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INTRODUCTION

De nombreuses études effectuées dans le milieu naturel ont
montré que toute structure nouvellement immergée en mer é&tait rapidement
colonisée par divers organismes marins (FLOODGATE, 1968 ; CORPE, 1970 ;
MARSHALL et al., 1971 a ; MITCHELL, 1878). Il est ainsi possible de dis-

tinguer deux types de salissures : les microsalissures, qui regroupent

les bactéries, les champignons, les algues unicellulaires, les protozoaires,
et les macrosalissures qui sont représentées par les algues macroscopigues

et les invertébrés.

La colonisation par les microorganismes, de surfaces immergées en
eau de mer, a falt 1l’'objet de nombreux travaux, dans le milieu naturel
(MARSHALL et al., 1971 b ;3 CORPE, 1877) comme en laboratoire (FLETCHER et
LOEB, 1979 ; KJELLEBERG et al., 1882). Pour certaines de ces expérimenta-
tions utilisant des souches pures, des systémes expérimentaux a circulation
ont été employés (Mc COY et COSTERTON, 1882 ; BOTT et MILLER, 1983).

D'aprés ces travaux, 1l apparait que 1la formation du biocfilm mi-

crobien se développe suivant une certaine succession d’évévements.

Dans les minutes’qui suivent 1'immersion, les surfaces se cou-
vrent de matériel non vivant, ions, macromolécules organiques et inorga-
niques, qui étaient présents dans la phase liquide (NEIHOF et LOEB, 1872)}.
Ces composés viennent s'adsorber & la surface des matériaux sous l'effet
des phénomeénes électrostatiques et électromagnétiques qui se développent
au niveau de l'interface. Ainsi, BAIER (1972) note que les surfaces sont
couvertes d’un film de glycaprotéines dont la composition et les propriétés
varient suivant la composition du milieu (site) et la nature physico-chimi-

que du matériel (énergie libre de surface) (ZISMAN, 13964)}.



Dans les heures qul suivent, des bactéries apparalssent fixées
a la surface des matériaux (O’'NEILL et WILCOX, 1971 ; GERCHAKOV et al.,
1876 ;3 MARSZALEK et al., 1979). Deux é&tapes sont généralemént observées
dans la succession des types bactériens. Les premlers colonisateurs sont
des bacillles de trés petite taille (MARSHALL et al., 1971 b}, suivis par
une population morphologiquement plus diversifiée, notamment des formes
pédonculées (CORPE, 1873). Les premiers colonisateurs sont ldentifiés
comme &tant en majorité des Pseudomonas et des Flavobacterium, dont les
exigences nutritionnelles permettent de les assimiler 3 des organismes
copiotrophes (POINDEXTER, 1981 b) ; les seconds comme des Caulobacter et
des Hyphomicrobium de type oligotrophe (CORPE, 1973 ; KUZNETSOV et al.,

19789) .

Le phénoméne d'adhésion des bactéries & une surface est habituel-
lement décrit selon deux étapes : une adsorption initiale des cellules ap-
pelée phase réversible, suivie d'une adhésion ferme, due & la synthése et
a la sécrétion de polyméres extracellulaires, dite phase irréversible

(MARSHALL et al., 1871 a).

L'adsorption des bactéries aux surfaces est principalement régie
par des phénomeénes physiques (FLETCHER, 1877). Les forces physiques qui in-
terviennent au niveau de cette phase sont multiples, les principales étant
les forces de Van der Waals et les interactions électrostatiques (DANIELS,
1980). La théorie la plus simple, quli rend compte de ces phé&noménes et qui
tient compte de la formation d’'une double couche ionique au niveau des deux
surfaces en contact, est la théorie DLVO, du nom de ses auteurs : DERJAGUIN
& LANDAU et VERWEY & OVERBEEK (ELLWOOD et al., 1982). Les propriétés de
surface du matériau et de la bactérie, ainsi que la composition du milieu
environnant, peuvent influencer 1’adsorption bactérienne (DEXTER et al.,
1875 5 FLETCHER et LOEB, 1979 ; ABSOLOM et al., 1983). Les mouvements qui

permettent aux bactéries d’'é&tre suffisamment proches de la surface pour

8tre influencées par ces phénoménes sont trés variés. Ils peuvent &tre
passifs (gravité, courant) ou actifs (utilisation d'un ou plusieurs
flagelles, synthése de vacuoles) (MARSHALL, 1978).



L’'adhésion 1rréversible des bactéries aux supports se fait par
la synthese de polymeéres extracellulaires, qui forment des ponts de fixa-
tion entre la cellule et la surface. Ces sécrétions sont composées de po-
lysaccharides st de protéines dont la nature peut varier suilvant la souche
bactérienne et suivant la composition du milieu environnant (MARSHALL,
1972 ; MARSHALL et CRUICKSHANK, 1373 ; CORPE, 1977 ; COSTERTON et al.,
1978) . Différentes structures externes de la surface cellulaire peuvent
induire la fixation bactérienne : les flagelles (POINDEXTER, 1881 a ; DOW
et al., 1976), les pili ou fimbriae (PEARCE et BUCHANAN, 1980) et la pré-
sence de zones hydrophobes qui sont rejetéés de la phase aqueuse (MARSHALL
et CRUICKSHANK, 1973 ; DAHLBACK et al., 13981).

» Une fols fixées, si les conditions physico-chimiques de 1'inter-
face sont favorables, les bactéries se multiplient activement, formant
ainsi des microcolonies (MILLS et MAUBREY, 1881). La fusion de ces amas
cellulaires, enveloppés de leurs sécrétions, et la fixation de nouvelles
cellules, constituent la phase de croissance du biofilm (CHARACKLIS et
al., 1982). Dans le milieu naturel, & 1l'intérieur d’'un systéme & circula-
tion d’eau, la cinétique de croissance du biofilm varie suivant les condi-
tions physico-chimiques du mi;ieu, la nature du support et la vitesse du
courant (CHARACKLIS, 1973).

Ce phénoméne, généralement appelé microfouling ou microsalissures,
occasionne, par ses proliférations, de nombreux inconvénients dont les prin-

cipaux sont : résistance accrue & l'avancement des navires, augmentation

des pertes de charge, favorisation de la corrosion, etc...

Dans le cas des centrales a énergle thermique des mers, la for-
mation d’un film bactérien, & l1'intérieur des échangeurs de chaleur, aug-
mente les forces de friction (Mc COY et al., 1981 ; Mc COY et COSTERTON,
1982), accélére les processus de corrosion (LAQUE, 1975 ; CHANTEREAU, 1880;
COSTERTON et LASHEN, 1884) et entraline une réduction du‘transfert de cha-
leur (AFTRING et TAYLOR, 1979 ; BERCK et al., 1981 ; CHARACKLIS et al., 1881).

Préalablement & la construction d’une centrale de ce type,
1’'Institut Frangais de Recherche et d’Etudes de la Mer (IFREMER), initiateur

de ce travail, a construit une station expérimentale destinée & la mise au .



point de techniques d’étude et de diverses méthodes de nettoyage de con-

duites d'eau de mer, face au développement des microsalissures.

Au cours de cette étude, la mesure de 1l’intensité de la coloni-
satlon bactérienne, & l'intérieur du systéme expérimental, constituait un
parameétre nécessalre & 1l’évaluation de l'efficacité des techniques de net-
toyage. Diverses méthodes d'estimation de la biomasse bactérienne peuvent
€tre utilisées (COSTERTON, 1980). Ces méthodes peuvent &tre indirectes et
consister en la mesure des modifications physiques du matériel colonisé
(NICKELS et al., 1981 ; CHARACKLIS et al., 1982). Des méthodes biochimi-
ques, basées notamment sur le dosage de lipides spécifiques des bactéries,
ont également &été employées (WHITE et al., 1978). Enfin, des méthodes
d'observation directe permettent de dénombrer les microorganismes qui co-
lonisent les surfaces (WEISE et RHEINHEIMER, 1978 ; DEMPSEY, 1881). Elles
ont été retenues pour réaliser ce travail car elles fournissent également
des informations sur les types morphologiques rencontrés. Les dénombre-
ments ont été effectués par microscopie &€lectronique & balayage sur des
échantillons d’acier inoxydable et d'aluminium, et par microscopie & épi-
fluorescence sur des filtres de polycarbonate, d’'analyse plus pratique
(MERLINAT, 1982). Compte tenu des variations saisconniéres, des caractéris-
tiques de 1l'eau de mer et notamment la tempérarure, sur le site étudis,

ces mesures ont €té réparties sur un cycle annuel.

L’aspect qualitatif de la colonisation bactérienne a &té étudié
a chague saison, par observation microscopique des différents types mor-
phologiques qui se succeédent & la surface des échantillons. De plus, deux
analyses qualitatives des communautés bactériennes hétérotrophes ont été
effectuées afin, d’'une part, de comparer les flores bactériennes fixées
.simultanément sur les trois matériaux aprés hult jours d’immersion, et
d'autre part de suivre 1l'évolution, au cours du temps, de la composition

de la population, sur les filtres en polycarbonate.

En fonction de la quantité de matériel nutritif contenu dans
le milieu d'isolement, 11 est possible de mettre en évidence deux groupes
de bactéries hétérotrophes : les bactéries marines oligotrophes, capables
de se développer dans un environnement faiblement nutritif (AKAGI et al.,

1977) et les bactéries copiotrophes, qui demandent, pour se développer,



une concentration en matériel nutritif relativement élevée (POINDEXTER,
1881 b). En utilisant deux milieux de culture de valeur nutritive trés
différente, 1'un trés riche, 1l'autre trés pauvre, 1’évolution de la pro-
portion de ces deux types de bactéries hétérotrophes, a 1l'intérieur de

la microflore fixée, a été estimée durant la période estivale.

Afin de lutter contre le développement du biofilm microbien,
différentes méthodes peuvent 8tre utilisées : utlilisation de peinture
antifouling (DEMPSEY, 18981), irradiation des surfaces aux rayons ultra-
violet (DISALVO et COBET, 1974 ; ZELVER et al., 1981), nettoyage mécani-
que des supports (CARON et SIEBURTH, 1981), traitement chimique de 1'eau
par des produits oxydant la matigre organique (Hypochlorite de sodium,
peroxyde d’'hydrogéne) (BERGER et al., 1985 ; NORRMAN et al., 1877) ou par
des biocides (Amines, glutaraldéhyde) (RUESKA et al., 1982). Au cours de

ce travall, 1’influence de la chloration de 1’eau de mer & 0,1 ppm, sur
le développement du biofilm microbien, a &té testée & deux saisons et

suivant deux vitesses de circulation d'eau.

Les différentes méthodes utilisées pour estimer la biomasse
bactérienne dans le milieu naturel reposent soit sur le dosage d’'un com-
posé cellulaire spécifique (acide muramique, lipides membranaires, ATP),
soit sur la mesure du volume des cellules (VAN ES et MEYER-REIL, 1982).
Dans ce travail, durant une période estivale et hivernale, 1'évolution
de la biomasse bactérienne fixée aux filtres de polycarbonate, a été es-
timée par la mesure du volume des cellules fixées. D'aprés NOVITSKY et
MORITA (1976) puis de AMY et al. (1983), sulvant son état de jeline, une

méme bactérie peut présenter une forme et un volume différent.

Lors d’une étude en milieu expérimental, 1l'influence de 1’é&tat
physiologique des cellules sur la colonisation a ensulte été évaluée,
a8 1l'aide d'un Pseudomonas sp. isolé de la surface de 1'un des supports
immergés en milieu naturel. Ainsi, avant d’étre mise en contact avec une
surface d’'aluminium, une partie des cellules de cette souche bactérienne
a subl une période de Jjeline préalable. L'évolution de la fixation de cette
bactérie aux surfaces a ensuite été étudiée, suivant son état de jelne.
Paralleélement, les variations des wvolumes cellulaires, ainsi que le nombre

de cellules en division, ont été évalués au niveau des populations bacté-
riennes libre et fixée.
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CHAPITRE I - MATERIEL ET METHODES

1 - LES SYSTEMES EXPERIMENTAUX

1.1. DESCRIPTION DES CIRCUITS D'ALIMENTATION

Toutes les études réalisées en eau de mer circulante ont été menées
dans la rade de Brest, au niveau de 1l'anse de St Anne du Portzic, au pied du
Centre Océanologique de Bretagne (IFREMER) (Figure 1). Deux circuits d’ali-
mentationlen eau de mer ont &été utilisés.

[ st anne ou porTzic|

Station
ETM

bretagne

Station ®

Aquacoie

— RADE DE BREST

Figure 1 : Localisation du site d'é€tude

-———p .

A : Lieu de prélavement pour les analyses bactériologiques de 1l’eau

B : Lieu de prélévement pour l’analyse des paramétres physico-chimiques
de 1'eau ’

C : Prise d'eau de la station aquacole

D : Prise d'eau de la station ETM.

S : Systémes de préléevements
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L'étude des varliations quantitatives salsonnieéres de la formation
du biofilm bactérien a &été réalisée sur le m8le de St Anne du Portzic, dans
1’enceinte d’aquaculture de Centre Océanologique de Bretagne, site A. L'eau
alimentant cette station est pompée & environ 200 metres du bord, face au
goulet de 1la rade. Elle est stockée dans une cuve souterraine, qui permet
d’alimenter, en continu, les bassins d'aquaculture. Le systéme expérimental
utilisé sur ce site est composé de deux cellules d'échantillonnages montées
parallélement. équipées chacune de deux vannes, qul permettent de les isoler
indépendamment 1’une de l'autre (Figure 2). Ce montage est relié perpendicu-
lairement & 1'extrémité terminale du réseau de canalisation de la station
aquacole, par un tuyau de 15 métres de long et de 100 mm de diametre inté-

rieur.

Les études qualitatives du biofilm bactérien et les essails de net-
toyage par chloration ont été réalisés sur la station expérimentale Energie
Thermique des Mers (ETM), site B. L’eau qui alimente cette station est pom-
pée a environ 50 métres du bord, & l'intérieur méme de l'anse, qui est pro-

tégée des forts courants de marée et de la houle du large par un mSle.

Le systéme expérimental utilisé sur ce site est composé de quatre
cellules d’échantillonnages montées parallelement et qui peuvent &tre, 1la
aussi, isolées par des vannes (Figure 3). D'autres types de cellules d'échan-
tillonnages, quli permettent d’étudier le biofilm par des méthodes chimiques,
sont fixées & cette structure. Ce montage est relié perpendiculairement & la
conduite d'alimentation générale de la station, & la sortie du bac de réten-

tion, par un tuyau de 2 métres de long et de 100 mm de diametre intérieur.

Un montage identique, composé de quatre cellules d'échantillonnages

-~

biologiques et chimiques, est relié & la conduite générale, 20 metres en aval.

-

I1 regoit'en pérménénce une‘éau de mer chlorée a 0,1 hpm.

1.2. DESCRIPTION DES CELLULES D'ECHANTILLONNAGES

Quel que soit le'site d’'étude et le circuit d’alimentation expéri-
mental utilisé, le type de cellule d’'échantillonnage hiologique a toujours

été le mé8me.



-11-

.= =3
3 | { | | i
— H H B 8 8 8 SR
Sortie d'eau
; rsaﬂ Entrée d'eau
---_-l L= BN~ B~ BN~ 2R =~ Bt = I /1
Vanne Cellule d’échantillaonnage

Figure 2 : Schéma du systéme expérimental de la station aquacole.

Dérivation

\

Chloration ¥

- ‘___‘I'___ ___i___] <= Eau de mer

/

Cellule d'échantillonnage
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Figure_3 : Schéma du systéme expérimental de la station E.T.M.
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Chaque cellule d’échantillonnage est composée d’un tuyau de PVC
de 50 cm de longueur et 40 mm de diamétre intérieur (Figure 4). Ces tubes
sont percés de six trous filetés ol viennent se visser des bouchons porte-

échantillons, ce qul permet de tester simultanément six échantillons.

Etant donné le faible rayon de courbure de ce tuyau et le diametre
des échantillons, une fols en place, les plots sont légérement surélevés par

rapport a la surface interne de la conduite (Figures 5 et 6).

1.3. TYPES DE MATERIAUX UTILISES

Cette étude a été effectuée sur trois matériaux de composition dif-
férente : deux substrats métalliques, l'acler inoxydable UB 6 et 1'aluminium
AG 4, susceptibles d'&tre utilisés pour la construction des échangeurs ther-
miques d’une centrale & énergie thermique des mers et un matériel de substi-
tution, des filtres en pdlycarbonates (Nuclépore) de porosité 0,2 um et de

diamétre 25 mm.

Une étude préliminaire faite en milieu marin montre gue les bacté-
ries colonisent quantitativement ce type de filtre et 1l'’acier 1ndxydable de
fagon identique. B

Les alliages métalliques présentent une résistance différente face
8 la corrosion, du fait de leurs propriétés physico-chimiques distinctes.
L’aluminium s'oxyds dés les premiéres heures d'immersion de fagon ponctuelle
(par piqQre), la pellicule d’'oxydes d’'aluminium (Al» O3, H20) ainsi produite
s'étend ensuite rapidement sur toute la surface du métal, ce qui ralenti le
processus de corrosion. L'acier inoxydable présente une meilleure résistance

a 1'oxydation et est plus stable en milieu marin.

Les filtres en polycarbonates sont stables en milieu marin et per-
mettent d’'utiliser des techniques bactériologiques plus fines afin d’'étudier

le biofilm (microsceopie électronique & transmission, culture directe sur mi-

lieu gélosé, autoradiographie...).
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Cellule d'échantillonnage

Echantillon

Bouchon porte-échantillon

{vue en coupe)

Figure 4 : Schéma d'un systéme de prélé&vement

dans le tube du tube au niveau
de 1'échantillon
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2 - PARAMETRES PHVSICO—CHIMIQUES DU MILIEU

Pendant toute la durée de 1’expérience annuelle, de mai 1883 a
mai 1984, chaque semaine & marée haute, différents parametres physico-chimi-
ques de l’eau de mer ont €té mesurés. Les différents sites de prélévements
sont représentés sur la figure 1. L'eau est prélevée 3 l'aide d'une bouteille
de type Sampler-Hydro-Products XRB 135 et ramenée au laboratoire pour ana-
lyses. L'oxygene dissous est mesuré selon la méthode de Winkler, le pH a
1’aide d’un pH métre Tacussel Minisis et la salinité avec un salinomtre
Guildline. La température est mesurée directement sur le site, lors des pré-

levements, grdce & un thermométre gradué au 1/10e de degré centigrade.

3 - ANALYSES BACTERIOLOGIQUES QUANTITATIVES

3.1. TECHNIQUES D'ECHANTILLONNAGES DES BACTERIES FIXEES

Les échantillons métalliques, acier inoxydable et aluminium de 5 mm

d’épaisseur, sont découpés dans des barreaux de 10 mm de diamétre.

Afin qu’'ils soient identiques au niveau de leur état de surface,
ils sont polis pour obtenir une surface de type "miroir”. Dans un premier
temps, 1ls sont polis manuellement sur une polisseuse & papler abrasif type
Knut rotor, en utillsant successivement des disques de granulométrie 800 et
1 200, puls mécaniquement sur une polisseuse Struers DP 10 & paille diamant,
en passant par des diaméetres de pallles de 7 um, 3 um et 1 um. Ils sont stockés
dans une huile de coupe tres fine (Isocut, Buehler, U.S.A.). Juste avant leur
utilisation, 1les ééhantillons sont dégraissés dans deux bains d'acétone et

stérilisés au four Pasteur a 150°C pendant 1 h 30.

Les filtres en polycarbonate sont noircis au Noir Irgalan (HOBBIE
et al., 1977}, puils rincés deux fois dans de l'eau distillée stérile. Du fait
de leur souplesse, ils sont fixés sur des plots de PVC de diam@tre 10 mm et
de hauteur de 10 mm & l'aide d’'une bague de caoutchouc. Ils sont ensuite sté-

rilisés 24 heures par rayonnement ultraviolet.



- 15 -

Tous les échantillons sont placés dans des piluliers stériles et

transportés sur le site d'étude.

Afin de voir si le noir Irgalan n'’avait pas un effet nocif sur les
bactéries, deux tests préliminaires ont été effectués (Annexe I). Le premier
pour vérifier qu’il ne diffusait pas dans le milieu de substances qui auralent
un effet létal sur la flore bactérienne environnante ; le deuxieme afin de
voir s'il n’était pas répulsif et s'il n’emp&chait pas la bonne fixation des
microorganismes sur les filtres nuclépores. Au vu des résultats de ces expé-
riences, il ne semble pas que ce prodult agisse sur le comportement de la

flore bactérienne.

Au niveau du site de prélévement, chaque échantillon est sorti de
son pilulier stérile et déposé dans un des six bouchons & vis porte-échangil—
lon, qui vient se fixer sur les cellules d’échantillonnage. Deux é&chantillons
de chaque matériau sont testés simultanément. La position occupée par chacun
sur la cellule d'échantillonnage, par rapport au courant d'eau, est toujours
la méme.

Sens du coyrant : Acier - Aluminium - Filtre - Acier - Aluminium - Filtre-

Dés leur émersion, les échantillons métalliques sont sortis de leur
bouchon porte-échantillon et directement fixés dans du glutaraldéhyde (2,5 %
dans de 1l’'eau de mer filtrée & 0,2 um). Les filtres Nuclépore sont séparés
de leur support en PVC et fixés dans du formaldéhyde (2 % dans de l’eau de

mer filtrée & 0,2 uml. Ils sont ensuite transportés au laboratoire pour analy-

SEes.

Les échantillons métalliques sont préparés pour 8tre observés au
microscope é&lectronique & balayage. Ils sont rincés et déshydratés par bains
successifs d'éthanol, puils séchés par la méthode du point critique au COs
(ANDERSON, 1951). Aprés métallisation, ils sont observés sur un microscope

JEOL JSM 35 & 35 Kv. Les grossissements utlilisés pour les dénombrements sont

de 4 000 X ou 2 000 X suiQant la densité bactérienne rencontrée.
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Les filtres en polycarbonate sont colorés & 1'acridine orange
(0,01 % dans de l’'eau distillée filtrée a 0,2 um) pendant deux minutes, selon
la technique de HOBBIE et al. (1977). Ils sont ensuite rincés deux fols dans
de 1l'eau distillée stérile, filtrée & 0,2 um et observés a l'alde d’'un micros-
cope a épiflﬁorescenca (BAUSCH et LOMB "Balplan®) & un grossissement de 1 000 X.

Un simple test a été effectué& pour comparer ces deux techniques de
numération, épifluorescence et microscopie électronique. Il a confirmé les ré-
sultats de BOWDEN (1977}, & savoir qu’il n'y a pas de différence entre elles

(Annexe I).

Pour ce type d'expérience répétitive en milieu naturel, 11 faut que
le nombre de champs microscopiques comptés soit suffisant pour que 1l'’estimation
- soit représentative de la réalité, mais pas trop important pour permettre 1’é-
tude d’'un grand nombre d’échantillons. Le choix de dénombrement des différenté
auteurs, qui ont étudié des peuplements bactériens, soit fixés natursllement

a des surfaces, solt déposés & la surface d’un filtre aprés filtration, sont

de trois types.

~

Certains définissent un nombre de champs & compter, d’autres fixent
un nombre minimum de bactéries a dénombrer, d’autres enfin tiennent compte du
nombre de champs st d’'un nombre minimum de cellules & compter par champs
(Tableau 1).

Dans cette étude, le nombre de champs microscopiques est de dix
lorsque la densité est supérieure & 100 cellules par champ et de vingt lors-
qu’elle est inférieure. De plus, dans le cas de densités trop importantes, la
surface dénombrée est réduite. Suivant la technique d’analyse utilisée, deux

méthodes sont employées :

-~

- Microscopie électronique a balayage : augmentation du grossissement
de 2 000 X (surface 2 560 um2) & 4 000 X (surface 642 um?) ;

- Microscopie & épifluorescence : le grossissement est constant
1 000 X. La surface est réduite grdce a l’utilisation d’un
réticule 10 x 10 de 63 um de cdté (surface totale 23 800 um2,
surface du réticule 4 761 m2). '



NOMBRE DE CELLULES NOMBRE TOTAL e
NOMBRE DE CHAMPS COMPTES RE DE CEL o o | RepLcas
10 [15 |20 25 | 10830 | <50 200 | 1000 |2]3]5
Marshall et al., 1971b 0+S
Corpe, 1973 s + +
Corpe, 1974 Fg + +
) FX
Disalvo & Cobet, 1974 0 +
Dawson et al., 1981 Rl +
Dahlbick & Pedersen, g +
1982 _
FX N
Bryant et al., 1983 0+$
Stanley, 1983 M + +
Hobbie et al., 1977 ‘F’ + +
Watson et al., 1977 g + +
Peele & Colvell, 1981 ‘F’ + +
Kirchnan et al., 1982 0 + |+ + +
Any & Morita, 1983 01 + +

FX : Etudes sur des bactéries fixées sur un support.

F : Etudes sur des bactéries déposées & la surface

d'un filtre aprés filtration.

0 : Microscopie optique,

S : Microscopie électronique 3 balayage.

—LL—
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3.1.5, Evaluation du volume cellulaire

Au cours des expériences de janvier et de mal 1984, les évolutions
du volume des cellules bactériennes en forme de coques et de b&tonnets, qui
étaient fixées & la surface des filtres Nuclépore, ont été évaluées séparément
par microscopie a épifluorescence , selon la métheode de FRY et DAVIES (13984)

modifiée comme suit.

Les volumes cellulaires sont évalués & l’alde d’'un analyseur d'image
Optamax PS2. Etant donnée la trop faible lumiére émise par les cellules, par
rapport a celle de la surface du filtre, i1 n’a pas été possible de travailler
en prise directe sur le microscope. Lors des comptages effectués sur les échan-
tillons, des photographies de champs microscopiques sont prises a 1'aide de
films Ektachromes 200 ASA. Toutes ces prises de vue sont faltes au méme gros-
sissement (1 000 X) et avec un méme temps d'exposition. Afin d*éliminer les
lumiéres parasites émises par des particules ou des amas de cellules, les pho-
tographies sont projetées sur écran et seules les bactéries aux contours par-
faitement définis sont redessinées sur papier (noir sur blanc). Afin de rendre
comparables toutes ces mesures, & chaque projection, un facteur de calibration
est calculé & partir de la photographie d'un micrometre pris au mé@me grossisse-
ment que les bactéries. Les données sont directement transformées et stockées

sur fichier informatique & 1l'aide d’un Commodore 64 interfacé avec l'analyseur

d*images.

Calcul des volumes cellulaires :

Chaque cellule en forme de coque est assimilée & une sphére. Le volu-

me (V) des cellules est calculé & partir de leur surface (S) par la formule

suivante :
4 \/S
Vv EXSX ﬁ

Les bactéries en forme de b3tonnet sont assimilées & des cylindres
pourvus d’'une demli-spheére & chaque extrémité. La largeur (1) de chaque cellule
est estimée & partir de la mesure de sa surface (S) et de sa longueur (L) par

l1a formule suivante :

L]

-L+\/L2-4x(%—-1)xc-31
1=

II
2 (-4-- 1}
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Cette valeur est ensuliteintroduite dansl’équation suivante, afin

de calculer le volume des cellules :

= (- L 3 i 2
v = ( 12] X 1° + [4 X 1< x L)

Dans la mesure du possible, 100 & 200 cellules de chaque forme sont
mesurées par é&échantillon (ZIMMERMAN, 1977). Ceci n’a pas é&té possible pour les
échantillons qul sont immergés trés peu de temps. En effet, le nombre de cellu-
les fixées visibles par champ microscopique sur ces échantillons est compris
entre 0 et 5 ecellules. Avec de telles densité€s, la quantité de photographies

nécessaires pour obtenir les 100 & 200 individus requis aurait entratné un

codt financier trop élevé. .

3.2. TECHNIQUES D'ECHANTILLONNAGES DES BACTERIES LIBRES

Pendant toute la durée de l’expérience annuelle, de mai 1883 & mai”
1884, chaque semalne a marée haute, l'abondance en bactéries de l’eau de mer
de surface (30 cm), au niveau du site d'étude et de l'eau de mer alimentant
les systdmes expérimentaux, a été mesurée. Les différents sites de prélave-

ments sont représentés sur la figure 1.

A chaque niveau de prélevement, deux échantillons sont collectés
simultanément dans des flacons stériles. L’un est directement fixé dans du
formaldéhyde (concentration finale 2 %), l'autre est conservé frals. Les
quatre préleévements ainsi obtenus sont rapidement transportés au laboratoire

pour analyses.

-~ Numération de la flore bactérienne totale

Pour chaque échantillon formolé, 5 ml sont colorés a l’acridine
orange (concentration finale 0,01 %) pendant deux minutes, puls filtrés sur
un filtre Nuclépore (porosité 0,2 um) préalablement noirci au noir Irgalan
(HOBBIE et al., 1977). Les numérations se font par épifluorescence sur un
microscope Bausch et Lomb "Balplan” par comptage de 10 champs & un grossisse-
ment de 1 000 X.
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- Numération de la flore bactérienne viable

Le nombre de bactéries viables est déterminé & partir de 1'échantil-
lon frais, par étalement sur milieu gélosé 2216 E (OPPENHEIMER et ZOBELL, 1952)
de 0,1 ml de 1'échantillon, 3 la dilution appropriée. Chaque &talement est

doublé. Les dénombrements sont effectués aprés huit jours d’incubation & 20°C.

4 - ANALYSES BACTERIOLOGIQUES QUALITATIVES

4.1. BACTERIES FIXEES

- - > - - — s - o o - > > > o - —-——n - ———

4.1.1. Description_des _systémes _de_prélévements

Au cours de 1’'année d’expérimentations, deux études bactériologiques
qualitatives du biofilm ont été réalisées. Sulvant la nature de l'’expérience,

deux systémes de prélévements différents ont &té utilisés.

- Durant le mois de novembre 1984, des prélévements sont effectués
simultanément sur les trois substrats aprés huit jours d’immersion. Pour cette
étude, les matériaux sont préparés de la méme fagon que celle décrite au para-

graphe 3.1.1. et immergés a l'aide du systéme de prélévement schématisé sur la
figure 4.

- Durant le mois de mal 1984, 1’évolution de la population bactérien-
ne au cours des quinze premiers Jours d’'immersion est sulvie sur un seul maté-
riel, les filtres en polycarbbnates. Les prélevements sont effectués aprés un
Jour, huit jours et quinze jours d’immersion.

Pour cette étude, dés filtres de diametre 47 mm (porosité 0,2 um)
sant utilisés afin d’augmenter la surface d’échantillonnage. Aprés coloration
au noir Irgalan, ils sont fixés sur un tuyau de PVC de 16 mm de diametre a '
1'aide d’une membrane de caoutchouc souple percée de quatre trous de 35 mm de
diamétre. Ce systéme est stérilisé aux rayons ultra-violet pendant 24 heures,
enveloppé dans une feullle d’'aluminium stérile puis transporté sur le site

d’étude ol 11 est inséré & l1l'intérieur des cellules biologiques (Figure 7).



Membrane de plastique souple,

Cellule Biologique. Filtre nuclepere

Entretoise.

\O‘ O <O cszf7 S~ .
- ] .

Support de PVC.

Figure 7 : Schéma du montage permettant 1'isolement
des bactéries colonisatrices sur les filtres

Dés leur émersion, les échantillons sont séparés de leur support,
immergés dans de 1'eau de mer stérile et transportés au laboratoire pour

analyses.

Afin d’étudier les bactéries fixées, la méthode généralement employée
consiste & les décrocher de leur support pour les remettre en suspension dans
de 1'eau de mer stérile. Les isolements sont ensuite effectués par étalement

de cette eau sur milieu gélosé.

Les bactéries peuvent &tre décrochées soit en frottant le support
avec un tampon d'’ouate sec (CORPE, 1970, 1973) ou imbibé d’'une. solution de
Tween 80 (DEMPSEY, 1981}, soit en grattant la surface avec un "Rubber Police-
man” (scalpel en caoutchouc) (AFTRING et TAYLOR, 19738) ou un scalpel en téflon
(EATON et al., 1880) ou en acier au carbone (GERCHAKOV et al., 1976).

Afin de comparer qualitativement les bactéries fixées sur les troils
matériaux, aprés une méme période d’immersion (huit Jours), les trois échan-
tillons sont tout d’abord rincés cing fols dans de l'eau de mer stérile, pour
8ter les cellules non fixées (CORPE, 1874 ; DEXTER, 1878). Puls les surfaces

sont frottées avec un morceau de gaze stérile (1 cm?). Ce tampon est ensuite

placé dans un sac de plastique stérile contenant 20 ml d'eau de mer stérile
et agité violemment pendant dix minutes dans un stomacher "lLab-Blender 400",

afin de faire ressortir les bactéries des fibres de la gaze (FRY et HUMPHREY,
1978} .
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L*évolution qualitative de la flore bactérienne fixée, au cours du
temps, sur les filtres Nuclépore, a été sulvie au cours d'une autre expérience.
Les filtres sont préalablement rincés dans un tube & essal contenant 15 ml
d’eau de mer stérile, par agitation du tube sur Vortex pendant 15 secondes,
suivie d'un ringage doux dans de 1l’eau de mer stérile. Les essals qui ont per-
mis de choisir cette technique de ringage entre deux autres sont présentés st

discutés dans 1’'Annexe II.

Au cours d'une expérience, en mal 1984, le nombre des cellules bac-
tériennes viables fixées & la surface des filtres a &té sestimé par la méthode
sulvante : aprés ringage, les. filtres sont déposés directement sur un milieu
de culture gélosé et les bactéries sont dénombrées aprés hult jours ou quatre
semalnes d’'incubation & 20°C, suivant le milieu de culture utilisé (NOVITSKY
et MORITA, 1876).

-

Les prélévements proprement dit, qui ont servi & 1’'ctude de 1’'évo-
lution qualitative de la flore bactérienne fixée aux filtres Nuclépore au cours
du temps, ont été effectués en aolt 1984. Aprés rinqége, les bactéries sont
décrochées des filtres par agitation violente, selon une technique utilisée
pour étudier la flore épiphyte d’algues (FRY et HUMPHREY, 1978). Les filtres
sont mis dans un sac plastique stérile contenant 10 ml d’eau de mer stérile
filtrée & 0,2 um, et agités violemment pendant 10 minutes dans un stomacher
"Lab-Blender 400". Les essals qul ont permls de choisir cette mé&thode de dé-

crochage, parmi deux autres, sont présentés et discutés dans 1'Annexe III.

Que ce solt pour les matériaux métalliques ou les filtres Nuclépore,
lorsque les bactéries sont décrochées des supports, les dénombrements de la
flore bactérienne viable se font soit par &talement de 0,1 ml de 1'eau d’agl-
tation, & 1la dilution appropriée, sur ls milieu de culture choisi, soit‘par
la méthode NPP (nombre le plus probable) (Mc GRADY, 1918) en milieu liquide.
Les lectures sont faites aprés des temps d'incubation variables suivant le
milieu utilisé. L’isolement des souches bactériennes se falt & partir des colo-

nies qui se sont développées sur les milieux gé&losés.

Pour chaque prélévement, 1’é&tude qualitative se fait sur vingt sou-
ches prises au hasard sur une boite de Petri. Ces souches peuvent &tre stockées

-

a 14°C en tube, sur milieu gélosé incliné.
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4.1.3. Milieux de culture

La plupart des é&tudes bactériologiques sont faites sur des bacté-
ries isolées sur un milieu de culture enrichil en peptones et en extraits de
levure. Quelles que soilent les &études, la quantité de peptone est toujours
importante, pour permettre un bon développement des bactéries hétérotrophes,
mals peut varier suivant les auteurs : 1 g.l-l (FLETCHER et LOEB, 1879),

3 g.1” ! (FLOODGATE, 1966), 4 g.1l ! (GERCHAKOV et al., 1978), 5 g.l 1l (CORPE;
1975) . '

le milieu qui a &té utilisé pour 1'étude de la flore bactérienne
hétérotrophe est le 2216 E de OPPENHEIMER et ZOBELL (1952), qui contient 4 g.l-
de peptones. Il a été utilisé sous forme liquide ou solide, par addition de
15 grammes d'Agar (Bacto agar Difco) pour un litre de milieu. Il est préparé
a partir d’'une eau de mer vieillie, filtrée sur membrane Sartorius 0,2 um et

d'eau distillée (composition en Annexe IV).

Le dénombrement et l'isolement des bactéries oligotrophes, fixées
aux filtres Nuclépore, ont été faits selon la méthode décrite par AKAGI et al.
-{1977). Une fois rincés, les filtres sont déposés dans des boites de Petri de
diametre 5,5 cm, sur deux filtres en fibre de verre (Whatman GF/C, diamétre
5,5 cm), imbibés d'un milieu liquide tr&s pauvre, ne contenant que 16,8 mg de
carbone par litre (AK), dont la composition est donnée en Annexe IV. Ils sont
incubés trois semaines a 17°C. Afin que les bactéries oligotrophes ainsi sélec-
tionnées se développent en colonies visibles a 1l'oeil, les filtres sont ensuite
déposés sur le md8me milieu gélosé (15 g.l_1 d’'Agar) et 3 nouveau incubés pen-
dant hulit Jours.

Pour 1'étude de la succession de la flore bactérlienne sur les filtres
Nuclepore, un autre milieu (LX), de valeur nutritive intermédiaire aux deux
précédents (3,5 g.l-l de composés carbonés), a aussi été utilisé (TORELLA et
MORITA, 1881). Il est préparé de la méme fagon que le mlilieu gé&losé 2216 E. Sa

composition est donnée dans 1'Annexe 1V.

Les bactéries anaérobies sulfatoréductrices fixées & la surface des
supports ont été dénombrées par la méthode NPP en milieu liquide (DELILLE et
LAGARDE, 18974). Les bactéries ont été isolées sur deux milieux gélosés, milieu
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de Starkey modifié (POSTGATE, 1866) et de Baars (CHANTEREAU, 1980} suivant

deux méthodes :

- Par étalement de 0,1 ml de la solution de prélevement sur ces
milieux g€losés et incubation des boftes dans des Jjarres anaérobies (gaz

Ho + CO2) a 25°C pendant trois semaines :

- Par ensemencement de 0,1 ml de la solution de préle&vement dans
des tubes de milieux semi-liquides 3 40°C. Ils sont incubés huit jours a 25°C

apres dépdt d’une couche de paraffine stérile & la surface du milieu solidifié.

Les compositions de ces milieux sont données dans 1'Annexe IV.

L’'étude qualitative a été faite par 30 tests écologiques et biochi-
miques.

- Caractéres morphologiques

-

Chaque souche est examinée par microscople & contraste de phase afin
de définir la morphologie, la mobilité et la présence de spore sur des cultures
dgées de 24 heures sur milieu 2216 E.

Chaque frottis est ensuite utilisé pour la coloration de Gram.

- Caractéres écologiques

La thermotolérance (5°C, 20°C, 30°C) et la tolérance & un milieu
de salinité "nulle” (milieu & 1’eau doucel) de chaque souche sont déterminées
sur milieu 2216 E (modifié pour le milieu & 1'eau douce) aprés huit jours
d'incubation.

- Caracteres biochimiques

Ces caractdres ont été déterminés gréce aux tests des galeries API
20 B

- Présence de certaines activités enzymatiques : oxydase, catalase,
uréase, tryptophanase, B galactosidase et protéase (action sur la

gélatine) ;
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- Possibilité d’'attaque de certains carbohydrates : saccharose,
L-arabinose, mannitol, fructose, glucose, maltose, amidon,

rhamnose, galactose, mannose, sorbitol et glycérol ;

- Réduction des nitrates en nitrites, formation d’H2S & partir de
thiosulfate, production d’'acétoIne a partir de 1l'acide pyruvique

et utilisation du citrate comme seule source de carbone ;

- Possibillité de fermentation du glucose en condition anaércbie par
la méthode de HUGH et LEIFSON (1953).

Chaque souche est définie dans un fichier informatique par ses ré-

ponses aux 27 tests prédédemment décrits (sauf les caractéres écologiques]).

Le programme de taxonomie numérique utilisé calcule le co&fficient
de similitude établi par SOKAL et MICHENER (1858), qui tient compte & la fois
des similitudes positives et négatives. Les souches sont regroupées selon la
variance. Pour chaque série de souches bactériennes, le programme calcule un
indice moyen d'activité & partir des pourcentages de réponses positives a
tous les tests et un indice d'activité fonctionnelle, basé sur la fréquence

relative d'apparition de chaque caractére (TROUSSELLIER et LEGENDRE, 1881).

4.2, BACTERIES LIBRES

Les bactéries en suspension dans le milieu sont prélevées de la fa-
gon décrite au chipitre 3.2.1. Les dénombrements et les isolements sont effec-
tués par étalement de 0,1 ml d'eau des échantillons frais, & la dilution appro-

priée, sur les différents milieux de culture gélosés (15 g.l-1 d’Agar).

Les méthodes d'étude et de traitement informatique des souches, ainsi

isolées, sont les m@mes que celles décrites pour les bactéries fixées.



CHAPITRE II

LA COLONISATION BACTERIENNE DANS UN SYSTEME
A CIRCULATION D’EAU DE MER OUVERT
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CHAPITRE Il - LA COLONISATION BACTERIENNE DANS UN SYSTEME
"""""" A CIRCULATION D'EAU DE MER OUVERT

1 - CARACTERISTIQUES PHYSTICO-CHIMIQUES ET BACTERIOLOGIQUES DU SITE

1.1. PHYSICO-CHIMIE

Durant la période d'étude, la concentration en oxygdne dissous
fluctue lentement entre un minimum de 7,3 mg. 171 en été et un maximum de

10,7 mg. 1! au début du printemps (Figure 8).

Le pH est sensiblement identique toute 1l'année et oscille autour
de 8,1. '

La salinité de 1l'eau de surface est assez stable durant 1'été et

1'hiver, 34,8 %., avec toutefols quelques chutes brusques jusqu’'a 32 % a la
fin de 1'hiver 1984.

La température est le parameétre qui montre la plus grande amplitude
de variation (Figure 8). A partir du mois de mai 1983 elle augmente progressi-
vement pour atteindre un maximum de 17,6°C au mois d'aofit, puis recescend,
pour &tre minimale, 7,9°C, fin février et & nouveau amorcer une augmentation

au début de mars.
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Figure 8 : Evolution des paramétres physico-chimiques

- du milieu durant l'année expérimentale.
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Figure_9 : Evolution de la température de l'eau
durant 1'année expérimentale.

1.2. VARIATIONS ANNUELLES DE LA MICROFLORE TOTALE

Pendant 12 mois (mai 83 ~ mai 84) les densités de bactéries en
suspension dans 1'eau de mer de surface (30 cm) au niveau du site et de
1l'eau alimentant le systéme expérimental, ont été dénombrées de fagon heb-

domadaire selon deux techniques de numérations (Figure 10) :

- microscopie & épifluorescsnce ;

- &étalement sur milieu de culture 2216 E.
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Figure_10 : Evolution de la densité bactérienne en suspension
dans 1'eau alimentant le circuit et dans 1l'eau de
mer de surface, durant 1'ammée expérimentale.



- 31 -

~ Résultats par microscopie a épifluorescence

Les densités totales de bactéries sont restées stables tout au long
de 1l'année. En eau de mer de surface, elles &voluent entre 7,1.10"% et 8,5.10°
cellules.ml ! et entre 3,2.10" et 7,8.10° cellules.ml ! pour 1l’eau des con-
duites.

Pour les deux niveaux de prélévement, les minimums et les maximums

sont apparus en méme temps, respectivement le 17 octobre 83 et le 15 mai 84.

Aprés avolr testé leur normalité par la méthode de la droite de
Henri (LIORZOU, 1973), les moyennes des deux distributions ont &té comparées
statistiquement par le test de Student (Annexe V). Il apparait ainsi qu’elles
ne sont pas significativement différentes et que les densités bactériennes

'sont similaires sur l’ensemble de 1l'année.

- Résultats sur milieu de culture

la flors viable subit des variations plus importantes au cours de
1’année.

Dans l'eau alimentant le systéme expérimental, les densités varient -
entre 1,4.10% et 1,7:103 cellules.ml ! alors qu'’en mer, elles évoluent entre
1.102 et 1,14.10° cellules.ml 1,

C’est au cours du mois de janvier que les variations sont les plus
importantes en mer. Il est intéressant de signaler que c'est durant cette

périocode de 1'année que les plus fortes temp&tes ont été enregistrées.

Cette brusque augmentation n'apparait pas dans 1’eau de mer des
condulites. Le circuit d'alimentation semble avoir un effet régulateur sur

les densités des bactéries en suspension.

1.3. VARIATIONS JOURNALIERES DE LA MICROFLORE

Durant 24 heures, le 9 aoiit 1983, les densités de bactéries en sus-
pension dans 1l’eau de mer de surface (30 cm), au niveau du site et de 1l’eau
alimentant le systéme expérimental, ont été dénombrées toutes les heures par
étalement sur milieu 2216 E et toutes les deux heures par microscopie a épi-

fluorescence.
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A chaque marée haute, soit & 6 heures et & 18 heures, un échantil-
lon de 20 souches bactériennes a été isolé au niveau de chaque site. Aprés
purification, chacune des 80 souches a subi un certain nombre de tests éco-
logiques et biochimiques (31), qui ont permls de comparer ces quatre popula-
tions par taxcnomie numérique.

Quel que soit le site de prélevement, la densité totale des bac-
téries en”shspension est stable au cours du cycle de marée. Elle est en
moyenne de 4,1.10° cellules.ml ! pour l1l'eau de mer de surface et de 4,4,10°

cellules.ml 1 pour 1l’eau des conduites (Figure 11 A).

La densité de bactéries viables sur milieu 2216 E est toujours
moins importante dans 1l’'eau alimentant le systéme expérimental (2,1.10% -
5,4.103 cellules.ﬁI-IJ que dans l’'eau de mer de surface (1,2.103 - 1,6.10%
cellules.ml 1) (Figure 11 B). Au cours du cycle de marée, les deux popu-
lations évoluent paralleélement et varient peu. Dans 1’eau du milieu naturel,

la densité bactérienne augmente légérement lors de la haute mer de 18 heures.
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Figure 11 : 9 aofit 1983 - Evolution du nombre de bactéries
suivant un cycle de marée de 24 heures.
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Les échantillons destinés a 1l'é&tude de ces variations ont &té
prélevés le 9 aoOt 1383. A 6 heures, & haute mer, et & 18 heures, & la haute
mer suivante, les échantillons ont &té prélevés en surface & l’entrée de la
prise d’eau de mer du systéhe expérimental (Figure 1) et au niveau de ce sys-
téme (3 la sortile des conduites). Quatre-vingt souches (20 par échantillons)
ont ainsl &té étudiées. L'ensemble des réponses de ces souches aux différents

tests est présenté dans 1l'Annexe VI.

Les souches isolées de 1'eau de mer 8 6 heures sont toutes des
baclilles Gram négatif. Douze d'entre elles sont apparentées au groupe des
Pseudomonadaceae (métabolisme non fermentatif) et hult au groupe des Vibrio-
naceae (métabolisme fermentatif et oxydase +). Aucune de ces souches ne se

développe en 1l’absence de NaCl (Indice moyen d'activité : 8,8).

Les souches isolées a la méme heure du systéme expérimental sont
également des bacilles Gram négatif. La proportion de Vibrionaceae est cette
fols inversée : douze souches contre huit non fermentatives. Ces souches sont-
également -exigentes en chlorure de sodium. Elles sont en majorité protéolyti-
ques (75 %) et sont plus actives vis-a-vis des substrats proposés que les
souches de 1’échantillon précédent (Indice moyen d'activité : 10,7].

Les souches isolées de l1’eau de mer & 18 heures sont également des
bacilles Gram négatif. Les souches fermentatives du groupe des Vibrioriaceae
sont en majorité : 14 sur 20. I1 s'agit une nouvelle fois de souches exigeant
du chlorure de sodium. Leur activité vis-a-vis des substrats proposés est d’un
niveau équivalent & celul de 1'échantillon du systéme expérimental é&chantll-
lonné & 6 heures (Indice moyen d'activité : 10,45).

~

Les souches isolées de ce systéme & 18 heures sont en majorité des
Vibrionaceae (15 sur 20). Les nitrates sont réduits en nitrites par 75 % des
souches. De méme, 75 % des souches sont protéolytiques. C'est cet échantillon
qui présente le plus fort indice moyen d'activité (12,8). Toutes les souches

sont exigentes en chlorure de sodium.

Afin de mieux apprécier les ressemblances et différences entre ces
échantillons, les souches ont €té comparées par les méthodes de taxonomie

numérique. Elles ont &té comparées pour un degré de similitude de SO %,
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correspondant au niveau du genre (TROUSSELLIER et LEGENDRE, 1981). Le degré
de similitude de 895 %, correspondant au niveau de 1l'’espéce, n'’a pu &tre re-

tenu ici, du fait du nombre trop faible d’'individus par échantillaon.

Les souches isolées de 1l'eau de mer sont comparées dans le dendro-
gramme N° 1. Pour une similitude de 90 %, six groupes s’individualisent, re-
présentant 26 souches, soit 65 % de la collection étudiée. Sur ces six groupes,
un seul est homogéne en ce qui concerne 1l’origine des souches : 11 s'’agit
d’une paire regroupée & 92 %. Tous les autres groupes sont mixtes, c’est-a-

dire composés de souches 1isolées & 6 heures et 18 heures.

Les souches isolées des tubes sont comparées dans le dendrogramme
n°® 2. Pour une similitude de 90 %, trois groupes sont individualisés. Ils
rassemblent 33 souches sur 40, soit 82,5 % de la collection. Ceci indique
une plus grande homogénéité de 1’échantillon. Il est vrai que huit souches
de la méme origine sont identiques & 100 %. Ces trois groupes éont mixtes,
comportant donc des souches prélevées & 6 heures et 18 heures. On remarque,
a8 plusieurs reprises, des souches identidues 4 100 % et provenant de deux '

échantillons.

La comparaison entre les souches isoclées de 1’eau de mer et du
systéme expérimental & 6 heures est illustrée dans le dendrogramme n°® 3.
Quatre groupes de souches sont individualisés pour une similitude de S0 %,
regroupant 20 souches, solt 50.% de la collection. Si 1'on se reporte aux
cas précédents, ceci traduit une plus grande hétérogénéité de la collection.
La composition des quatre groupes individualisés & 80 % confirme ce point.:

trois de ces groupes sont homogénes en ce qui concerne l'origine des souches.

La comparaison des échantillons prélevés a 18 heures est 1llustrée
par le dendrogramme n® 4. A 80 % de similitude, cing groupes, dont deux pai-
res, sont individualisés et rassemblent 18 souches, soit moins de S0 % de la
collection. Quatre de ces groupes sont homogénes en ce qul concerne l'origine
des souches. Quant au cinquiéme, il est formé en majorité (quatre souches sur

cing) de souches isolées des tubes.

Cette brave étude qualitative indique donc que, dans la méme Jour-
née, i1l vy a assez peu de variations qualitatives des peuplements bactériens
au niveau de 1l'eau de mer, ou au niveau du systéme expérimental. Par contre,
les peuplements bactériens des tubes différent un peu des peuplements bacté-
riens de’l’eau de mer. Le systéme expérimental constitue un blotope modifis

-~

par rapport & l'environnement immédiat.
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1.4, CONCLUSIONS

Sur le plan physico-chimique, le site &tudié& présente peu de varia-
tions annuelles, si ce n'est pour la température qui fluctue entre 7,3°C et
17,6°C.

_ Les densités bactériennes, dans l1’eau de mer comme dans les condui-
tes, sont relativement stables et légérement supérieures a 10°% cellules.ml 1,

si 1'on considére la microflore totale dénombrée sn épifluorescence.

La microflore totale viable fluctue au cours de 1'année, sans
qu'aucune tendance saisonniére ne se manifeste. Les fluctuations sont plus

sensibles dans le milieu extérieur que dans le systéme expérimental.

Sur le plan qualitatif, au cours d’une journée, il y a peu de
variations de la structure des communautés bactériennes, dans le méme com-
partiment : eau de mer ou systéme expérimental. Par contre, les peuplements
bactériens de l’eau de mer alimentant les condultes apparaissent légérement

modifiés par rapport aux peuplements de 1'eau de mer extérieure.

2 - VARTATIONS SAISONNTERES DE LA COLONISATION BACTERIENNE

2.1. PROTOCOLE EXPERIMENTAL

L’étude quantitative du développement du biofilm bactérien a éteé

réalisée dans 1l’enceinte d'aquaculture (site A)l, &8 1'aide du systéme expéri-

mental composé de deux systémes de prélévements (Figure 2).

La colonisation des différents matériaux a été étudiée bimensuelle-
ment durant une année (mai 83 - mal 84), sur dészériddes de 15 Jours. Durant
chague période, 10 prélévements ont été effectués aux temps suivants : 1 h -
6h-12h-13~-2J-43J-6J-8J-10J3 - 15 J.

Ne possédant que deux systémes de prélévements, la période réelle
d’'échantillonnage s’étale sur trois semaines, par roulement successif des
systémes de prélévements (Figure 12). Entre deux utilisations, chaque systéme

-~ ~

est nettoyé & 1'eau chlorée (12 %) & 1'aide d’'un écouvillon st abondamment
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rincé & 1l'eau douce.

nettoyée & 1'eau chlorée,
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Entre deux études bimensuelles,

toute la conduite est

rincée, puls asséchée durant 15 Jjours.

mal 83| Jui 83| SEPT 83| nov 83| JAN 84 MARS 84| MAI 84|
— 3  —| — —  — —

Périods d’'échantillonnage
Etude des échantillons

Nettoyage des conduites par chloration puis assachemant

E R[]}

Prélavement d'eau hebdomadaire pour analyse bactérienne
at mesure das param2tres physico-chimiques

Figure 12 : Planning expérimental

2.2. ETUDE QUANTITATIVE

-

La colonisation des trois matériaux par les bactéries a été &tudiée
de mal 1983 a mai 1984. Cette

titatives de la colonisation,

étude concerne d'une part les variations quan-

et d’'autre part les variations des taux de crois-

sance du biofilm sulvant les saisons.

2.2.1. Evolution des densités

- Mai 1983 (Figure 13 A)

La colonisation initiale sur les troils matériaux, apres une heure
d'immersion, est de 10" cellules.cm 2. Cette densité évolue peu pendant les
premigdres 24 heures, puis s'accroft rapidement pour atteindre en moyenne

2.107 cellules.cm 2 aprés 10 jours d'immersion, sur les trois matériaux.
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- Juillet 1983 (Figure 13 B)

La colonisation initiale sur 1’aluminium est de 3.103 cellules.cm 2,
solt légeérement inférleure & celle cbservée sur les deux autres supports
(2,5.10% cellules.cm 2). Pendant la premidre journée, les densités restent
pratiquement stationnaires, sauf pour 1'’aluminium ol quelques fluctuations
sont observées. Aprés quatre jours d'immersion, la densité moyenne sur les
trois matériaux est de 7,5.10% cellules . cm 2. Elle augmente ensulite lé&gere-

ment pour &tre supérieure a 107 cellules.cm 2 aprés quinze Jours d’immersion.

- Septembre 1983 (Figure 13 C)

La densité initiale est de 2,4.10% cellules.cm 2 sauf pour 1'alumi-
nium, 1,9.103. Durant les premiéres 24 heures, la colonisation évolue lente-
ment. L’acier inoxydable et les filtres Nuclepore atteignént leur maximum de
colonisation (4.10% cellules.cm 2) apreés quatre jours d’immersion, alors que
1’aluminium ne le fait qu’apreés six Jjours (2,3.107 cellules.cm 2). Aprés 15
Jours d'immersion, les densités sur les trois matériaux sont en moyenne de
4,2.10° cellules.cm 2. '

- Novembre 1984 (Figure 13 D)

Dés une heure d’immersion, la densité bactérienne est de 1,5.103

cellules .t:.m_2

sauf pour les filtres Nuclepore (2,3.103 cellules.cm 2). La
colonisation est ensulite lente et continue, pour atteindre en moyenne 3,4.10%

cellules.cm 2 apres quinze Jjours d'immersion, pour les trois supports.

- Janvier 1984 (Figure 13 E)

Au début des immersions, 7,5.103 cellules.cm 2 sont présentes en
moyenne sur les trois substrats. L’augmentation de la colonisation est lente
et ne permet d’atteindre que 4,105 cellules.cm 2 en fin d’'expérience sauf
pour 1'aluminium (2,5.10% cellules.cm 2). ‘

- Mars 1984 (Figure 13 F)

La colonisation initiale se situe entre 1,1.10% et 6,5.10% cellu-
les.cm 2. L’acier inoxydable atteint sa colonisation maximum (6,1.10° cellu-
les.cm 2) aprés dix jours d'immersion, ainsi que les filtres (1,5.10% cellu-
les.cm 2). L'aluminium se colonise plus longuement et une densité de 1,6.107

cellules.cm 2 est atteinte en fin d’'expérience.
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- Mai 1984 (Figure 13 G)

La colonisation de départ varie de 7,8.10% a 4,8.10" cellules.cm 2.
Durant les premiéres 24 heures, elle évolue peu, sauf pour les flltres. Les
densités maximum sont atteintes pour les trois matériaux (2.107 cellules.cm 2)

aprés dix jours d’'immersion.

En premiére approximation, quelle que soit la saison d'expérimenta-
tion, 1'’évolution de la colonisation bactérienne est sensiblement identique
pour les trois matériaux. Afin de synthétiser les résultats précédents, 1les
évolutions de la colonisation des filtres Nuclépore, aux différentes saisons,
sont donc représentées seules sur les figures 14 A et 14 B. Suivant la périlode
d’immersion, la colonisation se fait plus ou moins rapidement et les densités

obtenues en fin d’'expérience sont plus ou moins é&élevées.
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Figure_14 (A-B) : Courbes de synthése de la colonisation
bactérienne des filtres Nuclepore aux
différentes saisons.

2.2.2. Evolution des vitesses de colonisation

Pour quatre périodes de 1'année (juillet 83, janvier 84, mars 84 et
mail 84), 1'évolution des vitesses de colonisation au cours du temps d’immer-

sion a été &évaluée sur les différents matériaux. Ces vitesses sont exprimées
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en nombre de bactéries {’:Lxézes.cm-z.h”1 et sont représentées sur les figures
15 A, B et C. Les valeurs reportées sur ces figures représentent 1'évolution
des vitesses de colonisation entre chaque temps de prélévement successif.

Elles ont été calculées de la fagon sulvante :

V:I.::i::_
i i-
Vi = wvitesse de colonisation au temps i (Nombre cellules.cm 2.h 1)
Di = densité bactérienne au temps 1 (Nombre cellules.cm 2)
Di-1 = densité bactérienne au temps précédent i (Nbre cellules.cm 2)
T1 et Ti—1 = deux temps de prélévements successifs (heures).

- Acier inoxydable (Figure 15 A)

Quelle que solt la salson, la vitesse de colonisation initiale, de
0 8 1 heure d’'immersion, est trés importante. Elle évolue entre 1,1.10% et
6,2.10% bactéries.cm 2.h 1, puis ralentie dans les heures qui sulvent de fagon

plus ou moins importante suivant la saison.

. Juillet 1983 :

Durant la premiére journée d'immersion, la vitesse de colonisation
est faible (181 bactéries.cm 2.h 1), puis s’accélére rapidemment pour attein-
dre son maximum le 4e jour (8,4.10% bactéries.cm 2.h 1), puis diminue Jusqu’a

1,5.10% bactéries.cm 2.h ! apres le 15e Jjour.

. Janvier 1984 :

Quelle que sait 1la durée de 1’immersion, la vitesse de colonisation
bactérienne reste stable et évolue autour de 103 bactéries.cm 2.h l.

. Mars 1984 :

Durant les quatre premliers Jours d'immersion, elle évolue autour de
103 bactéries.cm 2.h ! puls augmente progressivement pour atteindre 1,2.10"%
bactéries.cm 2.h 1, le 15e Jour.
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sur les trois matériaux, 3 différentes saisons.
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- Mai 1984 :

La vitesse de colanisation reste importante pendant les premiers

Jours d’'immersion (5,6.10°3 bactéries.cm—z.h.l), mals ne commence & s'accélérer

qu'aprés le 4e jour et devient maximum le 8e jour (1,1.10° bactéries.cm 2.h 1).

- Aluminium (Figure 15 B)

Mis & part le mois de Jjanvier 84, quelle que soit la période d'immer-
sion, le schéma d'évolution de la vitesse de colonisation du biofilm est sen-
siblement identique & celui de 1l’acier inoxydable, bien que les vitesses ini-
tiales solent plus faibles. Elles varient entre 3.103 et 1,8.10% bact.cm 2.h 1.
Lles temps d'immersion auxquels les vitesses sont maximales sont les mémes,
mals les amplitudes atteintes sont généralement plus importantes. Elles sont
respectivement ds 9,6.10% ; 1,1.10°% et 1,8.10° bactéries.cm 2.h ! pour les
moils ds julllet, mars et mai. L’'évolution des vitesses du mois de Janvier est
simlilaire & celle de mars, mais la valeur atteinte le 15e jour est plus faible

(1,6.10% bactéries.cm 2.h 1.

- Filtres Nuclepore (Figure 15 C)

Les vitesses initiales de colonisation sont 1& encore importantes,
environ 10% bactéries.cm 2.h l. Au cours des heures suivantes, les ralentisse-

ments les plus importants se développent en janvier et en mai.

. Juillet 1983 :

Aprés le premier Jour d'immersion, la vitesse de colonisation
(1,4.103 bactéries.cm 2.h 1) augmente et atteind 1,8.10° bactéries.cm 2.h ! le

-

6e Jour. Elle se stabilise & cette valeur, puis diminue le 15e Jour.

. Janvier 1984 :

La vitesse de colonisation est trés faible durant les premiéres
heures d'immersion (20 bactéries.cm 2.h 1), puis se stabilise d&s 24 heures

a une valeur de 103 bactéries.cm 2.h" ! environ.

. Mars 1984 :

La vitesse de colonisation moyenne, 103 bactéries.cm 2.h 1, augmente

le 6e jour (4.103 bactéries.cm 2.h 1), puis ralentie.
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. Mai 1984 :

Lla vitesse de colonisation s’accélére de fagon importante dés 1le

2e Jour, pour atteindre un maximum de 2,4.10° bactéries.cm 2.h ! le 10e Jour.

Pour les trois matériaux, 1l'évolution de la vitesse de colonisation
au cours du temps est sensiblement 1la méme, mais varie suivant les saisons.

Les vitesses initiales, apreés 1 heure d'immersion, sont généralement
importantes, puis baissent dans les heures qui suivent. Les vitesses maximales
les plus importantes sont atteintes en juillet et en mai (environ 105 bacté-
" ries.cm 2.h l). Mais ces valeurs sont atteintes, en moyenne, en guatre Jours
au mois de jJuillet et en huit jours au mois de mai. En mars, la vitesse maxi-
mum est plus faible, en moyenne 4.10% bactéries.cm 2.h ! pour ies trois maté-
riaux et elle n’est atteinte qu'aprés 15 Jjours d'immersion. En Janvier, 1la
vitesse de colonisation semble stable et évolue autour de 103 bact.cm-z:h—l.

sauf pour 1’aluminium.

2.3. ETUDE MORPHOLOGIQUE

Au cours des immersions, les différents substrats sont colonisés
par des bactéries de formes variées. Pour simplification, slles ont &té re-
groupées en cing grands types morphologiques, chacun d’eux pouvant renfermer

différentes formes.

~ Formes sphériques

' Le diamétre de ces cellules coccoldes varie en moyenne entre 0,3
et 0,5 um (Planche 1, A).

- Formes en bdtonnets

Ce type morphologique a été divisé en deux groupes distincts, en

fonction de leur mode de fixation :
. Cellules fixées horizontalement sur le support :

Les longueurs de ces bacilles sont généralement comprises entre 1,1
et 2,4 ym et les largeurs entre 0,2 et 0,5 um (Planche 1, B et C). Certains

spécimens assez rares peuvent avolr une longueur de 7 & 8 um.
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. Cellules fixées verticalement sur le support ("polaires") :

Ces bactéries ont une longueur de 0,8 &8 1 um et une largeur moyenne
de 0,3 um. Elles peuvent s'apparenter au genre Flexibacter sp. ou Leucothrix

sous leurs formes unicellulaires (Planche 1, C).

-~ Formes pédonculées

- Tous les types bactériens présentant un ou plusieurs appendices

terminaux ont été rassemblés dans ce groupe.

Ceux qui ne présentent qu'un pédoncule de longueur variable (ici de
2 3 3 um) peuvent s'apparenter aux genres Caulobacter sp. (Planche 1, DJ].

Certaines bactéries, & plusieurs appendices et de morphologies tras
variables, ressemblent aux formes bourgeonnantes du genre Hyphomicrobium sp.
La longueur de ces cellules peut varier de 2,5 & 4,5 um et la largeur de 1 &
2 um. La largeur de 1’hyphe est généralement de 0,5 um. Certaines cellules
plus petites (0,3 & 0,1 um de long) possédent deux pédoncules opposés et se
divisent par scissiparité (Planche 1, E et F).

- Formes filamenteuses

Ce groupe renferme tous les types bactériens qui se présentent sous
forme de chafnes de cellules. Certaines formes sont attachées par l1'une de
leurs extrémités et pourvues d’une gaine qui masque les cellules en microsco-
pie électronique a balayage. Elles peuvent s’apparenter a des genres comme
Flexithrix ou Leptothrix (Planche 2, A, D et F). D’autres, au contraire, n'ont
pas de gaine et les cellules restent toujours apparentes ; elles ressemblent
aux genres Leucothrix sp. La largeur des cellules est trés variable et est gé-
néralement comprise entre 0,3 et 5 um. Certaines chafnes sont composées de 100
a3 180 cellules et peuvent mesurer 300 & 500 um de long.

Certaines formes filamenteuses non identifiées peuvent présenter des
appendices qui sont répartis sur toute leur longueur. Ces appendices peuvent
gtre solt des ramifications, soit des bactéries épiphytes en forme de b&tonnet
(Planche 2, B).

Parmi ces filaments, certalns présentent des ramifications et'peu-
vent appartenir aux groupes des Actinomycétes ou des champignons.

L'été, ces formes filamenteuses peuvent se développer énormément

et devenir visibles & 1l'ceil nu (Planche 3, A).
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PLANCHE 1

(Photos prises au microscope électronigue & balayage)

Echantillon d'acier inoxydable immergé 15 jours, en mai 83.
Grossissement : 26 800 x.

Bactéries coccoldes (c) fixées & la surface de 1’échantillon et reliées
entre elles par des sécrétions extracellulaires.

Fragment d’un test de diatomée (FDJ).

Echantillon d’aluminium immergé 6 jours, en mai 84.
Grossissement : 5 000 x.
Bacilles fixés a la surface de l'’échantillon. Des dépdts organiques

et/ou inorganiques, ainsi gque des traces de corrosion sont aussi visibles.

Echantillon d’aluminium immergé 6 jours, en juillet 83.
Grossissement : 24 000 x.
Bactéries "polaires” (po) fixées au support par un p8le de la cellule et

des bacilles dont 1'un d’entre eux présente une forme de division (b).

Echantillon d'acier inoxydable immergé 15 jours, en mai 84.
Grossissement : 16 300 x.

pe : bactérie pédonculée du type Caulobacter.

Echantillon d’aluminium immergé 8 jours, en Jjuillet 83.

Grossissement : 16 300 x.

Bactéries pédonculées de type Hyphomicrobium et bacilles fixés au support.

Echantillon d'acier inoxydable immergé 6 jours, en mai 83.
Grossisement : 16 000 x.
Bactéries possédant deux pédoncules opposés. Certaines d'entre elles

montrent une forme de division binaire par scissiparité (d).
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PLANCHE 2

(Photos prises au microscope électronique a balayage)

Echantillon d'aluminium immergé 10 jours, en mai 83.
Grossissement : 4 900 x.
Enchevétrement de microorganismes de forme filamenteuse et bacilles

fixés le long de lignes de fractures de corrosion du support métallique.

Echantillon d’aluminium immergé 10 jours, en mai 83.
Grossissement : 4 900 x.

Microorganisme non déterminé de forme verticale.

Echantillon d’aluminium immergé 10 jours, en mai 84.
Grossissement : 5 800 x.
Cilié sessile (c) fixé & la surface du support parmi des particules (P).

Quelgues bacilles sont visibles (b).

Echantillon d’acier inoxydable immergé 15 jours, en mai 84.

Grossissement : 2 400 x.

Cilié sessible (c) fixé & la surface du matériel. Qutre ce microorganisme,
des formes filamenteuses, des bacilles, des bactéries pédonculées, ainsi

qu'un fragment de diatomée sont aussi visibles.

Echantillon d’'aluminium immergé 15 jours, en mai 83.
Grossissement : 10 300x.
Radiolaire.

Echantillon d’aluminium immergé 15 jours en mai 83.
Grossissement : 2 400 x.
Aspect général du biofilm, bactéries filamenteuses, traces de corrosion.

D : fragment de diatomée.






A part les bactéries, d'autres microorganismes ont &té rencontrés,
mals seulement en péritde estivale et aprés 10 et 15 jours d’'immersion :
- certaines formes de ciliés fixés, de 10 & 20 um de longueur
(Planche 2, C et D) ;
- une forme de radiolaire de diamétre 5 um (Planche 2, E).

Quel que solt le temps d’immersion et la saison, 1'étude de filtres
Nuclepore en microscopie a épifluorescence, sans coloration & l'acridine orangs,
a permis de montrer qu’aucune algue unicellulaire vivante ne s’est Jjamals fixée
sur les échantillons. Seuls des fragments de tests ou des tests abimés de dia-
tomées, pilégés par le biofilm, ont &été observés en microscople &lectronique a

balayage (Planche 1 A et 2 FJ.

-

Toutes les mesures citées ci-dessus ont été effectuées a partir de

photographies prises solt au microscope électronique & balayage, soit au mi-

croscope & épifluorescence.

’
Les types morphologiques bactériens qui se fixent les premiers et

qul restent gé&néralement prédominants sont les formes en bitonnets et sphéri-
ques. Les formes flilamenteuses, pédonculées et "polaires” se fixent plus tar-

divement et dans des proportions moins importantes.

Suivant la période d’échantillonnage, certaines variations sont

apparues au niveau de 1’évolution de la composition morphologique du biofilm.

2.3.2. Variations saisonniéres

Pour chaque période d'échantillonnage, chaque type morphologigue
a été dénombré séparément afin de calculer le pourcentage que représente cha-

que forme au sein de la flore bactérienne colonisatrice.

Les évolutions de ces pourcentages, en fonction du temps d'immersion

-~

et de la nature du substrat, sont représentées sur les figures 16 A & F.

- Juillet 1983 (Figure 16 A)

. Acier inoxydable :

Quel que soit le temps d’'immersion, les formes en b&tonnets sont

les plus représentées, ainsi que les coques. Dés six heures d’'immersion, les
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-~

formes filamenteuses commencent & se développer (16 %). Leur importance croft
rapidement pour atteindre un maximum (40 %) aprés un Jjour d’'immersion, puis
diminue, alors que les autres types se fixent au 4e Jour et en falble quan-
tité (entre 1 et 12 %).

. Aluminium -

Durant toute l’expérience, les formes en b&tonnets prédominent
(100 % pendant les six premiéres heures d’'immersion). Les formes filamenféuses
se fixent de fagon importante (20 et 30 %) au cours du 1er et du 2e jour, puis
régressent rapidement (1 & 3 %). Le méme phénom&ne se prodult pour les formes

"polaires” dans des proportions plus faibles (1 & 9 %).

. Filtre =

Ce sont les formes sphériques qul prédominent durant la premieére
Journée d'immersion (58 & 66 %), puis les formes en b&tonnets (54 a 87 %).

Les autres types sont toujours faiblement représentés (1 3 4 %).

- Septembre 1983 (Figure 16 B)

. Acier inoxydable :

Quel que soit le temps d’immersion, les bacilles sont présents en
plus grande quantité (57 & 85 %). A part pour les coques et les formes pédon-
culées, 11 faut attendre le 4e jour pour qu'apparaissent les autres types, en
faible proportion (0,5 a8 8 %). Celle-cl augmente ensuite progressivement avec

le temps d’immersion.

. Aluminium :

Aprés une heure d’immersion, le biofilm n'’est composé que de bacté-
ries sphériques. La composition de la population évolue ensuite de fagon hé-

térogéne. Aprés 15 jours d'immersion, chaque groupe est bien représenté (de
15 & 35 %).

. Filtre :

L’évolution de la colonisation est sensiblement identique a celle
de l'acier inoxydable.
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- Novembre 1983 (Figure 16 C)

. Acier inoxydable :

Aprés la fixation massive des bacilles, les autres types morpholo-
glques apparaissent aprés un Jour d'immersion (sauf pour les formes pédoncu-
lées). Leurs proportions augmentent ensulte de fagon réguliére au cours du

temps.
. Aluminium :
MEéme schéma d'évolution que l'acier, bien que les formes "polaires”

se développent beaucoup (34 %) aprés 15 Jours d'immersion.

. Filtre :

-~

Les bacilles sont toujours prédominants (52 & 83 %) tandis que les

autres types morphologiques se fixent rapidement en plus faible proportion.

- Janvier 1984 (Figure 16 D)

. Acier inoxydable :

Ce n'est qu’apreés le 4e Jjour d’immersion que les farmes filamenteu-
ses et pédonculées apparaissent et le 15e jour pour les formes "polaires”. La
proportion de ces différents- types- augmente progressivement-au cours du temps
(de 7 & 20 % le 15¢ jour). ‘

e Aluminium :

Les formes pédonculées, filamenteuses et "polaires” ne se fixent
en quantité notable qu’aprés le 6e jour d’immersion.

. Filtre :

L’'évolution de la colonisation est trés similaire a celle de 1'alu-
minium.

- Mars 1984 (Figure 16 E)

. Acier inoxydable :

Les formes filamenteuses et pédonculées se fixent dés six heures

d'immersion. La proportion des bactériles pédonculées augmente trés nettement
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au cours du temps (55 % aprés 15 jours d’immersion). Les formes "polaires”
ne se fixent qu’aprés huit Jjours d’'immersion (1 %).
. Aluminium :

Toutes les formes se fixent rapidement et leurs proportions évoluent
de fagon hétérogéne au cours du temps. Les formes "polaires” se fixent bien

(12 %) aprés 10 Jours d’immersion. La dominance des bacilles est constante
(de 55 & 77 %).

. Filtre :

La colonisation par les éoques et les bacilles est massive. Les
formes pédonculées et filamenteuses ne se fixent, en faible quantité, qu'aprés
le 2e Jjour d’'immersion.

- Mai 1984 (Figure 16 F)

. Acier inoxydable :

Aprés une colonisation importante par les bacilles et les coques,
les autres formes se fixent aprés deux jours d’immersion. Ce sont les formes
"polaires” qul composent en grande partie (25 %) cette population secondaire.

. Aluminium :

Le schéma d’'évolution est le m8me que celuli de l'acier inoxydable.

. Filtre :

Au départ, les bacilles et les coques colonisent & eux seuls la
surface. Les autres formes ne se fixent qu'’aprés deux jours d’immersion, en
faible nombre (0,5 & 2,5 %).

2.4, EVOLUTION DU VOLUME CELLULAIRE DES BACTERIES FIXEES
EN ETE ET EN HIVER

Les variations du wvolume des bacilles et des coques fixés & la sur-
face des filtres Nuclepore, au cours du temps d’immersion, ont été &valuées en
Janvier et mai 1984. Les variations du volume de ces deux formes sont repré-

sentées sur les figures 17 et 18.



- 58 -

o]

R 5

= 74

2 .6

-z

-3-: . 5 .
[

g .3“ l

I
= .2 .
B 4*—F-+//’/’%§‘~“‘P———_—-_—__—J —coccl
.14 !
0 1 2 3 4 5 8 7 8 g 10 11 12 13 14 15
: JOURS
VARIATION DES VOLUMES BACTERIENS
MOIS DE JANVIER 84
Figure_17 : Evolution des volumes cellulaires
des bactéries fixées en hiver.

o

E

=

w

&

S

3

o

(3

wy

w

35

= BACILLES

cocci
g + 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15

JOURS

VARIATION DES VOLUMES BACTERIENS
MOIS DE MAI 84

Figure_18 : Evolution des volumes cellulaires
des bactéries fix€es en été.




- 59 -

L’'hypothése de normalité de la distribution des classes de taille
des cellules de chaque population a &été vérifiée, par la méthode de la droite
de Henri, sur un seul échantilllon, composé de 200 valeurs (Annexe V). La dis-
tribution des volumes de chaque échantillon ayant trés peu de chance de varier
d’'un prélesvement & un autre, ce résultat a &été étendu & tous les échantillons,
méme & ceux qul ne sont représentés que par un faible nombre d’individus. Les
nombres de cellules mesurées par échantillon sont indiqués dans le tableau 2.
Chaque valeur moyenne reportée sur les graphiques est entourée par un inter-

valle de confiance & 95 %, calculé a partir de la table de Student.

Temps Coccl Bacilles Cocedl Bacilles
d'immersion | Janvien 84 Janvien 84 Macd 84 Mal 84
IS e I S SO
1h 5 7 - 8
6 h 9 16 15 18
12 h - - 14 18
14 40 33 - -

2 J 17 26 46 124
4 J 16 28 : 116 200
6 J 42 83 28 84
84 - - 71 222
10 4 83 59 154 199
15 J 149 130 223 169

Tableau 2 : Nombre d'individus mesurés pour chaque prélévement
afin de déterminer le volume cellulaire moyen.
Expériences des mois de janvier 84 et mai 84.
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- Janvier 1984 (Figure 17)

Durant les premiéres heures d’'immersion, les premiéres cellules
qui se fixent sur les supports sont tres petites et leur volume est voilsin,
quelle que solt leur forme, de 0,1 um?3 pour les bacilles et 0,08 um3 pour
les coques. Le volume des cellules fixées &volue ensuite de fagon similaire
pour les deux formes, mals suivant des amplitudes différentes. Il y a, tout
d’'abord, une augmentation du volume jusqu’a quatre Jjours d’immersion (0,34'um3
pour les bacilles, 0,12 um3 pour les coques), puls une légére diminution le
6e Jour, suivie d’une augmentation lente. Le 15e jour, le volume final de
chaque forme est respectivement de 0,4 um3 pour les bacilles et 0,13 um3 pour

les coques.

- Mai 1984 (Figure 18)

Des les premiéres heures d’'immersion, les volumes des cellules

. fixées sont, 13 encore, faibles et identiques pour les deux formes (0,2 um3).
Ils augmentent ensuite énormément & la 12e heure, surtout pour les bacilles
(0,79 um3 et 0,31 um3 pour les coques), puis diminuent régulisrement Jusqu’a
la fin de 1l’expérience, pour atteindre respectivement les valeurs de 0,15 pm3

(bacilles) et 0,08 um3 (coques).

2.5. EVOLUTION DE LA DISTRIBUTION DES BACTERIES FIXEES =~ —

Les évolutions des microdistributions des bactéries fixées & la
surface des différents échantillons, en fonction du temps d'immersion et de
la direction du courant d’eau, sont représentées sur la figure 18.

Burant cette expérience, effectuée en avril 13884, le bord des échantillons
se trouvant face au courant d’'eau a été repéré et considéré comme 1l'avant

de 1’échantillon, le bord sous le courant comme l'arriére. Les représenta-
tions graphiques ont été faltes a partir des comptages de 100 champs micros-
copiques, sur chaque échantillon. Afin que ces figures soient comparables
entre elles, les différentes zones de densité ont &té calculées en fonction

des nombres moyens de bactéries fixées sur l’échantillon considéré.

- Acier inoxydable

Aprés un Jour d’'immersion, les plus fortes densités sont concentrées

a 1'avant et sur les bords latéraux de 1l'échantillon. Au cours du temps, ce
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ALUMINIUM

0 < densité < x
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]

X < densité < 2.x
2.x < densité < 4.x
L

4.x < densité

x représente le nombre moyen de cellules
fixées sur 1l'échantillon considéré.

'T Sens du courant

Figure 19 : Evolution des microdistributions des bactéries a la surface
des différents matériaux, au cours du temps d'immersion.



phénoméne s'accentue et se développe aussi sur 1l'arriére. La surface centra-

le du plot est la moins colonisée, sauf au niveau de gquelques zones ponc-
tuelles. '

-~ Aluminium

Aprés un jour d'immersion, les zones les plus denses sont celles
qui font face au courant et celles de l’arriére de 1’échantillon. A ces en-
droits, les densités augmentent au cours du temps et les surfaces de colo-

nisation ponctuelle, au centre du support, sont plus larges que sur l'acier
inoxydable.

- Filtre Nuclepore

Aprés huit Jjours d'immersion, seuls 1l’avant et 1l'arriére de 1'é-~
chantillon sont colonisés de fagon trés importante.

Le phénomeéne de consoclidation du biofllm, & 1l'avant de 1'échantil-
lon, face au courant d'eau, est 1llustré sur la photo A de la planche 3.
Elle correspond & un échantillon d'acier inoxydable immergé dans le systame

expérimental pendant 15 jours, en juillet 1983.

Au centre des échantillons, les concentrations bactériennes ponc-
tuelles peuvent avoir des formes différentes, suivant leur origine : concen-
trations sous forme de disques au niveau des zones de corrosion (Planche 3, B),
ou sans raison apparente (Planche 3, C) ; concentrations sous forme de veines
qui peuvent €tre influencées par les' forces de friction du courant d'eau
(Planche 3, D).

Le biofilm peut subir des dommages importants du fait des forces
de friction et de 1’'érosion due a des particules t}ansportées par le courant
d’eau et qui viennent frapper violemment la surface des échantillons (Plan-
che 3, E et F). Ce phénomé&ne n'a été observé qu'une seule fois et provenait
d’une purge des conduites de la station aquacole, effectuée malencontreuse-
ment durant l'expérience de mai 1984, et qui a remis en suspension une grosse

quantité de particules.
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PLANCHE 3

(Photos prises au microscope électronique & halayage)

Echantillon d’acler inoxydable immergé 15 Jjours, en juillet 83
GCrossissement : 7,8 x

Développement des bactéries fllamenteuses & 1’avant du plot,
face au courant d'’eau .

Echantillon d’aluminium immergé 10 Jjours, en janvier 84
Grossissement : 2 400 x

Concentraticon bactérienne au niveau des zones de corrosion

Echantillon d’aluminium immergé 4 Jjours, en mai 84
Grossissement :.1.200 x e R

Concentration bactérienne sous forme de t&che "

Echantillon d'acier inoxydable immergé 6 Jjours, en mal 83
Grossissement : 1 400 x

Concentration bactérienne sous forme de veines

Echantillon d’acier inoxydable immergé 15 jours, en mai 84

Grossissement : 240 x

Erosion du biofilm sous 1’impact de particules

Echantillon d'’acier inoxydable immergé 15 jours, en mal 84
Grossissement : 1 200 x

Erosion du biofilm sous 1’impact de particules

P : particule.
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2.6. APPROCHE STATISTIQUE DES RESULTATS

Ce paragraphe ne représente qu’une premiére approche du traite-
ment statistique des résultats obtenus lors de 1l'expérience annuelle. Les
distributions des bactéries observées ponctuellement sur quelques échantil-
lons ne seront que décrites. Une analyse plus approfondie est actuellement
en cours, en collaboration avec le Pr CHARACKLIS de l'Université de Bozeman
(Montana, U.S.A.).

La loi statistique que sult la distribution des fréquences de
densité des cellules fixées n'a été estimée que pour un seul échantillon
d'acier inoxydable, immergé huit Jjours dans 1le systéme expérimental, en
mars 1984 (travall effectué en collaboration avec le Dr LABERY, IFREMER).

Sur cet échantillon, les densités de bactéries fixées ont é&té
dénombrées sur 240 champs microscopiques et 1’histogramme de distribution
des fréquences de taille de cet échantillon est représenté sur la figure 20.
Aprés calcul et ajustement, 1l apparait que cette distribution suit une loi
statistique Log-Normale de paramstres : origine = 0,81 ; moyenne : 1,81 ;
variance : 1,17, dont la fonction de densité est représentée sur la figure
21. Ce type de distribution est caractéristique d'une répartition spatiale
contagieuse ou surdispersée de la population (ELLIOTT et DECAMPS, 1973).

Les distributions des fréquences de densité des bactéries fixées
sur les deux matériaux métalliques, & différents temps d'immersion (para-
graphe 2.5.) présentent aussi des modes trés décalés vers la gauche (Figu-
re 22, A 3 F). Ces résultats laissent supposer une répartition surdispersée
des bactéries & la surface des échantillons, quel que socit le temps d’'immer-

sion et le matériel utilisé.

2.7. CONCLUSIONS

Sur le plan quantitatif, la colonisation des trois matériaux par
les bactéries montre des variations nettes selon les sailsans. Ces variations
se traduisent aussi bien aux niveaux des maximums de densités bactériennes
atteints, qu’aux niveaux des cinétiques de colonisation. Pour ces deux phé-
noménes, les plus fortes valeurs sont atteintes pendant la période estivale

et de fagon plus rapide qu’en période hivernale ou intermédiaire.
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Figure 20 : Distribution des fréquences de densités des bactéries
fixées sur un échantillon d'acier inoxydable immergé
huit jours, en mars 1984.
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Figure_21 : Fonction de densité de la loi Log Normale calculée a partir
de 1'échantillon d'acier inoxydable immergé huit jours, en
mars 1984.
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Sur le plan gqualitatif, les formes bacillaires sont consfgntes,
sur tous les matériaux, aux différentes périodes de l'année. Elles sont
souvent dominantes, cédant parfols la prépondérance aux formes coques. Les
formes pédonculées se développent en plus grand nombre sur l'acler,. et 1es.

formes”polaires” sur 1'aluminium.

En périocde estivalé, les peuplements bactériens se diversifient
rapidement. En périodes printaniére et automnale, la diversificatlon est
plus lente et 1l'on observe une croissance réguliére des formes filamenteu-
~ ses, peédonculées et "polaires”. En période hivernale, ces formes se fixent
tardivement, par comparaison aux coques et bacilles. Les successions de peu-
plements se font plus progressivement en hiver qu’en &té, mais les diffé-

rents types identifiés sont présents toute 1l’année.

Certains ciliés sessliles et radisclaires se fixent aux supports,
mais seulement en période estivale et aprés 10 ou 15 Jours d'immersion.

Aucune algue unicellulaire vivante ne se fixe aux supports.

Les volumes cellulaires des bacilles et des coques qui sont fixés
sur les filtres Nuclepore varient au cours du temps d'immersion. Ces varia- -
tions évoluent différemment au printemps et en hiver. Au mols de mai, apres
une augmentation rapide en quelques heures, le volume cellulaire tend a se
réduire au cours du temps d’immersion. Au contraire, en Jjanvier, il tend a

augmenter tout au long de la période expérimentale.

_ D'aprés l’approche statistique ponctuelle des résultats, i1l apparait
gue, quel que soit le temps d’immersion, la répartition des bactéries a la

surface des supports se fait de fagon contagleuse ou surdispersée.

3 - ETUDE QUALITATIVE DES PEUPLEMENTS BACTERIENS COLONISANT LES SUBSTRATS

L’*&tude qualitative concerne les bactéries hétérotrophes, aérobies
et anaérobies facultatives, cultivant sur le milieu de Oppenheimer et Zobell.
I1 ne s'’aglit donc pas d’une étude exhaustive des peuplements bactériens
fixés. Cependant, sur cette fraction du peuplement bactérien, deux phé&namé-

nes ont été étudiés : d’une part les variations de peuplements bactériens,
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d’un matériau a 1l'’autre, d'autre part les successions temporelles de peu-
plements sur un des matériaux (le filtre Nuclepore). Au cours de cette
deuxiéme expérience, deux autres phénoménes ont &té étudiés en mé8me temps :
d’une part la succession des bactéries fixées en fonction de leurs exigen-
ces en carbone organique, et d’autre part l’évolution des bactéries sulfa-

toréductrices fixées.

3.1. ETUDE COMPARATIVE DE PEUPLEMENTS BACTERIENS
ASSOCIES AUX TROIS MATERIAUX ETUDIES

Afin ds comparer la nature des bactéries colonisant les troils
matériaux employés, des souches ont été lsolées de ces matérliaux apres une
immersion de hult jours, a la fin du mois de novembre 1984. La méthode de
décrochage utilisée a permls de remettre en suspension un certain nombre
de bactéries viables. lLes quantités de cellules ainsi décrochées sont sen-
siblement identiques pour les trois matériaux. Les densités de bactéries
fixées et viables qul en découlent, pour chaque substrat, sont respectivement
de 2,7.103 cellules.cm 2 pour 1l'’acier inoxydable, 1,5.103 pour l'aluminium
et 3,2.10" pour les filtres Nuclepore. Parmi ces cellules, 17 souches ont
alnsi été isolées des filtres, 22 souches de l'’acier inoxydable et 21 sou-
ches de 1l'aluminium, solt un total de 60 souches. L'ensemble des réponses

de ces souches aux différents tests est présenté dans l’annexe VI.

Les souches 1solées des filtres de polycarbonate sont en majorité
des bacilles Gram négatif. Parmi les souches isolées, troils forment des fi-
laments en culture, une est pédonculée et une est un coque qui peut se re-
grouper en tétrades. Une seule de ces souches se développes en l'’absence de
NaCl. Parmi 1les bacilles Gram négatif, six ont un mé&tabolisme non fermen-

tatif et sept s’apparentent aux Vibriornaceae.

Sur les supports d’aluminium, toutes les souches 1solées sont des
bacilles Gram négatif, en majorité non fermentatives (16 sur 21). Parmi ces
souches, six forment des filaments en culture. Une seule de ces souches se

développe en l'absence de chlorure de sodium et une souche est agarolytique.

Sur les supports d'acier inoxydable, toutes les souches isoclées

sont également des bacilles Gram négatif, en majorité non fermentatives
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(18 souches sur 22). Une entérobactérie a été également 1solée. Une seule
souche tend & former des fllaments en culture et deux se développent en

1’absence de NaCl.

Ces trois peuplements présentent tous un indice moyen d'acti-
vité assez bas : 6,6 ;5 4,3 et 4,4, respectivement pour les populations

isolées des filtres, de 1l’aluminium et de 1l’acier inoxydable.

Pour mieux apprécier les différences entre les communautés bacté-
riennes isclées des trois matériaux, une analyse numérique, du méme type
que celle du paragraphe 1.3.2., a €té réalisés, en comparant les échantil-

lons deux & deux.

- Filtre et aluminium (Dendrogramme n®° 5)

Pour une similitude de 90 %, cing groupés sont identifiés, qul
fassemblent 33 souches sur 38, soit 86,8 % de la collection. Tous ces grou-
pes sont mixtes, c'’est-a-dire composés de souches des deux origines. Le
groupe le plus important rassemble 19 souches dont 8 des deux origines sont

identiques & 100 %, ce qui représente 23,7 % de la population.

- Filtre et acier inoxydable (Dendrogramme n®° 6)

Pour une similitude de 80 %, quatre groupes sont identifiés, qui
rassemblent 239 souches sur 39, soit 74,3 % de 1a collection. Les deux grou-
pes les plus importants, qui comprennent respectivement 11 et 13 souches,
sont mixtes, c'est-a-dire composés de souches isolées des deux matériaux.
Les deux autres groupes, en fait une paire et un trio, sont homogénes quant

a leur origine.

- Aluminium et acier inoxydable (Dendrogramme n° 7)

Au niveau de similitude de 80 %, quatre groupes sont individuali-
sés qul rassemblent 34 souches sur 43, solt 79 % de la collection. Tous ces
groupes sont mixtes quant a l'origine des souches. A l'intérieur de ces en-
sembles, 12 souches des deux origines sont identiques & 100 %, ce qui repré-

sente 27,9 % de la collection.

-

BD’une fagon générale, d’un dendrogramme & 1l'’autre, ce sont presque

o,

toujours les mémes souches qui composent ces groupes individualisés & S0 %
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de similitude. En moyenne, 79,7 % des B0 souches isolées au total sont voi-
sines a8 90 % de similitude.

Ces résultats tendent a indiquer que, dans le systéme expérimental
étudié, aprés huit jours d’'immersion, les trois matériaux employés sont co-
lonisés par des communautés bactériennes qul sont en fait relativement pro-

ches qualitativement.

3.2. SUCCESSION DES PEUPLEMENTS BACTERIENS
SUR LES FILTRES DE POLYCARBONATE

Afin d'étudier la succession des peuplements bactériens au cours
du processus de colonisation, des échantillons ont &té prélevés des filtres
de polycarbonate aprés respectivement un, huit et quinze Jjours d’'immersion
en aodt 1984. De plus, 1l'eau de mer alimentant le circuit en début d’expé-
rimentation a &également &€té& analysée. Pour cette expérience, les filtres,
aprés émersion, ont été rincés cing secondes sur Vortex et les bactéries

ont été décrochées par la méthode du Stomacher.

Pour cette étude, les bactéries ont ensuite &été isolées sur le
milieu 2216 E. L’ensemble des réponses de ces souches aux différents tests

est présenté dans 1l'’annexe VI.

Toutes les souches 1solées de l'eau de mer (17) sont des bacilles
Gram négatif dont 88,3 % sont exigentes en chlorure de sodium. Cette commu-
nauté est moyennement diversifiée (E = 0,56) et est composée de représen-
tants de plusieurs groupes taxonomiques : Vibrionaceae (9), bacilles Gram
négatif non fermentatif (7), Entérobactéries (1).

Sur les filtres de polycarbonate, aprés une journée d’immersion
en mer, le peuplement bactérien échantillonné (19 souches) est moyennement
diversifié (E = 0,53). Deux bacilles Gram positif ont &té isolés. Les au-
tres souches sont essentiellement des bacilles Gram négatif & métabolisme
non fermentatif (11), des Entérobactéries (4) et des Vibrionaceae (2). Il

faut noter quéices bacilles Gram négatlf & métabolisme fermentatif sont
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surtout représentés par deux souches, présentes respectivement & trois et

clng exemplaires identiques.

Apres huit jours d'immersion, le peuplement colonisant les fil-
tres de polycarbonate est moilns diversifié (E = 0,37). Les Vibrionaceae
dominent nettement cet échantillon (14 souches sur 19). Les cing autres
souches sont des bacilles Gram négatif & métabolisme non fermentatif (4)
et une Entérobactérie.

Apres quinze jours d’'immersion, le peuplement bactérien est de
nouveau diversifié (E = 0,53). Il est plus équilibré sur le plan taxonomi-

que avec 11 Vibrionaceae, 4 Entérobactéries, 3 Pseudomonas et 1 coque Gram
positif.

Comme précédemment, les souches isolées aux différents temps de

prélavements ont &été comparées :

- Eau de mer et filtres immergés 1 jour (Dendrogramme n° 8)

A 80 % de similituds, 33 souches sur les 36 de la collection sont
regroupées en quatre ensembles dont une paire et un trioc. Les deux ensem-
bles les plus importants sont mixtes, c'est-a-dire qu'ils rassemblent des
souches venant de 1'eau de mér et des flltres. Certaines souches des deux

origines sont méme identiques & 100 %.

- Filtres immergés pendant 1 jour et 8 jours (Dendrogramme n®° 9)

A 80 % de similitude, 32 souches sur les 38 de la collection
sont regroupées en sept ensembles dont trois paires et un trio. Ces quatre
petits ensembles sont homogénes quant a l’origine des souches. Deux ensem-
bles, regroupant chacun 5 souches, sont &€galement homogeénes. L’ensemble le
plus important numériquement (13 souches) est hétérogéne, mals largement

dominé par les scuches (10) correspondant & une journée d'immersion.

- Filtres immergés pendant 8 et 15 jours (Dendrogramme n° 10)

A 90 % de similitude, 28 souches sur une collection de 38 sont
regroupées en six ensembles dont une paire et un trio. Ces deux petits en-

sembles sont homogeénes quant 3 l'origine des souches. Les quatre autres

groupes sont tous hétérogeéenes.
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Peu de différences qualitatives apparalssent entre la flore de
l’'eau de mer clrculante et celle qui colonise le filtre aprés une journée
d’'immersion. Les peuplements sont homogénes : 32 souches sur 36 sont re-
groupées 3 90 % de similitude. '

Aprés huit jours d'immersion, le psuplement isolé apparafit dif-
férent de celui 1solé & un jour. Il est par contre assez proche de celui
isolé & 15 jours, malgré 1l'apparition de nouveaux types bactériens, non
regroupés & 90 % de similitude.

Les résultats précédents font apparalitre que les types bactériens
qul sont. fixés & la surface des échantillons présentent des caractéristi-
gues dif?érentes suivant la durée de 1’immersion des supports. Sur le plan
morphologique, 11 a déja &té remarqué que différents types bactériens se
succedent au cours de la colonisation des différents substrats (paragraphe

2.3.2.).

Parmi les bactéries qui se fixent aprés la colonisation des bac-
téries pionniéres de formes sphériques ou en b&tonnets trés courts, figu-
rent des cellules pédonculées (Caulobacter sp.) ou bourgeannantes (Hypho-
microbium sp.) qul sont des microorganismes adaptés & vivre dans des milieux
pauvres en matériel nutritif. Ces groupes ne sont d’ailleurs cultivables
qu’en utilisant des milieux de cultures failblement carbonés (POINDEXTER,

1981 al.

En utilisant différents milieux de cultures, deux expériences
ont &été effectuées afin d’essayer de mettre en évidence une succession de
populatlion bactérienne fixée & la surface des filtres Nuclepore, au cours
du temps, selon la quantité de matériel nutritif disponible dans les mi-

lieux de culture.

Au cours d’une premlére expérience, la flore bactérienne viable
est dénomb;ée par dépdt direct des filtres sur les trois milieux 2216 E,
LX et AK gélosés.
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Au cours d'une deuxiéme expérience, les bactéries viables sont
dénombrées par la méthode NPP et par étalement sur les deux milisux 2216 E
et AK gélosés, aprés avolr été décrochées de leur support. Pour chaque pré-
lévement, une vingtaine de souches sont ensulte isolées sur chacun des deux
milieux, puis repiquées sur le milieu opposé, pour vérifier le caractare
copilotrophique et oligotrophique stricte de ces bactéries hétérotrophes.

- Expérience I

Durant le mois de mai 1884, 32 filtres Nuclepore sont immergés
a l'aide du systéme de prélévement décrit sur la figure 7, sous une vitesse
de courant de 0,7 m.s !. A des temps d’'immersion croissants (6 h, 1 J, 4 J,
8 J et 15 J), six flltres sont émergés, rincés sur Vortex, puls déposés
deux par deux sur les trois milieux de teneur croissante en matiéres car-
bonées. Les bactéries hétérotrophes qui se développent sur les milieux
2216 E et LX sont dénombrées aprés huit Jjours d’incubation. Les bactéries
oligotrophes qui se développent sur le milieu AK sont dénombrées, apreés

quatre semaines d’'incubation, sous loupe binoculaire (Figure 23).

Pour chaque temps d'immersion, deux filtres supplémentaires ser-
vent & dénombrer la flore bactérienne totale fixée, par microscopie & épi-

fluorescence. e -

Durant 1l’expérience, la densité des bactéries viables, en suspen-
sion dans 1'eau alimentant le circuit expérimental, est dénombrée sur les
trois milieux de culture. Elle est respectivement de 4,2.102 cellules.ml !
sur 2216 E, 3,4.10% cellules.ml ! sur LX, 2,1.10% cellules.ml ! sur AK et
la densité totaie par épifluorescence est de 8,1.10% cellules.ml 1,

D’aprés le tableau 3, 11 apparait que les nombres totaux de colo-
nies comptées & la surface des filtres augmentent avec le temps d’'immersion
et varient de 41 & 845.

Pour les échantillons immergés six heures et un Jour, les bacté-
ries se développent en plus grande quantité sur les milieux 2216 E et LX.
Aprés quatre Jjours, le phénoméne semble s'inverser et c’'est sur le milieu
AK qu'’elles se développent le plus. A ce stade et sur ce milieu, les colo-
nies ne sont d'ailleurs plus comptables, du fait de leur fusilon les unes

avec les autres.
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DENOMBREMENT
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8 jours

IMMERSION RINCAGE
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/\
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8 jours N
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GELOSE

Figure 23 : Schéma du protocole expérimental utilisé pour dénombrer
la flore bactérienne viable fixée aux filtres Nuclepore
- Expérience I -
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TEMPS D'IMMERSION
MILTEUX
P L 6K 13 43 83 157
Nombre Nombre £.f Nombae Nombre £.{ Nombre Nombre £.| Nombre Nombre g.| Nombre Nombae £.
colonies em 2 colonies em 2 colonies em™2 colonies em 2 colonies em™2
2216 € 255 26 239 26 615 67 - - - -
Lx 154 16 260 28 845 92 - - - -
AK 41 4 129 14 - - - - - -
4 4 4
Epifluorescence 1,2.10 4.10 . 8,4.10 - -

Surface totale du filtre : 9,62 cm?

= 3 nombre des colonies supérieur & 1000.

Tableau_3 : Nombre de colonies bactériennes qui se développent
sur les filtres Nuclepore, sur les différents milieux
de culture, en fonction du temps d'immersion.

Quel que soilt le prélévement, le nombre de cellules viables dé-
nombrées sur les différents milieux ne représente qu'un faible pourcentage
par rapport au nombre total de bactéries dénombrées par épifluorescence
(0,03 a3 0,1 %). Le m8me rapport apparalt pour les cellules bactéfiennes

en suspension dans le milieu.

Pour effectuer des dénombrements de bactéries viables fixées aux
filtres, la méthode employée ici présente l'’avantage de ne pas intervenir
de fagon plus ou moins violente au niveau du biofilm ; par contre, il est
apparu que son efflcacité est limitée. En effet, 11 est difficile de dénom-
brer précisément la flore bactérienne fixée viable, du fait de la fusion
des colonies entre elles. De plus, les phénoménes de compétitions pour 1l’oc-
cupation du substrat, que déclenche cette fusion, doivent empé&cher que tou-
tes les cellules présentes se développent. Ces raisons ont donc amené a

refaire cette étude par une autre méthode.
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Cette étude a été réalisée afin de dénombrer et d’'é&valuer les
variations des proportions de bactéries hétérotrophes et oligotrophes
strictes, & 1l'intérieur de la population bactérienne fixée aux filtres
Nuclepore, au cours du temps d’'immersion. Afin de mettre en évidence ces

deux types bactériens, les milieux 2216 E et AK sont utilisés.

-

Durant le mois d'aolt 1984, six filtres sont immergés & l'aide
du systeéme de prélévement décrit sur la figure 7, sous une vitesse de cou-
rant de 0,7 m.s !. A des temps d'immersion croissants (1, 8 et 15 jours),
deux filtres sont émergés, puls rincés cing secondes sur Vortex. Les bac-
téries sont ensuite décrochées des supports a l'aide d’un Stomacher (Figu-
re 24). Pour le milieu de culture 2216 E, les numérations sont effectuées
par &talement sur milieu gé€losé et par la méthode NPP en milieu liquide.
Pour chaque prélévement, 20 souches environ sont ensuite isoléeset purifiées
a partir de ces étalementé. Le dénombrement des souches oligotrophes se
fait par la méthode NPP. Les tubes sont incubés trois semaines a 20°C. Au-
cun trouble n'étant visible dans les tubes aprés cette période, une goutte
de la suspension de chaque tube est donc ensuite déposée sur le m@€me milieu
gé€losé et les lectures sont effectuées sur ces boltes, aprés huit Jours
d’'incubation. Vingt socuches de chaque prélavement sont isolées & partir de
1’&talement de 0,1 ml de la suspension d'un tube, & la dilution approprise,
sur le milieu AK gé&loss.

La flore bactérienne d’un prélavement d’eau de mer, effectué du-
rant la période expérimentale, est dénombrée et 20 souches sont isolées de

la méme fagon, fespectivemant sur les deux milieux.

Un inoculum de chaque souche bactérienne est ensuite rincé deux
fols par centrifugation & 2 000 x g pendant 10 minutes, dans de l'eau de
mer filtrée stérile. Le croisement des souches, sur les deux miliesux respec-
tifs, se fait en milieu liquide, sur des plaques de microtitration. Chacune
des suspensions sert & ensemencer quatre cupules contenant le milieu 2216 E
et quatre autres contenant le milieu AK. Pour le milieu 2216 E, la lecture
des tests se falt par lecture du trouble aprés hult jours d’incubation et
pour le milieu AK, aprés trois semaines, par ensemencement de ce milieu gé-

losé, comme 11 est décrit précédemment.
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Résultats

Le nombre de bactéries isolées sur les différents milieux est

présenté dans le tableau 4.

MILIEU 2216 E GELOSE | MILIEU 2216 E LIQUIDE MILIEU AK EPIrLuo-
D'Iﬂﬁg;§ION Na:g@% g. Nozzg% 2. ~°:25% e. Nazgg% g. Nomgg% 2. NOZZQ% . Nozzgg £.
1 Jour 6,3.10° 6.10° 3,6.102 | 3,5.102 | 1,0.10% | 1,9.10¢ | 1,3.10%
8 jours 5,2.10 | s5,4.10° | 1,5.10% | 1,6.10% 2.10% 2,1.10% 3,5.10°
15 jours 9,9.10° | 1,04.10% 9,5.10* | 9,6.10* | 2,5.10° 2,6.10% 1,3.10°
Eau de mer 8,4.102 9,5.10° 9,5.10%

sur les filtres Nuclepore 3 1l'aide de deux milieux
de culture et par épifluorescence.

Le nombre de bactéries isolées sur le milieu 2216 E gélosé n’aug-
mente que trés peu entre le 1er jour (6.103 cellules.cm 2) et le 15e Jour
d'immersion (1,04.10"% cellules.cm 2). La population reste.stable entre le .. .

1er et le B8e Jour.

Avec le milieu 2216 E liquide, la densité bactérienne est plus
faible apreés le 1er Jjour (3,5.10% cellules.cm 2), mais par contre elle aug-
mente rapidement et réguliérement avec le temps d'immersion, pour atteindre

9,6.10% cellules.cm 2 apres 15 Jours.

Pour le milieu AK, la population bactérisnne fixée suit le méme
schéma d’'évolution, bien que la densité soit légdrement infériesure aprés le
1er jour (1,9.102 cellules.cm 2) et pour le 15e jour (2,6.10* cellules.cm 2),

et légérement supérieure aprés le 8e jour (2,1.10" cellules.cm 2).

Ces populations dénombrées par culture représentent entre 0,8 et

46 % de la population dénombrée par épifluorescence, soit en moyenne 8 %.
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Les 85 souches isolées sur le milieu 2216 E se développent toutes
sur le milieu AK (Tableau 5). '

85 souches {s0lées 82 souches Ls0lees
sut milieu 2216 E swr miliew AK

Temps Temoin Repiquage Témoin Repiquage

d' immension 2216 E suwt AK AK suwn 2216 E
1 jour 21 21 16 16
8 jours 20 20 22 22
15 jours 22 22 22 21
Eau de mer 22 22 22 21

Tableau 5 : Nombres de souches bactériemnes isolées sur les
deux milieux de culture (2216 E et AK) et qui se
développent sur le milieu opposé aprés repiquage.

Parmi les 82 souches isolées sur le milieu AK, une souche seule-
ment provenant de 1l'eau de mer et une autre du prélevement de 15 Jours, ne

se développent pas sur le milieu 2216 E.

D’aprés ces résultats, durant les 15 premiers jours d’immersion,
il n’apparait pas de succession de bactéries hétérotrophes et oligotrophes
-strictes au niveau de la population bactérienne fixée. Chacune des souches
isolées sur 1'un des milieux se développe trés bien sur 1l'autre, sauf deux

d’entre elles.

3.2.3. Evolution des bactéries sulfatoréductrices

- - > D P - T —— - - " = -

Au cours de 1'expérience II citée précédemment, 1’'évolution de
la densité des bactéries sulfatoréductrices anaérobies, fixées aux supports,

a été suivie au cours du temps d’'immersion.

Les suspensions de cellules, obtenues par la méthode de décrochage

utilisée, ont servi & ensemencer un milieu de culture spécifique dans des
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conditions d'anaérobiose (DELILLE et LAGARDE, 1974). Les dénombrements
- sont effectués par la méthode NPP en milieu liquide.

Eau ,
de men 1 foun 8§ founs 15 jouns 2 mois
Nombre de ceflules 2.5 _ _ - _
en suspension [/ ml ’
Nombre de cellules
gixges /| om? - 1,9 4.6 2,6 9,3

Tableau 6 : Evolution du nombre de cellules sulfatoréductrices en
suspension dans le milieu et qui se fixent aux filtres
Nuclepore au cours du temps.

Le nombre de bactéries sulfatoréductrices en suspension dans
1’eau de mer alimentant le circuit expérimental est trés faible : 2,5 cel-
lules.ml l(Tableau 6).

Entre 1 Jour et 15 jours d'immersion, la densité de ce type de
bactéries fixées aux filtres est faible et évolue trés peu, entre 1,9 et-
4,6 cellules.cm 2. Une légeére augmentation de la densité apparait apreés

deux mois d’immersion : 9,3 cellules.cm 2.

3.3. CONCLUSIONS

Les conclusions & tirer de ces études qualitatives ponctuelles

sont les suivantes :

Apres huit jours d'immersion, les trois matériaux sont colonisés
par des flores trés volsines. Au cours de la durée de 1l'immersion, les peu-
plements colonisant un matériau varient, essentiellement entre le premier

et le hultiéme Jour, soit pendant la phase active de la colonisation.

Ces résultats ne permettent pas de généralisation quant aux types
de bactéries présents aux différents stades de la colonisation. En effet,

apres hult Jours d’'immersion, les filtres sont surtout colonisés par des
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Vibrionaceae en aoQt, alors qu'en novembre, ce groupe n'est pas dominant.
La nature de la mlcroflore présente dans l'eau des conduites, au moment

de la colonisation, doit Jjouer un réle.

-

Les bactéries hétérotrophes isolées d’un mS8me substrat a diffé-
rents temps d’'immersion, présentent une grande faculté d’adaptation vis-a-
vis de la quantité de matériel nutritif mis & leur disposition. Il apparait
que, durant la premiére Journée d'immersion, la quantité de bactériles copilo-
trophes fixées est plus importante que celle des bactéries oligotrophes.

Ensuite, la proportion de ces deux groupes bactériens est identigue.

La densité des bactéries sulfatoréductrices fixées 3 un substrat

non métallique est faible et évolue trés peu au cours du temps d’'immersion.

4 - INFLUENCE DE LA CHLORATION DE L'EAU SUR LA FIXATION BACTERIENNE,
POUR DEUX VITESSES DE CIRCULATION

4.1, VITESSE DU COURANT 0,7 m.s” !

Des échantillons d'acier inoxydable et d'aluminium ont &été immer-
gés, durant le mois d’avril 1984, 3 1l'’aide du systéme de prélévement décrit
sur la figure 3, sous une vitesse de circulation d’eau de 0,7 m.s 1. Une
série d’'échantillons a été alimentée avec une eau de mer chlorée & 0,1 ppm
et une autre avec la méme eau non chlorée. Cette dose de chlore permet
d’obtenir une concentration de 0,05 ppm de chlore résiduel actif au niveau

des systeémes de prélevement.

Au niveau de chaque alimentation, & des périodes de temps crois-
santes (6 h, 1 J, 4 J, 8 J et 15 J}, deux échantillons de chaque matériel
sont émergés et fixés. Les dénombrements et 1°'étude morphologique de 1la mi-

croflore fixée sont faits par mlcroscopie électronique & balayage.

- - - - - . - -——n - —— D . D > - - - - -

Que 1l’eau soit chlorée ou non, les densités de bactéries fixées.
sur les deux substrats, apr2s six heures d’'immersion, sont trés élevées :

105 cellules.cm 2 en moyenne. -
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Evolution des densités de bactéries fixées
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Figure 26 : Evolution des vitesses de colonisation

Vitesse du courant 0,7 m.s !.
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Lorsque l'eau de mer n'est pas chlorée, la densité des bactéries
augmente lentement jusqu’au 4e Jjour (environ 2,4.10° cellules.cm 2 pour les
deux matériaux). La population augmente ensulte trés rapidement jusqu'au
8e Jjour, puls plus lentement pour atteindre respectivement des valeurs de

2,2.107 cellules.cm 2 pour l'acier et 4,2.107 cellules.cm 2 pour l'aluminium.

Au contraire, lorsque l'eau est chlorée, la densité des bactéries

fixées évolue trés peu aprés le 4e jour d’'immersion.

Que 1l'eau soit chlorée ou non, les vitesses initiales de coloni-
sation sont assez élevées, en moyenne 1,6.10% bactéries.cm 2.h l. Elles di-
minuent ensuite jusqu'au 4e Jour d’'immersion, jusqu'ad une valeur inférieure
ou égale & 1,6.103 bactéries.cm 2.h 1l suivant les échantillons. Lorsque
l’eau n’est pas chlorée, les vitesses de colonisation augmentent rapidement,
pour devenir maximums le 8e Jour pour l'’acier (9,1.10% cellules.cm 2.h 1)

et le 15e jour pour 1l’'aluminium (1,6.10° cellules.cm 2.h 1},

Aprés le 4e Jjour d’immersion, lorsque l’eau est chlorée, la vi-
tesse de colonisation évolue autour de 103 cellules.cm 2.h ! pour l’aciler

et baisse encore jusqu’a 102 cellules.cm 2:h ! pour l'’aluminium.

Que l'eau solt chlorée ou non, les premiers types morphologiques

colonisateurs sont des coques et des bacilles.

% %

100 - 100 )
90 % it B
s 7 w0 | Ui
0 | s -
7 7 i

40 22 w0 Z gég?
20 2? 20 %25 Z
10 %2 10 Z/4¢%
%% 3A%%%

. -4 s 6h1-4-8-15 sm-a-a- ors
ALU 1NOX Atu.
AVRIL 84 AVRIL 82

EAU CHLOREE . EAU NON CHLOREE

Figure ‘27 : Evolution des différents types morphologiques
précédemment décrits dans le paragraphe 2.3.1.
Vitesse du courant 0,7 m.s 1.
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Lorsque l’'eau n'est pas chlorée, les formes pédonculées, "polaires”
et filamenteuses commencent & se fixer, en faible quantité&, aprés le 1er

Jour d'immersion.

Lorsque 1l'eau est chlorée, les différentes formes secondaires
apparaissent, 1la aussi, dans de failbles proportions, aprés les premiers
temps d'immersion. Parml celles-ci, ce sont les formes filamenteuses qui

se développent le plus, surtout sur 1l'acier inoxydable (15 %).

4.2. VITESSE DU COURANT 0,1 m.s™!

La méme expérience a &té & nouveau réalisée, durant 30 Jours,
‘sur l'acier inoxydable et 1’aluminium, en décembre 1984, sous une vitesse

de circulation d'eau de 0,1 m.s 1.

S - —— - W D - - — - - - - —— -

Que 1l’eau solt chlorée ou non, les densités de bactéries fixées,
aprés deux jours d’immersion, évoluent entre 1,6.10° et 5,4.10°cellules.cm 2
suivant le substrat. Les densités augmentent ensuite lentement Jjusqu’au
10e Jour, puls se stabilisent Jusqu’a 30 jours d'immersion, a des valeurs
comprisent entre 2,2.10% et 4,4.10°6 cellules.cm 2.

- — - - WP D G - —— T - - - - — . =

Que 1l’eau solt chlorée ou non, les vitesse de colonisation sont
stables durant les dix premiers Jjours d’immersion (de 3,3.103% a 1,1.10"
cellules.cm 2.h 1), puls diminuent pour tous les matériaux. Le taux mini-

mum (500 cellules.cm_z.h_;J,est atteint le 15e Jjour sur.l’acier inoxydable.

P e el ok — R WEIReipiy SO A R Pt

Quel que soit le type d'alimentation en eau, ce sont les bacilles

et les coques qui se fixent en premier et qui prédominent durant les immer-
sions.
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Lorsque 1l'eau n'est pas chlorée, la population se diversifie len-

tement au cours du temps. Les formes "polaires” se développent plus sur
1'aluminium aprés 30 jours.

Lorsque l'eau est chlorée, les formes secondaires apparaissent

tardivement, entre 5 et 10 jours d’'immersion, mais leurs densités n’évoluent
pas avec le temps.

4.3. CONCLUSION

C’est au mols d’avril 1984 que la station expérimentale du site B
fut mise en service pour la premiere folis. A cette époque, une dose de
chlore de 0,1 ppm, injectée en continu dans l’eau de mer alimentant le sys-

téme, a été suffisante pour ralentir de fagon importante la croissance du
biofilm.

Au contraire,'aprés neuf mois de service, en décembre 1884, ce
type de chloration ne semble plus suffisant pour ralentir significativement

la croissance du biofilm, par rapport & un témoin non chloré.
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Que ce solt en hiver ou au printemps, ce type de chloration
n'influence que trés peu 1l'apparition des différents types morphologiques
bactériens qui composent le biofilm. La population bactérienne est un peu

plus diversifiés lorsque 1l’eau n'est pas chlorée.

Du falt du changement de sailson entre les deux expériences et
donc des vitesses de colonisation bactérienne des supports (phénoméne déja
noté au pafagraphe 2.2.), 11 est treés difflicile de mettre en évidence 1l'’ef-

fet qu'd pu avoir le changement de vitesse de circulation d'eau sur la
formation du biofilm.
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5 - DISCUSSION

Durant cette &tude, aprés avoir &té immergés dans le systéme
expérimental, les trols matériaux ont é&té rapidement colonisés par des

bactéries.

Les densités bactériennes observées sur les trois supports, aprés
une heure d’'immersion, varient de 2.103 cellules.cm 2 (aluminium, en sep-
tembre) & 8.10% cellules.cm 2 (acier inoxydable, en mars). Le plus scuvent,
les densités initiales sont voisines de 10% cellules.cm_z, guel que socit
le matériel utilisé. Ces résultats sont similaires & ceux généralement ob-
servés sur différentes surfaces non toxigues immergées dans le milieu.natu-
rel, pendant une a quatre heures (DEXTER, 1975 ; MARSZALEK et al., 1979),
mals Inférieurs aux densités atteintes en milieu expérimental (environ
106 cellules.cm 2) (MOLIN et NILSSON, 1883 5 EATON et al., 1980 ; ABSOLOM

et al., 1983).

D’'aprés ces résultats, il n'apparait pas que 1'un des matériaux
se soit colonisé, initialement, plus que les deux autres. D’aprés BAIER
(1980), 1l'adsorption des bactéries a la surface de différents matériaux
est influencée par le degré d’'hydrophobicité de ces supports. Ce paramétre
dépend de la composlition chimique du matériel et est représenté par la ten-
sion de surface critique (‘Yc] du matériau (ZISMAN, 1964). Les deux allia-
ges métplliques utilisés sont hydrophiles et présentent des tensions de
surface voisines, respectivement 35,5 + 1,5 dynes.cm-l pour l’aciler inoxy-
dable et 36,5 * 1,5 dyne:e;.r:.m-1 pour l'aluminium (mesures effectuées au la-
boratoire selon la méthode communiquée par le Dr BLOCK - annexe VII-).
D'aprés LEE (1968), les polycarbonates sont plus hydrophiles et ont une
tension de surface légerement plus élevée : 42 dynes.cm-l. Mals, dans
cette étude, les filtres ont été préalablement colorés et la fixation du
colorant sur ce matériel a eu pour effet d'abalsser sa tension de surface
critique (BAIER, 1970). Elle n'a pu &tre mesurée précisemment par la mé-

thode précédente, du falt de la porosité des flltres.

Vis-a&-vis de leur caractére d’hydrophobicité, les troils matériaux
apparaissent donc trés proches et il ne semble pas que 1'un d'entre eux

solt colonisé de fagon plus importante au début des immersions. Les effets
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de la tension de surface des matériaux sur l'adsorption Eactérienne n'ont
été remarqués que lorsque les matériaux étaient trés différents (de 18 a
46 dynes.cm.ll et ies réponses bactériennes & ces variations sont trés
controversées (DEXTER, 1975 ; FLETCHER et LOEB, 1273) et dépendent aussi
de la tension de surface de la surface des bactéries, par rapport a celle
du milieu envirocnnant (ABSOLOM et al., 1983). De m8me, la composition
chimique du milieu fait aussi varier 1’adsorption bactérienne. En effet,
dés leur immersion, les matériaux sont recouverts par des glycoprotéines
qui étaient en suspension dans le milieu (BAIER, 1872). Ce film chimique
représente la premiére étape de la colonisation et change les propriétés
des surfaces testées, en abaissant leur tension de surface critique. Ainsi
la modification de 1'’environnement ionique, & 1l’interface solide-liquide,
influence 1'’adsorption bactérienne et cecli de fagon variable, sulvant la
composition chimique de ce film moléculaire (DANIELS, 1880). En diluant
différentes solutions protéiques dans le milieu expérimental, FLETCHER
(1978) observe un ralentissement de 1'adhésion d’un Pseudomonas sp. a des
surfaces de polystyréne. Mais en utllisant des solutlions protélques et des
souches bactériennes différentes, MEADOWS (1971) a pu, au contraire, obser-
ver des accélérations. De plus, en utilisant des solutions de glucose de
concentrations différentes, MARSHALL et al. (1971 a) montrent que l'action
d’un méme matériel nutritif est différente sulvant sa concentration dans

le milieu.

Du falt des variations annuelles des activités métaboliques des
organismes du biotope marin, la composition chimique de l’eau de mer ali-
mentant le systéme expérimental a varié durant l’année. Mals ces variations
ne semblent pas avoir été suffisamment importantes pour faire varier les
densités initiales des bactéries fixées. Elles sont similaires sur 1l’annge,
sauf pour les mols de mars et de mai 1984 ou elles sont légérement plus

2levées, sur les trois matériaux.

Aprés 24 heures d’immersion, les densités bactériennes sont fai-

blement supérieures aux valeurs initilales et les variations notées aux

-~

temps d'immersion intermédiaires correspondent vraisemblablement & 1’'in-
certitude de ces mesures. Il en est de m8me pour les faibles différences

-

parfois notées d'un support & l’autre. Des densités de colonisation sem-
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blables sont observées sur divers matériaux, non toxiques (aclier inoxyda-
ble, alumlinium et verrel), par MARSZALEK et al. (1979) et SECHLER et
GUNDERSEN (1872). Pour une mé&me période d’'immersion, CORPE (1874) observe
des valeurs dix fols plus élevées sur des surfaces en verre st note que
certaines variations peuvent apparafitre d’'un site de prélévement & un
autre. BOTT et BROCK (1870) observent que durant 23 heures, une phase
initliale de fixation, plus ou moins stable, prédéds la croissance du bio-
film.,.

, Les densités maximales observées sont supérieures a 107 cellu-
les.cm 2 et ont &té notées pour les trois matériaux, en périodes printa-
nigre et estivale. En hiver, les plus fortes valeurs sont voisines de 106
cellules.cm 2. Entre ces deux saisons, YANSHUN et al. (1984) observent,
en Mer de Chine, les mémes amplitudes de varliation sur des surfaces en
verre et d'aclier inoxydable. Les densités dénombrées par SECHLER et
GUNDERSEN (1972) sur des échantillons d'aluminium et d’acier inoxydable
immergés en mer, ne dépassent pas ces valeurs, malgré une immersion pro-
longée Jusqu’a 120 jours. Aprés 15 jours d’immersion, DEXTER (1975) observe
des densités similaires sur différents substrats immergés en mer. Ces ré-
sultats sont, par contre, supérieurs & ceux de GERCHAKOV et al. (1976) ou
MARSZALEK et.-al. (1879), qui dénombrent au.maximum 10" cellules.cm 2 sur
de l1l’acier inoxydable, en utilisant respectivement des techniques de dénom-
brement sur milieu de culture et en épifluorescence. Par contrs, ces résul-
tats sont inférieurs a ceux observés sur des périodes trés courtes, en mi-
lieu expérimental et avec des souches pures (CHET et al., 1975 ;3 FLETCHER,
1977) .

La comparaison de ces divers travaux est difficile en raison des
conditions expérimentales différentes, parfolis en milieu contrdlé, en eau
de mer stagnante et, dans l1le cas présent, en eau de mer circulante. Selon
BOTT et MILLER (1983), une vitesse de circulation de 1 m.s !} permet une
colonisation maximale. Selon ces auteurs, a des vitesses supérieures, les
densités bactériennes sont plus faibles, en raison vraisemblablement d*’un
décraochage d'une partie du biocfilm par les forces de friction. D'’apres
Mc COY et al. (1981), une augmentation de la vitesse du courant de 1,3 a

2,8 m.s ! accroft de 45 heures la phase initiale, plus ou molins stable,
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mals par contre accélére la croissance du biofilm. CHARACKLIS (1973)
observe ce méme retard de croissance et cette méme accélération en tra-
vaillant a des vitesses de circulation similaires. Méme en travaillant

a4 des vitesses lentes, le passage de 0,5 & 15 cm.s 1 s'accompagne d'une
augmentation de la colonisation bactérienne observée par PEDERSEN (1982).
Par rapport & un fluide stagnant ou peu mobile (eau de mer naturellel,

un fluide circulant conduit & un renouvellement constant de la couche
d’eau en contact avec la surface immergée et donc, des microorganismes
susceptibles d'y adhérer. De plus, la turbulence de 1'eau augmente la
probabilité de contact entre les bactéries et la surface immergée (DANIELS,
1972) . Ces résultats sont en opposition avec ceux de STANLEY {1983) qui
note que 1l’agitation du milieu, en méme temps qu'elle augmente la proba-
bilité de contact des'cellules avec la surface, diminue le temps de con-
tact de la cellule'avec la surface, ce qul a pour effet de ralentir 1'a-

dhésion bactérienns.

La représentation synthétique des résultats des sept séries
expérimentales (Figure 14 A et B) et des vitesses de colonisation suivant
les saisons (Figure 15 A, B et C), montrent de trés nettes variations selon
la période egpérimentale. D'une fagon générale, aprés 24 heures d’immer-
sion, durant la croissance du biofilm, le logarithme .du nambre_de cellules
fixées augmente linéairement par rapport au temps d’immersion. Mais des
différences apparaissent au niveau des vitesses de croissance et des den-
sités bactériennes atteintes aux diverses périodes. Entre les résultats de
Janvier et de juillet, la densité maximale pasée de 105 cellules.cm 2 a
plus de 107 cellules.cm 2, en ce gui concerne par exemple les filtres en
polycarbonate. Pour ce mé@me matériel, la vitesse de colonisation oscille
autour de 103 cellules.cm 2.h ! en Janvier, par contre en Jjuillet, elle
atteind 1,8.10°% cellules.cm 2.h" ! en six Jours, en méme. temps que les den-
sités maximums (107 cellules.cm 2). La colonisation estivale apparai% se
produire en trols &étapes : une étape de 24 heures marguée par un failble
accroissement de la densité, une étape de cing Jjours caractérisée par un
accrolssement intense, puls une étape finale ou stationnaire pendant la-
quelle la densité bactérienne évolue peu. Les autres périodes de préléve-
ment donnent des résultats intermédiaires. La croissance du blofilm selon

ces trois mé@mes phases a déja &été notée par PEDERSEN (1882) en milieu
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circulant. Dans les mé8mes conditions, TOSTESON et al. (1983) notent que
l1’accroissement pondéral du biofilm augmente de fagon linéaire avec le

temps. Au contralre, KORNEGAY et ANDREWS (1870) indiquent que la crois-
sance du biofllm se fait de fagon exponentielle dés le début des immer-
sions puis devient linéaire avant d'atteindre la 3e phase, caractérisée

par une croissance nulle.

D'apreés les résultats, la phase de croissance raplde apparait
courte en été et longue en hiver. Les conditions expérimentales n’ayant
pas varié de mal 1983 & mal 1984, 11 faut chercher au niveau du milieu
extérieur des facteurs susceptibles d’influer sur le phénoméne é&tudié.
Selon FLETCHER (1977), BRYERS et CHARACKLIS (1981}, la charge du fluide
en bactéries influe sur 1l'intensité de la colonisation. Les dénombrements
de bactéries effectués, tant dans l’eau de surface que dans 1l'eau des.
conduites, n'indiquent pas de variations sensibles de 1'abondance bacté-
rienne, et aucune tendance saisonniére n'a été relevée. De plus, statis-
tiquement, les deux distributions ne montrent aucune différence, 11 ne
semble donc pas que le pompage et la remise en circulation de 1'eau dans

le systéme expérimental appauvrisse ou enrichisse le milieu en bactéries.

La relative stabilité du nombre total de bactéries en suspension
dans 1'eau de mer a été rapportée & plusieurs reprises. Ainsi, CAMMEN et
WALKER (1882) observent gqu'en baie de Fundy (Canadal, la densité de bac-
téries libres varie tréds peu (0,2 3 4.10% cellules.ml” 1) entre le printemps
et 1l’automne. FUKAMI et al. (1981) montrent que la flore bactérienne totale
de surface (un métre) reste stable’(en moyenne 10° cellules.ml 1) méme pen-
dant une phase de bloom phytoplanctonique. I1 faut cependant considérer
cette stabilité avec certaines réserves car JACQ et al. (1984) montrent que
des variations de densité trés rapides et de fortes amplitudes (X 10 000)
pehvent apparaltre dans le milieu naturel. Etant donné la périodicité des
prélevements (hebdomadaire), certaines de ces variations ont pu échapper
a ce contrdle. Cependant, lors d’une expérience ponctuelle le 9 acOt 1883,
des prélevements ont été. effectués toutes les heures et aucune variation
n'a été notée. L'’onde de marée ne semble pas avoir eu d'’effet sur la dis-
tribution des bactéries dans la couche d'eau prélevée (30 cm), HARVEY et

al. (1883) observent un résultat similaire pour les bactéries qui se
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trouvent & cette profondeur. Par contre, ils notent que la concentration
de la flore bactérienne qui se trouve dans la pellicule d’eau de surface,

varie sous 1l'’effet du vent et de la marée.

La température est sans doute le param@tre (parmi ceux mesurés)
qul évolue le plus, entre 8°C et 17°C. La tendance & la diminution de la
température débute fin aclGt et se poursult jusqu'en février. A la fin de
ce mois, la tendance s'inverse. Ces changements dans 1'évolution des tem-
pérétures de l1l'eau correspondent assez bilen aux différences de colonisa-
tion observées. Aprés la colonisation lente observée en janvier, une 1é&-.
gére accélération est notée dés mars. A 1'inverse, aprés les maxima de
Juillet, une décélération est observée a partir de novembre. L'effet posi-
tif de la température sur 1l’attachement des bactéries a été effectivement
montré par FLETCHER (1877), FLOODGATE (1972) et LEWIS (1982), mais ce ré-
sultat n'a pas été retrouvé par MOLIN et NILSSON (1983}, en raison vrai-
semblablement de 1’'utilisation de protocoles expérimentaux différents.
Parmi les autres parametres physico-chimiques de 1l'eau mesurés, le pH
peut influencer la fixation bactérienne (FELDNER et al. 1983) mais durant
1'année, sa valeur n’a que trés faiblement varié (légérement supérieure
a4 8). En utilisant différentes concentrations d’oxygéne dissous, MOLIN ef
NILSSON (1883) n'observent pas. de différence dans_les taux de colonisation.
D’aprés SANDERS et al. (1971), le taux d'oxygdne dissous n'est pas un fac-
teur limitant & la croissance du biofilm. Les concentrations d’oxygeéne dis-
sous observées durant toute 1l'année sont voisines de 8 mg.l'l. En fait, si
dans le cas présent la température semble en relation avec les phénomenes
de colonisation bactérienne, d'autres facteurs de l’environnement, plus ou

moins interactifs, interviennentvcertainement.

Sur le plan quantitatif, la colonisation bactérienne des surfaces
immergées en eau de mer circulante montre donc des fluctuations saisonnig-
res, fluctuations dont 11 faudra tenir compte pour évaluer 1'efficacité de

diverses techniques de nettoyage.

Les deux essais de lutte contre le développement du biofilm, par
injection d'une dose de 0,1 ppm de chlore (Hypochlorite de sodium) dans
1'eau de mer, donnent des résultats trés différents. La premigre expérience

qui a été effectuée dés la mise en service de la station, montre que cette
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dose permet de ralentir la croissance du biofilm, sur une période de 15
Jours. Par contre, aprés que la station ait.fonctionné en continu pendant
9 mols, cette concentration ne semble plus suffisante. En utilisant 1la
méme quantité de chlore, BERGER et al. (1985) notent que cette concentra-
tion n'est pas non plus suffisante pour ralentir la formation du biofilm
de fagon efflicace. Par contre, en travaillant sur une souche bactérienne
pure (Sphaerotilus sp.), GRAINGE et LUND (13868) indiquent que cette dose,
injectée dans les circuits & raison d’'une heure par Jour, empéche la
croissance du biocfilm, sans tuer les cellules. D'aprés CHARACKLIS et DYDEK
(1976), mé8me une concentration de 25 ppm de chlore ne tue pas les cellules
déja fixées, et 11 faut inJecter 250 ppm pour décrocher le biofilm. A cette
concentration, par son pouvoir oxydant, le chlore dépolymériserait et so-
lubiliserait suffisamment les structures fibrillaires extracellulaires syn-
thétisées par les bactéries pour se fixer, et le blofilm ainsi fragiliseé
seralt décollé des surfaces par les forces de friction du courant d’eau.
En falt, dés son contact avec 1'eau de mer, l'hypochlorite de sodium se
décompose. L'oxyde de chlore ainsi produit se lie avec différents anions
et oxyde la matiére organique dissoute ou particulaire en suspension dans
le milieu, perdant ainsi de son pouvolr oxydant vis-&-vis du biofilm. Selon
la composition chimique de 1'eau, cette perte est blus ou moins importante
et donc, plus que la concentration injectée, c'est la teneur en chlore
résiduel qu’il est important de connaftre (FAVA et THOMAS, 1978). Dans
cette &tude elle était constante et é&gale & 0,05 ppm. Contrairement & nos
résultats, LEWIS (1982) observe qu'’une concentratlon de 0,1 ppm suffit
pour ralentir la croissance du biofilm en hiver et qu’au contraire, elle
est insuffisante en période estivale. Mais BERGER et al. (1985) indigquent
qu’avec le temps, une dose continuelle de chlore de 0,1 ppm permet de sé-
lectionner des souches bactériennes plus résistantes et capables de syn-
thétiser des polymeres de fixation moins sensibles aux réactions d’oxyda-
tion. Entre les deux expériences, la station a fonctionné durant neuf mols
en continu. Une telle sélection a donc pu se développer dans l'’ensemble

de la structure, ce qui expliquerait 1l'inefficacité du nettoyage en pério-

de hivernale.

Du fait des varliations précédemment décrites, 11 n'a pas é&ts
possible de cerner 1’'influence de la vitesse de circulation d’eau sur
l’efficacité de la chloration.
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D'aprés ces résultats quantitatifs, 11 ne semble pas que la
nature des différents matériaux ait influencé le développement du biofilm
bactérien. Afin de comparer les matériaux entre eux, une étude statistlque
des résultats est actuellement effectuée au laboratoire du Pr CHARACKLIS
(Montana, U.S.A.). D’'aprés 1l'étude statistique de la distribution des bac-
téries a8 la surface d’'un seul échantillon d’acler inoxydable, 11 est apparu
que la répartition des cellules se fait de fagon surdispersés, ce qui en-
traine une sous estimation de la population réellement fix€e. En travail-
lant sous des vitesses de courant plus faibles, MILLS et MAUBREY (1981)
observent que la fixation des bactéries se fait au hasard dans les premiers
temps d’'immersion, puls la population devient plus hétérogéne, du fait du
développement de microcolonies. En milieu expérimental et en eau stagnante,
CORPE (1974) note que la répartition des bactéries sur des surfaces de
verre est homogéne. Par contre FLOODGATE (1972}, sur le méme matériel,
indique que les bactéries se répartissent de fagon surdispersée, en se
fixant préférentiellement sur des lignes de "stress” (imperfections) de
ce matériel. Dans les mémes conditions, FLETCHER (19739) note que la répar-
tition des bactéries sur des surfaces peut 8tre homogéne ou hétérogéne,
suivant la nature chimique du matériel. En eau stagnante, il apparaft donc
que la nature des matériaux peut influencer la répartition des cellules
bactériennes sur les surfaces. Cependant, dans cette étude, ces variations
ont pu &tre masquées par 1’influence des forces de friction du courant
d’eau. Du fait de la position légérement surélevée des échantillons a 1'in-
térieur des conduites, les bactéries se sont fixées en plus grand nombre
sur les bords qui se trouvent face au courant et sous le courant, et plus
faiblement sur les bords latéraux et au centre des échantillons. Ce type
de distribution a déja été observé par MUNTEANU et MALY (13881) et par
KORTE et BLINN (1983), lors de la fixation d'algues unicellulaires sur
des supports immergés parallélement au courant d’eau d’une riviére. Ce -
phénoméne seralt régi par les forces du courant d'eau. En effet, les mou-
vements de tourbillon qui se développent & 1'avant et & l'arriére du plot
(EVANS, 1868) augmentent la probabilité de collision des cellules avec les
supports, par rapport au courant laminalre qui se développe & la surface
du plot (une représentation schématique de ces courants est donnée dans
1'annexe VIII).
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L*étude qualitative a &té réalisée par deux méthodes : d’une
part un suivli des types morphologiques ldentifiables en microscopie,
d’'autre part une analyse de taxonomie numérique des bactéries hétéro-

trophes cultivables.

D’une fagon générale, les bactéries représentent les premlers
organismes colonisateurs des échantillons. Aprés 10 et 15 jours d’immer-
sion et seulement en période estivale, quelques ciliés et radiolaires ont
été observés, Cette succession a déja &été notée par CORPE (1977). La fi-
xation secondaire des protozoaires est souvent reliée au rdle trophique
que peut représenter le film bactérien pour ces organismes ou pour des
larves de métazoaires (DISALVO et COBET, 1974 ; MITCHELL et YOUNG, 1972).
Ce phénoméne peut aussi 8tre relié au fait qu’en se fixant, les bactéries
peuvént changer les propriétés physico-chimiques de 1’interface et rendre
la surface attractive pour ces organismes (FLOODGATE, 1968 ; MARSZALEK et
al., 1979 ; KORTE et BLINN, 1983 ; KNIGHT JONES, 1951). Le biofilm bacté-
rien peut aussi induire la métamorphose de certaines larves d'organismes
marins (KIRCHMAN et GRAHAM, 1882).

Cependant, cette succession n’est pas une régle et SKERMAN (1956)
en Nouvelle-Zélande, observe que les premiers colonisateurs sont des dia-
tomés et O'NEIL et WILCOX (1871) que des larves de balanes se fixent & des

supports bien avant les bactéries.

Au cours de ce travail, 1'étude morphologique du biofilm bacté-
rien montre la présence importante des formes baclllaires dans les premiers
stades de la colonisation. Les formes coccoldes suivent de prés les bacilles
et ces deux groupes apparaissent largement dominants, méme a des temps d'im-
mersion plus longs. La plus grande proportion de coques, dénombrés sur les
' fiitres en pdlycarbonate, est sans doute due au pouveoir de résolution plus
faible du microscope photonique, utilisé pour étudier ce matériau. Le mi-
croscope électronique & balayage permet plus souvent de trancher entre les
formes coccoldes et bacilles trés courts, encore que des erreurs soient’

fréquentes.

Les formes pédonculées (Caulobacter et Hyphomicrobium), filamen-

teuses et "polaires” apparalssent comme des colonisateurs secondaires et
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ne sont Jjamails numériquement dominantes. Cette succession a été précédem-
ment décrite par CORPE (1873), ol les formes secondalres n'apparaissent
qu'aprés le 3e Jour d'immersion, mals deviennent dominantes dés 1les 4e Jour.
MARSHALL et al. (1971 b) cbservent le m&me phénom2ne, mais les formes se-
condalres apparaissent dés le 2e jour d'immersion. Au cours de cette é&tude,
ces formes sont apparues & des temps d’immersion variables, suivant la sai-
son, entre 1 heure et 2 jours. Il est cependant difflcile de se prononcer
sur ce phénomeéne, car ces types bactériens se présentent sous forme de
bacille lorsqu’ils sont en suspension dans le milieu et ce n’est qu’aprés
s'8tre fixés qu'ils changent de forme. Cette transformation morphologique
se falt & des vitesses variables, suivant les condlitions physico-chimiques
que ces bactéries rencontrent au niveau de 1l'interface (PODINDEXTER, 1981 a :
FELDNER et al., 1983 ; Mc COY et COSTERTON, 1982).

Ces différents types horphologiques se fixent aux supports sui-
vant des systémes variés. Par la microscopie électronique & balayage, les
formes baclllaires et coccoldes apparaissent &tre fixées aux surfaces par
des structures fibrillaires extracellulalres. D’aprés RICHARDS et TURNER
{(1984), ce type de structure ne représente qu'un artefact du & la méthode
de préparation des échantillons (fixation par du glutaraldéhydel. En uti-
lisant une méthode cryogénique, ils montrent qu’en réalité, les sécrétions
cellulaires forment un mucus qui enveloppe et masque les cellules. La na-
ture chimique de ces sécrétions est trés variable et dépend des souches
bactériennes (CORPE, 1970). Ce matériel serait de nature polysaccharidique
et protéique (MARSHALL, 1981 ; FLETCHER et MARSHALL, 1982 ; CORPE, 13974 ;
FLOODGATE, 1972).

Certains bacilles se fixent par un p8le de la cellule ("polaires”l.
D'aprés MARSHALL et CRUICKSHANK (1973), cette orientation serait due & la
localisation, en ce point de la cellule, d’une zone hydrophobe, qui facili-
terait l1l'adsorption de la bactérie & ce niveau. La surface cellulaire ne
seralt d'’ailleurs pas en contact direct avec la surface solide, mais reliée
par des ponts polymériques extracellulaires, probablement de nature poly-
saccharidique. les formes pédonculées adhérent aux surfaces a 1’aide d'un
crampon (POINDEXTER, 1981 al.
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D’aprés les résultats de cette étude morphologique, il apparait
gue la succession des différents types bactériens se développe de fagon
similaire sur les trois matériaux. Comme pour 1'étude quantitative de la
colonisation bactérienne, 11 ne semble pas que la nature du matériel ait
influencé cette succession d’un support &8 1'autre. De mé8me, 1l'’é&tude qua-
litative de 1la flore bactérienne hétérotrophe fixée simultanément sur les
trols matériaux, apreés huit jours d’immersion, montre que les peuplements
sont volsins. Malgré leur composition chimique différente, ces matériaux
présentent cependant des caractéres similaires vis-a-vis de 1’adsorption
bactérienne (hydrophiles). En immergeant différents matériaux, CARSON et
ALLSOPP (1983) notent que des supports hydrophiles (acier inoxydable et
verre) sont colonisés par des populations bactériennes voisines, dont les
genres dominants sont représentés par des Pseudomonas et des Alteromonas.
Au contraire, sur des substrats hydrophobes (résings et peintures), les
populations bactériennes sont plus diversifiées. De m8me, GERCHAKOV et al.
(1878), sur 100 souches bactériennes isolées durant une période d’immer-
sion de 40 Jjours, ne notent qu’une falble diffsSrence entre les populations

fixées sur des surfaces de verre et d'acler inoxydable.

Par 1'’étude microscopique, il est apparu gque différents types
morphologiques bactériens se- succeédent & la surface des supports, au cours
du temps d'immersion. De la méme fagon, 1’ étude qualitative de la popula-
tion hétérotrophe colonisatrice d’'un seul matériel, les filtres en poly-
carbonate, montre que la composition de cette population évolue au cours
du temps. Il apparait que la majorité des bactéries qui sont fixées apreés
un jour d'immersion sont des Pseudomonadaceae (57 %), les Vibrionaceae ne
représentant que 10 % de la population. A 1'inverse, aprés huit et quinze
Eaurs d'immersion, les VZibrionaceae constituent le groupe dominant (73 %).
Les autres groupes bactériens, Enté&robactéries, coques et bacilles Gram
positif, ne sont jamais présents en trés grand nombre. Aprés un Jjour d’'im-
mersion, CORPE (1977) observe une population similaire fixée & des surfaces
de verre. Par contre, apr2s quatre Jours, les Caulobacter et les Hyphomi-
erobiwn représentent- 75 & 100 % de la population. Mais CAPBLANC et CASSAN
(1973) notent que la nature du biofilm bactérien varie suivant la sailson
et le site de prélévement. De méme, O'NEIL et WILCOX (1971) observent que

la composition du bilofilm en un mé8me site peut varier d’une année sur
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1’autre. Au cours de notre étude, il est apparu que, parmi les bactéries
fixées aux filtres Nuclepore, aprés hult jours d'immersion, les VZibrio-

naceae sont plus nombreux en aoldt qu'’en novembre.

Parmi les différents types bactériens rencontrés, les bactérles
sulfatoréductrices ont été dénombrées plus particuliérement sur un milieu
spécifique. Lors de la construction d’un. ouvrage métallique en mer, 11 est
en effet important de pouvoir évaluer la croissance de ce groupe bactérien.
Vis~-a-vis d'une structure métallique, par les réactions électrochimiques
qu'elles développent au cours de leur métabolisme, les bactéries sulfato-
réductrices sont trés agressives. Elles interviennent directement au niveau
des processus de corrosion des matériaux et accélérent leur dégradation
(LAQUE, 1975 ; CHANTEREAU, 1980 ; COSTERTON et LASHEN, 1884). Le nombre des
bactéries sulfatoréductrices, 1solées des filtres Nuclepore, est toujours
resté failble, méme aprés deux mols d'immersion. La méme expérience n'a mal-
heureusement pas été effectuée parallslement sur une surface métallique,
pour comparaison. Mais 11 est vraisemblable que le substrat utilisé ne sti-
mule pas la croissance de ce type de bactéries. En effet, sur des surfaces
de verre immergées pendant 12 Jjours, O’NEIL et WILCOX (1971) observent le
méme phé&noméne, alors que sur des surfaces d’acier inoxydable immergées
simultanément, les densités de ce type bactérien sont_déja importantes.
Bien que les densités bactériennes totales et les successions des types
morphologiques soient similaires sur les trols matériaux, il apparalt donc
que la nature chimique du matériel immergé peut influencer la croilssance
de certains types bactériens. Ce phénom&ne a d’'ailleurs pu &tre visualisé
en microscopie électronique a balayage sur les échantillons d'aluminium.
Sur ce matériel, certaines bactéries peuvent ainsi former des microcolonies

importantes au niveau des zones de corrosion.

Au cours de ce travaill, certaines différences quantitatives et
qualitatives sont apparues suivant la technique d'étude utilisée. Dans
certains cas, ces variations sont constantes et dans d "autres "transitoires”.
Entre les dénombrements microscopiques et ceux effectués sur le milieu de
culture 2216 E, la différence est 3 peu pras constante tout au long de 1'é&-
tude, par contre, entre deux milieux de culture ou deux méthodes de dénom-
brements sur un m&me milieu, ces différences peuvent varier suivant 1'é-
chantillon considéré. '
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Quelle que soit la période de prélévement, les dénombrements
de la flore bactérienne viable en suspension dans le milieu marin ont
touJours été inférieurs aux numérations totales effectuées par microsco-
pie (facteur 100 en moyenne). De méme pour les populations bactériennes
fixées, 11 apparait qﬁe le nombre de bactéries décrochées de la surface
des filtres Nuclepore par "Stomacher” et qui se développent sur le milieu
2216 E, ne représente que 0,3 % de .1a population fixée dénombrée par mi-
croscopie. De plus, la méthode microscopique permet de mettre en é&vidence
de nombreux types morphologliques bactériens, alors que la majorité des
cellules 1solées sur le milieu 2216 E ne sont que des bacilles. En utili-
sant différentes techniques de numération, JANNASCH et JONES (1959) notent
que la méthode microscopique permet de dénombrer 13 & 8.700 fois plus de

bactéries que les méthodes de culture.

Bien que le milieu utilisé solt le moins sélectif possible
(2216 E), toutes les bactéries n’ont pu s'y développer, notamment les bac-
téries oligotrophes (AKAGI et al., 1977). En effet, dans le milieu naturel,
1’activité des microorganismes hétérotrophes est trés liée a la quantiteé
de matiere organique et inorganique disponible (AKAGI et al., 1877 ; HORO-
WITZ et al., 1983 ; ZOBELL, 1943) et 11 est ainsi possible de distinguer
deux types de bactéries hétérotrophes : les bactéries oligatrophesw(KUZNET-
SOV et al., 1878) et les bactéries copiotrophes (POINDEXTER, 1981 b).

Les bactéries oligotrophes se présentent généralement sous forme
de petites cellules capables de se développer rapldement sur des milieux
contenant des concentrations minimums en matiéres organiques. Elles ne peu-
vent pas se développer sur des milieux riches mais par contre, sont capa-
bles de croftre sous une grande variété de conditions physiologiques et de
composés nutritifs. Ces cellules peuvent 8tre équipées d'appendices qui ont
pour fonction d'augmenter la surface d'’échange de la membrane cellulaire

(Caulobacter, Hyphomicrobium) .

Les bactéries copiotrophes se présentent sous des formes variées.
Pour se développer, elles requiérent une quantité relativement é&levée en

matériel nutritif et dans ces conditions, leur croissance est trés raplde.
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En utilisant deux milieux de culture de concentration trés dif-
férente en matériel nutritif (1'un trés riche, 1l'autre trés pauvrel, 11 a
été possible d’observer une évolution des populations bactériennes fixées
au cours du temps, en fonction de leur besoin en &léments nutritifs. En '
examinant les types morphologliques bactériens fixés et en considérant les
formes pédonculées comme représentatives de la population oligotrophe, une
succession de ce type a déja pu étre mise en évidence. De plus, en utili-
sant ces deux milieux de culture, i1 sembleralt que cette succession se
fasse trés rapidement. Aprés six heures d’'immersion, la densité des bac-
téries coplotrophes fixées aux f1ltres Nuclepore est plus importante. En-
sulte, les densités de bactéries se développant sur les deux milieux sont
similaires et la proportion des bactéries oligotrophes, ainsi dénombréeé
(50 % de la population), indique que les bactéries pédonculées ne repré-

sentent qu'une'faible partie de la population oligotrophe totale.

Malgré ces différences quantitatives observées suivant le milieu
d’isolement utilisé, 11 apparalt qu’une fois isolés, ces deux types bacté-
riens (oligotrophe et copiotrophe) se développent ensuite tr2s bien sur le
milieu de culture opposé.

Les bactéries copiotrophes se sont trés bien développées sur le
milieu pauvre. L'adaptatidn de ces bactéries a des conditions de culture
extrémes & déja été décrite par NOVITSKY et MORITA (1878) sur le Vibrio.
Ant 300 et ensuite par AMY et MORITA (1983) sur 16 souchss bactériennes

hétérotrophes i1solées du milieu marin.

Dans leur revue bibliographique, KUZNETSQV et al. (1979) rappor-
tent que, si les bactéries oligotrophes ne peuvent se développer sur un mi-
lieu riche en premier isolement, elles sont par contre capables de trés
bien se développer sur un milieu riche en deuxiéme culture (le tableau de
synthése des principales propriétés de culture de ces bactéries, proposé
par ces auteurs, est reporté dans 1l’'annexe IX).De méme, dans un environne-
ment subarctique, HOROWITZ et al. (1983) suggérent que 1l'euryhétérotrophie,
par opposition & 1'oligotrophie, serait caractéristique des populations
bactériennes de ce milieu. De plus, ISHIDA et al. (1880) suggérent que le
groupe des bactéries oligotrophes peut, lui-m&me, &tre divisé en deux : les

bactéries oligotrophes strictes, qui ont tendance & rester planctoniques,
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et les bactéries oligotrophes facultatives qui ont tendance & se fixer a
des surfaces (particules). Cette derniére remarque lailsserait supposer

que la population bactérienne qul se fixe & des surfaces ne serait donc

composée que de bactéries coplotrophes et oligotrophes facultatives.

En plus de ces différences de dénombrements qui apparaissent
suivant 1e milieu de culture utilisé et suivant la technique de numération
employée (micfoscopie ou culture), certailnes variations "transitoires” sont
apparues pour un méme milieu de culture, suivant qu'il soit & 1'état solide

ou liquide.

Ainsi, les bactéries isolées des filtres Nuclepore aprés huit et
quinze Jjours d’immersion, sur le milieu 2216 E, se développent en plus
grande quantité dans sa forme liquide que sur sa forme solide, dans les
mémes proportions que les bactéries en suspension isolées de 1l'eau de mer
(environ 10 fois plus). En effectuant des dénombrements de bactéries via-
bles en suspension dans le milieu marin, JANNASCH et JONES (1959j notent
que la méthode NPP permet de dénombrer 20 & 35 fols plus de bactéries que
la méthode par &talement sur milieu solide. Ils suggerent gque cette diffé-
rence provient du falt que, sur le milieu solide, les aggrégats cellulaires
et les cellules fixées & des particules ne se développent que sous la forme
d’une colonie unique. Ce phénoméne d’'aggrégation pourrait &tre responsable
de la différence de dénombrement observée dans cette &tude car, comme 1l’ont
remarqué ZOBELL (1943), CORPE (1973) et MILLS et MAUBREY (1981}, & 1'inté-
rieur de la population bactérienne fixée, le nombre d’'aggrégats cellulaires

augmente avec le temps d’immersion.

Au contraire, aprés un jour d’'immersion, les bhactéries hétérotro-
phes décrochées des supports se développent en plus grand nombre (20 fois
plus) sur le milieu 2216 E solide que dans le méme milieu liquide. Il sem-
blefait donc que la possibilité qu’offre le milieu solide, & ces premiéres
bactéries colonisatrices, de se fixer 3 des particules solides, permetts

a une plus grande partie de la population de se développer.

Ce phénomgne n'a &té observé qu'une seule fols et 11 est donc
difficile de le généraliser. Cependant, 1l pourralt &tre 1i& & 1l'effet po-

sitif qu'apporte, dans certaines conditions, une surface sur le métabolisme
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des cellules (FLETCHER, 1978 ; ELLWOOD et al., 1982) et/ou & la différence

d’activité que présentent les bactéries suivant le temps d'immersion des

échantillons.

D'aprés les résultats de cette étude, 11 apparait que le volume
des cellules bactériennes fixées sur les filtres Nuclepore varie de fagon
importante durant 1’immersion et de fagon différente suivant la saison con-
sidérée. Ces variatlons pourraient correspondre & un changement de 1’acti-
vité des cellules (KJELLEBERG et al., 1982).

Que ce soit en période estivale ou hivernale, les premigres bac-
téries qui se flxent aux surfaces sont trés petites (de 0,08 a 0,2 um3) .
Ce phénoméne a déja été observé par NARSHALL et al. (1971 b), qul suggerent
que ces cellules pourraient correspondre & des formes naines de bactéries
hétérotrophes. En effet, le milieu océanique, bien qu’il soit sujet a des
variations tres rapides d'’enrichissement ou d'appauvrissement [PUINDEXTE@,
1981 b), est généralement considéré comme un milieu pauvre. La concentra-
tion de carbone organique est souvent inférieure & 1 ou 0,5 mg.l”1 (MENZEL
et RYTHER, 1870). Dans ce milieu, la majorité des bactéries se trouve séus
forme de petites cellules (ZIMMERMAN et MEYER-REIL, 1974 ; TORRELLA et
MORITA, 1981) et serait en état de "dormance” (MORITA, 1982). Ainsi NOVITSKY
et MORITA (1976 et 1978), de mé@me que AMY et MORITA (1983), observent que
de nombreuses bactéries hétérotrophes copiotrophes sont capables de résis-
ter & un Jelne prolongé et s'y adaptent de fagon active. Au cours de ce
processus, ces bactéries diminuent leur taille, changent 1'aspect externe
de leur surface et abaissent leur activité métabeolique (KJELLEBERG, 1984).

Durant le mois de mai 1884, une fols fixées, les cellules bacté-
riennes augmentent ensuite leur volume de fagon importante (4 fois) durant
les douze premiéres heures d'immersion. Cette variation pourrait correspon-
dre & 1'augmentation de volume (12 foils) qul précéde la division cellulaire,
observée sur un VZbrio sp. espéce DW1 apr2s 30 jours de jeQne, lorsqu’'il
retrouve des conditions nutritives favorables (KJELLEBERG et al., 1982).
Dans le milieu naturel, le film chimlique primaire adsorbé & la surface des
supports (BAIER, 1980) pourrait représenter cet apport nutritif. L'augmen-
tation rapide du volume cellulaire, observée en période estivale, pourrait

donc précéder une phase de multiplication active quil se développerait
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durant 1la phasé de colonisation active et rapide observée & cette saison.
Ensulte, le volume des cellules diminue, en mé&me temps que la croissance
du biofilm ralenti.

Par contre en hiver, le wvolume des cellules n'augmente que trés
lentement et la croissance du bicfilm est paralldlement lente et réguliére.
A cette période de 1’année, la quantité et la qualité des él&ments nutri-
tifs présents & 1l’interface, de méme que les conditions physico-chimiques
du milieu, notamment la température, ne sont sans doute pas favorables a

1'augmentation rapide de 1’activité métabolique das cellules.

L'effet positif que peut apporter une surface sur le métabolisme
et la croissance des badtérias, une foils fixées, a déja été observé lors
de nombreux travaux. Ainsi, par microautoradiographie, FLETCHER (139738]) note
qu'un Pseudomonas sp. fixé métabolise plus vite des acides aminés marqués
que les mé@mes cellules en suspension, mais indique que suivant la nature
de la surface, l'activité est plus ou moins importante. De m&me KIRCHMAN
et MITCHELL (1982) observent que des cellules épiphytes incorporent du glu-
cose marqué & un taux nettement supérieur & celui des cellules en suspen-
sion. Cependant, en mesurant 1l'incorporation du mé&me substrat, GORDON et al.
(1983) notent qu’un Vibrionaceae est plus actif en suspension qu’une fols
fixé. En utilisant un milieu de culture de faible concentration en carbone,
ELLWOOD et al. (1982) observent qu'’un Pseudomonas associé & une surface
crofit deux fols plus vite que les cellules qui restent en suspension dans
le milieu. Ces auteurs interprétent ce phénoméne sur les bases de 1'hypo-
thése de chimiosmorégulation du potentiel membranaire. Lors de cette régu-
lation, des protons (H+) diffusent ~ & l'extérieur de la membrane cellu-
laire. La présence d'une interface empécheralt ces protons de diffuser dans
le milieu et ceux-ci pourraient &tre & nouveau incorporés dans la cellule
par des ATPases, produire une plus grande quantité d’ATP et donc augmenter
le métabolisme et la croissance des cellules. Dans le milieu naturel, ZOBELL
(1943} interpréte 1l'effet bénéfique d’'une surface sur 1l'’activité cellulaire,
du fait de la concentration de matériel nutritif a l1l’'interface et par la non

diffusion des exoenzymes digestifs des cellules dans le milieu.

Comme 11 a été cité précédemment, du fait de la pauvreté du milieu

océanique, la majorité des bactéries de ce milieu se trouve sous forme de
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petites cellules (ZIMMERMAN et MEYER-REIL, 1874). Ces bactéries pourraient
représenter des formes de résistance de bactéries hétérotrophes, face a de
longues périodes de Jjelne (KJELLEBERG et al., 1982). D'aprés DAWSON et al.
(1881), pour ces petites cellules, 1l'adhésion & une surface représenterait
une tactique de survie. Cependant, le milieu naturel peut &tre sujet a des
variations rapides d’enrichissement (POINDEXTER, 1981 b). Suivant la valeur
nutritive du milieu naturel les bactéries libres, avant d'adhérer & une

surface, peuvent donc présenter un volume cellulaire et une activité méta-
bolique variables.

Dans le chapitre suivant, le comportement d'un Pseudomonas sp.,
1s0lé lors de cette premiére expérience, a &té étudié a la fols dans la
phase liquide et au niveau d'une surface, suivant gqu’il ait ou non subi
une période de Jelne préalable.



CHAPITRE III

ETUDE AU LABORATOIRE DE LA COLONISATION BACTERIENNE
- INFLUENCE DE L’ETAT PHYSIOLOGIQUE DES BACTERIES -
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CHAPITRE III - ETUDE AU LABORATOIRE DE LA COLONISATION
""""""" BACTERIENNE - INFLUENCE DE L'ETAT
PHYSIOLOGIQUE DES BACTERIES

Au cours de l’expérience précédente, 1l est apparu que les pre-
miers organismes dui colonisent les supports sont des bactéries hétérotro-
phes dont la majorité est représentée par des bacilles de tres petite
taille. En fonction du temps d’immersion, le volume des cellules fixées
montre ensulte des variations, qul peuvent &tre trés rapides en période

estivale.

Au cours de ce travail, un Pseudomonas 1solé de la surface d’un
filtre Nuclepore, immergé pendant un jour, a été placé dans des conditians
de Jelne extréme pendant 60 heures. L'étude a porté sur les varliations du
taux de fixation de cette bactérie, & une surface d'aluminium, selon qu'el-
le ait subi ou non un jelne préalable. Paralleélement, les variations des
volumes cellulaires et des nombres de cellules en dlvision ont été mesurées,

-~

respectivement & 1'intérieur des populations libres et fixées.

1 - CHOIX DE LA SOUCHE BACTERIENNE

La souche bactérienne utilisée pour cette étude de recolonisa-
tion a été choisie parmi celles qui ont &té isolées des supports durant

les expériences qualitatives de mai et novembre 1884.

Cing bacilles Gram négatif de la famlille des Pseudomonadaceae
ou des Vibrionaceae (Bergey's mannual, 1974) ont &té préalablement retenus
(cf. Annexe VI). Trois de ces souches proviennent des surfaces d'aciler

i1noxydable, une de filtre Nuclepore et une de l'aluminium.

Sachant que toutes ces souches ont la faculté d’adhérer a des

supports, la sélection s'est faite suivant deux critéres. I1 fallalt tout
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d’abord que la socuche se développe bien dans le milieu de culture liquide
2216 E, a la température du laboratoire (18° - 20°C), mais aussi qu’'elle
le fasse sans floculation. Ce dernier point est trés important pour per-
mettre une meilleure précision dans les mesures, au cours des dilutions

et lors des comptages microscopiques.

Le tableau n® 7, donne les réponses de chaque bactérie vis-a-vis
de différentes températures d'incubation. LE lecture des tubes est faite
aprés deux jours d'incubation ou huilt Joqrs pour les températures de 6° et
12°C. L’intensité du trouble est évaluée & 1’cell nu.

Parmi les deux souches bactériennes qui se développent bien aux
températures choisies, sans floculer, la bactérie 1321, isclée de la sur-

face d'un filtre Nuclepore, est choisie de fagon arbitraire.

r’e 6 12 18 25 30 37
 Souches o
I 19% ++ ++ ++ - - -
I 17 - - - + + ++
I 18 ++ + + - - -
Alu 3 ++ ++ o ++ - -
1321 + + ++ ++ + -
++ : trouble intense + : falble trouble - ¢ aucun trouble

%k : souche se développant en floculant

Tableau_7 : Suivi du développement de cinq souches bactériennes,
a différentes températures d'incubation, dans un
milieu liquide 2216 E.
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2 - CARACTERISTIQUES DE LA SOUCHE BACTERTENNE ETUDIEE

2.1, CARACTERES MORPHOLOGIQUES - ECOLOGIQUES - BIOCHIMIQUES

Cette bactérie est un bacille Gram négatif mobile, non sporulé,
qui ne se développe pas sur un milieu de salinité nulle (0 °/,, NaCl).
Elle posséde une oxydase, une catalase et ne présente pas d'activité pro-
téolytique (gélatinase). Elle ne fermente pas le glucose et ne dégrade
aucun des carbohydrates qui lul ont été proposés (saccharose, L.arabinose,
mannitol, fructose, glucose, maltose, amidon, rhamnose, galactose, mannose,
sorbitol et glycérol). Elle ne rédult pas les nitrates en nitrite, ne pos-
séde pas d'uréase, ne produit pas d’H,S a partir du thiosulfate et n’utili-

se pas le citrate comme seule socurce de carbone.

La plupart de ces caractéres définissent cette bactérie comme
un Pseudomonadaceae (Bergey's Manual, 1874).

2.2. TAUX DE CROISSANCE

2.2.1. Protocole

La croissance de la souche-1J21 est suivie. dans 1le milieu liquide __
2216 E. Apreés inoculation, un flacon d'un litre, contenant 900 ml de ce
milieu, est incubé pendant 58 heures & 20°C. Il est constamment agité sur
un agitateur horizontal (GFL mbH and Co) & raison de 112 périodes par mi-

nute.

les prélevements sont effectués toutes les quatre heures et les
densités bactériennes sont évaluées suivant les deux technigques décrites au
chapitre I (1.3.3. et 2.1.), c'est-a3-dire sur milieu de culture gélosé

2216 E et par épifluorescence.

2.2.2. Résultats

Les courbes de crolssance obtenues par les deux méthodes de nu-

mération sont représentées sur la figure 31.
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2216 E

EPIFLUO .

Nb BACTERIES / ml

o ! il116‘2"“3'2'4'0'38'5'6%'45““53

Figure_31 : Croissance de la bactérie 1J21 en milieu de culture

-------- liquide 2216 E a 20°C, selon deux méthodes de numé-
ration ( e épifluorescence, m é&talement sur 2216 E

g€losé).

" 7" Du fait de la concentration de 1'inoculum 2.10% cellules.ml 1,
la phase de latence n'apparalit pas sur ce graphique. D&s le début de
1’expérience, la croissance se développe de fagon exponentielle, Jusqu'’a
32 heures d'incubation. Ensuite, elle décroit st la phase stationnaire

se développe aprés 48 heures.

Quel que soit le temps de prélevement, les numérations effectuées
sur milieu de culture sont toujours supérieures aux dénombrements falts par

épifluorescence. Cet écart est sensiblement constant durant toute la crois-

sance et est égal a un facteur 2.

Le taux de croissance spécifique de cette bactérie est évalué

entre 8 heures et 24 heures d'incubation, selon la formule suivante (MONGCD,

1942) :

Log x2 - Log x1 X2 densité bactérienne a 24 h (T3)

densité bactérienne a3 8 h (T;)

]

(T, - T1) Log 2 X1
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D'aprés 1'évolution des densités de bactéries viables, 1l est de 0,63.h l.

Ce type de culture en mllieu clos, non aéré, ne permet d’obtenir

qu’'une concentration finale de 3,4 a 7,4.108 cellules.ml 1.

Le pourcentage de cellules en division, dénombrées en épilfluores-
cence, varie au cours de la croissance de la bactérie (Figure 32). La mul-
tiplication cellulaire augmente trés rapidement aprés l'inoculation. Elle
passe par un maximum de 50 % apreés 8 heures d'incubation, puis reste sen-
siblement constante (23 & 27 %) durant la phase de croissance exponentielle.
Aprés 32 heures d'incubation, le pourcentage de cellules en division diminue

progressivement pour atteindre 12 % & la 56e heure.

, %
60

50
40 |

30

POURCENTAGE

20—

10-

0 r HEURES

L L] L L { L ] |

|
4 8 16 24 32 40 48 5660

Figure 32 : Variation du pourcentage de cellules en division
au cours de la croissance de la souche 1J21 a 20°C.
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3 - PROTOCOLE EXPERIMENTAL

3.1. CONDITIONS DE CULTURE

La souche bactérienne est cultivée dans le méme milieu et suivant
les m@mes cond;tions que celles décrites précédemment au paragraphe 2.2.1.
Afin d'avoir une concentration cellulaire suffisante, deux flacons d’'un
litre sont ensemencés. La crolssance des cellules est ensulte suivie par

épifluorescence.

3.2. PROTOCOLE DE MISE EN ETAT DE JEUNE

Les cellules sont récupérées du milieu de culture, en fin de
phase de crolssance exponentielle (environ 107 cellules.ml 1), par cen-
trifugation & 2 000 x g pendant 20 minutes (technique modifliée de NOVITSKY
et MORITA,  1978). Les cellules contenues dans le culot de centrifugation
sont rincées deux fols. Suivant 1'utilisation ultérieure des cellules,

deux milieux de ringage différents sont utilisés :

- les bactéries mises en &tat de Jelne avant d’&tre utilisées
pour l'expérience de colonisation sont directement rincées avec la solu-
tion saline stérile (MO) (NOVITSKY.et MORITA,. 19768),. qui sert.de milieu_ __
de Jjefine. Les cellules sont ensuite maintenues 60 heures dans ce milieu,

a une densité initiale de 3,2.107 cellules.ml ! ;

- les bactéries utilisées directement pour 1l'’expérience de colo-
nisation, sans subir de Jjelne, sont rincées dans de 1l’'eau de mer artifi-
cielle (EM} (LYMAN et FLEMING, 1940).

Les compositions de ces deux milieux, EM et MO, sont données

dans 1’'Annexe IV.

3.3. DESCRIPTION DU SYSTEME EXPERIMENTAL

Le matériel de colonisation choisi est un alliage d’aluminium
de quelques dizaines de microns d’'épaisseur (feuilles d’'aluminium Alfapac
3 usage ménager). Des rectangles de 5 x 10 cm sont découpés dans ces feuill-
les, puls passés au four & 450°C pendént une nuit, afin de les stériliser

et de détruire la matiére organique pouvant &tre fixée & leur surfacs.
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Ces échantillons sont ensuite introduits aseptiquement, verticalement,
dans des piluliers de prélévement de 30 ml, stériles, en plastique (Bour-
seuil, Réf. TPS 30}, de fagon & ce que taute la paroi interne de ces ré-
cipients soit couverte par ce matériel.

Les bactéries récupérées par centrifugation et rincées dans les
deux milieux EM et MO sont parallélement remises en suspension dans le mi-
lieu expérimental, qul est composé d’eau de mer artificlelle stérile, con-
tenant 10 mg.l-1 de Casaminocacides (Difcol). Cette quantité d’'acldes aminés
représente un apport de 2,7 mg.l—1 de carbone organique dissous. La souche
1J21 ne dégradant aucun des sucres qui lui ont &té proposés lors de la dé-
termination de ses caractéres blochimiques (paragraphe 2.1.), il a semblg
préférable de lul proposer un mé&lange d’acides aminés comme source de ma-
tériel carboné. La concentration en oxyg&ne dissous de ce milieu est de
7,31 mg.l 1.

A partir de ces suspensions, deux séries de quatre suspensions
cellulaires de concentrations décroissantes, 108, 103 10% et 103 cellu-
les.ml !, sont ensuite effectuées par dllution. Cette gamme de concentra-
tions cellulaires encadre les densités de bactéries en suspension généra-
lement dénombrées dans le milieu marin (Chapitre II - 1.2.). Trente milli-
litres de chaque suspension cellulaire sont ensuite versés dans chacun des
piluliers contenant une feullle d’aluminium. Ces suspensions de bactéries
sont laissées en contact avec les surfaces d’'aluminium pendant 30 minutes,
1h, 2h, 4 het 6h, a8 20°C. Chaque expérience est triplée.

A la fin de chaque expérience, chaque suspension cellulaire est
récupérée, puls fixsée au‘?ormaldéhyde (concentration finale 2 %). Le pilu-
lier contenant toujours la feullle d'aluminium est ensuite rincé deux fois
avec de l'eau de mer artificielle stérile, puis rempli d’une solution d'eau
de mer artificielle stérile formolée (2 %) pendant 24 heures. Cette solu-
tion est ensuite remplacée par de l'eau distillée stérile formolée (2 %)
afin de ralentir les proceésus de corrosion de 1l'aluminium et donc permettre

une meilleure conservation des échantillons.
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3.4. MESURE DES VARIATIONS DE DENSITE ET DE VOLUME CELLULAIRE

Au cours de cette expérimentation, le nombre des cellules fixées
a 1’'aluminium et en suspension dans les différents milieux, est évalué par
comptage de 20 champs microscopiques (grossissement 1 000 x) en épifluo-

rescence (Chapitre I - 3.1.3.).

Les variations des volumes cellulaires sont évaluées & l’aide
d’'un analyseur d'images (Optamax PS2), & partir de microphotographies
(Chapitre I - 3.1.5.). L'étude de la variation des volumes cellulaires
des bactéries fixées et en suspension n'a &€té effectuée que pour les échan-
tillons ayant &été en contact avec les suspensions cellulalres de 10% cel-

lules.ml 1.

3.5. ANALYSE STATISTIQUE DES RESULTATS

La normalité de la distribution des bactéries déposées & la sur-
face des filtres aprés filtration, ainsi que celle de la distribution des
bactéries fixées aux échantillons d’aluminium, sont estimées par la méthode
de la droite de Henri. (LIORZOU, 1873). Pour chaque distribution, les bac-
téries sont dénombrées sur 200 champs microscopiques sur un échantillon,
afin de vérifier la loi. ' o

La normalité ds la distribution du volume cellulaire des bacté-~
ries, a8 1’'intérieur d’'un mé8me échantillon, est vérifiée par la méme méthode
sur 1'un des prélévements. La calcul porte sur la mesure du volume de 220
cellules. Le résultat est ensuite étendu a tous les autres échantillons.

Les calculs de ces trois tests statistiques sont présentés dans 1'annexe V.

=

Les valeurs de tous les résultats & venir seront présentées avec

un intervalle de confliance & 95 %, calculé a partir de la table de Student.
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4 - RESULTATS

4.1. VARIATION DU VOLUME CELLULAIRE AU COURS DES MANIPULATIONS

Au cours des différentes manipulations de préparation, le volume

des cellules varie énormément (Tableau 8).

Cellukles aprnis

24 h de crois- - N o
sance dans fe |Cetlules aprzs|Cellules apr?s |Cellules apris

(biou Liquide centrifugation| 39 h de jeine |60 -h de jeine

2216 E
—————————————— - —————-—---—--—-1 D D D WP D S D ] D GD W Y W - D . = - -
Valumeé* + + + +
ceﬂﬂuﬂ%éneé 0,83 - 0,04 0,47 - 0,02 0,24 - 0,01 0,177 - 0,009
um

* Les intervalles de confiance & 85 % sont calculés d’apres lé table
de Student.

Lorsque les cellules sont récupérées du milieu liquide 2216 E,
en fin de phase de croissance, elles ont une forme de bétonnaf trés large,
d'un volume moyen de 0,83 unP.Aprés centrifugation et deux ringages avec
le milieu EM, les cellules gardent leur forme de bacille mais le volume
baisse de moitié, il est de 0,47 um3. La différence de pression osmotique
qui existe entre le milieu 2216 E (salinité : 28 °/,, ) et le milieu de rin-
cage EM (salinité : 35 °/,, ) pourralt &tre responsable de cette variation.
Le volume 5,47 um3 correspond & celul des cellules qui servent pour l'ex-

périence de colonlsation sans phase de Jeline préalable.

Au cours du jeline dans le milieu MO, les cellules sont progres-
sivement passées de leur forme de bitonnet & une forme sphérique. Au cours
de cette période, les cellules sont passées par un volume de 0,24 um3 aprés
39 heures d’incubation et mesurent 0,177 um3 aprés 60 heures. Ce résultat montre
que les cellules ont ainsi perdu 78 % de leur volume initial, en fin de pha-
se de croissance exponentielle dans le milieu 2216 E. Ce dernier volume cor-
respand & celul qu'elles ont au début de l'expérience de colonisation précé-

dée d'une phase de jelne.
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4.2. DENSITES CELLULAIRES AU DEBUT DE L'EXPERIEMNCE

Le nombre total de bactériés. ainsi que le nombre de cellules
viables, de chaque suspension cellulaire, sont contr§lés au début de 1’ex-
périence, respectivement par épifluorescence et par étalement sur milieu
gé€losé 2216 E (Tableau 9)}.

Cellubes n'ayant pas Cellules ayant feini
jeine (EM) 60 h (MO)
13
. Epifluo- | Epifluo- !
Coﬁgmm nescence E 2216 nescence i 2716 E
Nombre €.me~1 [7777°°7777°° ? """"""""""""" f """"""""
= z
i :
106 5,7.106 |  7,3.106 1.106 { 2,1.106
1 1
105 2,8.105 | 4,7.105 8,7.104 | 2,2.105
] ]
104 2,1.104 | 3,5.10% 7,3.103 ! 1,6.10%
] ]
103 3,4.103 | 5,9.103 1,2.1028 | 2,5.103
$ 1
1 1

Tableau 9 : Densités des suspensions cellulaires au début des expériences.
Quel que solit le traitement qu'ont subi les cellules, les den-
sités de bactéries viables sont toujours supérieures & celles des densités
totales. Le facteur de différence entre ces deux méthodes de dénombrement
est & peu preés constant, quelle gue soilit l1la dilution. I1 vaut 1,5 environ
pour les cellules rincées dans le milieu EM et 2,2 pour les cellules qui
ont jeOné 60 heures dans le milieu MO. Malgré les différences de dénombre-
ment qui apparaissent entre la méthode microscopique et de culture, i1 sem-

ble gque la majorité des cellules soit restée viable aprés le jelne.

Dans tous les cas, les densités trouvées ne sont pas égales aux
densités théoriques prévues, elles leurs sont solt inférieures, solt supé-
rieures. Dans les paragraphes suivants, chague suspension cellulaire sera

quand méme désignée par sa valeur théoriqus.
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4.3. BACTERIES QUI N'ONT PAS SUBI DE JEONE

Les variations des nombres de cellules en suspension et des
pourcentages de cellules en division sont respectivement représentées
sur la figure 33 et le tableau 10.

Temps

Nombre
de coltlules 0 30 mn 1 h 2 h 4 h 6 h

en suspension/ml

103 4,2 4,7 :4,3 4,5 5 18,2
10" 4,5 4,6 - 8,6 7 7,9 8,8
103 4,8 - 9,5 7,7 5,8 10,9
106 4,6 - 5,6 6,4 3,7 4,8

Tableau_10 : Pourcentages de bactéries en division
dans les suspensions cellulaires. = °

Pour les concentrations 103 et 10% cellules.ml™ !, les densités
restent stables, ainsi que les pourcentages de cellules en division qui
évoluent entre 3,7 et 6,4 %. Aprés la 4e heure, la proportion'des cellules
en division de la suspension 103 cellules .ml 1 augmente rapidement jusqu'a

18,2 %, mais ce changement ne fait que trés peu varier la densité cellu-
laire.

Pour les concentrations 10% et 105,ce11ules.ml_l. la légére aug-
mentation des densités, qui se développe aprés la 2e heure, multiplie res-
pectivement les deux concentrations cellulaires par 4 et 2 en fin d’'expé-
rience. Le pourcentage de cellules en division est doublé en une heure. Il
passe, en moyenne, de 4,5 a 9 %. Ensulte 11 baisse, puis réaugmente lente-
ment au cours des heures sulvantes, pour atteindre respectivement 8,8 et
10,9 %.
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4.3.2. Evolution des densités et des vitesses de colonisation

Lé colonisation des surfaces d'alumlinium par les bactéries des
différentes suspensions, ainsi que les vitesses de colonisation, sont re-

présentées sur la figure 34.

Etant donné le trop failble nombre de cellules fixées, dénombrées
par champ microscopique pour la suspension 103 cellules.ml” !, et l'errsur
de mesure quli en découle, les courbes de colonisation correspondantes n’ont

pas été représentées.

Pour la suspension 10" cellules.ml !, le nombre des bactéries
fixées reste sensiblement identique durant les quatre premiéres heures

d’'immersion, environ 2.5.‘f0l+ cellules.cm 2

. Durant les deux derniéres

heures, la population fixée est multipliée par 2,4. Au niveau des vitesses
de colonisation, cecl se traduit par une chute importante de cette vitesse
jusqu’a la 4e heure d'incubation (2,8.102 cellules.cm 2.h 1), suivie d’une

brusque augmentation en fin d’expérience (1,7.10% cellules.cm 2.h 1}.

Pour la suspension 10° cellules.ml-l, le nombre de bactéries
fixées augmente lentement Jjusqu’'a deux heures d’'immersion (1,1.10° cellu-
les.cm_ZJ, puis de fagon plus rapide, pour atteindre 5,8.10° cellules.cm 2
en fin d’expérience. La population fixée est ainsi multipliée par 13,7
entre 30 minutes et 6 heures d’'immersion. La vitesse de colonisation at-
teind sa valeur maximum, 1,3.10° cellules.cm 2.h ! apres 4 heures d'incu-

bation.

Pour la suspension de concentration 10% cellules.ml” 1, 1la densité

‘ de bactéries fixées est trés importante dés le début de 1’expérience (1,6.10°
cellules.cm 2) et augmente rapidement Jusqu’a 2 heures d'incubation (8,1.10°
2] 3

cellules.cm C'est & cette heure que la vitesse de colonisation est maxi-

mum (4,9.10% cellules.cm 2.h 1) puis elle ralentie progressivement. La den-
sité atteinte en fin d’'expérience est de 1,2.108 cellules.cm 2, ce qul re-

présente 7,4 fois la densité de cellules fixées aprés 30 minutes.
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Figure_ 33 : Evolution des densités bactériennes en suspension
durant 1'expérimentation, pour les cellules qui
n'ont pas subi de jeine (représentation Log-Log).
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Figure 34 : Evolution des densités de bactéries fixées et des vitesses

de colonisation, pour les cellules qui n'ont pas subi de
jeGine (représentation Log-Log).
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A 1'intérieur de ces populations bactériennes fixées, les évolu-
tions des pourcentages de cellules en division au cours du temps, ont &té

notées et représentées dans le tableau 11.

Temps
Nombre 30 mn 1 h 2 h 4 h 6 h
de bactérnies
en suspension/me

10% . 0,6 0,25 1,35 4.4 6,7
105 0,41 0 8,2 5,3 5,2
106 0,21 1,65 6,3 5,9 2,8

Pour la suspension 10* cellules.ml—l, le pourcentage de cellules
en division augmente avec le temps d'immersion et atteint 6,7 % aprés six

heures.

Pour les suspensions 105 et 10° cellules.ml” 1, ce pourcentage
passe par un maximum apr2s deux heures d'immersion (respectivement 8,2 et
6,3 %).

4.3.3. Evolution des volumes cellulaires

Le volume des cellules fixées aux surfaces d’aluminium et de
celles qul restent en suspension dans le milieu, varie énormément au cours

du temps d'immersion (Figure 35).
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Figure 35 : Variations des volumes des cellules fix€es a 1'aluminium
ou qui restent en suspension durant 1l'expérience de_
colonisation, pour la concentration 10® cellules.ml 1.

( ® cellules fixées ; - .o..cellules en suspension) .. ...

-~

Les chiffres notés 3 c6té des points correspondent aux
nombres d'individus qui sont mesurés, afin de déterminer
cette valeur moyenmne.

Le volume inltial des bactéries enh suspension est de 0,47 um3.
Il augmente ensuite trés rapidement et passe par une valeur maximum de
0,72 um3 apreés la premiere heure d’incubation. Durant cette phase, la
vitesse d’'augmentation de taille des cellules est de 0,25 um3.h-1. Ensuitse,
le volume des cellules diminue progréssivement, pour atteindre 0,21 um3

aprés six heures d’incubation.

Les résultats présentés pour les cellules fixées ne sont qu’indi-
catifs et ne représentent qu’une sous-estimation des wvaleurs réelles. En
effet, lorsque les bactéries sont récupérées apreés centrifugation, slles
ont une forme de petit b&tonnet (Pérégraphe 4.1.) et elles se fixent ver-

ticalement sur les supports, par un pdle de leur cellule. Cette position



- 128 -

PLANCHE 4

VARTATION DU VOLUME CELLULAIRE DES BACTERIES FIXEES
A DES SURFACES D'ALUMINIUM, AU COURS DU TEMPS

(Photos prises au microscope & épifluorescence)

Caractéristiques :

- Souche 1J21
-~ Cellules rincées dans de l'eau de mer artificielle

- Milieu de suspension : eau de @er artificielle contenant
10 mg.l ! de casamincacides (Difco)

A : Durée d’'immersion du support : 30 minutes
B : Durée d'immersion du support : 1 heure
- C : Durée d'immersion du support : 2 heures

D : Durée d'immersion du support : 4 heures

E : Durée d’immersion du support : 6 heures






- 130 -

empéche de mesurer convenabhlement les variations de leur volume. Seules
les cellules se présentant plus ou moins de profil, sur les microphoto-

graphies, sont prises en compte pour effectuer les mesures de volume.

Aprés 30 minutes d’immersion, les cellules fixées ont un volume
de 1,64 um3. Dans lss heures qul suivent, leur volume diminue progressive-
ment. Aprés quatre et six heures d’immersion, les cellules ont respective-
ment un volume de 0,44 et 0,42 um3 et se trouvent sous forme sphérique.

Ces variations de morphologie sont illustrées sur la planche photo n° 4.

4.4. BACTERIES AYANT JEUNE PENDANT 60 HEURES

Les variations des nombres de cellules en suspension et des
pourcentages de cellules en division sont respectivement représentées
sur la figure 36 et 1le tableau 12.

) TampA I T .
Nombre
de collules 0 30 mn- 1 h 2 h 4 h 6 h

en suspension/me

e e e e e e e e e e e . R s e e i o s e e o - > ] - —— - - - - e e e e am -

103 0 0 12,5 9,0 12,5 15,0
10" 0 0 4,2 18,8 13,8 14,5
105 0 1,5 12,0 12,0 7,0 7,6
106 0 1,0 3,5 | .6,3 4,0 5,6

Tableau_12 : Pourcentages de bactéries en division
dans les suspensions cellulaires.

Pour les concentrations théorigques 10" et 105 cellules.ml !, 1les
densités des cellules sont respectivement multipliées par 3 et 2,5 en deux

heures, puis se stabilisent. C’est pendant ces deux heures que les propor-
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tions de cellules en division partent de 0 et atteignent leurs maximums,

respectivement 18,8 et 12 %, puls diminuent pour se stabiliser & 14,5 et
7,8 %.

Pour la concentration 10% cellules.ml 1, bien que le schéma
d’évolution du pourcentage de cellules en division soit le méme, mais &
des valeurs plus failbles (maximum 6,3 % & 2 heures], 1l’augmentation de 1la

densité se prolonge jusqu'’a la 4e heure et la population est ainsi multi-
pliée par 4.

Pour la concentration 103 cellules.ml !, étant donné le faible
nombre de cellules dénombrées par champ microscopique, l’erreur falte sur
chaque mesure est trop grande et empé&che de conclure sur une évolution
quelcongue.

4.4,2., Evolution des densités et des vitesses de colonisation

- - - . - - -

La colonisation des surfaces d’aluminium par les bactéries des
différentes suspensions, ainsi que les vitesses de colonisation, sont

représentées sur la figure 37.

Etant donné le trbp faible nombre de cellules fixées, dénombrées
par champ microscopique, pour les suspensions 103 cellules.ml !, et l'er-
reur de mesure qui en découle, les courbes de colonisation correspondantes

n'ont pas été représentées.

Pour la suspension(10“ cellules.ml 1, 1la population de bactéries
fixées ne commence a augmenter qu'’apreés deux heures d’incubation, pour at-
teindre une densité finale de 2,4.10% cellules.cm 2. Cette valeur est 108
foils plus grande que la densité de cellules fixées aprés 30 minutes. La
vitesse de colonisation est maximum, 6,6.103 cellules.cm 2.h 1 en fin d'ex-

périence.

Pour les suspensions 105 et 106 cellules.ml !, le nombre de bac-
téries fixées augmente rapidement dés le début de l'expérience et tend a

s'accélérer avec le temps.
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Figure 36 : Evolution des densités bactériennes en suspension
durant 1'expérimentation, pour les cellules qui
ont jeGiné 60 heures (représentation Log-Log).
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Figure 37 : Evolution des densités de bactéries fix8es et des vitesses
de colonisation, pour les cellules qui ont jeGné 60 heures
(représentation Log-Log). ,
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Pour la suspension 105 cellules.ml-l. la vitesse de colonisation
est maximum aprés guatre heures (4,5.10" cellules.cm 2.h 1) puls ralentie.
La population fixée est multipliée par 196 entre 30 minutes et 6 heures
d’'immersion (densité finale 1.3.105 cellules.cm 2). Pour la suspension
108 cellules.ml 1, la vitesse de colonisation, aprés une brusque chute
aprés une heure d’immersion, augmente constamment pour atteindre 2,3.10°
cellules.cm 2.h ! en fin d'expériences. La densité de cellules filxées
aprés 6 heures d’immersion est de 9,3.10° cellules.cm 2, ce qui représente

97 fols la densité de cellules fixées aprés 30 minutes.

A l'intérieur de ces populations bactériennes fixées, les évo-
lutions des pourcentages des cellules en division au cours du temps, ont

été notées et représentées dans le tableau 13.

Temps
Nombre , 30 mn .1 h 2 h 4 h 6 h
de cellules
en suspension/ml

10* 0 0 0 7,6 6,9
105 | 0 0o 9,6 5,9 4,9
106 1,3 1,9 2,2 4,6 6,5

Tableau_13 : Pourcentages de bactéries en division
dans les populations bactériennes fixées.

. Pour la suspension 10" cellules.ml 1, 1le pourcentage de cellules
en division est nul durant les deux premiéres heures d'immersion et atteint

une valeur maximum (7,6 %) aprés quatre heures d’'immersion.

Pour la suspension 105 cellules.ml 1, ce pourcentage est nul

durant la premiére heure et est maximum aprés deux heures d’'immersion (9,6 %).

Pour la suspension 106 cellules.ml 1, ce pourcentage augmente
progressivement avec le temps d’immersion. Il est de 6,5 % en fin d’'expé-

rience.
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4.4.3. Evolution des volumes cellulaires

Durant l'expérience de colonisation, les cellules fixées aux
surfaces d’'aluminium montrent des variations de volumes plus importantes

que celles des cellules qui restent en suspension (Figure 38).
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Figure 38 : Variations des volumes des cellules fix&es 3 1'aluminium
ou qui restent en suspension durant 1'expérience de_
colonisation, pour la concentration 10° cellules.ml l.

( ® cellules fixées ; o cellules en suspension)

Les chiffres notés a c6té des points correspondent aux
nombres d'individus qui sont mesurés, afin de déterminer
cette valeur moyenne.

Apreés un Jelne de 60 heures, les cellules en suspension ont une
forme sphérique et un volume de 0,17 um3. Elles réagissent trés rapidement
a 1'’apport nutritif et augmentent leur volume durant les deux premigres
heures d’'incubation, pour atteindre un maximum de 0,88 um3. Durant cette
phase, les cellules augmentent leur taille & une vitesse de 0,35 um3.n" 1,
Ensuite, leur taille diminue régulidrement pour atteindre 0,42 um3 en fin

d’expérience.
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Aprés 30 minutes, les cellules qul sont fixées ont un volume
de 1,77 mm3 et atteignent un maximum de 2,6 ym3 aprés une heure d'immer-
sion. Ce faisant, elles retrouvent une forme de b&itonnet, mals dans ce
cas, les cellules s'allongent dans le plan du support et semblent se fixer
a la surface de 1’'aluminium sur toute leur longueur. Leur volume diminue
ensuite trés rapidement dans les heures qul suivent et elles redeviennent

spériques apras six heures d'immersion, avec un volume de 0,51 um3.

5 - CONCLUSION

Les conclusions a tirer de cette étude expérimentale sont les

suilvantes :

La souche de Pseudomonadaceae isolée du milieu marin et utilisée
pour cette expérience, a été capable de s'adapter pour survivre, pendant
60 heures, dans un milieu extrémement pauvre en matériel nutritif. Au ni-
veau cellulaire, cette adaptation s'’est accompagnée de certains changements
morphologiques. Les bactéries ont ainsi perdu 78 % de leur volume initilal,
slles sont passées d'une forme de bAtonnet -4 une forme sphérique et ont
cessé de se diviser. Malgré les différences. de. dénombrement. qul sont appa-
rues entre la méthode microscopique et celle de culture, 11 semble que 1la

majorité des cellules soient restées viables apr2s ce jedne.

Les différents parametres mesurés durant 1l'expérience de coloni-
sation ont évolués différemment suivant que les cellules alent &té privées
ou non de matériel nutritif et suivant qu’elles solent restées en suspen-

sion dans le milieu ou qu'elles se scient fixées.

Lles figures 39 A, B, C et D, qul représentent les évolutions des
densités, des pourcentages de cellules en division et des volumes cellulai-
res correspondant aux suspensions bactériennes de concentrations 108 cel-
lules.ml 1, permettent de synthétiser 1l'ensemble des phénomenes observés
durant cette é&tude.

La densité des bactéries quil n’ont pas Jjelné et qui restent en

suspension est sensiblement constante (Figure 39, A). Dé&s le début de
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Figure 39 : Evolution des densités des volumes cellulaires et des
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l'expérience, les volumes cellulaires augmentent parallélement & 1'aug-
mentation du nombre de cellules en division. Par contre, aprés la pre-
miére heure, le volume des cellules commence déja a diminuer, alors que
les taux de division continuent d'augmenter pendant une heure avant de

bailsser eux aussi.

Dés le début de l’expérience, la densité des cellules fixées
est trés importante et trés peu d’entre elles se divisent (Figure 39, B).
Une fols fixées, leur volume augmente de fagon importante en 30 minutes.
Durant les deux premiéres heures, les taux de division et les densités
augmentent, tandis que leur volume commence & diminuer. Ensuite, en méme

temps que la colonlsation des surfaces ralentit, le taux des divisions

baisse.

Pour les suspensions cellulaires qui ont subi un jelne, les den-
sités augmentent parallélement & 1'augmentation des taux de'division et
des volumes cellulaires, dés le début de l’expérience (Figure 39, C).
Aprés la deuxiéme heure, le phénoméne s’'inverse, sauf pour les densités

qui continuent & augmenter pendant deux heures avant de se stabiliser.

Dans ce cas, les densités de cellules fixées au début de l'ex-
périence sont faibles, malis augmentent rapidement et constamment durant
la période expérimentale, ainsi que les taux de division (Figure 38, DJ].
Durant la premiére heure, les volumes cellulaires augmentent &normément,

puls diminuent rapidement.

Dans tous les cas, les évolutions de ces trois paramétres sem-
blent trés liées et la fixation des cellules aux surfaces d'aluminium leur
permet d’'atteindre trés rapidement des volumes deux & trois foils supérieurs

a ceux gu'elles peuvent atteindre lorqu’elles sont en suspension.
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6 - DISCUSSION

Le Pseudomonas 1solé de la surface d'un filtre de polycarbonate
et utilisé pour cette expérience de colonisation a &té capable de s'adap-
ter, pour survivre, & une période de Jjelne de 60 heures. Durant cette pé-
riode, les cellules ont diminué leur volume de fagon trés importante (78 %).
Elles sont passées d’un volume de 0,83 um3, en fin de phase de croissance,
a 0,17 uym3 apr&s 60 heures de jeGne. En 27 heures, dans le méme milieu,
HUMPHREY et al. (1983) observent qu'un Pseudomonas peut perdre 73 % du
volume qu’il présente en milieu de phase croissante et un VZbrio. 45,5 %.
Le Vibrio. utilisé par DAWSON et al. (1981) peut respectivement perdrs
66 et 71 % de son volume apres 60 et 120 heures de jelne. Suivant la sou-
che, 11 apparait donc que les variations de volume ne sont pas les mémes.
I1 faut cependant remarquer que les ringages par centrifugation font déja
perdre 43,4 % du volume initial des cellules. Dans ce cas, la diminution
de volume est sans doute due & la différence de pression osmotique qui

existe entre le milieu de culture et le milieu de ringage.

Les processus qui interviennent lorsqu’une souche bactérienne
est placée en suspension dans un milieu extrémement pauvre sont complexes
et se divisent en-deux étapes- (NOVITSKY et MORITA, 1977 3 KJELLEBERG et..
al., 1882). Les quatre & cing premiéres heures sont caractérisées par une
phase de nanisme durant laquelle les cellules sont métaboliquement actives.
Ce processus se développe par une fragmentation des cellules sans recrois-
sance durant deux heures, sulvie d’une réduction continue de la taille des
cellules ainsi formées. Ainsi, le nombre de cellules de la population aug-
mente sans que la biomasse ne varie. Durant la phase de jelne qui suit
cette phase de nanisme, les cellules continuent de diminuer de taille sans
fragmentation. Elles présentent une failble activité métabolique et, apres
quelques Jours, une petite partie d’entre elles perd la faculté de se re-

développer sur un milieu riche (perte de viabilité).

Malgré les différences de comptage qui sont apparues entre la
méthode microscopique et 1l'étalement sur milieu de culture, il semble que
la majorité des cellules solent restées viables aprés ce Jjeine de 60 heures.
Durant une expérience de jeline prolongée, AMY et al. (1983) notent une dif-
férence similaire entre les nombres de bactéries totales et viables, durant

les quatre premiéres semalnes expérimentales et suggérent qu'elle pourrait
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provenir de la perte de certalnes cellules, causée par 1l'augmentation du

nombre des manipulatlions nécessalres pour déterminer le nombre total de
cellules.

Les bactéries qul restent en suspension dans le milieu durant
les six heures de 1'expérience montrent des évolutions différentes suilvant
qu’elles ont jel@né ou pas. Pour les concentrations cellulaires 10% cellu-
les.ml !, 1la quantité de matériel nutritif contenu dans le millieu expéri-
mental semble suffisante pour permettre une recroilssance des cellules qui
ont Jelné, contrairement aux cellules simplement rincées. Ainsi, durant
les deux premiéres heures, ces cellules augmentent leur volume tout en se
divisant. La proportion de cellules en division est de 4 &8 6 % et le temps
de gé&nération de trois heures. Ensuite, le volume cellulaire diminue.
Aprés un jelne de cing semaines, NOVITSKY et MORITA (1876) observent que
l'addition de 2,5 g.l-l de glucose entrafne une augmentation du volume
cellulaire et la recroissance d'un .VZbrio., sans période de latence préa-
lable. Cependanf, AMY et al. (1983) notent un ralentissement de la réponse
des cellules en fonction de 1'augmentation de la période de Jelne (entre
une et deu§ semalnes). Les cellules qul n'ont été que rincées réagissent

de la méme fagon mails dans des proportions plus faibles.

Quel que solt le tréitémént qu’ait subi ia souche aVant de colo-
niser les surfaces d'aluminium, 1l apparait que les densités initiales de
cellules fixées augmentent, en fonction de la densité des suspensions cel-
lulaires, pour les deux types de suspension. Par contre, les densités de
bactéries initialement fixées sont moins importantes lorsque les cellules
ont jeln&.

En travaillant & des concentrations cellulaires plus é&levées
(1.10% a 5.10% cellules.ml 1), FLETCHER (1977) observe une augmentation
similaire, en immergeant des surfaces de polystyréne pendant deux heures
dans des suspensions de concentrations croissantes, d'un Pseudomonas sp.
Elle observe ainsi gue ces résultats sont simflaires aux modeles décrivant
1’adsorption moléculaire de solutions sur des surfaces et suggére que, du
fait que 1'adhésion bactérienne peut 8tre décrite par un modiéle mathémati-

que concernant des processus physico—chimiqués, les premiers éveévements de
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la fixation bactérienne pourrailent &tre contr&lés, d’'une fagon non négli-
geable, par des phénom2nes non biologlques. Cependant, si la taille des
cellules bactériennes leur permet d'é&tre influencées, comme des particules
colloIdales, par les propriétés électrochimiques de 1'interface (DANIELS,
1880), elles n’en sont pas moins des organismes vivants dont les proprié-
tés de surface dépendent de leur é&tat physiologique et des propri&tés du
milieu environnant (DANIELS, 1872 ; MARSHALL et CRUICKSHANK, 1873). Ces
variations peuvent en effet influencer 1'adhésion bactérienne (FLETCHER
et Mc ELDOWNEY, 1984). Ainsi FLETCHER (1977) observe que l’adhésion des

bactéries aux surfaces est différente sulvant 1'8ge de la cellule.

En plus de ces propriétés de surfaces cellulaires, certaines
bactéries sont mobiles et présentent des mouvements propres (Bergey's
Manual, 1874), ce qul permet & certaines cellules de s’approcher d’une
surface et d’orienter leur adhésion (POINDEXTER, 1881 a). Cette propriété
de mobilité peut, dans certains cas, avoir une grande influence sur 1'adhé-
sion bactérienne. Afinsi, STANLEY (1983) note que la perte de cette faculté
diminue de 80 % le taux de fixatlon d’'un Pseudomonas aeruginosa, dans les
minutes qui suivent 1'immersion d’une surface. D'apreés KJELLEBERG et al.
(1882), durant une période de Jjelne, le VZbrio. sp. espéce DW1 perd sa mo-

bilité en. 73 heures.. _ ._ . -

Durant cette expérience, les varliations de morphologie, des pro-
priétés de surface et la perte de mobilité des cellules intervenant lors
du jeline, pourraient &8tre responsables de la différence des nombres de bac-
téries fixées initialement aux surfaces observées, suivant que les cellules
aient jelné ou non. Cependant, KJELLEBERG et al. (1983) observent que les
cellules en état de jelne adhérent plus fortement aux supports, du falt de
1'augmentation de 1’hydrophobicité de la surface des cellules, qui se déve-
loppe lors du processus de jeOne. De m&me DAWSON et al. (1981) notent des
changements de la surface externe des cellules, notamment 1l'apparence des
polyméres de liaison, qui seraient probablement responsables de 1'augmen-

tation du degré d’'adhésion des cellules naines,

Lorsque les cellules ne sont que rincées, elles présentent encore
une forme de b&tonnet et se fixent verticalement sur les supports, par un
pSle apical de la cellule. D'aprés MARSHALL et CRUICKSHANK (1973), cette
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orientation serait due & la présence,en cet endroit de la cellule, d’une
zone relativement hydrophobe qul serait rejetée de la phase aqueuse. Au
contraire, les cellules qui ont jeGné se trouvent sous forme de coques
et, lorsqu’'elles se fixent, 11 n'est plus possible de mettre en é&vidence
une orientation quelconque. Cependant, une fols fixées, elles augmentent
de volume et reprennent leur forme de b&tonnet. Mails dans ce cas, elles
ont tendance & se fixer & la surface du support, sur toute la longueur
de 1la cellule. L'’orientation perpendiculaire au support ne seralt donc
pas obligatoire pour ces bactérlies et dépendralt de la forme initiale de
la cellule et donc de son é€tat de jelne.

Malgré les différences de densités de bactéries fixées qui appa- .
raissent entre ces deux types cellulaires, la cinétique d’adhésion des cel-
lules en état de Je@ine est cependant plus importante que pour les cellules
rincées. Ainsi, DAWSON et al. (1981) notent que plus la période de Jjeline
est longue (entre 10 minutes et 5 heures), plus la vitesse d'adhésion aug-
mente. Mals contrairement & nos résultats, les densités de cellules fixées
augmentent'aussi proportionnellement. I1 faut cependant préciser que ces
auteurs ont utilisé des cellules bactériennes en cours de jelGne (durant la
phase de nanismel) et le milieu de Jjeline représentait aussi le milieu expé-
rimental de colonisation. Au contraire, dans notre expérience, les cellules
ont été utilisées apreés une période de Jeline de 60 heures et ont ensuite
€té placées dans un milieu de colonisation faiblement nutritif (2,7 mg de
carbone.l” 1). Il semblerait donc que 1'adhésion peut 8tre influencée, d'une
part par lé durée du jelne et les transformations physiques et métaboliques
qui en découlent, et.d’autre part par la "position” de la cellule vis-a-vis
de 1'état de Jjeline, phase d'adaptation au jelne ou au contraire phase de

reprise d'activité.

Etant donné les densités de cellules fixées atteintes, en fin
d'expérience, par la suspension des cellules qui n’ont &té que rincées
(1,2.10% cellules.cm 2), le ralentissement de 1'adhésion observé pourrait
étre du & une saturation de la surface (FLETCHER, 1977 ; PAUL et LODEB, 1983).
Cependant, ces auteurs, en travaillant sur des espéces bactériennes diffé-
rentes, indiguent que les densités de saturation seraient beaucoup plus

fortes (3,8 a 4.107 cellules.cm 2). Ces résultats sont difficilement com-
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parables, du fait du rdle important que Jjous le volume des cellules st
donc de la surface occupée par chaque cellule, sur le phénomé&ne de satu-

ration.

L’augmentation du nombre des cellules fixées dépend, d’une part
de la fixation continuelle de nouvelles cellules, et d’autre part de la
multiplication des cellules d&jd fix€es. Dans les deux situations obser-
vées, l’évolution du nombre des cellules en division semble proportionnelle
a celle des courbes de densités. Lorsque les céilules ont jedné, le nombre
des cellules en division augmente constamment, en m&me temps que les den-
sités cellulaires fixées. A 1'inverse, pour les cellules rincées, lorsque
le pourcentage des cellules en division diminue, la fixation bactérienne
ralentie. Quel que soit le traitement qu’alt subi la souche, les premiéres
cellules qui adheérent aux surfaces ne montrent que trés peu de formes de
divisions.D’aprés KJELLEBERG et al. (1882), des cellules ayant Jelné pen-
dant 30 jours doivent augmenter 12 fois leur taille avant d’entrer en phase
de crolssance. D'aprés nos résultats, 1'adhésion & une surface a permis au
Pseudomonas testé d'augmenter son volume plus rapidement et de fagon plus
importante (15 fois en 1 heure pour les cellules qul ont Jjedné et 3,5 fois

en 30 mn pour les cellules rincées), que dans la phase liquide (5 fois

en 2 heures pour les.cellules qui ont. jeGné et 1,5 fols en.1 heure pour les . - .. .

cellules rincées). Une fols le maximum de taille atteint, le volume des
cellules diminue progressivement, en méme temps qu'elles se divisent. Des
résultats similaires sont notés par KJELLEBERG et al. (1982) qui observent
qu'un VZbrio. fixé&, ayant Jeliné, peut réagir a une trés faible addition de
matériel nutritif dans le milieu et présente un maximum de taille deux heu-
res apreés. Ces auteurs signalent de plus que, lorsque les cellules sont
fixées, elles peuvent répondre plus vite et & des concentrations en matériel
" nutritif trés faibles, qui ne permettent pas une recroissance de ces mémes
cellules libres. L'accumulation de matériel nutritif & 1'interface (BAIER,
1980) et/ou l’interface elle-méme, permettraient donc une croissance plus
efficace des bactéries dans un milieu'pauvre (MARSHALL, 1980) et augmen-
teraient leur activité métabolique (FLETCHER, 1979 ; ELLWOOD et al., 1982).

Durant cette étude, 11 a été observé que la fixation d'une cel-

lule en état de Jjelne, & une surface, dans un milieu faiblement nutritif
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(2,7 mg de carbone.1” 1), 1ui a permis d’une part d'augmenter son volume
trés rapidement et de fagon importante, d'autre part de se diviser de
fagon active. De plus, la cinétique de croissance du biofilm, gqui semble
trés liée au taux de division des cellules fixées, est plus importante
lorsque les cellules ont Jeiné. Bien que ces résultats soient obtenus
dans des conditions expérimentales trés différentes de celles du milieu
naturel et sur une seule souche bactérienne, ces phénom&nes suggerent que
les varlations de colonisations bactériennes observées dans le milieu na-
turel, pourrailent &tre 1liées & ce type de réaction. L'augmentation rapide
du volume des cellules, en période estivale, serait suivie d’une phase de
division active qui déclencherait le départ de la phase de croissance ra-
pide du biofilm. A 1’'inverse, 1l’évolution lente et de faible amplitude
des volumes cellulalres, observée en hiver, ne seralt pas sufflsante pour
permettre une division intense des bactéries et une croissance rapide du
biofilm. Il est de plus apparu que les volumes des bactéries fixées aux
surfaces d’'aluminium ont augmenté de fagon plus rapide et plus importante

que ceux des bactéries libres.
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CONCLUSION GENERALE

Les résultats exposés dans les chaplitres précédents ont permis
de préciser certains événements, qul apparaissent lors de la colonisation
bactérienne de la surface de différents matériaux immergés en eau de mer

circulante (acler inoxydable UBS, aluminium AG4, filtre de polycarbonate).

Par 1'étude microscopique quantitative de la colonisation des
matériaux, il est apparu que 15 croissance du biofilm microbien se réalise
en trois phases. Une colonisation initiale, parfois instable (environ 10%
cellules.cm 2), une colonisation intense (de 10% & environ 107 cellules.cm 2
en une semainel), suivie d’'un ralentissement au-deld de dix Jours. Bien que
la microflore totale de 1'eau de mer (dénombrée par épifluorescence) soit
demeurée stable durant 1'année expérimentale, 1l’amplitude et la durée des
différentes phases de la colonisation bactérienne varient'au cours des
salsons. Parmi les paramétres physico-chimiques de 1'eau de mer mesurés,

il semblerait que la température soit 1'un des. parametres.qui..a le plus._ ..

influencé ce phénoméne.

La nature chimique des matériaux ne semble pas avolr influencs
la colonisation bactérienne. Quantitativement, les trois matériaux ont &té
colonisés de fagon similaire, tout au long de 1l’année. De mé&me, 1l'étuds
qualitative des bactéries hétérotrophes fixées aprés huit jours d'immer-
sion, indique qu'ils sont colonisés par des flores bactériennes woisines.
Cette similitude pourrait &tre due au caractére d’hydrophobicité voisin
que présentent les trois matériaux (environ 36 dynes.cm 1). Ce caractére
physique des supports, en influengant la formation du film chimique, qui
représente la premiére étape de la colonisation, a pu influencer les dif-
férentes séquences blologliques qui se succeédent & la surface des trois
supports. Cependant, outre ce caractére propre aux matériaux, l'étude de
la microdistribution des bactéries & la surface des échantillons indique

que les forces de friction du courant d’eau peuvent aussi Jjouer un réle
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important au niveau des denslités de bactéries fixées. Quel que soit le
matérliel, la répartition des cellules & la surface des échantillons est
sensiblement identique et semble fortement influencés par ces forces de
courant. Au cours du temps d’'immersion, cette répartition peut aussi E&tre
influencée par la nature chimique du matériel. L'étude microscopique des
échantillons d'aluminium montre, en effet, que des concentrations cellulai-

res importantes peuvent se développer, au niveau des piqures de corrosion.

L'injection en continu de 0,1 ppm de chlore dans l’eau de mer
alimentant le systéme expsérimental ne semble pas suffisante pour empécher,
& long terme, la fixation d’un grand nombre de bactéries. Cette faible dose
pourrailt permettre la sélection de bactéries plus résistantes et ne serait
pas suffiéante pour dépolymériser les sécrétions synthétisées par les bac-

téries fixées.

L'étude qualitative de la microflore fixée aux supports, que ce
soit par le suivi des types morphologiques identifiables en mlcroscopie
ou par l'analyse numérique des bactéries hétérotrophes cultivables, a
permis de montrer que la composition du biofilm évolue au cours du temps

‘d'immgrsion.

Les premiers colonisateurs des supports sont des bactéries qui
se présentent sous la forme de bacilles et de coques de petites tailles..
Ensuite, cette population bactérienne se diversifie par 1'apparition de
différents types morphologiques, mais les bacillles et les coques restent
généralement dominants sur toute la période expérimentale. Bien que cette
succession ss réalise toute l'année, elle le falt & des rythmes différents
suivant‘la salson. Elle est plus rapide en période estivale et plus lente

en pérlode hivernale.

Dans les premiers temps d'immersion, la majorité des bactéries
fixées sont des Pseudomonadaceae, ensuite le groupe des Vibrionaceae
devient dominant. Cette succession pourralt &tre due & la formation de
zones anaérobles qui se développent lors de 1l'épaississement du bilofilm,
sélectionnant ainsi les souches bactériennes capables de se développer

en anaéroblose.
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L’'étude des exigences nutritionnelles des bactéries pilonnidres
hétérotrophes indique que ce sont des bactéries copiotrophes, qui ont
besoin d’'une quantité de matériel nutritif relativement élevée pour pou-
volr se développer. La petite taille de ces cellules plonniéres laisse
cependant supposer qu’avant de se fixer, elles &étaient en état de Jelne.
Ensulte, suivant le temps d'immersion, le volume des bacilles et des
coques fixés aux supports varie énormément, mails de fagon différente

suivant la saison considérée.

D’aprés les résultats de 1l’expérience de colonisation effectuée
sur un Pseudomonas sp. ayant jeliné avant d’'é&trs remis en suspension dans
un milieu faiblement nutritif, 11 apparailt que cette bactérie est capable
de falre varier son volume cellulaire de fagon trés importante. De plus,
lorsque ces cellules sont fixées & une surface, la vitesse et 1’amplitude
de ces variations sont plus importantes que lorsqu’elles restent en sus-
pension dans le milieu. Au cours de cette éfude, 11 est aussil apparu que
la cinétique de crolssance du biofilm sehble trés liée au taux de division
des cellules fixées. L’augmentation du volume des cellules en é&tat de
Jelne, qui suit 1’'addition de matériel nutritif dans le milleu, pourrait
représenter une étape obligatolre avant la multiplication intense des

cellules.

Dans le milieu naturel, au printemps; 1’évolution rapide des
volumes des bacillles et des coques fix&s pourrait correspondre & ce phé-
noméne. A cette épogue, les conditions physico-chimiques de l1'interface
solide-1liquide serailent favorables a une augmentation rapide du volume
des cellules, qui déclencherait une phase de multiplication active et
serailt responsable de la croissance intense du biofilm observée apres la
premiére journée d’'immersion. Au contraire, en hiver, l'accroissement
plus lent des volumes cellulaires ne serait pas suffisant pour permettre
aux bactéries de se multiplier activement, ce qul ralentirait la croissance
du biofilm.

Pour les bactéries du milieu naturel qui se trouvent généralement
en état de jeline, le film chimique primaire pourrait représenter une source
importante de matériel nutritif et l1'adhésion & une surface permettrait a
ces cellules d’'augmenter leur activité métabolique et représenterait une

tactlique de survie.
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Au terme de ce travaill, 1l apparait que la méthode de mesure
directe [microséopie] employée pour é&tudier la colonisation bactérienne
de différents matériaux, représente une technique fliable et rapide. Par
rapport aux méthodes de mesures indirectes, qui peuvent &tre physiques
(mesﬁre des variations des forces de ?riction ou du co&fficient de trans-
fert thermique) ou chimiques (dosage d’un margqueur bactérien spécifiquel,
cette technique présente l1l'avantage de pouvoir travailler sur des densités
de bactéries tres falbles et donc de visualiliser la réponse bactérienne a
un test sur des temps d’immersion trés courts. Au contraire, les méthodes
indirectes utilisent généralement des appareils de mesure sophistiqués,
dont la sensibilité ne permet pas. de travailler sur de trés failbles quan-
tités de matériel bactérien. Cependant, notre méthode montre ses limites
dés que les temps d’immersion sont trop longs et les densités bactériennes
trop importantes. L'utilisation simultanée de cette méthode microscopique
associée a des techniques bactérioclogiques, et d’'une méthode chimique

-

(dosage de certains lipides bactériens) qui a commencé & se mettre en

place au sein de notre équipe, devrait, & l1l'avenir, permettre une étude

plus efflicace du développement du biofilm microbien.

Le systeéme d’'échantillonnage peu volumineux et d’'emploi simple,
mis au point pour les besoins de cette é&tude, semble fiable et permet
d’'étudier simultanément la colonisation microbienne sur différents maté-
riaux. Du fait de sa conception, 11 psut de plus &tre adapté sur de nom-

breux types de circuits d’'eau.

Bans le cadre du projet ETM, le systéme d’échantillonnage et la
technique d’'étude utilisée sont donc facilement transportables et pourront
permettre 1’étude et le contr8le du biofilm microbien sur les différents

sites de constructionvde ces centrales.
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ANNEXE 1

TEST SUR L'ACTION DU NOIR IRGALAN

Afin de voir si le noir Irgalan n'a pas un effet nocif sur les

bactéries, 2 tests ont &té effectués.

Test 1 : Le noir'Irgalan diffuse-t-il dans le milieu environnant des substances

nocives qui seraient 1&tales pour la flore bactérienne ?

Test 2 : Le noir Irgalan est-il répulsif et empéche—t-il la bonne fixation des

microorganismes sur les filtres nuclépores ?

Test 1
Quatre prélévements d'eau de mer de 10 ml ont &té effectués simul=-
tanément dans un bac d'@levage au laboratoire. Dans 2 d'entre eux, 2 filtres

noircis ont &té immergés, pendant 24 heures. Les 2 autres n'ont rien regu et

ont servi de témoins.

La flore bactérienne viable en suspension dans chaque prélévement,
a ensuite &té &valuée par ensemencement et dénombrement sur milieu de culture

gélosé 2216E.

Cette expérience a &té doublée.

Résultat
Bactérie.ml=! ' Expérience du 15-2-83 Expérience du 23-2-83
Filtre noirci Témoins Filtre noirci o Témoins
Table 1 1,7 . 103 1,3 . 10° 1,6 . 103 1,2 . 105
Table 2 1,8 . 105 1,4-. 105 1,5 . 105 0,9 . 105
Moyenne 1,75. 103 1,35. 10° 1,55, 105 1,1 . 103

D*'apré&s ces ré&sultats, il semble que le noir Irgalan ne diffuse pas

de substances nocives pour la flore bactérienne environnante.
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Pour les 2 expériences, les dénombrements bactériens sont sensible-
ment identiques entre les tubes témoins et les tﬁbes ayént contenu des filtres
noircis pendant 24 heures. I1 faut cependant remarquer que les &chantillons |
témoins ont toujours une densité inférieure aux autres. Cette différence
peut avoir 2 origines : |

- Contamination des &chantillons lors des manipulations.

- Lé noir Irgalan stimulé péut étfe le développement de certaines

souches bactériennes.

Test 2

Quatre filtres nuclépores (0,2 um) ont &té& noircis au noir Irgalan
et 2 autres n'ont subi aucun traitement. Ces 6 filtres ont &té immergés'pen-
dant 6 jours dans un bac d'élevage du 22-2-83 au 28-2-83, Apré&s émersion,
les densités des bactéries fix@es sur ces &chantillons ont été &valuées par
numération, soit par microscopie électronique 3 balayage, soit par microsco-

pie 3 épifluorescence.

Aprés émersion, 2 filtres noircis et les 2 filtres blancs ont été
fixés au glutaraldéhyde (2,57 dans de 1'eau de mer filtrée stérile) et pré-
parés pour la microscopie électronique. Les 2 autres filtres noircis ont &té
fixés au formaldéhyde (27 dans de 1'eau de mer filtrée stérile) et préparés

pour la microscopie 3 &pifluorescence.

Résultats

Nombre bactégies Microscopie é&lectronique Epzfluorescence
fixées / cm Filtre noirci Filtre blanc Filtre noirci
Filtre 1 3,2 . 108 3 .10 . 3,1 . 108
Filtre 2 2,95, 108 1,1 . 108 2,28. 106
Moyenne 3,1 . 106 7 . 10% 2,7 . 108
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Pour un prélévement effectué le 23-2-83, la densité des bactéries

en sﬁspension, dénombrée par épifluorescence est de 1,1 . 105 cellules . ml~l,

D'aprd8s ces résultats, le noir Irgalan ne semble pas géner la
fixation bactérienne et au contraire, il y a plus de cellules fixées sur

les filtres noircis que sur les filtres blancs (4 fois).

Cette expérience a permis de tester les 2 mé&thodes de numération,
microscopie Electronique 3 balayage et &pifluorescence. Les résultats des
filtres noircis sont sensiblement les mémes. Cecl est en accord avec les
travaux de BOWDEN (1976).
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CHOIX D'UNE METHODE DE RINCAGE

L*étude qualitative du biofilm bactérien passe par 1l'isolement et
la purification d'un certain nombre de souches bact@riennes fixées. Etant
donné leur porosité et leur souplesse, dé&s leur &mersion, les filtres nu-
clépores coloriées peuvent &tre déposés sur un milieu de culture gé€losé afin
que les bactéries qui y sont fix€es se multiplient et forment des colonies

qui seront isolées et purifiées (NOVITSKY et MORITA, 1976 ; GERCHAKOV et al., 1978).

Cette méthode présente l'avantage de ne pas intervenir de fagom
plus ou moins brutale au niveau du biofilm. Il faut cependant s'assurer que
les bactéries qui se développent, représentent bien la flore bactérienne
fix8e et non des bactéries qui peuvent se trouver piégées dans le film d'eau
superficiel qui se forme sur le support lors de son émersion. Trois méthodes

de ringage ont donc &té testées afin d'é&valuer leur efficacité de nettoyage.

Aprés coloration au noir Irgalan, les filtres sont fix&s sur leur
support de PVC, puis immergés dans un aquarium d'eau de mer durant des pério-

des de temps croissantes ¢ 1 h, 6 h, 1 jour, 3 jours, 7 jours.

Pour chaque temps d'exposition, 4 filtres sont &mergés dont 2 sont
directement fixés au formaldéhyde (27 dans de l'eau de mer filtrée stérile)
et les 2 autres rincés selon la mé&thode choisie, puis fixée. Les dénombrements

sont ensuite effectu@s par microscopie 3 &pifluorescence.

Les 3 techniques testées sont : (figure 1)

Méthode I : Ringage des filtres par agitation sur Vortex. ..
D&s leur émersion, les filtres (porosité 0,2 um) sont plongés dans
un tube 3 essai contenant 15 ml d'eau de mer stérile, puis le tube est agité

pendant 5 secondes sur Vortex.
Méthode 11 : Ringage des filtres dans de 1l'eau de mer stérile.
Dés leur &mersion, les filtres (porosité 0,2 um) sont passés douce-

ment dans 5 bains successifs d'eau de mer stérile.

Méthode 111 : Ringage par filtration d'eau au travers du filtre.

Les filtres nuclépores utilisés comme maté&riel de colonisation, pour

cette expérience, ont une porosité de 3 um. La taille des cellules bacté&riennes
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du milieu étant en moyenne comprise entre 0,1 et 2 um, ce diam@tre de pore
doit permettré 2 la majorité des bactéries qui ne sont pas bien fix&es 3 ce
support, de pouvoir passer au travérs du filtre lors du ringage. D&s leur
émersion, les filtres sont placés dans un systéme porte filtre (Sartorius),
face colonisée vers le haut. Par pression sur le piston de la seringue,

10 ml d'eau de mer stérile filtrée 2 0,2 ﬁm sont filtrés au travers du filtre

colonisé,
RESULTATS

Les résultats sont présentés sur la figure 2.

‘La méthode I entraine une perte de bactéries de 75,7 et 55%, res-
pectivement pour des &chantillons ayant s&journés 1 h et 6 h dans 1l'eau.
Son efficacité baisse d&s 1 jour d'immersion & 277 et se maintient 2 cette
valeur, méme si le temps d'immersion augmente. Ce résultat a &té& obtenu pour
des échantillons immergés pendant 15 jours. (perte de 27,5%, valeur non re-

présentée sur le graphique).

La méthode II enléve péu de bactéries, 6 et 8,37 pour les faibles
" temps d'immersion, respectivement 1 h et 6 h. Apré&s 1 jour d'immersion le

pourcentage de perte augmente, pour devenir maximum 3 39,57 apr&s 7 jours.

La méthode III enléve 76,87 des bactéries pour les &chantillons
ayant séjournés 1 h dans 1l'eau. Son efficacité& baisse ensuite, avec 1'augmen-
tation du temps d'immersion des &chantillons, pour atteindre un minimum de

4,57% aprés 7 jours.

Fig 2:% DE PERTES EN BACTERIES SUR FILTRES IMMERGES
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"‘DISCUSSION :

Lors des &tudes qualitatives du Biofilm, seules les bactéries soli-
demént fix€@es aux surfaces dévaient étre étudiées, aprés €limination des
autres. MARSHALL et al. (1971) définit les 2 phases, reversible et irréver-
gible de la fixation bactériénne 3 des surfaces. L'adhé@sion irréversible
entraine la fixation ferme des cellules aux surfaces. Elle est dé&finie par
le fait que les bactéries ne présentent plus de mouvements Brownien et ne
sont plus dé&crochées par un ringage avec une solution de NaCl 3 2,57. A ce
stade les bactéries sont solidement fixées aux surfaces par des ponts de
fibrilles polymériques qu'elles ont synthé&tis&. Lors de la phase réversible
.qui ne dure que quelques minutes, les bact&ries peuvent &tre &liminées par
ringage. Quel que soit le temps d'immersion, du fait du renouvellement de
1'eau en contact direct avec la surface, il y a constamment des bactéries
en phﬁse réversible de fixation. Il fallait aussi &liminer les bactéries qui
peuvent rester piégées dans le film d'eau superficiel qui se forme sur le

support, lors de son €mersion.

La méthode généralement utilisée pour enlever les bactéries non
fixées consiste 3 rincer 5 fois le support, soit dans de l'eau de mer filtrée
stérile (DEXTER, 1979 ; CORPE, 1972) ; soit dans de 1'eau déionisée stérile
BRYANT, 1983 ; STANLEY, 1983). Certains auteurs ont montré qu'il n'y avait pas
de différence 3 rincer les supports avec de l'eau de mer ou de l'eau distillée
(CORPE, 1974 ; FLETCHER, 1976), bien que l'emploi de 1'eau distillée entrafnait
une lyse de certaines cellules (CORPE, 1970). Par contre, MEADOWS (1965) montre
qu'un séjour prolongé, d'une heure trente, des supports dans de l'eau de mer

2 5°%00 peut décrocher 707 des bactéries marines qui y &taient fixé&es.

Les résultats obtenus par la méthode des 5 ringages dans de 1l'eau de
mer semblent assez al&atoires. En effet, son efficacité apparait la plus faible
. pour les échantillons ayant séjournés 1 h et 6 h dans.i'éau, alors que ce sont
les périodes ol les supports sont les moins colonisés. De plus, la reproducti-
bilité de cette méthode a €té mise en doute du fait de 1'influence trop impor-

tante que pouvait introduire la manipulation par la vigueur de ses ringages.

La m&thode III, de filtration, présente 2 inconvénients :
Bien que le diam&tre des pores des filtres aient &té important (3um),
ils ont &té rapidement colmaté&s par des débris et des particules, ce qui a

empéché& le libre passage des bactéries. Le nombre de ces particules augmentant
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parall2lement au temps d'immersion des &chantillons, peut expliquer la chute
continuelle de 1'efficacité de cette méthode. De plus cette fechnique demande
1'emploi de filtre de forte porosité (3 ﬁm) donc de grande fragilité, ce qui
est génant pour uné étudé en eau dé mer circulante. Les forces de frictioms

ou les particules transportées par le courant d'eau peuvent déchirer le filtre
3 tout moment.

La méthode d'agitation sur Vortex est simple, rapide et présente
une bonne reproductibilité, quel que soit le temps d'immersion des &chantillons.

C'est elle qui a &té& retenue.
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CHOIX D'UNE METHODE DE DECROCHAGE.

Pour &tudier qualitativement le biofilm, il est possible de décrocher
les bactéries fixées de leur support, de les récupérer dans de l'eau de mer
stérile et de procéder 3 un ensemencement sur milieu de culture gé&losé&, suivi

d'un isolement et d'une purification des souches.

C'est par cette méthode qu'ont &té &tudies les bactéries fixées 2
des surfaces solides, telles que les surfaces métalliques (méthode décrite au
chapitre 412).

Pour décrocher les bactéries fixées aux surfaces maldables que sont
les filtres Nuclépore, il est &galement possible d'utiliser les techniques
qui sont employées pour &tudier la flore bactérienne &piphyte des algues
(FRY et HUMPHREY, 1978). Trois types de méthodes ont ainsi &té test&es afin

d'évaluer leur efficacité de décrochage.

Apr&s coloration au noir Irgalan, les filtres (porosités 0,2 um)
sont montés sur le systéme d'échantillonnage décrit au chapitre 411 et im-
mergés durant 7 jours dans un aquarium d'eau de mer. Pour chaque méthode,
4 filtres sont utilisés et 2 supplémentaires servent 3 démontrer la flore

bactérienne totale fixé&e, avant décrochage, par microscopie 3 épifluorescence.

D&s leur émersion, tous les échantillons sont rincés par agitation
sur Vortex. A

Quelle que soit la technique utilis&e, le décrochage des bactéries
se fait dans de 1'eau de mer stérile. Cette eau sert ensuite 3 ensemencer, par
étalement, un milieu de culture g&losé (2216E) afin de dénombrer les bactéries

viables ainsi récupérées.

Les trois méthodes testées sont (figure 3).

Méthode 1 : Broyage des filtres avec un broyeur manuel en verre (DUALL 23,
Kortes). Le filtre est broyé dans 5 ml d'eau de mer stérile
pendant 2 minutes. L'eau est récupérée, le syst@me est rincé
avec 5 ml d'eau de mer stérile qui est aussi récupérée et 2
nouveau agitée sur Vortex.

" Méthode 11 : Broyage des filtres avec un broyeur &lectrique Ultra Turrax

(JAUKE et KUNDEL. K.G.).

Le protocole est le méme que pour la méthode I.
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Fig.3 : Représentation schématique

des 3 méthodes de décrochage.



Broyeur en verre Broyeur E&lectrique Stomacher Epifluorescence
Echantillon 2 3 2 3 2 3 1 2
Nombre bactériesy 45 jou]1,6,10% |5,7.103 1,1.104 | 5,102 3 104| 3,2.10%
ml-l Viables ’ . 3V 5’ . piée ’ 1,7.10 1.50 0 3|2. 0 - -
Moyenne : 8,8 . 104 3,7 . 104 3,2 . 10° -
Nombre bactéries, 9,1 . 103 3,8 . 103 3,3, 104 9,8.108 | 1,2.107
+

em~2
»

Surface colonisée est 9,6 cm?

© TABLEAU | : EFFICACITE DE 3 METHODES DE DECROCHAGE.

Densités totales avant décrochage. La densité totale de cellules qui restent fixées aux filtres apris
"stomacher" est de 2,8.103 bactéries par cm?, ce qui représente une perte de 99,97% (résultats non
présentés dans le tableau) ‘
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Méthode 'TI1 : Décrochage 3 l'aide d'un Stomacher "Lab-Blender 400". Le filtre

est mis dans un sac de plastique stérile contenant 10 ml d'eau

de mer stérile. I1 est lui-méme inserré dans un autre sac conte-
nant 200 ml d'eau, afin de bien propager l'onde de choc et placé

dans le Stomacher pendant 10 minutes.

RESULTATS :

Les résultats sont présentés dans le tableau 1.

Parmi les 3 méthodes, c'est le Stomacher qui permet de récupérer le
plus de bactéries viables, 3,3 . 10" bactéries. cm™2 et le broyeur &lectrique
le moins 3,8 . 103 bactéries . cm™2. Bien que le Stomacher décroche 99,97Z de
la population totale fix8e, la densité de cellules viables récupérées ne repré-

sente que 0,37 de cette population.

"DISCUSSION

Dans la litté&rature, les auteurs utilisent différentes méthodes pour

récupérer des bactéries fix&es 3 des supports solides.

CORPE (1972) frotte la surface avec un tampon d'ouate, qu'il plonge
et agite dans de l'eau de mer stérile. Cette eau sert ensuite 3 ensemencer un
milieu gélosé.
- AFTRING (1983) .gratte la surface_ avec un "Rubber_ Policeman" ou scalpel
en caoutchouc et EATON et al. (1980) 2 1'aide d'un scalpel muni d'une lame au
carbone. Il remettent ensuite les bactéries en suspension dans de 1l'eau de mér

stérile et ensemencent des milieux gélosés avec cette eau.

Lorsque le support de fixation est maléable comme les filtres Nuclépore
d'autres méthodes utilis&es pour &tudier la flore &piphyte d'algues peuvent &tre
utilisées (FRY et HUMPHREY, 1978).

- La méthode qui a &té retenue, qui donne les meilleurs résultats est

-

la méthode III. Elle a d&ja été remarquée comme &tant trés efficace (FRY et
HUOMPHREY, 1978).

Le broyeur électrique est apparu trop violent, il hache le filtre en
petits morceaux, mais semble mal détacher les bactéries qui y adh&rent et en-
traine peut &tre une certaine mortalité. De méme pour le broyeur manuel en
verre qui oblige le filtre 3 se plier face contre face, ce qui peut géner la

bonne diffusion des cellules dans l*'eau, une fois qu'elles sont décrochées.
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- Milieu 2216 E, d'OPPENHEIMER et ZOBELL 1952

- Polypeptone(bacto peptone Difco) 4 gr
- Extraits de levure 1 gr
-~ FePOy 0,1 gr
- Eau distillée 250 ml
~ Eau de mer vieillie 750 ml

Pour le milieu solide, ajouter 15 gr d'Agar (Bacto Agar Difco)

Milieu de HUGH et LEIFSON 1953

= Polypeptone (bacto peptone Difco) 0,2 gr
— Phosphate bipotassique ‘ 0,03 gr
- Bleu de bromothymol 0,5 ml d'une solution 3 17
- Eau de mer vieillie 75 ml
- Eau distillée 25 ml

Ajuster le pH 3 7,1
Ajouter 1,5% (poids/volume) d'Agar (Bacto Agar Difco)

Faire fondre le milieu 3 1 autoclave puis répartir en tube (4,5 ml)
et stériliser,

Préparer et stériliser 3 part une solution de glucose & 10%Z. Rajouter
stérilement 0,5 ml de cette solution dans chaque tube.

Aprés ensemencement par piqire, recouvrir le m111eu de paraffine
stérile pour obtenir des conditions anaérobies.

Milieu liquide pour numération de bactéries sulfatoréductrices
(DELILLE et LAGARDE 1974)

- Lactate de Sodium 20 ml
- Extraits de levure 500 mg
- Acide ascorbique 100 mg
- Sulfate de Magnésium 2 gr
- Phosphate dipotassique 10 gr
- Eau de mer vieillie 750 ml
- Eau distillée ' 250 ml

Ajuster le pH 3§ 7,2
Répartition en tube ¢ 16 mm (9ml par tube).

Avant ensemencement avec 1 ml de solution, add1t1on dans chaque
tube d'un clou préalablement dégraissé.
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Milieu de STARKEY modifié (POSTGATE 1966)

- KHy; POy 0,5 gr
- NHy Cl . 1 gr
- Nas SO4 4,5 gr
~ Ca Cl,.6H50 ' . 0,06 gr
- Mg S04 .7H20 0,06 gr
- Lactate de Sodium & 607 6 ml
- Extrait de levure 1 gr
- FeSOy.7H50 ' 0,1 gr
- Citrate de Sodium 0,3 gr
- Eau de mer vieillie , ‘ 750 ml
- Eau distillée . 250 ml

Ajuster le pH 3 7,5, puis ajouter 15 gr d'Agar (bacto Agar Difco).

Milieu de Baars (CHANTEREAU 1980)

- KHy POy 0,5 gr
- NH4C1 ' 1 gr
- Ca SOy 1 gr
- Mg SOy .7H,0 , 2 gr
- Lactate de Sodium & 607 5 gr
- Eau de mer vieillie 750 ml
-~ Eau distillée 250 ml

Ajuster le pH 3 7 ~ 7,5
Ajouter 15 gr d'Agar.

Préparer 3 part une solution 3 17 de Fe SOy (NHy)2 SOy .6H50
et stériliser 3 la vapeur fluante 60 minutes 3 jours de suite,

Ajouter 50 ml de cette solution 3 1000 ml de milieu au moment de 1l'emploi.

Milieu d*isolement des bactéries oligotrophes AKAGI, 1977.

- Polypeptone 10 mg
-~ Proteose peptone 5 mg
- Bacto soytone 5 mg
- Sodium glycolate 5 mg
- Sodium malate 5 mg
- D-Mannitol 5 mg
- Sucrose . 5 mg
- Citrate ferrique 0,5 mg
- Eau de mer vieillie sur charbon actif 1000 ml

“Ajuéter le pH'a 8,3

Le milieu solide est remplac@ par des filtres de verre (Whatman)
- déposés dans des boites de petri en verre (¢ 50 mm).

Ils sont pass&s au four 3 450°C pendant une nuit pour détruire la
matidre organique, puis imbib&s avec le milieu ci-dessus.

Les filtres nuclé&pores sont déposés sur ce milieu et incubés 3
semaines 3 17°C. Ils sont ensuite dépos@s sur ce méme milieu gélosé (15 gr.l-1

d*Agar) pendant une semaine pour permettre la croissance des colonies.
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" Milieu semi riche de TORRELLA et MORITA 1981

- Extrait de levure

1,2
- Trypticase 2,3
- Citrate de sodium 0,3
- Acide glutamique 0,3
- Nitrate de sodium 0,05
— Sulfate de fer 0,005
- Eau de mer vieillie 1000

Ajuster le pH & 7,8
Milieu solide : ajouter 15 gr.l”! d'Agar.

Milieu de jetine NOVITSKY et MORITA 1978

\Na Ccl 2

- 6
-KCC1 0,8
~ Mg Cl,.6H,0 5.6
- Mg SOs.7Ho0 7.6
- Eau distillée 1

Na, HPOy concentration finale 0,057

EAU DE MER ARTIFICIELLE LIMAN ET FLEMING 1939

- Na C1 23,4
- Mg C1,.6H,0 10,6
- Naz SOL{, ’ 3,91
- Ca Cl,.6H50 2,17
-KCl 0,66
- Na HCO3- - -~ - - 0,19
- K Br . 0,096
- Hj3 bog 0,026
- Sr Cl,. 6H,0 0,04
- Na F 0,003
= Tampon Tris. 0,5
- HC1 3
- Eau distillée 1000
- KMz POy - 0,5
-~ NHy C1 . 0,5

Ajuster le pH a 7

gr
gr
gr
ar
gr
gr

gr
gr
gr
gr
litre

gr
gr
gr
gr
gr
gr
gr
gr
gr
gr
gr
ml
ml

ml
ml
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ANNEXE V

TEST DE NORMALITE

Distribution de La flore bactirnienne totale en Auspension
au cowrs de £'année

L'estimation de normalité des distributions des bactéries en
suspension dans l'eau de mer de surface (ES) et dans 1l'eau de mer des
conduites (EC), a &té effectuée par la méthode de la droite de Henri,

abrés réduction de chaque valeur d'un facteur 105,

TEST OE NORMALITE PAR LA DROITE DE HENRI

'2<

*1

Les facteurs de cor;élatidn de chacune de ces droites sont proches
de 1, ils sont respectivement de 0,979 pour EC et de 0,967 pour ES. Il est
possible d'admettre que les deux distributions suivent une loi normale de

paramétres.

ES : X; = 2,85 o; = 1,8

EC :. X, = 3,37 6, = 1,8
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ANNEXE V (suite)

Les deux distributions sont comparé&es par comparaison des deux

moyennes X; et X, avec 0; et o2 égaux

2 2

32 ) A(N1-1) (01] * (N2-1] (azJ

N1 + N2 -2

2 _ _(50 - 1) (1,8)% + (50 - 1) _(1,8)% _
50 + 50 - 2

3,24

suit une loi de Student 5,(N1 + Nz - 2) degrés de liberté

3,37 - 2,85

1,8 .\}|50+50
2 500

= 1,44 et dL = 98

Pour un pourcentage d'erreur de 5 Z, 1l'hypothé&se Hy (distributions

identiques) est vraie (1,44 < 1,984).
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ANNEXE V (suite)

Distrnibution des bacténies a La sunface d'un fitrne Nuclepore
apres pltnation

L'estimation de la normalité de la distribution des bactéries
a été effectuée 3 partir des comptages de 200 c‘hamps microscopiques.
L'échantillon testé& correspond & une suspension cellulaire de concentration
105 cellules.ml™ ! au temps 2 heures. Le test de normalité-emplojé est celui

de la droite de Henri.

TEST DE NORMALITE - DROITE DE HENRI -

2 4
( ]
14 °
[ J
0 A — — v v 4
5 15 20 25
nb Bacteries / champs
-1 4
° —
X = 13,31
-2 .0 = L5
coef,cor. = 0,98

Le facteur de corrélation (0,98) de cette droite permet
d'admettre 1'hypoth&se de la normalité& de la distribution des bactéries
d la surface du filtre. Cette hypothése a &été &tendue 3 tous les autres

échantillons filtrés.
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Distrnibution des bactinies fixZes & La surface d'une feuille d'aluminium

_ , L'estimation de la normalité de la distribution des bactéries
fixées 3 été effectuée 3 partir des comptages de 190‘chémps microscopiques.
'L'échantillon testé correspond & la suspension cellulaire de concentration

105 cellulés.ml-l, simplement rincée et mise en contact durant 1 heure avec

la surface.
Le test de normalité employé& est celui de la droite de Henri.

TEST DE NORMALITE - DROITE DE HENRI -

T
2 ®
1
[ )
o!  § L v
20 25 30
Nb Bacteries /champs
-1
X =152
-21 a.,= 4.97
coef. cor. = 0,995

Le facteur de corrélation (0,995) de cette droite permet d'admettre
l'hypothése'de la normalité de la distribution des bactéries fixées 3 la ’

feuille d'aluminium. Cette hypoth&se a été étendue 3 tous les autres échantil-

lons.
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ANNEXE V (suite)

Distnibution des volumes cellulaires & Z'inténieun d'un Zechantillon
du milieu naturel '

L'estimation de la normalité de la distribution des volumes
cellulaires des bacilles correspondant au prélé&vement du mois de mai 84,

a 8té effectude par la méthode de la droite de Henri.

- Distribution des volumes cellulaires

Test de Normalité = Droite de Henri ™

T
.
2 4
1
0 J +
0.4
; Volume pm3
-2 ] moyenne = 015
ecart type = 0,06

i g - coef.correl.s 0,972

-

Echantillon : bacille mai 84 ( 163valeurs )

Le facteur.de corré&lation de la droite obtenue étant proche de 1
(0,972), il est possible d'admettre que, pour un type cellulaire donné&, la

gamme des volumes est distribuée selon une loi Normale.
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ANNEXE V (suite)

Distribution des volumes cellulaines de La souche 1321 apn2s 60 heures
de jeiine ' : o

L'estimatiori dé la normalité h&e la distribﬁtioxi des volumes
cellulaires de la soﬁche 1J21 a &été effectude sur 1'&chantillon des cellules
ayant jeliné 60 heures. Elle a &té effectuée par la méthode de la droite de
Henri. ’

Distribution des volumes cellulaires
Test de Normalité ~ Droite de Henri™

T
2 5
1 -
0 J
. Volume pm3 '
-1 -
moyenne =0,2
-2 L ecart type =007
coef. correl. = 0,977

Echantillon : souche 1J21 aprés 60H de jeline
{229 valeurs)

PR BTN

Le facteur de corrélation de la droite obtenue est proche de
1 (0,977). Il est possible d'admettre que, pour cet &chantillon, la gamme

des volumes est distribuée selon une loi Normale.
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ANNEXE = VI

BACTERIENNES ISOLEES DE L'EAU DE MER LE 9 AOUT 1983.

Pourcentages de réponses positives aux différents tests

Nature des tests

Eau de mer
6 h (20 souches)

Eau des tubes
6 h (20 souches)

Eau de mer
18 h (20 souches)

Eau des tubes.
18 h (20 souches)

Gelatinase 20 75 40 75
NO3+NO3 5 55 10 75
8 galactosidace 50 30 30 5
Saccharose 30 40 45 75
Arabinose 15 10 25 10
Mannose 65 55 30 75
Fructose 50 60 70 75
Glucose 65 70 90 75
Maltose 65 65 90 75
Amidon 20 30 30 60
Rhamnose 5 0 15 10
Galactose 60 60 65 -70
Manitol 45 60 55 75
Sorbitol 0 0 5 (o]
Glycerol 15 50 30 70
Uréase 10 5 15 0
Tryptophanase o 45 5 60
Hy S 0 0 0 0
VP 0 5 0 10
Citrate 20 10 25 0
Oxydase 100 85 100 100
Catalase 90 100 90 90
Fermentation .40 60 60 75
Mobilité 85 100 70 100
Gram 0 0 0 0
Cocci 5 0 0 0
Spore 0] 0. 0 0
5°C 80 70 95 40
30°c 100 920 100 100
Na C1 Oo/oo 0 0 0 - 0
Indice Moyen 8,6 10,7 - 10,45 12,6

dtactivité

Indice de

régularité 0,53 0,57 0,56 0,48

fonctionnelle
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CARACTERISTIQUES‘ECOLOGIQUES ET BIOCHIMIQUES DES SOUCHES
BACTERIENNES ISOLEES SIMULTANEMENT DES 3 MATERIAUX APRES
8 JOURS D’'IMMERSION, EN NOVEMBRE 1984,

Pourcentages de r&ponses positives aux differents -
’ ' : tests
Nature des tests - Filtres Inox N Aluminium
(17 souches) , (22 souches) (21 souches)

Gelatinase : 41,1 31,8 52,3
NO3 - NO2 35,2 9,09 23,8
B galactosidase 29,4 v 36,3 19
Saccharose 23,5 18,1 14,2
Arabinose 5,88 . 4,54 4,76
Mannose 35,2 9,09 14,2
Fructose 11,7 . 18,1 14,2
Glucose 35,2 , 22,7 ' 23,8
Maltose 41,1 13,6 23,8
Amidon ' - 29,4 9,09 23,8
Rhamnose 0 0 4,76
Galactose 7 ' 35,2 13,6 14,2
Manitol~ -~ -~ = 17,6} 13,6 14,2
Sorbitol ' _ v 0 . v 0 o 0
Glycerol ' ‘ : 11,7 o . 4,54 . 9,52
Tryptophanase 11,7 0 9,52
H2 S .. . - I 0. _ 0 0
VP 17,6 - 27,2 14,2
Citrate 35,2 13,6 9,52
Oxydase : 52,9 40,9 38
Catalase 82,3 81,8 38
Fermentation 41,1 9,09 23,8
Mobilité 64,7 45,4 42,8
Gram 0 0 0
Cocci 5,88 0] 0
Spore 0o 0 0
s5°c 76,4 54,5 38
30°c 64,7 77,3 71,4
37°C L e s N : : 29’4 .9 9’5
Na Cl 0%eo 5,8 13,6 4,7
Lactose 0 (0] 4,7
- Indices moyen

d'activité 6,6 4,4 4,3
Indice de régularité '

. fonctionnelle 0,6 0,44 0,51
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ANNEXE VI (suite)

CARACTERISTIQUES ECOLOGIQUES ET BIOCHIMIQUES DES POPULATIONS
BACTERIENNES ISOLEES DE L'EAU DE MER ET DECROCHEES DES FILTRES
NUCLEPORE A DES TEMPS D'IMMERSION CROISSANTS.

Pourcentages de réponses positives aux différents tests

‘Nat 4 test Eau de mer Filtre 1 jour Filtre 8 jours Filtre 15 jours

: ature des tests (17 souches) (19 souches) (19 souches) (19 souches)
Gelatinase 52,9 26,3 42,1 31,5
NOg3+NO, 41,1 47,3 0 21
B8 galactosidase 32,5 42,1 89,4 63,1
Saccharose 5,88 5,26 47,3 57,8
Arabinose 5,88 0 5,26 0
Mannose 58,8 31,5 47,3 . 36,8
Fructose 52,9 31,5 5,26 31,5
Glucose 58,8 - 31,5 21 . 36,8
Maltose 58,8 26,3 36,8 . 47,3
Amidon 52,9 26,3 15,7 42,1
Rhamnose o o 10,5 0
Galactose 58,8 26,3 15,7 31,5
Manitol 52,9 31,5 0 26,3
Sorbitol 0 o} 0 5,26
Glycerol 58,8 21 0 15,7
‘Urease 5,88 o 0 0
Tryptophanase 41,1 41,5 0 21
H2. S 0 0 0 0

- VP 0 5,26 21 10,5
Citrate 0. 0 5,26 10,5
Oxydase . 70,5 15,7 78,9 63,1
Catalase 94,1 78,9 100 84,3
Fermentation 58,8 31,5 78,9 78,9
Mobilité 94,1 89,4 100 94,7
Gram 0 10,5 0 5,26
Cocci 0 0 0 5,26
Spore 0 0 0 0
5°C 82,3 47,3 94,7 36,8
30°C 88,2 100 100 94,7
37°C 29,4 - 89,4 94,7 78,9 _
Na C1 11,7 10,5 0 10,5
Lactose 11,7 0 0 . 5,2
Indice moyen

d'activité 9,5 6,1 752 8,1

Indice de
régularité 0,56 0,53 0,37 0,59

- fonctionnelle
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' CARACTERISTIQUES ECOLOGIQUES ET BIOCHIMIQUES
"'DES SOUCHES BACTERIENNES TESTEES (CHAPITRE 3 - § 1)

Souches
Nature A 1321 Alu 3 I 17 I 18 I19
des tests
Gelatinase - - - + + +
NO3+NO,; - + - - -
B galactosidase - - + + +
Saccharose - - - + -
Arabinose L - - - - -
Mannose - + - - -
Fructose ‘ . - + - + -
Glucose ... . : - + - + -
Maltose = .. .. v - + - - -
- Amidon : B - + - - -
Rhamnose - - - - -
Galactose - - - - -
Manitol - + - - -
Sorbitol , - - - - -
Glycerol - + - - -
Uréase - - - - -
Tryptophanase - + - - -
Hy S - , - - - - -
vP - - + + -
Citrate - - + + -
Oxydase + - - _ -
Catalase ' -+ + + + +
Fermentation. - + - - -
MObilité + -+ + + +
- Gram . . - - - - - -
Cocci - - - - -
Spore - - - - -
30°C + + + + +
37°C - - + + -
5°C - - - - +
NaCl 0 /oo - - + + -
Lactose - - - - -
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ANNEXE VII

TEST MOUILLANT UTILISE

(R&f. : Union Carbide Wetting Test TAPPI, Juin 1970)

Un mélange de CELLOSOLVE et de FORMAMIDE doit &tre préparé dans

les proportions décrites dans le tableau ci-joint.

Une petite quantité de '"bleu Victoria Du Pont de Nemours" sera

ajoutée pour augmenter la lisibilité.

-

La zone de 32 3 42 dyn/cm inclura la plupart des films traités
commercialement. Cependant, la table est donnée jusqu'id 56 dyn/cm néces-—

saires pour des besoins particuliers (par exemple le collage).

Par précaution, il est nécessaire de renouveler les préparations

tous les trois mois.

Comment préparer Le Lest mouwlllant :

3

22 petits flacons d'environ 100 cm” sont i préparer pour le test

complet, chacun contenant son mélange spécifique comme décrit dans le tableau.

TEST :

-~ imbiber un coton hydrophile de la solution 36 dyn/cm

- étaler la solution sur toute la largeur du film

La solution peut réagir de deux maniéres :

— elle reste établie ..cccvecccecccscacesss bonne adhérence

— elle se casse, se rétracte ee.eesssese0... mauvaise adhérence

Si le test est POSITIF,‘procéder de méme avec un flacon de wvaleur
supérieure et ainsi de suite jusqu'd ce qu'il devienne négatif. Le dernier

test positif sera la valeur d'adhérence du matériau.

Si le test est NEGATIF, procéder de méme avec un flacon de valeur
inférieure et ainsi de suite jusqu'd ce qu'il devienne positif. Le premier

test positif sera la valeur d'adhérence du matériau.
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ANNEXE VII (suite)

Note 1 - Le test est considé&ré comme positif lorsque la solution ne

présente aucun retrait pendant plus de 2 secondes.

Note 2 - Il est trés important de ne pas mélanger les solutions et de

remplacer le coton hydrophile apré&s chaque test dans chaque

valeur. 7
FORMAMIDE ' CELLOSOLVE : NIVEAU EN DYN/CM

0o z .~ 100,0 % 30 DYN/cm

2,5 % 97,5 % 31 DYN/cm
10,5 % 89,5 7 32 DYN/cm
19,0 % 81,0 % 33 DYN/cm
26,5 7 73,5 2 34 DYN/cm
35,0 2 65,0 2 35 DYN/cm
42,5 % 57,5 % 36 DYN/cm
48,5 % 51,5 % 37 DYN/cm
54,0 % 46,0 % 38 DYN/cm
59,0 2 41,0 % 39 DYN/cm
63,5 7 36,5 % 40 DYN/cm
67,5 % 32,5 % 41 DYN/cm
71,5 7 28,5 % 42 DYN/cm
74,7 25,3 2 43 DYN/cm
78,0 22,0 2 44 DYN/cm
80,3 19,7 2 45 DYN/cm
83,0 7 17,0 Z 46 DYN/cm
87,0 2. 13,0 7 . 48 DYN/cm
90,7 2 9,3 % 50 DYN/cm
93,7 % 6,3 % 52 DYN/cm
96,5 % 3,5 % 54 DYN/cm
99,0 2 1,0 % 56 DYN/cm

FORMAMIDE : H - CO -~ NH»>

CELLOSOLVE : C Hs O - CHy Ether monoéthylique de 1l'&thyleneglycol
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ANNEXE VIII

STAGNATION POINT

WAKE AND
BACKFLOW

Représentation schématique des mouvements d'un liquide visqueux

autour d'une lame de verre orient&e parallé&lement au courant

(MUNTEANU et MALY, 1981).

ANNEXE IX
Characteristic Species Note

1. Grow only at the first culti-
 vation on the sterile water
but cannot be recultivated.

At the first cultivation
grow on poor media and
do not grow on rich ones,
but can be recultivated on
the rich media.

2

3. Bacteria isolated or culti-
vated on special poor
media.

4. Detected in natural water
treservoirs, only under
electron microscope; could
not be cultivated under
laboratory conditions.

" Some sp

Bacteria of unusual morphology.

from Pseud

Agrobacterium, Pho!abacrerfum:
Vibrio, Aer Flavobd

fum, Micrococcus roseus, M. luteus,
M. varians, Staphylococcus sapro-
phyticus, Corynebacterium, Arthro~
bacter.

Lapteva (40) from the Rybinsk res
ervoir. ’

Lapteva (40) from a number of
freshwater lakes; Mallory et al (43)
from the sea gulf Chezapek. -

Speciesof Hyph icrobium, Caulo- Hirsch (27-29), Dubinina &
bacter, Microcyclus, Leptothrix, Kuznetsov (16, 17), Rirsh &
Ochrob , Metallogenii Pas- Pankratz (31), Belajev (6),

teuria, etc. Staley (63).

Prosthecate bactersia; a ber of S 1 types of bacteria described

bacteria. with gaseous vacuoles.

by Caldwell & Tiedje (11) from
hypolimnion of lake 224 in Canada:
Dubinina (16) in Kareliya; Lapteva
(40) in Rybinsk reservoir; Hirsch &
Pankratz (3 1).

Caractéristiques générales des bactéries oligotrophes

(KUZNETSOV et al.,

1979).

CURRENT





