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RÉSUMÉ 
 
Les plaies chroniques sont un réel problème de santé publique. L’une des principales 

complications est l’évolution fréquente vers l’infection avec un risque sous-jacent 

d'amputation. La difficulté de prise en charge repose notamment sur la présence d’un 

biofilm polymicrobien au niveau du lit de la plaie. L'objectif de cette thèse était de 

promouvoir l'amélioration de l'état de l'art relatif à la compréhension de ce phénomène 

physiopathologique important mais également de développer de nouvelles approches 

concernant le traitement thérapeutique des plaies chroniques pour réduire les risques 

d'infections morbides. Ce travail de doctorat a permis : i) de parfaire les outils 

diagnostiques de par la création d’un nouveau modèle in vitro mimant l’environnement 

dans lequel les bactéries évoluent au niveau des plaies chroniques ; ii) d’étudier le 

comportement (virulence, fitness, génomique, morphologie, formation de biofilm 

précoce, expression de gènes clés pour la formation de biofilm) de souches de 

références et de souches cliniques de Staphylococcus aureus (SA) et Pseudomonas 

aeruginosa (PA). Ces souches, isolées au sein d’une même plaie, étaient exposées 

de façon courte ou prolongée, à un milieu classique ou mimant l’environnement 

chronique d’une plaie. Les résultats ont montré qu’une exposition dans des conditions 

environnementales stressantes réduisaient la virulence et le fitness des souches au 

profit d’un comportement plus tourné vers la formation de biofilm ; iii) de démontrer 

l’impact de la présence de plusieurs bactéries au sein d’un environnement. Ce travail 

a particulièrement mis en évidence la baisse de pathogénicité et l’évolution de 

l’expression de certains gènes impliqués dans le biofilm de souche de SA en présence 

de PA. Enfin ce travail s’est concentré sur iv) la mise au point d’une technique de 

formation de biofilm dynamique et d’imagerie confocale permettant la visualisation d’un 

biofilm polymicrobien en trois dimensions et l’évaluation de molécules 

antimicrobiennes sur chaque espèce bactérienne composant le biofilm polymicrobien 

après un débridement mécanique automatisé. La combinaison de notre nouveau 

milieu « plaie chronique » et du système de formation en flux et visualisation en 3D du 

biofilm polymicrobien représente des outils puissants pour améliorer la compréhension 

des interactions régissant les biofilms mais aussi pour évaluer l’efficacité de molécules 

candidates dans la prise en charge des plaies chroniques.                                                                                                                             

 
Mots clés : Plaies chroniques, infections, biofilms, coopération bactérienne 
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ABSTRACT 
 

Chronic wounds are a real public health problem. One of the main complications is the 

recurrent progress towards infection with an underlying risk of amputation. The 

difficulty of management lies in the presence of a polymicrobial biofilm at the wound 

bed. The objective of this thesis was to promote the development of the state-of-the-

art of this important pathophysiology phenomenon of biofilm but also to promote new 

approaches for therapeutic treatment of chronic wounds to reduce risk of morbid 

infections. This doctoral work enabled: i) to perfect diagnostic tools by creating a new 

in vitro model mimicking the environment in which bacteria evolve at the level of chronic 

wounds; ii) to study behavior (virulence, fitness, genomics, morphology, early biofilm 

formation, expression of key genes for biofilm formation) of reference strains and 

clinical strains of Staphylococcus aureus (SA) and Pseudomonas aeruginosa (PA) 

isolated on a patient wound, based on short or long-term exposure to a conventional 

or a chronic wound like environment. The results showed that exposure under stressful 

environmental conditions reduced the virulence and fitness of the strains in favor of a 

biofilm-oriented behavior; iii) demonstrate the impact of multiple bacteria in an 

environment. This work has particularly highlighted the decrease of the pathogenicity 

and the evolution of the expression of some genes involved in the biofilm of SA strain 

when in contact with PA strain. iv) the development of a dynamic biofilm formation and 

confocal imaging technique allowing the visualization of a three-dimensional 

polymicrobial biofilm and the evaluation of antimicrobial molecules on each bacterial 

species composing the biofilm polymicrobial after an automatized mechanical 

debridement. The combination of our new chronic wound-like medium and the 

microfluidic biofilm formation and 3D visualization system of the polymicrobial biofilm 

represents powerful tools to improve the understanding of the interactions governing 

biofilms but also to evaluate the effectiveness of candidate molecules in chronic 

wounds management. 

 
Key words: Chronic wounds, infections, biofilms, bacterial cooperation 
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1. Plaies chroniques  

 

A. Définition 

Une plaie est définie comme un défaut ou une rupture de la peau résultant en 

une perturbation de la structure anatomique naturelle 1. Elle peut s’étendre à d’autres 

tissus tels que les tissus sous-cutanés, les muscles, les tendons, les nerfs, les 

vaisseaux et les os 2. En se basant sur le délai de cicatrisation, une plaie est classée 

aigüe ou chronique. Le terme plaie chronique désigne les plaies dont le délai de 

cicatrisation est prolongé. La plaie est considérée comme chronique après 4 à 6 

semaines d’évolution sans tendance à la cicatrisation malgré un traitement local 

approprié 3.  

  

B. Classification  

Il existe 4 types de plaies chroniques décrites en clinique :  

- Les escarres : ce sont des lésions cutanées d’origine ischémique liées à une 

compression excessive et prolongée sur les tissus mous 4. 

- Les ulcères : ce sont des plaies fréquentes situées principalement au niveau 

de la jambe. L’ulcère de jambe est majoritairement dû à une cause vasculaire :  

veineuse ou artérielle voire mixte 5.  

- Les plaies du pied diabétique 6. 

 

C. Complications  

La problématique majeure des plaies chroniques est la complication 

infectieuse. L’infection peut être localisée aux tissus sous cutanés ou à la structure 

osseuse la plus proche mais elle peut, dans certains cas plus graves, être généralisée 

entrainant une bactériémie ou un sepsis 7. La mortalité des suites de ces infections 

systémiques est estimée entre 10 et 50 % des cas faisant de l’infection des plaies un 

défi considérable en termes de soins de santé 8. La prise en charge des plaies 
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chroniques est compliquée puisqu’elle nécessite non seulement de détecter la 

présence de bactéries dans la plaie mais surtout de distinguer la contamination de la 

colonisation par les souches du microbiote cutané, appelant une vigilance de l’état de 

la plaie, au processus d’infection, impliquant l’intervention par le clinicien 9. Or, il 

n’existe à ce jour aucun moyen formel de faire la distinction entre colonisation et 

infection. On estime aujourd’hui en France que 2 millions de personnes souffrent 

chaque année de plaies chroniques nécessitant entre 147 et 271 jours en moyenne 

pour cicatriser incluant un séjour hospitalier d’au moins 2 mois. Chaque année, on 

récence 51 000 décès des suites des complications infectieuses liées aux plaies 

chroniques 10. Ces dernières données font, des infections des plaies chroniques, un 

réel problème de santé publique de par leurs répercussions dramatiques sur la vie des 

patients mais également d’un point de vue socio-économique 11.  

 

D. Environnement des plaies chroniques 

Pour améliorer la prise en charge thérapeutique des infections des plaies 

chroniques, il est indispensable de mieux connaitre l’environnement cellulaire, 

microbiologique et inflammatoire dans lequel évoluent les bactéries.  Il existe des 

paramètres intrinsèques aux plaies chroniques.  

Ainsi, il est depuis longtemps admis qu’une plaie présente un exsudat dont la 

fonction principale est de prévenir la dessiccation qui conduirait à un retard de 

cicatrisation. Une plaie chronique contient donc des protéases dont le rôle est de 

préparer le lit de la plaie et de dégrader les composants de la matrice extracellulaire 

(collagène et l’élastine) afin de préparer le processus de réépithalisation de la plaie 12. 

Elle contient également plusieurs éléments dont : sodium, potassium, chlorure, urée, 

créatinine (concentrations sérique), bicarbonate, cytokines (Interleukines, TNF-β, 

Interféron-α), leucocytes, polynucléaires neutrophiles, débris de cellules 

(kératinocytes), lysozyme, protéines (Métallo-protéinases matricielles) 12.  

Les facteurs extrinsèques quant à eux sont de nature environnementale. Ces 

paramètres physiques extrinsèques tels que la concentration en oxygène, 

l’hygrométrie, la température ou encore le pH sont intimement liés et interdépendants. 
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La cicatrisation requiert des besoins en oxygène afin de permettre l’intégration 

des cytokines au processus ainsi qu’une différenciation cellulaire intensive grâce la 

production d’ATP par l’intermédiaire de la phosphorylation oxydative dans les 

mitochondries. L’oxygène est aussi un effecteur au stress oxydatif des neutrophiles. 

Ainsi, l’oxygène joue un rôle central dans le processus de cicatrisation et le taux relevé 

au lit de la plaie varie en fonction de l’étiologie 13.  

La température cutanée dépend de phénomènes physiologiques comme le 

flux sanguin ou l’état métabolique ainsi que de facteurs environnementaux tels que la 

température ambiante, l’humidité ou la zone anatomique concernée. Elle est, en 

général, plus basse que la température corporelle. Des études ont démontré que la 

température idéale permettant une cicatrisation optimale semble se situer aux 

alentours de 36°C. Elle ne doit, dans tous les cas, pas descendre en dessous de 

32°C, la normothermie et l’hyperthermie devant être préférées à une hypothermie, 

clairement péjorative 14.  

Une particularité notable des plaies chroniques repose sur le pH présent à la 

surface de la peau qui reste alcalin tout le long du processus de chronicité. 

L’acidification de la peau étant signe de re-épithalisation et de cicatrisation, les plaies 

chroniques ont un pH décrits constant aux alentours de 8 15,16.  

D’autre part, il est également connu que les infections de plaies chroniques sont 

polymicrobiennes 8. Les conditions stringentes présentent au niveau des plaies 

chroniques combiné au polymicrobisme influencent également sur un autre paramètre 

très important dans la physiopathologie : les interactions bactériennes. Les 

coopérations ou inhibitions entre différentes espèces bactériennes semblent modifier 

le comportement (virulence, croissance, formation de biofilm...) des souches. Les 

différentes espèces bactériennes ne sont pas organisées de manière aléatoire mais 

regroupées dans des structures qui leurs confèrent un avantage sélectif pour leurs 

coopérations. Parmi ces structures particulières source d’interactions on notera le 

biofilm. La présence de biofilm polymicrobien au niveau des plaies chroniques est 

fréquente et sa conséquence majeure est un retard de cicatrisation de la plaie 3. La 

formation de ce biofilm multi-espèce ainsi que les coopérations qui s’y jouent 

dépendent de l’environnement dans lequel évoluent les bactéries.  
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Les plaies chroniques constituent donc des environnements particuliers qui, 

pour être étudiées ou pour évaluer l’effet de molécules thérapeutiques nécessitent 

l’obtention de modèles in vitro mimant ces plaies. Il n’existe cependant pas à l’heure 

actuelle de modèle de référence représentatif pour l’étude des plaies chroniques. 

 

2. Cas particulier de l’infection du pied diabétique 

 

A. Diabète sucré  

Le diabète sucré, diabetes mellitus, est une affection chronique métabolique 

caractérisée par une déficience sécrétoire et/ou une anomalie de l’action de l’insuline 

générant une hyperglycémie chronique pathologique 17.  

 En 2019, le diabète affectait plus de 463 millions de personnes dans le monde 

18. Le diabète sucré est considéré comme la 1er pandémie de maladie non-

contagieuse19.  

L’hyperglycémie chronique associée aux anomalies métaboliques induites par 

le diabète sucré entrainent des complications cliniques à long terme responsables 

d’une mortalité importante. Aussi, l’espérance de vie d’un patient diabétique est réduite 

d’environ 5 ans à partir de 50 ans par rapport à une personne non diabétique 20. 

Environ 80 % des patients présentant un diabète sucré, risquent, au cours de leur vie, 

de développer une complication chronique liée au diabète sucré, c’est pourquoi le 

dépistage et le traitement de ces complications constituent un réel enjeu dans la prise 

en charge thérapeutique 21.  

On différencie communément 3 sous-groupes de complications relatives au 

diabète sucré :  

-  Les complications micro-angiopathiques : résultent en l’altération des petits 

vaisseaux par infiltration de glycoprotéines. Les conséquences sont 

particulièrement sévères sur les vaisseaux de la rétine, du système nerveux et 

des reins 22 ; 
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-  Les complications macro-angiopathiques : l’atteinte des gros vaisseaux 

(athérosclérose) est dû à un rétrécissement des artères secondaire à un dépôt 

de plaque d’athérome. Les artères les plus touchées dans le cadre de la macro-

angiopathie diabétique sont celles du cœur, des jambes et du cou 22 ;  

- Enfin l’infection du pied diabétique 22.  

 

B. Définition 

Le pied diabétique regroupe les infections et ulcérations des tissus profonds du 

pied chez le patient diagnostiqué avec un diabète sucré 23. L’origine et l’apparition des 

plaies aux pieds chez les patients diabétiques sont multifactorielles. Trois facteurs 

associés sont incriminés dans le développement des ulcères du pied diabétique (UPD) 

: la neuropathie diabétique, l’artériopathie et la présence d’infection(s) 24.  

Il a été démontré qu’au cours de leur vie, 15% des patients diabétiques 

déclencheront des UPD 25. Entre 50% et 80% de ces ulcères deviendront infectés et 

la propagation de l’infection aux tissus mous et aux structures osseuses augmente 

considérablement le risque d’amputation du membre inférieur 26,27.  

L’infection du pied diabétique (IPD) est ainsi un réel problème de santé 

publique de par sa fréquence et la gravité de cette complication, avec un taux 

d’amputation et de morbidité extrêmement élevé, mais aussi de par ses conséquences 

socio-économiques.    

 

C. Physiopathologie  

Les facteurs de risques de survenue d’une infection secondaire à l’apparition 

d’une plaie du pied sont multiples. On peut les diviser en 2 grands groupes, les facteurs 

liés à l’hôte et ceux liés aux bactéries responsables de l’infection :  

 

 a. Facteurs liés à l’hôte  

- La neuropathie : la polyneuropathie distale sensitive, motrice et 

autonome, est responsable d’une hyposensibilité au niveau de la 
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plaie du pied. L’indolence rend le diagnostic plus difficile et retarde 

la prise en charge thérapeutique 28.  

 

- L’artériopathie des membres inférieurs : la présence d’une ischémie 

ou d’une artériopathie est le résultat d’une maladie microvasculaire, 

effet direct de l’hyperglycémie chronique. La présence d’une 

artériopathie, en cas d’ulcération de plaie, complique la prise en 

charge, aggrave le pronostic par un apport artériel insuffisant et 

augmente la propagation de l’infection 29.  

 

- L’immunopathie : l’hyperglycémie chronique engendre des 

défaillances des mécanismes de défense immunitaire (immunité 

innée et humorale) avec notamment une altération des 

polynucléaires neutrophiles, une diminution de la phagocytose ou 

encore un chimiotactisme réduit favorisant la survenue de l’infection 

30.  

 

- La susceptibilité génétique & les facteurs métaboliques : certains 

facteurs génétiques et métaboliques tels que la diminution de 

l’acuité visuelle, le surpoids, la présence d’une mycose du pied, une 

protéinurie ou encore une rétinopathie sont décrits dans la littérature 

comme facteurs de risques 31.  

 

- L’anatomie du pied : le pied a une anatomie particulière, cloisonnée 

en plusieurs loges inter-communicantes, expliquant la dissémination 

rapide du processus infectieux 24. 

b. Facteurs bactériens  

- Virulence bactérienne : le pouvoir pathogène des bactéries est 

important dans la prise en charge thérapeutique des IPD 32.   

 

- Résistance ou tolérance : de la même manière que la virulence 

bactérienne, la résistance (mécanisme irréversible) ou la tolérance 



    Infection des plaies chroniques & Biofilms  
 
 

 23 

(mécanisme réversible) aux antibiotiques des bactéries participent 

à la difficulté de prise en charge thérapeutique. Il est reporté une 

augmentation du nombre de bactéries multi résistantes (BMR) aux 

antibiotiques dans les UPD, notamment le Staphylococcus aureus 

résistant à la méthicilline (SARM) retardant la cicatrisation et 

compliquant la prise en charge 32.  

 

- Formation de biofilm : les bactéries existent sous 2 types, 

planctoniques c’est-à-dire sous forme de cellules libres, ou sessiles, 

attachées à un support biotique ou non, formant une communauté 

polymicrobienne où les interactions intra et inter espèces sont 

privilégiées. On recense la présence de biofilm polymicrobien dans 

60 à 80 % des plaies chroniques 33, 34. La conséquence clinique de 

ce biofilm est un retard de cicatrisation et une chronicisation de 

l’infection 35.  

 

Le diagnostic d'infection du pied diabétique est basé sur la clinique, toutefois la 

difficulté majeure pour le clinicien est de faire la distinction entre l’infection, processus 

pathologique, de la colonisation bactérienne, processus physiologique. Il existe en 

effet un équilibre fragile entre la colonisation de la plaie par le microbiote cutané ou 

par des bactéries environnementales de façon transitoire, ne nécessitant pas 

d’intervention clinique, de l’infection de la plaie par des micro-organismes pathogènes 

conduisant à un retard de cicatrisation 36. A ce jour, les cliniciens ne disposent que de 

peu d’outils pour les aider dans la différenciation de ces deux états orientant la prise 

en charge thérapeutique des patients.  

 

D. Écologie microbienne  

Les études sur les communautés microbiennes associées aux plaies du pied 

chez le diabétique ne cessent d’augmenter ces dernières années. Il apparait en effet 

que la composition du microbiote de la plaie aurait une incidence sur la cicatrisation 

ou le risque d’amputation chez les patients 8.  
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Dans une récente étude, les chercheurs ont recueilli des données à partir du 

microbiome d’UPD chez plus de 100 patients. Les prélèvements ont été réalisés avant 

et après débridement ainsi que sur un suivi à long terme de 26 semaines à raison d’un 

prélèvement tous les 15 jours. Le suivi, en parallèle de l’évolution de l’infection et de 

l’état de la plaie, a permis de rendre compte que le potentiel de virulence de chaque 

espèce mais surtout l’association bactérienne jouent un rôle dans la cicatrisation de la 

plaie 37. 

De manière descriptive, les bactéries les plus fréquemment isolées sont les 

cocci à Gram positif dont les Staphylococcus aureus (35% des souches isolées) et à 

moindre mesure les streptocoques b-hémolytiques (13%) et les entérocoques (7%) 38. 

La bactérie S. aureus, isolée dans la majorité des plaies, est connue pour son potentiel 

de résistance aux antibiotiques. Si, au niveau de l’espèce, la présence de S. aureus 

ne permet pas de prédire l’évolution de la plaie, les chercheurs ont découvert que la 

présence de certaines souches particulières (présence de facteurs de virulence, gènes 

de résistance aux antibiotiques) coïncidait avec des plaies dont la cicatrisation était 

très difficile 39, 40.  

En ce qui concerne les bactéries à Gram négatif, la plupart sont des 

entérobactéries (Escherichia coli, Proteus mirabilis, Klebsiella spp. - 29%). Des 

souches de Pseudomonas aeruginosa (8%) sont également isolées 40. Cette bactérie 

est fréquemment isolée dans les cas d’ostéites ou d’infection des tissus mous et en 

cas d’hospitalisation prolongée 41. Son potentiel pathogène est aujourd’hui discuté 

mais il semblerait que ce soit l’association avec d’autres espèces bactériennes qui lui 

confère une pathogénicité 42.  

Des bactéries anaérobies sont aussi isolées dans 4% des IPD après mise en 

culture dans les milieux classiquement utilisés. La métagénomique mais également la 

culturomique démontrent que ce chiffre est sous-estimé.  L’importance de ces souches 

et notamment leur présence dans les plaies profondes ont été décrites 43.  L’étude a 

mis en évidence la présence de Gram positif de la classe des Clostridiales 

(Anaerococcus, Finegoldia et Peptoniphilus) ainsi que d’autres anaérobies stricts tels 

Porphyromonas et Prevotella. Une seconde étude récemment publiée a pu identifier 

le même type de communauté tout en soulignant que ces anaérobies strictes et 
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facultatives sont en une sous-représentation dans les plaies chroniques associées aux 

maladies auto-immunes 44.  

 Les interactions bactériennes influençant la survenue de la cicatrisation, il est 

important de prendre en considération l’ensemble de la communauté bactérienne 

présente sur la plaie et non pas une espèce isolée 45. Les scientifiques s’intéressent 

donc à comprendre les mécanismes qui régissent ces interactions bactériennes et 

comment elles adviennent. Un des écosystèmes favorisant la survenue des 

coopérations ou des inhibitions entre espèces bactériennes est le biofilm.  

3. Biofilm  
 

A. Définition 

Un biofilm est une communauté de micro-organismes adhérée à une surface 

et enrobée dans une matrice d’exopolysaccharides protectrice et adhésive que ces 

microbes secrètent 46. Les bactéries sont des êtres unicellulaires qui peuvent évoluer 

dans leur environnement de manière isolée et libre dans un milieu liquide. Ces 

bactéries sont alors dites sous forme planctonique. L’autre alternative de mode de vie 

des bactéries est celui en biofilm. Le comportement dit alors sessile est prédominant 

chez les organismes unicellulaires 47. Les premières descriptions de biofilms 

bactériens sont anciennes (1683 48) mais il faudra attendre la fin du 20ème siècle et la 

découverte en 1980 de John William Costerton pour considérer les bactéries et leur 

comportement sous forme sessile en santé humaine 49.  

Les biofilms se développent dans divers milieux et peuvent adhérer sur pléthore 

de surfaces naturelles ou artificielles posant ainsi des problèmes industriels mais 

également en matière de santé publique. En effet, les biofilms sont recensés dans 

nombres de maladies infectieuses et peuvent être à l’origine de maladies 

nosocomiales. Près de 65% des infections nosocomiales seraient induites ou 

persisteraient en raison de la présence de biofilm bactérien, on parle de 80% dans le 

cas des infections bactériennes chroniques 50. Les principales infections associées 

aux biofilms sont dues soit à la présence de biofilms sur des dispositifs médicaux 

(cathéters, prothèses, sondes urinaires et valves cardiaques) 51-53 soit à des affections 

chroniques avec présence de biofilm directement sur les tissus (infections 
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ostéoarticulaires, mucoviscidose, endocardite infectieuse, infections urinaires, plaies 

chroniques infectées, pathologies dentaires) 54-56.  

Les biofilms ont un rôle majeur dans la faculté des bactéries à coloniser des 

environnements variés et résister à une multitude d’agressions externes notamment 

par la protection que leur confère la matrice d’exopolysaccharides de l’action du 

système immunitaire et des antibiotiques 57. Enfin, l’organisation communautaire 

décrite dans les biofilms permet aux bactéries de coopérer et d’interagir entre elles 

rendant la prise en charge thérapeutique encore plus complexe 57. 

 

B. Formation du biofilm  

Le passage d’un mode de vie à l’autre est un processus dynamique et 

complexe. Le mécanisme de formation d’un biofilm passe par 5 étapes (Figure 1). Les 

premières phases sont relatives à l’adhésion des bactéries planctoniques à la surface, 

réversible dans un premier temps puis irréversible. Ces phases sont suivies d’étapes 

de maturation où les micro-organismes poursuivent leur développement en formant 

des micro-colonies et produisent leur matrice extracellulaire protectrice. Enfin, certains 

micro-organismes peuvent se détacher du biofilm mature sous l’effet de facteurs 

environnementaux. C’est l’étape finale de dispersion.  

Figure 1 : Représentation des différentes étapes de formation de biofilm. 
Source : Pouget et al, 2020, Microorganisms 58 
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a. Adhésion 

L’adhésion bactérienne initiale est une adhésion réversible à un support qui 

peut être biotique (peaux, muqueuses, poumons, tissus, yeux, gencives …) ou 

abiotique (dispositifs et implants médicaux, roches, surfaces en plastique, aluminium 

…). Cette adhésion fait intervenir des liaisons faibles de type électrostatiques et des 

forces de Van der Waals entre les bactéries et le support. Il existe des facteurs 

influençant cette liaison entre bactéries et support, tels que les forces 

hydrodynamiques qui régissent le matériel mais également qui s’exercent sur la 

membrane bactérienne, les propriétés physico-chimique du support, des bactéries et 

du milieux (pH, force ionique, température) 59. L’adhésion réversible est aussi 

influencée par l’état des bactéries et les produits qu’elles sécrètent. Aussi, il a été 

démontré que chez S. aureus les acides téchoïques ou l’ADN extracellulaire (ADNe) 

interviennent dans le processus d’attachement aux surfaces 60, 61. Sur les dispositifs 

médicaux implantés, il a été reporté chez S. aureus l’implication de protéines 

bactériennes de surface capables de se lier aux protéines de la matrice extracellulaire 

de l’hôte qui recouvrent ces dispositifs. Les microbial surface components recognizing 

adhesive matrix molecules (MSCRAMM) regroupent des protéines d’adhésion jouant 

un rôle dans l’infection et l’échappement au système immunitaire 62.  

Chez S. aureus, il existe une vingtaine de MSCRAMMs décrits dont les 

principaux sont le clumping factor A et B (ClfA et ClfB) 63, les fibronectin-binding 

proteins A et B (FnbpA et FnbpB) 64 et la collagen adhesin (Cna) 65. Ces protéines se 

lient respectivement au fibrinogène, à la fibronectine et au collagène de la matrice 

extracellulaire.  Chez P. aeruginosa, pas de MSCRAMMs mais d’autres éléments ont 

été décrits comme participant au mécanisme primaire d’adhésion. Les principales 

molécules sont des polysaccharides dont l’alginate, Pel et Psl qui permettent la liaison 

de la matrice extracellulaire au support 66.  

L’adhésion des bactéries déclenche ensuite des modifications physiologiques 

qui induisent une adhésion irréversible à la surface 67. Les bactéries se redistribuent 

ensuite le long de la surface et vont former des micro-colonies.  
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b. Maturation 

La maturation du biofilm se poursuit avec la multiplication bactérienne et la 

production de l’extracellular polymeric substance (EPS), leur matrice protectrice 68. 

La formation initiale de cette EPS concoure à l’organisation de micro-colonies sous 

forme de structure en champignons en 3 dimensions.  Ces structures en 3 dimensions 

sont séparées par des canaux permettant la mise en place d’un gradient de diffusion 

d’oxygène et de nutriments. La concentration décroit depuis la surface vers la base du 

biofilm où les nutriments sont plus rares et où les déchets du métabolisme bactérien 

s’accumulent. Ces canaux ne desservent pas toutes les régions du biofilm de la même 

manière créant ainsi des microenvironnements très hétérogènes au sein du biofilm 69. 

Ces micro-colonies se développent ensuite au sein de l’EPS et des micro-

organismes secondaires viennent s’intégrer au biofilm préexistant formant ainsi un 

écosystème microbien hétérogène 52. 

La formation de ces microniches environnementales conduit donc à 

l’émergence de sous-populations physiologiquement distinctes, en particulier vis-à-vis 

de la tolérance aux antibiotiques. La matrice extracellulaire pourrait en effet constituer 

une barrière de diffusion aux antibiotiques permettant une adaptation progressive de 

la physiologie des bactéries exposées au stress antibiotique.  

Enfin, la présence fréquente de microorganismes d’espèces différentes au sein 

d’un même biofilm constitue un niveau supplémentaire d’hétérogénéité biologique. En 

effet, la proximité et les contacts entre bactéries du biofilm facilitent la communication 

et les échanges conduisant à des mécanismes de coopération bactérienne, mais 

peuvent également induire des phénomènes de compétition 70. Les bactéries 

communiquent et adaptent leurs comportements en fonction de la concentration 

extracellulaire de petites molécules diffusibles telles que les acyl-homosérines 

lactones (AHL), les quinolones, les furanosyles chez les bactéries à Gram négatif ou 

de peptides à courtes chaines chez les bactéries à Gram positif 71. Ces molécules se 

fixent généralement à des récepteurs spécifiques et permettent l’activation d’un 

régulateur conduisant alors à une réponse phénotypique collective lorsqu’un seuil de 

molécules diffusibles est dépassé, c’est ce qu’on appelle le quorum-sensing (QS) 72. 

De nombreuses interactions ont été décrites au cours desquelles une bactérie peut 

utiliser des nutriments produits par des bactéries voisines, conduisant à une 
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complémentarité métabolique. À l’opposé de ces phénomènes coopératifs, les 

bactéries composant un biofilm peuvent entrer en compétition via la production de 

molécules inhibant la croissance ou l’installation dans le biofilm ou encore la 

compétition pour des nutriments. Aussi, la proximité physique des bactéries favorise 

le transfert horizontal de matériel génétique par conjugaison ou transformation 

permettant l’acquisition de gènes de résistance aux antibiotiques 73.  

c. Dispersion 

Enfin la dernière étape de la formation du biofilm est caractérisée par un 

détachement d’une partie des bactéries sessiles qui vont envahir de nouvelles 

surfaces ou initier un nouveau biofilm. Dans un biofilm mature, un équilibre s’établit 

entre la croissance bactérienne et la dispersion des bactéries sessiles 74. C’est un 

processus physiologique contrôlé 75. La dispersion est divisée en 2 processus : 

l’érosion, processus passif, qui est défini par le détachement continu de bactéries 

individuelles ou de partie de biofilm et la desquamation qui est un processus actif 

consistant en la perte massive de grandes parties de biofilm. Ce processus facilite la 

dissémination des infections 76.  

 Chez S. aureus la dispersion des biofilms bactériens est globalement médiée 

par des peptides amphiphiles aux propriétés surfactantes appelés PSM (phenol-

soluble modulin) 77. Chez P. aeruginosa, les systèmes BdlA (Biofilm dispersion locus 

A), NicD (nutrient-induced cyclase D), DipA (dispersion-induced phosphodiesterase 

A), RbdA et GcbA sont impliqués dans le processus de desquamation 78-80.  

 

C. Composition des biofilms  

Les biofilms sont majoritairement constitués de 3 composés, à savoir les 

polysaccharides, les protéines et l’ADNe.  

a. Polysaccharides  

Les polysaccharides sont les constituants majoritaires de l’EPS 81.  
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Ceux des bactéries à Gram négatif sont de nature neutre ou polyanionique. Leur 

caractère anionique est renforcé par la présence de dérivés de l’acide uronique 

permettant la chélation des cations divalents tels que le calcium ou le magnésium 82. 

Cette chélation permet indirectement d’augmenter les forces d’adhésion des biofilms 

matures par réticulation des polymères. L’alginate, Pel et Psl sont des polysaccharides 

produits par P. aeruginosa. Ils jouent un rôle essentiel dans l’établissement et la 

stabilisation des biofilms 66.  

Le phénotype mucoïde très caractéristique de la majorité des souches de P. 

aeruginosa est dû à la surproduction de l’alginate, facteur de virulence 

polysaccharidique capsulaire conférant à la souche un avantage sélectif 83. L’alginate 

est un polymère acétylé de poids moléculaire élevé composé de monomères non 

répétitifs d’acides L-gluronique et de D-mannuronique 84. La surproduction de ce 

polysaccharide entraine des changements architecturaux importants dans le biofilm se 

traduisant particulièrement par une augmentation de la résistance aux antibiotiques. 

Sa production dépend de l’opéron mucA 85.  

Des études ont démontré sur des souches non-mucoïdes la possibilité de 

former un biofilm dense suggérant qu’un ou plusieurs autres polysaccharides 

indépendants de l’alginate pouvaient être essentiels dans le développement de biofilm 

chez P. aeruginosa 69. Un premier locus polysaccharidique a ainsi été découvert et 

désigné psl (polysaccharide synthesis locus) (Figure 2). Ce locus est un opéron 

comportant 15 gènes impliqués dans la machinerie de synthèse de Psl, essentiel à la 

formation de biofilm. L’inactivation du groupe de gène psl conduit à un défaut de 

formation de biofilm et notamment d’adhésion surface-bactéries. Plus tard, d’autres 

études ont montré que Psl fonctionnerait également comme un échafaudage 

indispensable à la tenue des bactéries dans l’EPS 69. Psl est un polysaccharide riche 

en mannose et en galactose 86.  

Enfin, lors des recherches sur l’implication d’autres polysaccharides permettant 

l’établissement du biofilm chez P. aeruginosa, les chercheurs ont découvert un second 

locus, appelé pel. Ce locus comporte 7 gènes induisant le maintien de la structure en 

biofilm 87 (Figure 2). Les analyses ont permis de mettre en évidence que pel code un 

polysaccharide riche en glucose (structure complète non résolue à ce jour).  
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Figure 2 : Représentation des opérons impliqués dans la formation du biofilm 

chez Pseudomonas aeruginosa 

Adapté depuis Franklin et al. 88 

Chez les bactéries à Gram positif dont S. aureus, le polysaccharide majoritaire 

est le PIA 89. Initialement nommé PNAG pour Poly-N-acetyl-Glucosamine.  C’est un 

polymère acétylé composé de monomère de glucopyranose qui possède une charge 

positive 90. Sa synthèse est sous le contrôle de l’opéron ica 91.  

 

b. Protéines 

Les protéines bactériennes sont capables d’assurer plusieurs rôles de la 

formation à la dissémination du biofilm. On différenciera deux types de protéines 

bactériennes ; les protéines sécrétées et les bactéries ancrées à la surface 

bactérienne.  

 Pour ce qui est des protéines sécrétées chez les bactéries à Gram positif et 

en particulier chez S. aureus, les principales protéines clés sont les secretable 

expanded repertoire adhesive molecules 92, ou SERAM, parmi lesquelles on retrouve 

les protéines Eap et Emp. Ces protéines sont connues pour leurs liaisons multiples 

avec les protéines de la matrice extracellulaire et jouent un rôle dans le cycle de vie 

du biofilm facilitant la libération d’agrégats depuis la structure initiale 93. L’autre 

protéine clé est la b-toxine. Elle permet la formation d’un réseau architectural de 

nucléoprotéines via sa capacité à se lier à l’ADNe 94. Enfin, l’a-toxine, codée par 
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l’opéron hla joue un rôle dans la phase précoce d’attachement du biofilm en établissant 

des contacts cellules-cellules permettant la formation des micro-colonies en forme de 

champignon 95. Chez les bacilles à Gram négatif dont P. aeruginosa, on sait que la 

protéine Crc (catabolite repession protein) réprime le métabolisme des hydrates de 

carbones en présence d’intermédiaires du cycle de Krebs (pyruvate et succinate) et 

intervient dans une voie de signalisation contrôlant la formation du biofilm 96. GacA, le 

régulateur de réponse du couple GacA/GacS, un système à deux composants, influe 

également sur la capacité de la souche à former du biofilm. Pseudomonas aeruginosa 

est également capable de sécréter des protéines (élastases, protéases) qui détruisent 

l’intégrité des tissus de l’hôte en dégradant les protéines de la matrice extracellulaire 

telles que l’élastine ou le collagène 97. Enfin, d’autres protéines sécrétées 

correspondant à des toxines, telle que la pyocyanine 98, ont été décrites.  

 En ce qui concerne les protéines ancrées à la membrane bactérienne des 

staphylocoques, elles peuvent être classées en 4 groupes : les MSCRAMMs, 

précédemment décrites 62, les protéines comportant un motif NEAT (NEAr iron 

Transporter), la protéine A (SpaA) et les protéines de la famille du motif G5-E répété. 

Les protéines comportant un motif NEAT comprennent les protéines IsdA, IsdB et IsdC 

responsables de la liaison au fibrinogène et à la fibronectine 99. La protéine A (SpaA) 

de la famille « three-helical bundle » est capable de se lier au immunoglobulines G via 

leur région Fc 100. Enfin, les protéines de la famille du motif G5-E répété comprennent 

la protéine SasG qui est impliquée dans les processus d’adhésion aux cellules 

épithéliales endommagées 101. Chez P. aeruginosa, les mécanismes influençant la 

formation du biofilm sont majoritairement sous le contrôle de facteurs de mobilité et 

d’adhérence que sont le flagelle, les pili de type IV ou encore les fimbriae. La présence 

et le fonctionnement du flagelle sont importants pour l’attachement initial des bactéries 

planctoniques au support 52. Les pili de type IV sont des structures fibrillaires 

présentent au pôle des bactéries à Gram négatif dont P. aeruginosa. Ils sont impliqués 

dans un phénomène de « twitching » permettant des mouvements à l’interface de 

surfaces solides indispensables à la formation des micro-colonies 102. Enfin, un autre 

appendice de surface a été décrit chez P. aeruginosa, les fimbriae, essentiels à la 

formation de biofilm surtout dans les phases précoces 103.  
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Le biofilm est une structure hautement complexe dont la mise en place 

nécessite une grande diversité d’acteurs moléculaires. Chez les Gram positif et en 

particulier chez S. aureus, de l’étape primaire d’adhésion à la maturation, une 

régulation est indispensable pour que la succession d’expression génique permette le 

passage d’une étape à l’autre (Figure 3). La synthèse des PIA est par exemple 

fortement régulée. La répression de icaR induit une augmentation de l’expression des 

gènes icaABCD responsable de la synthèse des PIA 104. La maturation du biofilm de 

S. aureus est également contrôlé par le système Agr assurant la régulation du quorum-

sensing. La croissance et de détachement du biofilm ont été reliées à ce régulateur 

clé par l’analyse de l’expression d’agr chez des bactéries sessiles 105 ou par addition 

de l’inducteur du système Agr directement dans le milieu de croissance 106. Agr régule 

l’expression d’un grand nombre de molécules et en particulier, réprime l’expression 

des adhésines. La synthèse des PSM est également connue pour être régulée par Agr 

107. AgrA se fixe directement sur le promoteur de l’opéron psm pour permettre leur 

transcription. Ainsi, le système Agr limiterait l’installation du biofilm en induisant sa 

dissémination et au contraire permettrait la synthèse des facteurs de virulence tel hla 

93. Le facteur de transcription SarA est également impliqué dans la régulation de la 

formation du biofilm en modulant l’expression de plusieurs gènes comme bap et mgrA 

qu’il induit 108,109. SarA est démontré comme ayant un rôle inverse de Agr en 

permettant la formation du biofilm et en réprimant sa dissémination (Figure 3).  
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Figure 3 : Schéma de la régulation du biofilm chez S. aureus 

c. ADN extracellulaire 

La découverte de l’implication de structure dérivée d’ADN dans les biofilms est 

récente. La première observation de la présence d’ADNe dans un biofilm a été réalisée 

sur un biofilm mature de P. aeruginosa dans les années 2000 61. Les chercheurs ont 

pu décrire plus largement le rôle de ces structures quelques années plus tard après 

avoir utilisé des DNases sur le biofilm. En 2010, il a été décrit la présence et 

l’importance de l’ADNe chez des souches de P. aeruginosa mais aussi dans les 

biofilms staphylococciques 110.  

L’ADNe isolé dans les biofilms est issu de la lyse d’une sous-population 

bactérienne par un mécanisme suicidaire altruiste consistant en la mort d’une petite 

partie des bactéries au profit de la survie de la population générale 111. La régulation 

de ce mécanisme est complexe et espèce-dépendant. On connait l’implication de AtlA 

chez S. aureus dont l’expression est régulée par un système à double composants 
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CidABC/LrgAB 112. Chez P. aeruginosa, les mécanismes sont moins décrits mais il 

semblerait que l’autolyse résultant en la libération de l’ADNe est contrôlée par CdpR 

113. Une autre partie de l’ADNe circulant isolé dans l’EPS est aussi due aux bactéries, 

qui sous le contrôle de signaux du quorum sensing, libèrent des copies de leur ADN 

dans le milieu 114.  

Le rôle de l’ADNe est multiple. L’ADNe, chargé négativement, s’accumule 

autour des bactéries et les protège contre l’activité de composés cationiques 

bactéricides tels que les peptides antimicrobiens ou certains antibiotiques 115. Le 

second rôle important de l’ADNe est un rôle structural. La polarité de l’ADNe influence 

les propriétés membranaires des bactéries agissant comme un réseau ou 

échafaudage structurant les bactéries du biofilm 116. Il permet également des échanges 

de gènes au sein du biofilm et peut servir de source de nutriments dans des conditions 

oligotrophiques 117. Enfin, l’ADNe pourrait avoir un rôle dans l’affaiblissement de la 

réponse inflammatoire de l’hôte par une interaction et une activation du TLR9 118.  

 

D. Infection du pied diabétique et biofilms 

A partir des années 2010, de nombreuses études de recherche clinique ont vu 

le jour démontrant l’impact du biofilm dans les IPD. En 2011, Neut et al montrent au 

travers de 2 études la présence d’un écosystème microbien, le biofilm, au niveau 

d’ulcères de plaie non cicatrisants 119. S’en est alors suivi de nombreuses recherches 

qui ont permis de mieux définir l’incidence et la composition des biofilms des UPD.  

La principale caractéristique des ulcères du pied diabétique est qu’ils sont 

associés à un polymicrobisme qui influence l’intensité du processus 

physiopathologique 8. L’intercommunication et les coopérations entre micro-

organismes au sein du biofilm sont complexes et n’ont été au cœur des recherches 

que récemment. Les chercheurs travaillent aujourd’hui à caractériser et documenter le 

plus possible les interactions qui régissent les biofilms polymicrobiens afin de mieux 

comprendre la physiopathologie de ces infections 120. L’interaction la plus décrite des 

IPD est celle entre P. aeruginosa et S. aureus, bien que ces deux bactéries ne soient 

pas isolées à la même localité du lit de la plaie, P. aeruginosa étant plus en profondeur 
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121, 122. Les premières études de cette interaction rendaient compte d’une concurrence 

entre les deux espèces bactériennes comme en témoigne la concurrence pour l’ion 

ferrique 123, 124 ou l’action de certains antibiotiques 125. Pseudomonas aeruginosa peut 

ainsi simultanément inhiber la croissance de S. aureus et acquérir une résistance aux 

aminoglycosides 126, 127. 

Aujourd’hui de plus en plus d’études rapportent des mécanismes de 

coopération entre les deux bactéries. De nombreuses substances produites chez P. 

aeruginosa peuvent jouer un rôle protecteur sur S. aureus (exemple de l’alginate). La 

coopération synergique entre P. aeruginosa et S. aureus a été rapportée. Cette 

coopération permet, en outre, la sécrétion de facteurs de virulence (cyanide 

d’hydrogène, exoenzyme S, exotoxine A et pyocyanine pour P. aeruginosa et 

hémolysine A et leucocidine de Panton-Valentine pour S. aureus), la capacité à former 

un biofilm plus rapidement et/ou plus dense et enfin, l’apparition de mécanisme de 

tolérance à certains antibiotiques 128-134.   

D’autres coopérations entre micro-organismes ont largement été décrites dans 

les IPD 58. En effet, de nombreux articles ont étudié le microbiote des IPD rendant 

compte de la complexité des associations de micro-organismes provenant de 

différentes niches colonisant la plaie. Particulièrement dans les IPD, cette 

communauté microbienne est organisée en différents « pathogroupes » ou FEP pour 

functionnal equivalent pathogroups 135. Lors de la maturation du biofilm, des 

espèces secondaires aux colonisateurs initiaux viennent intégrer le biofilm préexistant 

ce qui donne lieu à des biofilms hétérogènes. Les micro-organismes à l’intérieur de 

ces biofilms ne sont pas organisés de manière aléatoire mais de façon à ce que les 

bactéries puissent tirer profit au mieux de l’environnement dans lequel elles 

s’établissent. On retrouve alors des profils d’interaction bactéries-bactéries 

préférentiels. Les FEP permettent les relations symbiotiques et synergiques de groupe 

de bactéries, le partage de nutriment (catabolisme ou anabolisme) et accentuent la 

résistance aux antibiotiques 136. La présence de certaines FEP aux premiers stades 

de l’infection est associée à des biofilms pathologiques retardant la cicatrisation et 

favorisant la chronicisation de l’infection par le fait que certaines espèces, considérées 

comme non pathogènes ou incapables de maintenir la chronicisation de l’infection à 

elles seules, pourraient coexister symbiotiquement dans un biofilm pathogène.  
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Résumé travail n°1 :  

Comme décrit précédemment, les infections de plaies au niveau du pied sont 

des complications fréquentes et potentiellement préjudiciables sur la vie du patient 

diabétique.  L’infection touche un pied ulcéré sur deux et conduit fréquemment à une 

amputation, augmentant la morbidité à moyen terme et les coûts de santé.  

Dans la première partie de ce travail bibliographique, le but est d’identifier et de 

définir la physiopathologie des plaies du pied chez le patient diabétique ainsi que 

de décrire les nombreux critères intervenant dans la gravité de l’infection. Ce travail se 

focalise notamment sur un des critères en particulier : celui de la capacité des micro-

organismes présents au niveau du lit de la plaie à former du biofilm.  

La seconde partie de cette revue se concentre sur la formation de biofilms 

bactériens dans les ulcères de pied diabétique et des facteurs influençant cette 

formation.  Dans cette partie, une liste non-exhaustive des descriptions de biofilms 

présents dans des modèles animaux et humains d’UPD a été réalisée permettant de 

comprendre l’évolution des connaissances sur les micro-organismes infectants les 

plaies du pied diabétique. Les différents modèles ont permis notamment la découverte 

d’une des particularités des biofilms de plaies chroniques, à savoir la formation de 

biofilm polymicrobien. Ce biofilm pluri-espèces est une étape importante dans la 

physiopathologie des ulcères de pied diabétique. 

Enfin, les biofilms décrits au niveau des plaies chroniques ont d’importantes 

conséquences cliniques dont les principales sont le développement de résistances 

aux antibiotiques, de retarder la cicatrisation et d’induire la chronicisation de la plaie.  
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4. Méthodes d’étude du biofilm  

Il existe différentes méthodes d’étude du biofilm.  

Les techniques de visualisation de biofilm reposent principalement sur 

l’utilisation de colorants. La culture sur Rouge Congo Agar permet la détection des 

souches productrices de biofilm. Une fois ensemencées sur ce milieu, les souches 

exprimant le PIA donnent des colonies noires contre des colonies rouges pour les 

souches PIA négatives 137. Cette technique présente des limites pour l’identification 

des souches au phénotype variable. La méthode en tube permet l’évaluation 

qualitative de la présence de biofilm. Après culture en milieu liquide dans un tube 

microbiologique, les tubes sont lavés au PBS puis séchés avant coloration au cristal 

violet.  La formation de biofilm est considérée comme positive lorsqu’un film visible 

recouvre les parois et le bas du tube 138. Ces techniques, même si elles renseignent 

l’aspect qualitatif à la production de biofilm, ne permettent pas de rendre compte de la 

biomasse bactérienne présente à l’intérieur de l’EPS.   

 La plus répandue des techniques permettant la quantification du biofilm est la 

formation de biofilm en microplaque. C’est la méthode la plus simple à mettre en 

œuvre et la moins coûteuse. Son principe repose sur la formation du biofilm dans une 

plaque 96 puits et sur la quantification des bactéries sessiles par coloration puis lecture 

d’absorbance, ou par dénombrement 139. Parmi les méthodes les plus utilisées on 

notera les techniques de comptages direct qui après désagrégation des bactéries du 

biofilm par sonication 140 ou agitation avec des billes de verre 141 permettent 

l’ensemencement sur milieu gélosé afin de quantifier le nombre de micro-organismes 

viables cultivables dans l’échantillon. Le test de coloration au Cristal Violet permet 

aussi la quantification de la densité bactérienne présentent dans le biofilm. Le cristal 

violet est un colorant basique qui se lit sur les bactéries et les exopolysaccharides dans 

la matrice extracellulaire du biofilm. Après coloration de la biomasse bactérienne, la 

lecture de l’absorbance à 540 nm permet une quantification relative des 

microorganismes présents dans l’échantillon 142. Le modèle Calgary 143, système 

adapté, permettant la détermination de la concentration minimale éradiquant le biofilm 

fait partie des techniques les plus répandue à ce jour. L’une des limites majeures de 

toutes ces méthodes destructrices repose sur les nombreux rinçages à effectuer avant 
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quantification afin d’éliminer les bactéries planctoniques non adhérées. Dans ce 

contexte, des techniques alternatives n’utilisant pas de colorant ont été développées 

permettant, entre autres, de mesurer la formation de biofilm, via l’utilisation de 

microbilles para électromagnétiques 144 (Figure 4). Cette méthode renseigne via le 

phénomène d’adhésion bactérienne, la capacité d’une souche à former un biofilm. 

Toutefois, une critique émise de la technique d’agrégation des billes para 

électromagnétiques est qu’elle ne permet pas la visualisation ou la quantification à 

proprement dit d’un biofilm mature. Enfin tous les micro-organismes vivants 

contiennent de l’Adénosine TriPhosphate qui peut être extrait et dosée à l’aide de 

l’enzyme Firefly-luciférase. La quantité de lumière produite par cette réaction 

enzymatique peut être ensuite mesurée et est directement liée à la quantité d’ATP, et 

par extrapolation, au nombre de cellules microbienne présente dans l’échantillon 145. 

Cependant l’usage de cette technique peut être influencée par la présence de métaux 

ou d’acides présents dans les milieux de culture bactérien. Ces composés interfèrent 

avec la réaction et peuvent fausser les analyses. De plus cette méthode nécessite un 

prétraitement des cellules aux diméthylsulfoxyde, composé toxique.  

 

Figure 4 : Principe du suivi de la formation de biofilm grâce à des billes para 

électromagnétiques (BRTÒ) 

Source : Biofilmcontrol.com 
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Tous les modèles décrits précédemment ne permettent pas de prendre en 

compte les forces de flux qui s’exercent lors de la formation d’un biofilm in vivo. Aussi, 

des modèles en flux ont été développés pour renouveler le milieu de culture, mimant 

le flux sanguin et l’acheminement des nutriments et de l’oxygène 146. Dans un premier 

temps des modèles de cuves à flux continu (dits « flow cell ») ont été développés. Les 

flow cell permettent la formation d’un biofilm à l’interface solide-liquide en présence 

d’une force de cisaillement et d’un apport continu d’éléments nutritifs. Ce système 

reproduit assez bien les conditions auxquelles sont exposés les bactéries dans leur 

environnement naturel. De plus, il permet de visualiser facilement le biofilm sous un 

microscope inversé classique ou confocal 147. Toutefois, l’inconvénient notable de la 

technique réside dans le fait qu’elle est très laborieuse à mettre en place au laboratoire. 

L’absence d’automatisation ainsi que l’impossibilité à lancer un grand nombre 

d’expérience en même temps sont également des points négatifs de la technique. Plus 

récemment, des systèmes de micro fluidique ont été développés et adaptés à l’étude 

des biofilms permettant la formation de biofilm dans des canaux de micro fluidiques 

reliant des puits d’une microplaque 24 ou 48 puits 148 (Figure 5). Les avantages de 

cette technique résident, en plus du renouvellement de milieu, dans la possibilité de 

positionner un microscope sous la chambre de formation du biofilm permettant la 

visualisation en temps réel des différentes étapes du cycle de vie en biofilm ainsi que 

le criblage haut débit de différentes conditions expérimentales.  

 

 

Figure 5 : Principe des techniques de micro fluidique   

Source : Fluxion.com 
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Plusieurs méthodes de microscopie permettent de visualiser les biofilms. La 

microscopie optique permet la visualisation, après coloration ou non des biofilms 149. 

La microscopie à fluorescence est très utilisée et permet via l’utilisation de marqueurs 

ou de sondes fluorescentes, la visualisation de composés spécifiques du biofilm 150. 

L’utilisation notamment du marqueur Live/Dead composé du SYTO 9 (marqueur vert 

se fixant sur toutes les cellules) en combinaison avec l’iodure de propidium (se fixant 

uniquement sur les cellules endommagées ou mortes) permet l’étude de la viabilité 

bactérienne et la quantification de la biomasse avant et après traitement du biofilm 

bactérien 151. La microscopie confocale permet d’apporter une information 

supplémentaire par rapport à l’épifluorescence en générant une image en 3D par 

empilement des stacks. On notera aussi l’utilisation de la microscopie électronique à 

balayage et de la microscopie à force atomique pour l’étude poussée des structures 

en biofilm 152.  

Enfin, l’utilisation de modèles in vivo est essentielle puisqu’ils apportent des 

informations complémentaires et nécessaires à la recherche de nouvelles molécules 

thérapeutiques visant le biofilm. Cependant ces modèles restent aujourd’hui très 

difficiles à mettre en place car complexes, coûteux et relevant des questions éthiques.  

On notera le développement de modèles sur Caenorhabditis elegans (C. elegans) 153 

ou sur Zebrafish, Danio rerio 154 pour l’appréhension des études du biofilm.  

 

5. Stratégies thérapeutiques dans la prise en charge des 

plaies chroniques 

Les traitements généraux associés aux plaies chroniques reposent sur des 

traitements locaux impliquant :  

- Des soins de la plaie qui permettent l’élimination des tissus 

nécrotiques et de l’exsudat comprenant le lavage et le débridement 

de la plaie 155. Le débridement consiste à retirer les tissus fibrineux, 

nécrotiques, dévitalisés et/ou infectés, les corps étrangers, les 

débris ou les fragments d’os présent au niveau de la plaie 156. Il 

existe plusieurs types de débridement : mécanique, autolytique, 
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enzymatique et enfin chirurgical 157. Le débridement chirurgical est 

la méthode habituellement la plus utilisée. L’objectif de cette étape 

dans la prise en charge de la plaie chronique est le contrôle de la 

charge bactérienne qui permet de faciliter la cicatrisation. Il permet 

en effet la stimulation de la plaie pour la convertir en plaie aigüe en 

redémarrant par le saignement, la phase initiale du processus de 

cicatrisation. Le débridement fait partie du protocole standard de 

soins d’une plaie profonde en association avec la décharge 158.  

- L’application de pansements qui préparent efficacement le lit de la 

plaie à la cicatrisation dirigée 159.  

- Dans certains cas, l’utilisation de la thérapie par pression négative 

est recommandée. La dépression absorbe l’excès d’exsudat en 

maintenant des conditions humides, elle réduit la contamination 

bactérienne et stimule la microcirculation en périphérie de la plaie 

160.  

- Enfin, la solution chirurgicale peut être également envisagée. Elle 

permet de fournir à la plaie les éléments de cicatrisation nécessaire 

dont font partie les facteurs de croissance, les cellules épidermiques 

ou encore des cellules matricielles 161.  

Le traitement systémique repose lui sur l’utilisation d’une antibiothérapie 

adaptée en fonction des bactéries identifiées au niveau de la plaie et de leur profil de 

sensibilité aux antibiotiques. La durée du traitement se base sur l’évolution clinique 162.  

Toutefois, compte tenu de la complexité microbiologique présente sur la plaie 

(présence de biofilm, interactions bactériennes, augmentation du pourcentage de BMR 

isolées…) le choix pour le clinicien de l’antibiothérapie la plus adaptée est difficile. Le 

mauvais usage des antibiotiques que ce soit par un usage abusif ou par un mauvais 

choix d’antibiotique à prescrire, accélère le phénomène de résistance des micro-

organismes aux antibiotiques 163. La sensibilité aux antibiotiques par rapport aux 

bactéries planctoniques est différente chez leurs homologues sessiles 164,165. En fait, 

les bactéries d’un biofilm peuvent être de 10 à 1000 fois plus résistantes aux agents 

antimicrobiens 166. Ce mécanisme de tolérance peut être liée à l’EPS secrétée par les 

bactéries sessiles qui constitue une barrière physique empêchant la pénétration des 

antibiotiques. Les charges électrostatiques à la surface de la matrice polymérique 
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peuvent aussi lier certains agents antimicrobiens 167. Le métabolisme des bactéries au 

sein d’un biofilm joue également un rôle très important. Étant donné la faible 

concentration de certains nutriments et le gradient en oxygène présent, certaines 

cellules du biofilm sont inactives métaboliquement et peuvent même être sous forme 

dormante ; ces cellules bactériennes dormantes sont d’ailleurs probablement 

responsables d’une grande partie de la tolérance associée aux biofilms 168.  De plus, 

la proximité des bactéries au sein du biofilm favorise le transfert horizontal de gènes 

et ainsi l’augmentation des résistances aux antibiotiques 169. Également, les taux de 

mutation survenant dans les biofilms sont nettement plus élevés que celui rencontrés 

chez les cellules planctoniques. De plus, la réponse au stress à des conditions 

environnementales hostiles peut entraîner une modification du microenvironnement à 

l'intérieur du biofilm (pH et teneur en oxygène) et peut contribuer à une dégradation 

accrue des antimicrobiens 170.  

Aussi, les biofilms sont polymicrobiens, la sensibilité aux antibiotiques est 

souvent hétérogène ; certaines espèces étant sensibles à l’antibiotique donné et pas 

les autres.  

 Cette sélection de clones bactériens résistants est aujourd’hui un problème 

dans la prise en charge des plaies chroniques puisqu’on estime que plus de 10% des 

bactéries isolées sur des infections de plaies chroniques sont des BMR 171. Le 

mésusage des antibiotiques engendre des conséquences dramatiques tant sur 

l’inefficacité de répondre au besoin de soin du patient que sur l’aggravation de 

l’infection.  

Il est, en outre, absolument nécessaire à l’heure actuelle de développer de 

nouvelles approches alternatives pour aider le clinicien dans la prise en charge des 

plaies chroniques. La recherche de ces nouvelles stratégies devra prendre en compte 

les micro-organismes isolés au niveau de la plaie mais également l’environnement 

dans lequel ils évoluent.  
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Résumé travail n°2 :  

Cette revue de la littérature a comme but de s’intéresser à la prise en charge 

actuelle des UPD mais surtout d’énoncer de potentielles nouvelles solutions de 

gestion de ces infections comme, par exemple, les solutions antibiofilms. Ces 

stratégies novatrices pourraient, en effet, compléter les méthodes thérapeutiques 

classiques afin d’améliorer le traitement et la cicatrisation des plaies du pied 

diabétique.  

Dans une première partie de la revue, nous discutons des étapes sur lesquelles repose 

la prise en charge classique des UPD et des améliorations possibles. L’utilisation 

des antibiotiques sur les UPD infectées est aujourd’hui l’un des seuls moyens de 

combattre les micro-organismes causant l’infection. L’antibiothérapie est dans un 

premier cas empirique puis le traitement définitif repose sur les résultats de la culture 

microbiologique. Toutefois, il semblerait que 74% des UPD ne réagissent pas aux 

agents topiques et systémiques. L’efficacité des antimicrobiens topiques est limitée 

notamment par l’EPS protégeant les bactéries sessiles. Une des pistes d’amélioration 

réside dans l’utilisation de systèmes d’administration pouvant apporter des 

concentrations élevées d’antibiotiques au sein du biofilm (véhicules biodégradables 

tels que les billes de sulfate de calcium ou polymères naturels ou les éponges de 

collagène).  

Dans la partie suivante, nous nous concentrons sur d’autres approches pouvant 

être utilisées pour inhiber la formation du biofilm. La plupart des solutions qui sont 

décrites dans cette partie cible différentes étapes de la formation du biofilm et 

permettent soit de i) bloquer les adhérences bactériennes (chélateurs ioniques, 

propolis, miel, composés dérivés de plantes) ; ii) d’inhiber le métabolisme du biofilm 

(en ciblant le QS ou la synthèse des polysaccharides, c-di-GMP) ou iii) d’améliorer la 

dispersion bactérienne (composés anti-EPS, nanoparticules, phages).  

Enfin, dans la dernière partie nous abordons des approches alternatives 

pouvant être adaptées à la prise en charge thérapeutique des UPD. Dans cette partie 

nous décrirons des méthodes physiques moins usuelles telles que l’utilisation de 

probiotiques, l’électrostimulation ou les thérapies au plasma. Nous décrirons 
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également la possibilité d’utiliser de nouveaux agents antimicrobiens (peptides 

antimicrobiens, cadexomer iodine, guanylated polymethacrylates, métabolites produits 

par les bactéries elles-mêmes 172) et le potentiel thérapeutique de nouveaux types de 

pansements (next generation antibiofilm carboxymethylcellulose, gel à base de 

surfactant, biomatériaux favorisant la régénération de la peau) ou de greffes (allogreffe 

de membrane amniotique, substituts de peau, greffes de kératinocytes ou de cellules 

souches).  

Les biofilms jouant un rôle crucial dans les UPD, la recherche doit maintenant 

prendre en compte cet écosystème dans les plaies chroniques afin d’identifier de 

nouvelles alternatives thérapeutiques et d’améliorer la gestion des plaies chroniques. 

Certaines alternatives présentées dans cette revue sont des stratégies intéressantes 

et montrent des résultats prometteurs. Tous ces composés pourraient être une solution 

contre les BMR et le biofilm présent dans les UPD. Cependant, des études 

complémentaires sont nécessaires pour comprendre les mécanismes sous-jacents à 

l’action de chacun de ces potentiels candidats médicaments.  
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Une plaie chronique est définie comme une plaie dont le délai de cicatrisation 

est allongé. La plaie est considérée comme chronique après 4 à 6 semaines 

d’évolution non favorable selon son étiologie. L’un des enjeux majeurs dans la prise 

en charge de ces plaies repose dans la distinction précoce de l’infection sous-jacente.  

Toutefois, les plaies chroniques étant colonisées naturellement par des bactéries, le 

diagnostic clinique est rendu difficile. Il existe en effet un contraste faible entre la 

colonisation et le processus d’infection. Il est nécessaire de tenir compte de l'interface 

homme-microbe qui est souvent la zone clé dans le développement d'infections des 

plaies. A cette interface, le nombre d'espèces microbiennes pathogènes est souvent 

très faible par rapport aux nombreuses bactéries commensales. Mieux définir le 

microbiote cutané est essentiel pour comprendre les interactions hôte-bactérie qui 

conduisent aux infections et aux problèmes de cicatrisation. Des études réalisées chez 

des patients diabétiques présentant des plaies du pied ont ainsi mis en évidence que 

des coopérations entre les bactéries présentes au sein d’une même communauté 

influençaient la chronicité de la plaie 163, 23.   

Les conséquences cliniques du biofilm sont importantes surtout en ce qui 

concerne les mécanismes de tolérance et de résistance aux antibiotiques qui 

participent à la sévérité, la chronicité et les récidives des plaies chroniques.  

Actuellement, en ce qui concerne les plaies chroniques, la question 

fondamentale est de savoir s’il y a des biofilms ‘protecteurs’ (tourné vers la 

colonisation) et d’autres qui sont responsables d’infection. Une des hypothèses les 

plus usuelle pour répondre à cette question est la supposition des communautés 

bactériennes. Elle considère que le biofilm est composé d’une seule « unité 

fonctionnelle pathogène » sans tenir compte singulièrement des espèces bactériennes 

qui la compose. Ce concept de pathogroupes (ou FEP, functionally equivalent 

pathogroups) a été proposé par Dowd et al. 135. Suivant cette hypothèse, certaines 

espèces bactériennes considérées comme non pathogènes seules ou n’étant pas 

capables de maintenir une infection chronique, peuvent s’organiser dans un biofilm 

pathologique et participaient à la chronicité de la plaie. Des données préliminaires de 

ce concept ont été publiées montrant l’existence de différents pathogroupes au sein 

des plaies chroniques. Une analyse quantitative de la distance séparant les bactéries 

agrégées à la surface de la plaie a montré que P. aeruginosa est retrouvé plus en 
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profondeur par rapport à S. aureus et que ces deux bactéries ne sont jamais co-

agrégées 131.  

Ces observations démontrent qu’au niveau des plaies chroniques, les bactéries 

ont une organisation influençant leur comportement et leur virulence (polymicrobisme, 

biofilm, FEP ...). De plus, l’environnement dans lequel se trouvent les bactéries semble 

jouer un rôle prépondérant dans la pathogénicité de ces dernières. Toutefois plusieurs 

questions restent en suspens : - Quelles relations existe-t-il entre les bactéries et leur 

environnement ? - Quelles relations existe-t-il entre les bactéries pathogènes ? - 

Quelles relations existe-t-il entre bactéries commensales et pathogènes ? - Comment 

le biofilm pathologique est organisé ? - Peut-on éviter ce biofilm pathologique ?  

Aussi, une meilleure compréhension des biofilms polymicrobiens observés 

dans les plaies chroniques est nécessaire pour améliorer la prise en charge 

thérapeutique. Cette compréhension passe notamment par la nécessité de développer 

de nouveaux outils ou modèles in vitro pouvant mimer l’environnement des plaies 

chroniques afin d’évaluer l’effet de molécules thérapeutiques. Les objectifs de cette 

thèse étaient donc :  

- La création d’un nouveau modèle in vitro dont la composition 

permettait de mimer l’environnement stressant observé au niveau 

du lit de la plaie chronique,  

- D’étudier l’effet à court terme (24h) ou dans le cadre d’une 

exposition dite chronique (6 semaines) de cet environnement 

stressant sur plusieurs caractéristiques bactériennes (virulence, 

génomique, fitness, formation de biofilm précoce et mature, 

expression de gènes impliqués dans la formation et la régulation du 

biofilm), 

- D’étudier l’interaction entre des espèces fréquemment co-isolées 

sur les plaies chroniques. Le but était de renseigner l’impact de la 

coopération entre S. aureus et P. aeruginosa sur leur capacité à 

former du biofilm et leur potentiel de virulence notamment, 

- De mettre au point une technique permettant la formation et la 

visualisation en temps réel du biofilm de façon dynamique avec 
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un contrôle des paramètres extérieurs (température, vitesse 

d’écoulement …) dans des conditions proches de ce que l’on 

observe chez le patient. Un sous objectif de cette partie de la thèse 

était de pouvoir tester l’efficacité de molécules antibiofilms sur un 

biofilm polymicrobien en situation semblable à ce qui peut être 

réalisé en clinique.  
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Résumé travail n°3 : 
 

Les plaies chroniques sont des plaies ouvertes faisant suite à une altération 

tissulaire sans tendance à la cicatrisation au-delà de 4 à 6 semaines. Elles sont liées 

de façon constante à des pathologies sous-jacentes dont les plus fréquentes sont le 

diabète sucré et les vasculopathies.  

Le diabète sucré concerne en France près de 3 millions de personnes. La 

fréquence des lésions des pieds est élevée dans la population diabétique, bien 

supérieure à celle dans la population générale. Globalement, on estime que 15 à 25% 

des patients diabétiques présenteront au cours de leur vie une ulcération des membres 

inférieurs. Le diabète sucré est caractérisé par une hyperglycémie entrainant de 

nombreuses complications telles que l’ischémie, l’artériopathie et la neuropathie à 

l’origine de l’ulcération du pied diabétique. Ces conditions défavorables ajoutée à la 

prescription d’antibiotique permettant de contrôler l’infection de ces plaies, font du pied 

diabétique un environnement particulier. La bactérie la plus fréquemment isolée dans 

le cas des infections du pied diabétique (IPD) est la bactérie à Gram positif S. aureus. 

Notre objectif dans cette étude était donc d’évaluer le comportement de S. aureus dans 

un modèle in vitro mimant les conditions stressantes observées dans l’IPD.  

 Dans un premier temps, nous avons développé un modèle in vitro modulable 

permettant de se rapprocher des conditions environnementales observées dans le 

pied diabétique. Ce milieu a permis la culture pendant 24 heures (court terme) ou 16 

semaines (long terme) de souches cliniques de S. aureus dans différents 

environnements stressants : ajout de glucose (hyperglycémie), ajout de 

concentrations subinhibitrices d’antibiotiques couramment utilisés dans le traitement 

des IPD (linézolide et vancomycine) ou encore en condition anaérobie. Une fois 

l’adaptation des souches réalisée dans le milieu, nous avons évaluer par qRT-PCR 

l’expression de gènes codant pour les principaux facteurs de virulence de S. aureus 

(lukF/lukS-PV, edinB, edinC, hla, spa, eap, fnbpA) ainsi que le régulateur global agr. 

Les études sur le potentiel de pathogénicité ont été complétées par des tests sur 

modèle C. elegans. Des études phénotypiques et des expériences sur le potentiel 

de formation de biofilm ont également été menées.  
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 Après 16 semaines de culture, les études phénotypiques ont mis en évidence 

la présence de small colony variants (SCVs). Ce changement phénotypique est 

caractéristique chez S. aureus en cas d’infection chronique permettant ainsi la 

validation de notre modèle de culture. Une baisse significative de la virulence des 

souches de S. aureus grâce au modèle C. elegans a été démontrée. Les études 

transcriptomiques ont confirmé la diminution d’expression des gènes de virulence 

(lukF/lukS-PV, edinB et edinC) après une culture prolongée dans des concentrations 

élevées de glucose, en anaérobie et en présence d’antibiotique. De manière 

intéressante, la capacité à former du biofilm ainsi que l’expression de gènes 

d’adhésion (fnbpA) été augmentée en présence de glucose et de vancomycine.  

Le développement d’un modèle d’étude d’infection chronique a montré qu’après 

plusieurs semaines d’adaptation à des conditions stressantes, on observait une baisse 

du potentiel de pathogénicité de S. aureus en présence de fortes concentrations de 

glucose, en anaérobiose et en présence de concentrations subinhibitrices 

d’antibiotiques. Cette étude a permis de confirmer l’impact de l’environnement sur 

l’adaptation de S. aureus aux conditions de stress prolongé.  
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Résumé travail n°4 : 
 

La publication précédente a montré la modulation du potentiel de virulence et 

de la capacité à former du biofilm des souches de S. aureus dans un environnement 

mimant les infections du pied diabétique. Ces premiers résultats nous ont hautement 

démontré l’importance de travailler sur des modèles in vitro proches de ce qui est 

observé au niveau du lit de la plaie afin de comprendre le comportement des bactéries 

responsables du processus infectieux. Aussi, nous avons voulu améliorer notre 

modèle in vitro précédemment décrit et se concentrer sur les caractéristiques de 

l’environnement « plaies chronique » en général et non plus uniquement pied 

diabétique. L’idée était qu’ensuite, nous pourrions complémenter ce milieu de base, 

pour se rapprocher des diverses plaies chroniques existantes telles que les IPD (confer 

article précèdent ; ajout de glucose, d’antibiotiques, condition anaérobie). La première 

partie de notre travail a alors été de référencer les données de l’environnement 

microbiologique, cellulaire et inflammatoire des plaies chroniques mais aussi les 

caractéristiques physico-chimiques telles que la température ou encore le pH présent.  

Ce nouveau milieu innovant a été appelé CWM « Chronic Wound-like 

Media », il a été développé pour étudier de manière plus précise le biofilm 

polymicrobien présent à la surface de la peau des plaies chroniques, facteur majeur 

du retard de cicatrisation. En effet, les interactions bactériennes qui régissent le biofilm 

sont des clés pour améliorer la prise en charge des infections chroniques.  

Pour valider ce nouveau modèle in vitro, des souches cliniques de S. aureus et 

P. aeruginosa co-isolées d’infections chroniques ont été cultivées dans ce milieu 

pendant 24 heures en culture seule ou en association. Nous avons décidé de 

déterminer dans ledit milieu versus un milieu classique microbiologique (le milieu Brain 

Heart Infusion - BHI) plusieurs caractéristiques bactériennes via :  

- Une étude de la croissance bactérienne par une cinétique à 24h 

- Une étude phénotypique de la présence de small colony variants 

et de la pigmentation ou ᵝ- hémolyse des souches 
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- Une étude de la formation de biofilm précoce au travers de 

cinétique d’adhésion et de formation de biofilm en BioFilm Ring Test 

® (1 à 5 h) 

- Une étude sur la quantité de biofilm mature produit en 24h et 48h 

en dénombrement  

- Une étude de la virulence via un modèle C. elegans  

Après 24h de culture dans le CWM, nous avons observé que seule la croissance 

de S. aureus était affectée par rapport au milieu contrôle, la phase stationnaire étant 

réduite de 2 log. De manière intéressante la croissance est augmentée quand les 

souches de S. aureus sont co-cultivées avec P. aeruginosa. Les études sur la virulence 

montrent que toutes les souches présentaient une virulence diminuée dans le modèle 

nématode lorsqu’elles étaient cultivées dans le CWM. Enfin, cette réduction du 

potentiel de pathogénicité est à corréler à une augmentation de la capacité de ces 

mêmes souches à former du biofilm plus rapidement en CWM. En effet, les souches 

arrivent à former un biofilm complètement mature en seulement 3h versus 5h lorsque 

cultivées dans un milieu témoin.   

Dans cette étude nous avons donc confirmé l’impact de l’environnement sur 

diverses caractéristiques bactériennes. Nous avons aussi prouvé qu’au sein de la plaie 

chronique infectée, S. aureus et P. aeruginosa coopéraient. Finalement, ce modèle 

fournit un nouvel outil pour l’étude des coopérations bactériennes et de la 

compréhension du biofilm polymicrobien.  
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Résumé travail n°5 : 

 

Après avoir développé un milieu in vitro mimant l’environnement plaie 

chronique, le CWM, nous nous sommes focalisés sur l’utilisation de nouvelles 

techniques appliquées à notre thématique et notamment celles permettant l’étude 

dynamique de biofilm en temps réel. Classiquement, les approches expérimentales 

pour étudier les microorganismes ne sont pas adaptées à l’étude de leur mode de vie 

complexe en biofilm. Au cours des dernières années, les chercheurs ont donc 

développé différents modèles expérimentaux associant analyse moléculaire et 

microscopie. L’utilisation des modèles statiques de biofilms a permis d’avancer 

considérablement dans la compréhension de ce mode de vie. La technique des 

microplaques multi-puits, couplée à l’analyse de mutants de transposition, a permis 

d’identifier de nombreux gènes impliqués dans la formation des biofilms. Les modèles 

statiques ont l’avantage d’être simples et faciles à utiliser, ils sont généralement peu 

coûteux et ne nécessitent, la plupart du temps, pas d’équipement sophistiqué. Ils sont 

cependant loin de représenter la réalité. L’absence de flux entraînant un épuisement 

des ressources nutritives et une accumulation des produits métaboliques, 

l’environnement se modifie mais ce changement n’est pas comparable à celui qui se 

produit au cours du développement d’un biofilm dans des conditions naturelles. Pour 

cela, les modèles dynamiques sont plus indiqués car ils rendent possible l’apport 

continu de milieu de culture et l’élimination des déchets, simulant ainsi les conditions 

in vivo. De plus, ils permettent également la simulation des conditions 

environnementales complexes.  

Le système BioFlux™ 200 de Fluxion permet de réaliser des expériences dans 

des conditions physiologiques d'écoulement grâce à l’utilisation de microplaques 

permettant le contrôle précis des forces de cisaillement mais également la visualisation 

du biofilm polymicrobien en microscopie à contraste de phase ou confocale.   

Nous avons donc adapté ce système en flux, le BioFlux™ 200 afin de pouvoir 

utiliser ce système avec le milieu CWM pour mimer les conditions observées dans les 

plaies chroniques et auxquelles sont soumises les bactéries. Pour cela, deux souches 

de référence de S. aureus et P. aeruginosa ont été utilisées en mono et co-culture 
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dans le BioFlux™ pour suivre une cinétique de formation de biofilm allant de 24 à 72 

heures. A l’aide de cette étude nous avons :  

- Établi un protocole de quantification de biofilm formé  

- Établi un protocole de débridement automatisé pour mimer la 

première étape de prise en charge des plaies chroniques 

- Établi un protocole pour tester l’efficacité de différents 

antibiotiques (Imipenème, ceftazidime, vancomycine, oxacilline et 

linézolide) à plusieurs concentrations (1x la concentration minimale 

inhibitrice, 10x et 100x) sur un biofilm préformé et débridé.  

Les résultats ont mis en évidence que, comme dans les études précédemment 

décrites, les deux espèces qu’elles soient seules ou associés constituaient, de 

manière plus rapide, un biofilm plus dense dans le CWM par rapport à un milieu dit 

contrôle. L’étude de l’effet des antibiotiques sur le biofilm débridé a montré que, même 

à des concentrations très élevées, certains antibiotiques étaient incapables de 

réduire la biomasse présente dans le biofilm (vancomycine et imipenème).  

Cette étude a donc démontré que l’utilisation de milieu de culture mimant un 

environnement stressant en combinaison avec une technique adaptée à la formation 

de biofilms proches de ceux observés au niveau des plaies chroniques était un outil 

intéressant et prometteur pour étendre nos connaissances concernant les 

coopérations microbiennes mais aussi pour tester le potentiel thérapeutique de 

nouvelles molécules à valeur ajoutée antibiofilm.  
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Résumé travail n°6 :  

Suite aux premiers résultats obtenus dans l’article scientifique précèdent, nous 

avons souhaité confirmer les données préliminaires établies sur les souches de 

référence en utilisant, cette fois-ci, des souches cliniques isolées de plaies chroniques 

chez des patients. Ces souches ont l’avantage de correspondent davantage à la réalité 

clinique. Également, nous voulions améliorer le modèle in vitro décrit notamment pour 

l’étude des coopérations bactériennes au sein du biofilm polymicrobien.  

Pour cela, nous avons étudié le comportement de souches cliniques de S. 

aureus et P. aeruginosa isolées chez des patients présentant des plaies chroniques. 

Nous avons, à l’aide de notre modèle précédemment décrit :  

- Étudié la cinétique de formation de biofilm des souches en mono et 

co-culture  

- Adapté nos microplaques du Bioflux™ 200 à l’aide de fond amovible 

afin de visualiser et quantifier le biofilm mature 

- Établi un protocole de microscopie confocale afin de visualiser 

l’organisation de biofilm mature polymicrobien incluant la 

transformation des souches cliniques étudiées à l’aide de plasmides 

conférant une fluorescence (GFP pour S. aureus et mCherry pour 

P. aeruginosa) 

- Testé l’efficacité de différents antibiotiques (Ceftazidime, 

imipenème, vancomycine, oxacilline, linézolide, dalbavancine et 

daptomycine) à 10x la concentration minimale inhibitrice sur le 

biofilm préformé et débridé (biofilm mono-espèce et mixte) 

- Établi un protocole afin d’isoler les bactéries sessiles et les 

bactéries planctoniques libérées du biofilm 

- Comparé le comportement des bactéries planctoniques initiales, 

des bactéries sessiles et des planctoniques libérées du biofilm sur 

plusieurs caractéristiques bactériennes (croissance, formation de 

biofilm précoce, expression de gènes impliqués dans la régulation 

et la formation du biofilm) 
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Les résultats de l’étude ont confirmé que toutes les espèces bactériennes 

formaient un biofilm plus rapidement dans le CWM comparé à un milieu classique 

microbiologique. L’utilisation des antibiotiques sur un biofilm débridé a indiqué que 

l’imipenème et la vancomycine étaient incapables de réduire la biomasse du biofilm 

contrairement au linézolide, à la ceftazidime et à la dalbavancine. L’expression 

génique de lasI, rhII, pqsH, pel et psl pour P. aeruginosa et fnbpA et icaA pour S. 

aureus était augmentée chez les bactéries sessiles par rapport à l’expression 

mesurée chez les bactéries planctoniques initiales et libérées. L’expression d’un des 

facteurs de virulence de S. aureus (hla) était, quant à elle, diminuée chez les bactéries 

présentent dans le biofilm. Les bactéries sessiles et libérées du biofilm ont démontré 

également une facilité à adhérer et réformer du biofilm plus rapidement mais une 

capacité de croissance réduite (différence de 2 log UFC/ml en comparaison avec les 

bactéries planctoniques initiales). Enfin, nos observations en microscopie confocale 

du biofilm polymicrobien ont prouvé que P. aeruginosa et S. aureus étaient organisés 

de manière non aléatoire au sein du biofilm polymicrobien. En effet, Pseudomonas 

aeruginosa était localisé plus en profondeur dans le biofilm contrairement à S. aureus.  

Ce travail de recherche a permis de mettre en évidence que la technique du 

Bioflux™ 200 couplée à notre milieu de culture, le CWM, était un outil performant afin 

d’étudier la coopération bactérienne au sein des biofilms polymicrobiens mais 

également afin d’estimer le potentiel de nouvelles cibles thérapeutiques utilisables 

contre le biofilm observé au niveau des plaies chroniques.  
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Abstract  
 

Biofilm on the skin surface of chronic wounds (CW) is an important step which makes 

wound healing difficult to resolve. The polymicrobial nature inside this pathogenic 

biofilm is key for understanding the chronic infection. Few models exist to 

study bacterial interactions inside CW. The aim of our study was to evaluate a 

technique of biofilm formation under flow condition (Bioflux™ 200) using an in 

vitro chronic wound-like medium (CWM) that mimics CW environment. We determined 

the biofilm organization and the effect of antibiotics on biofilm. 

Two clinical S. aureus and P. aeruginosa strains co-isolated from diabetic foot 

infections (DFI) were collected. Fluorescent strains of bacteria were developed. Strains 

were incubated in the BiofluxTM during 24h-72h in mono and co-culture (ratio1:1, 

bacteria added simultaneously) in the CWM vs a control medium (BHI). Quantification 

of biofilm formation and bacterial distribution were evaluated by confocal microscopy. 
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After 72h, different antibiotics (Imipenem, ceftazidime, vancomycin, oxacillin, linezolid, 

daptomycin, dalbavancin; 10xMIC) were evaluated after a flow increase mimicking a 

wound debridement. Bacterial growth, early adhesion (Biofilm Ring Test®) and qRT-

PCR on biofilm-encoding genes (spaA, fnbpA, agrA, hla for S. aureus; lasI, rhII, pel, 

psl for P. aeruginosa) were evaluated before (planktonic initial) and after (sessile 

and planktonic released from the biofilm) incubation in biofilm. 

Our study showed that all species constituted a faster biofilm in the WLM. 

Biofilm organization is a non-random structure where bacteria are found together. 

Antibiotics on debrided biofilm indicated that imipenem and vancomycin were not able 

to reduce biofilm biomass contrary to linezolid, dalbavancin and ceftazidime. The 

genes expressions of biofilm markers (lasI, rhII and fnbpA, spaA) were overexpressed 

in sessile bacteria compared to bacteria released from the biofilm. Gene expression of 

a virulence factor (hla for S. aureus) was decreased in sessile cells. Biofilm-

released bacteria presented a reduce growth plateau (difference: 2 log UFC/mL) but 

were able to adhere faster compared to initial cells.  

Our data confirmed the impact of CW environment on biofilm formation and the 

limitation of antibiotics. They indicated that P. aeruginosa and S. aureus were non-

randomly organized inside polymicrobial biofilm. The BiofluxTM is valuable to 

investigate bacterial cooperation, polymicrobial biofilm and evaluate new therapeutic 

targets against biofilm 

 

 

1. Introduction  

 

Chronic wounds are a growing medical problem that cause high rates of morbidity and 

mortality, costing the healthcare industry worldwide millions of dollars annually. 

Wounds are considered chronic when the healing process fails to proceed normally 

and that the anatomic function and integrity of the skin is not achieved in approximately 

6 weeks (Clinton, 2015). Chronic wounds include diabetic foot ulcers, pressure or 

decubitus ulcers, venous leg ulcers, and nonhealing surgical-site infections. Chronic 

wound healing is partly hampered by the presence of bacterial infections growing as 

biofilms on a complex wound exudate (Dowd, 2008; James, 2008; Metcalf, 2015; 
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Peters, 2012; Nguyen 2016; Pastar 2013). Microorganisms residing in biofilms exhibit 

phenotypes distinct from planktonic cells, making treatment as a major challenge. 

Indeed, bacteria in biofilms can tolerate antimicrobial agent at some concentration rate 

10,000 times higher than the same bacteria grown planktonically (Anderl, 2000; Zuroff, 

2010). The penetration of antibiotics is generally reduced in the biofilm due, among 

others, to the extrapolymeric matrix (Sharma, 2019). Two types of in vitro biofilm 

models are currently used to predict antimicrobial efficacy against biofilm: closed and 

open systems. Closed systems are characterized by a limited supply of nutrients and 

an accumulation of wastes (Wilson, 2017). Open systems better reproduce the 

conditions encountered in vivo by a permanent control of nutrient supply, flow and 

temperature (Diez-Aguilar, 2017). The BioFluxTM 200 system is an open microfluidic 

system supporting high throughput testing (Lebeaux, 2014) and where adaptation of 

protocols to mimic the formation and management of biofilms in vivo is possible. 

 

Chronic wounds are typically colonized by consortia of microbial species (Dowd, 2008; 

James, 2008; Wolcott, 2009). Those polymicrobial infections have been proved to 

present an elevated mortality rates relative to monocultures infections (Pulimood, 

2002) and in vivo rabbit models demonstrated that mixte biofilm prevented wound 

healing compared to their respective monocultures (Pastar, 2013 et Seth, 2012).  A 

major challenge of biofilm community is to understand the complex interactions 

which occur between the bacterial species. Interactions between different bacterial 

but also between bacterial microenvironmental factors are known to affect the outcome 

of wound infections. For example, it has been observed that co-infection with P. 

aeruginosa and S. aureus is associated with higher inflammatory responses, 

increased antimicrobial tolerance and contributes to the chronicity of the wounds 

(Hotterbeekx, 2017; Nguyen, 2016; Hoffman 2006). It appears that the spatial 

organization formed by these bacteria influences their behaviour and are a key factor 

for the understanding of bacterial interactions inside polymicrobial biofilm. In wounds 

biopsies, it has been described that P. aeruginosa and S. aureus occupy different 

niches in the wound microenvironment, with P. aeruginosa aggregates located deeper 

in the wound, as compared to the more superficially located S. aureus (Fazli, 2009). 

The deep P. aeruginosa aggregates produce virulence factors that destroy infiltrating 

neutrophils, which also results in a constant cycle of recruitment of immune mediators 

and persistent inflammatory state. This indicates that this niche is likely beneficial for 



    Infection des plaies chroniques & Biofilms  
 
 

 166 

maintaining a stable, persistent infection state (Alves, 2018). In an inter-

kingdom wound infection model, C. albicans and Citrobacter freundii were shown to 

assemble (Kalan, 2016) into structured, three-dimensional biofilms, where C. 

albicans provided a scaffold for C. freundii to attach and proliferate. Those studies 

show the importance of considering all the species present in biofilms but also that 

their organization can give us answers on the interactions they build to cooperate in 

order to make the infection thrive. 

  

An important step in the management of bacterial biofilm is based on the control of the 

dissemination. Indeed, more and more studies are interested in the description of 

characteristics of bacteria released from the biofilm to improve understanding of the 

biofilm life cycle. Kaplan and Fine have recently shown that A. 

actinomycetemcomitans biofilm colonies are capable of releasing single cells or small 

clusters of cells into liquid medium and that these released cells can attach to the 

surface of the culture vessel and form new biofilm colonies faster, enabling the biofilm 

to spread (Kaplan, 2002). The ability of cells released from the biofilm to have different 

characteristics from the original planktonic cells or sessile bacteria was confirmed in 

P. aeruginosa and in Klebsiella pneumoniae (Rollet 2009 et Guilhen 2019).  

 

In view of those recent discoveries, from this study we describe the biofilm formation 

and antibiotic efficiency on preformed biofilm of several clinical strains of P. aeruginosa 

and S. aureus. We also investigated the spatial organization of P. aeruginosa and S. 

aureus inside a mixed biofilm. Finally, we determine the differences of behaviour of 

bacteria depending of their mode of growth. All the experiments lead in this study were 

done using a culture medium and a biofilm formation model mimicking the micro-

environment found at the wound bed.  

 

2. Materials and Methods 

 

2.1 Bacterial strains and culture conditions  

Bacteria and media used in this study are listed in Table 1. 

Bacteria were grown overnight in bacterial culture tubes under shaking at 200 rpm, in 

aerobic condition at 37°C in brain heart infusion (BHI, Sigma-Aldrich, Saint-Quentin-
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Fallavier, France) broth or in CWM (European patent application EP21305337) 

previously described (Pouget, 2021). 

Antimicrobial susceptibility testing of isolates was performed by broth microdilution 

method on BHI according to EUCAST recommendations 

(https://www.eucast.org/clinical_breakpoints). The same procedure was applied in the 

CWM to compare the effect of this medium on antibiotics action. 

Bacteria were transformed to be fluorescents using a plasmid with GFP for S. aureus 

and mCherry for P. aeruginosa strains.  For maintenance of plasmids, antibiotic 

concentrations used was 10 µg/ml of tetracycline in S. aureus and 100 µg/ml of 

gentamycin in P. aeruginosa.  

 

 

2.2 Biofilm formation of mono and mixed-culture in microfluidic conditions  

Biofilm formation in flow conditions was performed using the microfluidic system 

BioFlux™ 200 (Fluxion Bioscience Inc., Alameda, CA, USA). Bacteria tested were 

plated on selective agar (Mannitol salt for S. aureus and Cetrimide for P. aeruginosa).  

Colonies of the strains were resuspended in 3 mL of BHI or CWM and were incubated 

at 37°C with shaking (220 rpm) overnight. A bacterial suspension was then prepared 

from this overnight culture standardized to an OD600 of 0.1 ±0.05 following a serials 

200th dilutions (Naudin, 2019). The first step of the experiment consisted of priming the 

channel with 500µL of medium without bacteria in the inflow well with a pressure setting 

of 1 dyne/cm2 for 10 minutes. The remained medium present in the well was then 

withdrawn. Thereafter, the microfluidic channels were inoculated by injecting the 

bacterial suspension from the output reservoir for 30 minutes at 1 dyne/cm2. The setup 

was placed on the heating plate at 37°C. Finally, the bacterial suspension was added 

in the inflow well for 72-hr with pressure and temperature settings of 0.2 dyne/cm2 and 

37°C. Biofilms were obtained with bacteria cultivated either alone or in mixed culture 

in BHI and in the CWM. 

 

2.3 Recovery of sessile and free-bacteria from mature biofilm 

In order to recover bacteria at the end of their biofilm life cycle, the outflow well was 

discarded at 24-hr and 48-hr to avoid the collection of non-adherent bacteria. The 

output well was then recovered at 72-hr to collect planktonic bacteria released from 

the biofilm. To collect sessile bacteria, we used an increase of the flow as previously 
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described (Pouget, 2021). Briefly, 500µl of culture medium was added in the input well 

and a flow rate of 20 dynes/cm2 was applied for 20 minutes, alternating the direction 

every 5 minutes. Bacteria are then centrifuged and the bacterial pellet is stored at -20 

° C. A cell viability test was carried out for each sample using the LIVE/DEAD™ 

BacLight™ Bacterial Viability Kit (ThermoFisher Scientific, France). 

 

2.4 Automatized debridement and antibiotic treatment in the microfluidic 

system  

To mimic the first step of clinical management of a chronic wound, we developed an 

automatized debridement the aim of which is to remove part of the pre-formed biofilm 

(Pouget, 2021). After 72-hrs of biofilm formation, a shear flow of 5 dynes/cm² was 

applied from the inflow well to the outflow well for 10 minutes. The flow was then 

reinversed between the inflow and the outflow wells for 10 minutes. This process of 

flow reversion was performed twice for monomicrobial biofilm and 4-times for mixed 

polymicrobial biofilm. The aim of this flow inversion was to significantly reduce the 

biofilm constituted in the microfluidic channel to a maximum of 15% of remaining biofilm 

in the channel to mimic the in vivo conditions. Indeed, clinical studies determined that 

the biofilm is never completely removed after a wound debridement. There is always a 

percentage of remaining biofilm that makes its reformation facilitated. Clinical data 

estimate the effec-tiveness of debridement whether mechanical, surgical, enzymatic 

or other around 85% (Mori, 2019). After this automatized debridement, a dynamic flow 

(0.2 dyne/cm2 at 37°C for 24-hrs) of antibiotics was applied to evaluate their actions 

on the remaining pre-formed biofilm. All antibiotics and the concentrations used in this 

study are listed in Table 2. 

 

2.5 Visualisation and quantification of biofilm 

After 24-hr, 48-hr and 72-hr of incubation, biofilm formation was recorded using a 

fluorescence inverted microscope DM IRB (Leica Biosystems, Nanterre, France) 

coupled with a CoolSNAP FX camera (Roper Scientific, Lisses, France). MetaVueTM 

software (Molecular Devices, Sunnyvale, CA, USA) was used for imaging. ImageJ® 

was utilized to color black and white images, to overlay fluorescent images, to include 

scale bars and calculate biofilm percentage. The 16-bit grayscale images were 

adjusted with the threshold function to fit the bacterial structure and were analyzed 
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using the “Analyze Particles” function. The percentage of biofilm was evaluated before 

and after automatized debridement and after 24-hr of antibiotics treatment 

 

2.6 Organization of polymicrobial biofilm using confocal microscopy 

Planktonic S. aureus and P. aeruginosa cells expressing GFP or mCherry were grown 

and imaged by CLSM as followed. Overnight cultures were diluted to an OD600 of 0.1 

followed by a 400th serial dilution into fresh medium (CWM). Mixed solution of S. aureus 

expressing GFP and P. aeruginosa expressing mCherry at the same concentration 

were done. A microscopy slide was added on the microfluidic channel of the BioFlux 

system to be able to remove mature biofilm formed in the channel. We let biofilm 

formed for 72-hr. Then, the microscopy slide is carefully removed and washed twice in 

1X PBS before fixing cells with 3 % PFA. The slide is then covered with a coverslip, 

and imaged with an inverted Olympus Fluoview FV10i confocal laser scanning 

microscope fitted with a Plan-Apochromat 63×/1.40 numerical aperture oil differential 

interference contrast (DIC) objective set to a 1.0× digital zoom. In addition to the 

acquisition of DIC images, a 488-nm argon laser was used to excite any GFP present 

in the cells; a 588-nm argon laser was used to excite mCherry fluorescence and the 

emissions were collected with a 600- to 650-nm band pass filter. Images collected from 

biofilms were rendered with the Imaris 7.0.0 software suite (Bitplane, Saint Paul, MN). 

 

2.7 Growth curves 

Sessile cells, planktonic initial and release from biofilm were inoculated into 3 mL of 

CWM and grown for 3 hours with shaking. Cultures were then diluted into fresh media 

so that the initial OD was detectable above the OD of media alone (1:1–1:20 dilution 

rate). Cells (200 µL) were then inoculated into a 96-well flat-bottom microplate (Costar). 

Cultures were grown at 37 °C in an automatic microplate reader (Tecan Infinite F200), 

shaking at 200 rpm. OD600 readings were taken every hour with continuous shaking 

between readings. Each experiment was performed three times. 

2.8 Kinetics of early biofilm formation  

The early biofilm formation was assessed using Biofilm Ring Test® (BioFilm Control, 

Saint Beauzire, France) as previously described (Chavant, 2007) and according to the 

manufacturer’s recommendations. P. aeruginosa and S. aureus (sessile and 

planktonic initial and released) strains were cultured on liquid medium (CWM) at 37°C 
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for 6-hr. The bacterial suspension was standardized to an optical density at 600 nm of 

1.00 ± 0.05 and diluted at 1:250 in CWM to obtain a final concentration of 4.106 

CFU/mL. This bacterial suspension was complemented with 1% (v/v) magnetic beads 

(TON004). 200µL were then added, in triplicate, into a 96 well microplate for each time 

point (1, 3 and 5 hours). The plates were incubated without shaking at 37°C. After 

incubation, 100µL of liquid contrast (LIC001) solution was added on the top of each 

well. The microplate was placed on a magnetic block for 5 minute and scanned using 

the scanner and the BFCE3 software. Each experiment was performed two times using 

triplicates. Spots are quantified through specialized image algorithms that measures 

beads aggregation. Biofilm index (BFI) values are calculated for each well, and range 

from 0 (no aggregation, i.e. biofilm formation) to 20 (total aggregation, i.e. absence of 

biofilm formation) 

 

2.9 Quantification of biofilm biomass 

The mature biofilms were evaluated using bacterial quantification of biofilm biomass. 

The optical density at 600nm after 6-hr of incubation of bacterial suspensions, in CWM, 

were adjusted to 1.00 ± 0.05, before a 1:100 dilution in CWM. 200 μL of each 

suspension were transferred to a microplate (Falcon 96 Flat Bottom Transparent, 

Corning, USA) in triplicates and incubated at 37°C, 5% CO2 for 24h without shaking. 

Negative controls wells contained CWM alone. After incubation, the microplates were 

washed three times with 200 μL of 1X PBS. 200 μL of 1X PBS was finally added into 

the well before biofilm disruption. The disruption was performed by sonication for 10 

min at 40 KHz. Each well was then serially diluted and the last dilution was plated on 

non-selective agar (LB agar). The agar plate was then incubated overnight at 37°C and 

CFUs were counted. The experiment was performed twice for each sample.  

 

2.10 Gene expression of key regulators of biofilm formation 

Analysis of the mRNA (transcription) levels of spaA, fnbpA, hla, agrA for S. aureus 

and lasI, rhII, pel, psl for P. aeruginosa genes were performed following the method 

previously described by Doumith et al (Doumith, 2009). Briefly, total cellular RNA was 

extracted using the Rneasy® Mini kit (Qiagen, Courtaboeuf, France) and treated with 

RNase-free DNase (Qiagen) for 30 min at 37°C, after which a second step of 

purification was performed. RT-PCR was carried out in a LightCycler® using the one-

step LightCycler® RNA Master SYBR Green I kit (Roche Applied Science, Meylan, 
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France) according to the manufacturer's protocol. The specificity of the generated 

products was tested by melting- point analysis. Amplifications were performed in 

triplicate from three different RNA preparations.  Cycle threshold (Ct) values of the 

target genes were compared with the Ct values of the house-keeping rpoD gene for P. 

aeruginosa and gyrB gene for S. aureus. Those genes were chosen as endogenous 

reference for normalizing the transcription levels of the target gene. The condition 

where planktonic initial bacteria were cultivated in CWM was used as control and the 

normalized relative expressions of the studied genes in sessile and planktonic cells 

released from the biofilm in CWM were determined for each strain according to the 

equation 2-∆∆Ct, where ∆∆Ct = (Ctgene – Cthousekeeping gene) initial planktonic bacteria 

CWM - (Ctgene – Cthousekeeping gene) sessile or released cells in CWM. Primers used in 

this study are listed in Table 3. 

 

2.11 Statistics 

Statistical analyses were performed using GraphPad Prism version 7 or R version 

3.5.2. Tests used for the p-value determination are mentioned in each figure legend. 

 

3. Results  

 

3.1 Biofilm formation is enhanced in CWM  

 

To evaluate the potential of biofilm formation of two of the main species isolated from 

chronic wounds, we determined the percentage of biofilm formed in our Bioflux TM 200 

open system of S. aureus and P. aeruginosa reference and clinical strains. We test the 

bacteria either alone (Figure 1A and 1B) or associated in a co-culture where bacteria 

were added simultaneously and at a ratio 1:1 (Figure 1C). Experiments were done in 

a control BHI medium and the CWM (more adapted to mimic the environment 

encountered in wounds) developed in our unit. All the strains were able to form biofilm 

and to remain attached under shear force (Figures 1).  

The S. aureus Newman strain formed biofilm at each time (Figure 1A). Interestingly, 

at 24-hr the percentage of constituted biofilms ranged from 22.0% ±0.2 when the strain 

was cultivated in BHI to 43.5% ±0.4 in CWM (p<0.01) (Figure 1A). This significant 

difference was increased at 48-hr post incubation in the BiofluxTM system with 43.0% 
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±0.2 of bacteria in biofilm within the BHI medium vs 72.4% ±0.5 within the CWM 

(p<0.01) (Figure 1A). Finally, after 72-hr, the percentage of formed biofilm in CMW 

was almost complete (97.3%±0.1) whereas it was still incomplete in BHI (68.1% ±0.3) 

(p<0.01) (Figure 1A). The significant difference in the biofilm formation of S. aureus in 

the CMW compared to BHI was confirmed with the clinical strains. Percentage of 

biofilm formed in BHI after 24-hr was 24.1% ±0.5 and 27.3% ±0.3 for SAC 2 and SAC 

4 respectively but 39.2% ±0.6 for SAC 2 and 38.4% ±0.7 for SAC 4 in CWM (p<0.1) 

(Figure 1A). Same observation for 48-hr and 72-hr, the percentage of biofilm formed 

was always significantly higher (p<0.01) in CWM than in BHI (41.1% ±0.4 versus 

77.4% ±0.3 for SAC 2 and 43.1% ±0.3 versus 77.7% ±0.2 for SAC 4 at 48-hr; 

percentage at 72-hr were 79.5% ±0.5 in BHI and 95.7% ± 0.5 in CWM for SAC 2; 

81.0% ±0.4 in BHI and 97.9% ±0.8 in CWM for SAC 4) (Figure1A).  

P. aeruginosa biofilm formation inside the BiofluxTM system was shown in Figure 1B. 

Contrary to S. aureus, no difference in the percentage of biofilm formation has been 

observed after 24-hr post inoculation in the CWM (13.1% ±0.4) vs BHI medium (12.0% 

±0.3) (p=Not Significant (ns)) (Figure 1B). However, significant higher percentages of 

biofilm constituted in CWM compared to BHI were noted at 48-hr (52.4% ±0.1 vs 38.0% 

±0.1, respectively) (Figure 1B) (p<0,1) and at 72-hr (99.7% ±0.2 vs 70.1% ± 0.1, 

respectively) (p<0.01) (Figure 1B). For PAC 2, the first clinical strain of P. aeruginosa, 

percentage of biofilm formed in BHI after 24-hr was 14.1% ±0.5 in BHI and 17.3% ±0.3 

in CWM (p<0.1). This tendency was confirmed after 48-hr were the strain formed 

58.2% ±0.6 of biofilm in CWM to 42.4% ±0.4 in CWM (p<0.01). At 72h, those deviations 

were confirmed since we measured 97.7% ±0.2 of biofilm formed in CWM vs 72.1% ± 

0.6 in BHI(p<0.01) (Figure 1B). For PAC 4, after 24-hr the percentage of biofilm formed 

in the microfluidic channel was 15.1% ±0.2 in CWM versus 12.1% ±0.3 in BHI (p<0,1); 

61.7% ±0.2 in CWM versus 41.7% ±0.5 in BHI (p<0,01). Finally, the percentage at 72-

hr were 98.5% ±0.1 in CWM and 75.2% ± 0.5 in BHI (p<0,01) (Figure 1B).  

Finally, inside a mixed biofilm composed by S. aureus and P. aeruginosa reference 

strains, the two species formed faster and denser biofilm in CWM compared to BHI at 

any time (p<0,01) (Figure 1C). Indeed, a significant difference in the percentage of 

biofilm formation was noted at 24-hr (45.0% ±0.3 in CMW vs 27.4% ±0.2 in BHI), at 

48-hr (85.0% ±0.2 vs 70.0% ±0.1, respectively) and at 72-hr (99.3% ±0.2 and 72.0% 

±0.4, respectively) (Figure 1C). It is interesting to note that the same conclusions were 
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observed with clinical couple of S. aureus and P. aeruginosa SAC 2/PAC 2 and SAC 

4/ PAC 4 (p<0,01) (Figure 1C). 

Figure 1. Kinetics of biofilm formation of Staphylococcus aureus Newman and clinical 

strains SAC 2 and SAC 4 (A); Pseudomonas aeruginosa PAO1 and clinical strains 

PAC 2 and PAC 4 (B) and co-culture (C) in BHI (black) and CWM (grey) media in the 

BioFluxTM system. Percentages of biofilm formation were calculated at 24-hr, 48-hr 

(squared) and 72-hr (hatched) post-incubation in both media after three independent 

experiments. Percentage have been determined by the software ImageJ. Results are 

presented as the mean ± standard deviation. Statistics were performed using a t-test 

on GraphPad Prism version 7 to compared the % of biofilm formed in BHI and CWM 

for each time point. ns, p>0.05; *p<0.1; **p<0.01; ***p<0.001.

A B

C
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3.2 Antibiotic efficiency is dependent of the culture media in which 

bacteria evolved 

 

To mimic the management of chronic wounds, we adapted an automatized 

debridement of the biofilm inside the BiofluxTM system and administrated different 

antibiotics on pre-formed biofilms of S. aureus reference and clinical strains (Figure 

2A), P. aeruginosa reference and clinical strains (Figure 2B) and mixed culture 

(Figure 2C) in BHI and CWM. 

The MIC values for each antibiotic against the studied strains are shown in Table 2. 

After formation of a biofilm with S. aureus strains, no effect on the reduction of this pre-

formed biofilm was observed using 10x MIC of vancomycin whatever the media used 

and the strain (12.7% ±0.3 in BHI and 14.8% ±0.1 in CWM for Newman; 11.6% ±0.3 in 

BHI and 14.6% ±0.2 in CWM for SAC 2; 13.2% ±0.6 in BHI and 14.0% ±0.2 in CWM 

for SAC 4) (p=NS) (Figure 2A). At 10x MIC, oxacillin effect in terms of reduction of 

biofilm percentage for Newman (only in BHI; 9,8% ±0.6 (p<0.1) versus 12,4% ±0.3 in 

CWM) and SAC 4 (11.1% ±0.2 in BHI and 11,8% ±0.5 in CWM) (p<0.1). No effect was 

highlighted with SAC 2 (p=NS) (Figure 2A). Interestingly, an important reduction of the 

biofilm was detected using 10x MIC of linezolid in both media. S. aureus Newman 

showed a reduction of 8.4 % ±0.3 in BHI and 10.2 % ±0.2 in CWM (p<0,01). This 

tendency was confirmed with clinical strains where biofilm reduction was significant 

with the use of linezolid on SAC 4 (8.7% ±0.3 (p<0.01) in BHI and 11.1 % ±0.2 in CWM 

(p<0.1) and SAC 2 but only when culture in BHI (7.8% ±0.1) (p<0.01) whereas in CWM 

the effect was not significant (11.6% ±0.2) (p=NS) (Figure 2A). Dalbavancin used at a 

concentration of 10x MIC show no significant decrease of biofilm percentage in the 

majority of our tests. Newman culture in BHI show a significant reduction (9.9 % ±0.4) 

(p<0.1) that was not confirmed in CWM (13.5 % ±0.6) (p=NS). SAC 4 show the exact 

same pattern with a significant reduction only when the strain was culture in BHI (8.1 

% ±0.3) (p<0.1) whereas 12.7 % ±0.4 in CWM (p=NS). Dalbavancin was completely 

inefficient on SAC 2 pre-formed biofilm (13.6 % ±0.3 in BHI and 14.7 % ±0.5 in CWM) 

(p=NS) (Figure 2A). Finally, daptomycin at 10x MIC, proved a significant reduction of 

pre-formed biofilm in BHI (6.4% ±0.2 for Newman; 6.7 % ±0.3 for SAC 2 and 6.5 % 

±0.4 for SAC 4) (p<0.01). This effect was confirmed in CWM (7.5% ±0.1 for Newman 

(p<0.01); 10.9% ±0.3 for SAC 2 (p<0.1) and 8.6% ±0.1 for SAC 4 (p<0.01) (Figure 

2A). 
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Using P. aeruginosa strain, no effect could be noted on the reduction of a pre-formed 

biofilm when 10x MIC of imipenem was administrated whatever the media used (12.8% 

±0.4 for PAO1; 12.6 % ±0.3 for PAC 2; 12. 8% ±0.6 for PAC 4 in BHI and 12.6% ±0.4 

for PAO1; 13.3% ±0.4 for PAC 2; 14.7% ±0.5 for PAC 4 in CWM) (p=NS) (Figure 2B). 

Interestingly, 10x MIC of ceftazidime had a significant impact on the pre-formed biofilm 

whatever the media used (9.7% ±0.3 for PAO1; 7.5% ±0.4 for PAC 2; 7.0% ±0.5 for 

PAC 4 in BHI (p<0.01) and 10.3% ±0.6 for PAO1 (p<0.1); 8.6% ±0.3 for PAC 2; 8.4% 

±0.4 for PAC 4 in CWM) (Figure 2B).  

Finally, when an optimized combination of antibiotics (10x MIC of ceftazidime + 10x 

MIC of linezolid and 10x MIC of ceftazidime + 10x MIC of daptomycin) was used on a 

pre-formed biofilm constituted by association of S. aureus Newman and P. aeruginosa 

PAO1, a significant reduction of the pre-formed mixed biofilm was observed in both 

media when the association of ceftazidime and linezolid (7.4% ±0.2 in BHI (p<0.01) 

and 8.7% ±0.3 in CWM (p<0.1)) and of ceftazidime and daptomycin (5.6% ±0.2 in BHI 

(p<0.01) and 10.2% ±0.4 in CWM (p<0.1)) were used (Figure 3C). The efficiency of 

the association of antibiotics was significantly highlighted by the mixte clinical biofilm. 

The association of ceftazidime and linezolid reduce percentage of biofilm to 7.2 % ±0.2 

and 7.9 % ±0.3 in BHI (p<0.01) and CWM (p<0.1) for SAC 2/ PAC 2 and to 7.5 % ±0.3 

and 8.4 % ±0.2 in BHI and CWM for SAC 4/ PAC 4 (p<0.1) (Figure 3C). The 

association of ceftazidime and daptomycin also show a significant decrease of 

percentage of biofilm to 5.6 % ±0.1 and 9.9 % ±0.3 in BHI (p<0.01) and CWM (p<0.1) 

for SAC 2/ PAC 2 and to 7.1 % ±0.2 and 9.4 % ±0.2 in BHI (p<0.01) and CWM (p<0.1) 

for SAC 4/ PAC 4 (Figure 3C).  

We observe that the media used have an influence on the antimicrobial action of the 

antibiotics either on mono-specie biofilm or mixte biofilm of S. aureus and P. 

aeruginosa. 
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Figure 2. Percentage of biofilm reduction on pre-formed Staphylococcus aureus (A), 

Pseudomonas aeruginosa (B) and mixed biofilm (C) using 10x MIC of vancomycin, 

oxacillin, linezolid, dalbavancin, daptomycin, imipenem and ceftazidime in the CWM 

and BHI media. Reference strains are represented by the rectangle full of colour, the 

two clinical strains are represented in squared and in hatched.  An automatized 

debridement was fixed at 15% of biofilm left in the microfluidic channel before applied 

antibiotic treatment during 24h. The percentage of biofilm after the automatized 

debridement and before antibiotics treatment is represented by the black line. Samples 

were tested in three independent experiments. Results are presented as the mean ± 

standard deviation. Statistics were per-formed using a t-test on GraphPad Prism 

version 7 to compare the efficiency of antibiotics on pre-formed and debrided biofilm. 

ns, p>0.05; *p<0.1; **p<0.01; ***p<0.001. 

 

3.3 Pseudomonas aeruginosa and Staphylococcus aureus are not 

randomly associated in biofilm 
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Initially, we identified P. aeruginosa and S. aureus in swab material from chronic 

wounds by culturomique and MADI-TOF analyze. On the basis of those identities, we 

selected wounds containing both P. aeruginosa and S. aureus. In order to study the 

spatial distribution of P. aeruginosa and S. aureus we decided to make those clinical 

strains fluorescent. We modified S. aureus with a plasmid giving green fluorescence 

(pHOM-GFP) and P. aeruginosa with a plasmid giving red fluorescence (pBPF-

mCherry). Those strains were cultivated for 72-hr in the BiofluxTM 200 in the CWM 

before fixing the cells for a microscopy acquisition. We subsequently acquired images 

at three different regions on each section of the formed biofilm by confocal laser 

scanning microscopy (CLSM).  

The bacteria were predominantly present as large aggregates (Figure 3). We located 

the center of bacterial aggregates identified on each image (Figure 3 - bottom image) 

by using the calculator tool of Imaris software and measured its distance to the surface. 

This analysis showed that the S. aureus aggregates were located close to the wound 

surface, whereas the P. aeruginosa aggregates were located deeper in the wound bed 

(arrow). S. aureus strains were located at a distance of 10 to 15 μm to the “wound” 

surface, whereas P. aeruginosa aggregates were primarily located at a distance of 25 

to 28 μm to the surface (Figure 3). Images show that the range of the distribution of P. 

aeruginosa and S. aureus was limited, indeed colocalization of the two bacterial 

species was rare.  
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Figure 3. Staphylococcus aureus SAC 2-GFP cells (green) were cocultured with 

Pseudomonas aeruginosa PAC 2-mCherry (red) cells at a ratio 1:1. Cells were fixed 

after 3 days of coculture and visualised by confocal microscopy. White arrows point 

out S. aureus strain on top of P. aeruginosa strains. Scale bar = 20 μm.  

 

 

3.4 Planktonic released from the biofilm cells harbors a different behavior 

that sessile and initial bacteria 

 

In order to characterize the cells released from the biofilm, we test several bacterial 

parameters and compare initial planktonic cells to sessile cells and planktonic 

released from the biofilm cultured in CWM.  
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Bacterial Growth 

First, we showed that all bacteria regardless of their biofilm lifestyle were able to growth 

in the CWM. Concerning S. aureus reference strain Newman, we noticed that the 

planktonic released cells presented no statistical difference compared to initial cells. 

Sessile cells, contrarious, presented a significant decrease of the growth particularly 

at the end of exponential phase with one log difference (p<0.01) (Figure 4A). As it 

concerns the first clinical strain of S. aureus, planktonic released and sessile cells 

presented difference on the growth curve. Planktonic released have an intermediate 

behaviour. We noticed a difference of 0.6 log at the end of the exponential phase 

compare to initial bacteria (p<0.01). Sessile cells have a difference of 1.3 log (p<0;01). 

We also remark that the profile of the curve for sessile cells seemed flatter that their 

counterpart bacteria (Figure 4A).  The same profile was observed for the clinical strain 

SAC 4, with a clear difference of growth. Sessile cells presented a significant difference 

of 1 log at stationary phase of bacterial growth (p<0.01), this difference was measured 

by 0.5 log for bacteria released from the biofilm compare to initial bacteria (p<0.01) 

(Figure 4A).  

For P. aeruginosa, no difference was observed in growth curves for the reference strain 

PAO1 planktonic released versus planktonic initial. We noticed however a reduced 

growth (0.8 log) for sessile cells compared to initial ones (p<0.01) (Figure 4B). The 

clinical strain PAC 2 had a reduced growth rate for planktonic released (difference of 
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0.7 log) (p<0.01) and sessile cells (1.2 log) (p<0.01) at the stationary phase compared 

to initial bacteria (Figure 4B). For PAC 4, planktonic released presented also an 

intermediate behaviour with a growth rate less important than initial cells (reduced 

growth of 0.4 log at the stationary phase) (p<0.01) but more important than sessile 

cells (difference of 1 log with planktonic initial bacteria at the end of the exponential 

phase) (p<0.01) (Figure 4B).  

Figure 4. Growth curves of S. aureus reference and clinical strains (A) and P. 

aeruginosa reference and clinical strains (B) cultured in CWM. Planktonic initial cells 

are represented in round, sessile cells in triangle and planktonic released from the 

biofilm in square. Cultures were sampled at the indicated time points, measure of the 

OD600 were performed.  Experiments were performed in three biological replicates. 

Results are presented as the mean ± standard deviation of three different experiments. 

Statistics were performed using a t-test on GraphPad Prism version 7 to compare 

planktonic released and sessile cells compare to initial bacteria. ns, p>0.05; *p<0.1; 

**p<0.01; ***p<0.001 

 

Biofilm formation  

 

To determine the impact of bacteria lifecycle on biofilm formation and particularly on 

the first step of adhesion, we used the BioFilm Ring Test® on P. aeruginosa reference 

and clinical strains and S. aureus reference and clinical strains cultivated in CWM.  We 

performed the BioFilm Ring Test® after 3-hr of incubation in the CWM at 37°C.  

We observed that S. aureus Newman sessile cells have the ability to adhere more 

importantly than planktonic released (p<0.1) and planktonic initial (p<0.01) (BFI= 

8.7±0.2 vs 7.45±0.4 vs 6.4±0.3) (Figure 5A). This intermediate behavior of the 

planktonic released cell was confirmed with clinical S. aureus strains. SAC 2 planktonic 

released cells showed a BFI of 13.3±0.4 versus 14.9±0.3 for planktonic initial (p<0.1). 

Sessile cells were able to adhere significantly more (10.2±0.2) compare to initial ones 

(p<0.01) (Figure 5A). Those differences of behavior were increased in the case of 

SAC 4 where BFI of planktonic initial were measure to 16.7±0.2; planktonic released 

from the biofilm 14.8 ±0.1 (p<0.001) and sessile cells 10.1±0.2 (p<0.001) (Figure 5A). 

The same trend could be noted for P. aeruginosa PAO1, PAC 2 and PAC 4. Those 

strain developed a biofilm much easier when bacteria have already been in biofilm 

compare to initial cells which BFI were measured at 14.4±0.1 for PAO1; 15.5 ±0.3 for 
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PAC 2 and finally 15 ±0.2 for PAC 4 (Figure 5B). BFI values for planktonic released 

were 7.4±0.1 (p<0.01); 13.1 ±0.2 (p<0.001) and 11.8±0.1 (p<0.001) for PAO1; PAC 2 

and PAC 4 respectively (Figure 5B). Adhesion was significantly increased in the case 

of the sessile cells (4.2±0.3 for PAO1 (p<0.001); 7.4 ±0.2 for PAC 2 (p<0.001) and 

7.3±0.3 for PAC 4 (p<0.001)) (Figure 5B). 

 

To corroborate the effect of the biofilm on the capacity of cell to adhere and form biofilm 

we evaluated the mature biofilm biomass of the different strains in monoculture in the 

CWM. S. aureus strains presented a significant higher number of bacteria in the biofilm 

when sessile bacteria were used (8.1±0.6 for Newman, 8.3 ±0.3 for SAC 2 and 8.5 

±0.3 for SAC 4) (p<0.001) compare to planktonic initial bacteria (4.2 ±0.5; 4.6 ±0.4 and 

3.7 ±0.3 for Newman, SAC 2 and SAC 4 respectively) (Figure 5C). Once again, 

planktonic released seem to have an intermediate behaviour since biofilm biomasse 

was significantly higher compare to initial bacteria (6 ±0.4 for Newman (p<0.01); 5.7 

±0.2 for SAC 2 (p<0.01) and 6.2±0.4 for SAC 4 (p<0.01)) but less important than sessile 

cells (Figure 5C).  

For PAO1 and the clinical strains of P. aeruginosa, the intermediate behaviour of 

planktonic released cells to form biofilm was confirmed. Released cells were able to 

formed a denser biofilm than initial cells (8.1±0.1 versus 6.2 ±0.2 for PAO1 (p<0.01); 

8.4±0.3 versus 6.5 ±0.3 for PAC 2 (p<0.01); 8.1 ±0.3 versus 5.9 ±0.2 for PAC 4 

(p<0.01)) (Figure 5D). From all the bacteria mode analyze, sessile cells were once 

again the mode of growth allowing the reformation of biofilm faster and denser 

(10.2±0.2 for PAO1 (p<0.001 comparison with planktonic initial cells), 10.3 ±0.1 for 

PAC 2 (p<0.001) and 9.7 ±0.4 for PAC 4 (p<0.001)) (Figure 5D).  
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Figure 5. Quantification of biofilm formation of S. aureus and P. aeruginosa reference 

and clinical strains in CWM. Early biofilm step is represented by the Biofilm ring test 

assay after 3h of incubation in the medium (A and B), mature biofilm biomass 

quantification after 24h of incubation was also measured (C and D). Planktonic initial 

cells are represented in dark, sessile cells in light grey and planktonic released from 

the biofilm in dark grey. Samples were tested in triplicate in two independent 

experiments. Results are presented as the mean ± standard deviation of three different 

experiments. Statistics were performed using a t-test on GraphPad Prism version 7 to 
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compare planktonic released and sessile cells compare to initial bacteria. ns, p>0.05; 

*p<0.1; **p<0.01; ***p<0.001. 

 

Gene expression   

 

To assess and confirm the effect of lifecycle on biofilm formation we test the gene 

expression of some key regulators of biofilm formation. We measured the gene 

expression of fnbpA, hla, spaA and agrA on S. aureus reference and clinical strains 

cultivated in CWM. For P. aeruginosa strains, we chose to analyse the expression of 

rhII, lasI, pel and psl.  

The gene expression of the positive regulator of biofilm formation of S. aureus fnbpA 

and spaA show the same pattern for all the strains tested. The gene expression of 

fnbpA and spaA is increased in planktonic released cell compare to initial bacteria 

(21.9±0.3 for Newman (p<0.1); 21.8±0.2 for SAC 2 (p<0.1) and 21.5 ±0.1 for SAC 4 

(p<0.1) for fnbpA expression and 21.4±0.2 for Newman (p<0.1); 21.8±0.3 for SAC 2 

(p<0.1) and 21.9 ±0.2 for SAC 4 (p<0.1) for spaA expression) (Figure 6A).  This 

increase is more important with sessile cells (22.5±0.1 for Newman (p<0.01); 22.4±0.1 

for SAC 2 (p<0.01) and 22.3 ±0.2 for SAC 4 (p<0.01) for fnbpA expression and 22.15±0.2 

for Newman (p<0.01); 22.4±0.2 for SAC 2 (p<0.01) and 22.4 ±0.1 for SAC 4 (p<0.01) for 

spaA expression) (Figure 6A).  

This tendency was completely inverted for the expression of agrA, a negative regulator 

of biofilm formation, and hla, a virulence marker. For hla, the expression was 

decreased in planktonic released cells (2-1.12±0.1 for Newman (p<0.1); 2-2.3±0.2 for 

SAC 2 (p<0.01) and 2-1.2 ±0.2 for SAC 4 (p<0.1). This tendency is significantly more 

important in sessile cells ((2-2.4±0.2 for Newman (p<0.01); 2-2.6±0.1 for SAC 2 (p<0.01) 

and 2-2.4 ±0.3 for SAC 4 (p<0.01) (Figure 6B). Finally, the expression of agrA 

highlighted also that sessile cells have the expression the more decreased after 

released cells compare to planktonic initial cells expression (2-1.7±0.1 for Newman 

(p<0.1); 2-1.6±0.1 for SAC 2 (p<0.1) and 2-1.5 ±0.3 for SAC 4 (p<0.1) for planktonic 

released and 2-2.2±0.2 for Newman (p<0.01); 2-2.5±0.3 for SAC 2 (p<0.01) and 2-2.7 ±0.2 

for SAC 4 (p<0.01) for sessile cells (Figure 6B). 

P. aeruginosa expression of exo-polysaccharides pel and psl, two extracellular 

polysaccharides implicated in biofilm development have been analysed by qRT-PCR. 

These results are shown in Figure 6C. A significant difference in the expression of the 
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exopolysaccharides pel and psl was observed after recovering of planktonic released 

cells (21.6±0.2 for PAO1; 21.8±0.2 for PAC 2 and 21.45 ±0.1 for PAC 4 for pel and 21.3±0.1 

for PAO1; 21.2±0.4 for PAC 2 and 21.28 ±0.4 for PAC 4 for psl) (p<0.1) but also in sessile 

cells where the difference was significantly more important (22.4±0.1 for PAO1; 22.6±0.4 

for PAC 2 and 22.5 ±0.3 for PAC 4 for pel and 22.03±0.2 for PAO1; 22.15±0.3 for PAC 2 

and 22 ±0.2 for PAC 4 for psl)  (p<0.01) (Figure 6C). 

As it concerns the expression of key regulators of quorum sensing in P. aeruginosa, 

rhII expression after recovery of sessile bacteria was significantly higher compared to 

initial bacteria (21.6±0.3 for PAO1; 22.2±0.3 for PAC 2 and 22.3 ±0.2 for PAC 4) (p<0.1). 

This observation was also true for planktonic released cells even if the expression was 

not increase as much as what we measured in sessile cells (21.1±0.2 for PAO1; 21.3±0.3 

for PAC 2 and 21.15 ±0.2 for PAC 4) (p<0,01) (Figure 6D). Expression of lasI showed 

also a similar patter with an intermediate expression in the biofilm released cells 

(21.9±0.1 for PAO1 (p<0.01); 21.3±0.2 for PAC 2 (p<0.1) and 21.7 ±0.3 for PAC 4 (p<0.1)). 

Once again, the expression of our regulator was significantly more increased when 

bacteria were in a mode of growth sessile (22.23±0.2 for PAO1; 22.25±0.3 for PAC 2 and 

21.19 ±0.4 for PAC 4) (p<0.01) (Figure 6D). 
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Figure 6. Gene expression of Staphylococcus aureus Newman, SAC 2 and SAC 4 

fnbpA, agrA, spaA, hla (A, B) and Pseudomonas aeruginosa PAO1, PAC 2 and PAC 

4 lasI, rhII, pel, and psl (C, D) after recovering sessile and released from the biofilm 

cells in the BioFluxTM system after 72h of culture in CWM. Planktonic released cells are 

represented in dark, sessile cells in light grey. Reference strains are represented by 

the rectangle full of colour, the two clinical strains are represented in squared and in 

hatched. Samples were tested in triplicate in two independent experiments. Results 

are presented as the mean ± standard deviation of three different experiments. 

Statistics were performed using a t-test on GraphPad Prism version 7. ns, p>0.05; 

*p<0.1; **p<0.01; ***p<0.001. PR: Planktonic released; PI: Planktonic initial; S: Sessile 

cells. 

 

 



    Infection des plaies chroniques & Biofilms  
 
 

 186 

4. Discussion  

 

Biofilm formation is a crucial step in the pathophysiology of chronic wounds (Pouget, 

2020). Its study is of concern and need the development of new tools (Silva, 2021), in 

particular for the determination of the action and efficacy of antimicrobial agents. 

Biofilms are involved in more than 80% of chronic wound infections (Jamal, 2018). The 

penetration of antibiotics is generally reduced in the biofilm due, among other things, 

to EPS (Sharma, 2019). The study of the efficacy of antimicrobials on a biofilm mixture 

of P. aeruginosa and S. aureus is particularly interesting, because these bacteria are 

most of the time co-isolated at the level of the wound bed and their interactions confer 

an additional difficulty in the eradication of the biofilm (Omar, 2017). We therefore 

developed a protocol to test the efficiency of some antibiotics after an automatized 

debridement mimicking the first step of chronic wound management (Pouget, 2021). 

Oxacillin, vancomycin and dalbavancin were particularly inefficient at a concentration 

of 10x MIC against a pre-formed biofilm of S. aureus. Only daptomycin and linezolid 

had clearly activities. This difference could be explained by the ability to linezolid or b-

lactams to penetrate deeper into the biofilms and to be able to directly contact with 

bacteria. The literature data on the effect of vancomycin as a potential antibiofilm is 

consistent with what this study highlighted. Vancomycin at MIC concentration are not 

capable of generating a reduction in bacterial density within the biofilm (He, 2017). 

Regarding linezolid, Gander et al. (Gander, 2002) have observed an effect of 1x MIC 

on early step of biofilm formation. Finally, daptomycin have already been reported 

effective on clinical isolate of S. aureus (Siala, 2014). Interestingly, the two antibiotics 

used against P. aeruginosa showed different effect. Only ceftazidime at 10x MIC were 

able to disrupt pre-formed biofilm. Regarding the recent literature data on 

P. aeruginosa biofilm and the efficacy of antibiotics, several studies have highlighted 

an inefficiency of the imipenem at sub-MIC and MIC concentrations to reduce 

bacteriological biomass within the biofilm. Authors have shown that the use of 

imipenem even favoured the maturation and increase of bacterial biomass in biofilm 

from clinical isolates of cystic fibrosis (Bagge, 2004; Karaman, 2013). Association of 

several demonstrated active antibiotics on mixte biofilm of S. aureus and P. aeruginosa 

showed a significative reduced percentage of biofilm formed in the microfluidic 

channel. As far as we know, no studies have investigated the effect of the association 
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of antibiotics on mono-species or polymicrobial biofilm formed by S. aureus and P. 

aeruginosa. This study could, therefore, be used as reference for comparation of other 

association of antibiotics against biofilm.  

 

After studying mono-species biofilms, research gradually turned to investigate the 

complexity and interactions in multispecies biofilms (Zengler, 2012; Burmolle, 2014). 

Observations highlighted that bacteria residing in mixed biofilms organize themselves 

in a particular spatial way in response to interspecies interactions (Burmolle, 2014; 

Momeni, 2013; Dowd, 2008). Metabolic interactions, leading to bacterial cooperation 

or competition, are ubiquitous in polymicrobial biofilms and play an important role in 

maintaining diversity and stability of the microbial communities (Moller, 1998; Embree, 

2014; Zelezniak, 2015). In general, in structured environments such as biofilm, 

coexistence of bacterial species is favoured through beneficial interactions such as co-

metabolism and coordinated interactions (Hanse, 2007; Pande, 2015) as proved by 

Harrison on bacterial virulence (Harrison, 2006). However, in recent years a number 

of studies demonstrate that those interactions are not always in favour of the infection 

(Ngba Essebe, 2017; Hoffman, 2006; Price, 2019; Schurr, 2020). Investigate the 

mechanisms of cooperation and inhibitions which govern the bacterial mixte biofilms 

of chronic wounds go through the study of spatial organization of species. To achieve 

this, we modified our clinical strains of S. aureus and P. aeruginosa to incorporate a 

fluorescence vector plasmid. Then, we developed a protocol to visualize in confocal 

microscopy the organization of the different bacterial species in the mature biofilm 

formed in chronic wound conditions. Results demonstrate that within the polymicrobial 

biofilm, S. aureus and P. aeruginosa are not randomly organized. Thanks to confocal 

microscopy and fluorescence, we observe that P. aeruginosa is found deeper in the 

wound bed than S. aureus. This observation has already been described in vitro by 

studying mixed Pseudomonas/Staphylococcus biofilms in chronic wounds from 

biopsies (Fazli, 2009). The ability of P. aeruginosa to migrate deeper in the wound can 

be explain by via its type IV pili and the flagellum (Barken, 2009; Klausen, 2003; 

Madsen, 1996) may explain the presence of these bacteria in the deeper regions of 

chronic wounds. Further studies are necessary to confirm and understand why those 

bacteria are not found at the same level in chronic wounds and that it brings in terms 

of cooperation.  
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During biofilm formation, it is shown that sessile cells acquire different physiological 

characteristics than planktonic initial cells. The modifications concern the production of 

EPS, the bacterial growth, the expression of some genes regulating cell adhesion and 

biofilm regulation, or the resistance to antimicrobial agents and antibiotics (Davies, 

2003). Among important stages in the development of biofilm, cell detachment (Sauer, 

2002) is a key element in allowing the colonization of new surfaces (Kaplan, 2003; 

Hunt, 2004). However, little work has been done to elucidate characteristics of the cells 

released from the biofilm. Some studies have focused on mechanisms using a 

molecular approach, but very little research has been done to study the physiology of 

those particular cells (Boles, 2004; Bester, 2005; Ymele-Leki, 2007).  

The technique and protocols developed in this work to collect sessile and biofilm-

released cells and cultivate them under stressful conditions could constitute a new 

reproducible tool to study the characteristics of bacterial biofilms. Regarding the growth 

kinetics, the sessile and detached cells appear to be in a different physiological state 

from the original cells. The differences observed at the end of the exponential phase 

in sessile and released bacteria suggest that they need a period of adaptation to return 

to planktonic growth. These results confirm that sessile and planktonic bacteria exhibit 

different characters (Costerton, 1987). They agree with published results showing that 

limiting the diffusion of oxygen and nutrients in biofilms alters bacterial growth rates 

(Xu, 1998, Rollet, 2009). They also indicate that released cells are less able to revert 

to the planktonic mode. The ability to re-adhere to surfaces and re-form a biofilm also 

proved that sessile and released bacteria were able to exhibit a faster adhesion 

compare to initial bacteria. These adhesion data are confirmed by other publications 

in P. aeruginosa (Rollet, 2009) and in Klebsiella pneumoniae (Guilhen, 2019). These 

results could be explained by changes in the physicochemical properties of the cells 

resulting on an easier adhesion to various supports. For example, studies have shown 

differences in hydrophobia (Berlanga, 2017) or in affinity for non-polar solvents 

(Pelletier, 1997; Bellon-Fontaine, 1996). Finally, concerning the gene expression 

measured in the various populations of bacteria, two hypotheses are currently being 

considered. The first maintains that the bacteria released have characteristics very 

similar to sessile bacteria temporarily until they gradually regain a planktonic 

phenotype (Gilbert, 1993; Bester, 2005). The second hypothesis highlighted released 

from the biofilm cells as a real isolated population (Guilhen, 2016). 
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In chronic wounds, pathological biofilm formed by S. aureus and P. aeruginosa is 

frequent and difficult to treat. Indeed, new therapeutic strategies are needed and 

proved efficiency on pre-formed biofilms in vitro is a great first step in the discovery of 

future management of these infections. The combination of a chronic wound medium 

and the BioFluxTM microfluidic system represents a powerful tool to study the biofilm 

formation and to screen the potential anti-biofilm actions of candidate molecules under 

conditions mimicking those encountered in vivo. Improving current management 

techniques for chronic wounds also involves enhancing knowledge of the organization 

of polymicrobial biofilms as well as the control of its dissemination. The development 

of the techniques presented below seems a good way to improve the state of the art 

of biofilms found at the wound bed of chronic wounds.  

 
Tables. 
 

Strain Characteristics Reference 

PAO1 Reference strain Holloway et al, 1979 

Newman Reference strain Duthie et al, 1952 

PAO1-mCherry PAO1 reference strain with pBPF-mCherry 
plasmid 

Belon et al, 2015 

Newman-GFP Newman reference strain with pHOM-GFP 
plasmid 

Provided by V. Molle 
 

SAC 2 
 
 

SAC 4 

Staphylococcus aureus clinical strain 
isolated on a DFI 

 
Staphylococcus aureus clinical strain 

isolated on a DFI  

       This study 
 
 
       This study  

 
SAC 2-GFP 

 
 

SAC 4-GFP 

 
S. aureus clinical strain with pHOM-GFP 

plasmid 
 

S. aureus clinical strain with pHOM-GFP 
plasmid 

  
       This study 
 
 
       This study  

 
PAC 2 

 
 

PAC 4  

 
Pseudomonas aeruginosa clinical strain 

isolated on a DFI 
 

Pseudomonas aeruginosa clinical strain 
isolated on a DFI 

 
      This study 
 
 
      This study 
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PAC 2-mCherry 

 
P. aeruginosa clinical strain with pBPF-

mCherry plasmid 

 
      This study 

PAC 4-mCherry P. aeruginosa clinical strain with pBPF-
mCherry plasmid 

      This study 

Media Characteristics Reference 

BHI Brain Heart Infusion, reference medium for 
bacterial culture 

 

Sigma-Aldrich 

CWM Chronic Wound Medium, medium mimicking 
in vivo conditions encounter in chronic 

wounds 

European patent 
application 

EP21305337 
 

Table 1. Bacterial strains and media used in this study. 
 

 
Antibiotics Strains Concentrations 

used  
EUCAST 

MIC 
breakpoints 

(mg/L) 

MIC in 
BHI 

(mg/L) 

MIC in 
CWM 

(mg/L) 

Vancomycin 
(Mylan) 

S. aureus 
Newman 
SAC 2 
SAC 4  

10 xMIC 
 

10 xMIC 
10 xMIC 

 

2 
 

2 
2 

1 
 

2 
2 

1 
 

2 
4 

Oxacillin 
(Astellas) 

S. aureus 
Newman 
SAC 2 
SAC 4 

 

10 xMIC 
 

10 xMIC 
         10 xMIC 

ND 
 

ND 
ND 

0.5 
 

1 
0.5 

1 
 

2 
2 

Linezolid 
(Fresenius 

Kabi) 
 
 

Daptomycin 
(Cubicin)  

 
 

 
Dalbavancine 

(IHMA)  
 

S. aureus 
Newman 
SAC 2 
SAC 4 

 
S. aureus 
Newman 
SAC 2 
SAC 4 

 
S. aureus 
Newman 
SAC 2 
SAC 4 

10 xMIC 
 

         10 xMIC 
         10 xMIC 
 

10 xMIC 
 

         10 xMIC 
         10 xMIC 
 

10 xMIC 
 

         10 xMIC 
         10 xMIC                      

4 
 

4 
4 

 
1 

 
1 
1 

 
0.125 

 
0.125 
0.125 

1 
 
1 
1 
 

0.5 
 
1 
1 
 

0.125 
 

0.5 
0.5 

1 
 

1 
2 

 
0.5 

 
2 
1 

 
0.250 

 
1 
1 

Imipenem  
(Arrow 

Generique) 
 
 

P. aeruginosa 
PAO1 

 
PAC 2 
PAC 4 

 

10 xMIC 
 
 

10 xMIC 
10 xMIC 

4 
 
 

4 
4 

1 
 
 

2 
2 

2 
 
 

2 
4 
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Ceftazidime 
(PanPharma) 

P. aeruginosa 
PAO1 
PAC 2 
PAC 4 

10 xMIC 
 

10 xMIC 
10 xMIC 

8 
 

8 
8 

1 
 

2 
2 

1 
 

4 
4 

*ND, not defined 
 

Table 2. Antibiotics used and Minimal Inhibitory Concentration determined in this study. 
 

Primers used 
and target 
function 

Target 
region 

Primer 
name 

Oligonucleotide sequence Reference 

Acyl homoserine 
lactone 

 
lasI 

lasI-F 
lasI-R 

5’ – GCCCCTACATGCTGAAGAACA – 3’ 
5’- GTCCAGAGTTGATGGCGAAA – 3’ 

Aghamollaei, 
2015 

Acyl homoserine 
lactone 

 
rhII 

rhII-F 
rhII-R 

5’- AGCTTCTCGATGAAGACCTGATG -3’ 
5’- TGCTCTCTGAATCGCTGGAA - 3’  

Mukherjee, 
2017 

Exopolysaccharides pel 
pel-F 
pel-R 

5’ – AGCAAGAAAGGAATCGCCG – 3’  
5’ – GACCGACAGATAGGCGAAGG – 3’ 

Colvin 2011 

Exopolysaccharides psl 
psl-F 
psl-R 

5’- CTGCCCTCACCTTTCGCC – 3’ 
5’- GGAAGGATCAGCTGCG – 3’  

Colvin 2011 

Housekeeping gene 
P. aeruginosa 

rpoD 
rpoD-F 
rpoD-R 

5’- CGATCGGTGACGACGAAGAT- 3’  
5’- GTTCATGTCGATGCCGAAGC- 3’ 

Seder 2021 

α hemolysin 

 
hla 

hla-F 
hla-R 

5’- TCCAGTGCAATTGGTAGTCA - 3’ 
5’- GGCTCTATGAAAGCAGCAGA - 3’ 

Otto, 2013 

Protein A spa 
spa-F 
spa-R 

5’-TATGCCTAACTTAAATGCTG - 3’ 
5’- TTGGAGCTTGAGAGTCATTA- 3’ 

Otto, 2013 

Accessory gene 
regulator 

agrA 
agrA-F 
agrA-R 

5’- CAAAGAGAAAACATGGTTACCATTATTAA -3’ 
5’- CTCAAGCACCTCATAAGGATTATCAG -3’ 

Garzoni, 
2007 

MSCCRAM fnbpA 
fnbpA-F 
fnbpA-R 

5’- AAATTGGGAGCAGCATCAGT - 3’ 
5’- GCAGCTGAATTCCCATTTTC - 3’ 

Pfaffl, 2001 

Gyrase B gyrB 
gyrB-F 
gyrB-R 

5’- AGTAACGGATAACGGACGTGGTA - 3’ 
5’- CCAACACCATGTAAACCACCAGAT - 3’ 

Ngba 
essebe, 

2017 

 
Table 3. Primers used in this study 
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Les plaies chroniques sont un problème de santé publique. La difficulté de prise 

en charge des infections sous-jacentes corrélée à la présence d’un biofilm 

polymicrobien au niveau du lit de la plaie, augmente le risque d’amputations des 

membres inférieurs.  

Dans le but d’améliorer la compréhension du rôle de ce biofilm multi-espèce, 

d’améliorer la prise en charge des plaies chroniques et de développer de nouvelles 

stratégies thérapeutiques nous avons axé ce travail de thèse autour de 2 questions :  

 

1. Est-ce que les facteurs environnementaux rencontrés par les 

bactéries au niveau des plaies chroniques influencent le 

comportement (virulence, fitness, morphologie, adhésion, 

expression génique) de souches de S. aureus et P. aeruginosa 

isolées des plaies de patients ? 

 

2. Est-il possible de mettre au point un nouveau modèle in vitro 

permettant l’étude de la formation d’un biofilm polymicrobien dans 

des conditions proche de l’in vivo afin de suivre l’organisation des 

différentes espèces bactériennes mais aussi d’évaluer le pouvoir 

antibiofilm de potentielles molécules thérapeutiques ?  

 
 

Le milieu plaie : un modèle in vitro innovant 
 

L’équipe INSERM U1047 (axe plaies chroniques) travaille depuis longtemps sur 

l’évolution de la virulence de souches de S. aureus isolées de plaies du pied 

diabétique. Ils ont notamment mis en évidence la présence d’un phage ROSA-like chez 

une souche clinique de S. aureus affectant son potentiel de virulence. Ces travaux ont 

nourri des interrogations autour de l’influence des facteurs environnementaux sur le 

comportement des souches bactériennes.   

En effet, au sein des UPD, les bactéries sont soumises à des conditions 

environnementales particulières du fait de la physiopathologie diabétique 

(artériopathie, neuropathie, déséquilibre glycémique...). Ces conditions ont un impact 

sur le comportement des bactéries.  Le but de notre premier travail était alors d’évaluer 
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l’effet des conditions strantes observées au sein des plaies du pied chez le patient 

diabétique sur le potentiel de virulence de S. aureus. Nous avons initialement testé 3 

conditions particulières liées au UPD : l’hyperglycémie (ajout de glucose), l’ischémie 

(anaérobiose) et enfin la présence d’antibiotiques à des concentrations 

subinhibitrices dans le milieu environnant.  

Cette étude de l’adaptation de souches de S. aureus cliniques aux facteurs de 

stress environnant rencontrés dans le pied diabétique a été effectuée dans un modèle 

in vitro adapté pour mimer les conditions de chronicité des UPD. Ce modèle adapté 

depuis le « Lubbock model » décrit par Sun et al. 173 a pu être validé par l’apparition 

de small colony variants (SCVs) après une exposition prolongée de S. aureus à ce 

milieu. Ces petites colonies métaboliquement inactives sont caractéristiques de S. 

aureus en situation d’infections persistantes. D’autre part, l’étude a permis la 

comparaison du potentiel de virulence des souches après une expositions courte (24h) 

et une exposition prolongée de 16 semaines, correspondant à une situation 

chronique.  

Les études transcriptomiques ont mis en évidence qu’après 16 semaines de 

culture en conditions stressantes, l’expression de gènes de virulence codant pour la 

toxine de Panton et Valentine et EdinB étaient fortement diminuée. Le système de 

régulation LukF/LukS-PV présentait une diminution de 3 « fold change » sous 

vancomycine, 7 dans un milieu hyperglucosé, 8 fois en anaérobiose, et de 2 fois 

sous linézolide. Les « fold changes » d'edinB et edinC étaient également diminués 

entre 10 et 30 fois sous vancomycine, linézolide et en milieu hyperglucosé et de 

15 fois en anaérobiose. En ce qui concerne les autres toxines, l'expression des 

gènes codant pour les hémolysines alpha et beta étaient diminuées pour toutes 

les souches quelle que soit la condition testée. L'ensemble de ces résultats 

suggère que les principaux gènes de virulence de S. aureus sont sous-exprimés 

après une exposition prolongée à des concentrations subinhibitrices 

d'antibiotiques, en condition d’anaérobiose et en hyperglycémie. Il est également 

intéressant de noter qu’après 16 semaines de culture en excès de glucose, 

l’expression des gènes d’adhésion fnbpA et eap était augmentée. Nos résultats 

semblent donc indiquer que l’ajout d’antibiotiques (vancomycine et linézolide) 

diminuent de façon significative la virulence des souches de S. aureus. Le 
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linézolide s'est avéré être plus efficace que la vancomycine, résultat fidèle aux 

conclusions proposées par d’autres études qui présentent le linézolide comme étant 

plus efficace cliniquement que la vancomycine 174-176. La formation de biofilm après 

une exposition longue au glucose et à la vancomycine s’est avérée être augmentée 

chez toutes les souches de S. aureus.  Le glucose semble stimuler l’opéron gbaAB qui 

régule la formation du biofilm en activant l’expression de ica chez S. aureus. GbaA est 

modulé par l’interaction avec des composés inducteurs et facilite l’adaptation de S. 

aureus au stress en induisant la formation de biofilm 177.  

Ces résultats nous confirment que la virulence de S. aureus est impactée par 

les différentes conditions stressantes rencontrées au niveau des infections du pied 

diabétique, en particulier pour les gènes codant pour les toxines PVL et Edin. Les 

souches sont toutefois capables de survivre soit par l'activation d'autres facteurs de 

virulence (toxines Sea, Hla), soit par un changement phénotypique en small colony 

variant et un comportement dirigé vers la formation de biofilm. 

Encouragés par nos résultats préliminaires sur le modèle mis en place pour les 

UPD, nous avons donc conclu que toutes les plaies chroniques constituaient des 

environnements particuliers qui, pour être étudiées, nécessitaient l’obtention de 

modèles in vitro fiables et représentatifs. Le but de notre travail a alors été de 

référencer le plus exhaustivement possible l’environnement (qu’il soit microbiologique, 

physico-chimique, inflammatoire ou encore cellulaire) rencontré dans les plaies 

chroniques en général et non plus dans les infections des plaies chez le patient 

diabétique.  L’idée était de développer un modèle de base robuste pour ensuite 

pouvoir l’adapter à des plaies particulières (UPD, escarres, brûlures...).  

Au cours de nos recherches, nous avons découvert des études démontrant 

l’effet du milieu de culture sur la sensibilité à différents antibiotiques de souches 

cliniques de S. aureus issues de plaies 173. Comparativement à la sensibilité établie en 

milieu Mueller-Hinton, la croissance de souches de S. aureus dans du milieu de culture 

Lacks modifié (milieu MLM ; simulant l’environnement du nasopharynx) accroit la 

sensibilité des souches d’un facteur 4 à 256 pour l’azithromycine, l’érythromycine, la 

streptomycine, le ceftriaxone et la cefalotine. Au contraire, la résistance de ces 

souches à la daptomycine et la rifampicine est augmentée en milieu MLM d’un facteur 

4 à 16. Dans le cas de la daptomycine et la rifampicine, les souches étant considérées 
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comme sensibles en milieu MH, ces 2 antibiotiques auraient donc pu être prescrits, 

alors qu’ils sont considérés comme inefficaces dans la condition MLM. Il apparait donc 

clairement que le milieu de culture a un effet sur la capacité des microorganismes à 

s’adapter à leur environnement et que les milieux utilisés en routine sur de nombreux 

microorganismes ne permettent pas d’obtenir des résultats fiables quant au 

comportement des dits microorganismes dans leur environnement naturel.  

Outre les caractéristiques intrinsèques à la plaie, il était important de baser notre 

modèle sur des données également microbiologiques. Une des caractéristiques 

essentielles des plaies chronique est le fait qu’elles soient plurimicrobiennes, théâtre 

d’interactions entre espèces bactériennes via le biofilm. Le modèle « plaies 

chroniques » devait alors permettre une co-culture de microorganismes les plus 

couramment isolés des plaies chroniques tout en permettant de prendre en compte 

des facteurs environnementaux et en favorisant le mode de croissance sessile des 

bactéries. Une des interactions bactériennes les plus référencées concernant les 

plaies chroniques est la coopération entre S. aureus et P. aeruginosa 126. Ainsi, nous 

nous sommes concentrés sur la co-culture et l’association entre ces deux bactéries.  

Il existait à notre connaissance 3 modèles ayant été développés pour étudier 

les biofilms multi-espèces observés dans les plaies chroniques. Ces modèles 

s’intéressaient en particulier à la formation de biofilm par 3 microorganismes isolés 

dans les plaies chroniques, à savoir S. aureus, P. aeruginosa et Enterococcus faecalis. 

Il s’agit notamment du milieu Lubbock basé sur le milieu de culture Bolton 173 

comprenant 50% de plasma défibriné de bovin ainsi que 5% d’hématies de cheval 

hémolysées. Ce milieu a été utilisé afin de montrer d’éventuelles interactions 

synergiques entre S. aureus et P. aeruginosa 126. Les auteurs ont montré que la co-

culture de S. aureus avec P. aeruginosa dans du milieu Lubbock est possible. Ladite 

co-culture dans du milieu Lubbock permet aussi la sélection d’une sous population de 

S. aureus résistant à la gentamicine.  

Toutefois, le milieu Lubbock ne tient pas compte d’un certain nombre de 

facteurs environnementaux. Les milieux connus ont été établis à partir de constituants 

très différents de ceux décrits dans les plaies humaines, par exemple du plasma de 

bovin et du sang de cheval ont été utilisés associés à un pH de l’ordre de 7,2 – 7,4. 

De plus, les milieux connus ne reproduisent pas les conditions physiologiques et 
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environnementales des plaies chroniques, les bactéries étant en contact avec du 

sérum 173 et non du plasma. Cette différence impacte le processus de cicatrisation et 

également le comportement des bactéries : croissance, sensibilité aux antimicrobiens, 

sous forme planctonique ou biofilm.  

Un second milieu IVWM (« In Vitro Wound Milieu ») a été proposé par Kadam 

et al. 177 pour étudier spécifiquement les biofilms de plaies chroniques. Ce milieu IVWM 

est constitué de sérum de veau fœtal (70%), d’acide lactique (11-12mM), de 

lactoferrine (20-30µg/mL), de fibrinogène (200-400µg/mL), de fibronectine (30-

60µg/mL), de collagène (10-12µg/mL), et est ajusté à pH 5,25. Ce pH acide étant celui 

d’une peau saine, et non celui d’une plaie non cicatrisée, plus alcalin. Les auteurs ont 

comparé la croissance d’une souche de S. aureus AH133, d’origine non précisée et 

d’une souche de référence P. aeruginosa (PAO1) non clinique, seule ou en co-culture. 

La croissance en milieu IVWM des souches S. aureus et P. aeruginosa était moins 

rapide qu’en milieu Lysogeny Broth, en particulier celle de S. aureus. En co-culture, 

autant en Lysogeny Broth qu’en IVWM, la croissance de S. aureus a été fortement 

diminuée. La mesure de la sensibilité aux antibiotiques, en particulier la tobramycine 

pour P. aeruginosa et la vancomycine pour S. aureus a été réalisée sur des bactéries 

dans des biofilms établis et non sur des bactéries en état planctonique. Ce milieu a 

ainsi été décrit pour mesurer la croissance bactérienne de S. aureus et P. aeruginosa 

en culture simple ou co-culture ainsi que pour mesurer une sensibilité de bactéries 

sessiles vis-à-vis d’un antibiotique (1 antibiotique testé sur les 2 souches). 

Dans ce contexte, nous avons développé notre propre modèle in vitro appelé 

CWM pour « Chronic Wound-like Medium » afin de résoudre les inconvénients et 

obstacles de l’art antérieur.  

Ce milieu permet :  

-  La culture des microorganismes les plus souvent isolés des plaies 

chroniques (S. aureus, P. aeruginosa, S. epidermidis, E. coli, H. 

kunzii...). 

- La co-culture des différentes espèces citées pendant une 

exposition de longue durée, au moins 6 semaines. 

- De mimer l’environnement d’une plaie, d’une part par les 

constituants, et d’autre part par le pH. Le milieu comprend du milieu 
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Bolton, source de peptone (79,5%), du sérum humain 

décomplémenté (20%), du sang humain hémolysé (0,5%), des 

débris cellulaires (kératinocytes), des sels minéraux et un pH 

tamponné à 8. Les peptones, le sérum et le sang miment les 3 

constituants essentiels retrouvés au niveau des plaies chroniques à 

savoir des tissus endommagés, des globules rouges et du sérum 

humain comprenant cytokines, protéines matricielles ... 

- Le mode de croissance des bactéries sous forme planctonique mais 

également sessile.  

- De tester l’efficacité de composés antimicrobiens existants mais 

également l’efficacité de nouvelles molécules quelles que soient les 

conditions de culture et/ou les microorganismes.  

Le CWM fait l’objet d’un brevet européen déposé dont le numéro de dépôt est 

le suivant : EP21305337. 

Afin de valider le CWM, nous avons comparé la croissance seule ou en 

association de souches de référence et de souches cliniques de S. aureus et P. 

aeruginosa dans le CWM et dans un milieu classique, le BHI. Le CWM a montré des 

résultats reproductibles et fiables. Pseudomonas aeruginosa et S. aureus ont pu 

être cultivés seuls ou en culture mixte. En monoculture, S. aureus a atteint une densité 

cellulaire maximale plus élevée en BHI que dans le CWM. Plus important encore, dans 

la culture mixte, contrairement à ce qui a été décrit précédemment dans la littérature 

124,128,129, S. aureus n’a pas été rapidement éradiqué par P. aeruginosa : non 

seulement les deux espèces ont pu coexister dans les deux milieux, mais la co-culture 

dans le « milieu plaie chronique » a permis à S. aureus d’atteindre une densité 

cellulaire plus élevée. Ces résultats sont en accord avec des études récentes qui ont 

signalé que P. aeruginosa pourrait avoir un effet protecteur sur S. aureus 133, 134. Nous 

confirmons effectivement cette tendance, puisque la phase initiale de décalage 

observée pour la croissance de S. aureus en CWM n’existait pas dans la culture 

mixte. De plus, le plateau atteint après 24h de co-culture correspond à une densité 

cellulaire plus élevée. Nous avons également évalué le rôle du « milieu plaie 

chronique » sur la capacité à former du biofilm des bactéries. Nous nous sommes 

intéressés à l’adhésion, première étape de la formation de biofilm, ainsi qu’à la 
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quantification de la biomasse de biofilm mono ou multi-espèces. Les résultats obtenus 

ont montré que l’adhésion était facilitée dans le « milieu plaie chronique » par rapport 

au BHI. En effet, toutes les souches adhéraient plus rapidement dans le CWM. Nous 

avons également vérifié si, au-delà de l’étape d’adhésion précoce, le « milieu plaie 

chronique » facilitait la formation de biofilm en mesurant la biomasse du biofilm après 

24 heures d’incubation. Les résultats corroborent l’évaluation précoce de l’adhésion 

indiquant que notre nouveau modèle in vitro est compatible avec les études de biofilm 

et que cet environnement favorise un biofilm rapide et dense. De manière intéressante, 

ces résultats sont cohérents avec le comportement des souches décrites dans les 

plaies chroniques 135, 178 suggérant que ce nouveau milieu pourrait bien mimer 

l’environnement rencontré par les bactéries dans les lésions chroniques. Enfin, nous 

avons étudié l’effet du CWM sur la virulence bactérienne. Toutes les souches de S. 

aureus et de P. aeruginosa testées présentaient une virulence moindre dans le CWM 

que dans le BHI. Ainsi, le nouveau modèle vient étayer nos études antérieures 

montrant que l’environnement présent au niveau des plaies influence la virulence des 

souches. Certains auteurs ont déjà souligné et critiqué le fait que la communauté 

scientifique ne dispose pas d’un modèle standardisé pour étudier de façon fiable et 

reproductible le biofilm dans des conditions in vivo 179, 180. Ce nouveau milieu peut ainsi 

contribuer à fournir un modèle de base plus robuste pour étudier les plaies chroniques.  

 
Ce modèle in vitro nous a été utile afin d’étudier la virulence, la croissance, le 

phénotype, et la formation en biofilm des souches de S. aureus et P. aeruginosa. 

Néanmoins, en ce qui concerne la formation, la régulation et l’efficacité de molécules 

thérapeutiques sur le biofilm bactérien, il nous semblait intéressant de ne pas s’arrêter 

au stade du CWM mais de développer d’autres techniques permettant de se 

rapprocher des conditions naturelles dans lesquelles se forme le biofilm présent sur la 

peau des plaies chroniques.  

 

 
Coopération bactérienne et mesure de l’efficacité de molécules sur 
biofilm formé : le Bioflux™ 200, un sérieux atout 

L’un des objectifs centraux de cette thèse était de pouvoir renforcer l’état de l’art 

sur les modèles in vitro disponibles permettant l’investigation des plaies chroniques en 

se focalisant tout particulièrement sur l’étude des biofilms polymicrobiens. C’est ainsi 
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que, dans la logique du développement du « Chronic wound-like medium », nous 

souhaitions utiliser une nouvelle technique reproductible, standardisée et 

permettant le criblage à haut débit de potentielles molécules thérapeutiques tout en 

simulant les conditions dans lesquelles se forme ce biofilm chez les patients.  

En réalisant un tour de la littérature, nous avons observé que la majorité des 

techniques qui visent à étudier le biofilm, qu’il soit en cours de formation ou mature, 

présentent des inconvénients majeurs. En effet, ces méthodes utilisent des conditions 

statiques de formation du biofilm 181. Les plus répandues sont les méthodes en 

microplaque 96 puits associant une mesure de la biomasse via l’utilisation du Cristal 

Violet ou la méthode du Calgary Biofilm Device 138, 182. Même si ces techniques 

répondent aux critères de standardisation et de criblage à haut débit, les résultats, 

ajouté aux conditions statiques, manquent de reproductibilité en raison des 

nombreuses étapes de rinçages nécessaires. Ces techniques microbiologiques 

traditionnelles ont permis l’approfondissement des connaissances sur le biofilm 

bactérien. Cependant, les difficultés à recréer certaines conditions physiques ou 

biologiques, telles que l’absence de renouvellement de nutriments, d’oxygène ou des 

forces de cisaillements auxquelles sont soumises les bactéries in vivo, ont conduit les 

scientifiques à développer de nouvelles méthodes 183. Ces techniques ont permis 

l’investigation de biofilm polymicrobien et de cultiver une hétérogénéité de populations 

bactériennes. Pour pallier ces problèmes, des modèles en microfluidique ont vu le 

jour permettant une étude des biofilms standardisée, reproductible, à haut débit et de 

plusieurs espèces bactériennes à la fois. Ces modèles prennnent également en 

compte le renouvellement du milieu de culture et des nutriments ainsi que les forces 

de cisaillement qui régissent l’élaboration de cette communauté microbienne 

organisée. La « flow cell » et ces dérivés automatisés tel le Bioflux™ 200 sont les fers 

de lance de l’application microfluidique 184, 185.   

 Au cours de ce travail, l’unité INSERM U1047 a pu acquérir le système Bioflux™ 

200, ce qui a permis de combiner ce modèle d’étude à notre milieu in vitro afin d’étudier 

la formation du biofilm mono et polymicrobien des souches de référence et cliniques 

de S. aureus et P. aeruginosa en temps réel. Nous avons élaboré, en concordance 

avec des données publiées, une méthode permettant de suivre l’évolution du 

pourcentage de biofilm formé dans le canal de microfluidique en fonction du temps 
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ainsi que du milieu utilisé (CWM ou BHI). Les résultats de ces expériences ont montré 

que les espèces étudiées formaient un biofilm robuste après 72 heures de culture dans 

le Bioflux™ 200. La formation de ce biofilm était d’autant plus facilitée dans le CWM 

qu’en BHI, la souche de référence de S. aureus Newman a été particulièrement 

influencée par le CWM et a formé un biofilm plus dense et de façon plus rapide que la 

souche de P. aeruginosa PAO1. Ces différences observées renforcent l’idée que le 

milieu de culture a eu un impact important sur le comportement bactérien 186. De 

manière intéressante, lorsque les bactéries sont cultivées dans un environnement qui 

imite étroitement les conditions in vivo, leur comportement change 187. A l’aide de ces 

expériences nous avons pu particulièrement constater le comportement différent de la 

souche PAO1 dans les deux milieux étudiés. Nous avons observé la présence et la 

production de structures caractéristiques des exopolysaccharides de P. aeruginosa 

tels que l'alginate lorsque cette souche était cultivée 72 heures dans le CWM. Ces 

structures n’étaient pas visibles dans les conditions de culture en BHI.  L'alginate est 

un exopolysaccharide synthétisé en réponse aux conditions environnementales. Il est 

produit par P. aeruginosa en tant que polysaccharide de la matrice extracellulaire et 

joue un rôle dans la virulence, la formation de biofilm et la résistance à différents 

antibiotiques 188. Il a été précédemment montré que la souche de référence de P. 

aeruginosa PAO1 était une souche non mucoïde qui ne présente aucune production 

d'alginate dans les milieux de culture conventionnels 189. Pour confirmer notre 

hypothèse, nous avons donc mis au point un protocole pour récupérer les bactéries 

sessiles mais également les bactéries planctoniques libérées du biofilm à partir de 

notre Bioflux™ 200. Nous avons par la suite, analysé les cellules sessiles par qRT-

PCR afin d’évaluer l’expression génique de régulateurs de la biosynthèse de plusieurs 

exopolysaccharides chez P. aeruginosa. Après une culture prolongée de 72 heures 

dans le CWM, nous démontrons ainsi pour la première fois que la souche PAO1 est 

capable de surexprimer des gènes impliqués dans la biosynthèse de l'alginate mais 

aussi des exopolysaccharides Pel et Psl. Ces trois composants sont essentiels pour 

créer un échafaudage solide impliqué dans le maintien de l'intégrité du biofilm chez P. 

aeruginosa 87. Ces données ont ainsi démontré que la combinaison du CWM et du 

Bioflux™ 200, permettait la création d’un outil innovant et prometteur pour 

l’investigation des biofilms de plaies chroniques.  
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Une partie importante de l’étude des biofilms des plaies chroniques porte aussi 

sur l'action et l’efficacité des agents antimicrobiens. Les biofilms sont impliqués 

dans plus de 80% des infections chroniques des plaies 34. La pénétration des 

antibiotiques est généralement réduite dans le biofilm en raison, entre autres, de l’EPS 

190. L’étude de l’efficacité des antimicrobiens sur un biofilm mixte de P. aeruginosa et 

S. aureus est particulièrement intéressante, car ces bactéries sont la plupart du temps 

co-isolées au niveau du lit de la plaie et leur interaction confère une difficulté 

supplémentaire à l’éradication du biofilm 191. Deux types de modèles de biofilm in vitro 

sont actuellement utilisés pour prédire l'efficacité antimicrobienne contre le biofilm : les 

systèmes fermés et ouverts. Les systèmes fermés sont caractérisés par un apport 

limité de nutriments et une accumulation de déchets métaboliques 192. Les systèmes 

ouverts reproduisent mieux les conditions rencontrées in vivo, car il existe un contrôle 

permanent de l'apport des nutriments, du débit et de la température 193. Le système 

BioFluxTM 200 est un système ouvert microfluidique qui après adaptation du protocole 

initial, permettrait la mise en place de tests à haut débit 185 imitant la formation et la 

prise en charge des biofilms in vivo. Dans cette optique, nous avons élaboré un 

protocole sur le BioFluxTM 200 permettant de mimer mécaniquement un 

débridement et de retirer une partie du biofilm préformé. Le débridement représente 

la première étape de la prise en charge clinique d'une plaie chronique. Après avoir 

formé un biofilm mature dans le BiofluxTM 200 pendant 72 heures, un débridement 

automatique est réalisé par un processus de réversion du flux au travers du canal 

microfluidique. Cette étape permet de réduire significativement le biofilm constitué. 

Après analyse d’études cliniques 3, 194, 195 concernant l'efficacité du débridement du lit 

de la plaie chez le patient, nous avons établi que le biofilm n'est jamais complètement 

éliminé peu importe la nature du débridement utilisé. Il y a toujours un pourcentage de 

biofilm restant qui facilite la rechute et la rematuration rapide d’un biofilm. Les données 

cliniques estiment l'efficacité du débridement qu'il soit mécanique, chirurgical, 

enzymatique ou autre, autour de 85%. Nous avons donc fixé un maximum de 13 à 

15% de biofilm restant dans le canal microfluidique après inversion du flux pour mimer 

les conditions in vivo. Le but de ce débridement mécanique était d'étudier l'effet des 

molécules antimicrobiennes dans un contexte similaire à la clinique, c’est-à-dire sur 

un biofilm débridé.  
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Nous avons donc évalué l’efficacité de différents antibiotiques (plusieurs 

concentrations testées) habituellement prescrits contre les infections à S. aureus et P. 

aeruginosa isolées depuis des plaies chroniques. Cette étude a permis de mettre en 

évidence que :  

- L’oxacilline, le linézolide et la ceftazidime étaient efficaces contre un 

biofilm préformé et débridé. 

- La vancomycine et l’imipénème étaient, quant à eux inefficaces, 

même à des concentrations élevées (100x CMI).  

- Fait intéressant, si l’action des deux antibiotiques (imipénème et 

ceftazidime) utilisés contre P. aeruginosa ne semble pas être 

influencés par le milieu de culture testé, une différence significative 

est observée avec les antibiotiques utilisés contre S. aureus. En 

effet, la vancomycine, le linézolide et l’oxacilline présentent une 

capacité limitée à diminuer le biofilm monomicrobien lorsque les 

bactéries sont cultivées dans un milieu stressant tel le CWM.  Cette 

observation est intéressante et pourrait expliquer les difficultés 

rencontrées dans l’évaluation de l’efficacité de nouvelle 

thérapeutique anti-biofilm qui peuvent présenter une activité 

modérée in vivo alors que les résultats in vitro en milieu de culture 

classique étaient encourageants.  
- Ces résultats semblent en accords avec des data récemment 

publiées. Plusieurs études ont mis en évidence une inefficacité de 

l’imipénème aux concentrations sub-inhibitrices et CMI pour 

réduire la biomasse bactériologique dans le biofilm. Les auteurs ont 

montré que l’utilisation de l’imipénème favorisait même la maturation 

et l’augmentation de la biomasse bactérienne dans les biofilms à 

partir d’isolats cliniques de mucoviscidose 196, 197. En ce qui 

concerne l’effet de la ceftazidime, certaines études sont corrélées 

avec les conclusions présentées dans ces recherches. Otani et al. 

198 ont noté l’efficacité de la ceftazidime pour réduire le biofilm de 

PAO1, même à des concentrations sous-CMI. L’efficacité de la 

ceftazidime a également été démontrée dans un modèle in vivo de 

stent urétéral en association avec l’azythromycine 199. Cet 
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antibiotique semble donc présenter un potentiel antibiofilm. 

Toutefois, l’utilisation à long terme de la ceftazidime pourrait 

entraîner une augmentation de résistance dans la population 

planctonique mais également sessile 200, 201. En ce qui concerne S. 

aureus, l’effet de la vancomycine en tant que potentiel antibiofilm a 

déjà était décrié. La vancomycine à une concentration de 1x la CMI 

n’est pas capable de réduire la densité bactérienne dans le biofilm 

202. À des concentrations sub-inhibitrices, la vancomycine 

augmenterait même la formation de biofilm mature 203. Certaines 

études ont mis en évidence un effet de la vancomycine sur les 

bactéries sessiles. Cependant, les concentrations utilisées étaient 

particulièrement élevées (120x MIC) et prolongées dans le temps. 

Peu de données sur l’utilisation de l’oxacilline sur le biofilm sont 

publiées à ce jour. Mirani et al. 204 ont démontré une influence de cet 

antibiotique sur les souches de référence de S. aureus. Le 

mécanisme pourrait être dû à la modulation de l’expression de icaA 

et du régulateur agr, deux gènes majeurs de la formation du biofilm. 

L’efficacité de l’oxacilline sur le biofilm mature a été confirmée par 

Manner et al. 205. Enfin, en ce qui concerne le linézolide, des 

publications ont rapporté que cet antibiotique utilisé seul était 

inefficace pour réduire le biofilm de S. aureus 206 notamment dans 

les infections ostéoarticulaires 207. Seuls Gander et al. 208 ont 

observé un effet de 1x la CMI sur un biofilm en cours de formation. 

Ces données renforcent donc la nécessité d’utiliser des milieux de 

culture mais également des techniques plus fiables et mimant la 

clinique pour évaluer l’efficacité des agents antimicrobiens et leurs 

risques potentiels.  

Au cours de la formation de biofilm, il est maintenant démontré que les cellules 

sessiles acquièrent des caractéristiques physiologiques différentes de celles des 

cellules planctoniques. Les modifications concernent, entre autres, la production 

d'EPS, la croissance bactérienne, l’expression de certains gènes, en particulier ceux 

régulant l'adhésion cellulaire et la formation de biofilm, ou encore la résistance aux 

agents désinfectants et aux antibiotiques 209. Parmi les étapes importantes du 
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développement du biofilm, le détachement cellulaire 52, 210 est un élément central 

pour permettre la colonisation de nouvelles surfaces 211,212. Néanmoins, peu de 

travaux ont été menés pour élucider cette étape clef du détachement.  Certaines 

études se sont focalisées sur des mécanismes utilisant une approche moléculaire, 

mais très peu de recherches ont été menées pour étudier la physiologie des cellules 

libérées depuis le biofilm 213-215. La majorité des études sur les biofilms se sont 

concentrées sur les mécanismes d'adhésion bactérienne et les changements de 

comportement survenant lors du passage de l'état planctonique à l'état de biofilm 96. 

Toutefois, il nous semblait fondamental de mener une étude aussi bien sur les cellules 

planctoniques initiales et sessiles que sur les cellules détachées et libérées du biofilm 

pour élucider le risque potentiel de recontamination et optimiser les procédures de 

prise en charge thérapeutique. Nous avons cherché à étudier les caractéristiques 

phénotypiques des cellules détachées du biofilm et les comparer avec leurs 

homologues sessiles et planctoniques initiales. 

Nous avons, donc dans un premier temps, adapté un protocole pour pouvoir 

isoler, à partir des expériences réalisées dans le Bioflux TM 200, les bactéries sessiles 

mais également les bactéries libérées du biofilm. Nous avons par la suite comparé ces 

3 populations bactériennes en décrivant des caractéristiques phénotypiques, de 

croissance, d’adhésion et d’expression de certains gènes impliqués dans la formation 

du biofilm.  

Les résultats de cette étude ont mis en avant que : 

- Les bactéries libérées du biofilm de S. aureus et P. aeruginosa 

présentaient des croissances intermédiaires par rapport au 

cellules planctoniques initiales et aux bactéries sessiles. Les 

plateaux de croissance étaient plus importants que ceux des 

bactéries sessiles mais significativement moins importants que celui 

retrouvé lorsque la bactérie n’est pas passé par un cycle de vie en 

biofilm.  

- Ces différences de croissance étaient d’autant plus importantes 

quand les bactéries étaient cultivées en milieu stressant et mimant 

l’environnement plaie chronique que dans un milieu classique.  
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- Ce comportement « intermédiaire » a été confirmé en analysant les 

capacités d’adhésion et de formation de biofilm des diverses 

bactéries. Peu importe l’espèce étudiée, les bactéries sessiles sont 

capables de ré adhérer très rapidement à une surface. Cette 

capacité à adhérer très rapidement est également présente chez les 

bactéries libérées du biofilm. Encore une fois, ces différences 

notables sont accentuées par le milieu dans lequel les bactéries sont 

cultivées.  

- L’expression de gènes importants dans la régulation du biofilm 

bactérien tel que fnbpA ou agrA pour les souches de S. aureus était 

aussi impactée par les différentes populations. fnbpA était 

surexprimé chez les bactéries sessiles, à l’inverse d’agrA, qui lui 

était  surexprimé dans la population initiale.  A noter, le profil 

d’expression dit « intermédiaire » de ces gènes chez les bactéries 

libérées du biofilm.     

Pour les souches de P. aeruginosa nous avons mis en avant que tous 

les gènes impliqués dans la synthèse des exopolysaccharides ; pel, psl 

et algR, mais également les gènes régulant le QS ; rhII, lasI et pqsH, 

étaient exprimés de manière significativement plus importante dans les 

cellules sessiles par rapport aux cellules planctoniques initiales et 

libérées du biofilm. La différence d’expression entre cellules initiales et 

détachées était également notable.  

Les bactéries sessiles présentent un phénotype distinct de celui de leurs 

homologues planctoniques. La technique et les protocoles développés dans ce travail 

afin de collecter les cellules sessiles et libérées du biofilm et de les cultiver en 

conditions stressantes pourraient constituer un nouvel outil reproductible pour étudier 

les caractéristiques des biofilms bactériens. En ce qui concerne la cinétique de 

croissance, les cellules sessiles et détachées semblent être dans un état 

physiologique différent de celui des cellules originelles. Les phases de latence 

observées chez les bactéries sessiles et libérées du biofilm suggèrent qu'elles ont 

besoin d'une période d'adaptation pour revenir à la croissance planctonique. Ces 

résultats confirment que les bactéries sessiles et planctoniques présentent des 

caractères différents 216. Ils sont en accord avec les résultats publiés 217, 218 montrant 
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que la limitation de la diffusion de l'oxygène et des nutriments dans les biofilms altère 

les taux de croissance bactérienne. Ils indiquent également que les cellules détachées 

sont moins aptes à revenir au mode planctonique. La capacité à ré-adhérer à des 

surfaces et reformer un biofilm a aussi prouvé que les bactéries sessiles et libérées 

étaient capables de présenter une adhésion plus rapide, autour de 2 heures avant les 

bactéries initiales. Ces données d’adhésion sont confirmées par d’autres publications 

chez P. aeruginosa 218 ou chez Klebsiella pneumoniae 219. Ces résultats pourraient 

être expliqués par les changements des propriétés physico-chimiques des cellules 

issues du biofilm qui leur conféreraient une adhésion facilitée aux différents supports. 

Des études ont démontré des différences d’hydrophobie 220 ou d’affinité pour les 

solvants apolaires 221, 222. Enfin, concernant l’expression génique mesurée chez les 

diverses populations, deux hypothèses sont à l’heure actuelle envisagées. La première 

soutient que les bactéries libérées possèdent des caractéristiques très proches des 

bactéries sessiles temporairement jusqu’à retrouver progressivement un phénotype 

planctonique 223, 224. La seconde hypothèse met en avant les cellules libérées du 

biofilm comme réelle population isolée 225.  

Nos résultats démontrent donc que les cellules détachées du biofilm sont 

distinctes des cellules cultivées initialement et des cellules sessiles. Les changements 

de comportement survenus lors de l'attachement bactérien semblent conservés après 

la dispersion. Ces conclusions montrent que les cellules détachées du biofilm 

représentent également un risque élevé de recolonisation du lit de la plaie chez le 

patient. Il serait maintenant intéressant de comparer la virulence ainsi que la sensibilité 

aux agents infectieux des trois populations. 

Après avoir étudier la formation de biofilms de souches bactériennes isolées, la 

recherche s'est progressivement tournée vers l'étude de la complexité et des 

interactions dans les biofilms multi-espèces 226, 227. Les observations convergent 

vers la découverte que les bactéries résidant dans les biofilms mixtes s’organisent de 

manière particulière dans l’espace en réponse aux interactions inter-espèces 135,227, 

228. Les interactions métaboliques, conduisant à la coopération ou la compétition, sont 

omniprésentes dans les biofilms polymicrobiens et jouent un rôle important dans le 

maintien de la diversité et de la stabilité des communautés microbiennes 229- 231. En 

général, dans les environnements structurés tel que le biofilm, une coexistence des 
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espèces bactériennes est privilégiée grâce à des interactions bénéfiques telles que le 

co-métabolisme et les interactions coordonnées 232, 233 comme l’a prouvé Harrison en 

ce qui concerne la virulence bactérienne 234. Toutefois, ces dernières années nombres 

d’études ont permis de mettre en évidence que ces liens étroits ne sont pas toujours 

en faveur de l’infection 132, 133, 134, 235. Investiguer les mécanismes de coopération et 

d’inhibition qui régissent les biofilms bactériens des plaies chroniques passe en partie 

par la compréhension de l'organisation spatiale des espèces.  

Nous avons donc initié, en se basant sur notre technique permettant la 

combinaison du Bioflux TM 200 et du milieu « plaie chronique », une étude permettant 

la visualisation en 3 dimensions des espèces bactériennes à l’intérieur d’un biofilm 

mature mixte composé de S. aureus et P. aeruginosa. Pour réaliser ceci, nous avons 

premièrement modifié nos souches cliniques de S. aureus et P. aeruginosa afin d’y 

intégrer un plasmide vecteur de fluorescence. Ensuite, nous avons élaboré un 

protocole permettant d’utiliser des plaques à fond amovible pour visualiser en 

microscopie confocale l’organisation des différentes espèces bactériennes dans le 

biofilm mature.  

Nos résultats sont encourageants et semblent démontrer qu’au sein du biofilm 

polymicrobien, S. aureus et P. aeruginosa ne sont pas organisés de manière aléatoire. 

Grâce à la microcopie confocale et à la fluorescence, nous observons que P. 

aeruginosa est situé plus en profondeur que S. aureus. En effet, lorsque les 

bactéries sont localisées à un même endroit, S. aureus est positionnée au-dessus de 

P. aeruginosa qui forme la première couche d’adhésion contre le support. Cette 

observation avait déjà pu être matérialisée in vitro en étudiant des biofilms mixtes 

Pseudomonas/Staphylocoque de plaies chroniques 236. La capacité de P. aeruginosa 

à migrer via ses pili de type IV et le flagelle dans les biofilms 237-238 peut expliquer la 

présence de ces bactéries dans les régions plus profondes des plaies chroniques.  

Nous souhaitons en perspective améliorer cette technique de visualisation en 3 

dimensions mais également pourvoir étudier, via l’outil de microscopie confocale, 

d’autres paramètres. A l’heure actuelle nous sommes en train d’analyser l’effet sur 

chaque espèce bactérienne du débridement automatique que nous avons développé 

mais également de l’utilisation des antibiotiques. Cet outil semble réellement 
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prometteur pour comprendre les interactions entre espèces bactériennes mais aussi 

pour interpréter l’efficacité de nouvelles approches thérapeutiques.  

Conclusion & Perspectives  

Les travaux de recherche menés lors de cette thèse sont le reflet d’un 

partenariat abouti entre la société Biofilm Pharma, l’unité Inserm U1047 « Virulence 

bactérienne et infections chroniques » et le Centre Hospitalo-Universitaire de Nîmes. 

La force de cette collaboration a été le moteur du développement d’un nouveau milieu 

de culture mimant l’environnement rencontré au sein des plaies chroniques. Ce milieu 

a permis d’étudier le lien entre facteurs environnants et capacité des souches de S. 

aureus et P. aeruginosa à former du biofilm mais également à moduler l’expression de 

gènes impliqués dans la régulation et la formation dudit biofilm, à croitre ou encore à 

être virulentes. Nous avons également confirmé l’importance des coopérations 

bactériennes en évaluant l’effet de l’association de S. aureus et P. aeruginosa sur 

divers paramètres tels que la virulence, la croissance, l’adhésion précoce, la formation 

de biofilm. Enfin nous avons pu décrire une méthode de quantification et de 

visualisation du biofilm polymicrobien permettant également de tester sur un biofilm 

préformé et débridé l’efficacité antibiofilm de nouvelles molécules thérapeutiques.  

Ces recherches posent donc les bases de modèles in vitro innovants permettant 

d’améliorer nos connaissances sur la physiopathologie des plaies chroniques qui 

pourraient, in fine, faire progresser la prise en charge des patients. Toutefois, il est 

possible d’aller plus loin dans l’utilisation des modèles.  

Dans notre étude, les tests ont été réalisés sur seulement 3 couples cliniques 

de S. aureus et P. aeruginosa et deux souches de références. Il semble donc, en 

premier lieu, important de confirmer les data obtenues en augmentant le nombre de 

couples cliniques et en prenant également en compte le grade d’infection des 

plaies chroniques sur lesquelles sont isolées les souches.  

Une des optimisations pertinentes est de pouvoir adapter le CWM de base crée 

lors de cette thèse à certaines plaies chroniques particulières. Aussi, dans le cadre 

des infections du pied chez le patient diabétique, des études ont mis en avant la 

présence de glucose ou d’antibiotiques dans l’environnement des plaies. La 
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composition du CWM peut donc être complémentée avec les composants 

précédemment cités pour mimer ces infections spécifiques. 

Des études transcriptomiques plus complètes telles que le RNAseq devraient 

être réalisées sur les souches cultivées seules et/ou association dans le milieu contrôle 

versus le CWM pour visualiser l’effet du milieu « plaie chronique » mais également 

celui de la coopération des deux bactéries sur leurs génomes respectifs. De plus, la 

colonisation des plaies chroniques par le couple S. aureus / P. aeruginosa est 

fréquente mais il existe également d’autres coopérations bactériennes mises en 

évidence par des études métagénomiques. Il serait, par conséquent, intéressant de 

tester d’autres interactions bactériennes telles que S. aureus / S. epidermidis ; S. 

aureus / E. coli etc... 

Enfin, le nombre de molécules décrites ayant une valeur ajoutée antibiofilm ne 

cesse d’augmenter. De nombreux projets cherchent, au travers du criblage à haut 

débit, à développer de nouvelles molécules permettant la prévention de la formation 

ou la dispersion du biofilm bactérien. Dans ce contexte, il sera certainement important 

de tester l’efficacité de ces nouvelles molécules « antibiofilm » dans des conditions de 

formation de biofilm similaires à ce que l’on retrouve au niveau du lit de la plaie chez 

le patient. Il est donc important de posséder de nouvelles techniques reproductibles 

permettant de rendre compte aussi bien de l’activité préventive que curative de ce 

potentiel arsenal thérapeutique. Le CWM couplé aux protocoles développés et 

optimisés au cours de cette thèse et appliqués au Bioflux™ 200, représente un 

ensemble technologique pouvant répondre aux besoins futurs dans la détermination 

de nouvelles ressources contre les biofilms polymicrobiens. Des études menées au 

sein de notre laboratoire se concentrent actuellement sur l’évaluation d’autres 

antibiotiques (utilisés seuls ou en association) couramment prescrits en clinique, ainsi 

que sur l’évaluation de certains antiseptiques qui pourraient être utilisés dans la 

prévention et la dispersion du biofilm mature. Enfin, le partenaire industriel BioFilm 

Pharma, dont un des volets de recherche consiste à développer de nouvelles 

molécules dit « hit » à valeur ajoutée antibiofilm, devrait prochainement tester, à 

l’aide des modèles développés durant cette thèse, plusieurs « hits » thérapeutiques 

prometteurs. 
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ANNEXES 

 Annexe 1: Brevet de propriété intellectuelle du Milieu Plaie  
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Annexe 4: Publication associée – 3ème auteur – Acceptée dans Frontiers 
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Annexe 5: Liste des communications durant la thèse 
 
 

Congrès Type de présentation Sujet 

MicrobiOccitanie 2019 
Montpellier  

Présentation orale 
20 minutes 

Bacterial translocation 
and rheumatoid arthritis 

Eccmid 2020 
Paris 

Présentation orale 
5 minutes 

A relevant wound-like in 
vitro media for the study 

of biofilm in DFI 
 

Annulé COVID 

Eccmid 2020 
Paris 

Présentation orale 
15 minutes 

Genomic adaptation of S. 
aureus in diabetic foot 

environment  
 

Annulé COVID 

Eccmid 2021 
En ligne 

Présentation orale  
10 minutes  

Evaluation of Bioflux 200 
system to characterize 
polymicrobial biofilm 

organization and 
antibiotics effect in a 

chronic wound 
environment 


