrat commun (le glucose) dans des

dispositifs miniaturisés. La Figure 2.2 montre les spectres obtenus pour différentes

dilution de glucose en milieu aqueux (0, 90, 110, 130, 145, et 160 g/L). Les zones

en rouge indiquent les pics propres au glucose et montrent qu’il est bien possible

de le quantifier par cette technique. Toutefois, la consommation d’une population

de microogranismes varie de l’ordre du gramme à quelques dizaines de grammes.

On se trouve alors face à un problème de sensibilité de la méthode. Ce problème

de sensibilité étant déjà connu, certains groupes de recherche ont développé des

matériaux permettant l’exaltation du signal Raman du glucose via la résonnance

de plasmons de surface[77, 78](effet SERS pour ”Surface Enhanced Raman Spec-

troscopy”). Bien que ces matériaux rendent possible la mesure en ligne, non-

intrusive et quantitative du glucose, leur complexité de fabrication et difficulté de

mise en œuvre rend difficilement applicable cette technique aux études haut-débit.

Toutefois, le potentiel des techniques spectroscopiques ne se limite pas aux

mesures du glucose, et, dans le cas de croissances où l’un des substrats/métabolites

présente une signature spectroscopique suffisante, ces techniques offre un réel

intérêt de par leur rapidité et facilité de couplage avec des outils miniaturisés.

2.2.1.4 Les marqueurs fluorescents

Certains couples oxydo-réducteurs possèdent un potentiel qui leur permet de

s’insérer dans les châınes de réactions métaboliques des microorganismes. Si les
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Figure 2.2: Spectres Raman de solutions aqueuses à différentes concentrations
de glucose: 0, 90, 110, 130, 145, 160 g/L

espèces du couple possèdent également des propriétés optiques différentes (fluores-

cent/non fluorescent par exemple), il est alors possible de suivre l’avancement de

ces réactions. Le couple résazurin/résorufin[79, 80] (formulé par Invitrogen sous le

nom ALAMARBLUE(R), Figure 2.3) rassemble ces conditions et est utilisé pour

quantifier des populations de microorganismes en fin de croissance.

Figure 2.3: Complexe de l’AlamarBlue

Nous avons souhaité évaluer le potentiel de ce complexe pour le suivi de

croissance en continu. La Figure 2.4 montre l’évolution du signal de fluorescence

du complexe au cours d’une culture d’E.coli. On peut voir sur la première partie de

la courbe une rupture de pente (lignes pointillées rouges) correspondant au début

de la phase exponentielle de croissance, mais ensuite, une perte de fluorescence

(zone rouge) empêche de poursuivre le suivi. Nous avons identifié le pH comme

responsable de la perte de stabilité du complexe, mais nous ne sommes pas parvenu

à trouver de système permettant un suivi tout au long de la croissance.

Bien que cette technique se soit révélée inefficace dans les conditions opé-

ratoires utilisées dans notre étude, nous pensons que dans le cas de microor-

ganismes non-acidifiants ou avec des milieux adaptés, les marqueurs d’activité
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Figure 2.4: Suivi de culture de E.coli par mesure de la fluorescence de
l’AlamarBlue, inoculation à 107 UFC/mL.

cellulaire pourraient permettre l’acquisition en ligne de données d’intérêt et non

accessibles par les autres méthodes décrites ici.

2.2.2 La mesure de fluorescence couplée à l’absorbance

La bactérie Escherichia Coli MC4100-YFP possède l’allèle YFP du gène

GFP dans son chromosome bactérien, ce qui génère la production d’une protéine

fluorescente. La Figure 2.5 montre l’intensité de fluorescence mesurée sur une

goutte contenant cette souche bactérienne. Il a été montré qu’en régime adapté,

la fluorescence moyenne d’une suspension est proportionnelle au nombre de micro-

organimses[1]. Cependant, pour des régimes faiblement concentrés ou au contraire

trop concentrés, la proportionnalité n’est plus respectée.

Figure 2.5: Goutte avec bactéries fluorescentes

La densité optique (DO ou absorbance) d’une suspension de microorgan-

ismes augmente drastiquement quand le nombre d’individus devient important

(en général au-delà de 108 - 109 UFC/mL). En dessous de cette gamme, la DO ne

varie pas avec la population. Au delà, la relation n’est plus linéaire. La propor-

tionnalité dans la gamme otpimale est la base du suivi de population par mesure
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de densité optique. La DO, mesurée à travers un échantillon de longueur l, s’écrit:

DO = −log10(
I

I0
) = α.l (2.1)

Avec I0 l’intensité de lumière incidente sur l’échantillon, I l’intensité de lumière

qui traverse l’échantillon, mesurée à 180◦ par rapport à la source et α un coefficient

de proportionnalité fixe pour un milieu donné. Ainsi, si on se place du point de vue

d’une bactérie en suspension, on se rend compte qu’elle ne reçoit pas toujours une

intensité lumineuse d’excitation Iexc0 mais en fait une intensité Iexc(x) qui dépend

de sa position dans le milieu et de la densité optique du milieu de la façon suivante:

Iexc(x) = Iexc0 .10−DO(x) (2.2)

La valeur x correspondant à l’épaisseur du milieu de culture traversée par la

lumière incidente pour parvenir à la bactérie. Sachant que la fluorescence d’un

milieu non absorbant est proportionnelle au nombre de microorganismes, on peut

écrire qu’une bactérie isolée recevant une lumière d’excitation Iexc0 va émettre une

intensité de fluorescence Iem1bact:

Iem1bact = k.Iexc0 (2.3)

Où k est une constante de proportionnalité (fluorescence d’un seul microorgan-

isme). En remplaçant le terme Iexc0 de l’équation (2.3) par le terme corrigé

Iexc(x) de l’expression (2.2), on obtient l’expression de Iem1bact(x) tenant compte

de l’absorbance pour une bactérie séparée de la source par une épaisseur x de

milieu :

Iem1bact(x) = k.I0.10−DO(x) (2.4)

Dans un milieu homogène la densité optique moyenne vaut:

DOmoy =
DO(l) +DO(0)

2
=
α.l + α.0

2
= α.

l

2
=

1

2
.DO(l) (2.5)

D’où l’intensité de fluorescence moyenne émise dans une suspension ho-

mogène de N bactéries:

IfN = N.k.I0.10− 1
2
.DO(l) (2.6)

La valeur mesurée expérimentalement ne correspond cependant toujours pas à

l’expression 2.6. En effet, l’intensité de lumière émise par fluorescence doit, à

son tour, traverser le milieu de culture afin d’atteindre le capteur. Il est donc
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nécessaire d’appliquer une correction équivalente à celle de la lumière incidente

pour la lumière émise.

Une valeur de DO étant définie pour une longueur d’onde donnée, il con-

viendrait donc de corriger les notations ci-dessus par DOλexc et utiliser une DOλem

pour corriger le signal de fluorescence émis. Cependant, la protéine YFP pro-

duite par les bactéries présente des pics d’excitation et d’émission respectivement

à 514 nm et 527 nm, c’est-à-dire très proches. Par soucis de simplification et après

validation expérimentale, nous avons donc admis:

DOλexc = DOλem (2.7)

Et cela nous permet d’écrire une intensité de fluorescence corrigée, proportionnelle

au nombre de bactéries dans le milieu même en régime concentré:

Ifc orr = N.k.I0.10− 1
2
DO(l).10− 1

2
DO(l) = N.k.I0.10−DO(l) (2.8)

La mesure de la valeur Ifc orr et de DO(l) permet donc de calculer la pop-

ulation N au facteur k près. Pour accéder à cette valeur expérimentalement, des

mesures de fluorescence (Excitation: 514 nm, Mesure: 527 nm) et d’absorbance

(Excitation: 527nm, Mesure: 527nm) sont effectuées à chaque temps de mesure

selon le même chemin optique. La Figure 2.6 montre la comparaison entre des

courbes de croissance obtenues par mesure couplée Fluorescence-Absorbance et

une référence en comptage sur bôıte de Pétri. La courbe de fluorescence-absorbance

présentée a été obtenue par mesure dans une cuve de spectroscopie de section

carrée de 1 cm de côté et correction de la fluorescence par l’absorbance comme

décrit précédemment. La courbe en pointillés est donnée afin de faciliter la com-

paraison des données de fluorescence-absorbance avec la référence par étalement

sur bôıte de Pétri. Le facteur multiplicatif correspond à la population initiale, soit

105.

2.2.3 La microscopie de champ clair

Avec le développement de la miniaturisation, de nombreux travaux ont vu

le jour exploitant la possibilité d’observer les microorganismes à l’échelle des

individus[3, 81, 82]. Cependant, ces techniques ne permettent pas de suivi de
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Figure 2.6: Comparaison du suivi de croissance de Escherichia Coli dans le
TSB (Tryptic Soy Broth) à 30g/L à 30◦C en erlenmeyer de 100mL par comp-
tage sur boite de Pétri (référence) et par mesure couplée de fluorescence et

d’absorbance en cuve spectroscopique de 1cm.

population rapide, en ligne, non-intrusif, et quantitatif. Nous avons donc ici mis

au point une méthodologie qui permet d’exploiter le potentiel d’observation des

faibles échelles de taille, tout en satisfaisant aux critères de l’accès au haut-débit.

Les tubes millifluidiques décrits en détail dans la seconde partie de ce chapitre ont

été utilisés pour cela. Nous détaillons ci-dessous, ainsi que dans la Figure 2.7, la

méthodologie a appliquer pour obtenir des suivis de croissance de microorganismes

cultivés en gouttes millifluidiques dans des tubes transparents.

• L’acquisition d’images:

Les séries d’incubateurs millifluidiques sont des tubes de 10 à 30 centimètres

de long et de 0,25 à 2,2 millimètres de diamètre interne contenant chacun

entre 5 et 30 gouttes de la culture à suivre. De façon à obtenir la concentra-

tion en microorganismes dans chaque goutte, les tubes sont placés sur une

platine motorisée au moment de chaque mesure, qui déplace le tube dans le

sens de sa longueur, devant un objectif adapté (Figure 2.7). Nous utilisons

pour nos mesures un objectif 100X à immersion eau installé sur un micro-

scope supportant également la platine motorisée et une caméra rapide. La

focalisation est faite dans le plan médian du tube et l’illumination provient

d’une source de lumière blanche, au-dessus de l’échantillon. Avec ce disposi-

tif, l’enregistrement d’une série d’images correspond à la visualisation du
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Figure 2.7: Méthodologie de suivi de population par comptage optique en
millifluidique.

plan moyen du tube, tout au long de ce dernier (c’est-à-dire à travers toutes

les gouttes, mais aussi la phase huile qui entoure les gouttes).

• Le traitement d’images:

En choisissant convenablement les paramètres d’éclairage et d’acquisition

vidéo, les images obtenues se chevauchent à peine, de façon à couvrir l’intégra-

lité du tube sans saturer la mémoire de la caméra. Ces paramètres sont

cruciaux en vue de suivis de croissance rapides. En effet, une série d’images

en pleine résolution avec une vitesse d’acquisition élevée atteint rapidement

une taille de l’ordre du gigaoctet, et quand les mesures sont effectuées sur
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plusieurs tubes, à intervalles de temps réguliers, des volumes de données im-

portants sont rapidement emmagasinés. L’analyse des images doit donc être

rapide afin de gérer ce volume de données.

Les étapes du traitement sont : 1) l’identification des gouttes, 2) le traite-

ment mathématique de l’image, 3) le dénombrement des microorganismes.

Le repérage des gouttes est basé sur l’important contraste qui apparâıt du

passage d’une phase à l’autre. Ainsi, la première phase du traitement con-

siste à mesurer l’écart type moyen de chaque image d’une série, et à le tracer

en fonction du numéro d’image. Les pics d’écart type correspondants aux

interfaces eau/huile, il est possible de repérer les gouttes et d’éliminer les im-

ages correspondantes à la phase huile. Ensuite, une série de transformations

mathématiques (décrites dans la Figure 2.7) est appliquée à chaque image

restante afin d’optimiser le contraste entre les microorganismes et le milieu,

et d’éliminer les défauts optiques. Enfin, chaque image est seuillée et les

microoganismes dénombrés. Cependant, des images ne contenant aucun mi-

croorganisme subissant ce traitement entrâınent souvent de faux positifs lors

du comptage (les imperfections sont exacerbées et sont comptés après seuil-

lage). Pour éviter ce phénomène, un critère est établi de façon à écarter au-

tomatiquement ce biais: l’expérience montre que les ”faux positifs” donnent

toujours un nombre de microorganismes dénombrés comparables. Lorsque

le compte est proche de cette valeur, l’image est écartée.

• Obtention des courbes de croissance:

Le dénombrement ayant été effectué, et connaissant la correspondance en-

tre chaque image et la goutte à laquelle elle correspond, il est possible de

connâıtre le nombre moyen de microorganismes dans le plan médian de

chaque goutte. Ce nombre étant proportionnel à la population, on obtient di-

rectement la population dans chaque incubateur millifluidique. Les mesures

étant répétées à intervalles de temps réguliers, il suffit d’associer chaque

valeur de population au temps à laquelle la mesure a été effectuée pour

obtenir la courbe de croissance correspondante à chaque goutte.

Dans cette première section, nous avons vu que la recherche de techniques

analytiques adaptées au haut-débit a permis d’en identifier deux qui présentent
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un potentiel intéressant: la fluorescence/absorbance, et le comptage microscopique

direct. Ces deux méthodes rendent donc possible un comptage de population en

ligne, non-intrusif et quantitatif. Cependant, augmenter la vitesse de mesure de

population n’est pas suffisant pour permettre des suivis de croissance en grand

nombre. Il est en effet nécessaire d’augmenter également le nombre de cultures

simultanées pour pouvoir tester un grand nombre de conditions à la fois. Pour

cela, nous proposons dans la section suivante une description des outils fluidiques

miniaturisés et leur adaptation à la culture de microorganismes parallélisée.

2.3 Faire crôıtre des microorganismes en gouttes

Deux méthodes de miniaturisation ont été utilisées pour ce travail. Dans un

premier temps la millifluidique, qui donne accès à des échelles caractéristiques de

l’ordre du millimètre, pour des volumes de l’ordre de 10 à 1000 microlitres, puis la

microfluidique, qui permet de travailler avec des volumes compris entre quelques

nanolitres et quelques microlitres pour des échelles caractéristiques pouvant varier

du micromètre à la centaine de micromètres.

2.3.1 Brève présentation des outils fluidiques miniaturisés

Le nombre de Reynolds d’un écoulement fluide est directement proportion-

nel à la dimension caractéristique du système. Ainsi, à des échelles réduites,

l’écoulement sera laminaire dans la très grande majorité des cas[83]. Cette car-

actéristique de la millifluidique et de la microfluidique permet la génération d’écou-

lements d’une grande stabilité et répétabilité. Ces propriétés se révèlent clé dans

le type d’applications que l’on souhaite traiter dans ce travail de thèse, c’est-à-dire

la production rapide et la gestion d’un grand nombre d’échantillons. En effet, il

est possible de générer dans ces systèmes des écoulements multiphasiques stables

sous forme soit de ”jet” soit de ”gouttes” selon les débits respectifs de chaque

fluide[84–86](Figure 2.8).

Nous nous intéresserons particulièrement à l’écoulement en gouttes d’un flu-

ide dans une phase dite ”porteuse” composée d’un second fluide immiscible au

premier. Comme expliqué ci-dessus, la génération et l’écoulement ou stockage de

ces gouttes peut se faire de façon rapide et très répétable en millifluidique[87] et
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Figure 2.8: Ecoulement biphasique en microfluidique sous forme de ”jet”
(courbe du haut), ou de gouttes (deux courbes du bas). Reproduit à partir

de la référence [85].

en microfluidique[88]. Nous détaillons ici les techniques expérimentales associées

à ces deux méthodes.

2.3.1.1 La millifluidique

Les outils qui sont utilisés en millifluidique sont majoritairement issus des

développements de la chromatographie. Des outils permettant de connecter de

façon rapide et étanche des tubes de diamètre interne millimétrique sont donc

disponibles commercialement sous diverses formes (Figure 2.9). Ils permettent de

réaliser des connections linéaires entre tubes, des connections en ”T” ou en ”croix”,

etc. . . Des éléments actifs peuvent également être utilisés, tels que des vannes, des

micro-mélangeurs, etc. . . Ces connectiques, tout comme les tubes en eux-mêmes,

existent dans des matériaux divers qui s’adaptent à des applications variées. On

peut citer le FEP (Fluoro Ethylène Propylène) et le PTFE (Poly Tetra Fluoro

Ethylène) parmi les matériaux les plus couramment utilisés pour leur grande iner-

tie chimique et leur transparence ou encore le PEEK (Poly Ether Ether Ketone)

pour sa robustesse.

Ces outils offrent des possibilités très vastes pour la réalisation rapide et sim-

ple de circuits d’écoulement. La mise en écoulement des fluides à l’intérieur d’un

circuit millifluidique peut se faire de deux façons principales : débit imposé en

entrée du système, ou différence de pression imposée entre l’entrée et la sortie du
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Figure 2.9: Exemples de matériel utilisé pour la fabrication de circuits mil-
lifluidiques.

système. Pour imposer un débit (écoulement de liquides incompressibles), il est

possible d’utiliser une pompe péristaltique. La faible précision de cette dernière

la rend cependant peu appropriée pour des écoulements de faibles volumes. La

méthode la plus courante de contrôle de débit en millifluidique est l’utilisation

d’un pousse-seringue. Le principe est de bloquer le corps d’une seringue con-

nectée au système millifluidique, alors que le piston est solidarisé avec une pièce

mécanique mobile et précisément contrôlable. Bien souvent, la pièce solidarisée

au piston est mise en mouvement à l’aide d’une vis d’archimède (en passant ou

non par des découplages) dont la rotation est pilotée par un moteur. La précision

du moteur et le pas de vis déterminent la précision finale du débit imposé. Pour

piloter l’écoulement par une différence de pression, des contrôleurs de pression

sont connectés à l’entrée et/ou à la sortie du circuit. Souvent, les fluides à mettre
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en écoulement sont placés dans des récipients étanches, connectés à l’entrée du

circuit, avec présence d’un ciel gazeux, et la régulation de pression se fait alors

dans ce récipient. La sortie du circuit peut rester ouverte, la différence de pres-

sion se fait alors par rapport à la pression atmosphérique, ou bien être raccordée

à un récipient du même type qu’en entrée où la pression peut être choisie. La

Figure 2.10 illustre deux méthodes de contrôle d’écoulement.

Figure 2.10: Exemples de matériel utilisé pour la mise en écoulement des
fluides dans un circuit millifluidique.

2.3.1.2 La microfluidique

A l’échelle microfluidique, il n’existe pas de système aussi adaptable qu’en

millifluidique. La réalisation de circuits d’écoulements de taille micrométrique

requiert l’utilisation de techniques de microfabrication. Ces techniques permet-

tent de tracer des canaux dans un matériau choisi pour y faire ensuite s’y écouler

des fluides. Le réseau de canaux obtenu est appelé ”puce microfluidique”. Il

est possible de fabriquer des puces en verre[89, 90], silicium[91], PDMS (Poly-

DiMethylSiloxane)[92, 93], polymère photoréticulable (SU-8, NOA, . . . )[94, 95],

polymère fluoré (Dyneon THV, . . . )[96], PMMA (Poly-MethylMethAcrylate)[97],

etc. . . ou encore par combinaison de ces matériaux.
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Malgré des spécificités telles que la gravure à l’acide fluorhydrique pour les

puces en verre ou le moulage à chaud pour les polymères, ces protocoles sont

proches les uns des autres et passent en grande majorité par une étape de lithogra-

phie douce. La lithographie permet de transférer un motif à deux dimensions (un

dessin ou schéma) sur une surface solide. Le transfert consiste à ”graver” le motif

sur la surface et la profondeur de gravure permet de faire apparaitre la troisième

dimension du futur circuit d’écoulement. En pratique, une couche de résine pho-

toréticulable est déposée de façon homogène sur un substrat, puis la résine est

insolée avec une puissance ajustée pour provoquer la réticulation au travers d’un

masque sur lequel a été imprimé le motif à transférer. Le masque bloque la lumière

sur certaines parties de la résine, y reproduisant ainsi le motif. La résine n’ayant

pas été exposée peut ensuite être retirée par dissolution dans un solvant adapté.

A partir du motif obtenu par lithographie douce, le protocole de microfabrication

se spécialise en fonction du matériau utilisé. Sa facilité d’utilisation fait du PDMS

le matériau le plus utilisé. En effet, il suffit de couler le polymère sur le moule

obtenu après lithographie et de le faire réticuler par chauffage pour reproduire le

motif. Le motif en trois dimensions obtenu possède, après démoulage du PDMS,

une face ouverte (le côté qui était en contact avec la résine). Il suffit alors de le

coller sur une surface plane de PDMS ou de verre (par activation plasma, gradient

de réticulant, . . . ) pour fermer les canaux et sceller ainsi le circuit microfluidique.

La souplesse du PDMS permet de facilement percer des trous au travers afin de

pouvoir injecter les fluides dans le système par le biais de tubes capillaires. Un

exemple de protocole de microfabrication de puce PDMS est décrit dans la Fig-

ure 2.11. Les systèmes de contrôle des flux sont identiques à ceux utilisés pour la

millifluidique.

2.3.2 Mini-incubateurs utilisés pout ce travail de thèse

L’intérêt d’utiliser des outils miniaturisés pour les études microbiologiques a

été discuté dans le Chapitre 1. La présentation générale de ces outils a été faite ci-

dessus, et nous allons maintenant présenter les spécificités des outils miniaturisés

destinés à des cultures de microorganismes. Nous commençons par exposer les

conditions et critères à respecter pour permettre la culture microbienne dans de

tels incubateurs, puis nous parlerons des outils que nous avons mis en place dans

le cadre de ce travail de thèse.
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Figure 2.11: Protocole de microfabrication de puces microfluidiques en PDMS:
a) Lithographie douce, b) Moulage du PDMS, c) Fermeture de la micropuce par

collage sur lame de verre.

2.3.2.1 Les conditions de croissance

De nombreuses configurations peuvent être envisagées afin de faire crôıtre des

microorganismes dans des incubateurs miniaturisés. La culture peut être faite en

microfluidique ou bien en millifluidique, en milieu homogène ou en gouttes, etc. . .

Toutefois, il existe des critères que tous ces systèmes doivent respecter pour que

les microorganismes puissent crôıtre de façon optimale.

Le premier critère est celui de la biocompatibilité. En effet, il est essentiel

que les matériaux et/ou fluides pouvant entrer en contact avec le milieu de culture

n’impactent pas le développement des cellules. L’utilisation de matériaux biocom-

patibles pour la manipulation, les écoulements, et le stockage des fluides est donc

cruciale.

Il est ensuite nécessaire de pouvoir travailler avec des systèmes stériles. Tout

comme le contact avec des matériaux nocifs pertuberait la croissance, le contact

avec des surfaces potentiellement contaminées par d’autres microorganismes que
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celui d’intérêt fausserait l’étude. Pour cela, le système miniaturisé doit être com-

patible avec, au moins, une des méthodes de stérilisation telles que l’autoclavage,

le rinçage à l’éthanol à 70% ou l’exposition aux UV. De même, tous les fluides

utilisés doivent être autoclavés ou filtrés de façon à pouvoir satisfaire aux critères

de stérilité.

Enfin, l’affinité des surfaces avec les fluides utilisés doit permettre la forma-

tion de gouttes pour des systèmes de ce type. La résistance chimique et l’étanchéité

des matériaux doivent être sélectionnées de façon à permettre une conservation du

système à long-terme. Le fluide ne doit pas pouvoir perméer à travers et aucune

contamination ne doit atteindre le milieu.

2.3.2.2 La mise en place et validation expérimentale

L’objectif fixé dans le cadre de ces travaux de thèse est de pouvoir faire crôıtre

des microorganismes dans des dispositifs miniaturisés pour suivre leur croissance

in-situ et accéder ainsi au haut-débit pour des études d’évolution de population.

Nous avons pour cela envisagé deux types d’outils miniaturisés: des incubateurs

millifluidiques, et des incubateurs microfluidiques.

• Millifluidique

Les outils millifluidiques présentés dans le paragraphe 2.3.1.1 offrent l’avantage

de satisfaire directement aux critères de croissance énoncés précédemment.

La flexibilité d’utilisation permet ainsi d’imaginer des circuits de génération

et de stockage de milli-incubateurs compatibles avec la croissance de mi-

croorganismes. L’objectif de notre étude étant le suivi de croissance si-

multané dans plusieurs incubateurs contenant des milieux de compositions

différentes, il a été choisi de concevoir séparément un module de génération

d’incubateurs, et un module de stockage des incubateurs.

En amont de la génération des mini-incubateurs, leur composition est fixée

par la co-injection de chacun des composants à un débit proportionnel à la

fraction volumique souhaitée. Par exemple, pour contrôler la concentration

en produit A dans une culture de microorganismes MO avec un milieu de

culture MC: le débit d’injection de l’inoculum MO peut être fixé à 20% du
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débit total de façon à avoir une population initiale constante, et les débits

de A et MC sont modulés pour que leur somme corresponde à 80% du débit

total. Ainsi, la composition des mini-incubateurs générés pourra varier entre

0% et 80% de produit A, sans que le débit total ne fluctue et tout en conser-

vant un taux d’inoculation constant. Le schéma de la Figure 2.12 représente

la gestion des flux permettant l’ajustement de composition et la génération

de mini-incubateurs décrite ci-dessous.

Produit A 

MC 

MO FC40 

Figure 2.12: Méthode de génération de gouttes en millifluidique

Le passage par un système de mélange miniaturisé permet d’homogénéiser

l’injection dans le dispositif de génération de gouttes. La Figure 2.13 repré-

sente le système de génération. La phase aqueuse est injectée dans un capil-

laire en PFA de faible diamètre (1 mm interne x 1.6 mm externe), corre-

spondant à la phase en blanc sur la Figure 2.13. La phase huile composée de

Fluorinert FC-40 est alors co-injectée dans un capillaire en PFA de diamètre

supérieur (2.2 mm interne x 3,2 mm externe), placé co-axialement au pre-

mier. En géométrie confinée, la formation de gouttes périodiques ne se fait

que si la phase externe mouille préférentiellement le capillaire[98]. La for-

mation de gouttes est due à l’instabilité de Rayleigh-Plateau qui perturbe

l’interface entre les fluides lors de la mise en co-écoulement. Ce système

permet donc la génération de train d’incubateurs isolés et de composition

bien contrôlée. Une fois produits, les incubateurs suivent l’écoulement en
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direction du dispositif de stockage.

Figure 2.13: Méthode de génération de gouttes en millifluidique

Les connectiques disponibles commercialement permettent de connecter deux

capillaires par simple vissage/dévissage. Ainsi, il est possible de diriger

le train d’incubateurs dans un capillaire de longueur voulue et d’isoler ce

dernier en bouchant les extrémités. La Figure 2.14 présente des capillaires

de ce type contenant un train de gouttes colorées en rose dans une phase

porteuse d’huile incolore. Les capillaires peuvent ensuite être placés dans

une enceinte thermostatée pour l’incubation. Pour éviter la sédimentation

des microorganismes, il est possible d’imposer une rotation aux capillaires.

Figure 2.14: Méthode de stockage de gouttes en millifluidique

Une caractéristique importante des tubes en PFA utilisés pour le stock-

age des incubateurs miniaturisés est leur perméabilité aux gaz. En effet,

bien qu’étanches aux liquides, ils permettent une lente diffusion des gaz qui

peut être négligée à l’échelle de temps d’un écoulement classique (pendant

la génération de gouttes par exemple) mais qui est suffisante pour satisfaire

les besoins (oxygène, dioxide de carbone) de microorganismes à l’échelle de

temps de leur croissance.[99].

Afin de valider la méthode décrite ici pour la culture de microorganismes vis-

à-vis des méthodes couramment utilisées, des croissances ont été réalisées en

paralllèle sur ce dispositif et en erlenmeyers. Pour pouvoir suivre l’évolution
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de populations par une méthode connue et éprouvée, plusieurs capillaires

ont été remplis en parallèle par des trains d’incubateurs identiques. De cette

façon, un capillaire complet (cumul de toutes les gouttes) a pu être utilisé

pour chaque comptage, équivalant au prélèvement effectué dans le cas de

suivi de cultures en erlenmeyer. La courbe présentée dans la Figure 2.15

expose les évolutions de population en erlenmeyer et en milli-incubateurs,

issues de comptages sur bôıtes de Pétri.

Figure 2.15: Comparaison des courbes de croissance obtenues en erlenmeyer
et en gouttes.

A partir de cette courbe, il est possible d’affirmer que la croissance de

microorganismes en gouttes est tout à fait comparable à une croissance

en dispositif ”classique”. Cependant, il est important de remarquer que

les courbes ne sont pas parfaitement similaires. Cela tend à indiquer que

le développement des microorganismes ne suit pas parfaitement le même

déroulement dans les deux conditions d’incubations testées. Dans le chapitre

3 de ce manuscrit, nous avons mené une étude approfondie destinée à sonder

ces différences. Les observations expérimentales ont ainsi pu être appréhen-

dées à l’aide d’un modèle numérique simple qui a mis les paramètres clés en

évidence.

• Microfluidique
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Parmi les techniques de microfabrication décrites précédemment, peu satis-

font à tous les critères nécessaires à la croissance de microorganismes. Seules

les puces en PDMS et polymère permettent des échanges gazeux suffisants

pour des croissances d’organismes aérobies tout en étant biocompatibles. De

plus, pour pouvoir manipuler un grand nombre d’incubateurs isolés à la fois,

le choix de travailler avec des gouttes plutôt qu’en milieu homogène nous ap-

parâıt comme préférable. Les polymères fluorés présentent les mêmes avan-

tages que les tubes millifluidiques et permettent une génération de goutte

aisée sans avoir recours à un tensioactif. Cependant, leur fabrication est plus

délicate et moins mâıtrisée que celle de puces en PDMS. Au contraire, les

puces en PDMS nécessitent une fabrication peu sensible mais l’utilisation

de tensioactifs est inévitable pour pouvoir y générer des gouttes stables de

phase aqueuse dans de l’huile perfluorée.

Dans une synthèse sur les agents tensioactifs destinés à la microfluidique,

Baret liste en 2011 les molécules les plus efficaces pour la stabilisation de

gouttes de phase aqueuse dans de l’huile perfluorée pour applications bio-

logiques[100]. Il apparâıt dans cette étude que les seules molécules efficaces

pour des applications de culture de microorganismes en gouttes ne sont pas

disponibles commercialement et doivent être synthétisées ”maison”[101]. De

plus, il a été montré que la présence de tensioactifs dans la phase huile peut

donner lieu à des phénomènes de transport inter-gouttes[102], rompant ainsi

l’isolement entre mini-incubateurs que l’on recherche. Nous avons donc fait le

choix de concentrer nos efforts vers la microfabrication de puces en polymère

fluorés afin d’éviter l’étape de synthèse du tensioactif, et le transport associé

à son utilisation.

Les protocoles de fabrication maitrisés au laboratoire ne permettant pas la

fabrication de ce type de micro-puces, nous nous sommes basés sur un proto-

cole décrit par Begolo et al [96]. Une phase de mise en place et d’adaptation

de la méthode nous a ainsi permis d’aboutir au procédé de fabrication décrit

sur la Figure 2.16. Le matériau utilisé pour la fabrication de ces puces est

du DyneonTM THV (3M), qui est un terpolymère de tetrafluoroéthylène

(F2C = CF2), hexafluoropropylène (F2C = CF − CF3) et fluorure de

vinylidène (CH2 = CF2), et présente entre autres les avantages d’être moins

coûteux et plus facile à mettre en forme que les autres matériaux fluorés
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(FEP, PFA, ...).

Figure 2.16: Protocole de microfabrication de puces microfluidiques en Dy-
neon THV.

L’objectif de ce dispositif microfluidique est de pouvoir générer des incuba-

teurs miniaturisés, puis de les stocker sur des échelles de temps de l’ordre de

la journée. Pour cela, le motif de la puce a été conçu en incluant une par-

tie génération de gouttes par ”flow-focusing”[103], et une partie incubation

par arrêt des gouttes dans des loges[104]. Comme en millifluidique, la com-

position de la phase aqueuse est régulée par la gestion des flux de chaque

composant en amont de la génération. Des micromélangeurs[68] peuvent

être intégrés à la puce afin d’assurer l’homogénéité de la phase aqueuse. La

Figure 2.17 présente un exemple de puce complète, de la partie génération,

et de la partie stockage.

Dans ce chapitre, nous avons présenté l’exploration de méthodes analytiques

physico-chimiques de façon à évaluer leur potentiel pour le suivi de croissance

microbiologique. Nous avons aussi vu les développements qui ont été nécessaires
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Figure 2.17: Exemple de puce microfluidique en Dyneon THV (en haut), et
de canaux microfluidiques de génération de gouttes (en bas à gauche), et de

stockage de gouttes (en bas à droite).

afin de rendre possible la croissance de microorganismes en gouttes isolées et par-

allélisées. La réduction de taille des incubateurs implique forcément des condi-

tions de croissance différentes pour les microorganismes. Comme le montre la

Figure 2.15, ces différences peuvent entrainer des comportements différents. Dans

le prochain chapitre, nous nous attachons à étudier l’impact de cette réduction

d’échelle en identifiant les paramètres clés grâce à des observations expériementales,

et en estimant leur impact par le biais d’un modèle numérique.



Points clés du Chapitre:

• Le suivi d’évolution de population de microorganismes haut-débit nécessite

l’utilisation d’une technique analytique applicable à une large gamme de

populations, en ligne, non-intrusive, quantitative et rapide.

• La mesure de la fluorescence sur des microorganismes modifiés, couplée

à une mesure d’absorbance, ainsi que le comptage par observation micro-

scopique directe satisfont aux critères du haut-débit.

• Des dispositifs microfluidiques et millifluidiques permettent la culture de

microorganismes dans des incubateurs de volume inférieur à la dizaine

de microlitres. Cela donne accès à une grande capacité de parallélisation

d’incubateurs.

• Les systèmes millifluidiques sont simples et flexibles d’utilisation. Ils sont

donc préférés aux systèmes microfluidiques pour la mise en place d’un outil

haut-débit destiné à une utilisation routinière.





Chapitre 3

Les conditions de croissance à

travers les échelles

3.1 Présentation du chapitre

La croissance de microorganismes est régulée par leur environnement. La

température du milieu, sa composition, la pression etc... sont des paramètres qui

influent sur la vitesse à laquelle les cellules peuvent se répliquer, sur la concentra-

tion maximale qu’elles peuvent atteindre ou encore sur leur mort. Les microor-

ganismes utilisés pour les études en laboratoire et leur comportement en dispositif

de culture classique (type erlenmeyer) sont souvent bien connus. Cependant, nous

avons proposé dans le chapitre précédent des systèmes de culture miniaturisés

qui impactent forcément les conditions de croissance des microorganismes. En

vue d’utiliser ces systèmes en complément ou en place des dispositifs classiques,

il parâıt donc essentiel d’étudier l’impact de ce changement de conditions sur la

croissance.

Nous avons pour cela réalisé des suivis de croissance dans différents incuba-

teurs, et mesuré les populations par dilutions successives et étalement sur bôıtes

de Pétri au cours du temps. Les premières observations ont confirmé l’impact

des conditions de culture sur la vitesse de croissance et les populations maximales

(en phase stationnaire), la phase de décès n’a pas été étudiée. L’analyse d’une

série d’expériences rassemblant diverses conditions a permis d’identifier l’oxygène

comme le facteur limitant de la vitesse de croissance en phase exponentielle. La

population de la phase stationnaire est quant à elle dépendante à la fois de la

quantité d’oxygène disponible et de la quantité de nutriments.

70
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Ainsi, des incubateurs de tailles réduites qui permettent à la diffusion de

transporter efficacement l’oxygène dans tout le milieu favorisent une vitesse de

croissance élevée. Cependant, dans les milieux où la réserve d’oxygène est limitée,

son épuisement entrâıne un arrêt prématuré de la croissance, qu’elle que soit la

taille de l’incubateur. Dans le cas où la quantité d’oxygène n’est pas limitante,

une concentration initiale en nutriments trop faible entrâıne également l’arrêt de

croissance à une population de phase stationnaire inférieure à l’optimum.

Un modèle numérique basé sur les équations de diffusion/consommation de

l’oxygène et des nutriments, et sur une loi de croissance fonction de la concentration

locale en oxygène, a permis de retrouver par le calcul les résultats expérimentaux.

Cet accord entre le modèle et les expériences valide l’identification de l’oxygène

et des nutriments comme les paramètres clés de contrôle du développement des

microorganismes dans nos incubateurs.
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3.2 Introduction

Microfluidics is an attractive platform for microbiology[46, 56], clinical tests

[105] and biotechnologies[4, 106]. Droplets of aqueous solution surrounded by a

fluorinated carrier fluid — provide a simple method for manipulating samples with

no dispersion or losses to interfaces[88].

Encapsulation of microbial populations in droplets[48] (in particular experi-

ments on single cells[42, 107]) and the monitoring of their behavior is likely to be

helpful in the study of genetic and phenotypic variability of microorganisms[69].

Microfluidics enables simultaneous execution of numerous assays of bacterial func-

tion from a single bacterial sample in the same experiment[70]. It can simplify

the determination of resistance of bacterial isolates to antimicrobial agents. Re-

cently , Boedicker et al [108] and Baraban et al [1] demonstrated the possibility

of performing antibiogram assays on a chip. Microfluidic technology has great

potential to improve stem cell cultures [109]. Compared to traditional culture

tools, microfluidic platforms should provide much greater control over the cell

microenvironment[67] and rapid optimization of media composition using rela-

tively small numbers of cells[70]. For example, precise and thorough combinato-

rial studies with multiple growth factors are technically infeasible using traditional

cultures, and traditional cultures require relatively large volumes of media and cor-

respondingly large amounts of costly growth factors and other reagents.

Microbes and their metabolic products are also widely used in the chemical,

food, pharmaceutical, and health care industries[110] as well as new industries

such as environmental remediation, green chemistry, sustainable manufacturing,

biomass energy and resources, and low-carbon biodiesel [111, 112]. Improvement in

the microbial production strains[113] offers great opportunity for elevated profits

and sustainability of relevant industries without significant capital outlay. Current

flask culture techniques require large numbers of flasks, bulky shaking beds, large

fluid volumes, intensive human labor and expensive equipment, and thus cause

poor screening efficiency. Microfluidic chips bring the opportunity to enhance the

efficiency of these tests and to reduce the time to market.

The potential of miniaturization for all these applications depends on the

hypothesis that experiments performed at the level of a single drop will give the
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same response as those performed at a macroscopic scale. The answer is not ob-

vious since culture conditions may vary with time at the macroscopic scale and

differ from those at the microscale.

In this work, to address this question, we investigate the impact of the incu-

bator scale on the growth of bacteria populations. We grow bacteria in incubators

with volumes ranging from 0.1 µL to 100 mL. We study the growth of two differ-

ent microorganisms: Escherichia Coli (Gram -, motile) and Staphylococcus aureus

(Gram+, non-motile). We observe a clear dependence of the growth curves on

incubator size: the smaller the size of the incubator, the higher the growth rate

and the plateau population. The plateau population varies of a factor 10 and the

growth rate of a factor 2. We link this increased growth to an improved oxygen

supply in the smaller incubators due to the proximity of the bacteria to the ex-

change surface.

A mathematical model taking into account the oxygen diffusion, consump-

tion, and population growth is developed to capture the experimental data.

The first part of this article describes the experimental conditions. The sec-

ond part presents the experimental results. The mathematical model is presented

in the third part and the last part is devoted to the comparison between the model

and the experimental growth curves. Finally we conclude by discussing the poten-

tial impact of this study on bioprocesses and on the use of microfluidic techniques.

3.3 Materials and methods

3.3.1 Microorganisms

A motile gram negative Escherichia Coli strain M4100-YFP[72, 114] and

a non-motile gram positive Staphylococcus aureus (CIP 65.8T) were respectively

grown in LB (Luria Broth - BD Diagnostics Systems) at 15.5 g/L and in TSB

(Tryptic Soy Broth - BD Diagnostics Systems) at 30 g/L. The temperature was

set at 30◦C. Both microorganisms were plated on NA (Nutrient Agar - BD Diag-

nostics Systems) for petri dish counting after serial dilutions in Ringer solutions



Chapitre 3. Les conditions de croissance à travers les échelles 74

(VWR). All inoculations were performed by diluting a 1mL cryotube of a sta-

tionary phase population of the chosen microorganism in a 100 mL Erlenmeyer

flask containing the appropriate medium, followed by a second dilution of 1 mL

of the obtained culture in another 100 mL Erlenmeyer flask containing the same

appropriate medium. This resulted in a 104-fold dilution of the frozen stationary

phase population. For each experiment, the inoculum was sampled at this point

and injected in the incubator.

3.3.2 Setups

In order to explore incubator sizes of several orders of magnitude, various

experimental methods were used (Figure 3.1). Each setup gave access to a range

of sizes, gas transfer efficiencies, gas quantities, etc... As gas exchanges (oxygen,

carbon dioxide, ...) are well-known growth-controlling parameters, we expect to

observe differences in growth by exploring several setup scales, ranging from highly

heterogeneous gas distributions within the medium for large incubators, to homo-

geneous distributions for very small incubators where diffusion is efficient. The

conditions corresponding to each incubator type are described hereafter.

Figure 3.1: Photographs of the incubators used in this study. Incubator 1/
is a 100 mL Erlenmeyer flask with a porous cap, incubator 2/ is a 9 mL sealed
vial, incubator 3/ corresponds to 5 µL droplets either in permeable or sealed

tube and finally, incubator 4/ to 1 µL droplets in permeable tube.

The first incubator (incubator 1/) used in this study is a 250 mL glass Erlen-

meyer flask, filled with 100 mL of medium (4 cm height). Topped with a porous
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cap, it allows free gas exchange between the surrounding environment and the air-

liquid interface of the culture. Mixing in the flask is performed using an incubated

orbital shaker, allowing convection within the medium.

Glass vials of 9 mL volume(incubator 2/) were used to grow bacteria at a scale close

to the Erlenmeyer flask but with more controlled gas exchanges conditions. The

hermetic screw-cap were used to seal the vials from the outside environment. If

the vial is filled with only growth medium we have zero-flux conditions. If however

a mixture of medium and fluorinated oil (non-miscible) is used, a finite quantity

of oxygen is available for bacterial consumption. Conversely, a finite oil volume is

available for the capture of rejected carbon dioxide. These quantities is defined by

the ratio of the phases and the solubility of the gas in those phases. No mixing is

applied to this kind of incubator, which means that diffusion transports the gas in

the direction perpendicular to the interface. However, the vials are rotated slowly

around their vertical axis in order to prevent biofilm formation. Depending on the

chosen medium-oil ratio, culture volumes ranged from 1 mL to 9 mL (heights from

0.8 cm to 7 cm). The quantity of oxygen available is determined by the following

simple formula: Qavail
gas = Vaqx[gas]equilaq +Voilx[gas]equiloil , and for the quantity of car-

bon dixide that can be stored: Qstor
gas = Vaqx[gas]equilaq +Voilx[gas]equiloil . For example,

oxygen concentrations at ambient pressure and temperature are [O2]
equil
aq = 7.5

mg/L, and [O2]
equil
oil = 500 mg/L. This gives a range in the quantity of oxygen

available of 0.0675 mg ≤ Qavail
O2

≤ 4.0075 mg.

Incubators of smaller scale (incubator 3/) are made using PFA (PerFluoroAlkoxy)

tubing of 2, 18 mm internal diameter (×3, 18 mm outside diameter). Droplets of

inoculated medium are generated in these tubes by co-flowing medium and fluo-

rinated oil. Each droplet plays the role of a spherical incubator of 1.1 mm radius

and 5 µL volume, separated from the other droplets by oil. The tubes are made

of material which is permeable to oxygen and carbon dioxide at the timescale

of a bacterial growth and thus gas can be supplied and evacuated without limit.

However, in order to change the experimental conditions, tubes can be covered by

an airtight aluminum adhesive tape, which limits the gas exchange to aqueous-oil

interface. The exchange conditions in this configuration is defined in the same way

as for the sealed vials, mainly controlled by the volume ratio between aqueous and

oil phases.

Finally, the smallest incubators are PFA micro-tubes (incubator 4/) of 250 µm

internal diameter (×1, 6 mm outside diameter). The micro-droplets generated in



Chapitre 3. Les conditions de croissance à travers les échelles 76

this tubes adopt a cylindrical shape of 125 µm radius and 3 cm long which corre-

sponds to a 1 µL volume. Again, the tubing’s material allows gas exchange along

the entire length of the cylinder-like micro-droplet.

We can see from the previous descriptions that each incubator has a partic-

ular symmetry with respect to the gas diffusion direction. The Erlenmeyer flasks

and the glass vials present a flat interface from which gases diffuse towards the op-

posite sealed wall of the incubator. Thus, dissolved gas profiles are homogeneous

in the plane perpendicular to the interface and the bacteria population, oxygen

and nutrient concentrations depend only upon the position x from the incubator

bottom.

Similar symmetry considerations suggest that the bacteria population, oxy-

gen and nutrient concentrations depend only upon the position ρ from the droplet

center(spherical symmetry) or upon the position R from the symmetrical axis

of the micro-droplets (cylindrical symmetry). We also note that all inoculations

correspond to 105 bacteria per milliliter, which assures a reasonable number of mi-

croorganisms per incubator, even in the smallest droplets. Figure 3.2 summarizes

the growth conditions in the various incubators.
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Figure 3.2: Description of the symbols, geometries, exchange conditions and
sizes associated with each incubator used in this study.
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To count the bacteria population, we perform serial dilutions of the samples,

which are then plated on Petri dishes for Colony Forming Units (CFU) counting.

This allows a quantitative, robust enumeration of the viable cells at regular time

intervals. The sampling protocol is adapted to each incubator type. For a single

population growth experiment in an Erlenmeyer flask, 1 mL samples are regularly

taken directly from an individual flask. However, sequential sampling cannot be

performed on a single sealed vial without changing the gas exchange conditions.

Therefore, each counting time requires an individual vial from which a unique

sample is taken. Growth in droplets are performed in 30 cm long tubes containing

many droplets (typically 30 spherical droplets for the 2 mm diameter tubes and

5 cylindrical droplets for the 250 µm diameter ones). For each counting time, an

entire tube is emptied for dilutions and plating.

3.4 Experimental observations
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Figure 3.3: Growth curves of Escherichia coli (Top) and of Staphylococcus
aureus (Bottom) for various incubation conditions

Growth curves of Escherichia coli and of Staphylococcus aureus for various

growing conditions are shown in Figure 3.3. These curves display the averaged

population in the reactor as a function of time. We underline that our measure-

ments are global and do not probe spatial heterogeneities of growth. The growth

curves are all different but they share some common features. They display three

zones. Initially, the bacteria number remains constant during a lag phase (shorter

than 4 hours in all situations). This period is followed by an exponential growth of

the bacteria population. After the growth period, the population of living bacteria
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reaches a constant value. To characterize the mode of growing, we will extract

two parameters from these curves: the stationary population and the growth rate

during the exponential phase. Both parameters vary as a function of the experi-

mental conditions.

Let us first focus on the stationary population. We note that, depending on

the incubator conditions, a factor of 10 can be observed between the lowest and

highest populations for both microorganisms. We point out that the microorgan-

ism’s size and displacements are much smaller than the size of all the incubators.

Therefore, variations in the measured stationary populations are not due to the

confinement on the scale of the microorganisms themselves. The classical causes of

growth limitation are lack of nutrients, accumulation of soluble metabolites (that

can be toxic for microorganisms) and bad gas exchanges. In the following we will

investigate the importance of each of these factors on growth limitation due to the

different incubator conditions.

In order to assess the impact of nutrient availability, we performed growth

experiments as a function of media concentrations in Erlenmeyer flasks. figure 3.4

displays the stationary population measured as a function of LB concentration

for Ecoli (Left) and of TSB concentration for Saureus (Right). The growth ex-

periments shown in figure 3.3 were performed at LB concentration of 15.5 g/L

for Escherichia coli (black arrow on the left graph, Figure 3.4) and thus lie in a

zone where nutrients do not limit growth. However, in the case of Staphylococcus

aureus, the experiments were performed at 30 g/L of TSB (black arrow on the

left graph, figure 3.4). In this case nutrients limit growth. This parameter will be

taken into account in the following modeling.

When they grow, bacteria consume oxygen and nutrients and produce sol-

uble metabolites and carbon dioxide. Insufficient gas exchanges may create gas

concentration gradients (depletion or accumulation) that may locally modify the

value of the stationary population. We perform specific experiments to under-

stand whether gas exchanges or the accumulation of metabolites determine the

stationary population. We grow Escherichia coli in a concentrated LB medium

(15.5 g/L) in three different incubator configurations: first, in a sealed vial in

the absence of fluorinated oil where no gas exchange can occur (figure 3.5, small

diamonds); second, in a sealed vial in the presence of fluorinated oil where the oil
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Figure 3.4: Stationary phase population of Escherichia coli for various con-
centrations in growth medium (LB) after growth in Incubator 1 for 48h (Left).
And Stationary phase population of Staphylococcus aureus for various concen-
trations in growth medium (TSB) after growth in Incubator 1 for 48h (Right).

Black arrows show working concentrations.

acts as a limited reservoir for oxygen delivery or for carbon dioxide storage[115]

(figure 3.5, large diamonds); and third, in droplets in permeable tubes where gas

can be supplied and evacuated without limit (figure 3.5, black triangles). We ob-

serve a clear increase in the stationary populations as the size of the gas reservoir

increases, as displayed in figure 3.5. After 24 hours, we open the sealed vial con-

taining no oil and permit oxygen to enter and dioxide carbon to get out. The

population increases and reaches the value of the droplets incubator. This clearly

shows that accumulation of metabolite is not a key factor in our study and that

gas exchanges determine the stationary populations.

In order to determine which gas (oxygen or carbon dioxide) is the limiting

parameter, we grow Staphylococcus aureus in two vials in a concentrated TSB

medium at 80 g/L (figure 3.6). The vials are closed with permeable caps allowing

gas exchange with the surrounding environment. The first vial is placed in an air

atmosphere (figure 3.6, empty green diamond), whereas the second one is placed

in a nitrogen atmosphere (figure 3.6, filled green diamond). Thus, both cultures

can reject carbon dioxide but only the first one can receive oxygen. The stationary

populations for these two samples are displayed in figure 3.6 with, for reference,

the black curve corresponding to optimum gas exchange conditions in droplets

incubators, and the red curve corresponding to zero gas exchange in sealed vials.

The stationary population for the vial in the air atmosphere is 10 times higher

than that for the vial in the nitrogen atmosphere. Therefore, in our study, the

stationary populations are determined by oxygen availability rather than by in-

sufficient carbon dioxide evacuation.
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Figure 3.5: Growth curves of Escherichia Coli in 15.5g/L of LB at 30◦C
in droplets in permeable tubings (black triangles), sealed vials (small red dia-
monds) and sealed vials containing 77%volume of fluorinated oil as gas reservoir
(large red diamonds). The small red diamonds with dark edges corresponds to
population measured in the sealed vial after allowing gas exchanges by replacing

its airtight cap by a permeable one.
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Figure 3.6: Growth curves of Staphylococcus aureus in 80 g/L of TSB at
30◦C in droplets (black triangles) and sealed vials (red diamonds). The empty
green diamond is the population measured in an opened vial surrounded by
air, whereas the filled green diamond is the population measured in the same
conditions but with an exclusive nitrogen surrounding gas. Black and red curves
are shown as references of, respectively, optimum gas exchanges conditions in

droplets, and impossible gas exchanges in sealed vials
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Interestingly, closer inspection of the colonies on Petri dishes issued from

populations grown under air or nitrogen atmospheres reveal different aspects (fig-

ure 3.7). Specifically, colonies issued from a nitrogen atmosphere show a clearly

defined boundary, whereas those issued from an air atmosphere are more diffuse.

This reflects the adaptation of bacteria to their environment through phenotypic

differentiation. A phenotype corresponds to all the observable properties of a cell

at a given time and in a given environment. Bacteria possess a set of tools that give

them this adaptability[69]. First, one might hypothesize that a non-genetic adap-

tation is the source of the differentiation. Indeed, the regulatory systems of bacte-

ria can trigger or prevent genes expressions according to the environment[116, 117],

in order to improve its development. However, this regulation is homogeneous in

a population and is not hereditary. Thus, differences in the regulation that could

appear during growth with or without oxygen should disappear after plating in

standard air conditions. Conversely, a genetic adaptation would be transmitted

during replications and therefore could explain the different aspects of the colonies.

Genetic mutations are the results of errors during the replication of DNA. They

can be spontaneous or induced by environmental factors but are always very rare

(probability of mutation during replication of Escherichia coli : 10−4 and probabil-

ity of mutation on an expressed gene during replication of Escherichia coli : 10−7).

Another genetic modification, phase variation[118, 119], is more frequent and thus

more likely to trigger phenotypic differentiation. Simple chemical modifications of

DNA during the cell life (like methylations) can produce a strong diversity within

a population. The modification is reversible, but reversible transitions only occur

between 10−2 and 10−4 times per cell per division. Phase variation allows diversifi-

cation at short time scales, as well as hereditary transmission of the modification.

Under stress (lack of oxygen for example), a phase variation can be favored and

lead to phenotypic differentiation.

Returning to our previous results, where we observed significant variations of the

growth rates and stationary populations depending on the incubator conditions

(figure 3.3), we propose phase variation as an interpretation of the growth behavior

differentiation. An oxygen-rich environment would favor a fast growing phenotype

reaching high stationary populations whereas low-oxygen conditions would result

in a slowly growing phenotype with lower stationary populations. Heterogenous

oxygen concentrations could allow co-existence of phenotypes and explain the gra-

dients in growth rates and stationary populations.
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Figure 3.7: Pictures taken from the Petri dish plating of samples of cultures of
Saureus after growth in nitrogen atmosphere (top) and air atmosphere (bottom).

Black dots are simply inkmarks used to identify individual colonies.

In the following, we will assume that the growth rate depends only on the

local amount of oxygen. We recall that in all our experiments there is no mixing,

gas exchanges occur only through diffusion. The characteristic diffusion time is

defined as tdiff = R2

D
where R is the size of the reactor and D the diffusion coeffi-

cient. For droplet incubators, R is very small and thus oxygen which is consumed

by bacteria is regenerated very rapidly by diffusion (tdiff=10 min). In contrast,

in Erlenmeyer flasks and vials, R is much larger and tdiff can reach 200 hours,

leading to a lower growth rate.

To model our experiments, we assume that the growth rate depends on the

local amount of oxygen, as described above, and that the stationary population

depends on the local amount of oxygen and nutrients.

3.5 Model

3.5.1 Model definition

Experimental data suggest that the exponential growth rate and the station-

ary phase population are determined by the quality of exchange between the bulk

and the oxygen reservoir, and by the amount of nutrient available. To capture this

process, we write a model of growth kinetics and growth inhibition based on oxy-

gen and nutrient local concentrations. Temperature and pressure were maintained

constant for all experiments, and are thus not taken into account in the following.



Chapitre 3. Les conditions de croissance à travers les échelles 83

To match our experimental observations (figure 3.7), and for the sake of sim-

plicity, we will assume that the co-existence of only two phenotypes of the bacteria

are responsible for the different behaviors: an anaerobic and an aerobic one. The

overall bacteria population P is then given by the sum of the anaerobic and aerobic

populations. We write P = P ana δO2 + P aero (1 − δO2) where δ is a function of

the local amount of oxygen, equal to one where O2 = 0 and to zero elsewhere.

Bacteria size is over 1 µm, we thus neglect its diffusion and we write the rate

of change in population as follows:

∂P ana

∂t
= µana Ho(t− tlag) H1(P

ana
max) H2(N) P ana (3.1)

∂P aero

∂t
= µaero Ho(t− tlag) H1(P

aero
max ) H2(N) P aero (3.2)

Ho(t − tlag) is a heaviside function equal to 0 while time ”t” is inferior to

the adjustable value ”tlag” and equal to one otherwise. This corresponds to the lag

phase where microorganisms live but do not replicate. H1(Pmax) is a heaviside

step function, equal to zero for P > Pmax and to one for P < Pmax. The rate of

change of the overall population P is:

∂P

∂t
=
∂P ana

∂t
δO2 +

∂P aero

∂t
(1 − δO2) (3.3)

And combination of equations 3.1, 3.2 and 3.3 results in:

∂P

∂t
= [µana Ho(t− tlag) H1(P

ana
max) H2(N) P ana] δO2

+ [µaero Ho(t− tlag) H1(P
aero
max ) H2(N) P aero] (1 − δO2)

(3.4)

This leads to:
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∂P

∂t
= [µana H1(P

ana
max) δO2

+ µaero H1(P
aero
max ) (1 − δ02)] Ho(t− tlag) H2(N) P

(3.5)

This equation is very crude and specific to the ”two phenotypes” situation

of our experiments. To extend the model applications, we take into account the

possible dependence of µaero and P aero
max on oxygen. To do so, we modify this ex-

pression for a more generic equation:

∂P

∂t
= µ H1(Pmax(O2)) Ho(t− tlag) H2(N) P (3.6)

With:

µ = µmin + γ Oα
2 (3.7)

Where µmin is the minimal (=low-oxygen) specific growth rate and α a fac-

tor reflecting the metabolism of the microorganism towards oxygen. γ corresponds

to the accessible range of growth rates determined as the difference between the

optimum growth rate (µmax) and the minimum one (µmin):

γ = µmax − µmin (3.8)

And:

Pmax = P aero
max − [(P aero

max − P ana
max)(1 − 1

1 + e−10 (O2−Oc
2)

)] (3.9)

P aero
max and P ana

max being the maximum stationary population reached respec-

tively in aerobic and low-oxygen conditions (simplified as anaerobic conditions).

Oc
2 corresponds to the critical value of oxygen concentration below which it be-

comes growth-limiting. Figure 3.8 shows the Pmax profile for oxygen concentrations

ranging from 0 to the saturation value O∗
2.

The oxygen concentration field follows a diffusion reaction equation in the

water phase:
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Figure 3.8: Profile of stationary population Pmax as a function of oxygen
concentration. Oxygen critical value Oc2 and minimum P anamax and maximum
P anamax stationary populations corresponds to fitting parameters and depend on

the microorganism.

∂O2

∂t
= Dw

O2
∆O2 + J(O2) H1(Pmax) P (3.10)

Dw
O2

is the oxygen diffusion coefficient in water, ∆ is the Laplacian operator.

J(O2) is a function regulating oxygen consumption. The expression for J(O2) is

given hereafter:

J(O2) =
log(1 + O2

O∗
2
)

log(2)
VO2 (3.11)

VO2 being the reference consumption value of oxygen by one bacterium per

time unit. We recall that the choice of a logarithmic function for J or an oxygen

power law function in the expression of µ are phenomenological. We anticipate

that these dependences have little or no influence on the final results. In the oil

phase, the oxygen concentration field also follows a diffusion equation but without

consumption terms:

∂Oo
2

∂t
= Do

O2
∆Oo

2 (3.12)

Do
O2

is the oxygen diffusion coefficient in oil and Oo
2 is the oxygen concen-

tration in the oil. Finally, we include the following equation in the model to take
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into account the diffusion/consumption of nutrients:

∂N

∂t
= Dw

N ∆N + K(N) P (3.13)

With Dw
N the nutrient diffusion coefficient in water and:

K(N) = VN H1(Pmax) H2(N) P (3.14)

VN being the uptake rate of nutrients by one bacterium.

In the following, O∗w
2 , O∗o

2 , Dw
O2, D

o
O2, D

w
N , and Do

N are fixed parameters for

all calculations. α, Oc
2, VO2, VN , µmin, µmax, N

0, P aerobic
max , and P anaerobic

max are fitting

parameters. Among them, µmin, µmax, N
0, P aerobic

max , and P anaerobic
max are microorgan-

ism dependent and can be easily extracted from the experimental results.

This set of equation has to be supplemented by boundary and initial condi-

tions that depend upon the incubator. The next sub-section presents the boundary

conditions for one kind of incubator. Boundary conditions and Laplacian operator

writing for other incubators are described in the appendix section for the sake of

clarity.

3.5.2 Boundary conditions

In incubator 1 (Erlenmeyer flasks), the concentration fields are homogeneous

in the planes parallel to the exchange surface. They only vary along the x direc-

tion that is perpendicular to the exchange surface. Boundary conditions must

be defined at the air/medium interface as well as at the bottom of the flask

(glass/medium interface). We assume that the oxygen concentration remains con-

stant in the air close to the interface (x=L) and thus, equal to its solubility value

in water on the exchange interface. On the glass/medium interface (sealed, x=0)

we apply a zero flux boundary condition. As microorganisms and nutrients remain

in water, we also apply a zero flux boundary condition for the bacteria population

and nutrient concentration for each side of the geometry. We write :
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∂P

∂x
(t, 0) = 0,

∂O2

∂x
(t, 0) = 0,

∂N

∂x
(t, 0) = 0,

for x = 0

(3.15)

∂P

∂x
(t, L) = 0, O2(t, L) = O∗

2,
∂N

∂x
(t, L) = 0,

for x = L

(3.16)

The initial conditions are

P (0, x) = Pini, O2(0, x) = O∗
2, N(0, x) = Nini (3.17)

Pini and Nini are respectively the inoculum value and the initial concentra-

tion of nutrient in the medium. The various growth conditions described here and

in the appendix have already been summarized in figure 3.2.

3.6 Results and Discussions

PDEs resolution returns values of the variables for each time and space point.

Figures 3.9 to 3.11 display profiles of population, oxygen, and nutrients associated

with the configuration described in each top left graph. The Table 3.1 lists the

common parameters used for these resolutions.

Figure 3.9 shows an example of population, oxygen, and nutrient profiles

obtained after PDEs resolution. We can see from the figure the heterogeneities

between the interface (Space = 0.04m) and the closed end of the vial (Space =

0.00m). The development of such heterogeneities depends on the size and the

quality of exchange of incubators.

Figure 3.10 displays the population, oxygen and nutrients profiles obtained in

droplets. As diffusion is fast at small scale, no significant heterogeneities appear in

such situation. Growth occurs in aerobic conditions and stops when the population

reaches 6.109 bacteria/mL.
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Parameters Value

O∗w
2 7.5 mg/L

O∗o
2 500 mg/L

Dw
O2 10−9 m2/s

Do
O2 10−9 m2/s

Dw
N 10−9 m2/s

Do
N 0 m2/s

µmin 0.17 h−1

µmax 0.35 h−1

α 0.5
N0 30 g/L
Oc

2 4.9 mg/L
VO2 −5.10−7 mg

h.UFC

VN 5.10−10 mg
h.UFC

P aerobic
max 1.1010 UFC/mL

P anaerobic
max 1.108 UFC/mL

Tableau 3.1: Reference values of the model parameters used for the illustrative
results presentation in figures 3.9 to 3.11.

Figure 3.9: Results obtained by model resolution in the biphasic case (vial
with a ratio medium:oil of 4:3). The top left graph presents the configuration
and boundary conditions used for the calculations. Top right graph shows the
population field in the aqueous phase of the incubator. Bottom left graph
displays the oxygen concentration field, and bottom right graph corresponds to
the nutrient concentration field. Population and oxygen profiles evidence the

apparition of heterogeneities within the medium in this biphasic case.
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Figure 3.10: Results obtained by model resolution in the droplet case (5 µL
droplet in a permeable tube). The top left graph presents the configuration
and boundary conditions used for the calculations. Top right graph shows the
population field in the incubator. Bottom left graph displays the oxygen concen-
tration field, and bottom right graph corresponds to the nutrient concentration
field. Even though a weak gradient appear in the oxygen field, we can notice
from these graphs that the whole medium can be considered as homogeneous

during growth.

Figure 3.11 shows population profiles obtained by numerical resolution of

the PDEs in conditions corresponding to a sealed vial (Incubator 2) containing

four different ratios of medium:oil. The top left graph shows that, as expected,

in a completely sealed incubator with no gas reservoir, everything remains homo-

geneous within the medium. This situation looks like the one encountered in the

droplets. In fact, it is just the opposite. The growth occurs in low-oxygen condi-

tions and with no possible supply. A careful analysis of the curves points out that

the kinetic of growth is slower than in the droplets situation and that the growth

stops when the population reaches 6.108 bacteria/mL (ten times lower than in the

droplet case). The other graphs correspond to vials in presence of oil. We recall

that oil acts as a reservoir for oxygen. In these situations, heterogeneities appear

as a function of time. Close to the bottom of the vial, oxygen is consumed and

diffusion at large scale is not sufficient to replenish it. As a consequence, bacteria
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Parameters Value

O∗w
2 7.5 mg/L

O∗o
2 500 mg/L

Dw
O2 10−9 m2/s

Do
O2 10−9 m2/s

Dw
N 10−9 m2/s

Do
N 0 m2/s

Tableau 3.2: Fixed parameters values used for the comparison between ex-
periments and modeling of Escherichia coli and Staphylococcus aureus growths.

grow in low-oxygen conditions. On the opposite, near the exchange interface, oxy-

gen is replenished by diffusion and bacteria grow in aerobic conditions. They grow

faster and reach a higher stationary population. This numerical result matches

experimental observations where higher optical densities were found close to in-

terfaces.

Figure 3.11: Results obtained by model resolution in the incubator 2/ case
(vial with a variable ratio medium:oil). Top left graph shows the population
field for a ratio medium:oil of 1:0. Top right graph presents the population
in the aqueous phase of the incubator for a ratio 6:1, bottom left graph for a
ratio of 4:3, and bottom right graph corresponds to a ratio 2:5. The profile in
the absence of oil shows that the medium remains homogeneous in the absence
of gas reservoir. When oil can supply oxygen (three other graphs), growth is
improved in a small layer close from the interface where diffusion is efficient.

Constant parameters through all calculations are shown in Table 3.2.
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Parameter Value for E.coli Value for S.aureus

µmin 0.35 h−1 0.17 h−1

µmax 0.75 h−1 0.35 h−1

α 1 0.5
N0 15 g/L 30 g/L
Oc

2 3 mg/L 4.9 mg/L
VO2 −5.10−10 mg

h.UFC
−5.10−7 mg

h.UFC

VN too weak to assess 5.10−10 mg
h.UFC

P aerobic
max 6.109 UFC/mL 1.1010 UFC/mL

P anaerobic
max 6.108 UFC/mL 1.108 UFC/mL

Tableau 3.3: Fitting parameters values used for the comparison between ex-
periments and modeling of Escherichia coli and Staphylococcus aureus growths

From the population profiles, we extract the mean population value over the

sample length for each time step. This parameter corresponds to the experimental

population counting (sampling performed after homogenization) and can therefore

be compared to the experimental data.

The model validation by comparison with experimental results is displayed in Fig-

ure 3.12 for E.coli and in Figure 3.13 for S.aureus. The incubator 1 (Erlenmeyer

flask) is not included in this comparison because convection is not taken into ac-

count in our model. The Table 3.3 presents the values used for each microorganism-

dependent parameter in the numerical resolutions for E.coli and S.aureus. Incu-

bator configuration(figure 3.2), initial population and lag time are specific to each

experiment. The values are thus adjusted for each calculation in order to match

the corresponding experimental conditions.

The top graph of Figure 3.12 reveals a very good agreement between the

model and the experimental data. The black and magenta curves correspond to

homogeneous conditions with no limit in the quantity of exchanged gases. They

are obtained in droplets and micro-droplets, where these conditions allow to reach

high growth rate and high stationary population. Indeed, at this scale, diffusion

is efficient enough to provide oxygen to the bacteria all over the sample. The

green data exhibit the limitation that can appear from finite gases reservoirs.

The droplets generated in airtight tubings leading to these data are homogeneous

thanks to diffusion, but limited in oxygen supply quantity by the ratio medium:oil

in the tubing. Therefore, oxygen supply during most of the growth is sufficient

to reach a high growth rate, but the reservoir comes to its end before the highest

stationary population is reached.
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Figure 3.12: Comparison between experimental and model results for Es-
cherichia coli. Top graph represents the global growth curves obtained from
experiments (discrete symbols) and from the corresponding calculations (solid
lines). Red data corresponds to growth in incubator 2 (vial), black data to
growth in incubator 3 (droplets in permeable tubes), green data to growth in
the airtight incubator 3 (droplets in airtight tubes), and magenta data cor-
responds to growth in incubator 4 (micro-droplets in permeable tubes). Left
bottom graph sums up the growth rates measured for each growth configura-
tion as a function of the characteristic length of the incubators. Faint symbols
represent the experimental data and bright symbols correspond to the data ex-
tracted form the modelings. Right bottom graph uses the same nomenclature
to present the stationary phase populations versus the characteristic length of

the incubators.

To go deeper into the analysis, we extracted growth rates (maximal slope

in the exponential phase) and stationary phase populations (mean population in

stationary phase) from these curves to plot it versus the characteristic length of

the incubators (two bottom graphs). Experimental values are shown in faint colors

with error-bars estimated from repetitions. Calculated ones are shown on top of it

in bright colors. Symbols and colors are kept as described in the Figure 3.2. Con-

sistently with the top graph, we find calculated values to agree with experimental
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results for each growth conditions.

The red data evidence the impact of medium:oil ratio in sealed vials. In

these incubators, diffusion is not sufficient to provide enough oxygen to bacteria

in the whole medium within their division time. Aerobic conditions are thus only

found on a thin layer at the interface. The weak increase in growth rate visible on

the bottom left graph between the red triangles reflects the ratio of this aerobic

layer size over the whole incubator one. The strong improvement in growth rate

from the red to the black, green and magenta data exhibits the crossing of the

efficient diffusion characteristic length when reducing the parameter ”L” below 1

mm. As well as in the airtight tubing case, the impact of the oxygen reservoir size

on stationary population clearly appears with these data. The bottom right graph

emphasizes this observation.

The Figure 3.13 presents the comparison of model and experiments in the

case of S.aureus. The empty symbols and dot-dashed lines correspond to culture

with 80 g/L of TSB growth medium instead of 30 g/L. We find here again a

very good agreement between the data and the model. We note that the model

captures the shared control of the stationary population between oxygen and nu-

trients. Indeed, the bright red data, where oil acts as gas reservoir, exhibit a

higher stationary phase population in the case of higher nutrient initial concen-

tration, whereas the dark red data, obtained in the same condition but without

gas reservoir, show no differences.

Table 3.3 shows the fitting parameters. If compared to the values of E.coli,

they exhibit a different dependence on oxygen concentration through the param-

eter α as well as a stronger uptake rate. The dependence on oxygen is visible

from the increase in growth rates and stationary populations ranging from the

dark red data (vial with no oil) where no exchanges occur, to the bright red (vial

with medium:oil ratio of 2:7) where a layer of efficient diffusion partially improves

growth conditions in the incubator, and to the optimal conditions (droplets in

permeable tubing) of the black data where concentrations fields are homogeneous

and exchanges unlimited. The two bottom graphs compare experimental and cal-

culated growth rates and stationary populations versus incubator’s characteristic

lengths. It makes it obvious that oxygen diffusion efficiency, inversely propor-

tional to the length ”L”, controls the mean growth rate, whereas the stationary
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Figure 3.13: Comparison between experimental and model results for Staphy-
lococcus aureus. Top graph represents the global growth curves obtained from
experiments (discrete symbols) and from the corresponding calculations (solid
and dot-dashed lines). Red data corresponds to growth in incubator 2 (vial, dark
red used for vial without oil for the sake of clarity), black data to growth in
incubator 3 (droplets in permeable tubes). The empty symbols and dot-dashed
lines corresponds to growth in 80 g/L medium instead of the 30 g/L usually
used. Left bottom graph sums up the growth rates measured for each growth
configuration as a function of the characteristic length of the incubators. Faint
symbols represent the experimental data and bright symbols correspond to the
data extracted form the modelings. Right bottom graph uses the same nomen-
clature to present the stationary phase populations versus the characteristic

length of the incubators.

population can be regulated by both the oxygen quantity, and the nutrient initial

concentration.

For both microorganisms, we find a good agreement between experimental

data and calculated ones. This result proves that complex metabolic behaviors can

be simply estimated by identifying the growth-limiting substrates and/or metabo-

lites, and their local concentrations. Then, by growing bacteria in various concen-

trations fields, we assess their dependence upon the substrates and estimate their
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uptake or production rates. Finally, we find in the multi-scale approach a way

to determine the best growth conditions for a given microorganism thanks to the

possibility to know the key parameters and their optimal ranges.

3.7 Conclusions

After experimental observation of the dependence of bacteria growth upon in-

cubator configurations, we propose a simple explanation based on oxygen diffusion-

consumption. According to the quantity of available oxygen and the exchange

area between the oxygen supply medium and growth medium, bacteria find them-

selves in various local oxygen concentrations during growth. Using oxygen in their

metabolism, local oxygen concentration differences result in different local growth

rates and, in the end, to global growth rate differences that are observed exper-

imentally. We have developed a model that captures the experimental data by

taking these local effects into account. We also propose a simplified growth inhibi-

tion explanation (growth of two different phenotypes as a function of the oxygen

concentration) to extend the prediction of the model to the stationary phase.

The conclusions of this study are twofold. Firstly, we have shown that the

culture conditions at the microscale differ from those at the macroscale. Gas ex-

changes play a major role in the growth of bacteria. In microfluidic and millifluidic

environments, the permeability of the incubator materials allow an unlimited oxy-

gen supply by diffusion. Moreover, the efficiency of diffusion at small scales makes

the supply instantaneous in comparison with the cell division time. In classical

Erlenmeyer flask condition, oxygen is brought by diffusion in air towards the free

surface and then by convection into the bulk. This process is less efficient than

diffusion at small scales and induces a decrease in the growth rate of the bacteria.

However, growth curves in all these configurations show comparable trends. We

can then conclude therefore that microfluidics and millifluidics are relevant plat-

forms to perform microorganisms cultures comparable to macroscopic ones. As

specified above, the kinetics of growth may vary. Designing miniaturized reactors

where gas exchanges are fast is thus a way to intensify bioprocesses.

Secondly, we have shown that the study of growth at various spatial scales al-

lows the understanding and modeling of the growth controlling mechanisms. This

approach differs from the seminal work of Monod. In 1949, Monod[6] defined the
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required culture conditions to get a precise and quantitative analysis. He recom-

mended that cultures should be constantly homogeneous, in equilibrium with the

air phase, and in a medium with constant composition. In this spirit, the introduc-

tion of the chemostat by Leo Szilard[120] was a milestone in the field of microbiol-

ogy. Chemostats facilitate the continuous culture of bacteria, yeast and algae by

continuously replenishing a constant volume of fluid to maintain specific concen-

trations of cells and growth factors. However, in nature (soils, sea water,...), such

regular conditions are rarely met. Likewise, in industry, temperature, pressure,

pH, oxygen or nutrient content may vary in the bioreactors and become hetero-

geneous. Still, microorganisms are responsible for numerous beneficial processes

such as industrial fermentation, production of alcohol, dairy products, antibiotics,

amino-acids. They are used for the biosynthesis of xanthan, aroma, alginate,

polysaccharides. It is therefore important to be able to develop models taking into

account the heterogeneity of the medium and the convection-diffusion processes.

Miniaturization combined with studies at the macroscale opens the road to the

design of new kinds of experiments that control the role of gas exchanges and/or

nutrients gradients. The models obtained may give access to growth parameters

in real heterogeneous conditions instead of returning parameters estimated from

homogeneous chemostat studies.

Further studies to understand the role of nutrients gradients or biocides/an-

tibiotics actions following this approach are under way.
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Points clés du Chapitre:

• Le changement de taille d’incubateur implique une modification des con-

ditions de croissance qui aboutit à des différences de comportement des

microorganismes.

• Le taux de croissance en phase exponentielle et la population de la phase

stationnaire sont significativement impactés par la réduction d’échelle. Les

concentrations locales en oxygène et milieu de culture sont responsables de

ces effets.

• Le modèle numérique proposé dans ce chapitre est basé sur les équations de

diffusion/consommation de l’oxygène et des nutriments, et sur une loi de

croissance fonction de la concentration locale en oxygène. Les courbes de

croissances calculées sont en bon accord avec les résultats expérimentaux,

et valident l’identification des paramètres clés.

• Le taux de croissance augmente quand la distance caractéristique entre le

réservoir d’oxygène et les microorganismes diminue. Quand le temps de

diffusion caractéristique de l’oxygène pour couvrir cette distance devient

inférieur au temps de division cellulaire, la concentration en oxygène reste

maximale et donc le taux de croissance également.

• La population au plateau optimale est obtenue quand les quantités

d’oxygène et de nutriments disponibles sont en excès par rapport au besoins

des microorganismes. Quand les réserves sont insuffisantes, la croissance

s’arrête prématurément.

• La croissance en erlenmeyers permet d’atteindre des populations station-

naire optimales, bien que les cinétiques soient plus lentes qu’en tube. Les

croissances en tubes et en erlenmeyers peuvent être considérées comme les

plus favorables au développement des microorganismes aérobies facultatifs.

• L’approche combinée de cette étude multi-échelle et de la modélisation

numérique offre des possibilités d’applications diverses telles que l’analyse

du comportement des microorganismes en environnement hétérogène ou

l’optimisation de bioprocédés.





Chapitre 4

Outil haut-débit pour l’évaluation

de biocides

Nous avons montré dans les chapitres précédents que les incubateurs flu-

idiques miniaturisés sont efficaces pour la culture de microorganismes, et étudié

les effets de la réduction d’échelle par rapport à des incubateurs classiques. Nous

avons également présenté des méthodes de mesure de population en ligne, non-

intrusives, quantitatives et rapides. Dans ce chapitre, nous allons expliquer le

travail effectué afin de coupler une méthode de mesure en ligne avec les incuba-

teurs millifluidiques pour rendre possible le suivi de croissance haut-débit. Dans

un premier temps, nous allons détailler les critères à satisfaire pour un couplage

efficace des mini-incubateurs et de la méthode analytique. Puis, nous présenterons

le dispositif automatisé mis au point pour rendre les mesures autonomes et attein-

dre ainsi le haut-débit. Enfin, nous montrerons l’efficacité de ce système pour la

détermination de concentration minimale inhibitrice de biocides.

4.1 La mesure de population en gouttes

Les milli-incubateurs présentés dans le chapitre 2 ont montré leur efficacité

pour la croissance de microorganismes. Dans le même chapitre, nous avons égale-

ment détaillé des techniques permettant un suivi de population en ligne satisfaisant

aux critères du haut-débit. Nous présentons maintenant comment ces outils ont été

couplés afin de permettre un suivi de population en gouttes. Parmi les méthodes

analytiques détaillées dans le chapitre 2, la fluorescence corrigée par l’absorbance

s’est montrée la plus aisée à mettre en oeuvre. Nous avons donc choisi de coupler

les milli-incubateurs avec cette technique plutôt qu’avec le comptage optique. Nous
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expliquons en premier lieu les critères optiques à satisfaire pour obtenir des mesures

optimales, puis nous précisons la méthodologie à suivre pour que les résultats

obtenus soient quantitatifs.

4.1.1 Les critères optiques

Dans le cas de la mesure couplée de fluorescence et d’absorbance, tout comme

dans le cas du comptage optique direct, les informations sont acquises par analyse

de la lumière après interaction avec le milieu. Il est donc nécessaire d’utiliser des

matériaux transparents dans la gamme de longueur d’onde de travail. De plus,

étant donné les faibles volumes mis en jeu, les chemins optiques doivent donc

être optimaux de façon à éviter la perte de signal. Pour cela, il est nécessaire de

limiter au maximum la présence d’interfaces courbées entre deux zones d’indices

optiques différents. Les matériaux couramment utilisés en millifluidique et mi-

crofluidique présentent des indices très proches de ceux de l’eau et de l’huile fluorée.

Ainsi, les interfaces intérieures aux tubes ou puces ne sont pas sources de pertes

d’information optique. En revanche, les interfaces externes, avec l’air, peuvent

être fortement pénalisantes. Afin d’obtenir un système le plus performant possible

d’un point de vue optique, il est nécessaire de rendre les interfaces air/système

d’incubation planes. Pour cela, il est possible de corriger des interfaces non-planes

à l’aide de fluides correcteurs d’indices, ce qui implique un montage complexe, ou

alors de n’utiliser que des interfaces planes.

Figure 4.1: Capillaires de section circulaire en PFA (PerFluoroAlkyl) et carrée
en PC (PolyCarbonate).

Ce critère peut être difficile à satisfaire dans le cas de la millifluidique où les

tubes couramment utilisés sont de géométrie cylindrique. Dans le cadre de notre

étude, nous avons choisi de débuter par un cas simple à mettre en oeuvre mais peu
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efficace optiquement en utilisant ce type de capillaires, puis de tester des capil-

laires de section carré afin d’évaluer l’amélioration du résultat final(Figure 4.1).

4.1.2 L’accès aux mesures quantitatives

L’objectif de ce couplage étant la mesure quantitative de populations présentes

dans les gouttes, il est crucial de pouvoir relier la fluorescence corrigée par ab-

sorbance à une concentration en microorganismes. Cependant, certains biais peu-

vent perturber la mesure et faire perdre le lien entre la mesure et la population.

Le premier critère est donc que la manipulation soit effectuée dans un environ-

nement parfaitement contrôlé afin qu’aucune pollution lumineuse ne parvienne

jusqu’à l’échantillon. Malgré cela, la fluorescence propre du milieu de culture, le

photo-blanchiment, et les bruits électroniques liés au montage peuvent apporter

des erreurs. Pour pouvoir identifier ces signaux parasites, une référence contenant

du milieu de culture seul, et une autre contenant un milieu transparent non flu-

orescent doivent également être analysés de la même façon que les échantillons.

Ainsi, les mesures de fluorescence-absorbance sur les gouttes de culture peuvent

être corrigées par ces références, et le résultat se retrouve affranchi des signaux

parasites. Seule la fluorescence-absorbance liée aux microorganismes est alors prise

en compte, et reste proportionnelle à leur nombre.

Volume Nombre de microorganismes par goutte
de pour des supensions à (µOrg./mL)

goutte (L) 1 10 102 103 104 105 106 107 108 109

10−1 102 103 104 105 106 107 108 109 1010 1011

10−2 101 102 103 104 105 106 107 108 109 1010

10−3 100 101 102 103 104 105 106 107 108 109

10−6 10−3 10−2 10−1 100 101 102 103 104 105 106

10−9 10−6 10−5 10−4 10−3 10−2 10−1 100 101 102 103

Tableau 4.1: Nombre de microorganismes par goutte en fonction de la pop-
ulation moyenne et de la taille de goutte.

Par ailleurs, afin d’obtenir des résultats comparables à ceux obtenus par les

méthodes classiques, un paramètre important à prendre en compte dans le cadre

de cultures miniaturisées est la gamme de population qu’il est possible de gérer.

Dans le Tableau 4.1, le nombre de microorganismes par incubateur est présenté
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en fonction du volume de cet incubateur et de la concentration moyenne en mi-

croorganismes. On voit alors que pour des volumes d’incubateurs inférieurs au

microlitre, il est possible de descendre en dessous de la valeur de 1 microorganisme

par incubateur (valeurs en rouge). Dans le cas où la population moyenne en mi-

croorganismes est fixe, il est donc primordial de sélectionner une taille d’incubateur

adapté pour avoir un nombre suffisant de microorganismes par goutte.

4.2 Description du système automatisé

Dans le contexte technologique décrit dans le paragraphe 1.3.3, et pour

répondre à des problématiques industrielles de criblage d’impact de formulations

sur les microorganismes, nous avons choisi de mettre au point un système com-

binant une forte capacité de parallélisation et de statistique, tout en conservant

une croissance similaire à celle observée en systèmes classiques et avec des mesures

quantitatives de population.

Figure 4.2: Schéma d’organisation du contrôle des différents éléments du
système automatisé.

Afin de permettre le suivi de culture sur un grand nombre d’échantillons, les

étapes de manipulation doivent être évitées. Le passage des incubateurs devant
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le détecteur doit donc être automatisé afin de libérer l’opérateur. Pour cela, nous

conçu un dispositif permettant le support des tubes contenant les incubateurs mil-

lifluidiques. Ce support est contenu dans une enceinte thermostaté et peut être

mis en rotation afin, d’une part, d’éviter la sédimentation dans les gouttes, et

d’autre part, de permettre le passage des tubes devant le système de mesure de

fluorescence/absorbance à intervalles de temps réguliers. La platine motorisée sup-

portant l’enceinte permet de scanner toutes les gouttes contenues dans les tubes

par déplacement le long de leur axe. Le système de détection couple une source

lumineuse, une caméra de fluorescence, des filtres de fluorescence mobiles (pour

le passage fluorescence à absorbance et inversement) à un microscope qui permet

l’assemblage optique de ces éléments. Les Figures 4.2 et 4.3 montre la coordination

entre les divers éléments ainsi que le montage complet.

Contrôle et 
alimentation 
des moteurs 

Support tournant 
+ tubes de 

culture 

Caméra 

Ordinateur 
de contrôle 

Résistance 
chauffante 

Moteurs 

Platine 
motorisée 

Figure 4.3: Photographie du montage de suivi de croissance automatisé.

La préparation des tubes se fait comme présenté dans le chapitre 2. Bien

qu’aillant concentré une grande partie des travaux de thèse, les détails techniques

de fonctionnement du dispositif sont présentés dans l’annexe B à des fins de clarté.
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4.3 Résultats de suivi de croissance automatisé

et gain de temps

Le système automatisé décrit dans ce chapitre permet l’acquisition de courbes

de croissance de façon haut-débit. Les applications d’un tel système peuvent être

diverses. Nous présentons ici le type de résultats obtenu grâce à ce dispositif et

les limitations du système. Puis, nous expliquons comment il peut être amélioré

afin de repousser ces limitations. Enfin, nous discutons le choix de l’évaluation

d’efficacité de biocide retenue comme application pour sa validation en l’état, de

façon à exploiter au mieux ses possibilités.

4.3.1 Courbes de croissances automatisées

Le système automatisé a été développé afin de suivre l’évolution de popula-

tion dans un grand nombre de cultures à la fois. Pour valider son fonctionnement,

et avant d’envisager des applications, nous avons étudié des évolutions de popula-

tion dans des conditions optimales. La Figure 4.4 montre les courbes de croissance

obtenues en suivant l’évolution de répliquas d’une culture de Ecoli à 30◦C dans

le milieu LB à 5 g/L. L’inoculation était de 106 UFC/mL et des comptages par

dilutions et étalements sur bôıtes de Pétri ont montré que la population au plateau

atteinte est d’environ 109 UFC/mL.
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Figure 4.4: Courbes de croissance de Ecoli dans le LB à 5 g/L acquises par
le dispositif automatisé après inoculation à 106 UFC/mL, tracées avec un axe

des ordonnées en échelle linéaire.

On voit sur la figure que le signal en fin de culture correspond bien à une

augmentation d’un facteur 103 par rapport au signal initial, ce qui reflète bien la
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proportionnalité de la mesure vis-à-vis de la population (qui augmente également

d’un facteur 103 entre sa valeur d’inoculation et finale).

Les courbes sont ici présentées sur un axe des ordonnées linéaire, contraire-

ment aux courbes de croissance habituelles qui sont souvent présentées sur des

axes logarithmiques. Par rapport à une représentation linéaire, l’affichage loga-

rithmique tend à ”tasser” les valeurs élevées et ”dilater” les plus faibles. Dans le cas

de la méthode couplée de fluorescence/absorbance, la mesure est toujours polluée

par du bruit (provenant des éléments électroniques et de la fluorescence du mi-

lieu, voir paragraphe 4.1.2). Pour des populations importantes (fin de croissance),

la part du bruit dans le signal mesuré total est très faible. En revanche, pour

des populations faibles (inoculation), le bruit représente une part non négligeable

du signal total, et ce malgré les corrections du signal par des références. Ainsi,

le tracé des courbes sur un axe logarithmique permet de resserrer l’affichage des

populations au plateau, mais met également en avant les fluctuations dues au bruit

aux faibles valeurs de populations. La Figure 4.5 montre la partie supérieure des

courbes acquises de façon automatisée, tracées sur une échelle logarithmique.
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Figure 4.5: Courbes de croissance de Ecoli dans le LB à 5 g/L acquises par
le dispositif automatisé après inoculation à 106 UFC/mL, tracées avec un axe

des ordonnées en échelle logarithmique.

Le manque de précision en début de croissance représente la limitation prin-

cipale du dispositif. Il existe cependant des solutions qui permettrait d’améliorer

cette sensibilité, et c’est ce que nous allons discuter dans le paragraphe suiv-

ant. Toutefois, il est important de retenir que le système automatisé permet de

suivre des croissances à haut-débit dans une gamme de population d’au moins

trois décades, et qu’il peut donner accès aux cinétiques de croissance ainsi qu’à
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une importante répétition de chaque mesure. Son utilisation présente donc un réel

intérêt pour des applications de type criblage. Nous présentons en fin de cette sous-

section l’application choisie pour établir la preuve de fonctionnement du dispositif.

4.3.2 Évolutions et améliorations possibles

Comme présenté dans le paragraphe précédent, la limitation majeure du

système automatisé présenté ici est un manque de précision pour les faibles valeurs

de populations. Cette incertitude est due au bruit électronique d’une part, et à la

fluorescence propre du milieu de culture qui peut masquer celle des bactéries, et

qui fluctue au cours du temps.

La correction du bruit électronique se fait de façon satisfaisante à condition

d’avoir une référence fiable (milieu sans microorganismes, huile). L’amélioration

principale des mesures pourrait donc provenir d’une réduction du bruit dû au mi-

lieu. Le remplacement du milieu par un milieu non fluorescent serait idéal car il

ferait aussitôt disparâıtre le besoin de correction de la fluorescence du milieu seul.

Cependant, cela implique une restriction des milieux de culture utilisable, et n’est

parfois pas possible si les microorganismes ont besoin d’un facteur de croissance

particulier qui est fluorescent. Ainsi, la solution qui apparâıt comme la plus effi-

cace sans être restrictive est le photo-blanchiment du milieu avant de procéder aux

tests. Ce procédé consiste à insoler le milieu par une lumière de longueur d’onde et

de puissance convenable pour désactiver la fluorescence. Il fonctionne bien sur des

volumes réduits et est, à l’heure actuelle, source d’imprécision pour les mesures

car l’illumination utilisée pour mesurer la fluorescence des bactéries provoque un

photo-blanchiment progressif du milieu de culture qui doit être ensuite corrigée

via une référence. Mais s’il est appliqué en amont de l’inoculation, ce procédé

permet d’éviter la présence et les fluctuations d’une fluorescence parasite à celle

des bactéries. La difficulté technique qui bloque son utilisation est la capacité à

photo-blanchir de façon contrôlée un volume important de milieu de façon stérile

(volume nécessaire à la formation de toutes les gouttes d’un test).

Par ailleurs, il est possible d’envisager l’amélioration du dispositif actuel par

remplacement de la méthode de comptage. En effet, le comptage microscopique

direct présenté dans le chapitre 2 est facilement intégrable au montage actuel et
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permet de mesurer des populations de façon quantitative sur une gamme plus im-

portante que la méthode de Fluorescence/Absorbance. De plus, tous les microor-

ganismes planctoniques (qui restent en suspension) de taille supérieure ou égale au

micromètre peuvent être analysés, même s’ils ne sont pas fluorescents. Le verrou

technique qui a bloqué l’utilisation de cette méthode sur le dispositif actuel est

la quantité de données à gérer. Une optimisation de l’acquisition, analyse, stock-

age des images acquises permettrait de l’utiliser pour améliorer le dispositif actuel.

4.3.3 Applicabilité de la méthode

Dans le cadre de la collaboration avec l’équipe de microbiologistes de Solvay,

l’objectif du développement d’un dispositif de suivi de croissance haut-débit a

pour but l’étude d’efficacité des biocides utilisés en milieu industriel (définis dans

la section 4.4.1). Ces tests peuvent concerner des produits finis dont il s’agit de

vérifier ou d’optimiser la protection anti-microbienne, ou alors des molécules dont

l’effet biocide n’est pas encore connu pour évaluer leur potentiel en tant qu’agent

conservateur.

Le premier type de test est appelé ”Challenge Test” et est soumis à diverses

normes selon le domaine d’application[25]( NF T 75-611, pharmacopée européenne

7.0 EP 5.1.3, pharmacopée US - USP 51, etc...). Dans leur très grande majorité,

ces essais doivent être réalisés sur une durée de 15 jours à 1 mois, avec seulement

quelques comptages ponctuels. De plus, dans le cas de vérification de la protection

de produits finis, une seule formulation est à tester. Pour ce type d’applications,

l’utilisation du dispositif automatisé ne semble pas particulièrement pertinente.

En revanche, dans le cas d’exploration de molécules, chaque test comporte

une gamme de concentration à tester (voire gamme de composition de formulations

pour la recherche de synergies), et le nombre de molécules candidates peut être

illimité. Ainsi, la capacité de réaliser des analyses automatisées sur un grand nom-

bre d’échantillons en simultané présente ici un très fort intérêt. Nous détaillons

les caractéristiques de ces tests dans la section suivante.

Nous avons donc choisi d’orienter l’utilisation du dipositif sur les évaluations

d’efficacité biocide, et d’en valider le fonctionnement sur deux formulations bio-

cides courantes. Nous présentons ces études dans la section suivante.
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4.4 Application au criblage de biocides haut-débit

Développé dans l’objectif de pouvoir évaluer l’impact de molécules ou de

formulations de molécules sur le développement de microorganismes, l’outil décrit

précédemment s’adapte naturellement aux tests d’efficacité biocide. Les com-

portements de microorganismes en suspension et en biofilms peuvent être très

différents vis-à-vis de l’action des biocides et nous ne nous intéressons ici qu’aux

tests d’efficacité sur des microorganismes en suspension. Nous débutons cette par-

tie par une présentation des agents de conservations. Puis nous comparons les

résultats expérimentaux obtenus pour la détermination d’efficacité de deux bio-

cides connus par des méthodes classiques et par notre méthode automatisée.

4.4.1 Les agents de conservations ou biocides

Dans cette sous-partie nous nous attachons à introduire les agents de conser-

vation et les différentes classification qui permettent de les différencier entre eux.

Nous décrivons également les méthodes utilisées usuellement pour déterminer leur

efficacité. Nous terminons en présentant les limitations actuelles d’utilisation et

de sélection de ces agents, et expliquons en quoi l’outil développé dans cette thèse

peut apporter un moyen de dépasser certaines de ces limites.

4.4.1.1 Définition et enjeux

Les agents chimiques qui tuent ou inhibent la croissance des microorganismes

sont connus sous plusieurs dénominations. Selon le domaine d’utilisation, on les

appellera plutôt agents anti-microbiens, conservateurs, antibiotiques ou biocides.

Ces termes rassemblent donc toutes les molécules ayant un effet néfaste sur le

développement de microorganismes. Ils peuvent également être répartis dans des

classes selon leur action sur les cellules et selon le type de microorganismes sur

lesquels ils montrent un effet[7]. Les modes d’action de ces molécules sont très

variés (endommagement de membrane, inhibition d’activité cellulaire, etc...) et
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leur description fait appel à des concepts de microbiologie cellulaire hors du con-

texte de ce travail de thèse, et que nous ne décrirons donc pas ici.

Les biocides qui empêchent le développement d’une population de bactérie

sans la tuer sont dits bactériostatiques. Ceux qui entrainent la mort mais sans

lyser (= éclatement des cellules) font partie des bactéricides. Et enfin les agents

qui causent la lyse des bactéries sont appelés bactériolytiques. Le suffixe de ces

termes varient selon le type de microorganismes sur lesquels ils montrent un effet:

”bactéri-” pour un effet sur les bactéries, ”fongi-” pour les moisissures, et ”viru-”

pour les virus. La capacité d’une molécule à n’agir que sur un seul type de cellule

présente un fort intérêt dans le cas de traitement in-vivo où l’on souhaite, par

exemple, se débarrasser d’un contaminant sans endommager les cellules hôtes.

L’utilisation de ces composés capables de contrôler le développement micro-

bien est utile voire indispensable dans de nombreux domaines. Dans le milieu

médical par exemple, ils permettent l’élimination de microorganismes pathogènes

par traitement dit ”interne” de l’organisme contaminé (antibiotiques, chimiot-

thérapie, ...) tout comme la stérilisation externe (désinfection de plaies, de matériel

d’opération chirurgical,...). En industrie, les biocides permettent d’empêcher le

développement de pathogènes dans des produits destinés à la consommation (agroal-

imentaire), ou bien la détérioration (visuelle, olfactive, efficacité, ...) de produits

à conservation moyenne ou longue.

Ces applications pouvant être assez éloignées les unes des autres, elles im-

posent des critères de choix de biocides variés. Dans le cadre de la preuve d’efficacité

du système automatisé précédemment décrit, nous nous sommes intéressés à deux

biocides couramment utilisés pour la conservation de produits industriels, non

destinés à la consommation. Nous décrivons dans le paragraphe suivant comment

l’efficacité de ce type de produit est habituellement testée.

4.4.1.2 Le test d’efficacité biocide

L’efficacité d’un biocide se détermine principalement via deux valeurs de

référence[121]: La CMI (Concentration Minimale Inhibitrice), et la CML (Con-

centration Minimale Léthale). La CMI se détermine comme la plus petite concen-

tration qui inhibe le développement des microorganismes. Elle est généralement
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mesurée à 18 ou 24h. La CML est la plus faible concentration qui va entrâıner la

mort d’une certaine fraction de la population initiale. Par exemple, en toxicolo-

gie/écotoxicologie, la CML qui causent 50% de décès est appelée CL50 (Concen-

tration Léthale 50), alors que l’AFNOR définie la CMB (Concentration Minimale

Bactéricide) comme la concentration la plus faible qui cause la réduction d’un fac-

teur 105 de la population initiale de 108 UFC/mL en 5 minutes à 20◦C. Ces valeurs

de référence permettent la classification et la comparaison des biocides entre eux.

La méthode la plus répandue pour déterminer ces valeurs consiste à préparer

une gamme d’échantillons contenant chacun une concentration donnée en biocide.

Les échantillons sont ensuite inoculés et mis à incuber pendant le temps choisi.

Pour chaque échantillon, un comptage par dilutions successives et étalement sur

bôıtes de Pétri est ensuite réalisé afin de déterminer la population et de pouvoir la

comparer avec l’inoculum. Cette méthode, bien que robuste, nécessite un temps

de manipulation élevé et ne permet pas de tester une gamme de concentrations

différentes très importante, limitant ainsi la précision du résultat.

Il faut également noter que des mesures effectuées à partir de cette même

méthode peuvent aboutir des résultats significativement différents selon le proto-

cole. Gillat [122] liste par exemple les paramètres suivants: choix des microorgan-

ismes, niveau d’inoculation, nombre d’inoculations, préparation de l’échantillon et

méthode de dénombrement. Les temps après inoculation auxquels sont faits les

dénombrements ont aussi un impact sur le résultat final. Ainsi, la comparaison de

CMI/CML déterminées par des personnes/organismes différents sont difficilement

comparables.

Afin de nous assurer une comparaison pertinente entre les différents résultats,

nous avons sélectionné deux protocoles de test pour de nos essais. Le premier cor-

respond à un protocole dit ”de référence” et illustre les résultats obtenus par une

méthode classique. Le second est dérivé du premier de façon à inclure l’utilisation

du système de mesure automatisé. Nous considérons que la CMI est atteinte quand

la population au temps de mesure est inférieure ou égale à la population initiale.

Nous reviendrons sur les valeurs définies précédemment à la fin de ce chapitre,

après avoir présenté les résultats expérimentaux. Le tableau 4.2 référence les

paramètres utilisés dans ces deux protocoles.
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Paramètre Protocole
Référence Automatisé

Microorganisme Ecoli MC4100-YFP Ecoli MC4100-YFP
Inoculation 1.105−6 UFC/mL 1.105−6 UFC/mL

Préparation échantillon Mélange par vortex Mélange par vortex
Mode de culture Erlenmeyer Goutte

Méthode de comptage Dilutions et bôıtes de Pétri Fluorescence/Absorbance
Comptages entre 1 et 4 jours en continu

Critère de validation Population ≤ Inoculation Population ≤ Inoculation

Tableau 4.2: Protocoles de détermination de CMI

4.4.1.3 Les limites des méthodes classiques

Pour les applications industrielles des biocides, les agents couramment utilisés

pour la protection de produits et/ou décontamination ont souvent dans leur com-

position au moins l’un des composés suivants: dérivés du mercure, du chlore,

phénol ou métaux lourds, ou encore détergents cationiques et molécules de la

famille des ”isothiazolinones”. Bien qu’efficaces et bien connus, ces composés

peuvent poser des problèmes de toxicité. L’évolution des réglementations tend à

limiter voire interdire leur utilisation et la recherche de nouveaux produits moins

toxiques, ou bien de synergies entre composés suscite donc un très fort intérêt.

Comme évoqué précédemment, les méthodes classiques de détermination

d’efficacité de biocide qui permettent cette exploration de nouvelles formulations

ont bien souvent une précision limitée et/ou requiert un temps de manipulation

rapidement élevé. Bien qu’efficaces et robustes, ces techniques ne sont donc

pas adaptées au criblage. Cependant, l’exploration de molécules candidates ou

de formulations requiert le passage par cette étape. A titre d’illustration, nous

présentons dans le tableau 4.3 le temps de manipulation (Tmanip) nécessaire pour

réaliser les tests d’efficacité de 1 à 100 molécules, pour 2 à 20 concentrations, en

fixant le nombre de comptages à deux par échantillon. Les temps présentés sont en

heures et arrondis à l’heure supérieure. Le temps de préparation d’un échantillon

(1 molécule, 1 concentration) est estimé à 5 minutes, le temps nécessaire pour

réaliser deux comptages par dilutions et étalement sur bôıtes de Pétri est lui es-

timé à 15 minutes:

Tmanip = (Nb mol . Nb conc) . (5 + 15) (4.1)
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Temps de manipulation en heures par la méthode de référence
Nombre de Nombre de concentrations testées

molécules testées 2 4 6 8 10 12 14 16 18 20

1 1 1 2 3 3 4 5 5 6 7
2 1 3 4 5 7 8 9 11 12 13
5 3 7 10 13 17 20 23 27 30 33
10 7 13 20 27 33 40 47 53 60 67
20 13 27 40 53 67 80 93 107 120 133
100 67 133 200 367 333 400 467 533 600 667

Tableau 4.3: Temps (en heures) de manipulation nécessaire à la détermination
de CMI avec deux comptages dans le temps par la méthode de référence. Ces
durées n’incluent pas les temps d’incubation mais uniquement les temps que
le manipulateur passe à préparer les échantillons et les dénombrer. Les temps

présentés sont en heures et arrondis à l’heure supérieure.

On peut voir dans le tableau que pour de faibles quantités de molécules à

tester et/ou de concentrations à évaluer, le nombre d’heures passées à la pail-

lasse par le manipulateur reste raisonnable. Pour des études où le besoin en tests

est modéré, la méthode de référence s’avère donc très efficace. En revanche, si

l’on souhaite s’approcher d’un criblage (grand nombre de molécules) en ayant

une bonne précision de mesure (grand nombre de concentrations), on s’aperçoit

que le temps d’occupation du manipulateur dépasse rapidement l’équivalent d’une

journée de travail, voire même d’une semaine de travail à 35 heures (chiffres en

rouge dans le tableau). A ces limitations de temps, il est important d’ajouter

également les limites de place: 1 erlenmeyer occupe environ 0.036 m2, 100 erlen-

meyers (10 molécules à 10 concentrations) occupent donc 3.6 m2 et 2000 erlen-

meyers (100 molécules à 20 concentrations) occupent 7.2 m2! Ces surfaces devant

procurer une agitation et être dans un espace thermostaté, cela est impossible à

gérer au niveau d’un laboratoire.

Le besoin de réaliser autant de tests étant pourtant bien réel, il est nécessaire

de les optimiser. C’est pour répondre à ce besoin, nous avons développé un outil

couplant des incubateurs miniaturisés avec une méthode de mesure de popula-

tion en ligne qui permet de suivre la croissance simultanée d’un grand nombre de

cultures. En utilisant ce dispositif, les temps d’occupation du manipulateur sont

modifiés comme le présente le tableau 4.4. Les temps de manipulation sont calculés

en décomposant la phase de préparation de la solution mère pour chaque molécule,

le remplissage de chaque tube, et l’analyse des données. Le temps de préparation
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Temps de manipulation en heures par la méthode automatisée
Nombre de Nombre de concentrations testées

molécules testées 2 4 6 8 10 12 14 16 18 20

1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1
2 1 1 1 1 1 1 2 2 2 2
5 1 1 2 2 2 2 2 3 3 3
10 1 2 3 3 3 4 4 5 5 6
20 3 4 4 5 6 7 8 9 10 10
100 12 16 21 25 29 33 37 41 45 49

Tableau 4.4: Temps (en heures) de manipulation nécessaire à la détermination
de CMI par la méthode automatisée. Ces durées n’incluent pas les temps
d’incubation mais uniquement les temps que le manipulateur passe à préparer
les échantillons et les dénombrer. Les temps présentés sont en heures et arrondis

à l’heure supérieure.

de la solution mère est identique à celui de la préparation des erlenmeyers pour les

tests classiques, soit 5 minutes. A partir de cette solution, le remplissage d’un tube

avec une série de gouttes d’incubation est estimé à 2 minutes. Enfin, les résultats

obtenus par le suivi de 25 tubes maximum en simultané sont analysés d’un seul

bloc en 30 minutes environ. Les temps présentés sont en heures et arrondis à

l’heure supérieure. Le calcul du temps de préparation est alors effectué de la façon

suivante:

Tmanip = (Nb mol . 5) + (Nb conc . 2) + (
Nb mol . Nb conc

25
. 30) (4.2)

On voit dans ce dernier tableau que la forte parallélisation et le fonction-

nement autonome du système permettent de réduire significativement les temps

d’occupation du manipulateur, donnant accès à des études de criblages. De plus,

les données acquises par le système automatisé fournissent bien plus de renseigne-

ments que des comptages ponctuels. Toutefois, il est raisonnable de s’interroger

sur la fidélité de résultats obtenus dans des gouttes millimétriques par rapport à

ceux que l’on obtiendrait en erlenmeyers décimétriques. Nous avons vu en effet

dans les chapitre précédents que les conditions d’incubation peuvent différer d’un

type d’incubateur à l’autre, et cela pourrait entrâıner des écarts de CMI mesurées.

Nous détaillons le gain d’information fourni par le système automatisé et discu-

tons la comparabilité des résultats miniaturisés et classiques en nous appuyant sur
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l’exemple de deux tests biocides dans la sous-section suivante.

4.4.2 Détermination expérimentale de CMI

Nous avons évalué l’efficacité du système automatisé développé dans ce tra-

vail de thèse pour la détermination de la CMI de deux biocides connus, et par

comparaison des résultats à ceux obtenus par la méthode de référence. Nous

présentons ici dans un premier temps le test de l’Acticide MBS, en évoquant les

informations supplémentaires accessibles grâce au système automatisé. Puis, nous

exposons les résultats obtenus pour les tests d’efficacité du Glokill PQ et com-

parons les données statistiques du système automatisé à celles de l’Acticide MBS.

4.4.2.1 Acticide MBS

L’Acticide MBS est un produit aux propriétés biocides commercialisé par

THOR. Il s’agit d’une formulation en base aqueuse de deux principes actifs: le 2-

méthyl-2H-isothiazol-3-one (ou Methylisothiazolinone ou MIT, CAS : 2682-20-4),

et le 1,2-benzisothiazol-3(2H)-one (ou Benzisothiazolinone ou BIT, CAS:2634-33-

5). La formulation commerciale utilisée pour ces essais contient 5% de mélange

MIT+BIT. La Figure 4.6 représente ces molécules.

Figure 4.6: Formules développées des molécules actives de l’Acticide MBS

Cette formulation présente l’avantage d’être stable sur de larges gammes de

températures et pH, et de posséder une activité anti-microbienne de large spectre.

Le fabricant, THOR, donne des valeurs de concentrations minimales inhibitrices

inférieures à 20 ppm pour les bactéries et les champignons. Dans le cas plus par-

ticulier de la bactérie E.coli, cette valeur annoncée est de 10ppm de produit actif

(MIT + BIT) qui sont présents à 5% dans la formulation de base utilisée ici. Afin
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Concentration Population Concentration
N◦ LB initiale Acticide MBS

(g/L) (UFC/mL) (mg/L)

1 5 106 199.8
2 5 106 296.8
3 5 106 391.9
4 5 106 485.2
5 5 106 576.8
6 5 106 666.6

Tableau 4.5: Composition des erlenmeyers pour le test d’Acticide MBS

de valider notre dispositif automatisé vis-à-vis de ces données fabricants, nous

réalisons des tests d’efficacité classiques en erlenmeyer, et automatisé en gouttes.

Le tableau 4.5 présente les compositions des milieux testés par la méthode de

référence en erlenmeyer.

Pour chacune des formulations décrites dans le tableau, une culture a été

menée durant 72 heures à 30◦C. Un comptage par dilutions successives et étalements

sur bôıte de Pétri a été effectué au moment de l’inoculation puis à 48 et 72 heures.

La Figure 4.7 montre le résultat de ces comptages. En début de culture, on peut

voir que l’inoculum est identique dans tous les échantillons. Après 48h, la popula-

tion est inférieure ou égale à la valeur de l’inoculum pour toutes les compositions

testées, excepté pour la plus faible. L’échantillon 1 correspond à une composition

en Acticide MBS inférieure à la CMI. Pour les autres compositions, en revanche,

la population a diminué, la CMI est atteinte. Si l’on observe à présent les résultats

des comptages à 72h, on peut voir que les populations sont plus importantes qu’à

48h, pour tous les échantillons. Toutefois, on note que les échantillons 1 et 2 sont

les seuls qui contiennent des populations en Ecoli supérieures à l’inoculum. On

détermine donc la CMI de l’Acticide MBS comme comprise entre les concentra-

tions des échantillons 2 et 3, soit entre 199.8 et 296.8 mg/L à 48h et entre 296.8

et 391.9 mg/L à 72h. Par souci de comparaison avec les mesures en gouttes,

la valeur à 48h sera retenue ici. Les populations des échantillons contenant une

concentration en Acticide MBS supérieure à la CMI étant proches de la valeur

d’inoculation (moins de 2 log de réduction), on attribue à l’Acticide MBS un effet

bactériostatique et non bactéricide.

Le suivi d’évolution de populations a ensuite été réalisé en utilisant le système
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Figure 4.7: Résultats du test d’efficacité de l’Acticide MBS par la méthode
de référence

automatisé. Un plus grand nombre d’échantillons ont pu être testés que par la

méthode de référence. Le tableau 4.6 donne les compositions de chaque échantillon.

Pour rappel, nous précisons que chaque échantillon bénéficie de plusieurs répliquas

dans ce dispositif: chaque tube contient une série de gouttes de même composition.

Les résultats obtenus sont présentés sur la Figure 4.8. La première observa-

tion permet de prendre conscience du gain d’information par rapport au résultats

obtenus par la méthode classique. Les courbes de croissance complètes sont en

effet ici obtenues, au lieu de quelques points, et une dizaine de répliquas sont

disponibles pour chaque composition. Sur la Figure, l’échelle de l’axe Z est en

unité arbitraire de Fluorescence/Absorbance et doit être proportionnelle à la pop-

ulation. La population en phase stationnaire de notre souche dans le milieu LB

à 5g/L est connu à environ 109UFC/mL, et la concentration d’inoculation est de

106UFC/mL. L’échantillon ne contenant pas de biocide (bleu tout à gauche) corre-

spond à la référence de croissance et montre bien une augmentation d’environ 103

unités arbitraires, ce qui valide la proportionnalité et indique que le niveau zéro

de l’axe Z correspond bien au niveau d’inoculation. Cela nous permet d’affirmer

que pour des concentrations supérieures ou égales à 278mg/L, la population à 48h

est inférieure ou égale à l’inoculum, et donc que la CMI est atteinte (critère défini

dans le tableau 4.2).
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Concentration Population Concentration
N◦ LB initiale Acticide MBS

(g/L) (UFC/mL) (mg/L)

1 5 106 0
2 5 106 70
3 5 106 139
4 5 106 174
5 5 106 191
6 5 106 209
7 5 106 222
8 5 106 236
9 5 106 250
10 5 106 264
11 5 106 278
12 5 106 292
13 5 106 320
14 5 106 334
15 5 106 348
16 5 106 365
17 5 106 382
18 5 106 417

Tableau 4.6: Composition des gouttes pour le test automatisé d’Acticide MBS

Figure 4.8: Résultats du test d’efficacité de l’Acticide MBS par la méthode
de référence
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Méthode Référence Automatisée
Formulation 296,8 < CMI (mg/L)< 391,9 264 < CMI (mg/L) < 278

Actif 14.8 < CMI (mg/L)< 19.6 13.2 < CMI (mg/L) < 13.9

Tableau 4.7: Valeurs de CMI de l’Acticide MBS déterminées par les méthodes
de référence et automatisée.

Par comparaison au résultat obtenu par la méthode de référence, la valeur

de CMI déterminée en goutte est légèrement plus faible. Le tableau 4.7 résume

ces valeurs et donne également les valeurs de CMI en actifs purs (MIT + BIT),

sachant que la formulation utilisée en contient 5%. Cependant, la mesure en goutte

a été réalisée jusqu’à 48h au lieu de 72h par la méthode de référence. Si l’on com-

pare la CMI obtenue en gouttes avec la CMI que l’on aurait déterminée après 48h

de culture en erlenmeyer, on s’aperçoit que les valeurs se situent dans la même

gamme. En effet, la Figure 4.7 montre que seule la population de l’erlenmeyer avec

une concentration de 199.8mg/L d’Acticide MBS a légèrement augmenté par rap-

port à l’inoculum. Dans le cas de l’Acticide MBS, la CMI déterminée par les deux

méthodes correspond donc, dans les limites de précision des mesures en erlenmeyer.

De façon à obtenir une seconde validation de l’outil développé pour la déter-

mination de CMI, nous avons réalisé le même type d’étude avec un second biocide:

le Glokill PQ.

4.4.2.2 Glokill PQ

Le Glokill PQ est un biocide commercialisé par la société SOLVAY-Novecare.

Le composé actif est le poly(2-hydroxypropyldimethylammonium chlorure) (CAS

: 25988-97-0), à 50% en solution aqueuse dans la formulation utilisée pour cette

étude. La Figure 4.9 représente cette molécule. Cette formulation est princi-

palement utilisée dans les traitements antifongiques pour le traitement des eaux

industrielles ou des eaux de piscines.

Nous avons réalisé pour le Glokill PQ des tests similaires à ceux réalisés pour

l’Acticide MBS. Tous les échantillons ont une composition identique en milieu de

culture LB (5 g/L) et le même inoculum de départ (106 UFC/mL). Le tableau 4.8

montre la concentration en Glokill PQ des échantillons testés pour chaque type
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Figure 4.9: Formule développée de l’actif du Glokill PQ.

Concentration en Glokill PQ (mg/L)
N◦ Référence Automatisé

1 0 0.0
2 0.6 0.1
3 5.5 0.3
4 22.0 0.7
5 55.0 0.9
6 110.0 1.1
7 X 1.7
8 X 2.2
9 X 3.3
10 X 5.5
11 X 7.7
12 X 9.9
13 X 16.5
14 X 33.0
15 X 44.0
16 X 55.0
17 X 66.0
18 X 77.0
19 X 88.0

Tableau 4.8: Composition des échantillons pour le test d’efficacité du Glokill
PQ

d’incubateur.

Les résultats obtenus par la méthode de référence sont présentés sur la Fig-

ure 4.10 pour un comptage effectué à 39h après l’inoculation. Contrairement au

cas de l’Acticide MBS, on voit ici une réduction drastique de la population au

delà de la valeur de CMI (entre 3 et 6 log de réduction) qui peut être placée entre

les échantillons 2 et 3, soit entre 0.6 et 5.5 mg/L. La formulation utilisée comme
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base contenant 50% d’actif, cela donne une CMI entre 0.3 et 2.8 mg/L de poly(2-

hydroxypropyldimethylammonium chlorure). L’effet du Glokill PQ est qualifié de

bactéricide dès que sa CMI est franchie.
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Figure 4.10: Résultats du test d’efficacité du Glokill PQ à 39h par la méthode
de référence.

Pour la détermination de CMI par la méthode automatisée, les composi-

tions détaillées dans le tableau 4.8 ont été testées. Les courbes de croissance sont

présentées sur la Figure 4.11. Le graphique supérieur correspond aux résultats

obtenus sur l’ensemble des compositions, celui du bas montre un grossissement

sur les concentrations en Glokill PQ proches de la CMI. On remarque que tous les

échantillons contenant plus de 3.3 mg/L de biocide ne montre aucune croissance

(le temps maximal affiché est de 40h par souci de clarté des graphiques, mais le

résultat est confirmé jusqu’à 72h). D’après ces données, la CMI se situe donc entre

les compositions des échantillons 8 et 9, soit entre 2.2 et 3.3 mg/L.

Le tableau 4.9 donne les valeurs de CMI déterminées par les deux méthodes.

On remarque ici aussi un bon accord entre ces valeurs. On peut également noter

la précision de la détermination de CMI. En effet, dans le cas du Glokill PQ, tout

comme dans celui de l’Acticide MBS ( tableau 4.9), on obtient une valeur de CMI

4 à 7 fois plus précise avec la méthode automatisée qu’avec la méthode classique.
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Figure 4.11: Résultats du test d’efficacité du Glokill PQ par la méthode de
automatisée.

Bien que de précisions différentes, les valeurs de CMI obtenues par les deux

méthodes correspondent. Cela signifie que dans les conditions utilisées, la réduction

de la taille de l’incubateur n’impacte pas l’efficacité des biocides. Ce résultat est

particulièrement satisfaisant dans l’idée de remplacer ou compléter la méthode de

référence par la méthode automatisée car leur résultats sont équivalents. Cepen-

dant, nous avons vu dans le chapitre précédent que le changement de conditions

d’incubation pouvait impacter le développement des microorganismes, et il parâıt
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Méthode Référence Automatisée
Formulation 0.6 < CMI (mg/L)< 5.5 2.2 < CMI (mg/L) < 3.3

Actif 0.3< CMI (mg/L)< 2.8 1.1< CMI (mg/L) < 1.7

Tableau 4.9: Valeurs de CMI du Glokill PQ déterminées par les méthodes
de référence et automatisée.

donc intéressant de comparer des valeurs de CMI déterminées dans des conditions

différentes de celles utilisées ici (anaérobies par exemple). Ces travaux sont en

cours à la date de rédaction de ce manuscrit, mais malheureusement trop précoces

pour pouvoir présenter ici des conclusions.

4.4.3 L’accès à des données statistiques

L’utilisation du système automatisé pour le suivi de croissance d’échantillons

contenant des concentrations croissantes en biocide permet de révéler des com-

portements qui donnent des informations supplémentaires à la valeur de CMI. La

Figure 4.12 montre les courbes de croissances de chaque goutte d’un même tube

contenant une concentration légèrement inférieure à la CMI en Acticide MBS (à

gauche) ou en Glokill PQ (à droite). On rappelle que les écarts apparemment

importants de population au plateau visibles sur ces courbes sont dus au type de

représentation, comme expliqué dans le paragraphe 4.3.1.
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Figure 4.12: Courbes de croissance de Ecoli dans le LB à 5 g/L en présence
d’Acticide MBS (à gauche), et de Glokill PQ (à droite). Les concentrations
en biocide présentées correspondent dans les deux cas à une zone de non effet

(vert), d’inhibition (bleu) et à une zone intermédiaire sub-CMI (rouge).
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On se rend compte grâce à ces courbes, que des incubateurs de compositions

identiques peuvent montrer des comportements différents lorsque la concentration

en biocide est proche mais inférieure à la CMI (courbes rouges). De façon à ex-

plorer ces comportements plus en détail, nous avons identifié deux paramètres qui

ont pour but d’en rendre compte: le temps de latence de chaque incubateur et la

fréquence de croissance pour une composition donnée (c’est-à-dire le nombre de

gouttes où il y a croissance sur le nombre de gouttes total pour une composition

donnée). Les Figures 4.13 et 4.14 exposent les valeurs obtenues respectivement

pour l’Acticide MBS et le Glokill PQ.
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Figure 4.13: Fréquence de croissance à 48h sur les répétitions de culture sur
système automatisé avec Acticide MBS (à gauche), et temps de latence à 10h,

15h, 20h, et 48h (à droite).

Les courbes de gauche représente le temps de latence mesuré pour chaque

incubateur (triangles rouges), ainsi que la moyenne des temps de latence de tous

les incubateurs d’un même tube ( = 1 composition) où il y a eu croissance. Les

courbes de droite correspondent à la fréquence de croissance mesurée à différents

temps. C’est à dire le nombre de gouttes dans lesquelles il y a eu croissance au

temps de mesure, sur le nombre de gouttes total de même composition.

Si l’on se focalise tout d’abord sur les graphes représentant le temps de

latence en fonction de la concentration en biocide, on remarque que pour des con-

centration inférieures aux CMI, le biocide montre déjà un effet marqué. Cette zone

d’effet est appelée sub-CMI. Les effets observés pour les deux biocide testés sont

cependant assez différents. On remarque en effet une hausse commune du temps

de latence moyen, mais alors qu’elle augmente selon un profil de type exponentiel

dans le cas de l’Acticide MBS, elle est simplement multipliée par un facteur 2
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Figure 4.14: Fréquence de croissance à 48h sur les répétitions de culture sur
système automatisé avec Glokill PQ (à gauche), et temps de latence à 10h, 15h,

20h, et 48h (à droite).

dans le cas du Glokill PQ. A l’inverse, la dispersion des temps de latence entre

incubateurs de même composition qui augmente progressivement dans le cas de

l’Acticide MBS atteint sa valeur maximale dés l’entrée dans la zone sub-CMI et

tend à décrôıtre en se rapprochant plus de la CMI.

Les graphes représentant la fréquence de croissance en fonction de la con-

centration montre quant à eux des profils similaires. D’une croissance dans tous

les incubateurs quand la concentration en biocide est inférieure à la sub-CMI, la

fréquence de croissance décrôıt jusqu’à ce que plus aucun incubateur n’affiche de

croissance au-delà de la CMI. Il existe cependant une différence importante entre

les graphes de l’Acticide MBS et du Glokill PQ. Dans le cas de l’Acticide MBS,

on remarque que plus le temps de mesure est tardif, plus l’étalement est visible, et

plus la CMI est repoussée. On voit sur le graphe du Glokill PQ qu’au contraire,

les fréquence de croissance sont indépendantes du temps auquel la mesure est faite

(dans la plage de temps utilisée).

Au vue des résultats obtenus par la méthode classique, nous savons que

l’Acticide MBS a un effet bactériostatique au-delà de sa CMI, alors que le Glokill

PQ est bactéricide. Les modes d’action référencés des dérivés d’isothiazolone (Ac-

ticide MBS) et des ammonium quaternaires (Glokill PQ) sont en accord avec ces

observations[123]. Par ailleurs, l’action d’un biocide sur un microorganisme se

décompose en une phase d’adsorption de la molécule sur le membrane du microor-

ganisme, une phase de pénétration à travers la membrane, et enfin une phase
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d’action de la molécule biocide sur une cible cellulaire qui lui est propre (mem-

branes, cytoplasme, etc...)[121]. Une croissance qui démarre malgré la présence

de biocide signifie que les microorganismes sont parvenus à stopper l’une de ces

étapes ou à les limiter de façon à pouvoir se développer.

On peut donc interpréter les courbes acquises dans le cas de l’Acticide MBS

comme une manifestation de son effet inhibiteur de croissance. Quand sa concen-

tration augmente et se rapproche de la CMI, l’inhibition devient de plus en plus

importante et entrâıne une forte augmentation du temps de latence. Pour des

temps de latence plus long, l’écart relatif entre les répliquas prend de l’importance

et explique l’échelonnement des fréquences de croissance en fonction de la concen-

tration et du temps d’analyse.

Dans le cas du Glokill, on peut supposer qu’à une concentration donnée

s’associe une probabilité de survie des microorganismes. Cette probabilité étant

de 100% quand on est en dessous de la CMI et de 0% au delà la CML. Le temps

de latence est donc faiblement impacté par ce phénomène qui amène a discriminer

rapidement s’il reste des bactéries en vie dans la gouttes pour se développer ou

non. Pour expliquer l’échelonnement des fréquences de croissance en fonction de

la concentration en Glokill PQ, il faut considérer le nombre de microorganismes

par gouttes. En effet, une goutte de 5 µL inoculée à 106 UFC/mL contient 5000

bactéries. Ainsi, si la probabilité de survie à l’interaction du biocide descend sous

les 0.02%, le nombre moyen de bactéries par goutte qui restent en vie devient

inférieur à 1 (0.02% x 5000 = 1). Ainsi, on peut obtenir des survivants dans

certaines gouttes alors que d’autres gouttes de même composition n’en auront

aucun.

De façon synthétique, la mesure du temps de latence et de la fréquence

de croissance rendus possibles par l’utilisation du système automatisé semblent

permettre d’identifier des comportements propres à l’action du biocide sur les

bactéries. Cette discussion mérite bien évidemment une analyse plus poussée via

le test d’autres biocides par exemple. Les idées présentées sont pour le moment

des suggestions, et des travaux en cours à la date de cette rédaction ont pour

but de les confirmer/infirmer. Il apparâıt toutefois clairement que l’utilisation du

système automatisé pour les tests d’efficacité biocide présente d’autres avantages

que l’optimisation de détermination de CMI.



Points clés du Chapitre:

• Le contrôle par ordinateur d’une série d’équipements permet l’acquisition

régulière et autonome d’une mesure de population dans des milli-

incubateurs parallélisés.

• L’utilisation de ce dispositif permet le suivi cinétique simultané de crois-

sance d’un dizaine de répliquas de 25 échantillons différents.

• L’application de ce système à la détermination de concentration minimale

inhibitrice de biocides donne des résultats d’une meilleure précision que

les tests classiques, et fourni des données statistiques qui renseignent sur

l’interaction biocide-microorganisme.





Conclusion générale

Dans ce travail de thèse, nous nous étions fixé comme objectif principal de met-

tre au point un dispositif de suivi de croissance haut-débit permettant de réaliser

des tests d’efficacité biocide. Pour cela, le développement de dispositifs de cul-

ture miniaturisés et de méthodes d’analyses en ligne adaptées était nécessaire.

Le passage d’incubateurs classiques de l’ordre de la centaine de millilitres à des

incubateurs miniaturisés de volumes inférieurs à la dizaine de microlitres nous

a également motivé à mener une étude approfondie de l’impact de la réduction

d’échelle sur le développement des microorganismes.

Les outils microfluidiques permettent d’atteindre un degré de parallélisation supé-

rieur aux outils millilfluidiques. Cependant, ils requièrent le passage par des étapes

de microfabrication complexes et sensibles, contrairement aux dispositifs milliflu-

idiques simples et flexibles d’utilisation. La recherche de techniques compatibles

pour des analyses routinières et peu couteuses nous a donc poussé à choisir les mon-

tages millifluidiques pour la poursuite du développement de l’outil haut-débit.

Avec la mise au point de ces incubateurs miniaturisés, la question de l’impact de la

réduction de taille des incubateurs sur le développement des microorganismes s’est

posée. Nous avons donc réalisé une série d’expérimentations dans des incubateurs

de différentes tailles et configurations. Le contrôle des géométries et des conditions

expérimentales nous a permis de suivre l’évolution de populations moyennes dans

plusieurs profils de concentrations en gaz et nutriments parfaitement connus. Les

résultats nous ont conduit à identifier l’apport en oxygène par diffusion comme le

phénomène limitant dans la phase exponentielle de croissance. La culture dans

des incubateurs dont la taille est suffisamment faible pour que le transport de

l’oxygène par diffusion soit efficace permet donc d’améliorer la cinétique de crois-

sance des microorganismes. La population en phase stationnaire est elle optimale

quand les réserves en oxygène et en nutriments sont excédantes. Quand l’une de

ces réserves est trop faible, la population au plateau peut être réduite d’un facteur
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dix par rapport à l’optimum. La croissance a été ensuite modélisée en intégrant les

conditions locales et les vitesses de croissance et populations en phase stationnaire

optimales et minimales extraites des données d’expériences. Une loi de croissance

fonction de l’oxygène et des équations de diffusion / consommation nous ont per-

mis de retrouver les résultats expérimentaux par le biais de paramètres ajustables.

Ces paramètres traduisent le métabolisme des bactéries et ont donné accès à leur

dépendance vis-à-vis de l’oxygène et des nutriments.

Les incubateurs miniaturisés ayant montré leur efficacité pour la croissance de

microorganismes, nous avons ensuite chercher à mettre au point une méthode

permettant d’optimiser le suivi de croissance. Les comptages par dilutions et

étalements étant en effet trop peu efficaces pour atteindre le haut-débit. Nous

avons donc exploré des méthodes analytiques à la recherche de techniques en

ligne, non-intrusives, quantitatives et rapides. Certaines techniques d’intérêt ont

été identifiées, mais seuls la mesure couplée de fluorescence et d’absorbance et le

comptage microscopique direct ont satisfait à tous les critères. La quantité de

données à gérer dans le cas du comptage optique à toutefois bridée son applica-

bilité pour le haut-débit et les mesures de fluorescence/absorbance ont été choisies

pour le couplage avec les incubateurs miniaturisés.

Enfin, nous nous sommes attachés à automatiser la mesure de fluorescence/ab-

sorbance sur les gouttes millifluidiques. La parallélisation rendue possible par la

miniaturisation et les mesures rapides ne permettent en effet pas de réaliser des

suivis haut-débit si le passage de l’échantillon devant le détecteur d’analyse doit

se faire de façon manuelle. Un montage support a donc été conçu afin de pou-

voir accueillir jusqu’à 25 tubes millifluidiques contenant chacun une quinzaine de

gouttes identiques. La rotation du support permet l’agitation des gouttes ainsi

que le passage de chaque incubateur devant le détecteur à intervalle de temps

régulier. La coordination des différents équipement et le traitement de données

simultané donne accès au suivi cinétique de population dans chacun des incuba-

teurs présents sur le support. Cet outil a été validé pour la détermination de

concentration minimale inhibitrice de biocides par comparaison à une méthode

de référence. Sa capacité à fournir un nombre important de données a également

montré son potentiel pour accéder à des informations statistiques de croissances

en présence d’agents anti-bactériens. L’analyse de ces résultats nous a permis de

déduire l’action bactéricide ou bactériostatique des agents actifs sur les microor-

ganismes.
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Le dispositif de caractérisation de biocides haut-débit qui constituait l’axe di-

recteur du travail a donc pu être développé et validé au cours de cette thèse. Les

méthodes explorées pendant le développement de cet outil offrent également des

perspectives très intéressantes d’extension ou d’amélioration du système actuel.

Les informations concernant l’activité des biocides, accessibles par son utilisa-

tion, permettent d’envisager des études plus complètes d’évaluation des biocides

et peut être une meilleure compréhension de leur activité. Par ailleurs, la méthode

d’analyse de l’impact de la taille des incubateurs sur la croissance par cultures

multi-échelles et modélisation numérique donne accès à des études paramétriques

qui semblent présenter un potentiel intéressant pour l’exploration de métabolismes

microbiens et/ou d’optimisation de bioprocédés. Des travaux sont en cours en

l’heure actuelle dans ces directions.





Annexe A

Model modifications for

cylindrical and spherical

symmetries

The glass vial with sealed cap containing a tunable ratio, of fluorinated oil-

culture medium (incubator 2) has a rectangular shape. As incubator 1, it can be

considered as one dimensional. Microorganisms and nutrients remain in water.

We thus apply a zero flux boundary condition at the aqueous phase boundary.

We also apply a no flux boundary conditions at the sealed interface(x=0, x=L)

and assume that the concentration of gases in water close to the interface remains

proportional to the one located in the oil close to the interface (x=a). In the

incubator 2 situation, Oo
2, the oxygen’s concentration in the oil, is defined between

x=a and x=L; O2 , the oxygen’s concentration in water, between x=0 and x=a.

We replace in Equation 3.10 the diffusion coefficient with the following:

Dapp
O2

(x < a) = Dw
O2
, Dapp

O2
(x > a) = Do

O2
, (A.1)

(A.2)

And the boundary conditions are written:

∂P

∂x
(t, 0) = 0,

∂O2

∂x
(t, 0) = 0,

∂N

∂x
(t, 0) = 0, (A.3)

for x = 0 (A.4)
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∂P

∂x
(t, a) = 0, O2(t, a) = βOo

2(t, a),
∂N

∂x
(t, a) = 0, (A.5)

for x = a (A.6)

where β =
O∗

2

Oo
2
.

∂O2

∂x
(t, L) = 0 for x = L (A.7)

The initial conditions are

P (0, x < a) = Pini, P (0, x > a) = 0, (A.8)

O2(0, x < a) = O∗
2, Oo

2(0, x > a) = Oo∗
2 , (A.9)

N(0, x < a) = Nini, N(0, x > a) = 0 (A.10)

In the incubator 3’s situation, the drops are spherical. The concentration

fields have a spherical symmetry and depend only upon ρ which is the distance

from the center to the point under scrunity. The Laplacian operator takes the

following form:

∆ =
1

ρ2
∂

∂ρ
(ρ2

∂

∂ρ
) (A.11)

Drops are surrounded by oil. Microorganisms and nutrients remain in water.

We thus apply a zero flux boundary condition at the aqueous phase boundary. As

the tubings are permeable and as gases are highly soluble in oil, we assume that

the amount of gases remains constant in oil and set the gases’ concentrations at

the boundary of the drop equal to their solubilities in water. All the fluxes are

equal to zero at the center of the drop due to spherical geometry.

∂P

∂ρ
(t, 0) = 0,

∂O2

∂ρ
(t, 0) = 0,

∂N

∂ρ
(t, 0) = 0, (A.12)

for ρ = 0 (A.13)
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∂P

∂ρ
(t, ρ) = 0, O2(t, ρ) = O∗

2,
∂N

∂ρ
(t, ρ) = 0, (A.14)

for ρ = Rdrop (A.15)

where Rdrop is the radius of the drop.

The initial conditions are

P (0, x) = Pini, O2(0, ρ) = O∗
2, N(0, ρ) = Nini (A.16)

In the incubator 4 situation, the drops are long and cylindrical. We assume

that the concentration fields have a cylindrical symmetry and depend only upon

r which is the distance from the axis to the point under scrunity. We neglect the

end effect at the two extremities of the drop. In this case, the Laplacian operator

is written:

∆ =
1

r

∂

∂r
(r
∂

∂r
) (A.17)

For the same reasons, we apply the same boundary conditions than in the

incubator 3’s situation.

∂P

∂r
(t, 0) = 0,

∂O2

∂r
(t, 0) = 0,

∂N

∂r
(t, 0) = 0, (A.18)

for r = 0 (A.19)

∂P

∂r
(t, r) = 0, O2(t, r) = O∗

2,
∂N

∂r
(t, r) = 0, (A.20)

for r = Rcylinder (A.21)

where Rcylinder is the radius of the cylinder.

The initial conditions are

P (0, r) = Pini, O2(0, r) = O∗
2, N(0, r) = Nini (A.22)



Annexe B

Description du système

automatisé

B.1 Les éléments du système

L’application visée pour le dispositif implique la culture de microorgan-

ismes planctoniques, donc en suspension, dans un milieu de culture choisi, auquel

une formulation de molécules à étudier peut être ajoutée en quantités variables.

L’inoculum de référence est fixé à 105UFC/mL de façon à être suffisamment élevé

pour permettre un développement si les conditions sont favorables, mais sans

être trop supérieur à des valeurs de population que l’on peut trouver comme

contaminants ou comme souche résidente à éliminer dans des conditions indus-

trielles réelles. Escherichia coli MC4100-YFP est utilisée comme souche d’étude

pour les raisons suivantes: elle représente un type de microorganismes couram-

ment retrouvé dans des contaminations en industrie, et elle possède la propriété

de produire la molécule fluorescente GFP (”Green fluorescent protein”) qui sert

d’indicateur de population. La méthode de détection associée à ces cultures de

façon à obtenir des suivis de population quantitatifs tout au long de la croissance

est une donc mesure couplée d’absorbance et de fluorescence, comme décrite dans

le Chapitre 2 de ce manuscrit.

De façon à assurer un niveau d’inoculation satisfaisant dans chaque incuba-

teur, les cultures sont réalisées à l’aide du dispositif millifluidique décrit dans le

Chapitre 2 de ce manuscrit. En effet, le volume des milli-incubateurs alors générés

est d’environ 5.10−6L, ce qui correspond, avec un inoculum moyen de 105UFC/mL,

à 500 UFC par incubateur et garanti ainsi une bonne statistique d’inoculation.
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La composition des incubateurs est régulée grâce aux flux d’injection de chaque

composé dans le système millifluidique (Milieu de culture, Inoculum, Molécule 1,

Molécule 2, etc. . . ). Pour chaque composition, un train de milli-incubateurs est

stocké dans un capillaire. Nous faisons le choix de remplir chaque tube par des

gouttes (=milli-incubateurs) de composition identique et de ne faire varier la com-

position que d’un tube à l’autre. De cette façon, toutes les gouttes d’un même

tube sont des répliquas.

Le maintien des conditions de croissance pour chaque incubateur, couplé

aux mesures d’absorbance-fluorescence est assuré par un support cylindrique sur

lequel les capillaires sont fixés. Les emplacements des capillaires sur le support

sont munis de surfaces réfléchissantes afin d’améliorer la sensibilité des mesures.

Le cylindre est entrâıné sur un axe par un moteur pas à pas ce qui permet de

placer les capillaires devant le système de détection les uns après les autres, tout

en assurant une agitation douce pour éviter la sédimentation des bactéries aux

temps longs. L’assemblage du cylindre, de l’axe et de son support, et du moteur

d’entrâınement sont isolés par une bôıte thermostatée pour assurer le maintien en

température des incubateurs. L’ensemble est supporté par une platine motorisée

qui autorise un déplacement transversal par rapport au système d’acquisition, et

permet ainsi une mesure tout au long de chaque capillaire, et donc sur chaque

incubateur. Enfin, le système d’acquisition est fixe et se compose d’un objectif

10X relié à une source de lumière pilotable et à une caméra par le biais de ”cubes”

munis de filtres et de miroir pour permettre les mesures en réflexion. Un second

moteur pas à pas aligne le cube adapté pour chaque type de mesure (absorbance

ou fluorescence).

L’ensemble de ces éléments est supporté par un microscope qui assure les

liaisons optiques, et le contrôle coordonné s’effectue par un PC via le logiciel

MATLAB (Figure B.1).

B.2 Le schéma optique

Les mesures de population au cours du temps dans chaque incubateur re-

quierent une acquisition de fluorescence de l’échantillon ainsi que de l’absorbance.
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Figure B.1: Photographie du montage de suivi de croissance automatisé.

Le calcul de fluorescence décrit dans le Chapitre 2 s’effectue à partir des

valeurs d’intensité lumineuse émise par la molécule GFP contenue dans l’échantillon

à 520 nm, après avoir été illuminé à 488 nm. Expérimentalement, la source lu-

mineuse émet une lumière sur une gamme de longueur d’onde couvrant les valeurs

d’excitation (488 nm) et d’émission (520 nm) de fluorescence, il faut donc filtrer

cette lumière. Pour cela, la lumière issue de la source est dirigée vers un cube de

fluorescence. Ce dernier est équipé de deux filtres et d’un miroir dichröıque. Le

premier filtre que la lumière traverse est un filtre passe-bande centré en 488 nm

avec une fenêtre de plus ou moins 5 nm autour de cette valeur. Cette lumière filtrée

rencontre ensuite un miroir dichröıque à 510 nm qui la dirige vers l’échantillon.

Soit par illumination directe, soit après réflexion sur la surface réfléchissante placée

sous les capillaires, une partie de cette lumière rencontre les molécules de GFP. Ces

dernières absorbent alors une part de l’énergie de cette lumière, et réémettent un

rayonnement à la longueur d’onde de 488 nm dans toutes les directions. La partie

de ce rayonnement qui parvient jusqu’au miroir dichröıque cité précédemment le

traverse cette fois, et rencontre alors le filtre passe-bande centré à 488 nm plus

ou moins 10 nm qui filtre la lumière parasite issue de l’illumination, et ne laisse

atteindre le détecteur de la caméra situé en aval que les rayonnements proches

de 488 nm. Grâce à ce système de filtres et miroirs, la caméra peut mesurer

précisément le nombre de photons émis par les molécules de GFP sans que le

résultat ne soit perturbé par la lumière d’excitation. La Figure B.2 représente

le schéma optique appliqué pour les mesures de fluorescence. Avec une lumière
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d’excitation constante et/ou calibrée en temps réel, le rayonnement mesuré traduit

le nombre de molécules de GFP présentes dans l’échantillon et donc le nombre de

microorganismes. Pour que ce lien soit quantitatif, il faut cependant corriger les

valeurs obtenues par l’absorbance du milieu au moment de la mesure.

Figure B.2: Schéma optique pour les mesures de fluorescence.

La turbidité d’un milieu peut être due à différents phénomènes d’absorption

/ diffusion. Le résultat observable d’une hausse de turbidité, ou d’absorbance, est

la réduction de la quantité de lumière capable de traverser un échantillon pour

une intensité incidente fixe. Pour que les mesures de fluorescence soient quantita-

tives vis-à-vis de la population, il faut donc évaluer cette absorption de la lumière

d’excitation et de la lumière émise afin de les corriger. Le principe de mesure de

l’absorbance est similaire à celui de la mesure de fluorescence, excepté que dans le

cas de l’absorbance, les filtres et miroir sont choisis de façon à ce que le capteur

de la caméra reçoive la lumière ayant traversé l’échantillon (avec réflexion sur la

surface réfléchissante derrière le capillaire) à une longueur d’onde donnée.

Idéalement, l’absorbance devrait être mesurée pour les longueurs d’onde

d’excitation de fluorescence d’un côté, et d’émission de l’autre. Cependant, étant

donné la proximité de ces deux valeurs, et après vérification expérimentale, il a

été choisi de ne mesurer qu’une seule de ces valeurs en les considérant comme
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Figure B.3: Schéma optique pour les mesures d’absorbance.

identiques, à des fins de simplification expérimentale. Le cube utilisé pour les

mesures d’absorbance est donc équipé de deux filtres passe-bande centrés à 520

nm et d’un miroir semi-réfléchissant achromatique. La Figure B.3 représente le

schéma optique appliqué pour les mesures d’absorbance.

B.3 Le schéma de contrôle

Comme décrit dans le paragraphe B.1, les éléments du système sont coor-

donnés et contrôlés par ordinateur via le logiciel MATLAB. Nous rappelons ici les

liens entre équipements et présentons ensuite le mode de contrôle de ces derniers.

La partie optique du montage pilotable par ordinateur se compose d’une

source de lumière et d’une caméra. Les DEL constituant la lampe sont au nombre

de quatre, chacune émettant dans une gamme de longueur d’onde différente, et

peuvent être allumées indépendamment avec une intensité choisie entre 0 et 100%.

L’acquisition de la caméra peut être démarrée et arrêtée par le biais de l’ordinateur,

avec possibilité de réglage en temps réel de tous les paramètres d’acquisition, parmi

lesquels la vitesse et le temps d’acquisition de chaque image, la compression, etc. . .
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Les déplacements de la platine le long de l’axe des capillaires se font en im-

posant à une platine motorisée une accélération, vitesse, et distance de déplacement.

Enfin, la rotation du cylindre support et de la roue contenant les filtres

absorbance/fluorescence est assurée par deux moteurs pas à pas. Ces derniers

sont contrôlés par ordinateur au travers d’une carte électronique ARDUINO UNO

et d’un circuit électrique adapté. L’avantage de ce type de moteur est d’être

précisément contrôlable car la rotation s’effectue par pas de faible valeur angulaire.

Les pas des moteurs utilisés pour ce montage sont de 1.8◦. De plus, la rotation

peut être imposée dans le sens horaire comme antihoraire, permettant par exemple

des allers-et-venues entre le cube d’absorbance et de fluorescence. La liaison entre

le premier moteur et le cylindre est assurée par un système d’engrenage, alors

que la liaison entre le second moteur et la roue à filtres se fait par courroie. La

Figure B.4 représente les différents éléments coordonnés pour permettre le suivi

de croissance automatisé.

Figure B.4: Schéma d’organisation du contrôle des différents éléments du
système automatisé.

Les possibilités offertes par ces différents éléments, ainsi que la coordination

de l’ensemble par le logiciel MATLAB permet la réalisation de la séquence décrite

ci-dessous et schématisée sur la Figure B.5.
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Figure B.5: Séquence de commandes pour le pilotage de l’acquisition
d’absorbance / fluorescence sur le système automatisé.

Dans un premier temps, le logiciel de contrôle créé des connexions avec cha-

cun des éléments via des ports de type USB ou RS232, autorisant le dialogue

entre ordinateur et équipement, et assigne à tous les paramètres clés des valeurs

choisies pour notre étude, et détaillés dans le TableauB.1. Ensuite la lampe est al-

lumée, le cube dédié à l’absorbance est mis en place (manuellement) et un aperçu

de la caméra est affiché à l’écran. Cet affichage permet de régler visuellement

l’alignement des capillaires avec le système d’acquisition et de faire la mise au
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Equipement Paramètre Valeur
Absorbance Fluorescence

UV 0 % 0 %
Lampe Cyan 3 % 0 %

Vert 3 % 0 %
Rouge 0 % 0 %

Temps d’expo. 0.00001 s 0.00001 s
Caméra Vitesse d’acq. 1 s−1 1 s−1

Format MJ2 MJ2
Accélération 1 mm.s−2 1 mm.s−2

Platine Vitesse 1 mm.s−1 1 mm.s−1

Distance 15 cm 15 cm
Moteur Vitesse 1 s−1 1 s−1

Tableau B.1: Paramètres par défaut des équipements pour le suivi de crois-
sance automatisé

point sur les incubateurs. Une fois ces réglages effectués, la lampe est éteinte et

l’aperçu fermé, et le dossier de stockage des données est sélectionné. L’acquisition

démarre en suivant.

Les étapes décrites dans le paragraphe suivant sont répétées de capillaire en

capillaire voisin tout au long de la durée du suivi de culture.

La lampe est allumée avec les paramètres adaptés pour l’absorbance. La pla-

tine démarre en même temps que l’acquisition par la caméra est lancée. Une fois

le capillaire parcouru en entier, l’acquisition est interrompue, la lampe éteinte,

et la platine repart à sa position initiale. La vidéo est stockée dans le dossier

sélectionné précédemment afin de libérer la mémoire tampon pour l’acquisition

suivante. Le premier moteur impose un tour complet du cylindre pour agitation

et repositionne le même capillaire devant l’objectif. Le second moteur remplace

le cube d’absorbance par celui dédié à la fluorescence. La lampe s’allume alors

avec les paramètres adaptés à l’acquisition de fluorescence et l’acquisition se fait

de la même façon que pour l’absorbance. Après l’enregistrement de la vidéo, le

premier moteur fait faire un tour complet au cylindre support pour agitation puis

le fait pivoter jusqu’à que le capillaire suivant se trouve face à l’objectif. Le cube

d’absorbance remplace le filtre de fluorescence et le processus reprend au début de

ce pargraphe.
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Une fois le temps final atteint, les équipements sont déconnectés par le logi-

ciel, l’acquisition s’arrête.

B.4 Les séquences de traitement

Les vidéos enregistrées au cours de l’acquisition contiennent les informations

permettant d’obtenir les évolutions de population dans chaque incubateur. Cepen-

dant, elles doivent être analysées afin d’en retirer les données nécessaires.

Chaque vidéo est une série d’images, composées de pixels dont la valeur est

proportionnelle an nombre de photons reçus au cours de l’acquisition. Ainsi, les

pixels correspondant à des zones hors du capillaire ne présentent pas d’intérêt. Afin

de réduire le volume de données, une phase de pré-traitement est donc appliquée

à chaque vidéo de façon à conserver les valeurs associées uniquement aux pixels

d’intérêt. Etant donné la taille importante de chaque vidéo (haute définition),

cette étape peut être consommatrice de temps. Elle et se fait donc en simultané

des acquisitions de façon à ce que les données soient exploitables dès la fin de

l’expérimentation.

Le programme de pré-traitement est lancé, de préférence, une fois que l’acqui-

sition a été effectuée au moins une fois par capillaire. Après avoir défini le dossier

dans lequel chercher les vidéos à traiter (correspondant au fichier d’enregistrement

de la partie acquisition), le dossier dans lequel enregistrer les résultats du traite-

ment, et le nombre de capillaires sur lesquels l’acquisition a été lancée, l’axe

des capillaires est repéré manuellement sur les vidéos correspondantes à chaque

première acquisition (si le pré-traitement est lancé avant que chaque première

vidéo ait été acquise pour chaque capillaire, le programme attend la création de ce

fichier dans le dossier source avant de proposer le repérage de l’axe). Cela permet

de corriger les éventuels défauts de fabrication du système qui peuvent rendre la

distance entre deux capillaires sensiblement différente de l’un à l’autre. Pour cela,

la première image des vidéos des premières acquisitions de chaque capillaire est af-

fichée à l’écran, et un curseur permet de repérer manuellement l’axe des capillaires

les uns après les autres. La position de l’axe de chaque capillaire est stockée dans

le programme et permet le traitement autonome de toutes les vidéos suivantes.
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Ensuite, le programme vérifie régulièrement la présence de nouveaux fichiers

à analyser dans le dossier source et, dans le cas où un ou des fichiers ont été créés,

les analyses. Cette étape du pré-traitement consiste à ouvrir intégralement toute

nouvelle vidéo créée, et à mesurer la moyenne d’intensité des pixels au centre de

l’image, sur l’axe défini précédemment. Ainsi, à chaque image est associée une

valeur d’intensité traduisant le nombre de photons moyens comptés dans l’axe du

capillaire, dans la zone centrale de l’image. Après traitement de toute la série

d’image, les intensités sont stockées sous forme d’un vecteur contenant autant

d’éléments qu’il y avait d’images dans la vidéo. Ce vecteur est enregistré dans

le dossier de résultats, la vidéo est fermée, et l’analyse reprend au début de ce

paragraphe.

La Figure B.6 représente le processus de traitement des données brutes ac-

quises par le système automatisé. Quand l’acquisition est terminée, le programme

de pré-traitement peut également être arrêté, pour passer à la phase de traitement.

Les données récupérées à partir de la phase de traitement sont sous la forme

d’une série de vecteurs, chaque vecteur correspondant à une acquisition, tantôt

d’absorbance, tantôt de fluorescence. Le programme de traitement retraite ces

vecteurs de façon à regrouper les vecteurs associés à chaque capillaire, mesurer

l’absorbance d’une part, la fluorescence de l’autre, tout en dissociant les valeurs as-

sociées aux incubateurs de celles de la phase huile, pour arriver au profil d’évolution

de population associé à chaque milli-incubateur.

Tout d’abord, les données issues du pré-traitement sont importées par le

programme et associées au capillaire correspondant. Pour chaque capillaire, tous

les profils d’absorbance multipliés par la fluorescence sont affichés simultanément.

L’affichage de ces profils permet de repérer manuellement la position des incu-

bateurs grâce notamment aux pics d’intensités qui caractérisent le passage de

l’interface huile/eau. A chaque incubateur, on associe également la position du

milieu de la portion d’huile juxtaposée à des fins de normalisation. En effet, l’huile

ne subissant aucune modification au cours de l’expérimentation, elle fait une ex-

cellente référence pour les calculs d’absorbance. Ces positions sont enregistrées

pour chaque capillaire.
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Figure B.6: Séquence de commandes pour le traitement des données acquises
sur le système automatisé.
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Le programme extrait ensuite les valeurs d’intensités associées à chaque incu-

bateur, et pour chaque acquisition (c’est-à-dire chaque pas de temps). Les données

extraites du capillaire de référence contenant du milieu de culture seul sont utilisées

pour corriger les valeurs de fluorescence des autres capillaires, puis, les mesures

de fluorescence sont corrigées par les valeurs d’absorbance afin d’obtenir les pro-

fils finaux d’évolution de population quantitatifs au cours du temps. La Fig-

ure B.7 représente le processus de traitement des données permettant l’obtention

des courbes de croissance associées à chaque mini-incubateur.

LANCEMENT DU PROGRAMME

IMPORTATION DES PROFILS D’INTENSITE 
ENREGISTRES CHRONOLOGIQUEMENT

TRI DES PROFILS PAR TUBE
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Figure B.7: Traitement des profils d’intensité obtenus par analyse des données
vidéos brutes pour l’obtention de courbes de croissance pour chaque mini-

incubateur au cours du temps.
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nement, base documentaire : TIB427DUO.(f1109), 2014.

[25] Xavier Fernandez, Florence Merck, and Audrey Kerdudo. Conservateurs
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[86] Wilfried Engl, Rénal Backov, and Pascal Panizza. Controlled production

of emulsions and particles by milli-and microfluidic techniques. Current

Opinion in Colloid & Interface Science, 13(4):206–216, 2008.

[87] Nicolas Lorber, Flavie Sarrazin, Pierre Guillot, Pascal Panizza, Annie Colin,

Bertrand Pavageau, Cindy Hany, Patrick Maestro, Samuel Marre, Thomas

Delclos, et al. Some recent advances in the design and the use of minia-

turized droplet-based continuous process: Applications in chemistry and

high-pressure microflows. Lab on a Chip, 11(5):779–787, 2011.

[88] Shia-Yen Teh, Robert Lin, Lung-Hsin Hung, and Abraham P Lee. Droplet

microfluidics. Lab on a Chip, 8(2):198–220, 2008.

[89] Andreas Manz, D Jed Harrison, Elisabeth MJ Verpoorte, James C Fettinger,
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