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Résumé 

La prise en compte du microbiote intestinal porcin est une approche de plus en plus considérée 

dans la qualification des mesures de contrôle des pathogènes alimentaires issus de cette filière de 

production. Toutefois, ces études, en conditions protégées, sont généralement réalisées in vivo, 

nécessitent des installations spécialisées, coûteuses en fonctionnement. Une alternative possible à 

l’utilisation des animaux serait la disponibilité d’un système in vitro mimant le microbiote 

intestinal cultivé en bioréacteur. Ce projet de recherche vise la mise au point d’un système de 

culture en bioréacteur pour la production d’un microbiote dérivé du microbiote intestinal porcin, 

puis la mesure de l’effet de deux huiles essentielles sur le microbiote. Un système, original par son 

alimentation continue par un digestat d’aliment conventionnel porcin, a été utilisé dans le cadre de 

ce projet. En effet, ce système est composé de huit réacteurs, dont un réacteur mère permettant la 

croissance du microbiote qui a été distribué dans les sept réacteurs fils afin de disposer de 

conditions reproductibles. Les résultats obtenus par séquençage métagénomique 16S par Illumina 

MiSeq des échantillons démontrent une grande évolution de la composition des échantillons à 48 h 

par rapport au contenu intestinal utilisé pour l’inoculation. Toutefois, cette variation a diminué 

considérablement entre 48h et 72h, pour offrir une fenêtre d’analyse de microbiotes complexes 

d’origine intestinale porcine pour l’évaluation d’additifs alimentaires. Dans le cadre de cette étude, 

l’introduction de deux huiles essentielles, le Thymol et le Carvacrol, a été testée dans le système à 

48h, pour deux concentrations (200 ou 1000 ppm). Les résultats de PCR quantitative ont démontré 

une augmentation significative des populations de Lactobacilles dans les réacteurs contenant du 

Thymol à 1000 ppm en 24h (entre l’ajout à 48h et la fin de l’expérience, à 72 h) ou par comparaison 

avec le réacteur contrôle sans huile à la fin de l’essai, mais aucune différence significative n’a été 

observée pour le Carvacrol. Toutefois, aucune différence significative n’a été observée au niveau 

de la composition du microbiote entre les réacteurs comportant des additifs différents. Cette étude 

a permis le développement d’un système de bioréacteur permettant de maintenir un microbiote 

dérivé du microbiote intestinal porcin sur 72h, ainsi que sa mise en œuvre pour mesurer l’effet de 

l’addition d’une huile essentielle dans un réacteur. 

Mots-clés : Microbiote, Bioréacteur, Huiles essentielles, Métagénomique 16S, Porcelet



Abstract 

Pig intestinal microbiota is an approach more considered in the foodborne pathogen control 

qualification in the pig production. However, these studies are commonly conducted in vivo 

needing specific installation and significant costs. A possible alternative to the use of animals 

would be the used of an in vitro system to mimic the intestinal microbiota, in a bioreactor. This 

research project aims to setup a bioreactor system to produce a microbiota derived from the pig 

intestinal microbiota, and to assess the effect of two essentials oils on this microbiota. The system 

used in this project is unique by its design, continuously supplied using digested piglet feed as a 

culture media. This system is composed of eight reactors, including a mother reactor for the growth 

of the microbiota that was divided between seven daughter reactors to obtain reproducible 

conditions. Results obtained by 16S metagenomic sequencing using Illumina MiSeq of the samples 

showed an evolution of the sample composition at 48h compared to intestinal content used for 

inoculation. However, this variation decreases between 48h and 72h, offering a window for the 

analysis of food additives effect on the microbiota from piglet origin. In this study, two essentials’ 

oils, Thymol and Carvacrol, were added to the system at 48h, at a concentration of 200 and 1000 

ppm, respectively. Quantitative PCR showed a significant increase of Lactobacilli in reactors 

containing Thymol at 1000 ppm in 24h (between the addition at 48h and the end of the experiment 

at 72h) or when comparing with the control reactor without oils at the end of the experiment, but 

no significative difference was observed for the Carvacrol. However, no significative difference 

was observed in microbiota composition between the reactors containing the different additives. 

This study enabled the development of a bioreactor system to maintain a microbiota derived from 

the pig intestinal microbiota over 72h, and the possibility to assess the effect of essential oils 

addition in a reactor. 

 

Keywords: Microbiota, Bioreactor, Essential oils, 16S Metagenomic, Piglet 
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1. Industrie du porc au Québec 

Le secteur porcin est une industrie de grande importance au Canada, représentant 30 % des revenus 

des productions animales et 10 % des revenus des productions agricoles avec plus de 3 milliards 

de dollars générés annuellement (1). En effet, plus de 21 millions de porcs ont été abattus dans les 

abattoirs canadiens en 2019 et, en 2018, l’industrie comptait plus de 26 millions de têtes. Le 

Québec, quant à lui, produit de 25 à 30 % de la consommation canadienne (2). En chiffre, le secteur 

porcin au Québec en 2018 était composé de plus de 2 000 entreprises de productions, avec un 

volume de production de plus de 7,1 millions d’animaux par année (3). Au niveau de la 

consommation, la viande porcine, en 2014, était la viande la plus consommée mondialement, avec 

environ 110 millions de tonnes équivalent carcasse (2). Au Canada, la consommation moyenne de 

porc pour l’année 2018 était de 21,7 kg par personne. De plus, le Québec contribue à hauteur de 

43 % de l’exportation canadienne de viande de porc (3). 

Du point de vue économique, le marché porcin québécois produit des recettes de 1,22 milliard de 

dollars annuellement, ainsi que des recettes de plus de 4 milliards de dollars au niveau de la 

transformation (3). 

Considérant l’élevage, au Canada, certaines races de porc sont préférées pour la facilité de l’élevage 

et la qualité de la production. Quatre races de porc sont principalement élevées dans les fermes, 

soit le Yorkshire (42 %), le Large White (32 %), le Landrace et le Duroc (25 %)(4). La femelle 

Yorkshire est une race choisie pour sa croissance rapide et sa capacité à produire des portées 

contenant de nombreux porcelets (5). La femelle Landrace est aussi choisie pour ses grandes 

portées, mais aussi pour son taux élevé de muscle et son comportement maternel. Le mâle Duroc 

est lui sélectionné pour la qualité de sa viande et sa croissance rapide.  

L’alimentation des porcs d’élevage est composée principalement de céréales, produites localement 

au Canada. En effet, environ 35 à 45 % de la production de céréale canadienne est destinée à la 

production porcine. L’alimentation des porcs est principalement composée de maïs (54 %), d’orge 

(29 %) et de blé fourrager (12 %) (4). La composition de l’alimentation du porc varie en fonction 

de l’âge et du stade physiologique de l’animal : d’une alimentation basée sur le lait maternel à la 

naissance vers une diète solide en stade post-sevrage, suivi d’une alimentation riche en nutriments 

et protéines lors du stade d’engraissement, pour finir avec une alimentation plus faible en 

nutriments dite de finition (6). 
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Différents types d’éleveurs sont présents au Québec (7). Le premier type est l’éleveur reproducteur. 

Comme son nom l’indique, cet éleveur se spécialise dans la production d’animaux destinés à la 

reproduction. Le deuxième type est le naisseur qui se spécialise dans la production de porcelets 

destinés à l’engraissement et élève un troupeau de truies. En 2015, le Québec comportait environ 

204 entreprises de ce type, avec en moyenne 665 truies par entreprise (8) distribuées parfois dans 

plusieurs fermes. Le troisième type d’éleveur est le finisseur, qui va engraisser les porcelets jusqu’à 

leur poids final soit entre 120 et 135 kg (8). En 2015, environ 325 entreprises de type finisseur se 

trouvaient au Québec. Ces entreprises comportaient en moyenne 7243 porcs, pesant en moyenne 

100,22 kg (8). Il est important de noter que ces types d’éleveurs ne sont pas toujours exclusifs les 

uns des autres. En effet, plusieurs éleveurs possèdent des établissements naisseurs et finisseurs, 

donc engraissent les porcelets de la naissance à l’abattage. Environ 400 entreprises de ce type se 

trouvent au Québec. Ces entreprises comportaient des troupeaux d’en moyenne 394 truies, et 

produisaient 9585 porcs charcutiers par an. Une autre entreprise intermédiaire est présente au 

Québec, soit la pouponnière. Ces éleveurs vont prendre en charge des porcelets après le sevrage, 

et les élever pendant 50 jours, jusqu’à un poids qui varie entre 20 et 35 kg (8).  

L’élevage des porcs commence par la gestation de la truie (7). Cette gestation est généralement 

d’une durée de 3 mois, 3 semaines et 3 jours. Cette gestation se termine par une portée de 8 à 12 

porcelets, pesant à la naissance entre 1 et 2 kg. Les porcelets sont ensuite laissés avec leur mère 

jusqu’à environ 21 jours d’âge et auront un poids final d’environ 6 kg. Les porcelets sont sevrés et 

envoyés à la pouponnière pendant 7 semaines, pour un gain quotidien de 0,45 à 0,68 kg. 

Finalement, les porcs se retrouvent en engraissement pendant 18 semaines, afin d’atteindre un 

poids d’abattage d’environ 135 kg. 
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Figure 1 : Cycle d’élevage du porc. 

Représentation des différents stades de l’élevage du porc (9). 

Au sein de la production porcine, la santé de l’animal et son bien-être sont des facteurs importants, 

afin de conserver non seulement une productivité élevée, mais aussi pour maintenir l’image de 

l’entreprise. Au même titre, la santé intestinale des porcs est un aspect important dans la production 

porcine (10). Une bonne santé intestinale de l’animal permet une meilleure absorption des 

nutriments et offre une protection contre des infections causées par des microorganismes (10). Il 

est donc intéressant d’étudier différents aspects de l’intestin des porcs, comme la composition et 

les conditions physicochimiques, dans l’optique d’optimiser la santé intestinale des animaux.  
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2. Conditions physicochimiques de l’intestin porcin 

La première étape dans l’étude de l’intestin du porc est le recensement des conditions 

physicochimiques présentes dans cet environnement. En comprenant ces conditions, il sera plus 

facile d’identifier les paramètres à utiliser pour la mise au point du bioréacteur. 

2.1 pH de l’intestin 

Le pH digestif chez le porc varie selon la section de l’intestin. Chez le porc charcutier, au niveau 

du petit intestin (iléon), le pH se situe autour de 6,7 (11). Dans la section suivante de l’intestin, soit 

le colon, le pH se situe autour de 6,3. Finalement, au niveau du cæcum, le pH est légèrement 

inférieur, soit autour de 6,0. Cette différence de pH peut sembler faible, mais elle est importante 

pour chacune des sections. En effet, il a été observé qu’une diminution du pH de 6,7 à 6,3 

défavorisait certaines espèces bactériennes en diminuant leur vitesse de croissance, et même en 

favorisant d’autres espèces en augmentant leur vitesse de croissance (12). Par exemple, il a été 

observé qu’E. coli passe d’une croissance de 0,38/h dans une solution de pH 6,71 à 0,18/h dans 

une solution de pH 6,25, évolution majeure en comparaison avec Ruminococcus qui ne passe que 

de 0,80/h à 0,86/h, dans les mêmes pH. 

2.2 Conditions atmosphériques 

Les conditions atmosphériques, particulièrement la teneur en O2 du milieu est une caractéristique 

permettant de sélectionner des bactéries selon leur tolérance. Pour les trois sections de l’intestin 

évoquées plus haut, ce sont des conditions anaérobiques qui sont enregistrées. En effet, les niveaux 

d’oxygène présent dans le tube digestif seraient d’environ 5 % au niveau de l’estomac, et de moins 

de 1 % dans le reste du tube digestif (13). Cette faible concentration en oxygène devient un facteur 

de sélection majeur des populations bactériennes présentes, limitant les bactéries aérobies strictes 

et permettant donc la croissance de bactéries anaérobiques facultatives ou strictes. Ce faible niveau 

d’oxygène explique la composition majoritaire des bactéries présentes dans l’intestin, soit 

majoritairement des bactéries anaérobiques strictes (14). 

2.3 Potentiel d’oxydoréduction 

Au-delà de la concentration en oxygène, c’est le potentiel redox du milieu qui va définir l’intensité 

de l’anaérobiose régnant dans un environnement. Le potentiel redox est une mesure qui représente 

la capacité d’une substance ou d’un milieu à s’oxyder ou se réduire (15). Le potentiel redox est un 
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autre paramètre physicochimique à prendre en compte. Il est variable dans les différentes régions 

de l’intestin, mais reste de l’ordre de grandeur de -100 mV. Peu de données sont disponibles sur le 

potentiel redox au niveau des différents segments de l’intestin porcin et ces données ne sont pas 

toujours récentes. Au niveau de l’iléon, il a été observé que le potentiel redox était faiblement 

négatif, et se situe autour de -43 mV(16). Au niveau du cæcum, le potentiel redox est très faible, 

se situant entre -185 mV et -209 mV (17). Dans le côlon ascendant, le potentiel redox est faible, de 

l’ordre de -200 mV (jusque -379 mV), puis tend à augmenter dans le colon transversal et 

descendant, avec -197 mV (jusque -375 mV) et -35 mV respectivement (16). Un extrême à -

363 mV pour le côlon a été évoqué (18). Cette valeur, beaucoup plus basse, pourrait provenir du 

fait que l’ajustement de la sonde n’a pas été réalisé. En effet, lors du calcul de potentiel redox, il 

faut tenir compte de la correction de la sonde, qui est d’environ -199 mV (17). 

2.4 Température 

Un autre paramètre physicochimique important au niveau de l’intestin du porc est la température. 

Il a été montré que la température du tractus gastro-intestinal se situe entre 38,7 et 40,6 °C chez le 

porc (19). Elle correspond à la température corporelle de l’animal et ne varie pas selon la région de 

l’intestin étudiée. Cette température conditionne la croissance des bactéries présentes dans le tube 

digestif de l’animal. En plus de la température du tube digestif, il a été observé que la température 

de l’environnement de l’animal affecte la composition du microbiote intestinal, soit par 

l’augmentation de la température corporelle de l’animal, soit par la modulation des réponses de 

l’hôte (20). Ainsi la température corporelle module spécifiquement certains phylums (l’étude cite 

les Chordata, Arthropoda, et Mollusca). Les températures physiologiques extrêmes peuvent 

conduire à des changements de composition (diversité alpha) entre microbiotes d’individus, ainsi 

que des évolutions de diversités entre ceux de populations (diversité bêta) (20). 

3. Composition du microbiote intestinal porcin 

Le tube digestif des animaux contient une grande quantité de microorganismes. En effet, il a été 

estimé que le tube intestinal comporte 1014 bactéries au total (21), appelé microbiote intestinal. Le 

microbiote intestinal représente donc l‘ensemble des microorganismes présents dans l’intestin (22). 

La notion de microbiome, quant à lui, inclut l’environnement dans lequel ces bactéries se trouvent 

et interagissent (y compris par expression génique mesurable) (23, 24). En plus des interactions 

inter bactériennes, le microbiote interagit avec aussi avec l’hôte, soit en symbiose, soit en situation 
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parasitaire. Afin de maintenir l’homéostasie, le tube digestif contribue à la maitrise de ces bactéries 

par la mise en place de plusieurs barrières. Ces barrières sont de type physique (épithélium, mucus), 

biochimique (enzymes) et immunologique (cellules dendritiques, IgA) (22).  

La composition du microbiote intestinal varie énormément selon l’âge et l’environnement des porcs 

(notamment leur alimentation). Toutefois, il a été remarqué une tendance dans la composition du 

microbiote fécal porcin : les deux principaux phylums présents sont les Firmicutes (81,0 %) et les 

Bacteroidetes (9,2 %) (25, 26). Les familles majoritaires systématiquement retrouvées par analyse 

bio-informatiques y sont les Ruminococcaceae, les Lachnospiraceae, les Prevotellaceae ainsi que 

les Clostridiaceae 1 (27). Les principaux genres bactériens retrouvés dans cette même matrice sont 

Streptococcus, Lactobacillus, Eubacterium, Fusobacterium, Bacteroides, Peptostreptococcus, 

Bifidobacterium, Selenomonas, Clostridium, Butyrivibrio, Escherichia, Prevotella et 

Ruminococcus. Toutefois, ces données restent des données générales obtenues de matières fécales, 

donc très partiellement représentatives des différentes régions intestinales (27).  

 

Figure 2 : Composition du microbiote intestinal du porc en fonction du segment du tube 

digestif. 

La proportion des phylums majoritaires est représentée selon la section intestinale (28). 



21 
 

3.1 Composition en fonction de l’âge 

La colonisation initiale de l’intestin du porcelet dépend de plusieurs facteurs (29, 30). Ces facteurs 

comprennent, entre autres, les conditions d’hygiène lors de la mise bas et l’administration ou non 

d’antibiotiques et l’alimentation, (31). Les premières espèces qui vont coloniser le tube digestif des 

porcelets sont principalement les Escherichia, Clostridium, Fusobacterium, Streptococcus et 

Enterococcus (32). L’abondance de certaines autres espèces comme Lactobacillus, Bacteroides, 

Prevotella et Ruminococcus va augmenter plus tard dans le processus de colonisation, soit autour 

de 14 jours d’âge (32, 33). De plus, il a été observé que le microbiote de la truie n’affecte pas la 

composition du microbiote intestinal du porcelet dans les premiers jours de sa vie (34). La 

composition du microbiote intestinal évolue tout au long du développement de l’animal, jusqu’à 

l’atteinte d’une stabilisation autour de 6 mois d’âge (35, 36). Autour d’un mois d’âge, le microbiote 

fécal du porcelet est principalement constitué de Firmicutes, à environ 73 %, de Bacteroidetes à 

environ 5 % et de Proteobacteria à environ 16 %. Elle devient, vers 6 mois d’âge, une distribution 

de Firmicutes à environ 91 %, de Bacteroidetes autour de 5 % et de Proteobacteria autour de 2 % 

(35). 

3.2 Composition en fonction du segment du tube digestif 

3.2.1 : Composition au niveau de l’iléon 

Au niveau de l’iléon, les principaux phylums présents dans ce segment sont, les Firmicutes 

(56,0 %), les Protéobactéries (41,2 %), puis Bacteroidetes (1,34 %) (37). En comparant ces 

données avec les phylums obtenus lors de l’analyse sur les matières fécales, il est possible 

d’observer que les protéobactéries constituent une portion importante de la population bactérienne 

du contenu de l’iléon. De plus, la part totale des Bacteroidetes est faible au niveau de l’iléon, 

contrairement à sa représentation dans les deux autres régions. Au niveau de la famille, les 

constituants majeurs du microbiote iléal sont les Lactobacillaceae et les Bifidobacteriaceae (38). 

Lorsque l’analyse des principaux genres a été réalisée, Escherichia-Shigella était le principal genre 

avec 23,1 %, suivi de Terrisporobacter avec 17,9 %, Romboutsia avec 13,7 % puis finalement 

Clostridium sensu stricto1 avec 12,9 % (37). 
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3.2.2 Composition au niveau du cæcum 

En ce qui concerne la composition du microbiote cæcal, les deux principaux phylums sont 

respectivement Bacteroidetes (46,4 %) et Firmicutes (37,7 %). En comparant ces pourcentages 

avec ceux trouvés dans les matières fécales, il apparait immédiatement que le taux de Bacteroidetes 

est plus élevé dans le microbiote cæcal, surpassant la part des Firmicutes. Le cæcum est le segment 

de l’intestin contenant le plus haut taux de Bacteroidetes. Au niveau de la famille, les principales 

familles retrouvées sont Methanobacteriaceae, Lachnospiraceae, Veillonellaceae et 

Ruminnococcacea (39). Au niveau du genre, les trois principaux genres retrouvés sont 

Alloprevotella avec 7,2 %, Lactobacillus avec 5,0 % puis Prevotellaceae NK3B31group avec 

4,4 % (37). Les familles et les genres majoritaires sont différents de ceux retrouvés dans l’iléon. 

3.2.3 Composition au niveau du colon 

Les principaux phylums présents au niveau du colon, sont cette fois encore Firmicutes (62,5 %) et 

Bacteroidetes (29,2 %). Ces proportions de ces phylums retrouvés dans le colon correspondent à 

celles retrouvées dans les matières fécales. Au niveau de la famille, les principaux membres 

retrouvés sont les Lactobacillaceae, Ruminococacceae, Lachnospiraceae et les Clostridiaceae de 

groupe 1(40). Au niveau du genre, les trois principaux genres retrouvés sont Streptoccocus avec 

10,4 %, Lactobacillus avec 8,8 % et Clostridium avec 8,0 % (37). Tout comme les phylums, les 

familles et les genres majoritaires au niveau du colon sont similaires à ceux retrouvés dans les 

matières fécales. 

3.3 Fonction du microbiote intestinal 

Le microbiote intestinal, autant chez l’humain que chez le porc, joue plusieurs rôles importants. 

Un de ces rôles est d’aider au développement du système immunitaire (41). En effet, à la naissance, 

le système immunitaire de la muqueuse intestinale du porcelet n’est pas encore développé. Lorsque 

le porcelet ne reçoit plus la protection offerte par le colostrum et le lait de la mère, le microbiote 

aide au développement du système immunitaire. Il a été observé, chez un animal gnotobiotique, 

que certaines composantes du système immunitaire étaient manquantes, par exemple les cellules T 

de la muqueuse et du mucus (42). Le lait maternel permet un apport en microorganisme, en 

métabolite (oligosaccharides), en IgA et en cellules immunitaires, la croissance et la formation du 

microbiote intestinal de l’animal (43). Par exemple, les IgA maternels réduisent l’activation 

immunitaire et permettent le développement de certains constituant du microbiote, comme les 
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Bifidobacterium. Par la suite, le microbiote intestinal va conditionner les cellules épithéliales de 

l’intestin, afin de les rendre hyporéactives aux stimulations des Toll Like Receptor. Toutefois, le 

mécanisme exact de l’intégration de ces signaux reste inconnu. En plus de ce conditionnement, les 

bactéries commensales permettent le développement de structure lymphoïde tertiaire dans 

l’intestin, ainsi que la promotion de la maturation des cellules épithéliales (43). 

En plus d’aider au développement du système immunitaire de l’hôte, le microbiote intestinal joue 

un rôle important au niveau du métabolisme de certains nutriments. Le microbiote intestinal est en 

mesure de fermenter les sucres complexes non digestibles par l’hôte (appelés fibres alimentaires), 

comme la cellulose ou la pectine, et produire à cette occasion des acides gras volatiles à chaîne 

courte (SCFA) (44, 45). Ces SCFA, dont particulièrement le butyrate, le propionate et l’acétate 

sont des sources d’énergie qui sont disponibles pour l’hôte, et jouent eux-mêmes un rôle dans la 

régulation de la présence de certains pathogènes dans le contenu intestinal (par ex. le butyrate 

inhibe spécifiquement l’expression des facteurs d’adhésion chez les Salmonella) (44, 46). Le 

microbiote intestinal, par son métabolisme, peut aussi produire certaines vitamines essentielles non 

trouvées dans l’alimentation pour l’hôte, comme la vitamine K et certaines vitamines appartenant 

au groupe des vitamines B (47). Le microbiote intestinal est aussi apte à métaboliser les 

polypeptides et les protéines présentes au niveau de l’intestin, libérant certains acides aminés 

essentiels, comme la lysine et la thréonine (48, 49). Certaines études ont aussi rapporté une 

différence de composition du microbiote entre des porcs obèses ou des porcs réguliers, suggérant 

ainsi un rôle du microbiote dans le métabolisme des lipides (50). Dans ce contexte, parmi ces 

différences, il a été noté une augmentation de certains OTUs correspondant aux Lachnospiraceae, 

aux Prevotella et aux Bacteroides (50), significativement associés à ce surpoids. 

Au-delà de ces aspects immunitaire et métabolique, le microbiote intestinal jouerait aussi un rôle 

majeur dans ce qui est considéré comme l’axe microbiote-intestin-cerveau (51). Il a été observé 

que le microbiote intestinal est capable de moduler la maturation, le développement et les fonctions 

du système nerveux central (52). Inversement il a aussi été montré que le cerveau possède un impact 

sur la composition du microbiote intestinal : en condition de stress, la composition du microbiote 

intestinal change drastiquement (53). Par exemple, chez la souris, un contexte stressant (de même 

que l’utilisation de certains antibiotiques perturbateurs de microbiote) conduit à une augmentation 
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de la production de tryptophan hydroxylase isoform 1 (TPH1), qui est responsable de la synthèse 

de la sérotonine (53). 

En conclusion, s’il est possible d’observer une différenciation du microbiote dans les différentes 

portions de l’intestin, il n’en reste pas moins que les régions terminales (colon, cæcum et matière 

fécale) sont plus similaires entre elles qu’avec les sections intestinales proximales, à commencer 

par l’iléon. Dans un contexte analytique, lors de la collecte d’échantillon, il est important de tenir 

compte de cette différence de composition, et ainsi procéder à la collecte dans la région d’intérêt 

du tube digestif selon la question à laquelle on tente de répondre. 

4. Méthode de collecte de l’inoculum 

Dans le cas d’une étude sur le microbiote intestinal, il est important de prendre en considération la 

méthode de collecte de l’inoculum. En effet, l’utilisation même de différentes méthodes de collecte 

de matière intestinale a un impact direct sur la composition du microbiote(54). Il faut aussi prévoir 

une méthode de transport adaptée au type d’échantillon, puisque celui-ci peut aussi être 

dommageable. De plus, l’utilisation de protocoles différents tant pour l’extraction que l’analyse de 

l’ADN peuvent aussi avoir un impact sur le résultat final (55). Indépendamment du rôle des 

différents protocoles, certaines variables peuvent rapidement jouer un rôle dans l’évolution de la 

composition du microbiote. Par exemple, l’oxygène est toxique pour certaines populations 

bactériennes et affecte la viabilité de leurs représentants. Même si la viabilité des espèces 

bactériennes sensibles à l’oxygène à un impact moins important au niveau des analyses, celle-ci 

est de grande importance dans l’optique de traitement ou de thérapie basés sur le microbiote. Afin 

de conserver le plus fidèlement possible les différentes populations bactériennes, il est suggéré de 

travailler en environnement anaérobique, tant que possible dès la collecte et pendant le transport 

des échantillons.  

En ce qui concerne la conservation des échantillons, la méthode privilégiée par la communauté 

scientifique est la congélation de ceux-ci à -80 °C, sans l’ajout de solution tampon (56). Cette 

méthode de conservation permet de conserver l’ADN pour des analyses de ARNr16S, même après 

14 ans de conservation (57). Outre la congélation à -80 °C, d’autres méthodes sont utilisées, dont 

la congélation à -20 °C, la conservation à 4 °C ou la conservation à la température de la pièce. Ces 

dernières méthodes ont des impacts de plus en plus importants sur l’évolution de la composition 

mesurée du microbiote. Par exemple dans le cas de la conservation à la température de la pièce, 



25 
 

certaines espèces peuvent continuer à croître, ce qui modifie les résultats finaux obtenus. Dans le 

cas de la congélation, le temps requis avant la congélation complète est à prendre en considération. 

Il a été observé qu’une congélation lente entrainait une différence de composition au niveau du 

genre, lorsque comparée avec celle d’un échantillon d’ADN extrait immédiatement après la 

collecte (58). Une congélation rapide dans l’azote liquide est donc préférée à une congélation lente 

afin de stabiliser le microbiote qui sera séquencé (58).  

Le choix de la méthode de conservation dépend grandement de l’étude qui doit être réalisée. Dans 

le cas d’une étude de métagénomique, la viabilité des cellules apparait de moindre importance, 

puisque c’est l’ADN recueilli qui est analysé. Toutefois, dans le cas d’étude de transplant fécal ou 

d’ensemencement dans un bioréacteur, la méthode de conservation doit permettre une bonne 

reprise du microbiote, donc une bonne viabilité cellulaire. Il est alors préférable d’utiliser des 

méthodes comme la conservation à -80 °C dans un milieu de maltodextrine-tréhalose, comme il a 

été démontré par Burz et al. (59). 

Il est de pratique courante, dans les situations d’analyse du microbiote intestinal, de récolter les 

matières fécales et d’analyser le microbiote à partir de cette matrice. Ce choix, s’explique par la 

simplicité de sa réalisation, le fait que le prélèvement soit non-invasive (ni destructif ce qui est 

d’importance vis-à-vis du bien-être animal et de considérations économiques des essais 

expérimentaux). Le prélèvement de matières fécales ne requiert aucun outil ou appareil particulier. 

En contrepartie ce choix entraine une approximation de la composition microbienne du contenu 

intestinal considérant le microbiote fécal comme un indicateur limité du microbiote intestinal (60). 

En effet, en comparant le microbiote fécal et le microbiote provenant de niches mucosales au 

niveau du colon, une différence de composition importante a été observée chez l’humain (61). Une 

variabilité transversale (de la lumière vers la muqueuse) a pu être relevée également, même si elle 

est reconnue plus faible au niveau du colon que du duodénum (62). Il reste donc préférable, dans 

le cas d’étude du microbiote intestinal, de procéder à la collecte du contenu de la section intestinale 

à l’étude. 

5. Méthode d’analyse du microbiote 

Classiquement, les études en lien avec des populations bactériennes combinent les approches 

d’isolement, de dénombrement avec la caractérisation des bactéries, sur différents milieux de 

culture, autant solides, semi-solides que liquides, sélectifs ou non (63). Toutefois, il a été rapporté 
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que le nombre de bactéries observées par microscopie est supérieur à l’évaluation du 

dénombrement réalisé par culture typique, ce qui conforte la théorie selon laquelle certaines 

bactéries sont non cultivables (64). Il serait cependant plus juste de nommer ces bactéries 

« cultivables en devenir », puisque leurs conditions idéales de culture n’ont peut-être pas encore 

été identifiées ou que leur faible représentation ne permettra par leur culture sans disposer d’agents 

sélectifs très spécifiques. Ceci explique que la majorité des microbiomes sont considérés non ou 

partiellement cultivés (65). Il est donc important, dans le cas d’études de communautés complexes 

comme le microbiote intestinal, d’utiliser des outils adaptés qui permettront d’appréhender le plus 

grand nombre de bactéries possible, qu’elles soient cultivables ou non. Parmi ces outils, l’utilisation 

de techniques de biologie moléculaire, plus précisément la qPCR et le séquençage (66) est 

particulièrement adaptée.  

Avant l’utilisation des techniques comme le séquençage pour l’analyse du microbiote, d’autres 

techniques basées sur la diversité présentée par l’ADN codant l’ARN ribosomal 16S étaient 

utilisées. Par exemple, Bibiloni et al ont montré la diversité des bactéries présentes dans l’intestin 

de souris colitique, par l’amplification du segment V3 du gène codant pour l’ARN 16S, puis ils ont 

séparé et ont identifié les amplicons par électrophorèse sur gel en gradient dénaturant (DGGE) 

(67). Selon le même principe, mais en s’appuyant sur le polymorphisme conformationnel de l’ADN 

simple brin (SSCP) il a été possible de révéler la diversité microbienne présente dans des 

échantillons fécaux en productions animales (68, 69). Une autre technique utilisée avant le 

séquençage était la puce à ADN. Cette technique permettait, comme les autres techniques 

précédemment décrites, d’identifier les espèces bactériennes présentes dans un échantillon de 

microbiote, par l’utilisation d’une sonde qui se lie sur un segment d’ADN codant pour l’ARN 16S, 

spécifique à une espèce (70). Pour cette dernière une connaissance préalable des bactéries présentes 

dans la communauté était donc nécessaire. 

5.1 Analyses par qPCR  

Une des méthodes utilisées pour l’analyse de la composition du microbiote intestinal s’appuie sur 

la qPCR. Cette technique de biologie moléculaire permet de quantifier dans un échantillon une 

bactérie cible (donc connue et attendue dans ce type échantillon), en mesurant la quantité d’ADN 

présente, selon la fluorescence acquise en cours de réaction d’amplification de l’échantillon (71) : 

plus la fluorescence est détectable rapidement, plus le gène (la bactérie) était présent en grande 
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quantité dans l’ADN extrait de l’échantillon. Cette méthode comporte plusieurs avantages (72), 

dont la simplicité de la méthode, puisqu’elle est réalisable avec un niveau d’équipement classique 

pour un laboratoire, et en seulement quelques heures.  

L’indicateur fluorescent ajouté au mélange réactionnel dépend de la technologie de détection 

souhaitée. La première technologie de détection est l’utilisation d’un agent se liant à l’ADN double 

brin (73). Cette technologie comprend des agents intercalent de l’ADN ou des agents se fixant aux 

sillons mineurs de l’ADN. Parmi ceux-ci, le plus populaire est le SYBR Green I, puisqu’il possède 

une bonne sensibilité et il est facile à utiliser. Lorsque le SYBR Green I se lie à l’ADN double brin, 

à la suite de la phase d’élongation, il libère le fluorophore lui étant attaché, permettant ainsi la 

lecture de fluorescence émise. La deuxième technologie de détection est l’utilisation de sonde 

fluorescente. Cette technologie comporte plusieurs types de sondes. Le premier type est l’hydrolyse 

de sonde (Taqman assay). Dans ce type de sonde, c’est une amorce qui possède un fluorophore, 

ainsi qu’un suppresseur. Lors que la polymérase commence l’élongation, le fluorophore et le 

suppresseur sont relâchés et se distancient, permettant ainsi au fluorophore d’émettre une longueur 

d’onde. Le deuxième type de sonde est l’hybridation de deux sondes. Dans ce type, l’amorce est 

divisée en deux petites amorces, contenant chacune un fluorophore. Toutefois, l’une des sondes 

possède un fluorophore donneur (par exemple vert) et l’autre possède un fluorophore accepteur 

(par exemple rouge). Lors de la phase d’hybridation, les deux amorces se lient à l’ADN, et la 

proximité des sondes permet au fluorophore émetteur d’absorber la fluorescence du donneur, puis 

d’émettre dans une autre longueur d’onde.  

Grâce à la qPCR, il est possible d’obtenir un portrait général du microbiote intestinal, à condition 

de cibler un nombre conséquent de populations indicatrices (74). En effet, il est possible, en 

utilisant des amorces spécifiques pour certaines familles, genre ou espèce, de quantifier la présence 

de certaines populations d’intérêt dans l’échantillon (72). Parmi les indicateurs pertinents à 

observer se trouvent les bactéries totales, par l’analyse du gène codant pour l’ARN 16S, les 

Enterobacteriaceae, famille qui regroupe 20 genres, dont les Escherichia coli et Salmonella, ainsi 

que les Lactobacillus (75-77).  

5.2 Analyses par séquençage 

Plusieurs techniques de séquençage ont été utilisés pour l’analyse du microbiote, avec chacune 

leurs avantages et leurs inconvénients. Une des premières techniques de séquençage a été mise au 
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point par Frederick Sanger, appelée chain-terminator method, ou séquençage Sanger (78). Cette 

méthode, en plus d’utiliser les désoxyribonucléotides (dNTP), utilise un faible pourcentage de 

didésoxyribonucléotide (ddNTP) (79). Ces ddNTP n’ont pas de groupe hydroxyle en position 3’, 

ce qui empêche la prolongation du brin par la polymérase. Originalement, ce séquençage était 

réalisé dans 4 tubes différents de façon simultanée, avec uniquement un type de ddNTP par tube. 

Les différentes réactions étaient par la suite transférées dans un gel d’électrophorèse, puis selon la 

distance de migration, la séquence pouvait être déterminée, en commençant par le bas du gel, 

représentant le plus petit fragment. De nos jours, le principe de cette technique est toujours utilisé, 

mais sa réalisation a été optimisée. Des fluorophores ont été ajoutés sur les ddNTP, à raison d’une 

couleur par type de base, ce qui permet de faire le séquençage en une réaction au lieu de quatre. 

De plus, la lecture de la séquence se fait par lecture optique, en faisant migrer le produit de la 

réaction dans un capillaire, contenant un gel et un courant électrique (80). Un laser permet la lecture 

des fluorophores à un point précis, puisque la longueur des brins aura un impact sur la vitesse de 

migration. 

Dans l’optique d’optimiser les méthodes de séquençage, d’autres techniques ont été développées. 

Parmi celles-ci, le pyroséquençage (séquençage 454) qui utilise une cascade enzymatique du 

pyrophosphate pour activer la luciférase, menant ainsi à la production d’un signal lumineux (81). 

Tout d’abord, des billes sont préparées fixant par amplification l’ADN à séquencer sur leur surface 

(82). Par la suite, ces billes sont ajoutées, à raison d’une bille par puits, dans une plaque contenant 

des billes avec de la sulfurylase et de la luciférase à sa surface. La plaque est alors soumise à un 

seul type de nucléotide à la fois. Si la base ajoutée se lie à l’ADN sur la bille, le pyrophosphate 

relâché réagira avec la seconde bille, produisant un signal lumineux. La force du signal lumineux 

est proportionnelle au nombre de base qui se lient, alors si la séquence comporte 4 bases identiques 

d’affilée, le signal lumineux produit sera 4 fois plus puissant. La plaque est alors rincée, puis une 

autre base est ajoutée. Ceci est alors répété jusqu’à l’obtention de la séquence complète.   

Une autre technique de séquençage couramment utilisée est la méthode d’Illumina. Dans cette 

méthode, le guide d’ADN est tout d’abord amplifié sur une microplaque, permettant ainsi la 

formation d’un ilot pouvant contenir jusqu’à 1000 copies identiques de l’ADN (83). Pour se faire, 

l’ADN guide est lié à un adaptateur à chacune des extrémités. Par la suite, les fragments d’ADN 

s’hybrident à la séquence « adaptateur complémentaire » qui est liée à la microplaque (82). L’ADN 
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est alors amplifié, ce qui mène à la formation de l’ilot d’ADN. Une fois les ilots complétés, la 

plaque est lavée, puis le séquençage commence. Le séquençage par Illumina est encore une fois 

séquentiel. Toutefois, tous les nucléotides sont ajoutés en même temps, mais avec un fluorophore 

différent par nucléotide, qui empêche l’ajout de base supplémentaire. À la suite d’un lavage, le 

fluorophore est clivé, puis une lecture optique de l’ensemble de la plaque est réalisée et traitée par 

des logiciels d’analyse d’image, donnant pour chaque cycle et chaque ilot quel nucléotide a été 

ajouté. Le cycle est alors répété, jusqu’à la complétion du séquençage. 

Dans le cas du séquençage d’une communauté complexe comme un microbiote intestinal, un 

facteur commun à tous les membres doit être identifié, afin d’utiliser le moins d’amorces possible. 

Il s’agit de la région de l’ADN codant l’ARN ribosomique 16S (84). Ce gène, présent uniquement 

chez les bactéries, est hautement conservé (peu soumis à des évènements de recombinaison ou de 

mutation spontanée). Ce gène de 1500 paires de base contient 9 régions hautement variables et 

propres à chaque espèce bactérienne, nommée régions V1 à V9 et chacune des régions est donc 

encadrée par des séquences qui elles sont hautement conservées (85). Un ou plusieurs agencements 

de cette région sont sélectionnés, puis une amorce est mise au point, dans la région hautement 

conservée, pour amplifier la section variable du gène. Une PCR est réalisée avec cette amorce afin 

d’amplifier la région déterminée, puis le produit de cette PCR peut être séquencé par les dernières 

technologies, comme la plateforme Illumina MiSeq. Le séquençage des échantillons produit 

toutefois énormément de données brutes. Il est donc nécessaire de procéder à une analyse bio-

informatique afin de traiter et analyser ces résultats. 

5.3 Analyses par bio-informatique 

Le séquençage produit un nombre de séquence très élevé, alors des outils spécifiques sont 

nécessaires pour leur analyse. Plusieurs outils sont disponibles afin de réaliser différentes 

opérations bio-informatiques, dont Velvet, MetAmos, Prokka (86). En plus de ces outils, des 

logiciels peuvent être utilisés, évitant l’utilisation séquentielle et successive de solutions 

numériques. Peuvent être cités le logiciel R avec le package DADA2 et logiciel Mothur (87, 88). 

Malgré la grande diversité de logiciels et de procédures disponibles, le fonctionnement (mode 

opératoire) général de l’analyse reste commun.  

La première étape de cette procédure est de procéder à un nettoyage des séquences, afin d’analyser 

uniquement les séquences désirées et contenant le moins d’erreurs possible. Pour réaliser ce 
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nettoyage, il faut d’abord retirer les nucléotides ambigus des séquences, qui apparaissent lorsque 

le séquenceur ne parvient pas à déterminer le type de nucléotide qui a été intégré à la séquence 

(89). Certains logiciels permettent même d’assigner un nucléotide à ces ambigus ou proposent une 

correction des erreurs. Si à la suite de cette étape de correction des séquences contiennent toujours 

des séquences ambiguës, elles sont éliminées. De plus, il faut retirer les longues séquences de 

nucléotides répétées, particulièrement les séquences de plus de 8 nucléotides consécutifs (90). Un 

autre aspect du nettoyage des séquences est le retrait des sections de séquences ayant un indice de 

qualité faible, c’est-à-dire des séquences dont la probabilité que la base ait été mal identifiée est 

considérée trop élevée. Ce retrait peut se faire de deux façons, soit par une coupure complète de la 

séquence dès que l’indice de qualité est sous le seuil désiré ou par le retrait de section dont l’indice 

de qualité moyen est sous le seuil désiré (90, 91). Le nettoyage des séquences se poursuit par le 

retrait des séquences dont la longueur est anormale, soit trop longue ou trop courte (89). La dernière 

étape du nettoyage est le retrait des séquences non désirées, donc appartenant aux mitochondries, 

aux chloroplastes ainsi que des séquences eucaryotes. 

La seconde étape de cette analyse est le retrait des séquences dites chimères (89). Les séquences 

chimériques sont des artéfacts liés à la PCR (92). Ce phénomène se produit lorsque l’amplification 

d’un brin est arrêtée prématurément, et que ce brin incomplet se lie à un autre segment d’ADN lors 

d’un cycle ultérieur, agissant ainsi comme amorce. Le brin résultant provient ainsi de deux ou 

plusieurs brins d’ADN. Ce retrait de séquence chimérique se produit par l’utilisation de base de 

données créée à cet effet ou de logiciel capable de repérer les chimères, comme Chimera Slayer 

par exemple (93).  

Une fois que le nettoyage et le retrait des chimères sont réalisés, la communauté doit être 

caractérisée. Pour se faire, les séquences sont regroupées en OTUs (89). Une OTU, ou unité 

taxonomique opérationnelle, représente un groupement de séquence similaire, regroupement 

déterminé par un seuil de similarité établi lors de l’analyse bio-informatique, généralement autour 

de 97 %. Cette valeur de 97 % se base sur le fait que le gène codant pour l’ARN 16S est hautement 

conservé, et que les différentes espèces sont discriminées par cette valeur seuil (94). Encore une 

fois, plusieurs méthodes sont disponibles afin de regrouper les séquences en OTU, dépendamment 

de la puissance informatique disponible (puissance de l’ordinateur ou du serveur) et de la précision 

des résultats désirée. Une fois les OTUs obtenus, il est possible de procéder à l’assignation 
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taxonomique, en comparant les séquences de ces OTU à celles déposées dans des bases de données 

comme Silva, RDP ou Greengenes (95-97).  

Les OTUs précédemment obtenues permettent d’analyser la diversité du microbiote. La première 

mesure est la caractérisation de la diversité alpha des échantillons (98). La diversité alpha 

représente la diversité au sein de chaque échantillon individuellement, et les valeurs obtenues pour 

les différents indices calculés sont donc associées à un échantillon donné (99). Différents indices 

peuvent être calculés pour caractériser la diversité alpha, qui sont généralement le fruit de deux 

composantes : la richesse de l’échantillon et sa distribution dans l’échantillon (98). La richesse de 

l’échantillon représente le nombre de séquences différentes présentes dans un seul échantillon, 

tandis que la distribution dans l’échantillon mesure l’abondance relative des espèces. Trois indices 

sont couramment utilisés, soit Obs, le nombre d’espèces observées, l’indice de Shannon et l’indice 

de Simpson (98). Les espèces observées représentent uniquement la richesse d’un échantillon, donc 

ne fournissent aucune information sur la distribution (100). L’indice de Shannon mesure de façon 

équitable la richesse de l’échantillon ainsi que la distribution des espèces au sein de l’échantillon. 

L’indice de Simpson mesure aussi en fonction de la richesse et de la distribution des espèces dans 

l’échantillon, mais donne plus de poids à la distribution. Une fois les indices obtenus, il est possible 

de réaliser des tests statistiques afin d’identifier, ou non, une différence entre les groupes. Le test à 

réaliser dépend de l’analyse, mais peut-être, entre autres, un test t, une ANOVA ou un test de 

Kruskal-Wallis. 

Le second type de diversité utilisé dans les analyses bio-informatiques est la diversité bêta. La 

diversité bêta représente la diversité au sein de l’écosystème, donc la diversité entre les 

échantillons. La diversité bêta ne peut être calculée pour un seul échantillon, comparativement à la 

diversité alpha. Il s’agit de la comparaison de tous les échantillons d’une étude (101). Cette 

diversité peut être de type qualitatif ou de type quantitatif. La diversité bêta de type qualitatif se 

base sur des comparaisons de séquences de type présence/absence (101). Pour ce faire, des indices 

comme celui de Jaccard ou Unifrac non pondéré sont utilisés et les calculs répétés sont portés par 

des algorithmes. Dans le cas de la diversité bêta de type quantitatif, les comparaisons se basent sur 

l’abondance relative des différents échantillons (101). Les algorithmes et les indices utilisés dans 

ce cas sont ceux de Bray-Curtis ou Unifrac pondéré. De plus, peu importe le type choisi, les 

analyses peuvent se faire à l’aide de la phylogénie ou non (directement sur les OTU) (101).  
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Les diversités alpha et bêta précédemment décrites permettent donc d’obtenir une évaluation de la 

structure du microbiote. Les différences peuvent donc être comparées, toujours à l’aide de tests 

statistiques, comme un Analysis of Molecular Variance (AMOVA) (102). Il est aussi possible de 

visualiser les différences entre les structures de microbiotes par une représentation sur un graphique 

de type Principal Coordinates Analysis (PCoA) ou (Non-metric multidimensional scaling) NMDS. 

Afin d’identifier les déterminants d’une différence de composition entre les différents échantillons, 

il est possible de trouver des biomarqueurs spécifiques, ceux qui ont le plus de poids dans la 

signification statistique des différences mesurées. Un outil en particulier peut être utilisé, soit le 

Multivariate Analysis by Linear Models (MaAsLin2). Cet outil permet d’identifier une association 

autant positive que négative d’une OTU avec une certaine condition (103).  

6. Systèmes de fermentation pour l’étude du microbiote 

Plusieurs modèles de système de fermentation existent dans la littérature pour la représentation 

d’un microbiote intestinal, autant pour la reproduction d’un modèle animal que pour la 

reproduction d’un modèle humain. Ces différents modèles varient énormément en complexité, 

passant d’un modèle simple à volume fixe, avec anaérobie et pH contrôlés (104) à un modèle 

complexe en alimentation continue incluant un ilot de cellules simulant la muqueuse intestinale 

(105). Le type de modèle à utiliser dépend en grande partie de facteurs comme les fonds disponibles 

pour les réactifs, la durée nécessaire de l’expérience, la croissance bactérienne et la gestion de la 

concentration en nutriments et en métabolites dans le milieu de culture (106). 

6.1 Système en batch 

Le premier type de système de fermentation couramment utilisé dans l’étude du microbiote 

intestinal est un système de fermentation dit en batch. Les bioréacteurs en batch sont des réacteurs 

dans lesquels les solutions sont ajoutées dès le départ, et aucun ajout ou retrait n’a lieu avant la fin 

de l’expérience (107). Les systèmes en batch sont les systèmes les plus simples, mais ils ont le 

moins de flexibilité (108). L’avantage de ce type de système se situe dans leur facilité d’utilisation, 

ainsi que leur faible risque de contamination par des bactéries puisque le système reste fermé en 

permanence (106). Toutefois, ces systèmes produisent une plus faible densité de cellules 

bactériennes comparativement aux autres modèles. Ce type de système est idéal pour des 

expériences de courte durée (104). 
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Une variation plus complexe du système en batch est le système fed-batch. Le système fed-batch 

se base sur le même principe que les systèmes en batch, à l’exception notable que des nutriments 

sont ajoutés en petite quantité dans le système, périodiquement au cours de l’expérience (109). Un 

exemple d’utilisation de ce système dans le cas d’une étude sur le microbiote est le système mis au 

point par Takagi et al (104). Dans cette étude, les auteurs ont mis au point un système de 

fermentation, sans alimentation, sur une durée de 24 h. Les auteurs ont ajouté dans leur milieu de 

culture un inoculum de matière fécale humaine, et ont observé que le microbiote final à 24 h était 

similaire au microbiote de l’inoculum initial. Les auteurs ont par la suite testé l’ajout de divers 

oligosaccharides, ce qui a augmenté la présence de Bifidobacterium (104). 

6.2 Système en continu 

Le second type de système de fermentation couramment utilisé dans l’étude du microbiote 

intestinal est un système de fermentation avec alimentation en continu. Les systèmes en 

alimentation continue sont des systèmes de fermentation dans lesquels du milieu de culture frais 

est ajouté en permanence dans le réacteur et du volume est retiré au même moment (106). Ce 

principe permet le renouvellement des nutriments disponibles dans le milieu, ainsi que le retrait 

des métabolites toxiques du système. Ce principe permet de balancer la croissance et la perte de 

bactérie dans le milieu réactionnel, et de garder les bactéries dans une phase métaboliquement 

active tout au long de l’étude (110). De plus, dans la plupart des cas, d’autres conditions sont aussi 

régulées, soit l’atmosphère, le pH, la température et la composition du milieu de culture.  

Il existe plusieurs systèmes dans cette catégorie, avec différents niveaux de complexité. Un 

exemple de système complexe est le système PolyFermS (111). Ce système est composé de 

plusieurs réacteurs, dont un réacteur contenant l’inoculum, un réacteur contrôle, et quatre réacteurs 

tests. Dans le cas de ce système, les réacteurs tests et contrôles sont alimentés à 90 % par du milieu 

nutritif frais et à 10 % par le contenu du réacteur contenant l’inoculum. Ce réacteur est maintenu 

pendant toute la durée de l’expérience, soit 54 jours. Dans ce type de réacteur, il est possible de 

tester jusqu’à 4 conditions simultanées. Toutefois, les réacteurs doivent être stabilisés pendant 3 

jours entre chaque traitement (111). De plus, une différence d’abondance relative est observée entre 

l’inoculum fécal initial et le réacteur servant à inoculer le système, surtout par la perte des 

Clostridiaceae et des Lactobacillaceae. Aussi, une variation est observée au niveau du réacteur 

alimentant les réacteurs tests en inoculum au travers de l’expérience (111). Le système PolyFermS 
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a été utilisé dans une autre étude afin d’évaluer l’effet de différentes fibres diététique (Inuline, 

Fructo-oligosaccharide, B-glucan, a-galactooligosaccharide, xylo-oligosaccharide) sur le 

microbiote et sur la production de SCFA chez l’humain (112). Indépendamment de la fibre utilisée, 

un microbiote dominé par des Bacteroidaceae-Ruminococcaceae produit plus de butyrate, que 

dans celui dominé par des Prevotellaceae-Ruminococcaceae qui produit plus de propionate. 

Un autre exemple de système, encore plus complexe, est le système TWINSHIME (105). 

Contrairement au PolyFermS, ce système vise l’étude du système digestion en connectant les 

différents réacteurs en série. Ceci permet alors de reproduire les conditions de l’estomac, de 

l’intestin grêle, du côlon ascendant, du colon transversal et du côlon descendant. De plus, des billes 

composées d’Agar et de mucine sont ajoutées au milieu de culture, afin de simuler la muqueuse 

intestinale. Ce système est utilisé pendant 43 jours, et l’alimentation du système se fait à raison de 

3 fois par jours (105). Toutefois, tout comme le PolyFermS, une importante différence de 

composition est observée dans les premiers jours. Jusqu’à 10 jours sont nécessaires afin d’obtenir 

une stabilisation de la communauté microbienne. Une fois stabilisée, la composition du microbiote 

est très similaire à la composition initiale (105). Bien que ce système se rapproche des conditions 

digestives de l’humain, il n’est pas possible de tester plusieurs additifs de façon simultanée. Dans 

la littérature, le TWINSHIME a été utilisé afin de caractériser le microbiote du système, dans 

l’optique d’étudier le microbiote en profondeur dans un système en dynamique (105). 

6.3 Roulement d’une expérience impliquant l’utilisation d’un réacteur 

Peu importe le type de réacteur utilisé, la procédure reste similaire. La procédure typique 

commence par la préparation du système (113). Cette première étape vise la stérilisation de 

l’équipement, la connexion du réacteur au système de contrôle et l’addition du milieu de culture. 

La seconde étape d’une expérience en bioréacteur est l’inoculation du système, soit par une culture 

bactérienne ou un échantillon de matière fécale. Une fois l’inoculation réalisée, la période de 

culture commence. Cette période de culture varie en fonction du système sélectionné ainsi que les 

objectifs de l’étude. En effet, comme mentionné, le choix du système influence la durée de 

l’expérience puisque les réacteurs en batch sont limités par les nutriments et sont généralement 

utilisés pendant 24 h (104). Dans le cas des systèmes en continu, les temps d’expériences varient 

énormément d’un système à l’autre. La durée de ces expériences peut varier de quelques jours à 

plusieurs mois (111, 114, 115). La période de culture est aussi la période où plusieurs paramètres 
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sont surveillés, dont le pH, la température, et l’agitation (113). C’est aussi dans cette période où les 

échantillons sont collectés. Dans le cas des expériences en alimentation continue, l’ajout de milieu 

de culture frais commence dans cette phase, ainsi qu’un retrait équivalent de contenu du réacteur. 

La phase de culture de l’expérience se termine par une phase de collecte, où les cellules, la biomasse 

ou les métabolites, en fonction de l’expérience, sont collectés, puis l’expérience est arrêtée. Une 

fois l’expérience arrêtée, le système est vidé et nettoyé, puis son contenu stérilisé afin d’éliminer 

les microorganismes. Les échantillons récoltés peuvent alors faire l’objet d’analyses subséquentes, 

par qPCR ou par séquençage à haut débit. 

6.4 Milieu de culture utilisé 

Tout comme la durée de roulement des expériences, le milieu de culture utilisé dans les réacteurs 

est très variable. Certains systèmes utilisent des milieux de culture simple composés de quelques 

éléments, tandis que d’autres utilisent des milieux beaucoup plus complexes, pouvant être 

composés d’une vingtaine d’ingrédients différents (116, 117). En effet, chaque système utilise un 

milieu de culture différent, mais certains éléments sont communs à tous les systèmes. Par exemple, 

dans la majorité des systèmes, une certaine quantité de mucine est ajoutée au milieu de culture, 

afin de simuler en partie la muqueuse intestinale (111, 116, 117). De plus, beaucoup de milieux de 

culture en bioréacteur ajoutent comme ingrédients de la L-Cystéine. En effet, la L-Cystéine est 

ajoutée puisqu’elle est reconnue comme étant un agent réducteur, permettant ainsi la diminution 

du potentiel redox du milieu de culture (118). Il existe d’autres agents réducteurs en alternative à 

la L-Cystéine. Le choix de l’agent réducteur dépend du potentiel d’oxydoréduction désiré. Parmi 

ces alternatives, il est possible de retrouver l’acide ascorbique, le thioglycolate, le mercaptoéthanol 

ainsi que le formaldéhyde sulfoxylate (119). Comme tout milieu de culture bactérien, certains 

éléments essentiels doivent être présents. En effet, afin de favoriser la croissance bactérienne dans 

un environnement donné, une bactérie doit avoir accès à une source d’énergie soit une source de 

carbone ainsi que certains éléments essentiels, comme du fer, du potassium et de l’azote (120). Le 

milieu de culture sélectionné dépend donc des bactéries qui devront être cultivées dans le système 

(121). Toutefois, les milieux de culture artificiels ont tous des composantes en commun, soit des 

glucides, généralement sous la forme de fécule, pectine ou arabinogalactan, des produits azotés, 

sous la forme d’extrait de levure, de mucine ou de peptone, ainsi que des sels et minéraux, dont 

entre autres du KCl, NaCl, MgSO4 et de la bile (111, 117). Une alternative au milieu de culture 

synthétique est la digestion d’aliment dans un système, comme l’IViDiS, afin de produire un milieu 
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de culture dérivé d’un aliment (122). De cette façon, la composition du milieu de culture est 

représentative de la composition intestinale. 

6.5 Utilisation des bioréacteurs 

Les systèmes de bioréacteurs ont une grande variété d’objectifs quant aux expériences réalisées. 

Une des multiples utilisations recensées dans la littérature est l’utilisation d’un système de 

bioréacteur pour évaluer l’effet d’un prétraitement avec un antibiotique avant un transplant fécal 

(114). Dans ce système, un microbiote composé de bactéries impliquées dans la colite ulcéreuse a 

été cultivé, puis la moitié des réacteurs ont reçu un prétraitement à la rifaximine avant le transplant 

fécal. Dans cette étude, il a été observé qu’un traitement à la rifaximine réalisé avant le transplant 

fécal n’avait pas d’impact sur l’efficacité de la transplantation. 

Une autre utilisation d’un système de bioréacteur visant à évaluer les modifications de la lignine 

par le microbiote intestinal des termites (123). Le microbiote intestinal des termites est cultivé dans 

le bioréacteur, puis de la paille de blé est ajoutée. La dégradation de la lignine présente dans la 

paille est ensuite évaluée par résonance magnétique nucléaire. 

Les systèmes de bioréacteurs peuvent aussi être utilisés pour des études sur le microbiote animal, 

et le microbiote intestinal porcin peut être utilisé comme modèle d’étude. Par exemple, le modèle 

mis en place par Tanner et al., est utilisé pour stabiliser un microbiote intestinal porcin, puis le 

diviser dans cinq réacteurs en parallèle (111). Ce système permet donc la production d’un 

microbiote similaire dans les cinq réacteurs, situation idéale pour tester plusieurs conditions de 

façon simultanée. Cependant, il est intéressant de noter que le milieu de culture utilisé dans ce 

système est un milieu de culture synthétique, contrairement à un milieu de culture provenant d’une 

digestion d’aliment. 

Le microbiote présent dans un environnement, soit en bioréacteur ou au niveau de l’animal, dépend 

donc des conditions de culture et des nutriments présents dans l’environnement ou dans le milieu 

de culture. Toutefois, il est possible d’influencer et même de modifier le microbiote d’un 

environnement. Cette modification ou modulation est réalisable par l’ajout d’additifs. Ces additifs 

peuvent être ajoutés autant dans un système de bioréacteur, ou directement dans l’alimentation de 

l’animal. 
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7. Additifs alimentaires pouvant influencer la composition du 

microbiote 

Il est reconnu que le microbiote intestinal, autant chez l’humain que chez les animaux, est sensible 

à plusieurs facteurs. Comme mentionné, la composition du microbiote peut varier lorsque l’hôte 

est dans une situation de stress (53). Toutefois, certains facteurs autres que psychologiques ont un 

impact sur la composition du microbiote. Il a naturellement été observé que l’alimentation joue un 

rôle majeur dans la composition du microbiote intestinal (124). En plus de l’impact de 

l’alimentation sur la composition du microbiote, certains additifs alimentaires ont eux aussi un 

impact majeur sur la composition. Par exemple, l’utilisation de SCFA et d’huiles essentielles 

(thymol, cinnamaldehyde et eucalyptus) dans l’alimentation du porc augmente la diversité des 

familles bactériennes et l’abondance des bactéries lactiques (125). Les additifs alimentaires sont 

des composés ajoutés dans l’alimentation des porcs, qui ont comme fonction d’améliorer les 

performances zootechniques et la santé générale des animaux (126). Ces composés sont divisés en 

différentes catégories, notamment les plus employées : antibiotiques, prébiotiques, probiotiques et 

huiles essentielles. 

7.1 Antibiotiques 

Les antibiotiques sont des composés possédant des propriétés antimicrobiennes (bactériostatiques 

et bactéricides). Ces composés étaient utilisés depuis les années 1950 en élevage pour le contrôle 

et la prévention des maladies, mais aussi comme facteur de croissance pour améliorer les 

performances zootechniques des animaux (127). Le mécanisme d’action des antibiotiques comme 

facteur de croissance reste peu connu. Toutefois, certaines hypothèses concernant ce mécanisme 

d’action ont été émises. La première hypothèse est que l’antibiotique cause une réduction de 

microorganismes pathogènes dans l’intestin (128, 129). Chez la volaille, il a été rapporté qu’une 

alimentation faible en acide folique supplémenté d’un antibiotique permettait la croissance de 

coliformes iléaux produisant de l’acide folique (130). La seconde hypothèse est que l’antibiotique 

réduit la concentration des métabolites du microbiote, conduisant ainsi à la réduction de 

l’inflammation intestinale (128). La troisième hypothèse est que les antibiotiques diminuent la 

production de toxines par les bactéries intestinales (128). La quatrième et dernière hypothèse est 

que les antibiotiques diminuent le nombre d’infections intestinales sub-cliniques (128).  
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Les antibiotiques sont généralement sélectionnés et utilisés dans le but d’inhiber certaines 

populations pathogènes précises. Toutefois, plusieurs de ces antibiotiques sont à spectre plus large 

affectant ainsi plusieurs familles microbiennes du microbiote (131). De plus, les antibiotiques 

peuvent affecter indirectement d’autres espèces qui dépendent de métabolites secondaires produits 

par des familles directement affectées (132). Ce phénomène a été observé avec l’utilisation de la 

vancomycine. Cet antibiotique est utilisé pour son spectre d’action dirigé contre les bactéries à 

Gram positif uniquement, mais une diminution de certaines bactéries à Gram négatif a été observée 

dans un environnement complexe comme le microbiote intestinal. 

Certains antibiotiques sont utilisés comme facteur de croissance dans l’alimentation animale. Parmi 

ceux-ci, il est possible de retrouver les flavophospholipides (exemple; bambermycine) et les 

ionophores (133, 134). La consommation d’antibiotique par la filière porcine mondiale est autour 

de 172 mg/kg de masse de l’animal, représentant le double de la consommation d’antibiotique chez 

l’humain (135). Cette consommation d’antibiotique est variable entre les pays, avec une 

consommation de 14 600 tonnes aux États-Unis et de 97 000 tonnes en Chine (135). Toutefois, 

cette énorme utilisation d’antibiotique, généralement à dose sous-thérapeutique, favorise la 

sélection de bactéries résistantes. Par la suite, la viande, contaminée par ces bactéries, peut mener 

à la propagation de de la résistance aux antimicrobiens et du transfert des gènes d’antibiorésistance 

jusqu’à l’humain (136). Ce phénomène devient alors problématique, puisque l’humain peut 

développer une infection résistante aux antibiotiques ce qui réduit l’efficacité de ces molécules 

dans le traitement des infections bactérienne en médecine humaine (137).  

Vu la problématique grandissante de la résistance aux antibiotiques, une réduction de l’utilisation 

de ces molécules en production animale doit avoir lieu. Dans l’optique d’une lutte contre la 

résistance aux antibiotiques, le ministère de l’Agriculture, des Pêcheries et de l’Alimentation du 

Québec (MAPAQ) a lancé une campagne de sensibilisation dans le but d’informer les éleveurs sur 

les retombées d’une utilisation judicieuse d’antibiotique au sein de leur élevage (138). En plus de 

la campagne de sensibilisation, une nouvelle réglementation a été mise en place, ayant pour but de 

réduire l’utilisation d’antibiotique de plus haute importance en santé humaine (139). Cette 

réglementation prévoit, au niveau de la filière porcine, de réserver l’administration de médicament 

de très haute importance en santé humaine uniquement à des fins curatives chez le porc malade. 
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De plus, cette réglementation vise à interdire l’administration à des fins préventives des 

médicaments de très haute importance en santé humaine chez les animaux de la ferme.  

À la vue de l’impact des antibiotiques, lorsqu’utilisés comme facteur de croissance, il est important 

de trouver et d’utiliser des approches alternatives à ces molécules.  

7.2 Prébiotiques 

Les prébiotiques sont des composés non digestibles par l’animal et qui sont fermentés par le 

microbiote intestinal (140). Ces composés, une fois fermentés, augmentent la production de 

métabolite bactérien produit au niveau de l’intestin, comme les acides gras à courte chaîne. De 

plus, ces composés peuvent moduler le microbiote, ce qui aide à réduire l’inflammation au niveau 

de l’intestin. Les prébiotiques les plus importants sont des oligosaccharides, plus précisément les 

Mannan-oligosaccharides (MOS), les Fruto-oligosaccharides (FOS), les Galacto-oligosaccharides 

(GOS), les Chito-oligosaccharides (COS), les Isomalto-oligosaccharides (IMO), les Pectic-

oligosaccharides (POS) et les Xylo-oligosaccharides (XOS) (141). Plusieurs prébiotiques sont 

disponibles avec chacun leur particularité, comme le type de bénéfice qu’il apporte à l’animal. 

Certains prébiotiques sont utilisés pour la stimulation de certaines bactéries spécifiques, comme 

les GOS qui stimulent les Lactobacilles et les Bifidobactéries, tandis que d’autres ont des bénéfices 

sur les performances zootechniques des animaux, comme les COS, qui favorisent la croissance des 

animaux et améliorent la fonction de la barrière intestinale des porcs (142, 143). 

7.3 Probiotiques 

Les probiotiques sont un autre type d’additif alimentaire utilisé chez le porc. Les probiotiques sont 

des microorganismes vivants, qui lorsqu’administrés aux animaux en quantité adéquate, confèrent 

un effet bénéfique pour l’hôte (144). Tout comme les prébiotiques, les probiotiques augmentent les 

performances zootechniques de l’animal, par l’utilisation de nutriments présents au niveau de 

l’intestin, et la production de métabolites secondaires actifs (144). Par exemple, des bactéries qui 

produisent de l’acide lactique comme métabolite sont utilisées afin d’acidifier l’intestin pour 

réduire sa colonisation par des pathogènes. Une souche doit posséder certaines caractéristiques afin 

de pouvoir être considérée comme probiotique (145). Tout d’abord, la souche bactérienne doit 

résister à l’acidité gastrique, doit coloniser l’intestin et être métaboliquement active dans l’intestin, 

donc produire des métabolites. La seconde caractéristique est la promotion de la santé de l’animal. 
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Chez le porc par exemple, L. rhamnosus permet une meilleure santé intestinale de l’animal par 

l’inhibition de l’adhésion de pathogène entérique à la muqueuse, comme Salmonella, Clostridium 

ou E. coli (146). Aussi, cette souche doit posséder un potentiel industriel, c’est-à-dire pouvoir être 

produite en grande quantité et présenter une bonne stabilité à long terme pour que la production 

industrielle au fil des années n’altère pas les propriétés initiales des souches. Finalement, la souche 

doit être sécuritaire, donc non toxique et non pathogène, pour l’animal, mais aussi pour la santé 

humaine, et ne pas porter de gène de résistance aux antibiotiques. Les bactéries le plus souvent 

utilisées comme probiotique sont les Lactobacillus, Bifidobacterium, Lactococcus, Lacrosphaera, 

Streptococcus, Enterococcus et Bacillus  

7.4 Huiles essentielles 

Une alternative supplémentaire à l’utilisation des antibiotiques comme additifs alimentaires dans 

l’optique de moduler le microbiote est l’introduction des huiles essentielles. Les huiles essentielles 

sont des composés aromatiques présents naturellement dans certaines parties de plantes (147). Ces 

huiles sont couramment utilisées dans certains produits comme le maquillage, les parfums ou dans 

l’alimentation comme supplément de saveur et d’arôme. Toutefois, certaines recherches ont 

observé un effet antimicrobien de ces huiles essentielles (148, 149). En effet, certaines huiles 

essentielles ont démontré un potentiel antibactérien contre quelques pathogènes alimentaires, tel 

que Listeria monocytogenes, Salmonella Typhimurium et Escherichia coli O157 : H7. 

Une de ces huiles essentielles d’intérêt est le carvacrol. Le carvacrol est un composé aromatique 

de la catégorie des monoterpènes (147). Le carvacrol est naturellement retrouvé dans certaines 

plantes aromatiques, plus précisément l’origan et le thym (150). Malgré sa présence naturelle dans 

ces plantes, il est possible de produire le carvacrol de façon synthétique, par des méthodes 

chimiques et de biotechnologie. Le carvacrol possède des caractéristiques antimicrobiennes, autant 

sous forme d’huile que sous forme de vapeur. En effet, il a été observé que le carvacrol est efficace 

sous forme de vapeur contre Escherichia coli O157 : H7 et Salmonella, en plus de traiter des 

infections respiratoires comme Streptococcus pneumoniae et Staphylococcus aureus (151). En plus 

de l’efficacité sous forme de vapeur, le carvacrol possède un effet inhibiteur sous forme d’huile 

contre certains pathogènes alimentaire in vitro, dont Escherichia coli, Salmonella Typhimurium, 

Staphylococcus aureus et Listeria monocytogenes (149). 
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Une autre huile essentielle d’intérêt est le thymol. Le thymol, étant l’isomère du carvacrol, est lui 

aussi un composé aromatique de la catégorie des monoterpènes (152). Le thymol se trouve 

naturellement dans certaines plantes de la famille des Lamiaceae, dont le thym et l’origan, mais 

peut aussi être synthétisé de façon chimique. Tout comme le carvacrol, le thymol possède des 

propriétés antibactériennes lorsqu’utilisé comme huile avec certains pathogènes. En effet, le 

thymol est efficace, in vitro, contre certains pathogènes alimentaires, autant Gram positif que Gram 

négatif. Ces pathogènes sont, entre autres, Escherichia coli, Salmonella Typhimurium, 

Staphylococcus aureus, Listeria monocytogenes et Bacillus cerus (153).  

L’efficacité du carvacrol et du thymol comme agents antibactériens se base sur sa capacité de 

perméabilisation de la membrane cellulaire des bactéries (154, 155). En effet, ces deux huiles, par 

leur composition, peuvent perturber la portion des lipides de la membrane cellulaire, causant ainsi 

une expansion de la membrane, une augmentation de la fluidité membranaire et une fuite de 

matériel intracellulaire. De plus, ces deux huiles ont aussi la capacité de dépolariser la membrane 

cellulaire, signifiant ainsi une perte de proton et de potassium intracellulaire. Il est intéressant de 

noter toutefois que le carvacrol et le thymol ne parviennent pas à complètement éliminer 

Escherichia coli, mais qu’ils inhibent sa croissance de façon significative (155).  

En plus du carvacrol et du thymol, plusieurs autres huiles essentielles montrent une efficacité 

antibactérienne lors de test in vitro (149). Parmi ceux-ci se trouvent l’α-terpineol, le citral, 

l’eugénol, le géraniol et le perillaldehyde. Toutefois, l’efficacité des huiles essentielles est 

généralement obtenue lors de tests in vitro. Ces essais sont réalisés en deux étapes, soit la 

détermination du potentiel antimicrobien, par la méthode de diffusion par disque, puis la 

détermination de la concentration minimale inhibitrice (CMI) de ces huiles, par la méthode de 

dilution en gélose ou en bouillon (156). Des études supplémentaires sont donc requises afin de 

confirmer l’efficacité de ces huiles essentielles sur les pathogènes dans un environnement plus 

complexe, comme Salmonella Typhimurium dans un microbiote intestinal. 

8. Salmonella, un pathogène alimentaire du porc 

Chaque année, plus de 4 millions de cas de toxiinfections alimentaires ont lieu au Canada (157). 

Salmonella spp. non typhique, serait responsable d’environ 5 % des cas, mais représenterait 24 % 

des hospitalisations et 17 % des décès liés aux toxiinfections alimentaires (158). Salmonella est le 

principal agent de zoonose bactérienne d’origine alimentaire associé à la production porcine. Au 
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Canada, la prévalence de Salmonella tout au long de la chaîne de production porcine est décrite par 

les chiffres suivants : 66 % dans les fermes contaminées et un taux de contamination de carcasse 

d’environ 4,2 % (159, 160). La lutte contre ce pathogène est donc une priorité pour la filière. 

8.1 Caractéristiques 

Salmonella est une bactérie de la famille des Enterobacteriaceae, Gram négatif en forme de 

bâtonnet, environ 2 à 3 µm par 0,4 à 0,6 µm (161). Le genre Salmonella comporte deux espèces, 

soit Salmonella enterica et Salmonella bongori, et six sous-espèces. Salmonella enterica est 

composée de plus de 2600 sérovars, dont la majorité appartiennent à la sous-espèce enterica (162). 

Salmonella peut aussi être classée en sérogroupe, selon son antigène O (somatique) qui sera 

complété par l’identification de ses antigènes H (flagellaires, Salmonella présente deux phases 

antigéniques flagellaires) pour aboutir au sérovar. La température de croissance de la plupart des 

sérovars se situe entre 5 et 47 °C, avec une croissance optimale entre 35 et 37 °C. Salmonella est 

sensible à la chaleur, et généralement tuée par des températures supérieures à 70 ° C. Cette bactérie 

peut croître à des pH entre 4 et 9, mais a un pH optimal de 6,5 à 7,5. Salmonella requiert une 

activité de l’eau entre 0,94 et 0,99. Finalement, la croissance de Salmonella est complètement 

inhibée lorsque la température est de moins de 7 °C et un pH de moins de 3,8 ou une activité de 

l’eau de moins de 0,94.  

8.2 Importance en santé publique 

Salmonella est un microorganisme important au niveau de la santé publique. En effet, comme 

mentionné plus tôt, Salmonella est responsable d’environ 5 % des cas de toxiinfection alimentaire 

au Canada, et d’environ 17 % des cas de décès (158). Afin de mesurer l’impact des 

microorganismes sur la santé, une unité de mesure a été instaurée par l’OMS, soit l’espérance de 

vie corrigée de l’incapacité (EVCI) ou Disability-Adjusted Life Years (DALYs) (163, 164). Un 

DALY représente la perte de l’équivalent d’une année de pleine santé. Le calcul d’un DALY est 

basé sur la somme des années de vie perdue (Years of life lost due to premature mortality, YLL) et 

des années perdues causée par un handicap (Years of healthy life lost due to Disability, YLD). Le 

YLL se calcule en multipliant le nombre de morts avec le nombre d’années de vie restantes selon 

l’espérance de vie. Le YLD se calcule, depuis 2012, en multipliant le nombre de cas avec le poids 

d’un handicap. En Amérique du Nord, en 2010, Salmonella enterica a causé en taux de DALYs de 

9 par 100 000 habitants, facteur le plus élevé avec Campylobacter (165). La salmonellose, maladie 
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causée par Salmonella est une maladie à déclaration obligatoire au Québec, ainsi que partout au 

Canada (166, 167). Il est donc intéressant, à la vue de ces chiffres, de comprendre comment la 

contamination à Salmonella se distribue au niveau de l’industrie porcine. 

8.3 Salmonella dans l’industrie porcine 

Salmonella, comme mentionné dans la section précédente, est un pathogène qui est parfois présent 

dans le microbiote intestinal du porc à la ferme. En effet, des études ont détecté la présence de 

Salmonella dans 40 % à 60 % des fermes de porc échantillonnées (160). Chez le porc, seulement 

certaines Salmonella peuvent causer une maladie, comme Salmonella Choleraesuis et Salmonella 

Typhimurium (168). La salmonellose porcine se manifeste généralement par une septicémie ou par 

une entérocolite. Toutefois, Salmonella est principalement asymptomatique chez le porc (169). 

Dans les cas d’infection asymptomatique, Salmonella est retrouvé dans les nœuds lymphatiques et 

dans l’intestin des animaux, avec une distribution cæcale plus importante privilégiée dans ces cas.  

La contamination des porcs à la ferme par cette bactérie peut se produire dans plusieurs 

circonstances. Un facteur de risque important dans la contamination du troupeau est l’introduction 

de nouveaux animaux dans le troupeau (170). Si l’animal venant d’être introduit dans le troupeau 

est contaminé par Salmonella, un risque est présent que cet animal contamine une portion du 

troupeau. Une autre possibilité de contamination provient de la présence des rongeurs qui sont 

reconnus comme étant une source de contamination à la ferme (171). Ces rongeurs peuvent être 

porteurs de certains pathogènes, comme Campylobacter ou Salmonella et ont la capacité à 

s’infiltrer sur les lieux d’élevage, permettant ainsi la contamination des aliments et des animaux. 

Un autre facteur important dans la contamination des animaux par Salmonella, même si son poids 

est encore controversé, est l’alimentation. Malgré le traitement de l’alimentation des porcs par la 

chaleur lors de la fabrication en granulés qui permet de réduire la contamination par Salmonella, 

celle-ci peut être retrouvée dans les granulés dans les enclos des porcs (170). Un autre facteur 

important à prendre en compte est la qualité du nettoyage (172). Afin de réduire la propagation de 

Salmonella entre les différents troupeaux ou lots d’un même élevage, il est important d’éviter la 

mise en place de cycles de recontaminations successives et il est donc crucial de procéder à un 

nettoyage complet et une désinfection des parcs, ainsi que de procéder à la désinfection de 

l’équipement utilisé entre deux lots produits, idéalement en contrôlant l’efficacité de cette 

opération.  
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Malgré le fait que les porcs soient asymptomatiques au niveau de la ferme, cette contamination 

peut avoir un impact sur la suite de la chaîne de production (jusqu’au consommateur). En plus de 

la contamination acquise à la ferme, celle-ci peut se propager lors du transport (173) et tout 

particulièrement de l’attente des animaux à l’abattoir. Une fois à l’abattoir, une contamination des 

carcasses de porc par Salmonella peut aussi avoir lieu. En effet, lors de l’éviscération, une 

contamination de la carcasse pourrait avoir lieu, causée par un contact avec le contenu intestinal 

ou des nœuds lymphatiques, contenant Salmonella (174). Certains environnements d’abattoir 

peuvent être hautement contaminés, comme les couteaux et l’appareillage, augmentant le risque de 

contamination des carcasses appartenant à des animaux négatifs à Salmonella au départ.  

Le pourcentage d’échantillon positif à Salmonella est hautement variable d’un abattoir à l’autre. 

Une étude réalisée dans deux abattoirs différents en Belgique a rapporté 33 % et 75 % d’échantillon 

d’environnement positifs dans ces deux sites (174). Une autre étude réalisée dans deux autres 

abattoirs aux Pays-Bas a rapporté des environnements positifs semblables entre eux, soit de 19 % 

et de 26 %(173). Au niveau de la contamination des carcasses à la fin de la ligne de production, 

une grande variation est aussi rapportée. Cette dernière étude, lors de la vérification des carcasses 

positives, a rapporté une prévalence de 1,4 %. Dans une autre étude, la prévalence moyenne de 

Salmonella sur les carcasses était de 27 % (175). La prévalence peut même atteindre des niveaux 

plus élevés, soit autour de 37 % (174). 

8.4 Salmonella et le microbiote 

Il a été rapporté que Salmonella est un pathogène alimentaire présent dans le tube digestif des 

porcs, présentant ou non des symptômes cliniques. Cependant, quelles sont les différences de 

composition de microbiote entre un animal porteur du pathogène et un animal sain? Il a été observé, 

lors d’infection expérimentale chez le porc, que le statut d’excrétion de Salmonella possède un 

impact sur la composition du microbiote (176). Lorsque les animaux excrètent de façon active 

Salmonella, la composition du microbiote diffère significativement de celle des animaux 

n’excrétant pas ou peu Salmonella. Toutefois, lorsque l’excrétion est terminée, leur microbiote se 

rapproche de ceux qui n’ont pas ou peu excrété Salmonella. Une réduction de plusieurs genres 

bactériens a été retrouvée, autant chez les animaux infectés expérimentalement que chez les 

animaux infectés naturellement. Parmi ces genres, il est possible de retrouver Prevotella, 

Lactobacillus, Anaerobacter, Roseburia, Fastidiosipila, Campylobacter et Succinivibrio. 
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Dans une autre étude, il a été démontré qu’une souche virulente de Salmonella Typhimurium 1 jour 

post-infection causait une augmentation significative des Lactobacillus, mais cette augmentation 

n’était plus significative après 12 jours d’infections (177). De plus, l’impact d’une souche virulente 

porte sur une réduction des bactéries productrices de SCFA, favorisant ainsi l’intégration de cette 

souche virulente de Salmonella dans le microbiote contrairement à ce qui est observé pour une 

souche non virulente. 

En plus de moduler la composition du microbiote intestinal, il est suggéré que Salmonella 

Typhimurium utilise d’autres méthodes pour augmenter sa compétitivité au niveau de l’intestin. 

Parmi ces méthodes, il a été observé que Salmonella tire profit du quorum-sensing (178). Une étude 

a rapporté une meilleure compétitivité d’une souche de Salmonella wild-type par rapport à une 

souche mutante ne pouvant pas faire du quorum-sensing. De plus, la souche mutante semble moins 

motile que la souche wild-type, suggérant une fois de plus l’importance du quorum-sensing dans 

l’intégration de Salmonella au sein du microbiote intestinal. 

Dans une étude réalisée au Québec, des biomarqueurs ont été identifiés, selon la présence ou non 

de Salmonella dans le microbiote (27). Trois biomarqueurs (Alloprevotella, Prevotella et 

Clostridium cluster IV) ont été identifiés lorsque Salmonella était absente dans le microbiote des 

porcs. Ces trois biomarqueurs sont connus pour la production de SCFA, particulièrement le 

butyrate. Le butyrate est reconnu dans la littérature pour réduire l’invasivité de Salmonella (179). 

Dans le cas d’une présence de Salmonella, une dizaine de biomarqueurs ont été identifiés, dont 

Bacteroides et Blautia. Ces deux marqueurs sont connus, pour leur part, comme étant producteurs 

d’acétate, activateur de gènes de virulence chez Salmonella (180). 
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L’importance du microbiote intestinal dans le contrôle des pathogènes alimentaires comme 

Salmonella a été expliquée dans cette revue de la littérature. Il a aussi été rapporté qu’il est possible 

de moduler le microbiote, soit pour favoriser certaines populations bactériennes ou pour en inhiber 

d’autres, par l’utilisation d’additifs alimentaires comme les prébiotiques, les probiotiques ou par 

l’utilisation d’huiles essentielles. Cette modulation doit être réalisée in vivo. Mais les 

développements peuvent avantageusement être obtenus in vitro à l’aide de système de fermentation 

représentant une section de l’intestin du porc. L’utilisation de systèmes in vitro présente beaucoup 

d’avantages sur le plan éthique et économique. Toutefois, les systèmes présentement décrits dans 

la littérature sont généralement utilisés sur de longues durées et utilisent un milieu de culture 

synthétique composé de nombreux ingrédients ajoutés individuellement. Le travail présenté dans 

ce mémoire tend donc à répondre à cette problématique.   

À la vue de cette revue de la littérature, deux hypothèses ont été émises pour ce mémoire de 

maîtrise. Tout d’abord, il est possible de stabiliser une communauté microbienne similaire au 

microbiote intestinal porcin dans un système de fermentation en alimentation continue sur une 

courte durée en utilisant comme milieu de culture le résultat d’une digestion in vitro d’un aliment 

pour animal conventionnel. Ensuite, il est aussi possible d’obtenir une modulation de ce microbiote 

à l’aide d’huiles essentielles.  

L’objectif principal de ce projet de maîtrise est de mettre en place un système de fermentation en 

alimentation continue permettant la production d’un microbiote issu d’un intestin porcin. Pour y 

parvenir, plusieurs objectifs secondaires ont été proposés. Le premier objectif de mon projet de 

recherche est de produire un milieu de culture simulant le contenu intestinal porcin par la digestion 

in vitro de moulée destinée aux porcelets. Le second objectif est de produire et de maintenir, sur 

trois jours, une communauté microbienne similaire au microbiote intestinal porcin. Le troisième 

objectif est d’observer et valider l’effet de l’ajout de deux huiles essentielles, à deux concentrations 

différentes, sur ce microbiote. Finalement, le dernier objectif de mon projet est d’évaluer 

l’implantation d’un pathogène alimentaire, Salmonella, dans le système de fermentation. 
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Abstract 

Modulation of the microbiota of pig appears as an avenue to mitigate Salmonella asymptomatic 

carriage, and essentials oils are candidate to drive such a favorable modulation. In-vitro bioreactor 

systems are used to reproduce intestinal microbiota. Some of these systems are used over long 

periods, from weeks to months. In this study, we developed a continuous feeding system able to 

produce a microbiota derived from the pig intestinal microbiota over 48h and characterize the effect 

of essential oils on this microbiota, over 24 h trials. This system enables the growth of a microbiota 

from piglet colonic content, then the division of this microbiota over 8 reactors, reducing variability 

between reactors. After an initial growth of the microbiota, two essential oils, Thymol and 

Carvacrol, were added or not to the reactors, at 200 ppm or 1000 ppm. Sample from the bioreactor 

were collected, and microbiota composition and essential oils effect were assessed by 16S rRNA 

metagenomics using Illumina MiSeq platform. Moreover, essential oil effect was also assessed 

using quantitative PCR, for the total bacteria, the Lactobacilli and the Enterobacteria. Alpha and 

beta diversity shown a variation in microbiota composition between the start of the experiment and 

48h. Variation was however non-significant between 48h and 72h, providing a window for 

additives testing. No effect on alpha and beta diversity was observed after the addition of the 

essential oils. Conversely, quantitative PCR results shown a significant growth of Lactobacilli at 

the end of the trial (24h post inoculation) as compared to the moment that thymol was added, but 

only at 1000 ppm. Moreover, Lactobacilli levels were higher while using thymol at 1000 ppm 

compared to the negative control. This study validated the bioreactor model as a tool for the 

screening of feed additive over a short period of time and suggest that essential oil effects are subtle 

on the microbiota, showing a specificity of action against few bacterial populations. 
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Introduction 

The intestinal microbiota of the pig is a complex community living in homeostasis with its host 

(22). This microbiota is essential to the host, as it perform important functions, such as the 

modulation of intestinal tissue proliferation and differentiation, education and stimulation of the 

host immune system, energy metabolism, vitamins catabolism as well as protection against 

pathogen colonization (181-183). The community composition and structure of pig gut bacteria is 

largely determined by factors such as diet, age, genetics, environmental conditions, microbial 

infection and antimicrobial exposure (184). In monogastric mammals (like Human or pigs) when 

the equilibrium, in composition and structure, of the intestinal microbiota is disrupted, a 

phenomenon called dysbiosis occurs (185). To restore the balance, the microbiota can be 

modulated, for example by introducing antibiotic treatments (when pathogens are present), in-feed 

probiotic and prebiotic or by drastic clinical interventions such as fecal microbiota transplantation 

(186, 187). 

In many mammals, and specifically in pigs, strong diet transitions (e.g. weaning, or feed program 

transitions) are critical parts of the animal development that are deleterious on the microbiota 

composition, causing a dysbiosis (188). During this phase, a reduction of Lactobacillus and an 

increase of Proteobacteriaceae, such as Escherichia coli, was reported (189). Some experimental 

studies conducted in pigs described the benefits of different feed additives on the microbiota 

composition and diversity of piglet during the post-weaning period. Indeed, the addition of an 

essential oil mixture of thymol and cinnamaldehyde was shown to reduce the intestinal E. coli 

number by one log of magnitude, leading to an increase of the lactobacilli to E. coli ratio, 

considered as a favorable marker for the pig’s intestinal health (190). Other in vivo studies have 

found that the addition of cello-oligosaccharide in the feed as prebiotic led to an increase in 

Lactobacillus but had no effect on the E. coli population. However, the addition of Mannan-

oligosaccharides in the feed as prebiotic had no impact on the Lactobacillus but decreased the 

Enterobacteriaceae (191, 192). In another study, Enterococcus faecalis was used as a probiotic to 

restore the dysbiosis associated with the weaning period (193). 

In the swine industry, foodborne pathogens are frequent inhabitants of the intestinal microbiota 

with some of them, such as Salmonella, also sometimes acting as an intestinal pathogen for the pig 

causing diarrhea (194). Salmonella is considered as one of the major food-borne pathogens 
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worldwide, commonly found in healthy pigs intestinal tracts, and can contaminate pork product 

later in the production chain (169). It was previously shown that Salmonella carriage was 

associated with a shift in intestinal microbiota, opening the door to a prevention based on 

modulation of the intestinal microbiota, using in-feed essential oils (195). So, the pig intestinal 

microbiota plays a crucial role for both the pig’s and indirectly for public health, it therefore appears 

as a prime target for intervention, leading to an increasing need for more research on the intestinal 

microbiota and its manipulation. Such experimentations can be realized both in vivo and in-vitro, 

each with their advantages and disadvantages.  

The in vivo models, for instance, must be conducted in controlled conditions in an animal facility, 

or designed for field studies. They allow for the measurement not only of the microbiota itself,  but 

also consider the crucial and numerous host responses  (196). However, using animal models come 

with a high cost and is time consuming. Moreover, since the microbiota seems to be modulated by 

multiple factors in animal models, perfectly controlling only one of few environmental variables 

at the time can become a tedious task especially in field conditions, giving rise to multiple co-

founding factors also affecting the intestinal microbiota. Conversely, in the in-vitro approaches, 

culture condition can be meticulously controlled, therefore a single variable can be easily 

investigated on individual bacterial genus over a precise period, provided the targeted bacteria can 

be cultured. However, reproducing complex interactions between the numerous microbiota 

members for longer time requires a methodological approach more complex than standard culture. 

Co-culture conditions needs to be adequate for growth of all bacterial candidate, culture media 

needs to be replenished periodically for longer time periods and sometime the study context calls 

for specific yet stable environmental conditions to relate to a given environment like the gut, such 

as atmospheric or pH conditions (108). To minimize these limitations, bioreactor systems can be 

employed for in vitro studies. 

Bioreactor systems used for microbiota studies vary in complexity. The simplest model of 

bioreactor is the batch system. In this system, a specific working volume is set, and no additional 

nutrient are added throughout the experiment (104, 197). So, these systems are designed for short-

term experiments. A more complex system is called chemostats. This system involves the addition 

and removal of culture media, keeping nutrients availability and bacterial waste stable for weeks 

(110, 198). Based on this system, other components can be added to reproduce or simulate specific 
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aspect of the host microbiota. For example, multiples reactors can be linked to make a multi-stage 

system, where the culture media overflow from a first reactor can be added to a second reactor and 

so on (111, 199).  

Bioreactors were also used for studies on the animal microbiota using the pig as a model. For 

example, a continuous bioreactor system setup by Tanner et al., was used to stabilize a pig 

microbiota and that could be distributed in five parallel reactors (111). This system was used to 

reproduce a microbiota similar in each of the five reactors, enabling the possible testing of multiples 

additive simultaneously.  

Most systems described above have limitations that prevent them to be use for the rapid screening 

of microbiota modulation methods. Indeed, most systems require a long stabilization period, 

consisting of over a week to months, reducing the number of effective experiments that can be 

done with the system as well as increasing the changes of possible system crash due to a 

malfunction of the bioreactor (111, 200). Also, some of these systems rely only on one reactor, 

thus limiting the number of conditions tested simultaneously (116, 200). Finally, most systems are 

using multi-ingredient lab-made culture media for the bioreactors that could induce some unwanted 

change in the microbiota composition compared to in vivo conditions (111, 200). 

Therefore, the aim of the present study was to setup a bioreactor system that can maintain a 

microbiota derived from the piglet intestine for a sufficient yet short time and to assess if the 

resulting microbiota can be modified using essential oils, as a proof of concept in the perspective 

of use against Salmonella carriage in pigs. This system was designed for short experiment, over 

the period of 72h, enabling the eventual high-speed screening of some microbiota modulation 

options. To reach this, qPCRs for some key indicator microorganisms and high throughput 

sequencing of the genes coding for the 16S rRNA of the bioreactor’s microbiota at key time points 

were used.  
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Materials and Methods 

Bioreactor system 

The bioreactor system was composed of eight custom-made jacketed glass reactors (Soham 

Scientific, Fordham, UK). The mother reactor had a maximum volume of 600 ml and was 

connected to seven 300 ml daughter reactors (Supplementary fig 3). These reactors were each 

placed on an individual magnetic stirrer (Fisher Scientific, Ottawa, Canada) and set at low speed 

to keep the microbiota from sedimenting. A water circulator (Polyscience, Niles, USA) was 

connected to the outer layer of the reactor, enabling the temperature to be maintained at 39°C.  

Each bioreactor had a pH regulating system composed of a pH probe (Hach, London, Canada) 

connected to a custom-made control panel (Les Contrôles Luc Hébert inc, Saint-Hyacinthe Canada) 

that activated, when needed, a set of two pumps (Kamoer, Shanghai, China): one for the acid (HCl, 

1M) and one for the base (NaOH, 2.5M). A software was used to set a pH profile for each reactor, 

which can vary in time if needed. Before every experiment, pH probes were carefully calibrated. 

Once each experiment was over, the software generated an hourly report of the pH and use of all 

solutions throughout the experiment. 

Gaseous nitrogen was constantly injected in each reactor at 150 kPa to remove gaseous oxygen. A 

set of calibrated pumps (Cole-Parmer, Montreal, Canada) was used to constantly add fresh culture 

media to the reactors, at a rate of 16 ml/h. One pump was used for feeding the mother reactor and 

another pump with a multichannel head was used for the feeding of the daughter reactors. 

Fresh culture media was prepared every 24h and kept refrigerated at 4°C on a plate stirrer (Fisher 

Scientific, Ottawa, Canada), to prevent the media from sedimenting. Another set of pumps (Cole-

Parmer, Montreal, Canada) with multichannel head was used to remove the volume excess from 

the daughter reactors. This excess of media was collected in closed 5L glass bottles with four holes 

cap (Diba Industries, Danbury, USA) for the tubing, therefore allowing the safe recovery and 

decontamination of all effluents.  

The cap of each reactor was composed of three GL-25 connectors and three 7mm connectors. The 

GL-25 connectors were for the following use: one for the pH sensor, one divided in four 

connections: introduction of the acid, the base, the direct introduction of the nitrogen in the culture 
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media and the release of the excess gas in the reactor into an Erlenmeyer containing water (gas trap 

to preserve anaerobic conditions) and a last unused one that was sealed off. For the three 7mm 

connectors, one was for feeding the reactor, one to remove the excess volume and the last one was 

used for sampling the microbiota. 

Culture media preparation 

Culture media used in this system came from an in-vitro digestion of swine feed. Standard swine 

feed was used in a modified version of the IViDiS system (201). It reproduces the digestive system 

of the pig, from the mouth to the ileum. Swine feed was first grinded and passed through in a 1 mm 

sieve. For the digestion, 1.5 kg of sieved feed was added gradually into the stomach reactor with 

4.5 L of water (Eska, St-Mathieu-d’Harricana, Canada). A digestion program adapted form 

Tompkins and al (201) was used to represent the pig digestive system. The output of this in-vitro 

digestion was the equivalent of ileal content. It was collected in batch of 1 L in a Whirl-pak bag 

(Whirl-pak, Madison, USA) for a total of 11 samples. Digestate composition varied in the bags 

based on the digestion time, with more undigested feed at the beginning and less feed at the end. 

Therefore, the first and last three bags of each digestion were discarded. This media, called here 

digestate, was then kept at -20°C until needed for the bioreactor system.  

Before being used in the bioreactor, different fractions representing the whole digestion process 

were thawed overnight at 4°C, were pooled and further diluted 1:1 with phosphate buffer saline 

(Oxoid, Nepean, ON, Canada) supplemented or not with 1% thioglycolate (Sigma-Aldrich, 

Oakville, Canada). , The culture media was mixed using a stomacher for 60 seconds, using a filter 

bag (Labplas, Sainte-Julie, Canada) to remove undigested feed and therefore preventing tubing 

from clogging. 

Inoculum preparation 

All animal manipulations were approved by the ethics committee of the Faculty of Veterinary 

Medicine of Université de Montréal, certificate number 19-Rech-2047. Twelve piglets (3 weeks-

old, post-weaning period) were kept for one week for acclimatation purposes at the Faculty of 

Veterinary Medicine of Université de Montréal, in Saint-Hyacinthe, Québec, under strict 

biosecurity conditions. Animals were offered water ad-libitum and a standard commercial 

antibiotic-free feed, the same used for the preparation of the bioreactor culture media. At the end 
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of the one-week period, no clinical signs of any disease were observed. Therefore, animals were 

euthanized, and necropsy was performed to collect colonic contents. Indeed, colonic sections were 

identified, and extremities were tied before cutting. They were sent to the lab on ice for further 

manipulations. At the lab, colonic contents were pooled. An equivalent volume of freezing media 

(Brucella broth (2.8%), Agar (0.12%), Glycerol (20%), Sucrose (5%), Ascorbic acid (0.4%), 

powdered milk (5%)) supplemented with 1% thioglycolate (Sigma-Aldrich, Oakville, Canada) was 

then added. Each pool was aliquoted in tubes of 10g and kept at -80°C for the subsequent 

inoculation of the bioreactor. An aliquot of 500 mg was collected, flash freezed in liquid nitrogen 

and kept at -80°C for sequencing purposes. Overall, the necropsy and the lab work took 

approximately 6h.  

Bioreactor experiments 

To start the system, 10 ml of digestate was inoculated with 10g of pooled piglet colonic matter, in 

the mother reactor while N2 was injected in the system. The mother reactor was then filled with 

digestate containing 0.1% of thioglycolate, for 6h, at a rate of 80 ml/h for a total volume of 490 ml, 

at 39°C. During that time, pH was monitored and maintained at 6.5, representing pig colonic pH 

(11). When completed, 70 ml of the mother reactor content was added to each of the daughter 

reactors. Volume transfers were done by pulling 2 times 35 ml with a 60ml syringe (Terumo, 

Vaughan, Canada). Daughter reactors were then activated for 18h with constant feeding and 

removing of culture media at a rate of 16 ml/h. After this period, the culture media was changed to 

digestate without thioglycolate for an additional 48 hours and added/removed with a continuous 

flow of 16 ml/h. To monitor the reactors, samples (5 ml) were taken with a syringe in 15 ml conical 

tubes (Sarstedt, Newton, USA) just before the filling procedure was started (T0), before dividing 

the mother reactor, 6h since the start (T6), then 24h (T24), 48h (T48), 51h (T51), 54h (T54), 60h 

(T60) and finally 72h after the beginning of the experiments (T72). For the essential oil 

experiments, the same sampling times points were used. The essential oils were added or not right 

after the T48 sampling. For the essential oil assay, the oils were added directly in the culture media 

when needed. Thymol (Jefo, Saint-Hyacinthe, Canada) or Carvacrol (Beauchamp international, 

Brossard, Canada) were tested at a final concentration of 200ppm and 1 000ppm. Each bioreactor 

sample was centrifuged immediately at 5 000 rpm (Sorvall Legend XTR, Thermo Fisher scientific, 

Waltham, USA) for 15 minutes, the supernatant discarded, and the pellet was frozen at -20°C until 
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DNA extraction. Experiment was made threes time using these conditions, to obtain independent 

replicates.  

DNA extraction and qPCR 

From each sample, DNA was extracted, for sequencing and qPCR, using the DNeasy PowerLyzer 

PowerSoil kit (QIAGEN Inc., Toronto, Canada) following the manufacturer recommendation. 

DNA was quantified using a QFX Fluorometer (DeNovix Inc., Wilmington, USA) with the QUBIT 

BR Assay kit (Invitrogen™, Thermo Fisher scientific, Waltham, USA) and normalized at 5 ng/µl 

with PCR-grade water. DNA was used for qPCR, in a Roche LC96 Real Time PCR (Roche 

diagnostics, Mannheim, Germany), for estimating the 16S copies numbers with the primers used 

for high-throughput sequencing, as well as enterobacteria and Lactobacilli levels, using primers 

detailed in Table 1. The 16S rRNA gene V4 hypervariable region encoding sequences in the 

genomic DNA for each sample was amplified by PCR using universal primers detailed in Table 1. 

The PCR reaction, with a volume of 20 µl, was composed of Evagreen (MBI Evolution, Montreal, 

Canada) 1X, 0.3 µM of each primer and 50 ng of DNA. Reaction was conducted for 5 minutes at 

95°C followed by 35 cycles of 30 seconds at 95°C, 30 seconds at 55°C, 180 seconds at 72°C and 

finished with a high-resolution melting curve. The Lactobacilli qPCR was performed in a volume 

of 25 µl composed of Evagreen (MBI Evolution, Montreal, Canada)1X, 0.5 µM of each primer and 

10 ng of DNA. Reaction was conducted for 2 minutes at 50°C and 10 minutes at 95°C, followed 

by 35 cycles of 15 seconds at 95°C, 60 seconds at 60°C and finished with a high-resolution melting 

curve. For the Enterobacteria reaction, the qPCR reaction volume was set at 20 µl and was 

composed of Evagreen (MBI Evolution, Montreal, Canada)1X, 0.4 µM of each primer and 50 ng 

of DNA. Reaction was conducted for 15 minutes at 95°C, followed by 35 cycles of 20 seconds at 

95°C, 60 seconds at 60°C and finished with a high-resolution melting curve. Standard curve used 

for the lactobacilli was made from amplicon using the Lactobacillus acidophilus ATCC 314 and 

the standard curve for the enterobacteria was made from amplicon produced using Escherichia coli 

ATCC 25922. These amplicons were then quantified, number of DNA copies was calculated using 

the calculator from URI Genomics & Sequencing Center (202), and diluted to obtain standards 

containing 108 to 102 copies per µl. Negative control (PCR grade water instead of DNA) was 

performed for quality assessment purposes. Total gene copy numbers were thereafter reported as 

copy number per ng of extracted DNA. 
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Target Sequence 5’-3’ Reference 

16S copies GTG CCA GCM GCC GCG GTA A (184) 

 GGA CTA CHV GGG TWT CTA AT  

Lactobacilli GCA GCA GTA GGG AAT CTT CCA (203) 

 GCA TTY CAC CGC TAC ACA TG  

Enterobacteria ATG GCT GTC GTC ACG TCG T (203) 

 CCT ACT TCT TTT GCA ACC CAC TC  

Table 1 : Primer list for qPCR analysis 

16S rRNA Gene Sequencing 

The V4 region of the genes coding for the 16S rRNA were first amplified in a Mastercycler ®Nexus 

(Eppendorf AG, Hamburg, Germany) with a total of 12.5 ng of genomic DNA from each sample 

and Platinum Superfi DNA Polymerase (Invitrogen, Burlington, On, Ca). PCR conditions were as 

follow: 5 minutes denaturation at 98°C, followed by 23 cycles of 98°C for 30 seconds, 55°C for 30 

seconds, 72°C for 3 minutes with a final elongation at 72°C for 10 minutes. Amplicon quality was 

verified on an agarose gel containing SYBR Safe DNA gel strain (Invitrogen, Burlington, On, Ca) 

and was sent for Illumina MiSeq (250PE) sequencing at Genome Québec. A positive control, 

ZymoBIOMICS Microbial Community DNA Standard (Zymo Research, Irvine, CA, USA) and a 

negative PCR control (use of PCR grade water instead of DNA) were used for quality assessment 

purpose.  

Sequence Analysis and Diversity Determination 

Raw sequencing reads were demultiplexed, quality-filtered and analyzed using Mothur software 

(87) 1.43.0, according to Mothur MiSeq SOP, with the following modifications: the method for 

pre-cluster was Deblur, and the method for cluster was Unique (102), therefore ASV (Amplicon 

sequence variants) and not OTU were used. Mothur SOP was last accessed on April 27, 2021. 

Taxonomic assignation of the ASV was done using the Silva 132 Mothur-formatted database. 

Resulting files were further analysed in RStudio 1.3.1073 using R version 4.0.3. The shared and 

taxonomy file produced by Mothur were first imported into R. After inspection of raw data, 

controls were removed, and remaining samples were rarefied to the lowest number of sequences 

within a sample prior to alpha and beta diversity analysis. Observed, Shannon and Inverted 
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Simpson indexes were used for the alpha diversity analysis. A Kruskal-Wallis statistical test was 

used to assess significant differences between relevant conditions for the three indexes. The 

microbiota structure was assessed using both Jaccard and Bray-Curtis dissimilarity indexes and 

results were visualized with a non-metric multidimensional scaling (NMDS) graph, followed by 

statistical confirmation using ADONIS (Vegan package) (204) and Pair-Wise ADONIS 

(pairwiseAdonis) (205) to test differences between groups. Venn diagrams were generated to report 

either phylum, family, genus or ASV present only in specific conditions. Prior to the Venn 

diagrams, sequences present only once across all sample were removed. A Multivariate Analysis 

by Linear Models (MaAsLin2) (103) was performed to identify specifics biomarkers associated 

with tested conditions. 

Results 

Sequencing quality control 

The microbiota total richness, maintained in-vitro in the system, was first analysed using the 16S 

qPCR. No differences were observed as the 16S copy numbers remained the same for all samples. 

For all 109 samples and controls, the total number of sequences, including controls, was 14 447 

474 at the beginning of the bioinformatic process. After the cleanup steps of Mothur, the total 

number of sequences was 6 954 810. Highest sequence number in a sample was 77 600 sequences, 

mean number of sequences per sample was 54 812 and the lowest number of sequences in a sample 

was 35 434 sequences. Two negative PCR control were made, containing 149 and 1 249 sequences. 

Two mock community positive controls were sequenced, and they contained respectively 47 094 

and 38 455 sequences.  When looking at the sequencing error based on the ZymoBIOMICS 

Microbial Community DNA Standard (Zymo Research, Irvine, CA, USA), sequencing error was 

0.017%. The mock community relative composition obtained were similar to the manufacturer’s 

description. 

Microbiota evolution in time 

The first step was to assess the microbiota diversity throughout the experiments, from T0 to T72, 

by looking at the evolution of the alpha and beta diversities. Graphical representations of alpha-

diversity indexes for all samples are shown in fig 1. A Kruskal-Wallis test was conducted on the 
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three indexes and statistical difference were observed, according to the sampling time, for 

Observed (p=0.004), Shannon (p=1.09e-8) and Inverted Simpson (p=2.92e-7), where T0 samples 

presented higher diversity values than all other samples. 

 

Fig 1: Alpha Diversity of the microbiota according to the time of sampling and the replicate. 

Graphs represents, respectively, the Observed index, the Shannon index, and the Inverse Simpson 

index. A significant difference based on time was found for all indexes using the Kruskal-Wallis 

test (p=0.004, p=1.09e-8, p=2.92e-7). The 3 independent replicates (F1, F2 and F3) are also shown 

on the graph. 

A focus was made to identify phylum, families, and genus present only at the beginning (T0) or at 

the end of the experiment (T72). Supplementary tables 1, 2 and 3 show unique families, their phyla 

assignation, their total sequences number at either T0 or T72 and their relative abundances. At the 

family level, 31 families were unique at T0, and 18 were unique at T72. Sequences from the unique 

families found at T0 represent 6.1% of all the sequences in the T0 group. The unique families found 

at T72 represented about 0.013% of all sequences recovered at T72.  
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For the beta diversity, the microbiota structure was observed using a non-metric multidimensional 

scaling (NMDS) (fig 2) graphic with the time of sampling as variable. Using the Bray-Curtis and 

Jaccard index, differences were observed between sampling times (p=0.0009). Graphically, 

samples on the plot clustered according to the sampling time, with samples from T48 to T72 

occupying the same region on the graph compared to T0, T06 and T24. Pairwise Adonis was 

conducted to identify significant differences between times. T0 was significantly different from 

T24, T48 and T72 (p<0.01), but not significantly different from the T06. T06 samples were 

significantly different from that of T24, T48 and T72 samples (p<0.01). No significant difference 

was observed between samples T48 and T72. 

 

Fig 2: NMDS representation of the beta diversity, using the Bray-Curtis index, of the 

bioreactor samples according to the sampling time. A significant difference was found between 

different times, using the Adonis statistical test (p=0.0009). Pairwise Adonis shown a significant 

difference between T0 and each of the T24, T48 and T72 (p<0.01). No statistical difference was 

shown between T48 and T72. 
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Relative abundance of the microbiota populations at phylum and family levels, at T0, T48 and T72 

are shown in a stack bar graph in Supplementary Fig 1 and 2. At the phylum level, a clear shift in 

composition was observed between T0 and T48, and another shift was observed between T48 and 

T72. At the family level, similar differences could be observed. 

Multivariate Analysis by Linear Models (MaAsLin2) was then used to identify bacterial phyla, 

families and genera associated with a specific time (using T0 as a reference, N=3). All MaAsLin2 

results are shown in supplementary tables 4 and 5. At the phyla level, eight phyla were less 

represented at all times compared to T0: Lentisphaerae, Planctomycetes, Verrucomicrobia, 

Synergistetes, Spirochaetes, Euryarchaeota, Firmicutes and Bacteria_unclassified, which represent 

all unclassified sequences. At the family level, 38 families were less represented at all times 

compared to T0, including Ruminococcaceae, Porphyromonadaceae and Peptostreptococcaceae. 

Only 12 associations were found at T72, including Coriobacteriaceae, Leuconostocaceae, 

Veillonellaceae, Bifidobacteriaceae and Pseudomonadaceae.  

Microbiota reproducibility between experiments 

The second step was to assess the reproducibility of the experiments, by looking at the alpha (fig 

1) and beta diversity of the samples using the replicate (F1, F2 or F3) as a variable. For the alpha 

diversity, only the observed index was statistically significant (p=8.9e-9) when comparing all 

samples based on the replicate. For the beta diversity, sample were plotted on a NMDS (fig 3), 

using the replicate as a variable. At first glance, samples from different experiments seems to 

regroup according to the experiment. This was confirmed with ADONIS statistical test using the 

Bray-Curtis index and the Jaccard index (p=0.0009). Pairwise ADONIS was conducted to find 

statistical differences between different pair of experiment. All pair were significantly different 

(p<0.001). When time was added as a variable in the ADONIS test, time, replicate, and the 

interaction between the 2 variables were found to affect the microbiota structure.  
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Fig 3: NMDS representation of the beta diversity, using the Bray-Curtis index, based on the 

experimental replicate. A significant difference was found between different replicate, using the 

ADONIS statistical test (p=0.0009). Pairwise ADONIS showed a significant difference between 

all pairing of experiment (p<0.001). The 3 independent replicates (F1, F2 and F3) are shown on 

the graph. 

 

Similarities between the bioreactor samples, piglet feces and the 

inoculum.  

The third step was to compare the microbiota obtained within the system with the colonic content 

used for the bioreactor inoculation (MF) as well as rectal swabs samples originating from piglets 

of another study (healthy negative control animals, 28 days-old, raised in a level 2 animal facility) 

(184). When comparing the microbiota structure, using the origin of the sample as a variable (MF, 

piglet, and bioreactor samples), a statistical difference was observed (p=0.0009). Piglet samples 

were significantly different from the bioreactor samples at T24 and T72 (p=0.01) but not from the 
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T0 samples. The same was observed for the inoculum (MF). On the NMDS graph (Fig 4), samples 

from piglets, MF and T0 (start of the bioreactor experiments) were grouped, while the other groups 

corresponded to what was already observed. For the alpha diversity, a significant difference was 

found between bioreactor samples, piglet, and MF samples, for all sampling time, for all three 

indexes (p=3.52e-5, p=2.11e-10, p=3.89e-9), except for T0 samples that were similar to MF and 

the piglets’ rectal swabs. 

 

Fig 4: NMDS representation of the bioreactor samples compared to the inoculum and piglet 

samples, using the Bray-Curtis index, based on the time as a factor. A significant difference 

was found between different times, using the ADONIS statistical test (p=0.0009). Pairwise 

ADONIS shown a significant difference between T0 and each of the T24, T48 and T72 (p<0.01). 

Pairwise ADONIS also shown a significant difference between piglet samples and T48, and piglet 

samples and T72 (p=0.01). No statistical difference was observed for samples between T48 and 

T72, and between piglet samples and MF and T0 samples. 
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Venn diagrams were made to represent unique phylum, family, and genus present either in the MF 

sample, the piglet samples, the T0 or T72 bioreactor samples. The Venn diagram are shown in fig 

5. At the phylum level, 5 phyla were common between all groups and 8 phyla were found in all 

groups except the T72. One phylum was unique to T72, and one phylum was unique in the piglet 

samples. No unique phyla were found in the T0 or MF samples. At the family level, two families 

were found only at T72, 23 families were found only in the piglet samples and one family was only 

found at T0. No unique family was found for the MF sample. For the families that were shared, 18 

families were common between MF, piglet and T0, and 26 families were common between all 

samples. At the genus level, seven genera were only found in the T72 samples, 55 genera were 

only found in the piglet samples, and five genera were only found at T0. Fifty genera were common 

between MF, piglet and T0, and 45 genera were common between all samples.

 

Fig 5: Venn diagram indicating shared and unique phyla (A), families (B) or genera (C), 

between sample form the bioreactor at T0, sample form the bioreactor at T72, MF sample 

and piglet sample. 
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Effect of essential oils 

The next objective was to assess if the bioreactor microbiota could be modified using two essential 

oils, Thymol and Carvacrol, at 200 ppm or 1000 ppm, respectively. Both oils, regardless of the 

concentration used, had no effect on the 16S copy numbers and the Enterobacteria levels as 

assessed by using qPCR. However, using qPCR, lactobacilli levels increased in presence of Thymol 

but only at 1000 ppm, between the moment the oil was added (T48) and the end of the experiment 

(T72) (p=0.001), and at T72 when comparing the experiment with oil to the control condition 

(without oil) as shown in fig 6.  

 

 

Fig 6: Graphical representation of the evolution of the log DNA copies of lactobacilli per ng 

of genomic DNA. N=3, bar represent standard deviation. Lactobacilli levels were measured by 

qPCR. Graphical representation was generated using GraphPad. Student T-test showed a 

significant increase, in the Thymol 1000 sample, between 48h and 72h of running time (p=0.001). 

Another significant increase was found for the Thymol 1000 sample, compared to the reactor 

without oil at T72 (p=0.001). 
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This specific change was not observed at the alpha diversity level (Fig 7). Using the Kruskal-Wallis 

test, no significant differences were measured at any time for any conditions. Graphical NMDS 

representation of the beta diversity is shown in fig 8. ADONIS statistical analysis did not reveal 

any significant difference using the treatments as variable, using both Bray-Curtis and Jaccard 

indexes. 

 

Fig 7: Alpha diversity of the bioreactor samples, between T48 and T72, with the condition as 

a factor. Graphs represents, respectively, the Observed index, the Shannon index, and the Inverse 

Simpson index. C=carvacrol; T=thymol; negative=control condition without oil addition; 1000 or 

200 expressed the final oil concentration in ppm. No significant difference was found between 

conditions using the Kruskal-Wallis test.  
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Fig 8: NMDS representation of the bioreactor samples, using the Bray-Curtis index, of T48 

and T72, based on the condition factor. C=carvacrol; T=thymol; negative=control condition 

without oil addition; 1000 or 200 expressed the final oil concentration in ppm. No significant 

difference was observed between the different conditions using the ADONIS statistical test. 

 

Considering specific change revealed by qPCR, MaAsLin analysis was performed, comparing T48 

and T72, to identify either families, genus or ASV associated with specific conditions. No 

associations were found for any condition at T48, which was expected since the oils were added 

after the sampling. At T72 (24h post oil addition), the C1000 and T1000 conditions revealed two 

associations, only at the family level. A positive association was found for the Erysipelotrichaceae, 

for the C1000 condition. The other found association was a negative association for Prevotellaceae, 

in the T1000 sample. Of notice, a positive trend was observed, for the Lactobacillaceae, in the 

T1000 sample compared to the negative control (p=0.08). 
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Discussion 

The goal of this study was to develop a bioreactor system, that can maintain a microbiota derived 

from the piglet intestinal microbiota, in a continuous feeding system, and to assess if the microbiota 

could be modified using essential oils. The system was designed for a rapid screening of microbiota 

modulation options, thus designed for shorter experiment compared to other systems presented in 

the literature. The system used piglet’s feed digested in-vitro as the culture media, to simulate the 

pig end of ileal content.  

The microbiota of the bioreactor was firstly characterized according to the incubation time. When 

looking at the alpha diversity, the three diversity indexes at T48 were lower compared to T0 but 

stayed stable between T48 and T72. This is in accordance with other studies where a loss of alpha 

diversity was recorded, between 6h and 24h (104, 206). This drop in diversity was in concordance 

with the Venn diagram representation which showed the loss of 31 families between the two time 

points. One explanation for this loss of alpha diversity could be found in the nature of microbiota 

analysis by molecular microbiology where it is hard to dissociate the viable from the nonviable 

bacteria of the microbiota (207), therefore making is hazardous to truly know what bacterial species 

in the bioreactor’s inoculum were actually viable before the start of each experiments and therefore 

possibly cultivable in the bioreactor. Since T0 was closely related to the inoculum sample, 

improving the preparation of the inoculum (for example by reducing oxygen contact with the 

sample or reducing the time between sample collection and freezing) could increase the diversity 

by augmenting the viability of some bacteria population in the inoculum, therefore increasing the 

number of families that could grow in-vitro. However, this loss of diversity seems unavoidable, as 

even in an experiment where the inoculum was prepared in an anaerobic cabinet, such a loss was 

observed (208). This loss of diversity could also be due to the culture conditions themselves. When 

looking more precisely at the unique families at T0, the two major losses were the 

Methanobacteriaceae and Spirochaetaceae, representing 3.6% and 1.2% of the total sequences at 

T0. A plausible cause for the loss of Methanobacteriaceae was the atmosphere composition. In the 

system, gaseous nitrogen was added to create an anaerobic environment. However, 

Methanobacteriaceae requires the reduction of CO2 with H2 to produce energy (209). Replacing 

the gas mixture with a mix of those gas could help mitigate this problem. Another possibility for 

the difference of composition between T0 and T72 was the absence of the host physiology. For 
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example, Spirochaetaceae were not observed at T72 when they were clearly present at T0. 

Members in this family are host-associated so hardly able to grow inside a bioreactor (210). The 

difference in alpha diversity between the inoculum and the samples may also have come from the 

growth speed of certain bacterial populations. For example, genera in Methanobacteriaceae have 

highly variable growth time, varying between 3 and 40 hours of minimal doubling time (209). 

However imperfect this system might seem, the bioreactor was more than able to maintain a 

complex and rich community of bacteria.  

For the beta diversity, a significant variation of the microbiota composition was observed over time 

and when compared with the inoculum or piglet’s rectal swabs. This variation was expected, since 

most studies performed in various type of bioreactor have reported a clear shift in microbiota 

composition (211, 212).  Since our experiment ended at 72h, microbiota variations beyond 72h are 

not known, but likely to slowly continue to shift. For example, Tanner et al system was kept 

working for three days in batch mode and five days in continuous operation (111), for a total of 

eight stabilization days, before hypothesis testing. Other system, such as the system by McDonald 

et al, reports  that 36 days of system run time is needed before reaching a state that they considered 

stable (213). The design behind our system was able to evaluate short term modification enabling 

a fast screening while reducing the risk of system failures that threaten to throw away several weeks 

of experiments when a long stabilizing period is required before hypothesis testing. Another 

possibility for this difference in beta diversity comes from the culture media preparation. At the 

end of the culture media preparation, a filtration step was necessary to remove undigested feed 

clump that could block the feeding tube. However, this filtration could have reduced the culture 

media concentration of undigested complex sugars, such as starch or cellulose, reducing the growth 

ability of bacteria that relies on this carbon source, such as Ruminococcaceae (214). 

When comparing the microbiota, using replication of the experiment as a factor, a significant 

difference was found but was also expected. In animal studies, difference in microbiota 

composition between farms or batches of animals are steadily observed (215-217), even when an 

animal facility with controlled conditions was used (218).  Moreover, another study also found an 

higher reproducibility in experiment (between reactors) than between experiments, even if the fecal 

inoculum came from the same donor (213). In our study, this variation in microbiota composition 

could come from the different batch of culture media used, which differed between experiment. 
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As a proof of concept, the effect of essential oils on the bioreactor microbiota was investigated to 

test for the possibility of microbiota manipulation in the bioreactor. Indeed, essential oils are used 

in pig feed to improve intestinal health (190, 219). Essential oils used in the system were added 

into the culture media feeding bottles, so to gradually add the oils into the reactor as opposed to 

other study when the oil was immediately added to the test bacteria at the desired concentration 

(220). Concentration of 200 ppm and 1000 ppm were used for these two oils, based on the minimal 

inhibitory concentration (MIC) against Salmonella observed in the literature (149) and in previous 

work conducted in our lab (221). Theses concentrations therefore respectively represent a sub-

minimal and over-optimal concentration of oils. In the bioreactor, carvacrol and thymol, at either 

concentration, had no effect on the 16S copy number and Enterobacteria levels evaluated with 

qPCR. Moreover, almost no effect could be observed globally on the microbiota by 16S 

sequencing. However, Thymol at the concentration of 1000 ppm influenced the lactobacilli, 

increasing their levels, compared to the reactor with no oil added. In the bio-informatics analysis 

of the sequencing results, a MaAsLin was used to identify biomarker associated with the oils at 

T72. No significant association were found for either the Lactobacillus genus or the 

Lactobacillaceae family. Thymol used as feed additive in broiler chicken have shown a positive 

effect on Lactobacillus strains (222). These results potentially suggest a modest effect of the oil on 

the intestinal microbiota, using in vivo models. In other studies, Thymol has shown beneficial effect 

on pig intestinal health, such as a reduction of diarrhea and improved jejunal barrier function, but 

no effect on the microbiota (223, 224).  

Even though an increase of lactobacilli was found with qPCR, no effect of the oil was measured 

on the alpha and beta diversities. This result was unexpected, since MIC for thymol and carvacrol 

varies from 200 to 700 ppm for some bacterial species (220). However, classic MIC testing 

completely differs from the protocol followed in our study. In MIC studies, the molecules to be 

tested was added directly at the tested concentration in the culture media compared to a gradual oil 

concentration increase in the bioreactor, as the culture media containing the desired oil 

concentrations was added in the system, giving more time to the microbiota to adapt. It could also 

be simply that the oils failed to mix correctly in the culture media. On farms, the absence or little 

effect of thymol on the alpha and beta diversity of a microbiota has also been observed in weaned 

piglets, where the addition of 500 ppm of thymol in the feed had no impact on the microbiota 
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composition (224). Therefore, the results obtained in the bioreactor were in line with what was 

observed in vivo. 

Only two bacterial populations were associated to the use of the oils. A negative association was 

found for the Prevotellaceae for the T1000 condition and a positive association for the 

Erysipelotrichaceae was found for the C1000 condition, compared to the negative control. When 

looking at the relative abundance of Prevotellaceae between T0, T48 and T72, an increase was 

observed. The negative association found at T72 with the Thymol condition represent the return of 

Prevotellaceae at the level present in the T0 samples. Growth over time of Prevotellaceae was also 

observed in another bioreactor system over a period of seven days (111). Members of the 

Prevotellaceae family are found to be both beneficial and not for the animals in the literature. Some 

studies as shown Prevotellaceae to improve health by improving glucose metabolism or by 

antibiotic synthesis, while other have reported it to be involved in opportunistic infections or even 

in inflammatory bowel disease (225-227). 

In conclusion, an in-vitro bioreactor was developed to maintain a microbiota derived from the 

piglet colonic microbiota population with the use of an in-vitro digestion of piglet feed as the 

culture media. The current study, using essential oils, confirmed that the bioreactor’s microbiota 

can be manipulated, by increasing Lactobacilli levels using high concentration of Thymol. The 

microbiota was characterized and options for improving the system were clearly identified. This 

system could therefore be a first step to be used before going in vivo, rapidly and safely identifying 

options that are the most susceptible to impact the animal’s microbiota, therefore reducing the 

number of experimental groups needed for hypothesis testing in animals.  
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Supplementary Table/Fig 

Kingdom Phylum Time 

Bacteria Candidatus_Saccharibacteria T0 

Bacteria Deferribacteres T0 

Archaea Euryarchaeota T0 

Bacteria Fibrobacteres T0 

Bacteria Lentisphaerae T0 

Bacteria Planctomycetes T0 

Bacteria Spirochaetes T0 

Bacteria Synergistetes T0 

Bacteria Tenericutes T0 

Bacteria Chloroflexi T72 

Bacteria Fusobacteria T72 

Supplementary Table 1: List of unique phyla present either at T0 or T72, based on Venn diagram. 

Phylum Family 
Number of 

Sequences 

Percentage of 

all T0 

sequences 

Euryarchaeota Methanobacteriaceae 4152 3.600 

Spirochaetes Spirochaetaceae 1435 1.200 

Proteobacteria Desulfovibrionaceae 694 0.600 

Bacteroidetes Bacteroidetes_unclassified 288 0.200 

Verrucomicrobia Subdivision5_unclassified 138 0.100 

Planctomycetes Planctomycetaceae 67 0.060 

Spirochaetes Spirochaetales_unclassified 66 0.060 

Planctomycetes Planctomycetes_unclassified 58 0.050 

Lentisphaerae Oligosphaeraceae 51 0.040 

Proteobacteria Oxalobacteraceae 36 0.030 

Euryarchaeota Methanomassiliicoccaceae 24 0.020 

Proteobacteria Campylobacteraceae 17 0.010 

Synergistetes Synergistaceae 16 0.010 

Lentisphaerae Victivallaceae 15 0.010 
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Bacteroidetes Marinilabiliaceae 13 0.010 

Firmicutes Syntrophomonadaceae 11 0.009 

Verrucomicrobia Verrucomicrobiaceae 11 0.009 

Tenericutes Anaeroplasmataceae 10 0.009 

Fibrobacteres Fibrobacteraceae 9 0.007 

Proteobacteria Betaproteobacteria_unclassified 9 0.008 

Firmicutes Planococcaceae 6 0.005 

Bacteroidetes Rikenellaceae 4 0.003 

Candidatus_Saccharibac

teria 

Candidatus_Saccharibacteria_uncla

ssified 
4 0.003 

Proteobacteria Pasteurellaceae 4 0.003 

Actinobacteria Corynebacteriaceae 3 0.003 

Deferribacteres Deferribacteraceae 2 0.001 

Firmicutes Bacillaceae_1 1 0.001 

Firmicutes Bacillaceae_2 1 0.001 

Firmicutes Catabacteriaceae 1 0.001 

Proteobacteria Desulfovibrionales_unclassified 1 0.001 

Verrucomicrobia Puniceicoccaceae 1 0.001 

Supplementary Table 2: List of unique families present at T0, with their associated phylum, 

number of sequences and the percentage of total sequences at T0. 

Phylum Family 
Number of 

Sequences 

Percentage of all 

T72 sequences 

Actinobacteria Actinobacteria_unclassified 1 0.0003 

Actinobacteria Dietziaceae 3 0.0009 

Actinobacteria Streptomycetaceae 1 0.0003 

Bacteroidetes Cytophagaceae 2 0.0006 

Bacteroidetes Flavobacteriaceae 1 0.0003 

Chloroflexi Sphaerobacteraceae 2 0.0006 

Firmicutes Bacillales_Incertae_Sedis_XI 1 0.0003 

Firmicutes Carnobacteriaceae 4 0.0010 

Firmicutes Selenomonadales_unclassified 2 0.0006 

Fusobacteria Fusobacteriaceae 15 0.0040 

Proteobacteria Aeromonadales_unclassified 1 0.0003 

Proteobacteria Alphaproteobacteria_unclassified 1 0.0003 

Proteobacteria Bradyrhizobiaceae 3 0.0009 

Proteobacteria Burkholderiaceae 1 0.0003 

Proteobacteria Burkholderiales_unclassified 1 0.0003 
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Proteobacteria Rhizobiales_unclassified 1 0.0003 

Proteobacteria Sphingomonadaceae 3 0.0009 

Verrucomicrobia Subdivision3_unclassified 1 0.0003 

Supplementary Table 3: List of unique families present at T72, with their associated phylum, 

number of sequences and the percentage of total sequences at T72. 

 

Supplementary fig 1: Relative abundance of the microbiota composition, at the phylum level, 

for T0, T48 and T72.  
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Supplementary fig 2: Relative abundance of the microbiota composition, at the family level, 

for T0, T48 and T72. 
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Supplementary fig 3: Photo of the bioreactor setup.  

Major components of the system are highlighted and identified. 

Phylum Time Association 

Bacteria_unclassified T48 -2.88 

Lentisphaerae T48 -0.85 

Planctomycetes T48 -0.82 

Verrucomicrobia T48 -0.56 

Synergistetes T48 -0.56 

Spirochaetes T48 -0.40 

Archaea.Euryarchaeota T48 -0.39 

Firmicutes T48 -0.33 

Proteobacteria T48 0.55 

Control panel 

Acid and base pump 

Feeding pumps 

Water heater 

Emptying pumps 

Refrigerator with culture 

media 

Mother Reactor 

Daughter reactors 
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Actinobacteria T48 0.90 

Bacteria_unclassified T72 -2.86 

Lentisphaerae T72 -0.85 

Planctomycetes T72 -0.82 

Firmicutes T72 -0.60 

Verrucomicrobia T72 -0.56 

Synergistetes T72 -0.56 

Spirochaetes T72 -0.40 

Archaea.Euryarchaeota T72 -0.39 

Proteobacteria T72 0.81 

Actinobacteria T72 0.96 

Supplementary Table 4: MaAsLin association at the phylum level for T48 and T72 compared to 

T0, using time as the factor. 

Phylum Family Time Association 

Firmicutes Ruminococcaceae T48 -3.03 

Bacteroidetes Porphyromonadaceae T48 -2.98 

Firmicutes Firmicutes_unclassified T48 -2.91 

Bacteria_unclassified Bacteria_unclassified T48 -2.87 

Firmicutes Clostridiales_unclassified T48 -2.82 

Firmicutes Clostridia_unclassified T48 -2.65 

Firmicutes Peptostreptococcaceae T48 -2.47 

Bacteroidetes Bacteroidales_unclassified T48 -2.46 

Firmicutes Erysipelotrichaceae T48 -2.44 

Firmicutes Peptococcaceae_1 T48 -2.19 

Firmicutes Eubacteriaceae T48 -2.15 

Proteobacteria Desulfovibrionaceae T48 -2.10 

Firmicutes Clostridiaceae_1 T48 -1.91 

Proteobacteria Proteobacteria_unclassified T48 -1.64 

Planctomycetes Planctomycetes_unclassified T48 -1.18 

Firmicutes Lachnospiraceae T48 -1.07 

Lentisphaerae Oligosphaeraceae T48 -0.99 

Firmicutes Enterococcaceae T48 -0.84 

Bacteroidetes Bacteroidaceae T48 -0.81 

Firmicutes Lactobacillaceae T48 -0.71 

Euryarchaeota Methanomassiliicoccaceae T48 -0.65 

Proteobacteria Betaproteobacteria_unclassified T48 -0.63 

Proteobacteria Oxalobacteraceae T48 -0.61 

Synergistetes Synergistaceae T48 -0.60 

Verrucomicrobia Subdivision5_unclassified T48 -0.59 

Proteobacteria Campylobacteraceae T48 -0.50 
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Bacteroidetes Bacteroidetes_unclassified T48 -0.50 

Spirochaetes Spirochaetales_unclassified T48 -0.49 

Verrucomicrobia Verrucomicrobiaceae T48 -0.46 

Planctomycetes Planctomycetaceae T48 -0.45 

Firmicutes Syntrophomonadaceae T48 -0.44 

Spirochaetes Spirochaetaceae T48 -0.42 

Euryarchaeota Methanobacteriaceae T48 -0.38 

Bacteroidetes Rikenellaceae T48 -0.35 

Tenericutes Anaeroplasmataceae T48 -0.34 

Fibrobacteres Fibrobacteraceae T48 -0.33 

Bacteroidetes Marinilabiliaceae T48 -0.32 

Lentisphaerae Victivallaceae T48 -0.27 

Candidatus_Saccharibacteri

a 

Candidatus_Saccharibacteria_unclassifie

d T48 -0.26 

Proteobacteria Enterobacteriaceae T48 0.41 

Bacteroidetes Prevotellaceae T48 0.65 

Firmicutes Streptococcaceae T48 1.46 

Firmicutes Veillonellaceae T48 1.54 

Proteobacteria Pseudomonadaceae T48 1.79 

Actinobacteria Bifidobacteriaceae T48 2.89 

Firmicutes Firmicutes_unclassified T72 -2.95 

Bacteria_unclassified Bacteria_unclassified T72 -2.77 

Firmicutes Clostridia_unclassified T72 -2.60 

Bacteroidetes Porphyromonadaceae T72 -2.55 

Firmicutes Ruminococcaceae T72 -2.52 

Firmicutes Peptostreptococcaceae T72 -2.52 

Firmicutes Clostridiales_unclassified T72 -2.43 

Bacteroidetes Bacteroidales_unclassified T72 -2.21 

Proteobacteria Desulfovibrionaceae T72 -2.15 

Firmicutes Clostridiaceae_1 T72 -1.93 

Firmicutes Peptococcaceae_1 T72 -1.92 

Firmicutes Lactobacillaceae T72 -1.84 

Firmicutes Eubacteriaceae T72 -1.67 

Proteobacteria Proteobacteria_unclassified T72 -1.49 

Firmicutes Enterococcaceae T72 -1.23 

Planctomycetes Planctomycetes_unclassified T72 -1.18 

Firmicutes Erysipelotrichaceae T72 -1.13 

Lentisphaerae Oligosphaeraceae T72 -0.99 

Firmicutes Lachnospiraceae T72 -0.96 

Euryarchaeota Methanomassiliicoccaceae T72 -0.65 

Proteobacteria Betaproteobacteria_unclassified T72 -0.63 

Proteobacteria Oxalobacteraceae T72 -0.61 

Synergistetes Synergistaceae T72 -0.60 

Verrucomicrobia Subdivision5_unclassified T72 -0.59 

Proteobacteria Campylobacteraceae T72 -0.50 

Bacteroidetes Bacteroidetes_unclassified T72 -0.50 

Spirochaetes Spirochaetales_unclassified T72 -0.49 
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Verrucomicrobia Verrucomicrobiaceae T72 -0.46 

Planctomycetes Planctomycetaceae T72 -0.45 

Firmicutes Syntrophomonadaceae T72 -0.44 

Spirochaetes Spirochaetaceae T72 -0.42 

Bacteroidetes Rikenellaceae T72 -0.40 

Euryarchaeota Methanobacteriaceae T72 -0.38 

Tenericutes Anaeroplasmataceae T72 -0.34 

Fibrobacteres Fibrobacteraceae T72 -0.33 

Firmicutes Clostridiales_Incertae_Sedis_XIII T72 -0.33 

Bacteroidetes Marinilabiliaceae T72 -0.32 

Lentisphaerae Victivallaceae T72 -0.27 

Candidatus_Saccharibacteri

a 

Candidatus_Saccharibacteria_unclassifie

d T72 -0.25 

Proteobacteria Gammaproteobacteria_unclassified T72 0.33 

Actinobacteria Coriobacteriaceae T72 0.55 

Proteobacteria Enterobacteriaceae T72 0.68 

Bacteroidetes Prevotellaceae T72 0.71 

Firmicutes Veillonellaceae T72 1.11 

Proteobacteria Moraxellaceae T72 1.15 

Firmicutes Leuconostocaceae T72 1.16 

Proteobacteria Pseudomonadaceae T72 2.63 

Actinobacteria Bifidobacteriaceae T72 2.74 

Supplementary Table 5: MaAsLin association at the family level for T48 and T72 compared to 

T0, using time as the factor. 

Factor Phylum Family 
Number of 

sequences 

Percentage of all 

factor-associated 

sequences 

T72 Chloroflexi Sphaerobacteraceae 2 0.0006 

T72 Bacteroidetes Cytophagaceae 2 0.0006 

T0 Firmicutes Planococcaceae 6 0.0052 

Piglet Firmicutes Clostridiales_Incertae_Sedis_XI 166 0.0522 

Piglet Actinobacteria Actinomycetaceae 142 0.0447 

Piglet Proteobacteria Alphaproteobacteria_unclassified 89 0.0280 

Piglet Proteobacteria Helicobacteraceae 65 0.0205 

Piglet Actinobacteria Dermabacteraceae 44 0.0138 

Piglet Proteobacteria Caulobacteraceae 28 0.0088 

Piglet Proteobacteria Desulfovibrionales_unclassified 24 0.0076 

Piglet Firmicutes Peptoniphilaceae 24 0.0076 
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Piglet Proteobacteria Comamonadaceae 21 0.0066 

Piglet Chlamydiae Chlamydiaceae 19 0.0060 

Piglet Proteobacteria Burkholderiaceae 8 0.0025 

Piglet Actinobacteria Brevibacteriaceae 8 0.0025 

Piglet Proteobacteria Halomonadaceae 8 0.0025 

Piglet Firmicutes Bacillaceae_1 3 0.0009 

Piglet Proteobacteria Xanthomonadaceae 3 0.0009 

Piglet Proteobacteria Neisseriaceae 3 0.0009 

Piglet Fusobacteria Leptotrichiaceae 3 0.0009 

Piglet Firmicutes Christensenellaceae 3 0.0009 

Piglet Bacteroidetes Sphingobacteriaceae 2 0.0006 

Piglet Proteobacteria Rhizobiales_unclassified 2 0.0006 

Piglet Proteobacteria Shewanellaceae 2 0.0006 

Piglet Proteobacteria Rhizobiaceae 2 0.0006 

Piglet Actinobacteria Actinobacteria_unclassified 2 0.0006 

Supplementary Table 6: Unique families associated with either T72, T0 or piglet factor. 

Factor Genus 

Numbers 

of 

sequences 

Percentage of all 

factor-associated 

sequences 

T72 Proteus 173 0.0503 

T72 Brochothrix 6 0.0017 

T72 Pseudomonadaceae_unclassified 6 0.0017 

T72 Listeria 3 0.0009 

T72 Bradyrhizobium 3 0.0009 

T72 Sphaerobacteraceae_unclassified 2 0.0006 

T72 Hymenobacter 2 0.0006 

T0 Lysinibacillus 6 0.0052 

T0 Synergistes 4 0.0034 

T0 Cellulosilyticum 2 0.0017 

T0 Lactobacillaceae_unclassified 2 0.0017 
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T0 Robinsoniella 2 0.0017 

Piglet Dialister 4057 1.2768 

Piglet Catenibacterium 1829 0.5756 

Piglet Methanosphaera 900 0.2833 

Piglet Oribacterium 552 0.1737 

Piglet Mobiluncus 115 0.0362 

Piglet Ezakiella 91 0.0286 

Piglet Alphaproteobacteria_unclassified 89 0.0280 

Piglet Anaerococcus 71 0.0223 

Piglet Helicobacter 65 0.0205 

Piglet Veillonella 50 0.0157 

Piglet Brachybacterium 44 0.0138 

Piglet Pasteurella 36 0.0113 

Piglet Odoribacter 29 0.0091 

Piglet Caulobacter 28 0.0088 

Piglet Desulfovibrionales_unclassified 24 0.0076 

Piglet Peptoniphilus 24 0.0076 

Piglet Porphyromonas 22 0.0069 

Piglet Actinomyces 20 0.0063 

Piglet Acidovorax 19 0.0060 

Piglet Chlamydia 19 0.0060 

Piglet Yaniella 17 0.0054 

Piglet Salinicoccus 16 0.0050 

Piglet Megamonas 16 0.0050 

Piglet Jeotgalicoccus 15 0.0047 

Piglet Lactococcus 9 0.0028 

Piglet Brevibacterium 8 0.0025 

Piglet Halomonas 8 0.0025 

Piglet Ralstonia 7 0.0022 

Piglet Desulfovibrionaceae_unclassified 7 0.0022 

Piglet Actinobacillus 7 0.0022 
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Piglet Rothia 6 0.0019 

Piglet Bradyrhizobiaceae_unclassified 6 0.0019 

Piglet Butyrivibrio 4 0.0013 

Piglet Actinomycetaceae_unclassified 4 0.0013 

Piglet Ruminobacter 4 0.0013 

Piglet Enhydrobacter 3 0.0009 

Piglet Trueperella 3 0.0009 

Piglet Kocuria 3 0.0009 

Piglet Neisseria 3 0.0009 

Piglet Leptotrichia 3 0.0009 

Piglet Christensenella 3 0.0009 

Piglet Peptostreptococcus 3 0.0009 

Piglet Acetivibrio 3 0.0009 

Piglet Sphingobacteriaceae_unclassified 2 0.0006 

Piglet Rhizobiales_unclassified 2 0.0006 

Piglet Stenotrophomonas 2 0.0006 

Piglet Moraxella 2 0.0006 

Piglet Bacillaceae_1_unclassified 2 0.0006 

Piglet Comamonas 2 0.0006 

Piglet Shewanella 2 0.0006 

Piglet Citrobacter 2 0.0006 

Piglet Kaistia 2 0.0006 

Piglet Actinobacteria_unclassified 2 0.0006 

Piglet Oxalobacter 2 0.0006 

Piglet Herminiimonas 2 0.0006 

Supplementary Table 7: Unique genus associated with either T72, T0 or piglet factor. 
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La validation in vivo de l’effet d’additifs alimentaires sur le microbiote intestinal des porcs est un 

processus coûteux, fastidieux et qui requiert l’utilisation de beaucoup d’animaux. Une alternative 

aux méthodes in vivo traditionnelles est l’utilisation d’un système de bioréacteur qui permet de 

confronter l’additif à une communauté microbienne complexe, la moins éloignée possible du 

microbiote intestinal. Une telle approche in vitro, permet, dans un processus de criblage, de 

sélectionner les concentrations d’additif alimentaire les plus susceptibles de fonctionner chez 

l’animal. Ce projet a permis la mise en place d’un système de bioréacteur, en alimentation continue, 

permettant de maintenir un microbiote dérivé du microbiote intestinal porcin. Ce système est 

composé de plusieurs réacteurs disposés en parallèle, ce qui permet l’étude de plusieurs conditions 

de façon simultanée, à partir d’un microbiote commun. 

1. Amélioration du système 

Avant de réaliser les manipulations permettant de répondre aux objectifs du projet, différentes 

mises au point du système ont été effectuées. Le premier problème rencontré avec le système était 

au niveau des sondes de pH. Pendant la nuit, le courant électrique devenait instable, et causait de 

fausses lectures au niveau des sondes, avec des conséquences délétères majeures puisque le 

système corrigeait ces pseudo-erreurs en ajoutant acide ou base. Afin d’éviter ce problème, le 

panneau de contrôle qui gère les sondes de pH a été connecté sur un régulateur de courant. De ce 

fait, le courant électrique reste stable en tout temps, évitant ainsi les fluctuations des sondes de pH. 

Le second problème rencontré avec le système est la stabilisation dans le réacteur mère. Dans les 

premiers essais, le microbiote devait être stabilisé pendant 24 h dans le réacteur mère. Toutefois, 

dût au grand volume dans le réacteur, il était trop difficile de maintenir le pH sur 24 h. Pour cette 

raison, le microbiote est cultivé pendant 6 h dans le réacteur mère, puis divisé dans les différents 

réacteurs filles pour la stabilisation. De plus, la concentration de la solution de NaOH utilisée pour 

ajuster le pH a été augmentée de 1 M à 2,5 M. Le troisième problème rencontré est un bouchon 

dans la tubulure causée par le milieu de culture. Pour contourner le problème, le milieu de culture 

a été filtré grossièrement avant l’utilisation, afin de retirer les particules qui bouchent la tubulure. 

Finalement, le dernier problème rencontré dans la mise au point du système est une croissance 

initiale très élevée des Entérobactéries, suggérant que l’environnement du bioréacteur n’est pas 

suffisamment anaérobique. Pour résoudre ce problème, deux solutions ont été mises en place. Tout 

d’abord, du thioglycolate a été ajouté à raison de 1 % dans le milieu de culture utilisé au départ, 

afin de réduire rapidement le potentiel redox. De plus, de la tubulure a été ajoutée afin d’injecter 
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l’azote du système directement dans le milieu de culture, contrairement à simplement l’injecter 

dans le réacteur. 

2. Discussion des résultats 

La première étape de ce projet était de caractériser l’évolution du microbiote dans le temps. Pour 

y parvenir, la diversité alpha des échantillons a été déterminée, en fonction du temps. Pour les trois 

indices (Observed, Shannon, Inverse Simpson), une diminution a été observée à T72, comparée à 

T0, mais une stabilité a été observée entre T48 et T72. Cette réduction de la diversité alpha a été 

rapportée dans d’autres études (104, 206). Cette réduction est aussi supportée par la perte de 31 

familles entre les échantillons à T0 et les échantillons à T72. Cette perte de familles entre T0 et 

T72 peut provenir, tout d’abord, du fait que certaines espèces ne peuvent pas croître si les 

conditions ne sont pas idéales. Par exemple, certaines espèces bactériennes ont besoin d’un 

environnement atmosphérique différent de celui présent dans le bioréacteur. En effet, les 

Methanobacteriaceae ont besoin d’un environnement riche en CO2 et en H2 (209). Aussi, le 

système de bioréacteur ne parvient pas à reproduire les conditions physiologiques de l’hôte, 

empêchant ainsi la croissance des Spirochaetaceae (210). De plus, les méthodes de biologie 

moléculaire utilisées, par exemple le séquençage et la qPCR, peuvent être en cause dans cette 

diminution de diversité alpha, puisqu’il est difficile de dissocier a T0 ce qui est viable et non viable 

en séquençage (207). En effet, il est possible que certaines espèces soient non viables à la suite de 

la collecte de l’inoculum chez le porcelet, une exposition même minime à l’oxygène leur étant 

létale. 

Par la suite, la diversité bêta des échantillons, en plus d’échantillon provenant de porcelet, a été 

calculée afin d’évaluer l’évolution de la structure et de la composition du microbiote. Les 

échantillons à T0 sont similaires aux échantillons provenant d’autres porcelets. Cette similitude 

entre les échantillons de porcelets et les échantillons à T0 était attendue, puisque l’échantillon à T0 

représente du contenu de colon dilué dans du milieu de culture. Toutefois, une différence 

significative a été observée entre les échantillons à T0 et les échantillons à T48 et T72. Cette 

évolution du microbiote, en plus de concorder avec ce qu’il a été observé en diversité alpha, était 

attendu puisqu’une évolution similaire a été rapportée dans différents systèmes de bioréacteur dans 

la littérature (211, 212). Une fois que la diversité bêta des échantillons au travers du temps a été 

évaluée, la diversité bêta entre les expériences a été déterminée. En comparant le microbiote entre 
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les différentes expériences, une différence significative a été observée. Toutefois, cette différence 

de composition peut s’approcher de la différence de diversité du microbiote entre les animaux. En 

effet, lors des études in vivo, une différence de composition a été observée à la fois entre les 

animaux et les élevages (215-217), et ce, même lorsque les conditions d’élevages étaient très 

contrôlées (218).  

Comme mentionné précédemment, la composition du microbiote est similaire entre le contenu 

intestinal utilisé comme inoculum et l’échantillon à T0, ce qui suggère que le milieu de culture 

n’affecte pas la composition du microbiote. Toutefois, une évolution du microbiote est observée 

entre T0, T24 et T48, ce qui suggère que notre système ne permet pas la croissance équitable de 

tous les membres du microbiote. Aussi, il est important de prendre en considération le temps de 

croissance des divers microorganismes. Par exemple, les Methanobacteriaceae ont un temps de 

croissance assez variable, allant de 3 h à 40 h avant de doubler de population (209). Ces deux 

facteurs complémentaires peuvent alors expliquer la variation de microbiote entre T0 et T48. 

Le dernier aspect de mon projet a porté sur l’effet d’addition d’huiles essentielles. Deux huiles 

essentielles, le thymol et le carvacrol ont été ajoutées ou non aux réacteurs du système, à une 

concentration de 200 ppm ou de 1000 ppm. Les concentrations d’huiles ajoutées se basent sur les 

CMI observées dans la littérature (220), et dans des travaux précédemment réalisés dans le 

laboratoire (221). Ces concentrations représentent respectivement une concentration sous-

inhibitrice et une concentration trois fois supérieure à la CMI contre Salmonella en présence de 

matière fécale durant une incubation de type batch, en conditions aérobiques à 37 °C (221). Dans 

cette étude, aucun effet des huiles essentielles, peu importe la concentration utilisée, n’a été observé 

en qPCR pour le nombre de copies de 16S et pour les Entérobactéries. Toutefois, un effet a été 

mesuré sur les Lactobacilles lors de l’addition du thymol à 1000 ppm, puisqu’un niveau plus élevé 

a été détecté, en comparaison avec le réacteur ne contenant aucune huile. De plus, une croissance 

des Lactobacilles a été observée, encore une fois pour le réacteur contenant le thymol à 1000 ppm, 

entre l’ajout de l’huile à T48 et la fin de l’expérience à T72. Dans la littérature, il a été reporté que 

l’ajout de thymol comme additif alimentaire chez les poulets à griller favorise la croissance des 

souches de Lactobacillus (222). En comparant les résultats obtenus dans ce projet avec les résultats 

de la dernière étude, l’effet du thymol est comparable entre le réacteur in vitro et l’étude chez 

l’animal.  
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Les séquences obtenues à partir des échantillons ont par la suite été analysées par l’utilisation d’un 

MaAsLin afin d’identifier un biomarqueur associé à une condition expérimentale spécifique, à T72. 

Malgré l’augmentation significative des Lactobacilles observée en qPCR, aucune association 

significative de Lactobacillaceae ou de Lactobacillus n’a été observée lors de la comparaison des 

échantillons sans huiles, des échantillons avec thymol 1000 ppm et des échantillons carvacrol 

1000 ppm. Cette différence de résultat provient du fait que la qPCR mesure directement la quantité 

de Lactobacilles, contrairement au MaAsLin qui identifie des biomarqueurs associés en fonctions 

des métadonnées. Toutefois, une tendance positive des Lactobacillaceae a été observée dans les 

échantillons supplémentés avec le thymol à la concentration de 1000 ppm en comparaison avec les 

échantillons sans huiles, mais cette tendance n’est pas significative (p=0.08). Cette tendance non 

significative suggère qu’un nombre plus élevé de répliqua serait favorable, afin d’augmenter la 

puissance des tests statistiques. 

La dernière étape du projet était l’ajout d’un pathogène alimentaire dans le système, comme 

Salmonella, et de valider son effet sur le microbiote. Toutefois, cette étape n’a pas pu être réalisée 

dans ce projet d’étude. Lors des différents essais conduits jusqu’alors, une concentration finale de 

1*10^4 UFC par ml de Salmonella a été ajouté dans les différents réacteurs après 24 h, mais la 

bactérie n’a pas été retrouvée dans le système 24 h à la suite de l’ajout, (donc à 48 h d’expérience). 

L’absence de Salmonella a été validée à l’aide d’un dénombrement sur géloses Brilliant Green 

Sulfa, puis par amplification par PCR du gène InvA. Dans le cas du dénombrement, aucune 

Salmonella n’a été cultivée, peu importe la dilution sur la gélose. Ces résultats suggèrent donc une 

perte de Salmonella dans le bioréacteur. Des essais supplémentaires seront nécessaires avec 

différentes concentrations de Salmonella afin d’identifier une concentration minimale permettant 

de conserver le pathogène dans le système tout au long de l’expérience. 

3. Nouveautés de l’étude 

Une des nouveautés de cette étude est tout d’abord l’implantation d’un nouvel outil dans le 

laboratoire et à la Faculté de médecine vétérinaire permettant la culture de communauté bactérienne 

complexe. Ce système de bioréacteur se démarque aussi des systèmes qui ont été décrits dans la 

littérature par certains aspects de conception. Plusieurs systèmes observés dans la littérature 

utilisent un milieu de culture de synthèse comportant plusieurs composés, afin de reproduire la 

composition en nutriment du contenu intestinal (105, 108, 111). Dans le cas de ce projet, le système 
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utilise comme milieu de culture le produit d’une digestion in vitro de moulée destinée à des 

porcelets. Cette digestion permet donc de conserver les vitamines et sucres complexes dans le 

milieu de culture, permettant ainsi la culture d’espèces bactériennes variées. 

Une autre nouveauté du système provient de la durée des expériences. Les systèmes de bioréacteurs 

utilisés dans la littérature ont une phase de stabilisation du microbiote qui varie entre huit jours et 

36 jours (111, 213). La phase de stabilisation du système utilisé dans le projet est de 48h, ce qui 

permet de réaliser de plus courtes expériences. Ces courtes expériences ont plusieurs avantages, en 

permettent un plus grand criblage d’additifs et en réduisant le risque de rencontrer des problèmes, 

ce qui évite de devoir arrêter l’expérience en cours de route, donc de perdre l’expérience. 

4. Limites de l’étude 

Cette étude, bien qu’elle ait permis la mise en place d’un système de bioréacteur fonctionnel, 

possède certaines limites. La première limite, malgré qu’elle soit aussi une nouveauté de l’étude, 

est le temps d’expérience. Dans le cadre de cette étude, les fermentations étaient réalisées sur une 

période de 72 h, avec une réduction de la modification du microbiote entre 48 h et 72 h. Toutefois, 

aucune information sur le comportement du microbiote après 72 h de culture n’a été étudiée.  

Une seconde limite du système actuel est la préparation du milieu de culture. Lors de cette étude, 

le produit de la digestion in vitro a été congelé dans une douzaine de sacs, selon le débit de sortie 

de l’IViDiS. Ce faisant, le contenu de chaque sac était différent des autres sacs de la même 

digestion. Afin d’uniformiser les différentes expériences, le contenu de tous les sacs devrait être 

homogénéisé, puis redivisé dans différents sacs avant la congélation. Dans le cadre de cette étude, 

les trois premiers sacs et les trois derniers sacs de chaque digestion ont été mis de côté, afin d’éviter 

les extrêmes, mitigeant ainsi le problème de différence de composition. Aussi, le milieu de culture 

a été dilué à raison de 1 : 1 avec du PBS, à la suite d’une caractérisation des sucres simples par 

spectroscopie infrarouge du milieu de culture, ainsi qu’un échantillon de contenu intestinal de 

porcelet. De plus, afin d’éviter de bloquer la tubulure d’alimentation, le milieu de culture dilué 

avec le PBS doit être filtré pendant la phase de préparation, afin de retirer la moulée qui n’a pas été 

complètement digérée. Toutefois, cette manipulation retire potentiellement certains sucres 

complexes restant dans la moulée non digérée, défavorisant la croissance de certaines souches 

bactériennes. Un autre aspect du système pouvant être amélioré est la composition de l’atmosphère 

dès le début de l’expérience. Dans la conception actuelle du système, l’atmosphère du réacteur est 
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composée d’azote ajouté tout au long de l’expérience. Toutefois, certaines espèces ont besoin d’une 

atmosphère différente pour leurs croissances, comme les Methanobacteriaceae qui requièrent la 

réduction de CO2 avec du H2 comme source d’énergie (209). De plus, il serait idéal d’utiliser des 

sondes afin de suivre le potentiel redox tout au long de l’expérience, au lieu de simplement ajouter 

du thioglycolate en début d’expérience. 

Toujours sous le thème de la composition du milieu de culture, une caractérisation plus approfondie 

doit être réalisée. Dans le cadre de ce projet, la composition en sucre simple a été réalisée sur le 

produit de l’IViDiS et sur le contenu intestinal du porcelet, afin de déterminer si une dilution du 

produit de l’IViDiS serait requise. Toutefois, aucune caractérisation des sucres complexes, des 

protéines et des lipides n’a été effectuée. Une caractérisation plus approfondie de ces différentes 

macromolécules permettra de prendre une meilleure décision au niveau de la dilution du contenu 

de l’IViDiS, si nécessaire, afin d’obtenir des niveaux de macromolécules similaires aux niveaux 

présents dans le contenu intestinal.  

Une autre limite de l’étude actuelle provient du nombre de répliqua. Dans cette étude, trois 

répliquas ont été réalisés avec les huiles essentielles. Toutefois, lors des analyses bio-

informatiques, ce nombre de répliqua ne permettait pas l’identification précise de certaines 

associations qui ont été observées par qPCR. Par exemple, une augmentation significative a été 

observée pour les Lactobacilles en qPCR pour l’échantillon contenant le Thymol à 1000 ppm, mais 

cette augmentation n’est pas significative en MaAsLin, seulement de niveau de la tendance. Ainsi, 

en augmentant le nombre de répliqua, la puissance du test statistique augmente, permettant 

d’identifier plus d’associations.  

5. Perspectives 

Malgré les quelques mises au point prévues pour le système de bioréacteur, celui-ci peut être utilisé 

pour d’autres projets. Tout d’abord, le système peut être utilisé dans un projet de recherche, afin 

de réaliser un criblage d’additifs alimentaires. Puisque le système a été mis au point pour la 

réalisation de plus courte expérience, le criblage d’une grande variété et concentration d’additifs 

alimentaire peut être effectué. Une étude pourrait donc être réalisée dans l’optique d’identifier un 

additif alimentaire ayant un impact positif sur certaines populations bactériennes étant réputée 

bénéfique pour le microbiote et pour la santé de l’animal, comme les Lactobacilles et les 

Bifidobactéries ou toute autre population identifiée lors d’expériences in vivo (228).  
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Une autre possibilité pour l’utilisation future du système est la recherche et la mise au point d’un 

probiotique. Tout comme pour l’étude d’additifs alimentaires, le système pourrait être utilisé afin 

de tester l’efficacité d’une, ou un ensemble de souches, comme probiotique. Le système permet de 

vérifier, à la suite des analyses bio-informatiques, l’intégration ou non de ce potentiel probiotique 

dans le microbiote du bioréacteur. De plus, des doses variées de ce potentiel probiotique peuvent 

être testées de façon simultanée dans le système, afin d’identifier du fait même une dose minimale. 

En plus des projets de recherche pour l’identification d’un additif alimentaire ou d’un probiotique 

bénéfique pour le microbiote, le système pourrait être utilisé, en collaboration avec les industriels, 

comme service afin de valider l’effet d’un additif ou d’une alimentation particulière de cet 

industriel. En effet, il serait possible d’offrir un service d’analyse avec le bioréacteur afin 

d’observer et valider l’effet sur le microbiote de nouvelles formulations d’aliments développées 

par un industriel, à plus faible coût qu’un essai chez les animaux (in vivo). 

 



 

 

 

 

Conclusion 
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Mon projet de recherche a permis la mise en place d’un système de fermentation en bioréacteur 

visant l’étude du microbiote intestinal du porcelet. À la lumière des résultats obtenus, la première 

hypothèse a été confirmée, qui stipule qu’il est possible de stabiliser un microbiote similaire au 

microbiote intestinal porcin dans le système. Toutefois, la seconde hypothèse, concernant 

l’observation de la modulation du microbiote à l’aide d’huiles essentielles, n’a pas été confirmée, 

puisqu’aucune modulation du microbiote n’a été observée en bio-informatique. 

Au cours de ce projet, certains aspects du système ont été améliorés par rapport au système initial, 

dans l’optique de mieux répondre à l’objectif principal du projet, visant la mise en place d’un 

système de fermentation permettant le maintien d’un microbiote intestinal d’origine porcine. Ces 

améliorations comprennent l’ajout d’un régulateur de courant pour stabiliser les lectures des sondes 

de pH et l’ajout d’un réfrigérateur, dans lequel des plaques agitatrices ont été ajoutée et sur 

lesquelles les bouteilles de milieu de culture ont été placées, permettant de limiter la croissance 

bactérienne dans le milieu de culture, tout en conservant une bonne agitation du contenu. Le 

premier objectif du projet a aussi été atteint par la production du milieu de culture à partir de moulée 

dans l’IViDiS. 

Les premiers résultats obtenus avec le système visaient à caractériser l’évolution du microbiote 

dans le système, puis de comparer le microbiote du système avec l’inoculum et le microbiote 

intestinal porcin. Ces résultats ont montré que le microbiote présent dans le système évolue avec 

le temps, entre l’échantillon initial et l’échantillon à 48h d’incubation. Toutefois, une diminution 

de la variation entre 48 h et 72 h d’incubation permet d’utiliser cette fenêtre pour analyser l’effet 

d’additifs sur la composition du microbiote. Ces résultats ont aussi démontré que le microbiote 

utilisé comme inoculum de départ était similaire au microbiote intestinal porcin. Cependant, le 

microbiote du système entre 48 h et 72 h est significativement différent du microbiote intestinal 

porcin. Ces résultats obtenus permettent donc l’atteinte du second objectif, visant la production en 

48h et le maintien pendant 24 h supplémentaires d’un microbiote (pour une durée expérimentale 

de trois jours). 

Les seconds résultats obtenus avec le système ont permis d’observer l’effet de l’addition de deux 

huiles essentielles, à deux concentrations différentes, sur le microbiote, permettant l’atteinte du 

troisième objectif. Ces résultats ont démontré, par qPCR, qu’une des huiles avait un effet spécifique 

sur la croissance de Lactobacilles. Toutefois, cet effet n’a pas été observé significativement lors de 
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l’analyse par bio-informatique des résultats de séquençage à haut débit. Le dernier objectif n’a pu 

être atteint dans ce projet, puisque Salmonella n’a pu être cultivé ni l’inoculum détecté avec le 

microbiote dans le réacteur. 

Cette étude décrit le fonctionnement d’un nouvel outil permettant l’étude de l’effet d’additifs 

alimentaires sur le microbiote intestinal. Ce modèle versatile peut facilement être adapté à l’espèce, 

la section intestinale ou l’âge désiré. De plus, cet outil permet le criblage à court terme d’additifs, 

ajoutant ainsi une étape préliminaire aux études chez l’animal, en étant toutefois plus complexe 

que les méthodes de cultures traditionnelles. Le modèle pourrait être, dans le futur, modifié afin 

d’observer les effets à plus long terme. 
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