
HAL Id: tel-04829011
https://anses.hal.science/tel-04829011v1

Submitted on 10 Dec 2024

HAL is a multi-disciplinary open access
archive for the deposit and dissemination of sci-
entific research documents, whether they are pub-
lished or not. The documents may come from
teaching and research institutions in France or
abroad, or from public or private research centers.

L’archive ouverte pluridisciplinaire HAL, est
destinée au dépôt et à la diffusion de documents
scientifiques de niveau recherche, publiés ou non,
émanant des établissements d’enseignement et de
recherche français ou étrangers, des laboratoires
publics ou privés.

Impact de l’adaptation des biofilms bactériens aux
biocides désinfectants sur l’antibiorésistance

Raphaël Charron

To cite this version:
Raphaël Charron. Impact de l’adaptation des biofilms bactériens aux biocides désinfectants sur
l’antibiorésistance. Microbiologie et Parasitologie. 2024. Français. �NNT : �. �tel-04829011�

https://anses.hal.science/tel-04829011v1
https://hal.archives-ouvertes.fr


Par 

Raphaël CHARRON   

 

 

Thèse de doctorat de 
 

 

 

 

L'UNIVERSITE DE RENNES I 
 

ECOLE DOCTORALE N° 637 
Sciences de la Vie et de la Santé  
Spécialité : Microbiologie, Virologie, Parasitologie 

 

 

Impact de l’adaptation des biofilms bactériens aux biocides 
désinfectants sur l’antibiorésistance 
 
Thèse présentée et soutenue à Rennes le 25 novembre 2024 
Unité de recherche : ANSES – Laboratoire de Fougères – Unité Antibiotiques, Biocides, Résidus et 
Résistance (AB2R) 

 

 

 

Composition du Jury :  
 

Président :  Christophe BELOIN Directeur de recherche – Institut Pasteur 
 
Rapporteurs :   Emmanuelle DÉ Professeure des universités – Université de Rouen 

Jean-Yves MAILLARD Professor – Cardiff University, United Kingdom 
 

Examinateurs :   Florie DESRIAC Maîtresse de conférences – Université de Caen  
Charlotte MICHAUX Chargée de recherche Inserm – Université de Rennes I  
  

 
Dir. de thèse :  Arnaud BRIDIER Chargé de projet, ANSES, Fougères 
Co-dir. de thèse :  Romain BRIANDET Directeur de recherche, INRAE, Jouy-en-Josas 
 
 
 
 
 
 
 
 
 





1 

 

 

 

 

 

 
 

 

 
 

 

 
 

Remerciements 



2 

 

Tout d’abord, je tiens à remercier Emmanuelle Dé, Jean-Yves Maillard, Florie Desriac, 

Charlotte Michaux et Christophe Beloin d’avoir accepté de faire partie de ce jury de thèse.  

J’ai conscience du travail que cela représente et je vous en remercie pour cela. 

 

Arnaud, je ne saurais te remercier assez pour m’avoir aussi bien encadré durant ces 3 ans. 

J’ai suffisamment d’amis faisant des thèses dans mon entourage pour savoir qu’avoir un 

directeur qui se rend aussi disponible pour son thésard, c’est aussi rare qu’un soleil en 

Bretagne ;). Merci d’avoir été autant à l’écoute, tes petits coups de main au labo et ta 

sympathie. Je garderai bien sûr en mémoire le voyage à Porto et la semaine où tu m’as logé à 

Fougères, tes pizzas délicieuses, bien au-dessus des restaus d’attrapes-touristes de Porto… 

Romain, merci également à toi, pour tous tes précieux conseils, sur la microscopie à 

fluorescence en particulier, mais aussi sur tous les autres domaines relevant de la thèse. Merci 

aussi pour m’avoir payé mes fluorophores qui coûtent un bras ;). Toi aussi, merci pour ta 

sympathie et ton accessibilité. 

Dès le premier entretien avec vous deux j’avais un bon pressentiment que ça se passerait bien, 

et je suis ravi que ça se soit confirmé au fil des 3 ans. En espérant bien sûr que c’était 

réciproque ;). 

 

Merci à Astrid Rouillon, Pierre-Emmanuel Douarre et Christophe Beloin pour avoir 

accepté de faire partie de mon Comité de Suivi de Thèse. Astrid, merci pour tous tes conseils 

sur les débouchées professionnelles post-thèse et d’avoir accepté d’être présidente de ce 

comité de suivi. Pierre-Emmanuel merci notamment pour tes conseils sur l’analyse 

génomique. Enfin, Christophe, un remerciement tout particulier pour toi. Tu auras été là à 

toutes les étapes clés, du M2 Microbio Fonda à Pasteur, le séminaire Pasteur que tu avais 

donné sur Teams vers juin 2021 auquel j’avais assisté avec Arnaud et Romain et qui 

constituait mon premier travail de thèse, les deux CSI, et enfin la soutenance de thèse que tu 

as accepté d’évaluer. Merci pour tous ces précieux conseils depuis 4 ans. Merci également 

pour m’avoir présenté à toutes ces personnes lors du congrès Eurobiofilms ;). 

 

Bon, pour la suite de l’organisation on va faire dans l’ordre chronologique, donc Fougères 

d’abord, ne soyez pas jaloux à Jouy ;). 

Déjà un petit message général à tous les gens du laboratoire (comme ça je n’oublie personne), 

vous avez tous été d’une chaleur incroyable, merci pour votre accueil, quand on arrive dans 

une ville où l’on ne connaît personne, on est bien contents de tomber dans un labo comme ça. 

Tahar, tu es la preuve qu’on peut diriger un laboratoire tout entier, mais quand même trouver 

le temps pour allier discussions professionnelles et extra-professionnelles, mais par dessus 

tout prendre soin de l’aspect relationnel au sein du laboratoire tout en brisant les barrières 

hiérarchiques. Merci à toi pour toute ta bienveillance. 

Christophe, tu n’es pas en reste. Merci à toi aussi pour ta gentillesse et ton investissement 

pour que tout se passe bien dans AB2R, pour ton implication dans le projet de thèse et dans 

Baobab. Et merci pour les petits pains aux réunions d’équipe évidemment :). 

Pierre, un immense merci à toi. Je ne sais pas à quoi auraient ressemblé les papiers sans tes 

analyses génomiques mais ça aurait sans doute eu moins de gueule. En plus de cette aide, 

merci d’avoir été autant à l’écoute, quand je te demandais de changer une figure pour la 45e 

fois (t’inquiète je sais ce que c’est aussi de mon côté :’)). 

Paméla et Patricia, merci à toutes les deux pour votre aide dans le projet de thèse. Paméla 

j’espère que tu ne me maudis pas pour tous ces cryotubes que tu as faits, ou mon écriture en 

pattes de mouches sur les boîtes de pétri qui ont dû te casser la rétine. Patricia, merci pour les 

manips que tu as faites quand j’étais à Jouy-en-Josas. Et merci pour toutes les fois où tu m’as 

trouvé les choses que je cherchais dans le labo ;). 



3 

 

Béatrice et Charlotte, bien sûr merci à toutes les deux aussi, honnêtement je pense qu’il y a 

dû y avoir pas mal de fois où vous m’avez aidé à trouver des trucs dans le L2, sur le LIMS, ou 

partout ailleurs. 

Marine, un remerciement tout particulier à toi. Toute l’aide que tu m’as donné durant ton M2 

je ne l’oublierai pas. La biologie c’est cool, mais ça l’est encore plus quand on la fait à 2. 

Désolé de t’avoir fait faire le sale boulot sur les dénombrements des variants et les photos des 

boîtes, j’espère que tu ne m’en tiendras pas rigueur et que tu me mettras dans tes 

remerciements dans un an ;). 

Ornella, toi aussi tu t’es investie à fond dans ce projet et bien sûr je t’en remercie aussi. 

J’espère que ça ne t’a pas traumatisé des RT-q-PCR. Qui dit RT-q-PCR dit Antoine bien sûr, 

je ne t’oublie pas, merci de t’être investi dans le projet, d’avoir supervisé Ornella sur toute la 

partie sur l’expression de gènes. 

Thibaut, merci pour toute ton aide sur le SDS-PAGE, et pour toutes tes explications sur cette 

manip. 

Agnès, merci pour ces discussions sur Escherichia marmotae et ta bienveillance. Ravi de 

partager ce bureau avec toi dans le futur. A propos de partager le bureau… 

Maiwenn, on est arrivés en même temps à Fougères, on s’est retrouvés dans le même bureau, 

et ce fut un plaisir de le partager avec toi. Merci pour ton calme et pour nos discussions, sur 

Londres, sur Paris. 

Alain, Sylvie, merci de gérer toute la partie logistique, c’est aussi grâce à vous que cette thèse 

a pu fonctionner aussi bien. De même pour Sarah et Lucie, pour l’aide sur les méandres 

administratifs d’une thèse en co-tutelle. 

Estelle, merci pour toutes ces discussions sur nos vies de thésards respectives, à tes conseils 

de 3e année pour le petit thésard de 1ere année que j’étais. Au moment où j’écris ça, tu dois 

être en plein dans les derniers préparatifs pour ton mariage, tous mes vœux de bonheur. 

Cristina, merci aussi pour tes conseils sur la thèse, à comprendre l’administration de l’école 

doctorale et Amethis, à ces allers-retours à Nantes pour cette formation de stats, et pour tous 

les à-côtés de la thèse évidemment. 

A tous les grands sportifs de l’ANSES, et Dieu sait que vous êtes nombreux, merci de m’avoir 

motivé à reprendre le sport. Parmi vous, un remerciement spécial à la team pump du jeudi, 

Alexis, Thibaut, Cristina, Marine, Annaëlle, Mickaël, Mickaëlle, Sophie et Estelle, à nos 

jeudi après-midi improductifs et nos vendredi courbaturés. Un remerciement spécial aussi à la 

team bad du mardi, Thibaut, Pierre, Alexis, Anne-Louise, Darryl, Cristina, Nelly, et ceux 

qui se sont ajoutés dans ma 2e année, Laura, Annaëlle, Charlène, Gaël, Youssef, désolé si 

j’en oublie ou si vous n’y étiez pas, j’ai trop passé de temps à côté sur le panier de basket pour 

me rappeler qui jouait au bad. Alexis, Thibaut, je vous aurais un jour (ou au moins je vous 

prendrais un set). 

Merci à tous ceux qui ont découvert la nightlife de Fougères avec moi. La team des débuts, 

avec Darryl, Cristina (et Corentin), Adrien et Marine. A nos rencontres avec les plus 

grands phénomènes de Fougères, les soirées lunaires au castle ou au bowling. A nos 

discussions sur le foot et le sport, aux foulées de l’espoir, à ce weekend à Brest, aux 24 h du 

Mans, et j’en passe. A Katherly pour l’été 2022, nos sorties vélo et le canoë avec l’ACS. A 

toute la team de la 2e année, Marine, Cristina et Corentin toujours, mais aussi Laura, les 

deux Pierre, Annaëlle, Juliette, Ornella, Saddate, Ilhem, Maiwenn, Youssef, Tristan, 

Charlène, Gaël, Sarah, Mariam, à nos soirées jeux de société au Respawn et nos afterworks 

au Byggvir. 

Merci à tous les gens de l’ACS pour participer à la vie active du labo et pour toutes les sorties 

organisées au cours des 2 ans. 

Merci à toute la team cantine. Bon j’essaye de me refaire mon plan de tête quand j’allais tous 

vous chercher à midi, mais je sais que je vais forcément en oublier. Karine évidemment, je 



4 

 

n’oublierai pas tes critiques sur mon alimentation ;), Jean-François et nos discussions 

voyages et nos discours désespérés sur les passoires thermiques à Fougères :’), Murielle, 

Sophie, Marie-Pierre, Béatrice, Cristina, Darryl, Marine, Annaëlle, Alwena, Maiwenn, 

Ilhem, Gaël, Charlène, les deux Pierre, Ornella, Sarah, Saddate, Laura, Youssef, et la 

dernière à nous avoir rejoints juste avant que je parte, Lucille. 

Enfin, merci à tous les autres (y a encore plein de noms que j’ai en tête), sur qui je n’ai pas 

forcément une anecdote particulière à raconter, mais tous aussi gentils les uns que les autres. 

 

On passe à Jouy maintenant. Je vous paierai bien ma tournée mais j’ai une réputation de rat à 

tenir ;). 

Florence, merci de m’avoir permis de donner ce cours, une expérience que je ne sais pas 

encore si j’ai envie de réitérer mais qui m’aura quand même beaucoup apporté.  

Vlad, merci pour toutes les discussions sur la microscopie confocale, pour ce petit cours 

particulier que tu nous auras donné à Virgile et moi, interrompu par l’alarme incendie et 

qu’on a continué dehors sous la pluie. 

Marie-Françoise, merci d’avoir répondu à toutes mes questions sur CRISPR, je ne l’ai pas 

utilisé durant la thèse, mais pourquoi pas à l’avenir. 

Virgile, cher co-premier auteur, merci pour tous tes conseils de thèse. A toutes nos 

discussions de vie de chercheur qui ont dérivé beaucoup trop de fois, ton gros papier qui je 

l’espère sortira un jour, et bien sûr à tous les à-côtés de la thèse. Merci aussi pour ce temps 

passé avec moi au téléphone un vendredi soir pour m’aider à lancer un HCS (que j’aurais 

quand même réussi à louper…). 

Pierre, le GOAT (t’es content, je l’ai écrit). Merci pour toutes nos discussions sur le sport, 

toutes ces citations d’illustres philosophes tels que Thierry Henry, Kylian Mbappé, ou Thierry 

Gilardi, que l’on s’est répétés. Merci pour ces ménages P2, avec des musiques discutables. 

Pas merci, pour toutes ces fois où tu m’as déconcentré quand j’essayais de travailler. Mais 

t’inquiète pas, tu vas la chercher cette thèse, tu vas la chercher.  

Maud, merci d’être partie avec Pierre en congrès pendant une semaine pour que je puisse 

travailler. A nos discussions sur la vie palaisienne également. 

Alban, merci à toi aussi pour les discussions sur le sport (enfin avec toi je dois plutôt limiter 

ça au foot haha), à ces posts insta qui se moquent de CR7 et Mbappé qu’on s’est envoyés. 

Merci pour toutes les dingueries que tu as pu lâcher avec la voix la plus monotone du monde. 

Julien, merci aussi à toi pour toutes ces discussions, sur le tour, sur l’euro, sur les JO, sur les 

girondins de Bordeaux (RIP). Partenaire de Ferment’heure de la première heure également. 

Philippe, pour finir sur la partie sport, j’espère que tu trouveras de nouvelles personnes avec 

qui échanger quand je serai parti. A ce soporifique France-Belgique, à nos discussions sur les 

JO et nos messages interposés sous la pluie lors de la cérémonie d’ouverture.  

Yasmine, Aya, merci pour ces covoiturages et pour la Blablacar money. Hadi, merci aussi de 

nous avoir fait découvrir Blablacar, je vous ramènerai tous des chocolats un jour. 

Dimitrios, Hugo, thanks for all these walks to the canteen, discussing from all and nothing. 

Dimitrios, to this amazing visit of Versailles we did together. Hugo, merci d’être mon 

sauveur sur R. 

Aurore, merci pour l’aide sur toutes les taches administratives, et d’avoir répondu à toutes 

mes questions, même en distanciel depuis Fougères. 

Julia, merci de m’avoir expliqué le confocal pendant une après-midi, tous ces aller retours 

que t’as dû faire pour les 4000 problèmes que j’avais. 

Cécile, merci à toi pour tous ces moments partagés, pas grand-chose de plus à dire mais c’est 

pour te prouver que je ne t’oublie pas pour une fois ;). 

Marina, merci de ramener un peu d’Alsace dans le labo. 



5 

 

Vincent, merci à toi pour les quelques derniers mois à Jouy. On se retrouve à Fougères 

l’année prochaine de toute façon.  

Merci à tous ceux qui auront partagé leurs journées au P2 avec moi, Merve, Alban, Pierre, 

Cécile, Aurore, Matteo, Aya, Hugo, Arthur, Hadi, Virgile, merci à ceux « qui étaient là 

pour mettre la bonne ambiance », pas merci à ceux qui laissaient traîner leur bazar, pas merci 

à Pierre pour les odeurs de saumon pourri. Merci à Aurore, Emilie, Inès et Pierre pour avoir 

été des binômes de ménages tops, pas merci à Virgile pour m’avoir abandonné en plein 

milieu. 

Merci à toute la team sport de Jouy, Arthur, Pierre, Virgile, Alban, Cécile, Hadi, bon on 

n’aura pas tous été les plus réguliers (je ne vise personne), mais ce fut un plaisir de se 

retrouver là-bas. 

Merci à toute la team sorties aussi ici, Mathilde, Arthur, Cécile, Inès, Pierre, Virgile, 

Alban, Simon, Dimitrios, Daniele, Vincent, Hugo, Hadi, Raphaël, à toutes ces soirées au 

bureau et au deer’n’beer. A ceux qui viennent de « Pal » (ou plutôt venaient, Mathilde 

lâcheuse), la meilleure ville, Mathilde et Virgile, pour nos retours à pied ou en Uber 

ensemble. Arthur, je garderai en mémoire, cet afterwork dans Paris qui a mal tourné. 

Mathilde je n’oublierai pas la guigette. 

Merci à tous les gens de Doc’J, pour les quelques sorties ensemble, la découverte des 

alentours de Jouy, Matteo « le collègue », Matthieu, Ronan, Léa, Nathalie, Armand, 

Andrea, Claire-Jing, Victor, Alexandre, Marie, Léa, Laura. 

Merci aussi à la dernière team sortie, Sébastien et tes idées au top, Angélique, Cécile, 

Aurore, Pierre, Ronan, Léa, Claire-Jing, Corentin, Thibaut, Adrien, à cette soirée 

karting-laser game-bowling, à nos soirées à désespérer devant le niveau de jeu pitoyable de 

l’équipe de France à l’euro et les mises en orbite du ballon par Marcus Thuram. 

 

Merci aussi à tous les amis que je côtoie pour certains depuis biiiiiien longtemps, et avec qui 

j’ai toujours du contact. 

Arthur d’abord, merci pour toutes ces soirées au téléphone ou à geeker ensemble, pour 

m’occuper quand je ne savais pas quoi faire à Fougères. Et évidemment ce petit weekend bien 

sympa chez toi à, Orléans. 

Lucille, merci pour toutes ces fois où tu m’as hébergé quand je revenais faire un petit coucou 

sur Paname. A ces vacances incroyables en Andalousie, ce weekend au ski chez toi, et ce 

weekend mémorable à Fougères (oui je parle du bowling). Et évidemment les soirées et les 

visites de musées gratuits à mon retour sur Paris. A nos discussions sur nos deux thèses 

respectives, qui se finiront à un jour d’intervalle, trop connectés ;). 

Juliette, merci aussi d’être venue à Fougères, à ce festival avec le GOAT Martin Garrix, et 

aussi ces vacances en Andalousie. A nos discussions sur nos thèses respectives (je répète ce 

que j’écris à Lucille décidément). 

Leon, thank you also to you that you came to visit in Fougères, especially the Mont Saint 

Michel and Saint Malo, because I don’t even know if you remember the name of Fougères 

haha. Thanks for the geography games we played together and of course thanks for joining to 

the Oktoberfest. 

Célia et Sacha, merci pour nos diverses soirées à Rennes, Bédée et Fougères, des jeux de 

société sans oublier les blindtests évidemment.  

Pierre, merci pour les deux nouvel ans chez toi à Paris, ainsi que les quelques soirées qu’on a 

pu faire depuis mon retour, avec Antoine et Isaure. Bon courage pour la fin de thèse, bientôt 

fini ! 

Tony, merci pour toutes les discussions de sport par message, à la coupe du monde de basket 

et aux JO, merci pour ce weekend bien stylé à Marseille. Started from the bottom (Poitiers) 

now we’re here (Docteurs de biologie). 



6 

 

Amandine, merci pour le petit weekend chez toi à la fête des Lumières à Lyon, avec Juliette 

et Lucille. 

To all the Uppsala team that went to Oktoberfest, thanks Stefan for hosting, thanks Nick for 

organizing, thanks also to Pablo, Carlos and Leon, amazing weekend, and amazing covid 

that made me miss one whole week of PhD right after. 

Thanks to the other Uppsala bros, Kevin, for organizing, and Kai for joining, for this amazing 

ski weekend in Chamonix. 

Merci aussi à toute la team de Mulhouse, Roman, Ahmedin, Cédric, Mathieu, Daniel, 

Benjamin, et ceux qui s’ajoutent par ci par là, pour être toujours au rendez-vous quand je 

rentre à Noël. 

Thanks to all the one-day friends I have made during the congresses and thematic schools I 

went to, in Rennes, Saint-Malo, Sète, Porto, Hamburg, Copenhagen. I forgot most of your 

names, but not the moments. 

 

Enfin, merci à ma famille. 

Papa et Maman d’abord, merci d’avoir toujours été là pour moi, c’est principalement grâce à 

vous que j’en suis là aujourd’hui, pour toute votre éducation mais aussi pour m’avoir poussé à 

continuer après le M2, au moment où j’était dégoûté de la recherche. A nos vacances peu 

exotiques en Bretagne en 2022 et aux JO en 2024, à nos vacances plus exotiques en Tanzanie 

en 2023. 

Alice toi aussi, merci d’être là, d’être une grande sœur aimante, merci d’être là quand j’ai 

besoin d’une guide après m’être fait opérer des yeux ;), j’essaye de te rendre la pareille quand 

je ne suis pas tête en l’air. A nos vacances mémorables en Tanzanie également.  

Benoît, merci aussi d’être passé à Fougères pour ce petit weekend familial, de m’avoir côtoyé 

sur la route pour l’Alsace à Noël, avec Alice. Au petit verre qu’on a également pris ensemble 

aux 24h du Mans. 

Uli, danke, dass du immer von mich Nachrichten nimmst, auch wenn ich manchmal etwas 

länger brauche, um zu antworten. Danke dass du mich auch in Fougères besucht hast und dass 

wir die Gegend zusammen erkundet haben. 

 

J’espère que vous êtes tous prêts à m’appeler Dr. Charron maintenant. 



7 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A ceux qui nous aurons quitté pendant cette thèse,  

 

Papi,  

 

Tigris,  

 

et Mireille



8 

 

 



9 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abréviations 
 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



10 

 

AB2R : Antibiotiques, Biocides, Résidus et Résistance 
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Ce projet de thèse résulte d’un partenariat entre l’Agence nationale de sécurité sanitaire de 

l'alimentation, de l'environnement et du travail (ANSES) et l'Institut national de recherche 

pour l'agriculture, l'alimentation et l'environnement (INRAE), qui ont conjointement participé 

au financement de la bourse doctorale. Ce travail s’inscrit également dans le cadre du projet 

ANR JCJC BAoBAb (coordonné par Arnaud Bridier), dont il a bénéficié du soutien 

scientifique et financier. L’objectif principal de cette thèse a été de mieux comprendre le lien 

entre le mode de vie en biofilm, l’adaptation aux biocides désinfectants et l’émergence de 

résistances croisées aux antibiotiques chez les bactéries. Ce mode de vie constitue la forme de 

vie bactérienne la plus courante dans de nombreux environnements, notamment au sein des 

chaînes de production alimentaire, où les biocides sont fréquemment utilisés. 

La première partie de cette thèse a été réalisée au sein du laboratoire de l’ANSES de 

Fougères, dans l’unité « Antibiotiques, Biocides, Résidus et Résistance » (AB2R) sous la 

direction d’Arnaud Bridier. Ce laboratoire est reconnu pour son expertise dans le domaine des 

biocides et de l’étude des résistances aux antimicrobiens. L’unité AB2R héberge également le 

laboratoire national de référence - Résistance antimicrobienne (LNR-RA), en charge de la 

réalisation des plans de surveillance annuels de l’antibiorésistance sur la chaîne alimentaire, 

en lien avec le ministère de l’Agriculture. La seconde partie de la thèse a été réalisée au sein 

de l’équipe « Biofilms et communautés spatialement organisées » (B3D) de l’unité Micalis, à 

l’INRAE de Jouy-en-Josas, sous la direction de Romain Briandet. Cette phase s’est 

concentrée sur l’analyse des dynamiques structurales des biofilms au microscope confocal à 

fluorescence (CLSM), avec pour objectif de comprendre comment l’organisation spatiale et la 

différenciation cellulaire influencent la tolérance aux traitements antimicrobiens et 

l’émergence de variants résistants et observer le comportement de ces derniers au sein de 

communautés bactériennes complexes. 

 

1. Contexte général 
 

La découverte de la pénicilline par Sir Alexander Fleming en 1928 a marqué un tournant 

majeur dans l’histoire de la médecine, réduisant considérablement la mortalité humaine dans 

les décennies suivantes (Ventola, 2015). Les antibiotiques, pour la plupart dérivés de 

substances produites par des microorganismes, ont été des armes essentielles dans la lutte 

contre les infections bactériennes. Ces microorganismes, en compétition depuis des 

millénaires pour l’espace et les ressources, ont cependant développé des stratégies de défenses 

complexes contre ces substances (Perry et al., 2016). Depuis cette découverte, de nombreuses 

autres familles d’antibiotiques ont été découvertes et sont utilisées quotidiennement pour 

traiter aussi bien les humains que les animaux. Cependant, la résistance  aux antibiotiques 

s’est rapidement propagée à travers le monde, exacerbée par l'utilisation  abusive et excessive 

de ces agents antimicrobiens (Ventola, 2015). Bien que ces résistances existent depuis aussi 

longtemps que ces substances, elles étaient autrefois confinées à certaines niches écologiques. 

Ce n’est qu’avec l’utilisation extensive des antibiotiques par les humains que la dissémination 

des résistances à grande échelle a véritablement commencé (Davies and Davies, 2010).  

 

Aujourd’hui, l’émergence de la résistance aux antimicrobiens représente l’une des plus 

grandes menaces pour la santé publique mondiale, au point d’être un domaine d’action 

prioritaire pour l’Organisation Mondiale de la Santé (World Health Organization, 2023). Une 

étude publiée par The Lancet en 2019 estimait que la résistance aux antibiotiques était 

directement responsable annuellement de 1,27 million de décès dans le monde, tout en étant 

associée à 4,95 millions de décès (Murray et al., 2022). Souvent qualifiée de « pandémie 

silencieuse », cette crise sanitaire touche inégalement les régions du monde, les pays en voie 
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de développement étant plus gravement affectés. Cette inégalité s’explique par plusieurs 

facteurs, notamment la difficulté d’accès à certaines molécules et à des diagnostics précis 

(Chokshi et al., 2019), des conditions d’hygiène insuffisantes (Chokshi et al., 2019), ainsi 

qu’une pollution environnementale due à des rejets industriels non régulés (Lundborg and 

Tamhankar, 2017). Un rapport publié en 2014 estimait que, sans intervention, la résistance 

aux antimicrobiens pourrait devenir, d’ici 2050, la première cause de mortalité dans le monde, 

avec plus de 10 millions de décès annuels (O’Neill, 2014). 

L’utilisation d’antibiotiques, parfois abusive, en médecine humaine est un facteur contributif 

de sélection connu et a en conséquence fait l’objet de politiques publiques pour limiter la prise 

non justifiée d’antibiotiques. Cependant, de nombreux autres secteurs peuvent également 

contribuer à la propagation de bactéries résistantes. Par exemple, les usines de traitement des 

eaux usées constituent des environnements particulièrement favorables à la propagation de 

résistances, notamment à travers le rejet d’antibiotiques non métabolisés dans les selles 

humaines (Sambaza and Naicker, 2023). De plus, dans de nombreux pays, les antibiotiques 

continuent à être utilisés à des fins non thérapeutiques, ce qui accentue la propagation des 

résistances. Dans l’agro-industrie, l’utilisation massive d’antibiotiques comme facteurs de 

croissance chez les animaux (Castanon, 2007) a eu un impact significatif sur l’augmentation 

de la résistance aux antibiotiques. La chute significative de l’antibiorésistance dans le milieu 

agro-industriel, depuis la mise en place de certaines mesures, telles que celles impulsées par le 

plan d’action national Ecoantibio depuis 2012, visant à réduire l’utilisation d’antibiotiques 

chez les animaux, en témoigne (ANSES, 2023a). 

Ainsi, l’identification de l’ensemble des facteurs contribuant activement à la sélection et à la 

dissémination de résistances aux antimicrobiens au sein des différents secteurs (médecine 

humaine et vétérinaire, élevage, environnement) est essentielle pour limiter l’émergence de 

variants résistants. Ces secteurs sont en effet interconnectés et forment un continuum. Ces 

dernières années, il est apparu qu’une lutte efficace contre la résistance aux antimicrobiens 

nécessitait une approche intégrée et globale, couvrant l’ensemble des environnements 

concernés. Ce concept, connu sous le nom de « One Health » ou « une seule santé », prend en 

compte cette interconnexion entre santé animale, humaine et environnementale (Velazquez-

Meza et al., 2022).  

L’utilisation des biocides désinfectants et leur impact constituent un exemple pertinent de 

cette problématique « One Health » (Aslam et al., 2021a). Les biocides, des substances à 

activité microbicide, sont largement utilisés dans divers domaines. Ils diffèrent des 

antibiotiques par leur utilisation principalement sur des surfaces inanimées, à l’exception des 

antiseptiques (McDonnell and Russell, 1999). Un nombre croissant d’études s’intéresse à la 

pression de sélection exercée par les biocides sur les populations bactériennes et au rôle 

potentiel que celle-ci pourrait jouer dans la sélection de résistances croisées aux antibiotiques 

(Maillard, 2018; Charron et al., 2023a). En effet, les mécanismes d’adaptation des bactéries 

aux biocides peuvent contribuer à la sélection de résistances aux antibiotiques, notamment via 

des mécanismes partagés comme les pompes d’efflux à large spectre, qui rejettent aussi bien 

les antibiotiques que les biocides (Langsrud et al., 2004; Karatzas et al., 2007; Pagedar et al., 

2011). De plus, une co-sélection indirecte peut également avoir lieu, résultant de la présence 

de plasmides possédant à la fois des gènes de résistance à des antibiotiques et à des biocides 

(Russell, 1997; Chen et al., 2013; Roedel et al., 2021). L’omniprésence des biocides dans nos 

environnements, due à leur utilisation massive et quotidienne dans les milieux anthropisés, et 

amplifiée par la crise du Covid-19 (Rizvi and Ahammad, 2022), soulève ainsi des questions 

sur les impacts sanitaires potentiels que pourrait engendrer leur utilisation massive.  
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Les produits biocides sont massivement utilisés dans les industries agroalimentaires, 

notamment sur les chaînes de production. En France, 11 000 tonnes sont utilisées chaque 

année (Oulahal and Degraeve, 2021), pour limiter la transmission de pathogènes via les 

denrées alimentaires. Pour être efficace sur le terrain, les concentrations de biocides dans les 

formulations de désinfection sont souvent nettement supérieures à celles nécessaires pour 

éradiquer les bactéries dans des conditions optimales (Gilbert and McBain, 2003). Cela 

explique en partie pourquoi le terme « résistance » est souvent débattu lorsqu'il s'agit de 

biocides, les résistances identifiées en laboratoire n’étant souvent que des baisses de 

sensibilité, loin des concentrations d’usage sur le terrain (Maillard, 2018). Néanmoins, 

plusieurs facteurs peuvent limiter les concentrations auxquelles les bactéries sont réellement 

exposées,  réduisant ainsi l’efficacité des procédures de désinfection (Maillard, 2005). 

 

 
Figure 1 : Schéma représentant les étapes dans lesquelles des procédures de désinfection sont 

effectuées au sein d’une chaîne de production alimentaire, de « la fourche à la fourchette ». 

Figure créée avec Biorender.com. 

 

 

Ces limitations sont souvent liées à des mésusages, notamment des erreurs lors de la 

préparation et de l’utilisation de la solution de désinfection. De plus, sur les chaînes de 

production alimentaires, les bactéries vivent principalement au sein de biofilms. Ces derniers 

sont des communautés structurées de microorganismes, adhérées aux surfaces et englobées 

dans une matrice extracellulaire composée de polysaccharides, protéines, lipides, ADN 

extracellulaire (ADNe) et d’autres composés sécrétés par les bactéries ou provenant de 

l’environnement (Flemming and Wingender, 2010). Les biofilms jouent un rôle crucial dans 

la survie et l’adaptation des bactéries aux stress antimicrobiens en leur conférant des 

propriétés fonctionnelles spécifiques (Bridier et al., 2011a; Charron et al., 2023a). La structure 

tridimensionnelle de cet édifice biologique et les interactions entre certains composés de la 

matrice et les molécules biocides peuvent limiter la diffusion des biocides, entraînant une 
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exposition réduite des bactéries situées dans des couches internes (Bridier et al., 2011b). Par 

exemple, de nombreux biocides sont des substances cationiques positivement chargées (Fox 

et al., 2022), qui peuvent interagir avec l’ADNe présent dans la matrice, lui-même chargé 

négativement (Mulcahy et al., 2008). De plus, la membrane des bactéries est également 

négativement chargée (Chen and Cooper, 2002), ce qui permet aux bactéries situées dans les 

couches internes d’être protégées par celles en périphérie du biofilm.  

 

Les biofilms limitent également la diffusion d’autres substances, telles que les nutriments ou 

l’oxygène (Høiby et al., 2010), créant ainsi une hétérogénéité des ressources qui engendre une 

hétérogénéité des métabolismes au sein du biofilm. Les bactéries situées à la surface ont 

généralement un accès privilégié à ces composés, tandis que celles situées dans les couches 

internes y ont un accès réduit (Høiby et al., 2010). Ainsi, certaines bactéries dans les couches 

internes peuvent présenter une croissance ralentie, et dans certains cas, entrer dans une phase 

de dormance, comme c’est le cas pour les cellules persistantes et les cellules viables mais non 

cultivables (Uruén et al., 2020). Leur activité métabolique étant réduite, les cibles de certains 

antimicrobiens ne seront plus disponibles, limitant ainsi leur efficacité (Wood et al., 2013). 

Les bactéries en biofilms peuvent ainsi généralement survivre à des concentrations qui sont 

plusieurs milliers de fois supérieures à celles nécessaires à éliminer les mêmes niveaux de 

populations planctoniques (Trubenová et al., 2022). De ce fait, les biofilms posent des 

problèmes sanitaires importants, car ils peuvent être à l’origine de la persistance de souches 

pathogènes sur les chaînes de production, malgré les opérations de nettoyage et désinfection 

(Bridier et al., 2015). 

Cette hétérogénéité phénotypique au sein des biofilms, causée par des gradients chimiques de 

nutriments et de biocides, ainsi que par la réponse des bactéries à leur microenvironnement 

immédiat, pourrait également influencer le devenir évolutif des bactéries (Sadiq et al., 2017). 

D’une part, cette hétérogénéité est décrite comme un avantage adaptatif, offrant aux 

populations bactériennes une forme d’assurance face aux perturbations environnementales 

(Bódi et al., 2017). D’autre part, les biofilms pourraient favoriser l'apparition et la sélection de 

mutations génétiques (Conibear et al., 2009; Ryder et al., 2012). L’augmentation de la 

fréquence des mutations dans certaines conditions présentes dans les biofilms pourrait donc 

accroître la probabilité d’émergence de résistances et de résistances croisées.  

Cependant, il est important de souligner que la majorité des données disponibles sur le 

développement de résistances croisées entre biocides et antibiotiques proviennent d’études sur 

des suspensions planctoniques. Or, comme cela a été exposé, la vie en biofilm influence 

profondément la manière dont les bactéries s’adaptent aux stress biocides, ce qui pourrait 

avoir un impact direct sur le développement de résistances croisées aux antibiotiques.  

Dans ce contexte, l’objectif de cette thèse a été de répondre à plusieurs questions clés :  

• Comment le mode de vie « biofilm » influe-t-il sur l’adaptation des bactéries aux 

biocides, et quel rôle joue-t-il dans l’émergence de résistances croisées ? 

• Quels sont les déterminants génétiques et les mécanismes moléculaires impliqués dans 

ces résistances croisées ? 

• Quelles variations phénotypiques sont observées chez les variants, et comment 

impactent-elles leur capacité de dissémination au sein de la chaîne alimentaire ?  

 

Ces travaux contribueront à l’identification de marqueurs moléculaires et phénotypiques liés à 

l’adaptation aux biocides et au développement de résistances croisées. A terme, ceux-ci 

pourraient être utilisés pour développer des outils de surveillance dans la chaîne alimentaire. 
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2. Etude bibliographique 

2.1. Escherichia coli, un modèle d’étude pertinent 

Escherichia coli est à ce jour l’une des espèces bactériennes les mieux étudiées et 

caractérisées. Bacille à gram négatif appartenant à la famille des Enterobacteriaceae, cette 

espèce a été identifiée pour la première fois en 1885 par Theodore Escherich (Friedmann, 

2014). Sa découverte ancienne, combinée à sa facilité de culture, ont fait de cette bactérie un 

modèle d’étude privilégié. Dans des conditions de cultures optimales, certaines souches d’E. 

coli peuvent se répliquer en moins de vingt minutes, ce qui facilite les études expérimentales 

et renforce son statut d’organisme modèle. Souvent pionnière dans la recherche, elle a 

notamment été l’une des premières espèces bactériennes à être intégralement séquencée, avec 

le génome de la souche de référence K-12 publié en 1997,  deux ans après le séquençage du 

premier génome bactérien (Koonin, 1997). La richesse de la littérature existante sur cette 

espèce, notamment dans des expériences d’évolutions (McDonald, 2019; Lenski, 2023), offre 

ainsi de nombreux points de comparaison, et sa facilité de manipulation en laboratoire est 

renforcée par l’existence de nombreux outils, en, particulier en biologie moléculaire.  

E. coli représente également un excellent modèle d’étude dans le cadre de cette thèse et du 

projet ANR BAoBAb. Son ubiquité en fait un modèle représentatif des bactéries présentes 

aussi bien dans les chaînes de production alimentaires que dans les isolats cliniques, en 

parfaite adéquation avec le concept « One Health ». De plus, la capacité de certaines souches 

à former des biofilms structurés justifie son utilisation pour étudier l’effet de substances 

actives représentatives des solutions désinfectantes employées dans les chaînes de production. 

Enfin, les problèmes de résistance aux antimicrobiens posés par E. coli, membre du groupe 

des ESKAPEE (Partridge et al., 2018), renforcent la pertinence de ce modèle pour étudier 

l’évolution de la résistance aux antibiotiques. 

 

 

2.1.1. Diversité intra-espèce chez E. coli 

 

L’une des particularités d’E. coli réside dans la grande diversité au sein de l’espèce (Jang et 

al., 2017). Ubiquitaire, cette espèce peut être retrouvée dans une grande variétés 

d’environnements (Jang et al., 2017). La grande plasticité de son génome entraîne des 

disparités significatives au sein de l'espèce, certaines souches partageant peu de similarités 

génotypiques (Denamur et al., 2021), tout comme des différences phénotypiques marquées, 

avec des profils très distincts. E. coli est notamment souvent un organisme commensal présent 

dans le tractus gastro-intestinal humain, mais certaines souches possèdent un potentiel 

pathogène, provoquant diverses infections selon les souches (Denamur et al., 2021). Ces 

infections peuvent avoir lieu aussi bien au niveau de la paroi intestinale (Nguyen and 

Sperandio, 2012) qu’au niveau du tractus urinaire (Figure 2) (Terlizzi et al., 2017). Par 

exemple, le sérotype O157:H7, connu pour sa virulence, est responsable de 64% des 

hospitalisations liées à E. coli en Europe entre 2002 et 2006 (Brugère et al., 2012). Ce 

sérotype appartient aux E. coli entérohémorragiques (EHEC), un sous-groupe des E. coli 

productrices de la shigatoxine (STEC).  
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Figure 2 : Représentation des différents pathotypes de E. coli et des différentes cibles 

cellulaires sujettes à des infections. Ceux-ci se divisent en deux groupes, InPec (Intestinal 

pathogenic E. coli) et ExPec (Extraintestinal pathogenic E. coli). Dans le premier groupe on 

retrouve les EPEC (Enteropathogenic E. coli), les ETEC (Enterotoxigenic E. coli), les EIEC 

(Enteroinvasive E. coli), les EAEC (Enteroaggragative E. coli), les DAEC (Diffuse adhering 

E. coli), les AIEC (Adherent-invasive E. coli) et donc les EHEC (Enterohemorrhagic E. coli) 

dans lesquelles on retrouve les STEC et les VTEC (Verocytotoxin-producing E. coli).  Chacun 

de ces pathotypes possède ses propres gènes de virulence spécifiques, qui définissent leurs 

modes d’infection au sein du tractus gastro-intestinal. Les pathotypes du second groupe sont 

principalement classées par l’organe qu’ils infectent. On y retrouve toutes les infections non-

intestinales, avec les UPEC (Uropathogenic E. coli), les NMEC (Neonatal meningitis E. coli) 

et MAEC (meningitis-associated E. coli), les APEC (Avian pathogenic E. coli), les SEPEC 

(Sepsis-associated E. coli) et d’autres Expec n’appartenant à aucune des catégories 

précédemment citées. (Issu de (Geurtsen et al., 2022)) 

 

 

2.1.2. E. coli dans les chaînes de production alimentaire 

 

Etant donnée sa prévalence chez les humains et les animaux, E. coli est fréquemment 

rencontrée sur les chaînes de production alimentaires. La surveillance des souches 

pathogènes, notamment dans les filières bovines (Dong et al., 2020), porcines (Colello et al., 

2016), avicoles (Alonso et al., 2012) et laitières (Farrokh et al., 2013), est cruciale pour 

prévenir leur propagation. En France, les toxi-infections alimentaires provoquent chaque 

année entre 232 et 358 décès ainsi que jusqu’a 21200 hospitalisations, engendrant un coût 

économique considérable (Van Cauteren et al., 2018). Bien que E. coli ne soit pas l’agent 

pathogène le plus fréquent (Figure 3), il reste essentiel de limiter les risques associés. Entre 

2008 et 2013, les estimations font état, en France, de 8200 à 38600 infections 

symptomatiques, 317 à 2238 hospitalisations et 2 à 12 décès annuels, liés à des infections 

alimentaires par des  souches STEC (Figure 3) (Van Cauteren et al., 2018). Ces cas sont 

parfois très médiatisés, comme l’a montré le scandale sanitaire qui a eu lieu en France, en 

2022, où la contamination de pizzas surgelées de la marque Buitoni par E. coli a provoqué des 
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dizaines d’hospitalisations, principalement des enfants, dont deux sont décédés (Santé 

Publique France, 2022).  

Si les bactéries proviennent souvent directement des pièces de viande, la manipulation de ces 

dernières peut entraîner la propagation des bactéries sur les surfaces présentes en industrie, 

augmentant ainsi les risques de contamination des lots suivants. E. coli, notamment les 

souches STEC, a déjà été isolée sur des surfaces industrielles agro-alimentaires (Aslam et al., 

2004; Rivera-Betancourt et al., 2004; Vogeleer et al., 2014). Ces souches sont capables 

d’adhérer aux surfaces et de former des biofilms, renforçant ainsi leur persistance dans 

l’environnement (Dourou et al., 2011; Nesse et al., 2014).  

 

 
 

Figure 3 : Estimation du nombre annuel moyen d’infections symptomatiques (A), 

d’hospitalisations (B) et de décès (C) liés à des infections par des pathogènes bactériens 

alimentaires entre 2008 et 2013. (Adapté de (Van Cauteren et al., 2018)) 
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2.1.3. Les biofilms chez E. coli 

 

Les biofilms d’E. coli ont été largement caractérisés, ce qui a permis de mieux comprendre les 

différentes étapes de leur formation et la composition de leur matrice extracellulaire (Figure 

4). L’adhésion initiale aux surfaces est médiée par divers gènes, notamment ceux de l’opéron 

fimAICDFGH, impliqués dans la formation de fimbriae de type 1, ainsi que par les opérons 

csgBA et csgDEFG, responsables de la production de fibres amyloïdes appelées curli.  

D’autres facteurs, tels que les pili conjugatifs, codés par des gènes que l’on peut retrouver sur 

les plasmides, participent également à ce processus (Beloin et al., 2008). Ces décorations de 

surface permettent l’adhésion à des substrats biotiques et abiotiques, tout en contribuant à la 

structuration des biofilms. Cette organisation spatiale est renforcée par des facteurs agrégatifs 

comme l’auto-transporteur Ag43, participant à l’adhésion entre les bactéries (Beloin et al., 

2008).  

Comme de nombreuses autres espèces bactériennes, E. coli produit plusieurs 

exopolysaccharides, essentiels à la matrice du biofilm, notamment le β-1,6-N-

acetylglucosamine (PNAG), codé par l’opéron pgaABCD, et la cellulose, codée par les 

opérons bcsABZC et bcsEFG, qui assurent la formation d’un biofilm dense et rigide (Sharma 

et al., 2016). Le PNAG joue un rôle crucial lors des phases initiales du biofilm en facilitant 

également la fixation aux surfaces et entre les cellules (Sharma et al., 2016). L’acide 

colanique, codé par l’opéron rcsABCDF est un autre polysaccharide, qui enrobe généralement 

les cellules bactériennes et les protège de divers stress environnementaux (Sharma et al., 

2016). De plus, d’autres éléments polysaccharidiques présents à la surface des bactéries, tels 

que le lipopolysaccharide ou la capsule, sont également essentiels à l’adhésion, l’agrégation et 

la structuration du biofilm (Beloin et al., 2008).  

Parmi les autres composés présents dans la matrice du biofilm de E. coli, l’ADNe, libéré 

notamment par la lyse bactérienne, joue un rôle clé dans le maintien et l’intégrité de la 

structure du biofilm (Hufnagel et al., 2015) (Okshevsky et al., 2015). La charge négative de 

l’ADNe permet également la capture de certaines molécules antimicrobiennes chargées 

positivement (Laverty et al., 2011; Charron et al., 2023a).  

La formation de biofilms et la synthèse des différents composés de la matrice sont des 

processus finement régulés, impliquant divers mécanismes. En réponse aux stimuli 

environnementaux, des régulateurs globaux comme rpoS et H-NS, ainsi que des systèmes à 

deux composants, comme CpxA/CpxR et EnvZ/OmpR, contrôlent la formation de biofilms 

(Beloin et al., 2008). Ces régulateurs réagissent notamment aux variations de pH, d’oxygène, 

de nutriments ou encore de température (Ballén et al., 2022).  

La communication entre bactéries, médiée par des systèmes de quorum sensing, joue 

également un rôle clé dans la formation de biofilms. Chez E. coli, la molécule AI-2, 

synthétisée par LuxS, module la production de biofilms en fonction de sa concentration dans 

le milieu (Sharma et al., 2016).  

Au sein de la cellule, la concentration en seconds messagers tels que le c-di-GMP ou le 

(p)ppGpp est modulée en réponse aux différents stimuli, qui vont réguler l’activité de certains 

activateurs et répresseurs de la transcription des gènes impliqués dans la formation des 

biofilms. Certains composants sont également régulés par des mécanismes de variation de 

phase, comme les fimbriae de type I et l’Ag43. Les gènes fimA (pour les fimbriae) et flu (pour 

l’Ag43) sont généralement en phase OFF. En réponse à certain stimuli respectivement, une 

inversion dans l’ADN et une méthylation permettent à ces deux gènes de passer en phase ON 

et d’être transcrits (Beloin et al., 2008). Les fimbriae étant principalement impliqués dans 

l’adhésion initiale et l’Ag43 principalement dans l’agrégation entre les bactéries suivant la 

phase initiale, ces derniers ne sont pas activés simultanément. Il a été démontré que ces deux 
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processus sont liés, la surexpression des fimbriae de type I pouvant entraîner la répression de 

l’Ag43 (Beloin et al., 2008).  

Ainsi, la formation de biofilms par E. coli est complexe et pose de nombreux défis, tant dans 

les contextes cliniques, où ces biofilms peuvent adhérer sur les cellules humaines (Beloin et 

al., 2008), que dans les environnements industriels où leur élimination par des biocides peut 

s’avérer difficile (Charron et al., 2023a). Une partie détaillée sur les différents facteurs 

propres aux biofilms qui permettent la survie des bactéries face aux biocides a fait l’objet 

d’une valorisation sous forme de revue, qui est présentée dans la partie 2.3. 

 

 
Figure 4 : Schéma illustrant les différents composés de la matrice de E. coli et les interactions 

auxquelles ces derniers participent. Figure créée avec Biorender.com. 

 

 

 2.1.4. La résistance aux antibiotiques chez E. coli 

 

L’utilisation parfois abusive d’antibiotiques a favorisé la propagation de souches résistantes, 

les souches en contact direct avec ces antibiotiques étant les plus impactées. E. coli, présente 

aussi bien chez les humains que chez les animaux d’élevage, est donc particulièrement 

concernée par ce risque d’antibiorésistance (Tadesse et al., 2012). E. coli fait notamment 

partie du groupe ESKAPEE, qui regroupe plusieurs agents pathogènes présentant un risque 

élevé d’antibiorésistance : Enterococcus faecium, Staphylococcus aureus, Klebsiella 

pneumoniae, Acinetobacter baumannii, Pseudomonas aeruginosa, Enterobacter et E. coli 

(Partridge et al., 2018). L’OMS classe également E. coli parmi les pathogènes prioritaires 

pour la surveillance des résistances antimicrobiennes (World Health Organization, 2024). 

Pour cette raison, E. coli est une bactérie sentinelle, dont les isolats sont régulièrement 

prélevés pour mesurer leur résistance à plusieurs familles d’antibiotiques, permettant ainsi de 

suivre l’évolution des résistances au fil des années (Tadesse et al., 2012). Le LNR-RA du 

laboratoire de Fougères participe à ce plan de surveillance, en analysant les résistances 

d’échantillons de E. coli isolés sur des pièces de viande provenant d’animaux sains dans les 

chaînes de production alimentaire. Des résultats de ce plan de surveillance sont détaillés dans 

la figure 5. On y observe une certaine diversité entre les filières, les souches isolées dans des 

élevages avicoles possédant plus souvent des résistances que celles provenant d’élevages 

bovins et ovins. Des disparités existent également entre les familles d’antibiotiques, certaines 

résistances étant très prévalentes (plus de 50% dans les élevages avicoles), tandis que d’autres 

sont inexistantes. Ceci s’explique par la date de mise sur le marché de ces substances 

antibiotiques, ainsi que par le choix des antibiotiques utilisés dans ces filières (Poirel et al., 
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2018). Dans de nombreuses familles, la baisse de la prévalence des résistances au fil des 

années témoigne également de la hausse des contrôles sur l’utilisation d’antibiotiques en 

médecine vétérinaire, visant à réguler et réduire leur usage (ANSES, 2023a). Le plan 

Ecoantibio a notamment permis de réduire l’exposition des animaux d’élevage aux 

antibiotiques en France de 52% entre 2011 et 2022 (ANSES, 2023b), et de plus de 90% pour 

les antibiotiques critiques pour la santé humaine, comme les céphalosporines de 3e et 4e 

génération (ANSES, 2023a). 

 

 

 
 

Figure 5 : Prévalence de souches de E. coli résistantes à différents antibiotiques, provenant 

d’animaux sains, en Europe, de 2004 à 2018. NB : Les résistances à la céfépime, les 

méropénèmes et la tigécycline ont également été analysées, mais aucune résistance n’ayant 

été découverte, elles ne sont pas présentes sur cette figure. (Issu de (De Jong et al., 2022)) 
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2.2. Les biocides 

2.2.1. Introduction 

Les produits biocides sont des substances actives utilisées pour éliminer ou contrôler les 

organismes nuisibles, allant des microorganismes aux insectes et rongeurs (European 

Chemicals Agency, 2012). Ils sont classés en plusieurs catégories (European Chemicals 

Agency, 2012) : 

- Désinfectants : substances ou mélanges destinés à détruire les microorganismes  

- Produits de protection : produits de prévention appliqués sur des surfaces pour 

empêcher la fixation d’organismes, comme les produits de protection du bois ou les 

produits anti-biofilm 

- Produits de lutte contre les nuisibles : produits utilisés contre des espèces non-

microscopiques, comme les rongeurs (rodenticides), les oiseaux (avicides), les 

poissons (piscicides) ou les insectes (insecticides) 

- Autres produits biocides : produits ne rentrant dans aucune autre catégorie tels que 

les peintures anti-salissure utilisées en milieu aquatique, pour protéger la coque des 

navires, ou les produits utilisés pour préserver des cadavres humains ou animaux dans 

le cadre d’embaumement et de taxidermie. 

Cette thèse se concentre exclusivement sur les désinfectants. Le terme « biocide » utilisé se 

réfèrera donc uniquement à cette catégorie. Parmi les désinfectants, on distingue plusieurs 

sous-catégories en fonction du domaine d’application (European Chemicals Agency, 2012) : 

- Hygiène humaine : produits utilisés pour désinfecter la peau ou le cuir chevelu 

- Désinfectants et produits algicides non destinés à l’application directe sur des 

êtres humains ou des animaux : produits utilisés pour désinfecter tout type 

d’équipement qui n’est pas en contact avec des denrées alimentaires, tels que les 

produits de traitement des piscines, aquariums, air, eau, textile, etc 

- Hygiène vétérinaire : produits utilisés pour désinfecter les surfaces associées à des 

environnements dans lesquels se trouvent des animaux, ainsi que des produits 

d’hygiène buccale ou des savons 

- Surfaces en contact avec les denrées alimentaires et les aliments pour animaux : 

produits utilisés pour désinfecter tout type de matériel qui pourrait rentrer en contact 

avec des denrées alimentaires 

- Eau potable : produits utilisés pour traiter l’eau potable consommée par les humains 

et les animaux 

Les biocides peuvent également être classés en fonction de leur mode d’action et de leur 

structure moléculaire. Le tableau 1 regroupe les principales familles de biocides, leurs 

substances actives, leurs cibles au sein de la bactérie, ainsi que les secteurs industriels où ils 

sont utilisés : 
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Famille Substances actives Cibles et mode d’action Filière 

Ammoniums 

quaternaires 

- Chlorure de 

benzalkonium 

- Chlorure de 

didecydimethylamonium 

- Interaction avec les lipides et protéines 

membranaires 

- Déstructuration de la membrane cellulaire 

et modification de la perméabilité 

- Viande/Charcuterie 

- Produits de la mer 

Peroxydes - Peroxyde d’hydrogène  

- Acide peracétique  

- Ozone 

- Production de radicaux libres 

- Oxydation des lipides, protéines 

(groupements-SH) et acides nucléiques  

- Désorganisation des membranes 

- Viande/Charcuterie 

- Laitière 

- Végétaux 

- Produits de la mer 

- Viticole 

Halogénés - Chlore 

- Hypochlorite de 

sodium 

- Dioxyde de chlore 

- Halogénation des protéines, 

carbohydrates, lipides et acides nucléiques 

- Désorganisation de la membrane 

- Viande/Charcuterie 

- Laitière 

- Végétaux 

- Produits de la mer 

- Viticole 

Alcools - Ethanol 

- Alcool isopropylique 

- Perturbation de la membrane cellulaire par 

liaison aux phospholipides 

- Dénaturation des protéines 

- Inhibition de la synthèse des acides 

nucléiques et des protéines 

- Viande/Charcuterie 

- Laitière 

Aldéhydes - Glutaraldéhyde 

- Formaldéhyde 

- Réticulation des protéines 

- Inhibition de la synthèse des acides 

nucléiques et des protéines  

- Altération de la paroi cellulaire 

- Viande/Charcuterie 

 

Biguanides - Chlorhexidine 

- Polyhexaméthylène 

biguanide 

- Fuite des constituants cytoplasmiques par 

désorganisation de la bicouche lipidique 

- Précipitation des protéines et acides 

nucléiques 

- Viande/Charcuterie 

- Produits de la mer 

Triamines - N-(3-aminopropyl)-N-

dodecylpropane-1,3-

diamine 

- Déstructuration de la membrane cellulaire 

et modification de la perméabilité 

- Viande/Charcuterie 

- Laitière 

- Produits de la mer 

Tableau 1 : Familles de biocides leur cibles cellulaires et leurs modes d’actions (Adapté de 

(Bridier et al., 2021)) 

2.2.2. Procédures de nettoyage et désinfection 

 

Les procédures de nettoyage et désinfection suivent un cheminement précis, étape par étape, 

ayant pour objectif d’augmenter au maximum l’efficacité du traitement (CRITT IAA, 2015) :  

 

- Pré-Nettoyage : élimination des salissures visibles en utilisant de l’eau chaude et 

rangement de la zone à nettoyer. 

- Nettoyage : utilisation de détergents pour éliminer les souillures visibles restantes, qui 

pourraient interférer avec le désinfectant. La matière organique peut notamment 

influer sur le pH, un facteur limitant pour de nombreux biocides. Il est donc important 

à cette étape de respecter les temps d’application du détergent pour améliorer son 

efficacité. 

- Rinçage intermédiaire : élimination des souillures détachées durant l’étape de 

nettoyage ainsi que les traces de détergent, suivi d’un séchage pour éviter la dilution 

du désinfectant à l’étape suivante 
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- Désinfection : application du biocide pour éliminer les microorganismes. Il est 

important de respecter le temps d’application recommandé du fournisseur du biocide. 

- Rinçage final : élimination des résidus de biocides, qui pourraient diriger l’évolution 

de futures bactéries. Certains de ces produits étant toxiques, ce rinçage permet 

également d’éviter qu’ils ne se retrouvent dans l’alimentation. 

- Séchage : cette dernière étape sert à éviter de futures multiplications de bactéries et à 

préserver les surfaces de la corrosion. 

 

Chacune de ces étapes est adaptée au sein de l’entreprise, dans un plan de nettoyage précis, 

afin de correspondre au mieux aux machineries qui y sont présentes, ainsi qu’aux aliments qui 

y sont manipulés (CRITT IAA, 2015). De nombreux tests simples existent en guise de 

contrôle pour évaluer l’efficacité de chaque étape. On retrouve par exemple des tests de 

détection des protéines et des sucres pour l’étape de nettoyage, des boîtes de contact ou 

petrifilms pour les contrôles de la désinfection et des tests de pH ou des tests spécifiques aux 

biocides pour l’étape de rinçage (CRITT IAA, 2015).  

 

 

2.2.3. Facteurs limitants l’efficacité des biocides 

Les réglementations en place concernant le nettoyage et la désinfection des chaînes de 

production sont strictes et doivent être scrupuleusement respectées. Cependant, la réduction 

en bactéries sur les surfaces n’est souvent que partielle (Luyckx et al., 2016), malgré 

l’utilisation de concentrations théoriquement léthales pour ces microorganismes. Plusieurs 

facteurs expliquent cette survie. Tout d’abord, les machineries présentes dans les industries 

sont souvent complexes, et certaines parties difficiles d’accès peuvent favoriser l’implantation 

de microorganismes. La matière organique non éliminée, due à des erreurs ou à un manque de 

temps alloué à ces procédures, peut avoir un impact significatif sur l’efficacité du biocide en 

réduisant l’exposition des bactéries ou en modifiant le pH local (Russell, 2003; Cerf et al., 

2010). Les périodes de nettoyage et désinfection ont des durées importantes et sont 

considérées par les entreprises comme des pertes de productivité. Une désinfection 

incomplète permet l’établissement et le maintien de biofilms, augmentant la survie des 

bactéries lors des expositions futures aux biocides et favorisant la sélection de souches 

adaptées (Charron et al., 2023a). Ce phénomène augmente non seulement les risques de 

contamination pour les consommateurs, mais aussi celui de l’émergence de bactéries 

résistantes aux biocides,  et possiblement de manière croisée à certains antibiotiques, (Aslam 

et al., 2021a). 

 

2.2.4. Résistances aux biocides  

Contrairement aux antibiotiques, les biocides peuvent être utilisés à de très fortes 

concentrations, car leur utilisation n’est pas limitée par la toxicité sur les humains (Charron et 

al., 2023a). Cette particularité leur confère une grande efficacité, notamment grâce à un effet 

multi-ciblé sur les cellules bactériennes (Gilbert and McBain, 2003; Maillard, 2018). Alors 

que les antibiotiques ont généralement une cible spécifique au sein de la cellule, réduisant 

ainsi les risques d’effets secondaires délétères sur les cellules humaines, ce n’est pas le cas 

des biocides. Ces derniers ont, pour la plupart, des effets concomitants sur la paroi, la 

membrane, les protéines ou encore les acides nucléiques (Donaghy et al., 2019). Cet effet 

multi-cibles dirige généralement l’évolution vers des adaptations bactériennes globales, et non 

spécifiques comme peuvent l’être les adaptations aux antibiotiques, pour lesquels on retrouve 
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souvent des mutations entraînant la modification de la cible de l’antibiotique (Poole, 2002). 

Parmi celles-ci on retrouve la mutation du gène rpoB, codant pour l’acide ribonucléique 

(ARN) polymérase, permettant la résistance à la rifampicine (Lambert, 2005), ou bien la 

mutation du gène gyrA, codant pour la gyrase de l’ADN, conférant une résistance aux 

fluoroquinolones (Lambert, 2005). Parmi les adaptations les plus connues aux biocides on 

retrouve notamment l’utilisation accrue de systèmes d’extrusions actifs tels que les pompes 

d’efflux, ou la réduction de l’abondance de transporteurs membranaires passifs, comme les 

porines, diminuant la perméabilité de la membrane externe des bactéries (Maillard, 2018). Ces 

modifications ayant cependant un effet général, il n’est pas rare qu’elles aient des effets 

croisés sur d’autres substances bactéricides. Ainsi, plusieurs résistances aux antibiotiques ont 

été observées sur des bactéries après adaptation à des stress biocides (Poole, 2002; Kampf, 

2018; Charron et al., 2023a). Un tableau détaillé présentant les cibles génétiques qui ont déjà 

été associées à des résistances croisées entre biocides et antibiotiques, a fait l’objet d’une 

valorisation dans l’article présenté dans la partie 2.3. Bien que leur utilisation soit cruciale 

pour limiter la propagation des bactéries pathogènes dans les industries agroalimentaires, elle 

doit être rigoureusement encadrée pour prévenir l’apparition de résistances.  
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2.3. Article 1 : Les biofilms et leurs impacts sur les résistances 

aux biocides 

Cette revue a été écrite dans le cadre d’une étude bibliographique visant à évaluer les 

différentes formes de tolérance intrinsèques au mode de vie biofilm conférant aux bactéries 

une survie accrue aux biocides. Elle se divise en deux parties. La première partie discute les 

aspects purement liés au biofilm, séparés en trois axes : la façon dont la matrice du biofilm 

protège les bactéries, la façon dont les modifications physiologiques au sein du biofilm 

impactent la survie aux biocides et enfin comment le mode de vie biofilm peut également 

favoriser l’apparition de résistances acquises dans le génome. La seconde partie se concentre 

sur les effets secondaires potentiels qui suivent l’émergence de résistances aux biocides. Cette 

partie est également divisée en trois axes, abordant les risques pour l’humain d’une adaptation 

aux biocides avec, tout d’abord, une partie sur les capacités de colonisation et dissémination 

des variants, puis une partie sur l’émergence de résistances croisées aux antibiotiques et enfin 

les potentiels effets sur la virulence des souches. Cette revue a été valorisée dans le journal 

« Microbiology » en juin 2023. 
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La thèse s’est articulée autour de trois parties distinctes (Figure 6). La première partie a 

consisté en un criblage, où les biofilms sélectionnés ont été exposés à différents biocides. 

L’objectif était d’observer comment cette exposition influençait l’évolution de la résistance 

aux antibiotiques (2.1). Après la collecte des variants et la réalisation des premiers tests de 

validation, une analyse complète de leur génome a été effectuée par séquençage (WGS), 

permettant d’identifier des cibles génétiques récurrentes associées à des résistances croisées 

(2.2). Enfin, la dernière partie a porté sur une caractérisation détaillée des variants présentant 

les particularités génomiques les plus intéressantes. Cette section a inclus l’étude des 

mécanismes moléculaires sous-jacents, ainsi que l’évaluation du profil de résistance, des 

capacités de survie et du potentiel de dissémination des variants. Pour établir le lien avec 

l’adaptation en biofilms, la structure spatiale des biofilms produits par ces variants a été 

caractérisée à l’aide du CLSM (2.3). Ces grandes étapes dessinent la démarche adoptée au 

cours de la thèse et résument la stratégie expérimentale globale. Certaines approches 

méthodologiques centrales dans cette démarche expérimentale ont été valorisées à travers des 

chapitres d’ouvrage, et sont présentés dans cette section. Cependant, ceux-ci ne couvrent pas 

de manière exhaustive l’ensemble des aspects méthodologiques de la thèse, qui sont présentés 

de manière détaillée dans le matériel et méthodes des articles présents dans la partie Résultats. 

 

 
 

Figure 6 : Schéma récapitulatif de la stratégie expérimentale globale. Figure créée avec 

Biorender.com. 
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1. Matériel  

1.1. Souches utilisées 

Les souches bactériennes utilisées dans l’étude ont été principalement sélectionnées au sein de 

la collection du LNR-RA hébergé dans l’unité AB2R du laboratoire de Fougères. Cette 

collection rassemble plus de 12000 souches de E. coli isolées dans l’industrie agroalimentaire 

au cours de 20 dernières années dans le cadre des plans nationaux de surveillance de 

l’antibiorésistance, pilotés par la direction générale de l’alimentation (DGAL) du ministère de 

l’agriculture.  

Un panel de 60 souches a été sélectionné, représentant des prélèvements réalisés entre 2014 et 

2019, à raison de 10 souches par année. La sélection a été faite sur la base de leur profil de 

résistance à 14 antibiotiques afin d’avoir une image pertinente de la diversité présente sur la 

chaîne alimentaire. Parmi les 10 souches choisies pour chaque année, 5 étaient sensibles à 

tous les antibiotiques testés tandis que les autres présentaient des résistances 

spécifiques variées : 1 souche résistante à l’ampicilline, 1 résistante à la tétracycline, 1 

résistante à la ciprofloxacine, 1 résistante à la céfotaxime et 1 souche résistante à la 

gentamicine. Cette sélection visait à constituer un échantillon représentatif permettant 

d’évaluer si les souches déjà résistantes présentaient une capacité accrue à développer des 

résistances supplémentaires. A ces 60 souches ont été ajoutées 4 autres souches : la souche de 

référence Ec1655, ainsi que 3 autres souches utilisées dans les deux laboratoires pour leur 

capacité à former des biofilms : la souche SS2 isolée d’un site agroalimentaire en 2014 et les 

souches CIRMBP-0248 et CIRMBP-0223 (collection INRAE), qui ont été isolées sur de la 

volaille respectivement en 1975 et 1977.  

 

1.2. Biocides utilisés  

Pour conduire les expérimentations d’adaptation aux biocides, quatre substances actives 

représentatives des agents désinfectants couramment utilisés dans les chaînes de production 

alimentaire ont été retenues. Le choix s’est porté sur des substances actives plutôt que sur des 

solutions commerciales afin d’attribuer les effets observés directement à ces substances et non 

à d’autres composants présents dans les solutions commerciales (conservateur, texturant, 

agent moussant, etc.).  

Les quatre substances choisies appartiennent à des familles différentes, afin d’avoir une 

diversité de mécanismes d’action et leurs effets potentiels sur les bactéries. Il s’agit du 

chlorure de benzalkonium (BAC), du polyhexaméthylène biguanide (PHMB), du N-(3-

aminopropyl)-N-dodecylpropane-1,3-diamine (TMN) et de l’hypochlorite de sodium (SHY). 

Le BAC fait partie de la famille des ammoniums quaternaires. Ces biocides sont utilisés 

depuis de nombreuses années et ont été intensivement étudiés, notamment en ce qui concerne 

leurs effets sur la résistance aux antibiotiques. Le BAC a ainsi été choisi pour permettre des 

comparaisons avec la littérature existante. Le PHMB fait partie de la famille des biguanides. 

Bien que ce biocide soit moins caractérisé, des composés similaires, comme la chlorhexidine, 

ont fait l’objet de recherches plus approfondies. La TMN, quant à elle, fait partie de la famille 

des triamines. Malgré son utilisation croissante dans diverses filières (Tableau 1), les 

informations disponibles sur ce biocide sont encore limitées, en particulier sur ses effets sur 

l’antibiorésistance. Enfin, le SHY issu de la famille des halogènes, est un biocide très 

largement employé en élevage et en production alimentaire. 
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2. Méthodologie  

2.1. Evolution expérimentale en présence de biocides 

L’exposition des souches aux différents biocides a été réalisée sur une période d’un mois. Le 

milieu de culture supplémenté en biocides était renouvelé quotidiennement en semaine, tandis 

qu’une exposition continue, sans renouvellement, était maintenue pendant 72h, du vendredi 

au lundi. Pour chaque biocide, la concentration d’exposition utilisée correspondait à la 

Concentration Minimale Inhibitrice (CMI) déterminée pour les souches en phase 

planctonique. Afin d’exploiter la diversité entre les souches, toutes ont été exposées à une 

concentration unique, correspondant à la CMI la plus basse parmi les 10 souches.  

Le choix de se porter sur la CMI sous forme planctonique a été retenu pour garantir un impact 

suffisant sur les souches, même au sein des biofilms, afin de permettre une évolution dirigée 

par le biocide. Du Bouillon Tryptone Soja (BTS), dilué au 1/10e a été choisi comme milieu de 

culture. La matière organique pouvant jouer un rôle dans l’interférence et l’inactivation des 

substances actives biocides, il a été décidé de diluer le milieu de culture afin de limiter ces 

interactions, tout en conservant un milieu de culture suffisamment riche pour ne pas entraver 

la croissance bactérienne, simulant ainsi les environnements des agro-industries, où les 

bactéries évoluent souvent dans des environnements riches en nutriments. Le choix de la 

température s’est lui porté sur une température ambiante, couramment retrouvée dans les 

industries agro-alimentaires.  

Les biofilms et surnageants ont été étalés sur des géloses supplémentées ou non en 

antibiotiques. Les surnageants ont été étalés afin d’avoir un point de comparaison avec les 

souches présentes au sein du biofilm, la concentration d’exposition étant trop élevée pour 

avoir un contrôle représenté par des bactéries issues de culture planctoniques. Les 

antibiotiques choisis pour le crible étaient la ciprofloxacine, la rifampicine et la gentamicine. 

Ces antibiotiques appartiennent à différentes familles d’antibiotiques, respectivement les 

fluoroquinolones, les rifamycines et les aminoglycosides. Leurs cibles au sein de la bactérie 

sont également différentes, ciblant chacune une étape différente de la synthèse protéique : les 

fluoroquinolones ciblent la réplication de l’ADN, les rifamycines ciblent la transcription de 

l’ADN en ARN et les aminoglycosides ciblent la traduction de l’ARN en protéine (Figure 7).  

 

 
 

Figure 7 : Cibles cellulaires de la ciprofloxacine, de la rifampicine et de la gentamicine. 

Figure créée avec Biorender.com. 
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Les concentrations choisies se basent sur plusieurs critères. La rifampicine a été utilisée à une 

concentration de 20 mg/L, la plus faible permettant de différencier une souche sensible d’une 

souche résistante. Une concentration plus élevée, à 100 mg/L a également été utilisée, 

permettant de sélectionner les variants présentant les résistances les plus fortes. Pour la 

gentamicine et la ciprofloxacine, les concentrations ont été basées sur les valeurs Ecoff 

(Epidemiological cut-off values) définies par l’EUCAST (European Committee on 

Antimicrobial Susceptibility Testing), qui détermine le seuil à partir duquel la majorité des 

souches d’une espèce ne peuvent plus croître. Des tests ont été effectués sur les géloses afin 

d’identifier la concentration minimale pour empêcher toute croissance des 10 souches. La 

concentration choisie pour la ciprofloxacine correspondait à 20 fois l’Ecoff, tandis que pour la 

gentamicine, des concentrations de 5 fois et 10 fois l’Ecoff ont été choisies. Comme pour la 

rifampicine, deux concentrations ont été retenues pour la gentamicine, afin de distinguer les 

souches faiblement résistantes de celles possédant des résistances plus élevées. Cette 

approche n’a pas été appliquée à la ciprofloxacine car des tests antérieurs avaient montré que 

la concentration sélectionnée limitait déjà suffisamment le nombre de variants.  

Enfin, une gélose sans antibiotiques a été utilisée pour collecter l’ensemble de la population, 

permettant de vérifier si des phénotypes particuliers étaient associés au variant. Les variants 

obtenus ont ensuite été soumis à plusieurs étapes de validation. La première étape consistait à 

vérifier la stabilité de la résistance. Il est en effet possible que des modifications 

physiologiques, plutôt que génétiques, soient à l’origine de la survie de la bactérie, celles-ci 

sont cependant moins « pertinentes » dans le cadre d’une analyse « One Health » car elles 

peuvent disparaitre une fois le stress éliminé, rendant les bactéries sensibles lors d’une future 

exposition aux antibiotiques chez l’humain. De plus, les variants étant destinés à être 

séquencés, il était important de s’assurer qu’il y avait bien une modification génétique. Les 

tests de stabilité ont été effectués en repiquant les variants sur des géloses non supplémentées 

en antibiotique, 5 jours d’affilée, et le 6e jour à nouveau avec antibiotique. Ainsi, les variants 

étant toujours capables de se développer sur gélose supplémentée était ceux, qui même sans 

pression de sélection, avaient conservé leur phénotype de résistance.  

Tous les variants ayant passé ce premier test ont été testé par ERIC-PCR (Enterobacterial 

Repetitive Intergenic Consensus Polymerase Chain Reaction). Cette technique permet 

l’amplification de plusieurs séquences spécifiques aux entérobactéries et d’avoir ainsi un 

profil de bandes amplifiées différent en fonction de la souche choisie. Ce test a permis de 

vérifier que les variants sélectionnés avaient bien le même profil que leur souche parentale, 

excluant ainsi la possibilité d’une contamination.  

Enfin, une fois ces deux tests passés, les variants ont été conservés dans des cryotubes à -

80°C. 
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2.2. Article 2 : Analyse génomique comparative des variants et 

de leurs souches parentales 

Parmi les variants ayant passé les tests préalables, 235 ont été sélectionnés pour un 

séquençage génomique complet (WGS). La sélection de ces variants s’est faite selon plusieurs 

critères. Tous les variants collectés résistants à la gentamicine (GenR) ont été envoyés pour 

séquençage. Les variants résistants à la rifampicine (RifR) étant trop nombreux, un choix 

arbitraire a été fait : des variants RifR ont été choisis dans les conditions pertinentes, en 

choisissant des variants provenant de toutes les souches et toutes les semaines, afin d’avoir 

une représentation générale des variants ayant émergé au fil de l’expérimentation. Aucun 

variant résistant à la ciprofloxacine (CipR) n’ayant été isolé au cours de l’exposition, aucun 

n’a donc été envoyé à séquencer. Le génome de ces variants a ensuite été comparé à celui de 

la souche parentale dont ils étaient issus, afin d’identifier des mutations à l’origine du profil 

de résistance. 
 

La méthodologie de l’analyse des mutations, survenant chez les variants résistants aux 

antibiotiques, développée dans le cadre de cette thèse et du projet ANR JCJC BAoBAb a été 

valorisée dans un chapitre de la seconde édition du livre « Foodborne Bacterial Pathogens » 

(série Methods in Molecular Biology, Springer) qui sera publié fin 2024. Ce protocole reprend 

de façon détaillée les étapes de traitement des séquences, assemblage et annotation du 

génome, analyse de la qualité du séquençage, et comparaison des génomes, en présentant les 

packages utilisés pour chaque étape. Un exemple d’application est présenté à la fin, utilisant 

des analyses du séquençage qui n’ont pas été publiées dans les autres articles de la thèse. Des 

analyses des variants provenant d’une espèce de Escherichia marmotae y sont présentées. 

Bien que cette souche ait initialement été caractérisée comme appartenant à l’espèce E. coli, 

l’analyse de séquençage a révélé qu’elle appartenait à une autre espèce, ce qui nous a conduit 

à l’exclure des autres études.  
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2.3. Article 3 : Analyse structurale des biofilms par CLSM 

 

A la suite de l’analyse génomique, des analyses phénotypiques ont été effectuées sur les 

variants présentant les cibles génétiques les plus intéressantes, en particulier à l’aide de la 

microscopie confocale à balayage laser (CLSM). Des caractérisations du profil des biofilms 

des souches parentales ont été effectuées au CLSM, avec plusieurs marqueurs de la matrice de 

E. coli, afin d’expliquer les différences d’émergences de variants entre les souches dans la 

partie Résultats 2.1. Des analyses de biovolumes et spatiales ont été effectuées avec un double 

marquage comprenant du Syto9, marquant les bactéries, et de la concanavaline A (ConA), 

marquant les composés polysaccharidiques comprenant du α-D-glucose ou du α-D-mannose, 

ou du WGA (Wheat Germ Agglutinin), marquant les polysaccharides possédant des résidus 

N-acétylglucosamine. Les biofilms des souches ont également été observés en présence de 

PHMB au CLSM, sur des expériences de courte durée dans la partie Résultats 2.2.1. La 

structure et le biovolume de ceux-ci ont été analysés, avec du Syto 9 et du Congo Red, 

marquant la cellulose et les curli dans le biofilm. Enfin, des analyses avec de la ConA ont 

également été effectuées pendant un mois, en présence de PHMB, spécifiquement sur Ec1655 

et Ec223, dans la partie Résultats 2.2.2. Pour évaluer la compétitivité des variants émergeant 

dans la partie Résultats 3, dans un environnement biofilm, des co-cultures ont été réalisées 

avec leurs souches parentales. Afin de pouvoir différencier les deux souches, elles ont été 

transformées, l’une avec un plasmide contenant le gène codant pour la GFP (Green 

Fluorescent Protein), et l’autre avec le même plasmide mais cette fois-ci contenant le gène 

codant pour la mCherry. Ainsi, des co-cultures ont pu être réalisées, avec la souche parentale 

fluoresçant dans une certaine longueur d’onde et le variant dans une autre. De telle manière, la 

distribution spatiale et le biovolume de chaque souche de la co-culture, avec ou sans biocide, 

ont pu être analysés.  

 

 

Cet article a été publié en mai 2023 dans le volume 53 du livre « Methods in Microbiology » 

et présente les méthodes d’analyse de biofilms multi-espèces. Il est divisé en deux parties. 

Une première partie sert d’analyse bibliographique et présente les différentes méthodes 

utilisables à chaque étape essentielle du processus d’analyse de biofilms au CLSM. La 

première étape se concentre sur les méthodes pour établir un biofilm. La seconde se concentre 

sur les différentes méthodes permettant le marquage des bactéries au sein du biofilm. La 

suivante présente les méthodes d’imagerie qui peuvent permettre l’observation de biofilms 

multi-espèces. Enfin, la dernière étape se concentre sur les nouvelles méthodes d’analyse 

d’images et de traitement des données. La deuxième partie du chapitre présente un protocole 

détaillé permettant l’observation en microplaques de biofilms de Bacillus spp. et E. coli en 

reprenant les étapes présentées dans la partie bibliographique, sur un exemple appliqué. 
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1. Criblage et données préliminaires 

Une première étape de criblage destinée à évaluer la capacité à former des biofilms du panel 

de 64 souches (cf Stratégie expérimentale 1.1) a été réalisée dans l’objectif de sélectionner 

une dizaine de souches pertinentes pour étudier l’adaptation aux biocides en mode de vie 

biofilm, toutes les souches n’étant pas nécessairement de grandes productrices de biofilms 

(1.1.). Une fois le criblage effectué, les souches sélectionnées ont été caractérisées afin de 

pouvoir définir les conditions expérimentales pour l’expérience d’évolution dirigée. La CMI 

des souches aux biocides a été quantifiée (1.2), tout comme la concentration d’antibiotiques 

nécessaire pour inhiber leur croissance sur gélose (1.3.). 

 

1.1. Criblage sur Crystal Violet 

Le criblage initial a été effectué sur les 64 souches afin d’identifier celles présentant des 

capacités significatives à former des biofilms. Celui-ci a été effectué à l’aide de la méthode 

quantitative du crystal violet. La distribution des souches formant des biofilms importants et 

moins importants est plus ou moins équitable selon la filière dans laquelle elles ont été isolées 

(les années 2014, 2016 et 2018 correspondent aux filières volailles, tandis que les années 

2015, 2017 et 2019 sont liées aux filières porcines, en raison de l’alternance d’échantillonnage 

des filières définie dans les plans de surveillance) (Figure 8). De manière intéressante, une 

part plus importante des souches isolées en 2018 semblent former des biofilms conséquents, 

contrairement à celles de 2019 où la formation de biofilms est moindre. Toutefois, il est 

difficile de conclure sur une éventuelle corrélation entre l’année de prélèvement et la 

formation de biofilms sans tester si cette tendance se confirme sur une quantité plus 

importante de souches. N’étant pas l’objectif principal de la thèse, cette piste n’a pas été 

poursuivie.  

Afin de conserver une répartition équitable entre les années et les filières, les souches formant 

des biofilms importants ont été choisies de manière équilibrée entre les différentes années. La 

souche de collection Ec223 répondant bien au crible a également été choisie, tout comme la 

souche Ec1655 qui forme des biofilms moins importants mais pouvant servir de référence.  

Les souches conservées sont présentées dans le tableau 2. 
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Figure 8 : Analyse au crystal violet des 64 souches. Les 9 souches conservées pour la suite de 

l’étude sont encadrées en noir. 

 

 

 

Souche Nom dans la thèse Année de 

prélèvement 

Résistance aux 

antibiotiques 

MG1655 Ec1655   

CIRMBP-0223 Ec223 1977  

14F000775 Ec775 2014  

15F0000009 Ec009 2014 Gentamicine, 

Sulfaméthoxazole 

15F000956 Ec956 2015 Tétracycline 

16F000694 Ec694 2016 Ampicilline 

17F000709 Ec709 2017 Ampicilline 

17F000723 Ec723 2017  

18F000478 Ec478 2019 Tétracycline 

 

Tableau 2 : Présentation des 9 souches conservées après le crible au crystal violet, avec leur 

abréviation dans la thèse, leur année de prélèvement et leur résistance aux antibiotiques. 
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1.2. Analyse de la CMI des biocides 

Des analyses ont été effectuées pour déterminer la concentration appropriée à laquelle exposer 

les bactéries. Dans l’ensemble, sous forme planctonique, les 9 souches possédaient 

approximativement les mêmes niveaux de résistances aux biocides utilisés (Tableau 3). Pour 

les expériences ultérieures, il a été décidé d’exposer les biofilms de toutes les souches à la 

CMI la plus basse parmi les 10 souches, excepté pour le PHMB où la concentration de 2,5 

mg/L a été choisie, afin que la souche Ec223 ne soit pas trop faiblement impactée, en 

considérant qu’en biofilms, Ec1655 serait capable de survivre à un stress plus élevé.  

 

 
 

Tableau 3 : Analyse de la CMI des souches aux différents biocides utilisés dans l’étude (en 

mg/L). 

 

1.3. Vérification de la sélectivité des géloses 

La sélectivité des géloses TSA supplémentées en antibiotiques a été vérifiée vis-à-vis de leur 

capacité à discriminer une souche sensible d’une souche résistante et ainsi discriminer une 

souche parentale sensible d’un variant résistant émergeant. Les concentrations minimales pour 

inhiber toute croissance des souches parentales étaient de 10 mg/L pour la gentamicine, 

correspondant à 5 fois l’Ecoff, 1,2 mg/L pour la ciprofloxacine, correspondant à 20 fois 

l’Ecoff, et 20 mg/L pour la rifampicine (aucune donnée n’est disponible pour l’Ecoff de E. 

coli avec la rifampicine). La souche Ec009 possédant déjà une résistance à la gentamicine, a 

pu croître à ces concentrations et n’a donc pas été prise en compte pour ce test. 
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2. Le biofilm : une structure adaptative et promotrice de la 
résistance 
 

Dans cette partie, sont présentés les effets du mode de vie biofilm et des biocides sur la 

résistance à la gentamicine. Ces antibiotiques font respectivement partie de la famille des 

aminoglycosides. Leur étude est essentielle, en témoignent les rapports de l’organisation 

mondiale de la santé (OMS), qui les classent parmi la liste des antibiotiques d’intérêt critique 

(World Health Organization, 2019). Les aminoglycosides ciblent la sous-unité 30S du 

ribosome (Smith and Baker, 2002), impliquée dans la traduction de l’ARN en protéines. Des 

résistances croisées avec le PHMB ont déjà été observées au sein du laboratoire (Cuzin et al., 

2021) et se caractérisent notamment par des réductions d’activité métabolique de la bactérie, 

limitant les effets toxiques sur la cellule (Allison et al., 2011; Ibacache-Quiroga et al., 2018). 

Une résistance par baisse de l’activité métabolique est particulièrement pertinente dans le 

cadre des études sur les biofilms, où les gradients de nutriments et d’oxygène provoquent 

aussi un ralentissement de l’activité cellulaire (Jo et al., 2022a).  

Dans cette étude, une première partie a révélé que le nombre de variants GenR était 

significativement plus élevé dans les conditions de biofilm, comparé aux conditions en 

surnageant et en phase planctonique (2.1). Les variants GenR se définissent ici comme les 

variants ayant poussé sur les géloses supplémentées avec 10 mg/L de gentamicine, sans 

distinction entre ceux avec résistances stables et ceux avec résistances transitoires (identifiés 

après le test de stabilité de la résistance). Ils ne comprennent pas non plus de variants ayant 

poussé sur des géloses avec 20 mg/L de gentamicine, car aucun variant n’a poussé à ces 

concentrations. Les analyses phénotypiques ont révélé que ces variants résistants avaient une 

croissance plus lente que les souches parentales dont ils étaient issus. Les analyses 

génotypiques ont confirmé que des cibles dans la respiration cellulaire étaient 

préférentiellement mutées chez les souches issues de l’industrie agro-alimentaire. En 

revanche, le mécanisme de résistance chez Ec1655 était différent, impliquant de larges 

délétions du génome.  

En présence de biocides (2.2.1.), une augmentation du nombre de variants GenR a été 

identifiée au cours des dernières semaines de l’exposition au PHMB. Cependant, après 

analyse des variants émergeants dans cette condition, la plupart ne possédaient pas de 

résistances stables, ce qui signifie qu’ils émergeaient préférentiellement avec l’activation de 

réponses physiologiques temporaires. Cette observation, corrélée au fait que les variants 

GenR émergent préférentiellement en biofilms, nous a conduits à explorer le lien entre le 

PHMB et la formation de biofilms. Les analyses ont montré qu’en présence de PHMB, les 

souches formaient des clusters au sein du biofilm, créant potentiellement des 

microenvironnements induisant un métabolisme réduit, et favorisant la survie à la 

gentamicine. Des analyses par CLSM sur des expérimentations de longue durée (2.2.2.) ont 

également confirmé que le PHMB induisait la formation de matrice, modulant sa structure 

spatiale. De facto, la structuration induite par le PHMB associée à une réduction de l’accès 

aux nutriments et à l’oxygène favorise l’apparition de souches à la croissance réduite, étant 

capables de survivre à des expositions à la gentamicine.  
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2.1. Article 4 : L’émergence de variants résistants à la 

gentamicine est favorisée par le mode de vie biofilms 
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Abstract: 

In most environments on Earth, bacteria predominantly exist in communities known as 

biofilms, where they are embedded in an extracellular matrix. These structures play a crucial 

role on physiology and significantly influence their evolutionary trajectories. Biofilms are 

particularly important in the emergence of antimicrobial resistance and the resilience of 

bacteria to treatments, with serious implications for public health. In this work, the impact of 

the growth and evolution in biofilms on the emergence of resistance to the aminoglycoside 

gentamicin was explored in eight Escherichia coli strains. During the one month-experiment, 

we observed that the emergence of gentamicin-resistant variants in some strains was 

significantly stimulated in biofilms in comparison to their planktonic counterparts. Genomic 

and phenotypic analysis of these variants revealed diverse resistance mechanisms, which 

varied depending on the E. coli strain. These findings underscore the complexity of adaptive 

evolution in biofilms and highlight the necessity of studying multiple strains to fully 

understand the diversity present in natural bacterial populations. 

 

Keywords: Biofilms, Antibiotics, Resistance, Evolution, Aminoglycoside 

 

Highlights: 

 

● Biofilms favor the emergence of gentamicin-resistant variants but in a strain-

dependent process 

● Global bacterial gene expression severely decreased overtime during 31-days biofilm 

maturation 

● Genotypical analysis on the variants revealed different strategies of adaptation among 

strains involving large genomic deletions for reference MG1655 strain and rather 

SNPs/indels in food chain isolates strains 

● Variants with large deletions were more severely impacted in their fitness than 

variants with SNPs and indels 

 

Introduction:  

The discovery of antibiotics has revolutionized both human and veterinary medicine, 

preventing millions of deaths. Nevertheless, this success is now jeopardized by the 

propagation of antibiotic-resistant bacteria. Misuse of antibiotics, whether through improper 

medical applications or practices like their use as growth promoters in agriculture (Aslam et 

al., 2021b), has accelerated the selection of bacteria able to survive to these therapeutic 

agents. A wide diversity of mechanisms driving the emergence and the selection of antibiotic 

resistances has been identified in various bacterial species, including pathogens (Davies and 

Davies, 2010; Reygaert, 2018). 

In natural environments, bacteria predominantly don’t exist in the free-floating planktonic 

form typically studied, but rather in fixed communal populations, called biofilms (Flemming 

et al., 2016). Microorganisms in biofilms are spatially organized through the formation of an 

extracellular matrix, mainly composed of polysaccharides, lipids, extracellular DNA or 

proteins (Karygianni et al., 2020). This lifestyle promotes the emergence of multiple 

heterogeneous populations, potentially including antibiotic-tolerant subpopulations (Jo et al., 

2022b). The extracellular matrix and resource consumption by bacteria in the outer layers 

limit nutrients and oxygen diffusion to the deeper layers (Jo et al., 2022b), competing bacteria 

to adapt by entering in slow or non-growing lifestyles in response to nutrient scarcity (Yan 



Résultats 

116 

 

and Bassler, 2019). Such physiological shifts can enhance bacterial survival under 

antimicrobial stresses, as inactive metabolic pathways may shield the cells from antimicrobial 

toxicity (Lewis, 2010). The biofilm environment is however stressful for the cells, often 

triggering the activation of stress responses such as the stringent and the SOS response 

(Charron et al., 2023a). The use of error-prone polymerases in these responses, induced by the 

bacteria to favor a rapid DNA repair, can elevate mutation rates (Crane et al., 2021). In 

general, these properties are considered to be important for the development of mutations. 

Resistance mutations are moreover often reducing bacterial fitness (Melnyk et al., 2015). 

However, biofilms can provide a “protective cocoon” to the bacteria (Charron et al., 2023a), 

enabling resistant bacteria to survive long enough for enabling the rise of compensatory 

mutations, finally mitigating the fitness cost (Penesyan et al., 2021). 

These biofilm-specific characteristics make this lifestyle a potent driver of bacterial evolution, 

contributing to the emergence of antibiotic-resistant clones, even in the absence of external 

stresses. In this study, we investigated how the biofilm lifestyle influence the emergence of 

gentamicin-resistant (GenR) bacteria, an aminoglycoside antibiotic classified as critically 

important by the World Health Organization (World Health Organization, 2019). Resistance 

to gentamicin is often associated with mutations in metabolic pathways (Allison et al., 2011; 

Ibacache-Quiroga et al., 2018), making it a valuable model for studying variant emergence in 

biofilms. Here, we characterized the biofilm profiles of eight different E. coli strains, 

including strains recently isolated from food industries, and their ability to generate GenR 

variants. Further characterization revealed a wide variability in the production of GenR 

variants, depending on strains and a wide diversity in the genotypical and phenotypical 

profiles of the produced variants. 

 

Material and Methods: 

1. Bacterial strains  

Eight E. coli strains were used in this study. The strain MG1655, referred hereafter as 

Ec1655, was used as a reference. Another strain, CIRMBP-0223 (Ec223), was obtained from 

the CIRM collection at INRAE and originates from a chick. The remaining six strains (Ec478; 

Ec694; Ec709; Ec723; Ec775; Ec956) belong to the collection of the National Reference 

Laboratory for Antimicrobial Resistance, hosted in the laboratory of Fougères. These strains 

were isolated from the pork and poultry industries between 2014 and 2019. All strains were 

stored at -80°C in cryotubes (Mast Group, Bootle, UK).   

 

2. Biofilm structure analysis by Confocal Laser Scanning Microscopy 

(CLSM) 

Strains were first streaked from cryotubes onto Tryptone Soja Agar (TSA) plates and 

incubated overnight at 37 °C. A colony was suspended in ten-fold diluted Tryptone Soja 

Broth (TSB 1/10) and incubated overnight at 37 °C. The next day, cultures were diluted to 

reach a final OD600 nm of 0.2. A microplate was prepared with 10 µL of the diluted suspensions 

and 190 µL of TSB 1/10 in each well. The plate was incubated at 19 °C for 1 h, followed by a 

medium change with fresh TSB 1/10. Biofilms were then incubated at 19°C for 72 h under 

static conditions. After the 72-hour incubation, biofilms were stained with SYTO™9 green 

fluorescent permeant nucleic acid stain (Invitrogen, USA) combined either with DeepRed 

Concanavalin A (Invitrogen, USA) (ConA) or red Wheat Germ Agglutinin (Invitrogen, USA) 

(WGA). Images were acquired using a Leica HCS-SP8 CLSM at the INRAE MIMA2 
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Imaging Core Facility (MIMA2, 2018). Fluorophores were excited at 488 nm for SYTO™9, 

561 nm for WGA and 633 nm for ConA, and emission was collected was detected using 

photomultiplier tubes (PMT) at 500-550 nm for SYTO™9, 600-750 nm for WGA and 650-

750 nm for ConA. A 63x water objective lens (numerical aperture: 1.2) was used to scan the 

biofilms, with a resolution of 512x512 and a 1 µm Z-step. Two wells were observed for each 

condition, with two images taken per well. Biofilm 3D reconstructions were generated using 

Imaris 9.3.1 software (Bitplane, AG-Zürich, Switzerland) and quantitative ConA and WGA 

biovolumes were extracted using BiofilmQ 0.2.2 (Hartmann et al., 2021).  

 

3. Congo red fluorescence assay 

Biofilms of the parental strains were prepared at 24 h and 72 h as previously described. A 

solution of 50 µL of TSB 1/10 supplemented with Congo red (Sigma-Aldrich, France) was 

added to each well to achieve a final concentration of 40 µg/mL. The plates were incubated in 

the dark for 15 minutes. Fluorescence was quantified using a Biotek SynergyH1 microplate 

reader, with excitation at 525 nm and emission at 625 nm. Three biological replicates with 

three technical replicates were performed for each strain under each condition.   

 

4. RT-q-PCR analysis in Ec1655 biofilms 

Gene expression levels were quantified in Ec1655 biofilms over one month (Table S1). The 

medium was renewed daily with fresh TSB 1/10. Biofilms from eight wells were pooled on 

days 3 (the day after the 72-hour initial incubation), 10, 17 and 31. Total RNA was isolated 

using the NucleoSpin RNA kit according to manufacturer’s instructions (Macherey-Nagel, 

Hoerd, France) with modifications. Enzymatic lysis was first performed using 25 µL of a 1 

mg/mL lysozyme, Tris 10 mM and EDTA 1 mM mix for 10 min at 37 °C. RNA concentration 

and purity were assessed using a Biospec-Nano spectrophotometer (Shimadzu, Marne la 

Vallée, France). Reverse transcription, qPCR, primers design and analyses were performed as 

described in Reale et al. (Reale et al., 2019) with modifications. Reverse transcription was 

performed with 1.3 µg of total RNA, and quantitative PCR reactions were carried out with 2.6 

ng cDNA. Primers were purchased from Sigma-Aldrich (Saint-Quentin Fallavier, France), 

and additional information on oligonucleotide primers are provided in Table S1. The hcat 

gene, identified using NormFinder software, was chosen as a reference gene due to its stable 

expression across samples. Three independent experiments were performed. 

 

5. Biofilm and planktonic experimental evolution 

Biofilms were prepared as previously described with eight wells per strain. Planktonic culture 

plates were prepared by adding 10 µL of bacterial suspensions adjusted to OD600 nm of 0.2 into 

190 µL of TSB 1/10, and incubated at 19 °C with shaking at 200 rpm for 72 h. The medium 

was renewed daily with fresh TSB 1/10. On days 3, 10, 17, 24 and 31, 5 µL of biofilm 

supernatants were plated on agar plates containing 10 mg/L gentamicin. Supernatants were 

then removed and 40 µL of fresh 1/10 TSB were added. Biofilms were resuspended and 5 µL 

of the biofilm suspension were dropped on the gentamicin plates. In parallel, 5 µL of the 

planktonic plates were also plated. Gentamicin-supplemented plates were incubated for 48 

hours at 37 °C. Biofilm wells were filled to 200 µL. 10 µL of the planktonic culture were 



Résultats 

118 

 

transferred in 190 µL of fresh TSB 1/10 medium. Plates were incubated at 19°C and 200 rpm, 

for the planktonic cultures and static conditions for the biofilm cultures.  

  

6.  Mutation stability assay  

The stability of the resistance phenotype of variants was evaluated as described in Charron et 

al. (Charron et al., 2023b). Briefly, variants were streaked on TSA plates and incubated at 37 

°C for 24 hours. This step was repeated four times. On the fifth passage, variants were plated 

on TSA containing 10 mg/L gentamicin to confirm resistance. 

 

7.  Enterobacterial Repetitive Intergenic Consensus – PCR (ERIC-PCR)  

ERIC-PCR was performed to confirm that variants originated from the parental strain, 

following the method from Charron et al. (Charron et al., 2023b). Briefly, parental and variant 

DNA was extracted using an InstaGene kit (Bio-Rad, Marnes-la-Coquette, France). ERIC-1 

(ATGTAAGCTCCTGGGGATTCAC) and ERIC-2 (AAGTAAGTGACTGGGGTGAGCG) 

primers were used to amplify specific bands with the GoTaq Flexi polymerase (Promega, 

Charbonnières-les-Bains, France) in a LightCycler 480 thermocycler (Roche Diagnostics, 

Meylan, France) with the following parameters: a first cycle of 2 min at 95 °C; then 30 cycles 

at 95 °C for 1 min, 54 °C for 1 min, 72 °C for 4 min; and a final step at 72 °C for 8 min 

followed by an unlimited 4 °C cooldown. 

  

8. DNA extraction and sequencing  

Whole genome sequencing of all E. coli strains was performed using paired-end short-reads 

sequencing. Bacterial cultures were grown on Thermo Scientific™ Tryptone Soya Agar with 

5% Sheep Blood plates (Reference: Thermo Fisher Scientific, PB5012A), overnight at 37 °C. 

A single colony was inoculated in 5 mL of a 1/10 Tryptone Soja Broth (TSB) solution and 

incubated overnight at 37 °C. Total DNA was isolated using the Nucleospin Tissue kit 

according to the manufacturer’s instructions (Macherey-Nagel, Düren, Germany). DNA was 

quantified with the Qubit dsDNA BR HS assay kit according to the manufacturer’s 

instructions and using a Qubit 4 (Thermo Fisher Scientific, Courtaboeuf, France). Illumina 

sequencing was performed at Institut du Cerveau et de la Moelle Epinière (Paris, France) on a 

Novaseq 6000 SP. Nextera XT kit was used to prepare Illumina libraries. The whole process 

of sequence analysis is described in Lemée et al. (Lemée et al., 2025). Reads were trimmed 

using fastp (0.23.4) (Chen, 2023) and genomes assembled using Unicycler (v0.5.0) (Wick et 

al., 2017), with only contigs longer than 200nt retained. Bakta (v1.8.2) (Schwengers et al., 

2021) was used to annotate assembled genomes. Variant calling was carried out using Snippy 

(v4.6.0) (https://github.com/tseemann/snippy) for each variant, with the parental strain 

genome as the genome reference. Analysis pipelines are available on GitHub: 

https://github.com/AB2R/WGS_pipeline.git 

 

 

 

https://github.com/tseemann/snippy
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9. Minimal inhibitory concentration (MIC) determination for 15 antibiotics 

MIC values for 15 different antibiotics were determined as described in Cuzin et al. (Cuzin et 

al., 2021). Bacteria were streaked on TSA + 5% Sheep blood plate and incubated at 37 °C 

overnight. The following day, colonies were suspended in 5 mL sterile water to reach 0.5 Mac 

Farland (≈ 10⁸ CFUs/mL). A 10 µL aliquot was transferred into 11 mL of Mueller Hinton 

Broth (MHB). 50 µL of the MHB suspension were transferred into a standardized microplate 

(EUVSEC, Sensititre®, TREK Diagnostic Systems Ltd., Thermo Fisher Scientific, East 

Grinstead, UK) containing lyophilized antibiotics. Plates were incubated for 24 h at 35 °C and 

read on the next day. MIC values were determined as the median value of three replicates. 

 

10.  Bacterial growth kinetics analysis  

Growth kinetics of bacteria were analyzed during 18 hours. Subcultures of the strains were 

grown overnight in 1/10 TSB at 37 °C. The next day, OD600nm of the cultures were adjusted to 

0.2, and 10 µL of the culture was transferred in 190 µL of 1/10 TSB to reach a 0.01 OD600nm. 

The cultures were incubated at 20 °C (± 1 °C) for 18 h in a FLUOstar OPTIMA (BMG 

Labtech, Champigny-sur-Marne, France). ODs were measured every 30 minutes. Growth 

rates (µmax) were extracted using the MARS Data analysis software (BMG Labtech, 

Champigny-sur-Marne, France).  

 

11. Crystal Violet quantification of biofilm production 

Crystal violet staining of biofilms was performed as described by Merritt et al. (Merritt et al., 

2005). Variants and wild-type strains were grown overnight at 37 °C in 5 mL of TSB 1/10. 

Biofilms were prepared as previously described. After 72 h, supernatants were removed, and 

wells were washed with 200 µL of a sterile NaCl 150 mM solution. Biofilms were stained 

with 125 µL of 0.1% Crystal Violet solution for 10 min. Excess Crystal Violet was removed 

and the well washed twice with 200 µL of sterile NaCl 150 mM solution. To solubilize the 

bound crystal violet, 200 µL of a Ethanol 80% / Acetone 20% solution was added and the 

wells were incubated for 15 min. Supernatants were transferred to a new plate, and OD590nm 

was measured using a FLUOstar OPTIMA (BMG Labtech, Champigny-sur-Marne, France) to 

quantify biofilm formation. 

 

12. Statistical analysis  

Statistical analyses were performed using Graphpad Prism software. A Kruskal-Wallis test 

combined with a Dunn’s multiple comparison test was used for: the comparison of the 

characterized parental strains (ConA and WGA biovolume values and congo red fluorescence 

values), the comparison of each timepoint of the RT-q-PCR analysis, and the comparison, for 

each strain and each week, of the biofilms, supernatants and planktonic conditions. Growth 

parameters and Crystal Violet assays were compared with the Mann-Whitney test, between 

variants and parental strains. P values are represented as follows: * = [0.05-0.01]; ** = [0.01-

0.001]; *** = <0.001. 
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Results: 

1. Biofilms promote the emergence of stable GenR variants in Ec1655  

The biofilms formed by the Ec1655 reference strain were first characterized. Concanavalin A 

(ConA) staining, which targets polysaccharides with α-D-mannosyl and α-D-glucosyl 

residues, showed minimal staining of the biofilm matrix, both at 24 h (Fig. 1A and C) and at 

72 h (Fig. 1B and C). Similarly, the congo red fluorescence assay (Fig. 1E), which detect 

amyloid fibers and cellulose, revealed a negligible amount of matrix staining at 24 hours, and 

only a few replicates showing some staining at 72 h. This weak congo red signal was also 

observed in one-week-old Ec1655 macrocolonies, which exhibited a SAW (Smooth and 

White) phenotype, associated with a deficit in curli and cellulose production (Fig. S1). In 

contrast, wheat germ agglutinin (WGA) staining which detects N-acetylglucosamine, revealed 

significant biofilm structures in which cells were embedded (Fig. 1A, B and D).  

A one-month gene expression analysis of Ec1655 biofilms (Fig. 1F) revealed that biofilm 

formation genes showed the most stable expression profile. Notably, pgaA, which encodes 

poly-β-1,6-N-acetylglucosamine (PNAG) production, exhibited a tendancy for increased 

expression towards the end of the experiment, coherently with the WGA staining. Conversely, 

csgA and csgB, which encode curli proteins involved in adhesion, showed a marked decrease 

in expression after one week. Other genes involved in cell metabolism, stress responses and 

resistance showed a strong decrease in expression throughout time. Of the 26 tested genes, 17 

showed significant expression decreases between the first and the last week of the experiment 

(csgA, csgB, fimB, cpxR, dksA, hfq, recA, relA, rpoS, aceE, ackA, arcA, atpG, cydA, acrA, 

ompC, ompF) (Table S4).  

Concomitantly, biofilms, supernatants and planktonic cultures were sampled weekly over the 

course of one month and plated on gentamicin-supplemented agar to access the emergence of 

GenR variants (Fig. 1G). A significant difference was observed between biofilm and 

planktonic lifestyles, with most GenR variants isolated emerging from biofilms. This effect 

was mostly pronounced along biofilm maturation after a few weeks of evolution, and was 

significant at the 24 and 31-days timepoints (Table S3). No variants were isolated from the 

biofilm supernatants, suggesting a biofilm-specific emergence of resistance. The supernatants 

also had lower cell concentrations compared to biofilms, which may partly explain the lower 

frequency of GenR variants (Fig. S2). Analysis of resistance stability (Fig. 1H) revealed that 

most isolated clones conserved their resistance after several passages in non-selective 

conditions, illustrating a stable resistance phenotype. 
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Figure 1: Characterization of the Ec1655 biofilm dynamic and its influence on the evolution 

of GenR variants emergence. Representative CLSM images of 24 h (A) and 72 h (B) Ec1655 

biofilms stained respectively with Syto9 (in green) and ConA (in red) in the upper part and 

Syto9 (in green) and WGA (in red) in the below part. Quantitative biovolume parameters of 

ConA (C) and WGA (D) in the Ec1655 biofilms at 24 h and 72 h, and congo red fluorescence 

quantification in Ec1655 biofilms at 24 h and 72 h (E). Analysis of gene expression in Ec1655 

biofilms during one month (F). Quantification of the emergence of Ec1655 GenR variants in 

biofilms, supernatants and planktonic conditions over a month (G) and stability of the 

resistance phenotype of the emerging variants (H). Kruskal-wallis test combined with a 

Dunn’s multiple comparison test were performed on RT-q-PCR values to compare each 

timepoint. The same tests were also performed to evaluate the variants emergence differences 

between biofilms, supernatants and planktonic cells at every timepoint. P-values are available 

in Table S4. 

 

2. Strain-dependent diversity of biofilm phenotypes and GenR emergence  

The study was extended to seven additional E. coli strains isolated from the food-processing 

industries, revealing variations of biofilm features and GenR emergence (Fig. 2A and B). 

ConA staining highlighted different matrix composition in the environmental strains 

compared to Ec1655, particularly at 72 hours. However, WGA staining revealed that Ec1655 

produced more PNAG residues than the other strains (Fig. 2C, D, F and G). Congo red 

staining (Fig. 2E and H) showed that Ec1655 contained fewer amyloid fibers and cellulose 

than the environmental strains, which was corroborated by macrocolony analyses, where most 

environmental strains exhibited a RDAR (red, dry and rough) phenotype (Fig. S1).  

Interesting strain-specific differences emerged from the biofilm analysis. For instance, Ec709 

had a higher propensity to form biofilms, with significant higher ConA, WGA and Congo red 

signals at 24 h. At 72 hours, Ec723 had the largest polysaccharidic structures stained by 

ConA. Ec223 also displayed high levels of ConA-stained matrix but low WGA-staining, 

highlighting specificities of biofilm matrix composition, depending from the strain.  
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Figure 2: Characterization of the 7 environmental strains biofilm dynamics and their 

influence on the evolution of GenR variants emergence. Representative CLSM images of 24 h 

(A) and 72 h (B) biofilms stained respectively with Syto9 (in green) and ConA (in red) in the 

upper part and Syto9 (in green) and WGA (in red) in the below part. Quantitative biovolume 

parameters of ConA at 24h (C) and 72 h (F) and WGA at 24 h (D) and 72 h (G), and congo 

red fluorescence quantifications in the strains biofilms at 24 h (E) and 72 h (H), next to the 

Ec1655 values which were added as reference values. Kruskal-Wallis test combined with a 

Dunn’s multiple comparison test were performed between every strain for the quantitative 

measurements of ConA, WGA and congo red (P value: * = [0.05-0.01]; ** = [0.01-0.001]; 

*** = <0.001) 

 

The emergence of GenR variants over one month was quantified for these strains (Fig. 3A). 

For strain Ec709, biofilm growth was associated with a higher frequency of GenR variants 

compared to supernatants or planktonic cultures. Ec709 strain, as Ec1655, showed a clear 

increase in the number of GenR in biofilms over time, with significant differences after 24 

and 31 days (Table S3). Among the other strains, Ec478 and Ec694 also produced GenR 

variants repeatedly in different replicates or time points. Ec694 produced a majority of 

variants in biofilm, but Ec478 had variants emerging in both the biofilm and the planktonic 

condition, without any variants in the biofilm supernatants. As for the Ec1655 strain, the 

strains had a slightly lower concentration in the supernatants (Fig. S2). The other strains 

(Ec223, Ec723, Ec775, Ec956) did not produced GenR variants in any condition or in only 

one replicate and time point, demonstrating the variability of the evolution in the different 

strains. Further analysis on the stability of the resistance also showed differences with the 

Ec1655 strain (Fig. 3B). In the different strains, the majority of the phenotypes were unstable 

and lost after spread on non-selective medium. Ec709 and Ec478 were the only strain 

producing stable GenR variants. Interestingly, all the stable GenR variants came from the 

biofilms, while all variants coming from the supernatants and the planktonic conditions lost 

the resistance phenotype after subcultures without gentamicin. 
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Figure 3: Analysis of the emergence of GenR variants in biofilms, supernatants and 

planktonic cells in 7 strains isolated in food-processing industries (A). Stability of the 

resistance phenotype in the isolated variants (B). Kruskal-Wallis test combined with a Dunn’s 

multiple comparison test were performed to evaluate the variants emergence differences 

between biofilms, supernatants and planktonic cells at every timepoint, p-values are presented 

in Table S3. 
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3. Distinct genetic mutations associated with GenR emergence  

Genetic analysis of the stable GenR variants revealed distinct mutational profiles between 

food isolates and reference strain Ec1655 (Fig. 4). The Ec478 and Ec709 GenR variants 

frequently carried point mutations in genes involved in the respiratory chain (Fig. 4), 

particularly cydA, which encodes a cytochrome oxidase. This gene was mutated in the Ec478 

variant and in four out of nine Ec709 variants. Additionally, some Ec709 variants carried 

mutation in intergenic regions between trxB and cydD, and further analysis revealed that the 

mutations were located between the cydCD operon promoter and the cydD gene, potentially 

affecting gene regulation. Most of the Ec478 and Ec709 variants carried a second mutation in 

another gene with metabolic properties. The Ec478 variant carried a mutation in the folate-

binding protein ygfZ, and the cydA-mutated Ec709 variants had mutations in the flavin 

reductase fre, in an intergenic region between ampG and cyoA, in the cell respiration regulator 

arcB and the pyruvate dehydrogenase aceE. Finally, two other Ec709 variants were not 

mutated in cydA and were mutated in other targets. Ec709_B_10_1 was mutated in the ATP 

synthase gene atpG and Ec709_B_31_2 was mutated in the elongation factor fusA and in the 

threonylcarbamoyladenosine synthase tsaB. One variant, Ec709_B_24_3 did not carry any 

point mutation in any gene.  

 

 

 

Figure 4: Genetic modification identified in GenR variants with each mutated gene and its 

corresponding mutations. 
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These genetic profiles were markedly different from those observed in the Ec1655 GenR 

variants. Of the ten Ec1655 GenR variants, only two displayed point mutations, neither of 

which were found in genes related to cellular respiration. Instead, both mutations occurred in 

the gene rpoB, which encodes an RNA polymerase subunit (Fig. 4). The remaining eight 

variants did not carry point mutations but rather exhibited large genomic deletions (Fig. 5). 

Interestingly, while these deletions occurred within the same genomic region, they vary in 

size across the different variants, suggesting independent deletion events. Among the genes 

found in the deleted region, the peptide transporter sbmA, was deleted in every strain, and is 

known to be involved in gentamicin resistance. Other genes found in the deleted region were 

mainly involved in diverse metabolic processes, including iprA, whose deletion confers high 

resistance to oxidative stress. Three strains (Ec1655_B_17_3, Ec1655_B_24_2, 

Ec1655_B_31_3) exhibited even larger deletions extending upstream, leading to the loss of 

genes encoding ferric transporters, fimbriae and other metabolism-related proteins.  

While Ec709 variants did not exhibit large genomic deletions, the Ec478_B_10 variant did 

lose a genomic region. Analysis using the MobileOG software (Fig. 5) revealed that the 

majority of the Ec478 deleted region consisted of phage-related genes. In contrast, the deleted 

region in Ec1655 variants contained few mobile genetic elements, suggesting different 

mechanisms underlying these genomic alterations. 
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Figure 5: Large genomic modifications identified in GenR variants with the corresponding 

deleted regions (DR). 
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4. Broad aminoglycoside resistance in GenR variants 

Profiles of resistance to 15 relevant antibiotics for E. coli were obtained through MIC value 

determination, to evaluate if the resistance mutation conferred cross-resistances to other 

antibiotics (Table 1). Among the tested antibiotics, two were part of the aminoglycoside 

family, gentamicin and amikacin. The resistance to gentamicin was first confirmed in all the 

variants. Moreover, amikacin MIC values showed that the mechanism of resistance was 

general to the aminoglycoside family. Interestingly, Ec1655 and Ec709 variants showed 

decreased susceptibility to sulfamethoxazole and trimethoprim, while the Ec478 variant did 

not. Regarding the level of resistance, the Ec1655 GenR variants were in general resistant to 

higher concentrations than the Ec709 and Ec478 variants. Interestingly, the Ec1655 and 

Ec478 variants became also slightly more sensitive to ampicillin, suggesting that the 

resistance mutations may have pleiotropic effects on other antibiotics.  

 

 

 

Table 1: Resistance to 15 antibiotics was evaluated for every variant and compared to the 

resistance of their parental strains. More than two-fold increase in resistance are represented 

in red, two-fold increase is represented in orange, two-fold decrease is represented in yellow 

and more than two-fold decrease are represented in green. (AMI = Amikacin; AMP = 

Ampicillin; AZI = Azithromycin; CFX = Cefotaxime; CFZ = Ceftazidime; CHL = 

Chloramphenicol; CIP = Ciprofloxacin; COL = Colistin; GEN = Gentamicin; MER = 

Meropenem; NAL = Nalidixic Acid; SMX = Sulfamethoxazole; TET = Tetracycline; TIG = 

Tigecycline; TMP = Trimethoprim) 

  

5. Variants are impacted in their recolonization properties 

Phenotypic analyses were performed on the GenR variants to characterize their ability relative 

to dissemination and colonization of new environments (Fig. 6). First, growth curves were 

performed in the absence of selective pressure and variant growths were compared to the 

growth of their respective parental strains (Fig. 6A). Overall, GenR variants exhibited growth 

rate decreases compared to their parents, but with disparities between strains. Ec1655 variants 

were severely impacted in their growth. No specific differences were observed between the 

variants with point mutations in rpoB and variants with large genomic deletions. 
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Ec478_B_10, the GenR variant of Ec478, was also severely impacted. Even though most of 

the Ec709 variants did also show some growth rate decrease, the reduction was lower than for 

the variants from strains Ec478 and Ec1655, some variants having close growth rates to the 

parental strain. Crystal Violet biofilm quantification (Fig. 6B) revealed that Ec1655 variants 

were unable to produce biofilms compared to their parental strain. In contrast, Ec478 and 

Ec709 variants produced similar biofilm biomass as their respective parental strains. 

 

Figure 6: Graph representing the parental strain and the variants, separated by the day they 

were collected, with their maximum growth rate (A) and under crystal violet assay (B). Mann-

Whitney test was performed between every variant and their corresponding parental strain, p-

values are presented in Table S4. 

 

 

 

Discussion: 

 

Among the many factors influencing bacterial adaptation strategies, biofilms are known to 

play a crucial role in microbial evolution. As the predominant lifestyle of bacteria on Earth 

(Flemming and Wuertz, 2019), understanding how biofilms contribute to the emergence of 

antibiotic resistances is essential for addressing this significant public health threat. In this 

study, we explored the dynamics of spontaneous emergence of GenR variants in biofilms, 

supernatants and planktonic conditions using the E. coli reference strain Ec1665 and seven 

food isolates. 
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In the Ec1655 strain, cellular activity decreased over time as the biofilm matured. Even if 

some genes remained relatively stable, or even showed slight increased activity, like pgaA, 

gene expression analysis revealed a continuous decline in most of the genes involved in 

metabolism, stress responses, resistance mechanisms and some biofilm components producing 

genes, including the curli operon csgAB. Biofilms resilience to antimicrobial treatments is 

often linked to the emergence of specific subpopulations in a dormancy-like state, 

characterized by reduced cellular activity (Wood et al., 2013). These dormant cells can evade 

the effects of antimicrobials without acquiring resistance, by reducing the activity of drug 

targets   (Jayaraman, 2008). Gentamicin, which relies on active cellular metabolism to exert 

its antimicrobial effect, is known to be less effective against cells with reduced metabolic 

activity (Mogre et al., 2014; Ibacache-Quiroga et al., 2018).  

Our results showed that GenR variant emergence was privileged in biofilms compared to 

planktonic cultures, particularly after three to four weeks of evolution. This increase of 

resistance could be associated with the graduated decrease of cell activity observed in Ec1655 

biofilms, potentially selecting variants with reduced activities. The biofilm development and 

maturation throughout the weeks could increase the gradients generated by the matrix 

establishment (Jo et al., 2022b). Thereby, the settlement of specific microenvironments 

influencing metabolic activities and potentially favorable to GenR emergence could appear.  

Data collected in this work especially highlighted the diversity of responses and adaptation 

strategies depending on strains. While the GenR variants emergence was generally promoted 

in biofilms compared to other lifestyles, only few strains, notably Ec1655 and Ec709, 

recurrently produced GenR variants. Ec1655 had a distinct matrix profile, characterized by 

low levels of cellulose and curli but the highest levels of PNAG. Ec709, in contrast, displayed 

rapid biofilm formation, with the highest cellulose and curli and the second highest PNAG 

level at 24 h compared to other strains, but no particular differences were observable after 72 

h. Moreover, despite its fast biofilm formation, Ec709 GenR variants emerged relatively late, 

suggesting that biofilm velocity alone cannot fully explain the emergence of resistance. In 

contrast, Ec723 formed biofilm with the thickest biofilm after 72 h, but did not produce GenR 

variants during the whole evolution experiment, underscoring the complexity of the 

relationship between biofilm biovolume, matrix production and resistance emergence. 

Naparstek et al. observed previously that susceptible Klebsiella pneumoniae strains did not 

show increased resistance to gentamicin in biofilms, and this with low and with high biofilm 

biovolumes (Naparstek et al., 2014). Resistance was only observed in strains that were 

already resistant to gentamicin, demonstrating the complexity of the link between gentamicin 

resistance and biofilm formation (Naparstek et al., 2014). Here, the strain-specific GenR 

emergence could be related to the large varieties in the genetic background of the strains, 

which would drive differently the selection of the variants. E. coli is known to be one of the 

species with the largest intra-species diversity (Touchon et al., 2009). The genetic 

backgrounds of each strain can significantly influence their capacity for  evolutionary 

adaptation, with strains that develop and survive not necessarily being the ones with the 

highest initial fitness (Barrick et al., 2010; Woods et al., 2011). The interactions between 

background genes, their targets and other genetic factors, can determine whether a mutation is 

beneficial and will be selected (Mullis et al., 2018; Nucci et al., 2023). 

Phenotypic characterization of the GenR variants revealed that the gentamicin resistance is 

often associated with a fitness cost, as already described with aminoglycosides in E. coli 

(France et al., 2019). The protective environment of the biofilm may have helped maintain the 

Ec1655 variants, which showed high fitness decreases compared to the parental strain 

(Penesyan et al., 2021; Charron et al., 2023a).  

Genotypically, Ec1655 variants showed differences compared to Ec709 and Ec478. The GenR 

variants from Ec709 and Ec478 mostly carried SNPs or small indels in genes known for their 
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effect on bacterial resistance to gentamicin, which are mostly related to cell respiration such 

as cydA, cydD, atpG, arcB and cyoA (Mogre et al., 2014; Ibacache-Quiroga et al., 2018; 

Charron et al., 2023b). Other mutated genes, like fusA (Usui et al., 2023), or aceE (Cuzin et 

al., 2021) have also been directly associated to gentamicin resistance. In contrast, the Ec1655 

GenR variants predominantly exhibited large genomic deletions rather that point mutations. 

Interestingly, the gene sbmA, encoding a peptide transporter involved in the internalization of 

gentamicin (Slotboom et al., 2020), was systematically deleted in Ec1655 GenR variants. The 

sbmA loss could therefore explain Ec1655 GenR resistance phenotypes. The varying size of 

the deletions support that independent genetic events occurred leading to the loss of this 

region. Analysis of the mobile genetic elements in the region also revealed that most of the 

region was stably anchored in the genome, in contrast to the Ec478 deleted region which was 

most likely due to a phage excision.  

An analysis of the other deleted genes revealed a lot of genes involved in diverse metabolic 

functions. The iprA gene was also systematically deleted in Ec1655 GenR variants and a link 

between its deletion and resistance to oxidative stress was already shown (Herman et al., 

2016). It is known that important oxidative stresses can be present in the biofilm matrix 

(Ryder et al., 2012). Consequently, the deletion of this region could thereby be an adaptation 

to the biofilm lifestyle, with an adaptation to oxidative stress and a reduction of cell activity. 

Being located next to these genes, sbmA would have been consequently deleted and 

gentamicin resistance would have occurred as a side effect. Phenotypic analysis of the Ec1655 

variants confirmed that they were heavily impacted in their fitness, with severe growth 

decreases and an alteration of biofilm-producing abilities. In contrast, the Ec709 and Ec478 

variants were still able to produce biofilms, despite being also impacted in their growth. This 

supports a reorientation of the variants towards biofilm production, as their growth was 

inhibited but not their biofilm biomass.  

All variants had a broad resistance to aminoglycosides, with an increase in amikacin and 

gentamicin resistance. Most of the variants also had an increase in sulfamethoxazole and 

trimethoprim resistance. In general, Ec1655 variants exhibited higher MIC values compared 

to Ec478 and Ec709, which aligns with the common pattern that higher resistance levels often 

come with greater fitness cost (Melnyk et al., 2015). This supports the hypothesis that Ec1655 

variants emerged in biofilms because they were too severely impaired to compete in a 

planktonic lifestyle. 

 

 

Conclusion:  

This study delved into the mechanisms leading to the selection of GenR variants in E. coli 

populations, highlighting the critical role of biofilm lifestyles in promoting genetic diversity. 

Our findings support the complexity of this selection process, which is highly strain-

dependent and influenced by both genetic and environmental factors. The study provides 

valuable insights into how biofilm development contributes to the emergence of antimicrobial 

resistance, with implications for public health. By enhancing our understanding of these 

dynamics, this work lays the groundwork for developing more effective strategies to combat 

biofilm-associated infections and mitigate the spread of resistance. 
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Data availability 

All sequencing data were deposit in NCBI under the BioProject accession number 

PRJNA947807. Detailed of accession numbers for assembled genomes of parental strains and 

sequence reads of variant strains were provided in table S2. Raw data in excel files are 

presented in Source data section. 
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Supplementary Data: 

Supplementary Material and Method: 

1. Macrocolony observation 

Strains were streaked on TSA plates and grown overnight at 37 °C. On the second day, a 

colony of each strain was suspended in TSB 1/10 and grown overnight at 37 °C. On the 

following day, cultures were diluted to reach a final OD600 nm of 0.2. 10 µL of the bacterial 

diluted suspensions were dropped on TSA plates supplemented with 40 µg/mL congo red and 

20 µg/mL of brilliant blue. Plates were then incubated at 19°C or 37 °C during 7 days, where 

they were photographed using a Canon EOS R10 camera. 

 

2. Colony forming unit (CFUs) quantification 

Cells coming from 72 h biofilms, their supernatants and planktonic suspensions were counted 

to observe if differences could be observed in the cell quantities and densities between the 

conditions in the different parental strains. 72 h biofilms were prepared as in the section 2.1 of 

the material and method and planktonic cultures as in the section 3. 20 µL of the planktonic 

cultures were suspended in 180 µL TSB 1/10 medium. Serial dilutions were performed to 

reach a 10-8 dilution. 10 µL of the different dilutions were dropped on TSA plates. The same 

steps were repeated with the supernatants. For the biofilms, the supernatants were first 

removed and replaced with 100 µL of fresh TSB 1/10 medium. The biofilms were scratched 

and resuspended. The 100 µL were transferred in 900 µL of TSB 1/10 medium. Tubes were 

vortexed thoroughly during 30 s to separate the biofilm aggregates. Serial dilutions were then 

performed with 20 µL suspensions in 180 µL TSB 1/10 medium and 10 µL of the dilutions 

were dropped on TSB 1/10 medium. Finally, plates were incubated at 37 °C overnight and 

counted on the following day. Three biological replicates were performed for each strain.  
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Figure S1:  

 

 
 

Figure S1: Macrocolonies of the tested strains can be observed after 7 days of incubation, at 

19°C 
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Figure S2: 

 

 
 

Figure S2: Number of CFUs/well in biofilms, supernatants and planktonic cultures, at 72 h, 

for each strain 
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Table S1: Table of every gene tested per RT-q-PCR with their oligonucleotides primers 

Table S2: Detailed information on the genetic modifications 

Table S3: NCBI accession number for every sequenced genome 

Table S4: P-values of the differences between biofilms, supernatants and planktonic cultures 

observed in every strain for every week, per Kruskal-Wallis analysis and Dunn’s Multiple 

Comparison Test  

 

Supplementary files can be found on this link: 

 

https://drive.google.com/drive/folders/1uJLVCO6PvYOODHoB_R-

QTsapI7gOSPNz?usp=drive_link 
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 2.2. Le PHMB induit la formation de biofilms et l’apparition de 

variants GenR 

2.2.1. Article 5 : Le PHMB induit l’apparition de variants GenR non-stables 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

« Polyhexamethylene biguanide promotes adaptive cross-

resistance to gentamicin in Escherichia coli biofilms », Frontiers in 

Cellular and Infection Microbiology, 2023 

 

Raphaël Charron, Pierre Lemée, Antoine Huguet, Ornella Minlong, Marine 

Boulanger, Paméla Houée, Christophe Soumet, Romain Briandet, Arnaud 

Bridier 
 



Résultats 

142 

 



Résultats 

143 

 



Résultats 

144 

 



Résultats 

145 

 



Résultats 

146 

 



Résultats 

147 

 



Résultats 

148 

 



Résultats 

149 

 



Résultats 

150 

 



Résultats 

151 

 



Résultats 

152 

 



Résultats 

153 

 



Résultats 

154 

 

 

2.2.2. Le PHMB induit des adaptations collectives en modulant la matrice 

 

Des analyses supplémentaires ont été effectuées sur deux souches parentales, la souche de 

référence Ec1655 et la souche Ec223, afin de mieux comprendre comment ces souches 

s’adaptent collectivement et pour établir des liens entre l’apparition de variants et les 

modulations collectives de la population. Pour ce faire, l’expérience d’exposition des souches 

aux biocides (Figure 6) a été reproduite avec le PHMB, et les profils des biofilms de ces deux 

souches ont été observés chaque semaine au CLSM. Les biofilms ont été marqués avec du 

Syto9 permettant d’observer la totalité des cellules bactériennes, ainsi qu’avec de la ConA, 

une lectine se liant à l’α-D-Mannose et à l’α-D-Glucose, permettant de marquer certains 

polysaccharides présents dans la matrice des biofilms.  

L’évolution effectuée a clairement confirmé la stimulation de la production de matrice en 

présence du biocide, manifestée de deux manières distinctes chez les deux souches. Pour la 

souche Ec1655 (Figure 9), une légère augmentation du biovolume de la ConA est observée 

quantitativement après exposition au PHMB, bien que les biovolumes soient déjà légèrement 

plus élevés avant exposition, en S0. En revanche, l’intensité de fluorescence de la ConA est 

largement supérieure après ajout de PHMB chez cette souche. Plusieurs hypothèses pourraient 

expliquer cette augmentation. Une densité plus élevée de matrice dans certaines régions du 

biofilm pourrait amplifier le signal fluorescent. La sécrétion spécifique de certains composés 

matriciels ayant une affinité plus forte pour la ConA pourrait également accroître le signal de 

la ConA (Goldstein et al., 1974). Il est cependant également possible que l'ajout de PHMB 

modifie les propriétés physico-chimiques du milieu, comme le pH, affectant ainsi le signal du 

fluorophore et donc que l’augmentation du signal ne soit pas causée par une augmentation de 

la matrice (Zand et al., 1971).  

L’observation spatiale du marquage ConA en présence de PHMB montre que la matrice est 

augmentée dans les couches supérieures du biofilm, probablement pour se protéger du 

biocide, mais aussi dans les couches internes, où un « tapis » de matrice est formé à la surface 

du puit, en dessous des cellules. Ce phénomène pourrait être une conséquence indirecte de 

l’ajout de PHMB, les cellules stimulant leur production générale de polysaccharides, y 

compris ceux servant à l’adhésion (comme le poly-N-acétylglucosamine) et ceux composant 

la matrice des couches externes (comme la cellulose) (Beloin et al., 2008). Cette production 

accrue pourrait aussi permettre aux bactéries d’être totalement enchâssées dans la matrice, 

réduisant ainsi au maximum leur contact avec les molécules biocides. Ce confinement 

pourrait également limiter l’accès aux nutriments et à l’oxygène, créant des micro-

environnements propices à l’émergence de variants résistants à la gentamicine de manière 

transitoire, en raison du ralentissement de la croissance des bactéries. Ici aussi, il n’est pas 

exclu que le « tapis » soit simplement causé par un artéfact lié au contact du PHMB avec le 

fond du puit.  

L’observation du marquage ConA avec la souche Ec223 (Figure 10) démontre également une 

augmentation de la matrice, confirmée par la quantification et la comparaison des biovolumes. 

Toutefois, cette augmentation est limitée aux couches supérieures, sans formation du « tapis » 

observé avec Ec1655. L’intensité de fluorescence n’est également pas augmentée chez Ec223, 

ce qui suggère que l’augmentation de l’intensité de fluorescence chez Ec1655 est due à une 

modulation de la matrice chez cette souche plutôt qu’une interaction du PHMB avec le milieu. 

De même, l’absence du « tapis » chez Ec223 démontre que celui formé chez Ec1655 serait 

bien formé par la souche et pas par un artéfact lié au PHMB. 
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Figure 9 : Evolution du profil des biofilms de Ec1655 au CLSM, au fil de l’exposition au 

PHMB, avec le contrôle à l’H2O à gauche et la condition PHMB à droite. Des ratios des 

biovolumes et de l’intensité de fluorescence de la ConA, en condition PHMB sur la condition 

H2O, effectuées avec le logiciel Biofilm Q, ont également été ajoutés à droite. 
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Figure 10 : Evolution du profil des biofilms de Ec223 au CLSM, au fil de l’exposition au 

PHMB, avec le contrôle à l’H2O à gauche et la condition PHMB à droite. Des ratios des 

biovolumes et de l’intensité de fluorescence de la ConA, en condition PHMB sur la condition 

H2O, effectuées avec le logiciel Biofilm Q, ont également été ajoutés à droite. 
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Une autre observation intéressante suite à l’ajout de PHMB chez les souches concerne la 

modification de la morphologie de la souche Ec1655 (Figure 11). En présence du biocide, la 

taille des bacilles de la souche Ec1655 a augmenté par rapport aux bactéries non exposées de 

la condition contrôle. Cette modification n’a pas été observée chez Ec223. La quantification 

de la taille des bactéries, effectuée à l’aide du logiciel ImageJ, sur un échantillon représentatif 

de cellules (20 bactéries aléatoires par image avec 3 images par semaine et par condition), a 

permis de préciser les variations de taille entre les conditions. Ainsi, les bactéries présentes 

dans la condition PHMB doublent de taille, par rapport à celles de la condition contrôle. Cette 

différence ne semble pas augmenter ou diminuer au fil des semaines mais rester stable de la 

semaine 1 à la semaine 4.  

L’augmentation de la taille des cellules est une conséquence bien documentée de l’exposition 

aux antimicrobiens (Cylke et al., 2022). Selon la cible de l’antimicrobien, la morphologie de 

la cellule est différemment impactée. Les antibiotiques ciblant l’ADN et ceux ciblant la paroi 

cellulaire peuvent notamment induire des morphotypes plus allongés (Cylke et al., 2022). 

Certaines études ont montré que le PHMB pouvait avoir un effet sur l’ADN des cellules 

(Chindera et al., 2016; Sowlati-Hashjin et al., 2020), ce qui pourrait expliquer l’élongation du 

morphotype observé dans cette étude. 

 

 
Figure 11 : Représentation de la différenciation de la morphologie des cellules observées au 

CLSM chez Ec1655 en présence de PHMB comparé à la condition contrôle H2O, avec des 

quantifications moyennes des longueurs cellulaires effectuées avec le logiciel ImageJ 

(moyenne de 20 longueurs mesurées aléatoirement pour chaque réplicat). 
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3. Article 6 : Le biofilm : une structure protectrice, favorisant 
l’émergence de variants aux résistances croisées  

Cette deuxième partie se concentre sur les résultats obtenus avec le dernier antibiotique testé, 

la rifampicine, qui est également un antibiotique d’intérêt critique selon l’OMS, notamment 

pour le traitement d’infections à Mycobacterium tuberculosis (World Health Organization, 

2019). Cet antibiotique fait partie de la famille des ansamycines et cible l’ARN polymérase, 

impliquée dans la transcription de l’ADN en ARN. Des rifamycines, telles que la rifaximine, 

sont utilisées dans le traitement de certaines infections à E. coli, notamment la diarrhée du 

voyageur (Steffen et al., 2018). L’intérêt de la rifampicine réside également dans son 

utilisation pour étudier l’évolution bactérienne, à travers leur taux de mutation (Majumdar et 

al., 2018). Dans ce travail de thèse, un lien entre la résistance à la rifampicine et l’exposition à 

deux biocides, le BAC et la TMN, a été identifié. Le BAC est l’un des biocides les plus 

étudiés pour son rôle dans l’induction de résistances croisées, tandis que la TMN, bien que 

largement utilisée dans diverses industries, reste très peu étudiée, notamment concernant ses 

effets sur les résistances aux antibiotiques. Ces deux biocides augmentaient significativement 

la proportion de variants RifR 20 mg/L dans les biofilms, comparativement à la condition 

H2O, ce différentiel étant moins marqué dans les surnageants. Comme pour le terme GenR, 

RifR caractérise ici l’ensemble des variants ayant poussé sur les géloses, indépendamment de 

celles ayant des résistances stables et celles ayant des résistances transitoires. Des variants 

RifR 100 mg/L ont également été isolés, mais cette fois-ci sans aucune différence entre la 

condition H2O et les conditions BAC et TMN. Les variants RifR présentaient généralement 

des résistances stables, dues à des mutations génétiques. L’analyse génomique de ces variants 

a révélé un nombre significatifs de mutations dans rpoB, la cible principale de la rifampicine 

(Alifano et al., 2015). Ces mutations étaient réparties de manière relativement équitable dans 

toutes les conditions, bien que légèrement moins fréquentes dans la condition TMN. Parmi les 

variants isolés à 100 mg/L de rifampicine, tous possédaient une mutation dans rpoB, indiquant 

que la mutation de ce gène est nécessaire pour des résistances élevées. Cependant, l’absence 

de différences quantitatives notables entre la condition H2O et les conditions BAC et TMN, à 

la concentration 100 mg/L, ne nous a pas incité à poursuivre dans cette direction. 

En revanche, de manière très intéressante, une récurrence des mutations survenant au sein de 

gènes codant pour la synthèse du lipopolysaccharide (LPS) a été observée parmi les variants 

de la condition TMN, avec 6 des 8 souches d’E. coli testées. L’analyse phénotypique de ces 

variants a révélé des différences structurelles dans le LPS en comparaison des souches 

parentales. Ces modifications du LPS engendraient une réduction du potentiel membranaire 

des variants résistants. Un potentiel membranaire plus faible peut améliorer la stabilité de la 

membrane, protégeant ainsi la cellule plus longtemps des biocides cationiques comme la 

TMN, qui peuvent déstabiliser la membrane en la dépolarisant, via leur charge positive 

(Halder et al., 2015). Des analyses supplémentaires ont révélé que ces variants possédaient 

principalement de faibles niveaux de résistance, à l’opposé des souches mutées dans rpoB. 

Cependant, plus une résistance est forte, plus les effets secondaires délétères sur la cellule 

peuvent limiter sa compétitivité. Ici, les variants LPS n’étaient pas impactés négativement par 

leur mutation. En présence de biocide, certains variants affichaient même un avantage, avec 

une phase de latence réduite avant d’atteindre la phase exponentielle de croissance, en 

comparaison de la souche parentale d’origine. En biofilms, les variants semblaient tous 

produire davantage de composés de la matrice et surpassaient parfois leur souche parentale 

dans des biofilms mixtes, témoignant de leur compétitivité et des risques de propagation 

associés. 
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Abstract:  

It is essential to identify the factors that drive the selection of antimicrobial resistance (AMR) 

so as to better control the emergence of resistance. Disinfectant biocides, massively used in 

food-processing industries, have already been associated with the cross-selection of antibiotic-

resistant bacterial populations. However, very few studies have addressed this topic using a 

biofilm model, known to be the main lifestyle of bacteria in the food industry. We examined 

the adaptation of Escherichia coli biofilms to four biocides over one month, along with 

subsequent effects on antibiotic resistance. Exposure to N-(3-aminopropyl)-N-

dodecylpropane-1,3-diamine (Triamine, TMN) and benzalkonium chloride (BAC) led to a 

significant increase in rifampicin-resistant (RifR) variants in biofilms compared with 

exposure to H2O. Genomic analyses revealed that the RifR variants that emerged when 

exposed to TMN recurrently harboured mutations in genes related to lipopolysaccharide 

(LPS) biosynthesis. Resulting alterations in membrane potential and cell permeability were 

correlated with enhanced bacterial survival under antimicrobial stress. These findings 

suggested that LPS plays a central role in adaptation to TMN and subsequent rifampicin 

cross-resistance development. Additionally, LPS modifications also gave RifR variants 

competitive advantages over parental strains when exposed to TMN at both individual and 

collective biofilm level, supporting the likelihood of a higher risk of resistant variants being 

disseminated throughout the food chain.  

 

Keywords: biofilm, adaptation, cross-resistance, biocides, antimicrobial resistance, LPS 
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Introduction:  

Antimicrobial resistance (AMR) is one of the foremost challenges for public health in the 

coming decades. Recent years have seen a marked increase in antibiotic resistance among 

bacteria, including the emergence of multidrug-resistant strains that complicate therapeutic 

strategies1. Although natural resistance mechanisms have existed within bacterial 

communities for centuries, often deriving from natural substances produced by 

microorganisms, the selection of resistant clones has been accelerated not only by the use or 

misuse of antibiotics but also by other factors directly or indirectly related to human activities. 

The One Health concept further underscores the need for a multisectoral approach to tackle 

AMR, emphasising the interconnection of human, animal, and environmental health as a 

continuum in the propagation of resistance determinants2 .Increasingly, attention is being paid 

to co-selectants, i.e. non-antibiotic agents, especially in light of recent studies3. Among these 

co-selectants, chemical disinfectants — a subclass of biocides — has been receiving more and 

more attention, especially since the COVID crisis4. Disinfectants are used massively in a wide 

variety of sectors, including the food industry, where they safeguard consumers from 

pathogenic bacteria. Disinfectant biocides differ from antibiotics by their use on inanimate 

surfaces, but can share similar cellular targets and related modes of action. A large number of 

publications have hence shown that bacteria often use the same mechanisms to adapt to both 

biocides and antibiotics5,6. However, the amount of knowledge available on the different 

biocide families differs greatly. Some of them have already been extensively studied5, such as 

quaternary ammonium compounds (QACs) or chlorhexidine, and have been recurrently found 

to affect antibiotic resistance. Nevertheless, the effects of the vast majority of biocidal active 

substances have barely been characterised, despite their frequent use. N-(3-aminopropyl)-N-

dodecylpropane-1,3-diamine (TMN) for example, is a biocidal active substance increasingly 

used in food-processing industries, particularly in an admixture with QACs or as an 

alternative7. Nevertheless, we need further insights into TMN modes of action and possible 

effects on antimicrobial (cross-)resistance. 

Moreover, while current data predominantly focus on planktonic bacteria, most of the 

bacterial populations in food-processing environments exist within biofilms. Biofilms are 

three-dimensional structures that bacteria form on surfaces through the production of an 

extracellular matrix composed mostly of polysaccharides, lipids, proteins and extracellular 

DNA8. The 3D structuration of biofilms generates a variety of microenvironments, resulting 

in broad heterogeneity of metabolic states for embedded bacterial populations. The diffusion 

of molecules in the structure may be reduced, leading to oxygen and nutrient gradients. While 

bacteria around the periphery of the biofilms have access to every nutrient they need, bacteria 

in the centre do not. This heterogeneity has a strong effect on bacterial metabolism, with 

internal subpopulations often exhibiting slow growth and persister phenotypes. Such a 

collective and organised lifestyle generally enhances bacterial tolerance to environmental 

stresses, including disinfectant biocides, through both a physical barrier effect and by 

inducing physiological heterogeneity and resistant phenotypes5,9. Recently, we showed that 

modulation of the biofilm structure following exposure to a biguanide substance could 

promote the emergence of adaptive (physiological) cross-resistance to 

aminoglycoside10.Biofilms are therefore dynamic edifices that evolve in response to internal 

and external signals, potentially influencing evolution towards antibiotic resistance11. These 

biological structures may not only enhance bacterial survival but could also facilitate the 

emergence of stable genetic resistance through mutational events, as already reported 5,12,13. 

Additionally, the extracellular matrix has been shown to limit the penetration of biocides into 

the structure, as already reported for quaternary ammonium compounds14. Such an effect 

increases the possibility for bacteria to be exposed to sub-lethal doses, leading to variability in 

microenvironmental conditions between cells, which is a feature that cannot be observed in 
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planktonic populations, where biocide and bacteria are more homogeneously distributed and 

exposed. These factors collectively shape biofilms into unique ecosystems that could play a 

specific role in bacterial adaptation strategies and cross-resistance phenomenon. In this work, 

we investigate the effects of bacterial adaptation to biocidal molecules used in the food chain 

on the selection of rifampicin resistance, integrating the biofilm lifestyle through adaptive 

laboratory evolution.  

 
Results: 

1. Exposure to TMN or BAC promotes the emergence of rifampicin-resistant (RifR) 

variants in biofilms 

The biofilms of eight E. coli strains were repeatedly exposed over one month to four biocidal 

active substances including BAC, TMN, sodium hypochlorite (SHY) and polyhexamethylene 

biguanide (PHMB) belonging to different families, at minimal concentrations determined to 

inhibit the growth of planktonic bacteria (MIC). Depending on the biocides, different effects 

on RifR variant emergence were observed (Figs. 1 and S1). Interestingly, TMN exposure 

consistently stimulated the emergence of RifR variants in biofilm with an increase in RifR 

variant quantity in seven out of the eight E. coli strains compared with the H2O control (Fig. 

1A). BAC exposure was also correlated with the selection of RifR variants in biofilms formed 

by five out of the eight strains for at least one time point during the exposure period. 

Conversely, exposure to PHMB and SHY did not significantly promote the emergence of 

resistance and even sometimes resulted in a decrease in the quantity of RifR variants isolated 

compared with the H2O control (Fig. S1). It should be noted that three out of the eight strains 

(Ec1655, Ec223 and Ec956) were completely eradicated by the planktonic MIC of SHY after 

seven days of exposure, demonstrating that the biofilm’s lifestyle did not result in higher cell 

survival with this biocide compared with the planktonic state. This also explains the small 

number of RifR variants isolated for SHY. The dynamics of RifR variant emergence varied 

greatly depending on the E. coli strain over the one-month exposure to biocides. In the 

Ec1655 strain exposed to TMN, RifR variants were selected quickly, reaching the maximal 

concentration of countable resistant clones after one week of exposure. Ec956 reacted 

differently, starting with many RifR variants from t0, but the effect of the biocides was 

reflected as a smaller decrease in variants over the exposure period compared with the H2O 

control group. The effect of TMN was also more pronounced on some strains, such as 

Ec1655, Ec723 or Ec956, which displayed a significant difference in the number of RifR 

variants isolated compared with the H2O control group throughout the experiment. In contrast, 

other strains like Ec775, Ec478 or Ec223 only showed differences at certain time points. 

Interestingly, the general effect of TMN and BAC on RifR variant emergence highlighted in 

biofilms was not observable when analysing supernatant populations, suggesting a specific 

adaptive response of biofilms to biocides (Fig. 1B). In three out of the eight strains (Ec223, 

Ec009, Ec478), neither BAC nor TMN exposure had any significant effect on RifR variant 

counts in supernatants compared with the H2O control. Only Ec956 showed a significant and 

lasting increase in RifR variants in supernatants over the first two weeks of exposure to TMN 

compared with H2O.  
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Figure 1. Effects of TMN and BAC on the quantity of RifR variants in E. coli biofilms. 

Evolution curves representing the number of CFUs/mL of rifampicin-resistant variants 

enumerated on TSA plates supplemented with 20 mg/L of rifampicin and collected from 

biofilms (A) or supernatants (B) exposed to H2O (dashed lines), BAC (in green) or TMN (in 

blue). Error bars represent the standard error of the mean. Statistical analysis was performed 

using a Mann-Whitney test for the biocide condition and the H2O condition, separately, for 

each week. P-values are represented as follows: * = [0.05-0.01]; ** = ]0.01-0.001]; *** = 

<0.001 

 

2. Adaptation to TMN and resistance to rifampicin are mainly mediated through 

alteration of LPS biosynthesis genes in variants 

Illumina sequencing was performed and the genomes of RifR variants were analysed and 

compared with their corresponding parental strains to identify mutations underlying the 

adaptation and resistance phenotypes. Detailed information about the genetic modifications 

identified is presented in Table S1. Figure 2 displays the genetic targets carrying point 

mutations in RifR variants isolated from H2O, TMN or BAC conditions, classified by their 

level of resistance to rifampicin (in mg/L). The most prevalently mutated gene was rpoB, 



Résultats 

164 

 

encoding the DNA-dependent RNA polymerase β-subunit, known as the primary target of 

rifampicin. However, the proportions of mutations in rpoB varied with each biocide. Among 

RifR variants selected after exposure to TMN, only 54% exhibited a mutation in rpoB, while 

this percentage reached 67% with H2O. Although BAC has already been associated with rpoB 

mutations15, it did not show a higher correlation in this study, with 65% of BAC-selected 

variants having rpoB mutations. Other mutations were observed in different global stress 

responses. The general stress response was impacted, with mutations in rpoS16 and in hfq, a 

chaperone protein known to have a post-transcriptional effect on rpoS17. These mutations 

were not, however, clearly associated with exposure to a specific biocide, and some were also 

linked to rpoB mutations. Three variants exclusively from the BAC condition were mutated in 

genes relating to the stringent response (dksA18; gppA19), a stress response activated under 

nutrient depletion, which is consistent with the conditions within biofilms. Mutations were 

also recurrently observed in the rbs operon, involved in D-ribose transport and catabolism, 

and more specifically in rbsR, the repressor of the ribose operon20. This genetic target seemed 

particularly associated with the BAC condition, as four of the five rbsR variants emerged 

under BAC exposure and only one in the control condition (H2O). Importantly, four of the 

five rbsR variants also carried a mutation in rpoB. 

Interestingly, seven RifR variants from the TMN condition, originating from six different 

parental strains, had mutations in the LPS biosynthesis pathway, demonstrating a recurrent 

association between TMN exposure, RifR emergence, and adaptive modifications in this 

cellular target. Variants with mutations in LPS biosynthesis genes mostly carried single 

mutations compared with their parental strains. Only one of them (Ec723_TMN_2) had an 

additional mutation in barA, a gene encoding a sensor kinase involved in the regulation of 

several processes, including biofilm formation21, and none had rpoB mutations. Mutations in 

LPS biosynthesis genes were mainly related to low levels of rifampicin resistance, in contrast 

to the stronger resistances observed in rpoB-mutated strains as shown in Figure 2. Beside the 

variants originating from the TMN condition, mutations in LPS biosynthesis genes were 

identified in only one variant isolated under the H2O condition (Ec723_H2O_1) and one under 

BAC conditions (Ec956_BAC_1), both in the waaU gene, which was also mutated once in the 

TMN condition in an Ec723_TMN_2 variant. This gene encodes a putative 

heptosyltransferase22. Mutations in the rfbB gene, encoding a dTDP-glucose 4,6-dehydratase 

1 involved in rhamnose biosynthesis23 was observed in two strains isolated after exposure to 

TMN (Ec223_TMN_5 and Ec775_TMN_5). Other LPS biosynthesis variants isolated under 

TMN conditions had mutations in genes such as yfdI (Ec1655_TMN_2), a 

glucosyltransferase24, wbbK (Ec223_TMN_1) and htrL (Ec478_TMN_3)25, both putative 

glycosyltransferases26 and wbbL (Ec009_TMN_4) encoding a rhamnosyltransferase27.  

Major genomic modifications were also observed in three of the seven LPS biosynthesis 

variants selected under TMN conditions (Ec223_TMN_5, Ec775_TMN_5 and 

Ec723_TMN_2), often resulting from the genomic plasticity associated with mobile genetic 

elements (MGEs) (Table S1). In the Ec223_TMN_5 and Ec723_TMN_2 variants, these 

modifications corresponded to phage excisions. The analysis of Ec775_TMN_5 revealed that 

the MGEs in this strain were mostly related to transposon excisions. MGEs were found in 

many strains: 41% of TMN variants, 29% of BAC variants and 33% of H2O variants. Some 

strains, like Ec723 and Ec956, displayed high genome plasticity, with more than 10 identified 

MGEs. Nevertheless, no correlation was observed between MGE excision and the conditions 

under which the variants were isolated.  
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Figure 2. TMN selects for LPS-mediated variants with low-level rifampicin resistance. 

Table representing the median level of rifampicin resistance in mg/L for every variant with its 

associated mutated genetic targets. The grey-coloured genes are mutated in strains isolated in 

the H2O condition, the green ones are mutated in strains isolated in the BAC condition and 

the blue ones are mutated in strains isolated in the TMN condition 
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3. LPS biosynthesis variants selected following TMN exposure displayed a lower 

membrane zeta potential and reduced cellular permeability 

The specific association between TMN and LPS biosynthesis genes in RifR variants prompted 

us to further characterise the seven corresponding variants. Firstly, an SDS-PAGE analysis of 

the variants’ LPS was performed to observe how the LPS structure was impacted by the 

mutations (Fig. 3A). Most of the variants exhibited pronounced perturbations in LPS 

structure, with clear differences in their band profiles compared with their corresponding 

parental strains (red boxes). Five out of the seven variants showed modifications indicated by 

the disappearance of bands between 10 kDa and 15 kDa. These variants also had modified 

profiles in the heavier bands, between 20 kDa and 35 kDa, with either reduced intensity or the 

disappearance of some bands. Conversely, the last two variants — Ec1655_TMN_2 and 

Ec009_TMN_4 — did not show a marked difference in LPS profiles compared with their 

parental strain after SDS-PAGE. It should be noted that the Ec1655 parental profile is already 

lighter than the other parental strains because the strain is known to have a transposon 

insertion in one LPS biosynthesis gene, leading to an O-antigen production defect, which 

explains the lack of bands above 15 kDa.  

Given the negative charge carried by LPS molecules28, we investigated whether the mutations 

impacted the membrane potential. A zeta potential analysis was performed on the variants and 

their parental cells to compare global membrane charge (Fig. 3B). Interestingly, four out of 

the seven variants were significantly different from their parental strain, with a more negative 

potential than their parents. The most notable difference was observed for the Ec223_TMN_1 

variant, with a reduction from -19.6 mV (SD ± 0.70) in the parental strain to -24 mV (SD ± 

1.30) in the variant. The two variants that did not reveal apparent LPS structural changes on 

gel (Ec1655_TMN_2 and Ec009_TMN_4) consistently did not exhibit zeta potential 

modifications either. Interestingly, these strains also displayed the most negative membrane 

potential among all the strains. Conversely, the Ec223_TMN_5 variant was the only strain 

that showed LPS structural modifications on the gel without also showing a modification in 

the membrane charge.  

The negative charge of the LPS is known to help maintain cell structure through interactions 

with divalent cations of the LPS molecules29. Hence, a Crystal Violet permeability assay was 

performed with the seven LPS biosynthesis variants (Fig. 3C) to evaluate the impact of LPS 

modifications on cellular membrane permeability. Significant differences were observed in 

five out of the seven strains compared with their parental strains, showing significantly 

reduced cell membrane permeability. Particularly strong differences were observed for both 

variants of the Ec223 strain and the Ec478_TMN_3 variant. The only two variants that did not 

show any changes in permeability were again the Ec1655_TMN_2 and Ec009_TMN_4 

variants, reinforcing the link between LPS structural changes, zeta potential and cell 

permeability.  
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Figure 3. LPS biosynthesis variants have a lower membrane potential, which reduces 

global cell permeability. SDS-PAGE representing the LPS profile of the parental strains and 

variants (A) (red boxes show the difference between parents and variants); Membrane 

potential analysis of the LPS biosynthesis variants and their parental strains (B); Crystal 

Violet uptake assay of the LPS biosynthesis variants and their parental strains to assess their 

permeability (C). Statistical analysis was performed with a Mann-Whitney test comparing 

variants with their parental strains. P-values are represented as follows: * = [0.05-0.01]; ** 

= ]0.01-0.001]; *** = <0.001. The P-values of the co-culture comparisons are shown in 

Figure S3 

 

 

4. Specific antibiotic susceptibility profiles of the LPS biosynthesis variants 

Further analysis was performed on the LPS biosynthesis variants to precisely determine their 

level of resistance against antibiotics. First, their growth with or without rifampicin (5 mg/L) 

was analysed. Growth ratios are represented in Figures 4A and 4B, comparing their µmax and 

lag phases, respectively. Raw data and statistical analysis results can be seen in Figure S2. 
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Without rifampicin, parental strains and variants had similar growth rates and lag phase 

durations, except for Ec775_TMN_5 which grew faster and had a shorter lag phase than its 

parental strain. This demonstrates that LPS biosynthesis mutations did not impact the growth 

capacities of variants. Most of the variants showed a clear difference in their growth and their 

lag phase duration with rifampicin. Four out of the seven variants (Ec478_TMN_3; 

Ec223_TMN_1; Ec223_TMN_5; Ec009_TMN_4) showed marked differences from their 

parental strain, with faster growth and a reduced lag phase when exposed to 5 mg/L of 

rifampicin. Conversely, Ec1655_TMN_2 showed small variations and Ec775_TMN_5 and 

Ec723_TMN_2, despite the modifications in structural and cell properties previously 

observed, did not show better growth ability with rifampicin. However, their isolation on 

rifampicin-supplemented plates demonstrates that these variants are still able to grow when 

exposed to lethal concentrations of the antibiotic, suggesting that their resistance mechanism 

may be condition-specific. 

Given that the resistance mechanism linked to cell permeability is often nonspecific, further 

analysis was conducted with 14 other antibiotics using the microdilution broth method to 

assess the global effect of LPS alteration in variants on antibiotic susceptibility profiles (Fig. 

4C). Interestingly, a recurrent MIC modification was observed for the macrolide azithromycin 

in six out of seven variants with a modified phenotype. The five variants that showed 

structural LPS modifications displayed a two-fold MIC increase to azithromycin, while 

Ec009_TMN_4 exhibited a two-fold decrease. Both Ec223 variants showed two-fold MIC 

increases to chloramphenicol, ciprofloxacin (also observed for Ec478_TMN_3), tetracycline 

and also trimethoprim for Ec223_TMN_1 only.  
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Figure 4. Antibiotic susceptibility modulations in LPS biosynthesis variants. Ratios between 

the µmax (A) and lag phases (B) of the parental strains/variants with or without rifampicin (5 

mg/L). MIC fold change between the variants and their parental strain for 15 antibiotics 

representative of the different families with a clinical interest for E. coli (AMI = Amikacin; 

AMP = Ampicillin; AZI = Azithromycin; FOT = Cefotaxime; TAZ = Ceftazidime; CHL = 

Chloramphenicol; CIP = Ciprofloxacin; COL = Colistin; GEN = Gentamicin; MER = 

Meropenem; NAL = Nalidixic Acid; SMX = Sulfamethoxazole; TET = Tetracycline; TIG = 

Tigecycline; TMP = Trimethoprim) (C). Statistical analysis was performed with a Mann-

Whitney test comparing the variants and their parental strains. P-values are represented as 

follows: * = [0.05-0.01]; ** = ]0.01-0.001]; *** = <0.001. The P-values of the co-culture 

comparisons are shown in Figure S2 

 

5. Competitive advantages of LPS variants exposed to TMN at individual and 

collective levels 

The growth parameters of variants exposed to TMN were compared with those of their 

corresponding parental strains. Some variants appeared more adapted in planktonic conditions 
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(Fig. 5). Sub-lethal concentrations of TMN had no significant effects on their growth 

compared with their parental strains (Fig. 5A), except Ec223_TMN_5 which had a slightly 

faster growth rate. Three variants (Ec478_TMN_3, Ec223_TMN_5, Ec775_TMN_5) were 

able to leave the lag phase and enter the exponential growth phase faster than their parental 

strain (Fig. 5B), indicating an increased ability to grow when exposed to the biocide. Despite 

their previously observed structural modifications, Ec223_TMN_1, Ec723_TMN_2, 

Ec1655_TMN_2 and Ec009_TMN_4 variants did not show significant changes in their lag 

phases compared with their parental strains.  

 
Figure 5. LPS biosynthesis variants show facilitated growth when exposed to TMN. µmax 

(A) and Lag phases (B) of the LPS biosynthesis variants and their parental strains in 

planktonic condition with 2.2 mg/L of TMN. Statistical analysis was performed with a Mann-

Whitney test comparing the variants and their parental strains. P-values are represented as 

follows: * = [0.05-0.01]; ** = ]0.01-0.001]; *** = <0.001.  

 

To understand the mechanism of adaptation linked to the biofilm lifestyle, the variants’ ability 

to produce matrix components was investigated. A Congo Red assay was performed on the 

variants to observe their matrix production (cellulose and amyloid fibres) (Fig. 6). All variants 

showed an increased production of matrix components without TMN, except 

Ec1655_TMN_2. The Ec223_TMN_1 strain was the one that induced biofilm growth the 

most. When exposed to TMN, most variants still showed increased matrix production, but 

Ec478_TMN_3 did not show significant differences compared with its parental strain under 

these conditions. To determine whether this increased ability to form biofilms impacted the 

competitiveness of the strains in biofilms, strains were transformed with a GFP plasmid and 

an mCherry plasmid (except for Ec723 and Ec723_TMN_2 due to transforming issues). Co-

cultures of parental strains and variants were performed to assess which strain had a 

competitive advantage with or without the biocide. Co-cultures were conducted both ways: 

one with the parental strain tagged with GFP and variants with mCherry (Fig. 6) and the other 

vice versa (Fig. S3). The results of the statistical analyses of the differences observed between 

parental strains and variants are presented in Figure S4. Stability tests were performed to 

observe whether the variants maintained the plasmid in the absence of antibiotic selective 

pressure (Fig. S5) and other tests were performed to ensure the plasmid did not impact the 

strain’s growth (Fig. S6). Most strains exhibited stable fluorescence, except for Ec1655 and 

its variant, which showed a slight reduction in fluorescence (Fig. S5). The Ec1655_TMN_2 

variant also seemed slightly impacted in its growth with the plasmid (Fig. S6). Generally, 
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GFP had a weaker signal than mCherry across most strains, but the trends were observed in 

both conditions. Variants showed differential and interesting phenotypes. The Ec478_TMN_3 

variant showed increased abundance compared with the parental strain with or without the 

biocide, with more pronounced differences with the biocide, as observed through the analysis 

of biovolumes and biofilm images (Fig. 6). The Ec1655_TMN_2 variant was the only other 

strain to have increased biofilm compared with its parental strain with the biocide, while most 

other strains showed either no changes or less pronounced differences. Ec1655_TMN_2 was, 

however, also the only variant with a smaller biovolume than its parental strain without the 

biocide, while three variants had a significatively higher biovolume than their associated 

parental strains (Ec478_TMN_3; Ec223_TMN_1; Ec775_TMN_5). The Ec223_TMN_1 

strain differed the most from its parental strain, consistent with its enhanced matrix 

component production. Some images of the biofilm co-cultures are also shown in Figure 6. 

 

 
Figure 6. LPS variants show increased biofilm production. Several experiments were 

performed to observe the ability of the variants to grow in biofilms, without (A) or with (B) 

TMN. Matrix production was quantified by the use of Congo Red through the analysis of the 

differences in fluorescence intensity of the biofilms of variants and parental strains after a 72-

h pre-formation step without a biocide, and 24-h exposure to MIC concentrations of TMN 

(6.6 mg/L). mCherry-tagged variants and GFP-tagged parental strains were also co-cultured 

with or without 2.2 mg/L of TMN and biovolume ratios of the variants and parents are shown. 

One representative image of the co-cultures showing the two variants with the biggest 

difference from their parental strain is also presented, with the variants in red and the 

parental strains in green. Statistical analysis was performed with a Mann-Whitney test 

comparing the variants and their parental strains. P-values are represented as follows: * = 

[0.05-0.01]; ** = ]0.01-0.001]; *** = <0?001. The P-values of the co-culture experiment are 

shown in Figure S3 

 

Discussion: 

Antimicrobial resistance constitutes one of the major health challenges of the coming decades. 

One possible factor of risk promoting antibiotic resistance is the use of biocides, which could 

select for antibiotic cross-resistant variants through their effects5,6. In this study, four biocidal 

active substances (BAC, PHMB, TMN and SHY), representative of molecules used in food 

chain disinfection processes, were used to continuously expose E. coli biofilms for one 
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month, monitoring their effects on rifampicin resistance. Rifampicin is considered a critically 

important antibiotic for human health30. It is also widely used to study the evolutionary 

processes of bacterial populations31,32, and is a useful tool for quantifying mutation rates 

through the rifampicin resistance assay33.  

In this study, recurrent mutational events were observed in the rpoB gene in RifR variants, 

which codes for the RNA Polymerase β subunit, the primary target of rifampicin in E. coli 

and other genera like Mycobacterium34,35. This observation aligns with the central role of 

rpoB mutations in the emergence of rifampicin resistance among E. coli as extensively 

described in previous works36. Mutations in rpoB conferred here the highest levels of 

rifampicin resistance, with MIC values ranging from 40 to 200 mg/L (Fig. 2), but they can 

sometimes have deleterious effects on bacterial fitness37,38. 

While PHMB and SHY presence did not induce RifR variants compared to H2O, BAC and 

TMN exposure significantly promoted RifR variants in various E. coli strains during 

exposure. Both biocides were associated with mutational events in specific pathways. First, 

BAC was associated with mutations in the rbsR gene and in stringent response genes (dksA; 

gppA). D-ribose — catabolised by the rbs operon — has already been associated with biofilm 

inhibition, hence the mutation could be a way for the bacteria to increase D-ribose 

degradation and thereby biofilm production39. Besides controlling the D-ribose metabolism, 

rbsR has also been associated with the control of purine synthesis, inhibiting de novo 

synthesis but activating the bacteria’s salvage pathway40. The stringent response is activated 

in the event of nutrient depletion, and inhibits cell activity, notably purine nucleotide 

synthesis41, suggesting a possible link between mutations in the stringent response genes and 

rbsR mutations under BAC conditions. However, the link between BAC and these mutations 

remains unclear. Moreover, these mutations were often associated with rpoB, reducing the 

likelihood of a specific cross-resistance mechanism with rifampicin.  

Interestingly, TMN exposure was strongly associated with mutations in LPS biosynthesis 

pathways in RifR variants, suggesting a pivotal role of LPS modulation in TMN adaptation 

and cross-resistance development to rifampicin. LPS biosynthesis variants were selected in 

six of the eight tested strains when exposed to TMN, demonstrating the recurrence of this 

phenomenon despite the various genetic backgrounds of the bacterial strains. These LPS 

biosynthesis variants exhibited low-level rifampicin resistance (from 20 to 60 mg/L) and did 

not carry additional mutations in rpoB (Fig. 2). LPS biosynthesis variants were more 

frequently isolated in biofilms than in supernatants (Fig. 1). This is consistent with the 

potential of biofilms to maintain variants within the bacterial population, constituting a 

protective environment in which they can develop5,42. Several studies have reported a 

differential emergence in biofilms compared with planktonic cultures, with low-resistance 

variants emerging in biofilms (where the bacteria is exposed to reduced concentrations of 

antimicrobials), while high-resistance variants emerged preferentially in planktonic 

cultures43,44. Low-level resistances are favoured in less stringent environments because the 

side effects of mutations often have less impact on cell fitness than the deleterious effects of 

high-resistance mutations on cell growth43. 

In most of the RifR variants, the effect of mutations on the LPS structure and associated 

phenotype was clear, with modifications in the LPS SDS-PAGE profile, membrane charge 

and permeability. Only two variants, Ec1655_TMN_2 and Ec009_TMN_4, did not reveal any 

changes in their structural and membrane properties. TMN is a cationic biocide, and 

positively-charged biocides are known to affect membrane stability. BAC and PHMB interact 

with anionic phospholipids such as the lipid A part of the LPS, disrupting the equilibrium 

between these phospholipids and fixed divalent cations45. This depolarises and disrupts the 

membrane, leading to the release of cell components and cell lysis46. Some associations 

between mutations in lipid A synthesis genes and BAC, which is also positively charged, have 
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already been observed12. In our study, mutations were mainly found in genes involved in the 

synthesis of the saccharide part of the LPS, with most genes coding for glycosyltransferases. 

The core part of the LPS is also negatively charged, which could explain the effects of the 

waaU mutation in Ec723_TMN_2, coding for a heptosyltransferase involved in core 

oligosaccharide synthesis. However, other LPS biosynthesis variants carried mutations in 

genes involved in the synthesis of the O-antigen part, which is not charged. The modification 

of membrane Zeta potential reflects a modification in cell surface charge in LPS biosynthesis 

variants, which could help bacteria to overcome the stress from the biocide’s positive charge. 

The O-antigen regulates membrane fluidity through indirect effects on the anionic part47 and 

changes in the O-antigen chain length have been associated with decreased cell 

permeability48. Although rifampicin is not a charged antibiotic, the increased robustness 

brought by the more negative charge and the fixation of divalent cations could help the 

bacteria when it encounters other antimicrobial stresses. Murata et al.49 demonstrated that 

modifications in LPS lipid A synthesis affect bacterial resistance to uncharged molecules, and 

that LPS was essential for the robustness of the membrane and survival against erythromycin, 

novobiocin and notably rifampicin. In our own study, among the 15 antibiotics tested, RifR 

variants with pronounced modifications in the LPS structure exhibited a slight increase in the 

MIC for azithromycin, an antibiotic belonging to the macrolide family, like erythromycin; this 

underlines effects that are similar to those reported by Murata et al.49 Additionally, rifampicin 

and azithromycin are hydrophobic molecules, like ciprofloxacin, for which a two-fold 

increase in MIC was also observed in three of the seven LPS biosynthesis variants. This 

observation supports the recognised role of LPS in limiting permeability to hydrophobic 

compounds50.  

The ability of LPS biosynthesis variants to disseminate and recolonise new environments was 

then evaluated. Resistance mutations can often cause severe growth damage to the strains, 

impacting their competitiveness when there are no antimicrobials51. We found that mutations 

in LPS biosynthesis pathways did not lead to degradation in the variants’ growth kinetics 

without TMN. Moreover, when exposed to TMN some variants displayed a shorter lag phase 

than their parental strain, which could help them to develop and disseminate more easily. 

Even though these resistances are low and biocides are usually used at higher concentrations, 

several factors can inhibit their efficiency (e.g. interfering substances, pH, wrong 

administration of the biocide52). It is known that surfaces are quickly re-colonised after a 

biocide treatment53. The presence of biofilms can also limit biocide efficiency5. In the present 

study, LPS biosynthesis variants exhibited similar or often higher competitiveness than their 

parental strain in mixed biofilms, as shown by biovolume ratios (Fig. 6) thus potentially 

indicating a higher risk of propagation. Coherently, Congo Red analysis demonstrated an 

overproduction of matrix components in most LPS biosynthesis variants. The reason for this 

overproduction is unclear. It could be due to an increased availability of ose precursors 

redirected from LPS biosynthesis to matrix polysaccharide synthesis. The increased 

availability of some precursors and the LPS-coding genes have previously been associated 

with colanic acid overproduction, a component of the E. coli extracellular matrix54.  

Although in our study mutations in LPS biosynthesis pathways did not lead to high 

phenotypic antibiotic resistances in the variants, they can help bacteria to survive longer under 

antimicrobial stresses, providing more time for the emergence of secondary high-level 

mutations. It has been demonstrated that low-resistance mutations often precede the 

emergence of higher resistance mutations13,55.  

Moreover, the antibiotics to which the variants became less susceptible are particularly 

relevant for E. coli. Rifaximin is a molecule close to rifampicin, azithromycin and 

ciprofloxacin, which are all used to treat travellers' diarrhoea56,57. Reduced susceptibilities 

could therefore reduce the treatments’ effectiveness. Furthermore, these antibiotics are also 
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used in various treatments against other pathogens, opening up new avenues of research to 

investigate whether the effects observed in the present study could be extended to other 

bacterial species of interest. 

 

Conclusion: 

     This work reports an association between exposure to biocidal active substances 

commonly used in the food industry and antibiotic resistance selection in E. coli biofilms. It 

also reveals the pivotal role of LPS in adaptation to TMN and the development of rifampicin 

cross-resistance. Interestingly, mutations occurring in LPS biosynthesis genes selected during 

TMN exposure resulted in benefits for RifR variants exposed to antimicrobials at both cellular 

and/or biofilm levels. These findings support the diversity of adaptive strategies among 

bacteria and their interplay, which together ultimately lead to the evolution and survival of 

bacterial populations under stress. Such insights are of prime interest for understanding how 

bacteria adapt to biocides and provide potential markers for cross-resistance monitoring in the 

food chain. 

 

Methods:  

1. Bacterial strains 

The E. coli strains used in this study are listed in Table 1. Strain Ec1655 corresponds to the 

reference strain MG1655, Ec223 is a strain from the INRAE CIRM-BP collection of bacterial 

pathogens for humans and animals originally isolated from chickens, and the other six strains 

were from a collection belonging to the French National Reference Laboratory for 

Antimicrobial Resistance (NRL-AR) hosted in ANSES Fougères, and composed of E. coli 

strains isolated from the pork and poultry industries. Strains were conserved at -80 °C in 

cryoprotective solutions (Mast Group, Bootle, UK).  

 

Name in the 

study Origin (isolation date) 

Ec1655 E. coli K-12 substr. MG1655 reference strain 

Ec223 CIRM-BP Collection (1977) 

Ec775 NRL-AR collection, Chicken (2014)    

Ec009 NRL-AR collection, Chicken (2014) 

Ec956 NRL-AR collection, Pork (2015) 

Ec709 NRL-AR collection, Pork (2017) 

Ec723 NRL-AR collection, Pork (2017) 

Ec478 NRL-AR collection, Chicken (2018) 

Table 1.  E. coli strains used with their origin 

 

2. Determination of susceptibility to biocides 

The strains’ susceptibility to four biocidal active substances was tested: BAC (BTC 50E, 

Stepan, France); TMN (Triameen Y12D.30, Quaron SAS, France); PHMB (Matrix scientific, 

France) and SHY (VWR Chemicals, France). Strains were grown overnight in 1/10 TSB 

medium. On the following day, strains were diluted in fresh 1/10 TSB to reach a 600 nm 

optical density (OD600nm) of 0.2 (+/- 0.02). Microplates were filled with biocides in line A, 

with two wells per biocide. Then 100 µL of 1/10 TSB was added in lines B to H. A cascade 

dilution with 100 µL of the previous line was carried out from A to H. Finally, 10 µL of 

bacterial preculture was added to each well. Microplates were incubated at 22 °C overnight 

and MICs were read after 24 and 48 h. 
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Growth kinetics were investigated using sub-lethal concentrations of TMN (2.2mg/L). 

Bacterial strains were first streaked over fresh TSA + 5% sheep blood plate and incubated 

overnight at 37 °C. On the following day, colonies were resuspended in 1/10 TSB, reaching a 

final concentration of 0.2 OD600nm. Next, 10 µL of the culture was added to 190 µL of 1/10 

TSB supplemented with 2.2 mg/L TMN to reach 0.01 OD600nm. Cultures were then grown at 

22 °C for 48 h using a FLUOstar OPTIMA (BMG Labtech, Champigny-sur-Marne, France). 

The OD620nm was measured every 30 minutes. The lag phase duration and maximal growth 

rate (µmax) were extracted using MARS data analysis software (BMG Labtech, Champigny-

sur-Marne, France). There were three biological replicates and two technical replicates for 

each cycle. 

 

3. Determination of susceptibility to antibiotics 

The minimal inhibitory concentrations (MICs) of 15 different antibiotics were determined as 

previously described58. Briefly, bacteria were first grown on a fresh TSA + 5% sheep blood 

plate and incubated overnight at 37 °C. On the following day, some colonies were 

resuspended in 5 mL of sterile water to reach 0.5 Mac Farland (≈ 10⁸ CFU/mL). Next, 10 µL 

of the suspension was added to 11 mL of Mueller Hinton Broth (MHB) then 50 µL of the 

MHB suspension was transferred into each well of a standard microplate (EUVSEC, 

Sensititre®, TREK Diagnostic Systems Ltd., Thermo Fisher Scientific, East Grinstead, UK). 

Plates were incubated for 24 h at 35 °C and read the next day. The figure was drawn up using 

the radarchart function in the fmsb package (https://minato.sip21c.org/). Three biological 

replicates were performed and MIC values displayed correspond to the median. 

Growth kinetics were also investigated with 5 mg/L rifampicin. Bacterial strains were first 

streaked over a fresh TSA + 5% sheep blood plate and incubated overnight at 37 °C. On the 

following day, colonies were resuspended in MHB to reach a final concentration of 0.2 

OD600nm. Next, 10µL of the culture was added to 190 µL of MHB supplemented with 5 mg/L 

rifampicin to reach 0.01 OD600nm. Cultures were then grown at 35 °C for 48 h using a 

FLUOstar OPTIMA (BMG Labtech, Champigny-sur-Marne, France). The OD620nm was 

measured every 30 minutes. There were four biological replicates and two technical replicates 

for each cycle. 

 

 

4. Experimental evolution with biocides and isolation of antibiotic-resistant variants 

The exposure to biocides was performed as follows (Fig. 7). Strains were grown overnight in 

1/10 TSB medium. On the following day, strains were diluted in fresh 1/10 TSB to reach an 

OD600nm of 0.2 (+/- 0.02). For each strain, five columns of eight wells were filled with 190 µL 

of 1/10 TSB and 10 µL of the subcultures were then added to reach a final OD600nm of 0.01. 

Plates were incubated at 20 °C for 1 h. Supernatants were then removed and replaced with 

fresh 1/10 TSB medium to keep only the fixed cells. Plates were incubated for 72 h at 20 °C. 

After 72 h, the first cycle began. On the first cycle day, 5 µL of biofilm supernatants were 

first pipetted onto 20 mg/L rifampicin-supplemented plates, to evaluate RifR variants 

emerging in biofilm supernatants. Supernatants were then removed and 40 µL of fresh 1/10 

TSB was added. Biofilms were resuspended and 5 µL of the biofilm suspension was pipetted 

onto the rifampicin plates, which were then incubated for 48 h at 37 °C. Finally, fresh media 

with planktonic MIC concentrations of biocides was added. Each column corresponded to one 

condition, Milli Q water being used as a control and the biocides being used separately for the 

other four conditions. Then, each day for 4 days, the medium was renewed with fresh 1/10 

TSB medium supplemented with MIC concentrations of biocides (BAC = 6.25 mg/L; PHMB 

= 1.25 mg/L; TMN = 6.67 mg/L; SHY = 100 mg/L). Finally, on the last day, media were 

renewed but then they were not renewed for 72 h, until the new cycle began. The cycle was 

https://minato.sip21c.org/
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repeated four times over the month. A first one-month experiment was performed with H2O 

and all four biocides, then the experiment was repeated with only the H2O control group and 

the BAC and TMN groups, the results of which are presented in Figure 1. The PHMB and 

SHY results are presented in Figure S1 with the results of H2O that were obtained only in the 

first experiment. 

 

 
Figure 7. Description of the one-month experiment cycle to monitor strain evolution  

 

5. Confirmation of variants and phenotypic resistance stability 

After colonies development on rifampicin-supplemented plate, stability of resistance 

phenotypes was assessed by subculturing RifR variants on TSA plates without rifampicin 

every day for four days. On the 5th day, variants were streaked again over 20 mg/L rifampicin-

supplemented TSA plates to observe whether the variant was still able to grow on antibiotic-

supplemented medium after being spread over non-selective media. 

Levels of rifampicin resistance were characterised using TSA plates supplemented with 

various rifampicin concentrations. Each variant and its parent were first grown on a fresh TSA 

+ 5% sheep blood plate and incubated overnight at 37 °C. On the following day, variants were 

resuspended in TSB 1/10 to reach a final concentration of 0.2 OD600nm. Next, 5 µL of each 

culture was pipetted onto TSA rifampicin-supplemented plates at different concentrations (20 

mg/L; 40 mg/L; 60 mg/L; 80 mg/L; 100 mg/L; 150 mg/L; 200 mg/L) and on one antibiotic-

free plate. Plates were incubated overnight at 37 °C. Experiment was performed from two to 

three times and median was displayed. 

Enterobacterial repetitive intergenic consensus – PCR (ERIC-PCR) was performed as 

previously described11 in order to check that variants were indeed derivatives of associated 

parental strains. DNA was extracted using the InstaGene kit (Bio-rad, Marnes-la-Coquette, 

France) and amplified using a LightCycler® 480 thermocycler (Roche Diagnostics, Meylan, 

France) with primers ERIC1-R (ATGTAAGCTCCTGGGGATTCAC) and ERIC2 

(AAGTAAGTGACTGGGGTGAGCG) and GoTaq Flexi polymerase (Promega, 

Charbonnières-les-bains, France) as follows: 95 °C for 2 min for initial melting; 30 cycles at 

95 °C for 1 min, 54 °C for 1 min, 72 °C for 4 min; final extension at 72 °C for 8 min followed 

by incubation at 4 °C. PCR products were then checked on 1% agarose gel and migrated over 

90 min at 110 V before being revealed using a GelRED stain (Biotium, Brumath, France). 
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6. Genomic analysis of RifR variants 

The whole genome of parental and variant strains was sequenced. First, DNA was extracted 

using the Macherey-Nagel Nucleospin Tissue kit (Düren, Germany) according to the 

manufacturer’s instructions. DNA concentrations were then checked with BiospecNano 

quantification. Illumina sequencing was performed on the strains at the Institut du Cerveau et 

de la Moelle épinière (Paris, France) using the Novaseq 6000 SP. Data from the raw reads 

were analysed and filtered with the fastp tool (v0.23.4)59 using --correction, --cut_front and --

cut_right options with a threshold of 25. Adapters were automatically detected and removed 

from the reads with --detect_adapter_for_pe option. Unicycler (v0.5.0)60 was then used to 

perform de novo assembly on the genome of parental strains, keeping only contigs longer than 

200 bp. These newly reconstituted genomes were annotated using Bakta (v1.8.2)61 with the 

full database and Escherichia coli as --genus and --species options. Afterwards, variant 

calling was performed with the variant strains exposed to a biocide and rifampicin using the 

annotated genomes of parental strains. Snippy (v4.6.0) was used to search for point mutations. 

The workflow described previously is available on the following GitHub repository: 

https://github.com/AB2R/WGS_pipeline.git. Mutated genes were analysed using the EcoCyc 

database62. The genomes of the variants and their parental strains were compared and the 

variants’ genomes were assembled using Unicycler (v0.5.0)60. They were then compared 

against the genomes of the parental strains using BLAST63. Proksee64 was used to generate 

the genome ring figures. A search for genes linked to mobile genetic elements was carried out 

on the genome of the parental strains using the mobileOG65 database. 

 

7. SDS-PAGE characterisation of LPS 

LPSs were extracted using the Sigma-Aldrich lipopolysaccharide (LPS) isolation kit (Saint-

Louis, USA), according to the manufacturer’s instructions. LPS extracts were reduced with β-

mercaptoethanol for 5 min at 95 °C and migrated by SDS-PAGE using mini-Protean tris-

tricine precast gels (16.5% acrylamide, BIO-RAD) and a mini Protean 3 migration system 

(BIO-RAD). A Tris/Tricine/SDS buffer (16610744, BIO-RAD) and a Tricine sample buffer 

10X (1610739, BIO-RAD) were used. Fixation was performed in a solution of EtOH 30% 

(Sigma-Aldrich) and acetic acid 10% (UN2789, VWR) for 1 h. The gel was then washed for 

3x 5 min in ultrapure water (MilliQ, Millipore) before incubation in 0.7% metaperiodate 

(98%, 013798.22, Thermo Scientific) for 10 min. Another washing step of 3x 5 min in 

ultrapure water was performed before incubation in a 0.02% sodium thiosulfate solution 

(99%, 217263, Sigma-Aldrich) for 1 min. Yet another washing step of 2x 1 min in ultrapure 

water was performed, followed by incubation in 25 mM AgNO3 (>99%, 209139, Sigma-

Aldrich) for 10 min. The final washing step using ultrapure water was for 15 s. The gel was 

revealed in 50 mL ultrapure water supplemented with 1.75 g of potassium carbonate (>99%, 

209619, Sigma-Aldrich), 15 µL of formaldehyde (37 wt in water, 252549, Sigma-Aldrich) 

and 6.25 µL of thiosulfate 10% and incubated until the bands were revealed. Finally, the gel 

was incubated for 30 min in a stop solution composed of 4% Tris base (TG791, Sigma-

Aldrich) and 2% acetic acid. 

 

 

8. Determination of cell membrane surface charge 

Bacteria were grown overnight on TSA plates at 37 °C. On the following day, bacteria were 

resuspended in 5 mL of TSB and grown overnight at 37 °C. On the third day, cultures were 

centrifuged at 2000 g / 10 min / 4 °C. Two washing steps were performed with 5 mL of 15 

mM NaCl and 2000 g / 10 min / 4 °C centrifugations. Then the OD600nm was adjusted to 0.02 

in 15 mM NaCl. Zeta potential was measured using a Zetasizer Nano ZS90 (Malvern, UK). 

Next, 900 µL of the cell suspension was added to folded capillary Zeta cells (DTS 1070, 

https://github.com/AB2R/WGS_pipeline.git
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Malvern Panalytical). The following settings were used: equilibration time 50 s, auto mode, 3 

measurement replicates, 30-s pause between replicates. Between each sample, the cuvette was 

rinsed three times with Milli Q water. At the end of the experiment, the cuvette was rinsed 

with 70% ethanol. There were five biological replicates for this experiment. 

 

9. Assessment of membrane permeability modifications 

Outer membrane permeability was evaluated using the Crystal Violet assay66. First, cells were 

grown on TSA plates overnight at 37 °C. On the following day, cells were resuspended in 5 

mL of 1/10 TSB medium and incubated overnight at 37 °C. On the 3rd day, bacterial cultures 

were first normalised by their OD600nm so that parental strains and variants would be at the 

same concentrations. The bacterial suspension was centrifuged at 4500 g / 5 min / 4 °C. Cells 

were then washed twice with 15 mM NaCl and centrifuged at 4500 g / 5 min / 4 °C. After the 

second centrifugation, cells were resuspended in 15 mM NaCl supplemented with 10 µg/mL 

of Crystal Violet. Suspensions were then incubated for 10 minutes at 37 °C followed by a 

centrifugation step at 13,400 g / 15 min / 4 °C. Finally, the OD590nm was read. A solution of 15 

mM NaCl was used as a blank. The OD590nm represents the amount of Crystal Violet that was 

not internalised by the cells, so a higher OD590nm represents a strain which is less permeable 

than one with a lower OD590nm. There were eight biological replicates for this experiment. 

 

10. Biofilm matrix quantification 

Biofilms of the variants and their parents were prepared as in section 3 and grown for 72 h, 

without biocide. Then, in one condition, the medium was replaced with a fresh medium 

without biocide. In the other condition, the medium was replaced with a fresh medium 

supplemented with MIC concentrations of TMN. Plates were incubated for an additional 24 h. 

Finally, 50 µL of Congo Red at a concentration of 40 µg/mL was added to each biofilm. 

Fluorescence was quantified using a FLUOstar OPTIMA (BMG Labtech, Champigny-sur-

Marne, France) with an excitation wavelength of 520 nm and an emission wavelength of 570 

nm. There were 10 biological replicates with three technical replicates each time for this 

experiment. 

 

11. Evaluation of the LPS biosynthesis variants’ competitiveness in biofilms 

Competent cells were prepared as in Chang et al.68 with slight modifications (centrifuged at 

6000 rpm instead of 4000 rpm; first icing step for 15 min instead of 20 min). Plasmids were 

transformed using the same protocol. The plasmids used were pCM11_sGFP or 

pCM11_mCherry67. Variants were selected on 100 µg/mL ampicillin-supplemented TSA 

plates. On the following day, transformants were identified on a UV plate. Transformants 

were then grown overnight at 37 °C in TSB 1/10 supplemented with 100 µg/mL ampicillin 

(AMP). On the following day, cryotubes were prepared with 500 µL of 40% glycerol and 500 

µL of the overnight culture and stored at -80 °C. 

Co-cultures were performed between tagged parental and variant strains. Strains were grown 

on TSA with 100 µg/mL AMP overnight at 37 °C. On the following day, strains were 

resuspended in TSB 1/10 with 100 µg/mL AMP overnight at 37 °C. On the third day, co-

cultures were prepared either with parental strains tagged with GFP and variants with 

mCherry, or parental strains tagged with mCherry and variants with GFP, to avoid a 

fluorescence bias due to the fluorescent protein. Cultures were adjusted to 0.02 OD600nm. 

Next, 10 µL of the parent and 10 µL of the variant were added to 180 µL TSB 1/10. After 1 h 

of adhesion, media was replaced with fresh TSB 1/10 or TSB 1/10 supplemented with MIC/3 

TMN (2.22 mg/L) and plates were incubated for 72 h at 19 °C. They were then analysed with 

a Leica HCS-SP8 CLSM at the INRAE MIMA2 Imaging Core Facility (Microscopie et 

Imagerie des Microorganismes, Animaux et Aliments, INRAE, Jouy-en-Josas)69. GFP was 
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excited with an argon laser set at 488 nm, and mCherry with a DPSS laser set at 561 nm. 

Fluorescence emissions were collected using photomultiplier tubes (PMTs) at wavelengths of 

500-550 nm for the GFP signal and 600-750 nm for the mCherry signal. The biofilms’ three-

dimensional structures were scanned with a 63x water objective lens (numerical aperture: 

1.2), with a resolution of 512x512 and a 1 µm Z-step. Sixteen stacks were taken for each 

condition and strain with two images per well, and two wells per biological replicate (4). The 

biofilms’ 3D structures were reconstructed using the Imaris 9.3.1 software (Bitplane, AG-

Zürich, Switzerland) with the Blend Easy 3D and cross-section views. Quantitative biofilm 

biovolumes were extracted from CLSM images with BiofilmQ 0.2.270.   

 

12. Statistical Analysis 

Statistics were generated using Graphpad Prism. Throughout the current study, the Mann 

Whitney test was used to compare two groups. It was first used to compare the different 

biocides with the H2O control group for each week, in both biofilms and supernatants. It was 

then used to compare the variants with their parental strain. The P values are represented in 

the study by the symbols: * = [0.05-0.01]; ** = ]0.01-0.001]; *** = <0.001. 

 

Data availability 

All sequencing data were deposit in NCBI under the BioProject accession number 

PRJNA947807. Detailed of accession numbers for assembled genomes of parental strains and 

sequence reads of variant strains were provided in table S2. Raw data in excel files are 

presented in Source data section. 
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Supplementary Data: 

Supplementary Materials and methods: 

The plasmid’s stability was evaluated to ensure that it would not be released by the strains in 

the absence of selective pressure. Strains were counted with and without selective pressure. 

Transformed cells were first plated on TSA using 100 µg/mL AMP-supplemented plates and 

incubated overnight at 37°C. On the following day, one fluorescent colony was resuspended 

in 5 mL TSB 1/10 with 100 µg/L AMP and grown overnight at 37°C. On the following day, 

biofilms were prepared as in section 3 and grown in TSB 1/10 with or without 100 µg/mL 

AMP for 72 hr. After 72 h, supernatants were first removed and replaced with 100 µL of fresh 

TSB 1/10. Biofilms were then totally resuspended in the 100 µL by scraping the well’s 

surface. The 100 µL was added to 900 µL of TSB 1/10 and vortexed thoroughly for 30 s. 

After vortexing, 20 µL of the cell suspension was added to 180 µL of TSB 1/10. Serial 

dilutions were performed until reaching a dilution factor of 10-9. A 10-µL dose of each 

dilution was then plated on TSA plates with or without 100 µg/mL AMP. The plates were 

incubated overnight at 37°C and counted the following day.  

To evaluate the impact of the plasmid on cell growth, cells with or without plasmid were 

grown on TSA plates, respectively with or without 100 µg/mL AMP, overnight at 37°C. On 

the following day, a colony was resuspended in 5 mL of TSB with or without AMP and 

incubated overnight at 37°C. On the following day, cultures were adjusted to 0.2 OD600nm and 

10 µL was added to 190 µL of 1/10 TSB for cells without plasmid and 190 µL of 1/10 TSB 

with 100 µg/mL AMP for cells with plasmid to reach a 0.01 OD600nm concentration. Cultures 

were then grown for 24 h and OD600nm was measured every 30 minutes by a microplate reader 

(Biotek Synergy H1). Three biological replicates with two technical replicates were 

performed for each strain. 
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Figure S1. Evolution curves representing the number of CFUs/mL of RifR variants 

enumerated on TSA plates supplemented with 20 mg/L of rifampicin and collected from 

biofilms (A) or supernatants (B) exposed to H2O (black dashed lines), PHMB (in pink) or SHY 

(in orange). Error bars represent the standard error of the mean. Statistical analysis was 

performed with a Mann-Whitney test between the biocide condition and the H2O condition, 

separately for each week. P-values are represented as following: * = [0,05-0,01]; ** = ]0,01-

0,001]; *** = <0,001. 
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Figure S2. Raw growth parameters of µmax (A) and lag phases (B) in absence or in presence 

of 5 mg/L of rifampicin, with a statistical analysis performed per Mann-Whitney test between 

variants and parental strains. P-values are represented as following: * = [0,05-0,01]; ** = 

]0,01-0,001]; *** = <0,001 
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Figure S3. Representation of the biofilm co-cultures ratios for the GFP-tagged variants and 

their corresponding mCherry-tagged parental strains with or without 2.2 mg/L TMN. 
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Figure S4. Raw biovolumes of GFP-tagged parental strains and mCherry-tagged variants (A) 

and mCherry-tagged parental strains and GFP-tagged variants (B) with or without 2.2 mg/L 

TMN. Statistical analysis was performed with a Mann-Whitney test between variants and 

parental strains. P-values are represented as following: * = [0,05-0,01]; ** = ]0,01-0,001]; 

*** = <0,001 
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Figure S5. Stability of the plasmid after 72 h, with and without ampicillin selective pressure, 

in parental strains and variants. Stability was assessed per counting, comparing the CFUs for 

the mCherry-tagged variants and GFP-tagged parental strains (A) and GFP-tagged variants 

and mCherry-tagged parental strains (B) 
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Figure S6. Growth of the strains with or without the GFP or mCherry plasmid in mCherry-

tagged variants and GFP-tagged parental strains (A) and GFP-tagged variants and mCherry-

tagged parental strains (B) 
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Table S1: List of all the mutations found in the sequenced variants 

Table S2: NCBI accession number for every sequenced genome 

 

Supplementary files can be found on this link: 

 

https://drive.google.com/drive/folders/1uJLVCO6PvYOODHoB_R-

QTsapI7gOSPNz?usp=drive_link 
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1. Rôle des biofilms dans la sélection de résistances 
 

L’objectif central de cette thèse était de mieux comprendre comment le biofilm influence 

l’apparition de résistances aux antibiotiques en réponse à l’adaptation aux biocides. Deux 

mécanismes adaptatifs différents ont été mis en lumière :   

 

- Le premier mécanisme implique l’induction de la production de biofilm en réponse à 

l’exposition au PHMB, favorisant l’émergence de résistances transitoires aux 

aminoglycosides (cf Résultats 2.).  

 

- Le second mécanisme concerne la sélection de mutants en présence de TMN 

présentant des résistances croisées faibles mais stables à la rifampicine et bénéficiant 

de la structure protectrice du biofilm (cf Résultats 3.). 

 

La première partie consacrée à l’étude des variants GenR a montré que ces derniers émergent 

préférentiellement en biofilms. Ce phénomène a été observé même sans pression de sélection, 

où la quantité de variants était plus importante dans les conditions de biofilm que dans les 

conditions de surnageant ou de phase planctonique, bien que ce phénomène soit fortement 

dépendant de la souche. Ces résultats sont en cohérence avec de précédents travaux 

démontrant la capacité des biofilms à favoriser l’évolution de la résistance aux 

antimicrobiens, et notamment aux aminoglycosides (Uruén et al., 2020; Usui et al., 2023). Les 

gradients de nutriments et d’oxygène présents dans les biofilms peuvent induire chez les 

cellules situées dans les couches profondes du biofilm des réponses à ces conditions sub-

optimales (Høiby et al., 2010). L’activation de réponses au stress et le ralentissement de la 

croissance en résultant, peuvent augmenter la résilience des bactéries à des stress induits par 

les biocides et les antibiotiques, notamment par l’inactivation de voies métaboliques ciblées 

par les antimicrobiens (Ciofu et al., 2022) ou par la réduction de l’internalisation des 

molécules  antimicrobiennes (Allison et al., 2011; Ibacache-Quiroga et al., 2018). De plus, 

une stimulation du taux de mutation est également observée dans les biofilms, en raison de 

l’activation de polymérases à taux d’erreur élevé dans des cellules en état de stress (Crane et 

al., 2021).  

 

Dans cette étude, aucun biocide n’a significativement augmenté le nombre de variants 

présentant une résistance stable à la gentamicine. Toutefois, le PHMB a induit l’apparition de 

variants avec des résistances transitoires. Une augmentation générale de la quantité de 

variants GenR a été observée parmi les 8 souches en présence de PHMB dans les biofilms 

(alors qu’en l’absence de pression de sélection, l'effet était spécifique à certaines souches). En 

revanche, le nombre de variants émergeant dans les surnageants exposés au PHMB était 

comparable à celui observé dans les témoins traités à l’eau. Cette augmentation était 

graduelle, se révélant plutôt dans les deux dernières semaines de l’exposition. Des analyses 

supplémentaires ont démontré que le PHMB avait un effet sur la production de certains 

composés de la matrice du biofilm, tels que les polysaccharides, et que les souches 

s’organisaient au sein de clusters en présence de PHMB. L’hypothèse est donc qu’en réponse 

à ce stress biocide, les bactéries surproduisent certains composés matriciels, favorisant ainsi 

l’apparition de micro-environnements où la croissance est limitée, favorables à l’émergence 

de variants GenR (Figure 12).  
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Figure 12 : Schéma bilan représentant l’effet du PHMB sur le biofilm et l’apparition 

indirecte de variants résistants à la gentamicine. Figure créée avec Biorender.com. 

 

Dans une deuxième partie, une association entre l’exposition à deux biocides (le BAC et la 

TMN) et l’émergence de résistances croisées à la rifampicine a été observée dans les biofilms. 

Cet effet n’a pas été observé dans les surnageants. Les variants retrouvés avaient en revanche 

ici principalement des résistances stables ancrées dans le génome. Dans la condition TMN, 

l’augmentation du nombre de variants RifR, a pu être directement corrélée à des mutations 

spécifiques qui étaient absentes dans les souches provenant de la condition témoin (H2O), 

liées à la synthèse du LPS. Ces variants étaient également moins sensibles à ce biocide. Ceci 

reflète un lien plus direct entre l’adaptation des bactéries en biofilm à la TMN et la résistance 

à l’antibiotique. La raison pour laquelle ces variants émergent plus facilement en biofilms 

pourrait être que les résistances sont ici faibles et donc que le variant profite de l’effet 

protecteur du biofilm (Figure 13). Il est notamment connu que les biofilms réduisent les 

concentrations d’exposition des bactéries, permettant à certains variants de survivre, là où les 

concentrations biocides plus élevées à l’extérieur du biofilm auraient pu empêcher leur 

développement (Penesyan et al., 2021; Charron et al., 2023a). De plus, plusieurs études 

montrent une émergence préférentielle en biofilms de variants avec des résistances plus 

faibles qu’en condition planctonique, mais avec un taux de compétitivité accru (Santos-Lopez 

et al., 2019). Certains variants isolés dans les surnageants ont également été séquencés, sans 

que des mutations dans les gènes de synthèse du LPS ne soient détectées. Cependant le 

nombre de variants séquencés dans la condition « surnageants » était également plus faible, 

réduisant de facto les chances de détecter de telles mutations.  

 

L’émergence préférentielle des variants dans les biofilms peut également s’expliquer par les 

effets des mutations dans le LPS sur ce mode de vie. En effet, le LPS est connu pour moduler 

la structuration spatiale du biofilm, en intervenant dans l’adhésion et l’agrégation des cellules 

(Beloin et al., 2008; Nakao et al., 2012). Une altération de ces composants membranaires 

pourrait donc influencer les interactions entre les cellules au sein du biofilm, tout en modulant 

celles de la cellule avec les composés antimicrobiens. De plus, une augmentation de la 

production de matrice a été observée chez les variants RifR dans ce travail de thèse. Cette 

augmentation pourrait résulter d’une disponibilité plus élevée de certains précurseurs utilisés 

pour la formation de composants du biofilm, qui auraient normalement été utilisés dans la 

production de LPS (Wang et al., 2021). En effet, les sucres formant l’antigène O du LPS 

peuvent être utilisés pour la production de certains exopolysaccharides. Toutes ces 

modifications pourraient être à l’origine de la compétitivité accrue de certains variants au sein 

de biofilms mixtes vis-à-vis de leurs souches parentales. 
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Figure 13 : Schéma bilan représentant comment le biofilm protège les cellules qui y sont 

enchâssées, modulant ainsi l’apparition de faibles résistances avec des mutations dans la voie 

de biosynthèse du LPS. Figure créée avec Biorender.com. 

 

2. Caractérisation et compréhension de nouveaux mécanismes de 
résistance 
 

Les résultats obtenus dans ce travail de thèse ont confirmé certains mécanismes déjà bien 

documentés et expliqués. Premièrement, les mutations dans les gènes codant la chaîne de 

respiration cellulaire observées chez les variants GenR sont des cibles connues pour la 

résistance à cet antibiotique (Ibacache-Quiroga et al., 2018). L’entrée des aminoglycosides 

dans la cellule nécessite une activité dans la chaîne de transport d’électrons (Krause et al., 

2016). Par conséquent, les ralentissements de croissance, qu’ils soient dus à des modifications 

physiologiques ou génétiques, affectent la résistance des bactéries à la gentamicine.  

 

De même, les mutations dans rpoB, qui représentent la majorité des résistances à la 

rifampicine identifiées dans cette thèse, sont bien connues et caractérisées (Alifano et al., 

2015). Ce gène, codant pour la cible principale de la rifampicine, subit des mutations qui 

modifient la cible, empêchant ainsi la fixation de l’antibiotique (Alifano et al., 2015). Le gène 

rpoB  est généralement la première cible analysée par défaut pour caractériser la résistance à 

la rifampicine (Huang et al., 2009; André et al., 2017). De nombreuses études ont déjà 

cartographié les sites nucléotidiques mutés en les liant au niveau de résistance à l’antibiotique 

(Huitric et al., 2006; Berrada et al., 2016; Li et al., 2021; Shea et al., 2021). Dans cette étude, 

ces mutations semblent émerger de manière stochastique, la quantité de variants mutés dans 

rpoB étant à peu près équivalente entre les conditions H2O, BAC et TMN.  

 

A l’inverse, les mutations dans les gènes impliqués dans la synthèse du LPS, observées, 

comme dit précédemment, principalement dans la condition TMN, sont moins bien 
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caractérisées et soulèvent de nombreuses nouvelles questions. Le LPS est connu pour avoir un 

rôle clé dans la résistance à plusieurs agents antimicrobiens. Les polymyxines, telles que la 

colistine (Sabnis et al., 2021), et de nombreux autres peptides antimicrobiens, comme les 

adhérines (Desriac et al., 2020), sont connus pour interagir directement avec le LPS, leur 

charge cationique leur permettant de se fixer à la partie négativement chargée du LPS. Cette 

fixation empêche la fixation de cations divalents stabilisant la membrane et perturbe ainsi 

l’intégrité cellulaire, amenant à la perte de composés cytoplasmiques et la lyse de la cellule 

(Sabnis et al., 2021). Certains biocides, comme le BAC et le PHMB, agissent de la même 

manière, et les résistances liées au lipide A, partie chargée du LPS, ont déjà été identifiées 

après exposition au BAC (Nordholt et al., 2021). Comme la TMN est également cationique et 

que les variants semblent subir des modifications de charge, il est probable que le mécanisme 

de résistance soit similaire. Cependant, les mutations dans les variants induits par la TMN se 

trouvent dans d’autres régions du LPS. En effet, elles sont principalement localisées dans des 

gènes codant pour des glycosyltransférases, qui codent pour la synthèse de la partie 

saccharidique du LPS (Figure 14). La partie « core » du LPS est saccharidique et également 

négativement chargée, ce qui pourrait expliquer la mutation de waaU, impliqué dans la 

synthèse de l’heptose dans le « core » (Heinrichs et al., 1998). En revanche, certaines 

mutations affectent la synthèse de l’antigène O, qui n’est pas chargé, soulevant la question du 

mécanisme de résistance et de l’effet de la TMN sur la bactérie. Les chaînes d’antigène O 

peuvent avoir un effet sur la partie anionique et donc un effet sur la fluidité de la membrane 

(Nikaido, 2003). Elles ont également déjà été associées à des réductions de perméabilité à des 

substances antimicrobiennes (Bryan et al., 1984).  

 

Plusieurs caractérisations supplémentaires seront nécessaires pour élucider le mécanisme 

d’action de la TMN. Des études d’interactions peuvent être réalisées afin de voir si la TMN 

interagit directement avec le LPS, en utilisant des méthodes permettant de détecter la fixation 

d’une molécule à son récepteur, comme la résonance plasmonique de surface (Desriac et al., 

2020). D’autres techniques pourraient permettre de préciser le mécanisme et l’interaction 

entre la TMN et le LPS, comme l’utilisation de la résonance magnétique nucléaire, permettant 

d’observer directement les zones d’interaction entre la molécule et le LPS. Ainsi, il serait 

possible de voir si la TMN se fixe directement au niveau des parties chargées du LPS et d’un 

potentiel lien avec la conformation de l’antigène O (Mares et al., 2009). Si la partie lipidique 

du LPS est généralement bien conservée, la création d’une banque de mutants avec des LPS 

ayant des profils d’antigène O diversifiés pourrait également permettre de tester l’effet d’une 

longueur plus ou moins élevée de la chaîne de l’antigène O sur la survie face à la TMN, afin 

de préciser le lien entre le LPS et cette molécule. L’utilisation d’autres espèces, telles que 

Neisseria meningitidis ou Acinetobacter baumannii, chez lesquelles le LPS n’est pas essentiel, 

pourrait également aider à caractériser les effets de la TMN sur des souches dépourvues de 

LPS (Zhang et al., 2013).  

 

La question du mécanisme se pose également pour la résistance à la rifampicine. 

Contrairement aux biocides précédemment cités, la rifampicine n’est pas chargée, et son 

mécanisme d’action est bien connu. Une membrane plus structurée et rigide pourrait être à 

l’origine de la résistance observée. Il est établi que le LPS participe à l’exclusion de 

molécules hydrophobes hors de la cellule (Bertani and Ruiz, 2018), or la rifampicine est 

hydrophobe (Motiei et al., 2021). Des tests de diffusion avec des molécules fortement 

hydrophobes, comme la testostérone, pourraient être effectués sur les variants et leurs souches 

parentales, pour déterminer si des différences de pénétration sont observées (Plesiat et al., 

1997). 
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Figure 14 : Structure typique du LPS et association de chaque gène muté avec la partie du 

LPS pour laquelle ils participent à la synthèse (A). Détail des réactions enzymatiques 

associées à chacun des gènes ainsi que la localisation dans la cellule dans laquelle elles ont 

lieu (B). Figure créée avec Biorender.com. 
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3. Convergence adaptative des souches 
 

Un des points forts de cette thèse réside dans le fait que les expériences d’évolution en 

présence de biocides ont été effectuées sur un panel de 9 souches, révélant des convergences 

évolutives malgré une diversité génétique initiale significative.  

 

Premièrement, l’effet du PHMB a été global, avec une augmentation du nombre de variants 

GenR chez la majorité des 8 souches testées. La modulation de la structure tridimensionnelle 

du biofilm en réponse au PHMB, via la formation d'amas denses de bactéries et une 

augmentation de la production de matrice, a été observée chez la plupart des souches, 

suggérant une stratégie adaptative partagée. Ce constat est d’autant plus remarquable qu’en 

absence de biocides, les souches semblent évoluer de manière distincte. Par exemple, Ec709 

et Ec1655 montrent une forte propension à produire un grand nombre de variants GenR en 

biofilms, sans pression de sélection, contrairement aux autres souches.  

 

Deuxièmement, une modulation des LPS conférant une résistance à la rifampicine en présence 

de TMN a été observée chez 6 des 8 souches étudiées. Ici encore, la récurrence de cette 

réponse adaptative est d’autant plus intéressante que le fond génétique des souches et leur 

capacité à générer de la diversité génétique varie considérablement. Par exemple, les souches 

Ec1655 et Ec956 avaient un nombre élevé de variants RifR dès le début de l’expérience, 

tandis que celui-ci était très bas chez les souches Ec009 et Ec478 tout le long de l’exposition.  

 

Mieux comprendre l’articulation entre la « mutabilité » spontanée des souches et leurs 

capacités adaptatives et évolutives face à un stress donné (biocide par exemple), notamment 

vis-à-vis du développement de résistances, est crucial. La forte capacité d’une souche à 

produire de la diversité génétique (comme les souches hypermutatrices) est souvent 

considérée comme un facteur clé dans le développement de résistances multiples (Maciá et 

al., 2005; Gifford et al., 2023). Une évaluation plus précise du taux de mutation des 

différentes souches étudiées pourrait être réalisée via le test de fluctuation de Luria-Delbrück 

(Rosche and Foster, 2000) pour approfondir ce lien. Un autre facteur pouvant expliquer cette 

différence dans la production de variants, est le fond génétique propre à chaque souche, qui 

influence le coût compétitif de certaines mutations, favorisant ou non la fixation de certains 

variants dans la population (Mullis et al., 2018; Nucci et al., 2023). Pour identifier les gènes 

ou mutations responsables des convergences ou divergences entre les souches, il serait 

intéressant de reproduire ces expériences d’évolution en présence de biocide sur un panel bien 

plus large de souches. La vaste collection du LNR-Résistance antimicrobienne du laboratoire 

de Fougères, qui regroupe des souches d’E. coli isolées de la chaîne alimentaire depuis 25 

ans, pourrait être utilisée dans cet objectif. Une étude d’association pangénomique (Genome 

Wide Association Study, GWAS) permettrait alors de relier certains phénotypes adaptatifs à 

des déterminants génétiques spécifiques impliqués dans l’évolution (Chen and Shapiro, 2015).  

 

La convergence évolutive observée ici chez E. coli, en réponse au PHMB et à la TMN, pose 

naturellement la question des mécanismes d’adaptation chez d’autres espèces bactériennes, 

étant donné l’influence de la variabilité génomique sur l’adaptation aux biocides. Dans le cas 

de l’adaptation dans la voie de biosynthèse du LPS, il est certain que ce mécanisme est 

restreint aux souches gram négatives, comme les souches gram positives ne possèdent pas de 

LPS (Silhavy et al., 2010). Il serait donc intéressant d’examiner les mécanismes d’adaptation 

spécifiques aux souches gram positives, notamment celles qui posent des problèmes de 

contamination alimentaire comme Listeria monocytogenes ou Enterococcus faecium (Farber 

and Peterkin, 1991; Giraffa, 2002).  
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4. Spécificité des mécanismes adaptatifs selon les biocides 
 

Bien qu'une convergence des stratégies d’adaptation ait été observée parmi les souches pour 

certains biocides, des réponses adaptatives distinctes ont émergé en fonction du mode d’action 

spécifique de chaque biocide. Quatre substances actives biocides ont été testées dans ce 

travail de thèse, chacune associée à une spécificité des résistances croisées développées aux 

antibiotiques. Alors que le PHMB induisait plutôt des résistances transitoires à la 

gentamicine, la TMN et le BAC étaient associés au développement de résistance à la 

rifampicine, tandis que le SHY n’a pas entraîné, dans nos conditions, une résistance croisée à 

un antibiotique. Ces résultats soulignent que les effets des biocides varient et que les stratégies 

d’adaptation des bactéries diffèrent en conséquence.  

 

Dans ce contexte, l’augmentation de variants résistants à la rifampicine en condition TMN et 

BAC pourrait s’expliquer par une certaine similarité entre ces deux molécules, même si les 

mutations retrouvées étaient ici différentes. Le LPS reste une cible potentiellement commune 

entre ces deux molécules, ayant déjà été identifié par le passé en réponse au BAC (Nordholt et 

al., 2021). Cependant, dans cette étude, le BAC n’a pas sélectionné de variants dans cette 

voie, peut-être en raison des concentrations utilisées, des souches ou bien du mode de vie. La 

TMN, quant à elle, est ici caractérisée pour la première fois en termes d’induction de 

résistances croisées aux antibiotiques, ce qui ne permet pas encore une comparaison solide 

avec la littérature. Néanmoins, cette thèse a permis de mieux comprendre son mécanisme 

d’action, et ouvre la voie à de nouvelles recherches sur cette substance active biocide, dont 

l’utilisation est en pleine expansion dans plusieurs filières agro-alimentaires (Bridier et al., 

2021).  

 

Les mécanismes d’adaptation aux biocides restent globalement encore peu décryptés. Cette 

thèse met en lumière l’importance de mener des études à grande échelle, en testant plusieurs 

biocides. Cela permet d’établir des corrélations plus précises et de limiter les effets des 

variations de protocole souvent observées entre différentes études menées dans différents 

laboratoires. Elle démontre aussi une nécessité de développer des protocoles standardisés, 

permettant la reproductibilité des résultats entre les laboratoires. Des premiers protocoles en 

ce sens ont déjà été développés (Wesgate et al., 2016). Cependant, ceux-ci se basent sur des 

cellules planctoniques, et, à ce jour, aucun protocole standardisé pour l’étude des biofilms n’a 

été adopté (Maillard and Centeleghe, 2023).  

 

5. Transfert des résultats et application en filières industrielles 
 

Les résultats de cette thèse soulèvent la question de l’émergence de variants résistants en 

dehors de conditions de laboratoire. Certains paramètres expérimentaux ont été 

spécifiquement établis pour se rapprocher des conditions industrielles. Tout d’abord, la 

température à laquelle les biofilms ont été exposés était, comme souvent en industrie, 

ambiante (Piras et al., 2015). Avant l’exposition aux biocides, les biofilms ont également eu 

une phase de pré-croissance de 72 heures, imitant ainsi les biofilms préétablis dans les chaînes 

de production. Enfin, le choix de travailler avec plusieurs souches, principalement isolées sur 

les chaînes de production alimentaire au cours des dix dernières années, permet de mieux 

refléter la diversité et la réalité industrielle de la chaîne alimentaire, en termes de modèles 

bactériens.  
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Néanmoins, dans les industries agro-alimentaires, les biofilms sont souvent bien plus 

complexes que ceux produits dans des conditions expérimentales de laboratoire, avec des 

espèces bactériennes coexistant les unes avec les autres (Yuan et al., 2022; Guéneau et al., 

2023). Les interactions écologiques entre espèces, sont susceptibles de jouer un rôle important 

dans la survie et l’orientation de leur évolution adaptative (Sanchez-Vizuete et al., 2015; Yuan 

et al., 2022; Guéneau et al., 2023; Sadiq et al., 2023). La protection conférée par les biofilms 

multi-espèces à certaines souches bactériennes faiblement productrices de biofilms, y compris 

des pathogènes, face aux traitements de désinfection a, par exemple, déjà été documentée 

(Bridier et al., 2012; Sanchez-Vizuete et al., 2015). Il serait donc pertinent d’étudier 

l’évolution de plusieurs espèces simultanément et l’adaptation aux biocides de communautés 

bactériennes complexes prélevées directement en industrie, afin de mieux comprendre la 

dynamique des populations bactériennes au cours d’une exposition aux biocides.  

 

Par ailleurs, le milieu de culture utilisé, du BTS dilué au dixième, ne reflète pas 

nécessairement les conditions dans lesquels poussent les bactéries dans les industries agro-

alimentaires, où l’apport de nutriments est plus irrégulier, mais où les matières organiques 

présentes peuvent considérablement enrichir l’environnement bactérien. La dilution du BTS a 

été choisie pour limiter les risques d’interférence de certains composants du milieu avec les 

molécules biocides (Condell et al., 2012).  

Le support de croissance utilisé pour les biofilms était des microplaques 96 puits, adaptées 

aux expériences à grande échelle nécessitant de multiple réplicats. Cependant, ce support 

n’est pas nécessairement représentatif des surfaces rencontrées en industrie. Pour simuler ces 

surfaces industrielles, il serait pertinent d’utiliser des coupons de matériaux couramment 

retrouvés dans les industries agro-alimentaires, tels que l’acier inoxydable (Leriche et al., 

2003; Cuzin et al., 2021) ou le polytétrafluoroéthylène (Maifreni et al., 2023), afin d’étudier 

les capacités de colonisation des variants sur ces surfaces.  

Enfin, une divergence importante entre les conditions utilisées dans cette étude et celles 

rencontrées en industrie concerne les biocides eux-mêmes. Les molécules choisies ici 

représentent les substances actives et ont été utilisées séparément afin d’étudier 

spécifiquement leur mécanisme d’action, et homogénéiser les résultats avec ceux de la 

littérature. Cependant, les solutions commerciales sont souvent composées d’un mélange de 

plusieurs substances actives ainsi que d’autres composés influant sur la texture, la stabilité ou 

encore les propriétés tensioactives du produit (Maillard, 2002; Forbes et al., 2017; Bridier et 

al., 2021). De plus, les concentrations d’utilisation dans cette étude diffèrent considérablement 

de celles retrouvées dans les industries. Dans ces dernières, les biocides sont souvent utilisés à 

des concentrations 100 à 1000 fois supérieures (Jones and Joshi, 2021; Maillard and Pascoe, 

2024). Cela questionne la possibilité de l’émergence des mutations retrouvées ici en présence 

de concentrations aussi élevées. Ces concentrations n’ont pas pu être utilisées dans l’étude car 

elles auraient probablement éradiqué l’intégralité de la population dans notre modèle de 

laboratoire. Cependant, comme évoqué précédemment, de nombreux facteurs incluant la 

présence de matière organique et de substances interférentes, la topologie des chaînes de 

production et la présence de biofilms plus complexes, peuvent réduire localement les 

concentrations des biocides désinfectants auxquelles sont réellement exposées les bactéries en 

industrie agroalimentaire. Cela augmente la probabilité d’exposition des bactéries à des 

concentrations sub-inhibitrices similaires à celles utilisées dans cette thèse, favorisant ainsi les 

phénomènes adaptatifs qui en découlent. 
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Ce type d’étude pourrait néanmoins constituer une base pour le développement de marqueurs 

de résistance croisée qui pourraient, in fine, servir au développement d’outils de surveillance 

précoce dans la chaîne alimentaire. Par exemple, des PCR ciblant des mutations précises 

pourraient être mises en place pour identifier des variants présents dans les chaînes de 

production. L’identification sur BLAST de certaines mutations retrouvées dans l’étude, chez 

des souches environnementales, ouvre la possibilité que certains phénotypes puissent être 

sélectionnés dans la nature. Une analyse approfondie de ces souches, qui confirme qu’elles 

possèdent bien le phénotype de résistance, serait cependant nécessaire pour valider cette 

hypothèse.  

A l’avenir, des recherches plus appliquées sur les effets de la TMN lors de son utilisation en 

agro-industrie pourraient permettre d’en préciser l’impact réel. Par exemple, des projets de 

métagénomique shotgun pourraient être effectués sur des échantillons prélevés dans des 

industries utilisant ou n’utilisant pas la TMN, pour déterminer si son utilisation est associée à 

la présence de certains gènes de résistance (Bridier, 2019). L’utilisation de coupons 

détachables pourrait également permettre de collecter des biofilms environnementaux et les 

observer dans leur état naturel, afin de voir l’effet de la TMN sur la structuration spatiale des 

biofilms (Guéneau et al., 2021). Enfin, au sein du laboratoire, des protocoles expérimentaux 

visant à simuler les conditions industrielles, notamment celles où des interférences avec le 

biocide réduisent son efficacité, pourraient être utilisés (Wesgate et al., 2016).  

 

6. Impact sanitaire des adaptations et résistances révélées 
 

Les résistances identifiées dans cette étude soulèvent naturellement des questions cruciales 

concernant leurs effets potentiels sur la santé publique, notamment dans le cadre de 

l’approche « One Health ». Parmi ces effets, les échecs thérapeutiques liés à ces résistances 

représentent un enjeu majeur. Les phénotypes de résistance à la gentamicine induits par le 

PHMB résultent principalement de modifications physiologiques transitoires. Une fois le 

stress éliminé, ces résistances ne sont généralement pas maintenues, ce qui réduit les risques 

d’une persistance du phénotype en cas d’infection humaine ultérieure. Des études récentes 

montrent cependant qu’une survie prolongée sous stress peut augmenter la probabilité de 

développer des mutations stabilisatrices favorisant une persistance face aux traitements et 

conduisant potentiellement à des résistances accrues (Bakkeren et al., 2020). En effet, la 

survie rallongée des bactéries et le taux de mutation accentué par l’état de stress, augmentent 

le risque de développement de mutations de résistance stables (Levin-Reisman et al., 2019).  

Des études effectuées avec le BAC montrent qu’une exposition répétée à ce biocide entraîne 

une augmentation progressive de la quantité de cellules survivant au stress, menant à des 

mutations ancrées dans le génome (Nordholt et al., 2021). Des études similaires pourraient 

être effectuées avec le PHMB, pour déterminer si l’exposition répétée accroît la survie 

bactérienne et favorise l’émergence de mutations conférant une résistance au biocide, voire 

une résistance croisée aux antibiotiques, comme cela a été démontré pour la gentamicine 

(Cuzin et al., 2021).  

En ce qui concerne les résistances associées au LPS, celles-ci sont bien ancrées dans le 

génome mais demeurent de faible niveau. Ces résistances pourraient toutefois favoriser la 

survie des souches, augmentant ainsi le risque de mutations supplémentaires. Leur faible coût 

de fitness est également favorable à une survie accrue dans certaines conditions et ainsi à une 

dissémination jusqu’à l’humain. Etant donné l’impact limité des mutations sur la résistance, il 
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serait pertinent de déterminer si celle-ci se restreint à une survie favorisée dans des conditions 

expérimentales ou si elle a un effet sur la survie à un traitement antibiotique in vivo. Dans ce 

but, une souche pathogénique d’E. coli pourrait être utilisée, dans laquelle les mutations 

identifiées dans l’étude pourraient être introduites par clonage moléculaire.  

 

7. Effet des biocides sur la dissémination de résistances non-
mutatoires  

Au cours de cette thèse, les résistances étudiées se sont restreintes à celles dues à des 

mutations dans le génome. Certaines de ces mutations n’entrainent pas de coût compétitif 

significatif et ont déjà été identifiées dans des isolats cliniques (Munita and Arias, 2016). 

Cependant, cette tendance n’est pas générale, une majorité des mutations impactant la 

croissance des bactéries et donc leur capacité à se disséminer (Vanacker et al., 2023). Pour 

certaines classes d’antibiotiques comme les fluoroquinolones ou les rifamycines, il est  

courant d’observer des résistances dans des échantillons cliniques dues à des mutations 

(Zulfiana et al., 2021; An et al., 2023). Pour d’autres classes en revanche, les bactéries 

privilégient l'acquisition de gènes de résistance via des mécanismes de transfert horizontal de 

gènes (HGT), plutôt que par mutation. Par exemple, pour les céphalosporines de 3e génération 

ou les carbapénèmes, les résistances résultent plus fréquemment de l’acquisition de gènes que 

de mutations (van Hoek et al., 2011).  

En plus d’augmenter les risques de propagation, en n’étant pas restreints à des transmissions 

verticales comme les mutations, ces gènes de résistance sont d’autant plus inquiétants que les 

éléments génétiques mobiles (MGE) sur lesquels ils se trouvent (plasmides, intégrons, etc) 

possèdent en général plusieurs gènes et permettent donc la propagation simultanée de 

nombreuses résistances. Les MGE sont notamment connus pour porter des gènes de 

résistances aux biocides, tels que les gènes qac, codant pour des pompes d’efflux à large 

spectre. Ces pompes d’efflux tirent leur nom des ammoniums quaternaires (QAC = 

Quaternary Ammonium Compound), qu’elles peuvent rejeter hors de la cellule (Slipski et al., 

2021). Elles peuvent donc à la fois être responsables de résistances croisées en étant capables 

de rejeter des biocides et des antibiotiques hors de la cellule, mais aussi de sélection croisée 

en se trouvant sur les mêmes MGE que d’autres gènes de résistance à d’autres molécules (von 

Wintersdorff et al., 2016). 

Les biofilms sont souvent décrits comme des environnements privilégiés pour les transferts de 

gènes, en raison de la proximité cellulaire et des conditions micro-environnementales 

spécifiques qui peuvent jouer un rôle crucial dans ce processus (Lee et al., 2022).  Par 

exemple, il a déjà été montré qu’en état de stress, les machineries de transfert horizontal de 

gènes peuvent être induites (Beaber et al., 2004). Le transfert de plasmides conjugatifs 

constitue un des mécanismes majeurs dans la dissémination des gènes de résistance (von 

Wintersdorff et al., 2016). Certaines études ont montré que la conjugaison peut être induite 

par certaines molécules biocides, notamment les QAC, le peroxyde d’hydrogène, la 

chlorhexidine ou le triclosan (Zhang et al., 2017; Jutkina et al., 2018; Han et al., 2019; Zhu et 

al., 2023). Toutefois, les données disponibles restent limitées, notamment dans le contexte des 

biofilms, et parfois contradictoires. Il est donc essentiel de déterminer si les biocides 

influencent réellement la dissémination des gènes de résistance dans les biofilms via HGT, 

ainsi que les concentrations impliquées.  
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L’impact des biocides sur le transfert de plasmides sera abordé dans un « work-package » 

dédié du projet ANR JCJC BAoBAb, auquel j’aurai l’occasion de participer lors de mon post-

doctorat. Nous exploiterons des souches d’E. coli possédant un plasmide comportant des 

gènes de résistance aux antibiotiques, ainsi que, soit un gène codant pour la RFP (Red 

Fluorescent Protein) (bactérie « donneuse », fluorescence rouge), soit un gène codant pour la 

GFP (bactérie « receveuse », fluorescence verte). L’analyse et la quantification des souches 

donneuses, receveuses, et des transconjugants après une exposition à des résidus de biocides 

seront réalisées par cytométrie en flux et par dénombrement sur milieux sélectifs. Cette 

approche permettra de mieux comprendre l’impact des résidus de biocides sur le transfert de 

gènes de résistance au sein des biofilms. 
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Ce travail de thèse a permis de caractériser plusieurs stratégies d’adaptation des bactéries aux 

biocides et d’explorer leur rôle dans l’émergence de résistances aux antibiotiques. Les 

résultats montrent que les biofilms jouent un rôle clé dans la protection et l’adaptation des 

bactéries ainsi que dans l’émergence de variants résistants susceptibles de développer des 

résistances croisées aux antibiotiques. La relation étroite entre la structure du biofilm et sa 

modulation en réponse aux traitements biocides, l’hétérogénéité phénotypique, et l’émergence 

de résistance aux antibiotiques souligne l’importance cruciale d’intégrer cette notion 

d’adaptation collective pour mieux évaluer les risques liés à l’utilisation des biocides en lien 

avec l’antibiorésistance sur la chaîne alimentaire. 

La méthodologie employée durant la thèse s’est avérée efficace pour identifier des 

associations entre biocides et résistances aux antibiotiques et pourra servir de modèle dans le 

futur pour de nouveaux cribles. Cette méthodologie a notamment permis de mettre en lumière 

la spécificité des réponses adaptatives aux substances actives biocides et souligne 

l’importance de multiplier les études sur différents couples substance-espèce/souche 

bactérienne représentatifs de la chaîne alimentaire. Cela permettra de mieux identifier la 

pluralité des voies d’adaptation bactérienne, en lien avec le développement de résistances 

croisées à des antibiotiques d’intérêt majeur dans une perspective One Health. 

Ces découvertes interrogent donc sur l’impact de l’utilisation massive des biocides dans notre 

société, accentuée depuis la pandémie de Covid-19. Certaines substances biocides comme la 

TMN sont de plus en plus utilisées, notamment en guise de remplacement de substances 

comme les ammoniums quaternaires, mais sans que leurs effets sur les bactéries soient encore 

bien connus. Sans remettre en cause l’utilisation des biocides, cette thèse souligne 

l’importance de proposer de nouvelles perspectives de recherches tant au laboratoire qu’en 

milieu industriel, afin de caractériser en détail les effets de l’usage des biocides désinfectants 

sur les bactéries. A terme, cela pourrait amener à une utilisation plus éclairée et une régulation 

plus précise de ces molécules, qui demeurent des outils indispensables pour garantir l’hygiène 

des surfaces et éviter la transmission d’agents pathogènes.   
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Résumé : L'augmentation de la résistance aux 
antimicrobiens constitue une menace majeure pour la 
santé publique. L’identification des facteurs 
contribuant à l’émergence de résistances aux 
antibiotiques dans les environnements industriels est 
essentielle pour adapter nos pratiques et limiter leur 
propagation. Les substances biocides utilisées pour 
les procédures de désinfection pourraient favoriser la 
sélection croisée de résistances aux antibiotiques 
dans les populations bactériennes. Cependant, peu 
de données existent sur les biofilms, des 
communautés bactériennes fixées aux surfaces, qui 
représentent pourtant le mode de vie bactérien 
principal et qui possèdent des capacités d’adaptation 
spécifiques. Les objectifs de cette thèse étaient donc 
de mieux comprendre comment le mode de vie 
biofilm influence l’adaptation bactérienne face aux 
stress biocides et la sélection croisée de résistances 
aux antibiotiques.  
Des biofilms de neuf souches d'Escherichia coli ont 
été exposés pendant un mois à quatre substances 
actives biocides, et la résistance à divers 
antibiotiques a été quantifiée. Les caractérisations 
phénotypiques et génomiques des variants résistants 
ont ensuite permis d’élucider le rôle des biofilms dans 
la sélection de ces résistances ainsi que les 
mécanismes sous-jacents.  
Des liens entre l'exposition à plusieurs biocides et la 
sélection croisée de résistances aux antibiotiques ont  
 

été identifiés. L'exposition au N-(3-aminopropyl)-N-
dodécylpropane-1,3-diamine (Triamine, TMN) et au 
chlorure de benzalkonium (BAC) a induit la sélection 
de variants résistants à la rifampicine (RifR) dans les 
biofilms, par rapport à l'exposition à H2O. Une 
récurrence de modifications du LPS a été identifiée 
dans les variants RifR de la condition TMN. Ils 
présentaient des avantages compétitifs par rapport 
aux souches parentales, aussi bien au niveau 
individuel que collectif dans les biofilms, renforçant 
ainsi leur risque de dissémination dans la chaîne 
alimentaire. Une autre association a été trouvée entre 
l’exposition au polyhexaméthylène biguanide (PHMB) 
et la sélection de résistances aux aminosides. Les 
résultats ont montré que le PHMB induisait des 
modifications structurelles des biofilms, altérant ainsi 
la réponse physiologique dans diverses souches, ce 
qui a été associé à l’émergence d’une résistance 
croisée adaptative à la gentamicine.  
Globalement, cette recherche souligne l'importance 
d'étudier les biofilms, qui façonnent les voies 
évolutives des bactéries. Les résultats permettront 
d’évaluer plus précisément le risque lié à l’utilisation 
des biocides en relation avec la résistance aux 
antibiotiques, et d'identifier des marqueurs de 
développement de résistances croisées, utilisables 
pour développer des outils de surveillance dans la 
chaîne alimentaire. 
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Abstract: The increase in antimicrobial resistance 
increase poses a significant threat to public health. 
Identifying factors contributing to the emergence of 
antibiotic resistance in industrial environments is 
crucial for adapting our practices and limiting the 
emergence of antimicrobial resistance. Biocidal 
substances used for disinfection procedures could 
contribute to the selection of cross-resistance to 
antibiotics in bacterial populations. However, very few 
data are available on biofilms, which are surface-
associated bacterial communities that represent the 
primary bacterial lifestyle and exhibit specific 
adaptation capacities. Therefore, this thesis aimed to 
better understand how the biofilm lifestyle affects 
bacterial adaptation to biocidal stresses and the 
cross-selection of antibiotic resistance.  
Biofilms of nine Escherichia coli strains were exposed 
to four biocidal active substances for a month, and 
resistance to various antibiotics was quantified. 
Phenotypic and genomic characterizations of 
resistant variants provided insights into the role of 
biofilms in the selection of these resistances and the 
underlying mechanisms.  
Links between the exposure to several biocides and 
antibiotic cross-resistances were identified. 

Exposure to N-(3-aminopropyl)-N-dodecylpropane-
1,3-diamine (Triamine, TMN) and benzalkonium 
chloride (BAC) led to a significant increase in 
rifampicin-resistant (RifR) variants in biofilms 
compared with exposure to H2O. A recurrence of LPS 
modifications was identified in the RifR variants from 
the TMN condition. These variants had competitive 
advantages over parental strains at both the individual 
and collective biofilm levels, supporting the likelihood 
of a higher risk of dissemination throughout the food 
chain. Another association was found between the 
exposure to polyhexamethylene biguanide (PHMB) 
and the selection of resistance to aminoglycosides. 
Results revealed that PHMB induced structural 
modulations in biofilms that altered the physiological 
response in various strains, which was associated 
with the emergence of an adaptive cross-resistance to 
gentamicin.  
Overall, this research highlights the importance of 
studying biofilms, which shape the evolutionary 
pathways of bacteria. Findings will be used to better 
assess the risks associated with biocide usage in 
relation to antibiotic resistance, and ultimately identify 
cross-resistance development markers that can be 
used to develop surveillance tools in the food chain. 

 

 


