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Résumé 

La viande de porc est l’un des produits alimentaires les plus consommés au monde. La demande 

pour des produits de viande salubres et de qualité par les consommateurs ne cesse d’augmenter 

à mesure que la consommation elle-même augmente. Pour pouvoir répondre à cette demande, 

la contamination microbienne doit être surveillée et maîtrisée. Il s’agit d’une préoccupation 

majeure pour les industries œuvrant en agroalimentaire, car la présence de bactéries pathogènes 

responsables de toxi-infections alimentaires chez les consommateurs est une menace pour la 

santé publique. De plus, la présence de bactéries d’altération rend la viande impropre à la 

consommation humaine et diminue la durée de vie des produits, entraînant un gaspillage 

alimentaire et des pertes économiques. 

 

La contamination initiale des carcasses de porc est un processus inévitable et se produit par 

l’apport continu de bactéries, particulièrement celles composant le microbiote (intestinal, oral) 

des porcs et de l’environnement de l’abattoir. Le contrôle de la qualité microbiologique et la 

description des communautés microbiennes retrouvées à la surface des carcasses et des viandes 

sont réalisés, en cultivant des micro-organismes indicateurs classiques tels que les bactéries 

aérobies mésophiles totales ou les entérobactéries. Aujourd’hui, de nouvelles approches existent 

pour caractériser l’ensemble des bactéries constituant un microbiote grâce à des méthodes de 

séquençage à haut débit dans le but d’en étudier toute sa diversité. Cependant, l’ensemble du 

microbiote des carcasses et des viandes, ainsi que sa diversité sont très peu connus en production 

porcine. Par conséquent, il y a un manque général d’information disponible sur la façon dont ce 

microbiote varie dans des conditions réelles de transformation et d’entreposage de la viande de 

porc. Ainsi, les principaux objectifs cette thèse étaient de décrire la variabilité du microbiote 

porcin retrouvé sur la surface des carcasses en fonction de la provenance de la ferme d’origine 

des animaux et des étapes du procédé d’abattage et celle du microbiote retrouvé sur la surface 

des viandes emballées sous vide en fonction des conditions d’entreposage, en plus de décrire la 

variation de ces microbiotes dans le temps.  

 



4 
 

Pour cette thèse, trois échantillonnages ont été effectués dans un abattoir porcin au Québec, 

Canada. Des échantillons de surface de carcasses ont été prélevés à plusieurs étapes de la chaîne 

d’abattage et de transformation et ce, pendant plusieurs semaines. Des échantillons de longes de 

porc emballées sous vides et entreposées à plusieurs températures distinctes pendant 56 jours, 

pour imiter l’exportation de ces produits frais à l’étranger, ont également été prélevés. Des 

analyses microbiologiques classiques, à savoir le dénombrement d’indicateurs microbiens et la 

détection des bactéries pathogènes telles que Salmonella, ainsi que la caractérisation du 

microbiote via le séquençage de la région V4 de l’ARNr 16S sur la plateforme Illumina Miseq ont 

été réalisées.  

 

Globalement, les résultats ont montré que le microbiote de surface des carcasses de porc était 

similaire lorsque comparé après l’habillage des carcasse (jusqu’à la douche précèdent le 

refroidissement), et ce entre les zones basses (correspondant au cou) et hautes (correspondant 

au jambon), ainsi que selon l’origine des carcasses, provenant de différents élevages, abattues 

pendant une même journée. Le microbiote semblait être constitué de bactéries provenant du 

microbiote intestinal ou oral des porcs. À l’inverse, une différence entre les charges microbiennes 

était observée, avec des comptes bactériens plus élevés pour les indicateurs dans la partie 

correspondant au cou. Lorsque les microbiotes ont été comparés sur une période de quatre 

semaines, une plus grande diversité bactérienne a été observée sur les zones correspondant au 

jambon. La composition et la structure du microbiote à la surface des carcasses apparaissaient 

différentes selon les journées d’abattage et les différents quarts de production (matin vs après-

midi). Après le refroidissement des carcasses, une diminution de la charge bactérienne ainsi que 

de la diversité ont été observées, telles qu’attendues, malgré le fait que la plupart des genres 

bactériens présents sur les carcasses avant le refroidissement ont également été détectés après 

ce même refroidissement. La caractérisation du microbiote de longes de porc emballées sous vide 

entreposées à des températures de −1,5°C et subissant des fluctuations de la température durant 

les 56 jours d’entreposage a démontré que la diversité, la composition et la structure du 

microbiote n’étaient pas impactées. Les communautés bactériennes identifiées sur les carcasses 

de porc avant et après le refroidissement, tels qu’Escherichia, Shigella et 
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Lactobacillales_unclassified, semblaient contribuer au microbiote des longes tout au long de 

l’entreposage. Les résultats ont révélé que les microbiotes de longes de porc, similaires en début 

de l’entreposage, se différenciaient après 56 jours d’entreposage. Dans cette thèse, les faibles 

prévalences de Salmonella et de Listeria monocytogenes n’ont pas permis de décrire et 

d’identifier les changements du microbiote potentiellement associés à la présence de ces 

bactéries. La caractérisation du microbiote a néanmoins permis d’identifier des genres bactériens 

hébergeant des espèces reconnus pour être pathogènes pour l’humain, comme Campylobacter 

spp. et Yersinia spp. 

 

Les méthodes de contrôles pour assurer le contrôle de la qualité microbiologique mises en place 

à l’abattoir ne permettent pas de caractériser toute la contamination microbienne. Par 

conséquent, la description complète des communautés microbiennes retrouvées à la surface des 

carcasses et viandes de porc est importante pour déterminer le rôle des conditions de 

transformation primaire et d’entreposage dans la composition et la diversité du microbiote. Ce 

projet permet d’ouvrir sur de nouvelles perspectives pour un meilleur contrôle de la qualité 

microbiologique et une meilleure prévention de la contamination microbienne des carcasses et 

viandes de porc.  

 

Mots-clés : abattoir porcin, carcasses, longes sous-vide, microbiologie, indicateur, altération, 

pathogènes, microbiote, diversité.  
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Abstract 

Pork is one of the most consumed food products in the world. Requests for quality safe and high 

pork meat products is increasing too, as the consumption itself continues to increase. To be able 

to meet these requests, microbial contamination must be controlled. This is a major concern for 

the pig industry as the presence of pathogenic bacteria is responsible for human foodborne 

infections, making it a public health issue, as well as the presence of spoilage bacteria render 

meat unsuitable for human consumption, leading to food waste and economic losses.  

 

During pig meat processing, the initial carcass contamination appears inevitable and bacteria 

from the digestive tract and from the slaughterhouse environment contribute to the 

contamination of the carcass surface, both jeopardizing food safety and meat shelf life. 

 

The control of microbiological contamination and the description of the microbial communities 

on the surfaces of pork carcasses and meats are performed using culture-dependent methods, 

such as counting total aerobic bacteria or Enterobacteriaceae. Currently, new approaches allow 

to describe and analyze the entire composition of a microbial community using high-throughput 

sequencing. However, few studies have described the composition and diversity of all bacterial 

populations on carcass surfaces and fresh pork products during processing. To address this lack 

of available information on how the microbiota varies under actual processing and storage 

conditions, this thesis aims to describe the variability of surface microbiota of pig carcasses 

according to the animal origin, stage of the slaughter process, the variability of surface microbiota 

of vacuum-packed pork meats according to storage conditions and to study the variations of these 

microbiota over time. 

 

In this thesis, three samplings were carried out in a pig slaughterhouse in the province of Quebec, 

Canada. Samples from the surface of pig carcasses were collected at several stages during primary 

processing, as well as samples from the surface of fresh vacuum-packed pork loins stored for 56 

days and subjected to different temperature deviations, to mimic overseas exportation. Culture-
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dependent methods such as enumeration of traditional indicator microorganisms, detection of 

pathogenic bacteria such as Salmonella, as well as high-throughput sequencing of the V4 region 

of the 16S rRNA gene on the Illumina platform were performed. 

 

Results showed that the microbiota of the carcass surfaces sampled was similar following primary 

processing (until the final wash that precedes cooling) between samples from the top (ham) and 

the bottom areas (neck), and between different pig batches slaughtered the same day. Bacteria 

which seem to come from the gut and oral cavity of pigs mainly contribute to the carcass 

microbiota composition. Microbial counts were different between areas, higher bacterial counts 

were observed for the bottom area. However, when the microbiota was compared over a four-

week period, a higher bacterial diversity was observed on top areas, and the microbiota 

composition and diversity found on the pig carcass surface appear different according to different 

visits and work shifts (morning vs afternoon). After cooling, a decrease in bacterial counts and 

diversity were observed, even if most bacterial genera present on carcasses before cooling were 

also detected afterward. The microbiota composition, diversity, and structure of vacuum-packed 

pork loin stored at −1.5°C (Control) and at different temperature deviations over 56 days were 

not statistically different. Bacterial communities identified on pig carcasses before and after 

chilling, such as Escherichia, Shigella and Lactobacillales_unclassified, seemed to contribute to 

the vacuum-packed pork loin microbiota during storage. Results revealed that the vacuum-

packed pork loin microbiota from the eight batches sampled were different after 56 days of 

storage, even though they appeared similar at the beginning of this storage period. In this thesis, 

the low prevalence of Salmonella and Listeria monocytogenes did not allow us to describe any 

potential changes in the microbiota associated with the presence of these bacteria. However, 

sequencing analysis revealed the frequent presence of known foodborne pathogens like 

Campylobacter spp. and Yersinia spp. 

 

The control methods to ensure microbiological quality control implemented at the 

slaughterhouse do not allow to characterize all microbial contamination. Therefore, the complete 

description of the microbial communities from carcass and meat surfaces is important in 



8 
 

determining the role of primary processing and storage conditions in the composition and 

diversity of microbiota. This study is a step forward in the better control and prevention of 

microbial contamination of meat products.  

 

Keywords : pig slaughterhouse, carcasses, vacuum-pack loins, microbiology, indicator, spoilage, 

pathogens, microbiota, diversity.  
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Liste des sigles et abréviations 

ACIA : Agence canadienne d’inspection des aliments 
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ANOVA : Analysis of variance (analyse de la variance) 

ARN : Acide ribonucléique 

ARNr/rRNA : Acide ribonucléique ribosomal/Ribosomal ribonucleic acid  

ASV : Amplicon sequence variant (variant de séquence d’amplicon) 
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Aw : Water activity (activité de l’eau) 
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BGS : Brilliant Green Sulfa (gélose à la sulfadiazine et au vert brillant) 

BLAST : Basic Local Alignment Search Tool (outil de recherche d’alignement local de base) 

bp : Paire de bases 

COVID-19 : Coronavirus disease, appeared in 2019 

CRIPA : Centre de recherche en infectiologie porcine et avicole 
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OMS : Organisation mondiale de la Santé 
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« Je ne pensais pas que tu en serais arrivée là » 

Maman  
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Chapitre 1 – Introduction 

Le porc compte parmi les produits alimentaires les plus consommés dans le monde [1]. Au 

Canada, plus de 8 000 fermes porcines sont en opération et près de 22 millions de porcs ont été 

abattus, représentant plus de 2 millions de tonnes de viande de porc produites en 2021 [2]. Plus 

de 40 % de l’abattage de porc au Canada est réalisé dans la province du Québec. En 2019, le 

Canada a exporté plus de 1,4 million de tonnes de porc dans le monde entier, représentant une 

valeur de 4,96 milliards de dollars canadiens. Le Québec est le principal exportateur de viande de 

porc du Canada et les principaux pays d’exportation d’outre-mer sont la Chine et le Japon [3]. 

Alors que les consommateurs portent une attention croissante sur l’origine des produits et 

exigent des produits de viande de haute qualité, les producteurs et les transformateurs font face 

à des défis pour réduire au minimum la contamination microbienne des produits et ainsi 

améliorer et assurer la qualité microbiologique et la salubrité des viandes.  

 

La viande est l’un des aliments les plus périssables. Sa teneur élevée en nutriments et en eau libre 

favorise la croissance de nombreux microorganismes, principalement les bactéries [4]. Parmi ces 

bactéries, des agents pathogènes zoonotiques responsables des toxi-infections alimentaires chez 

l’humain et des bactéries dites « d’altération », responsables de la détérioration de la viande, sont 

retrouvées [4–9]. La consommation de viande de porc contaminée est une source majeure des 

maladies humaines d’origine alimentaire [10]. Salmonella est l’une des principales bactéries 

pathogènes zoonotiques associées à la production porcine et est responsable de la salmonellose. 

Par exemple, aux États-Unis, il a été estimé que Salmonella cause environ 35 % des maladies liées 

à la consommation de porc [11]. La présence de ces bactéries pathogènes sur les carcasses de 

porc en fin d’abattage et sur les produits finis demeure une préoccupation de santé publique. Au 

Canada, la prévalence de Salmonella retrouvée chez les porcs à l’arrivée à l’abattoir s’élevait à 

plus de 60 % en 2019 [12]. 
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La croissance microbienne est la cause la plus fréquente de l’altération des viandes et est à 

l’origine de la modification des propriétés organoleptiques perceptibles par les consommateurs, 

telles que le changement de couleur, d’apparence et de texture ou l’apparition d’odeurs 

nauséabondes [4,7]. Cette détérioration des aliments entraîne d’énormes pertes économiques, 

aussi bien pour les producteurs, les transformateurs et les consommateurs et contribue 

fortement au gaspillage alimentaire [8]. Le type de bactéries et leurs charges dépendent de la 

contamination initiale et des conditions d’entreposage (température, conditionnement). Ces 

conditions influencent le développement des différentes populations microbiennes impliquées 

dans l’altération, affectant ainsi le type et la vitesse du processus de détérioration [9]. Les micro-

organismes les plus couramment impliqués sont les bactéries aérobies mésophiles ou 

psychrophiles et les bactéries lactiques. Pour augmenter la durée de vie des viandes, les viandes 

de porc fraîches sont généralement emballées sous vide ou sous atmosphère modifiée [13]. 

Associés à des conditions d’entreposage où la température est abaissée à 1 ou 2°C en-dessous du 

point de congélation, ces processus d’emballage permettent d’augmenter jusqu’à quatre fois la 

durée de vie des produits rapport à celle des viandes non emballées et entreposées à 4°C, 

principalement en ralentissant la croissance microbienne tout en conservant les qualités 

nutritives et organoleptiques des viandes [4,14–16]. Toutefois, ils ne permettent pas d’inhiber 

entièrement la croissance des bactéries d’altération ou des bactéries pathogènes [17–21]. 

 

La contamination initiale des carcasses est un processus inévitable pendant l’abattage et la 

transformation est un point-clé affectant la dynamique d'altération et la présence d'agents 

pathogènes sur la viande [22–29]. Les bactéries colonisant les poils, le tube digestif, la peau et les 

matières fécales des porcs sont les principales sources de contamination des carcasses lors du 

processus de transformation de ces animaux en viande. Par exemple, il est connu que 

l’éviscération est une étape critique qui entraîne une contamination des carcasses par les 

bactéries pathogènes retrouvées dans le tube digestif de l’animal renfermant un microbiote 

bactérien lorsque l’application des bonnes pratiques n’est pas optimale [10,30,31]. La 

contamination des carcasses peut également être d'origine environnementale et provenir de 

l'eau, de l'équipement, des matériaux ou des surfaces telles que les convoyeurs qui entrent en 
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contact avec les carcasses [26,32–34]. De plus, la manipulation des carcasses et des viandes par 

les travailleurs peut contribuer à cette contamination. Par conséquent, les contaminations 

croisées peuvent se produire entre les carcasses et tout ce qui entre en contact direct ou indirect 

avec elles, contribuant ainsi à la composition bactérienne et à la charge microbienne des viandes 

avant l’entreposage. Ainsi, pour réduire le risque de contamination des carcasses, il a été 

démontré que l’application de bonnes pratiques d’hygiène est essentielle. Certaines bactéries 

sont capables de persister et de croître malgré la mise en place des procédures de lavage et de 

décontamination des carcasses et de l’environnement, des conditions d’entreposage au froid et 

l’emballage des produits finis [20,35–37].  

 

Jusqu’alors, les communautés microbiennes de surface des carcasses et des viandes ont été le 

plus souvent décrites par des méthodes faisant appel à la microbiologie classique, soit des 

méthodes dépendantes de la culture [4]. Cependant, les mesures de surveillance et les contrôles 

microbiologiques mis en place à l’abattoir utilisant des méthodes de culture classique ne 

permettent pas de caractériser toute la contamination microbienne [4,38]. Aujourd’hui, les 

méthodes de séquençage à haut débit permettent de caractériser l’ensemble des bactéries 

présentes dans un environnement sans devoir passer par l’étape de la culture. L’ensemble de la 

composition des populations bactériennes composant le microbiote des carcasses et des viandes, 

ainsi que sa diversité sont très peu connues en production porcine. L’hypothèse de cette thèse 

est donc que le microbiote, des carcasses et des produits finis de porc, peut être utilisé comme 

indicateur de la salubrité alimentaire. Les principaux objectifs de ce travail étaient de décrire la 

variabilité du microbiote de surface des carcasses de porc et celui des viandes de porc emballées 

sous vide, en fonction de la provenance des animaux, des étapes du procédé d’abattage, des 

conditions d’entreposage, mais aussi de décrire la variation de ce microbiote dans le temps.  

  

Le premier objectif de cette étude a été de décrire la variabilité du microbiote de surface des 

carcasses en fonction de la provenance des animaux, en utilisant une approche de séquençage à 

haut débit. Le but était de déterminer si ce microbiote variait selon le lot à la suite de l’abattage 

et de l’habillage des carcasses et s’ils pouvait être associé à la ferme d’origine des animaux. Le 
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deuxième objectif était d’investiguer la variation du microbiote des carcasses de porc pendant 

quatre semaines, à la suite du processus d’habillage des carcasses, et d’étudier l’impact du 

refroidissement des carcasses sur ce microbiote. Enfin, le troisième objectif était d’étudier 

l’évolution du microbiote de produits finis de porc (longes) emballés sous vide sur une période de 

plusieurs semaines, qui imite l’exportation outre-mer, de déterminer la variation de ce microbiote 

entre les produits provenant de différents lots de porcs abattus, ainsi que de déterminer l’impact 

de différents écarts de température d’entreposage sur ce microbiote. Le but était de déterminer 

si le microbiote de surface de viande peut être utilisé comme signature de la perte de contrôle 

sanitaire dans la chaîne de distribution.  
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Chapitre 2 – Revue de littérature 

2.1 L’industrie porcine  

A l’échelle mondiale, le porc est l'une des viandes les plus consommées. Jusqu’en 2015, la 

consommation de la viande de porc était la plus élevée par rapport aux autres viandes (volaille, 

bœuf, etc..). En 2022, la production mondiale de viande de porc était estimée à 110 500 millions 

de tonnes. En comparaison, la production mondiale de viande de volaille et de bœuf atteignait 

132 500 et 70 500 millions de tonnes, respectivement. La consommation mondiale annuelle de 

porc est quant à elle estimée à plus de 110 millions de tonnes équivalent-carcasses [1]. La Chine, 

l’Union européenne (UE) et les États-Unis consomment plus de 70 % de la production mondiale 

de porc [3]. À l’échelle mondiale, la consommation du porc était stable jusqu’en 2018, et depuis, 

a connu une diminution d’environ 10 %. Cette diminution s’explique par deux évènements 

majeurs mondiaux, à savoir l’épidémie de peste porcine africaine déclarée en Chine à la fin de 

2018 qui s’est propagée en Asie et en Europe, et la pandémie de COVID-19 [3]. En effet, l’épidémie 

de peste porcine africaine, particulièrement en Chine, a décimé les cheptels porcins et réduit 

considérablement la quantité de carcasses disponibles. La pandémie de COVID-19 a également 

eu un impact sur les opérations d’abattage et de découpe au Canada et dans le monde, réduisant 

ainsi l’offre. Ces évènements ont limité l’accès à la viande de porc à partir de 2019 et ainsi 

influencé les marchés d’exportation de l’Amérique du Nord, dont celui du Canada. La diminution 

de la consommation de viande porcine est également liée aux répercussions de la hausse des prix 

de la viande, combinée à une baisse générale des revenus des ménages, ainsi que la fermeture 

des établissements de restauration lors de la pandémie de COVID-19. Malgré tout, les 

perspectives mondiales indiquent une croissance annuelle de la consommation de porc jusqu’en 

2030, avec à cette date, une estimation de plus de 128 000 millions de tonnes de viande 

consommées [1].  
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2.1.1 Les données sur la production porcine au Canada et au Québec 

 
Le Canada compte plus de 8 000 fermes porcines en activité, abattant environ 22 millions de 

porcs, et représentant plus de 2 millions de tonnes de viande de porc en 2021 [2]. La 

consommation de viande porcine est de 22,2 kg par personne par année au Canada [39]. Plus de 

40 % de l’abattage de porc au Canada ont lieu au Québec, ce qui place la province en tant que 

premier producteur de porcs au Canada. Les producteurs de porcs se retrouvent principalement 

dans les régions Chaudière-Appalaches (32 %), Montérégie (30 %), et dans le Centre-du-Québec 

(13 %). En 2020, plus de 1 800 fermes porcines étaient présentes sur le territoire québécois. Le 

nombre de fermes porcines au Québec a diminué de 5 %, mais le nombre moyen de porcs par 

ferme a augmenté de 7 %, avec un nombre moyen de près de 7 500 porcs par ferme [3]. De 2015 

à 2020, la consommation du porc par personne a diminué au Québec pour atteindre 24,5 kg, alors 

que la consommation de bœuf ou de poulet a augmenté. Toutefois, la consommation de porc au 

Québec reste supérieure à la moyenne canadienne qui est de 18,8 kg. En 2020, Le Québec, comme 

le Canada, a observé une hausse des prix à la consommation [40]. Les viandes de porc fraîches et 

surgelées ont connu une hausse de prix de 12 % [3]. Ces augmentations sont étroitement liées à 

la baisse de la production mondiale, combinées aux difficultés apportées par la pandémie de 

COVID-19.  

 

Annuellement, le Canada se place en tant que troisième exportateur de porc au monde. En 2019, 

le Canada a exporté plus de 1,4 million de tonnes de porc, représentant une valeur de 4,96 

milliards de dollars canadiens. Le Québec est principal exportateur de viande de porc du Canada. 

En 2020, les principaux pays exportateurs étaient la Chine (46 %), les États-Unis (23 %) et le Japon 

(17 %) [3]. 

2.1.2 Les étapes de transformation des animaux en viandes 

2.1.2.1 L’élevage de porc 

L’élevage de porc se compose de trois périodes spécifiques : le naissage, le post-sevrage (ou 

pouponnière) et l’engraissement. En résumé, le naissage comprend les étapes de fécondité, de 

gestation et de maternité. Les truies sont fécondées par insémination artificielle ou par saillie. La 
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période de gestation des truies dure 3 mois, 3 semaines et 3 jours. Au terme de la gestation, les 

truies mettent bas à une portée moyenne d’une douzaine de porcelets dans des cages 

individuelles pour la protection de ces derniers. Au Québec, après 21 jours d’allaitement, les 

porcelets vont être séparés de leurs mères et envoyés dans une autre ferme, dite de post sevrage. 

Ils vont alors, durant 6 à 8 semaines, y être nourris avec des aliments solides comme des granulés 

à base de mélange de céréales telles que le blé et l’orge qui apportent de l’énergie, du soya qui 

apporte des protéines et des sels minéraux et vitamines[41]. À l’issue du post-sevrage, les porcs 

partent en engraissement pour une durée de 3 à 4 mois, phase pendant laquelle la composition 

de l‘alimentation est adaptée à l’évolution des besoins physiologiques de la forte croissance (ratio 

protéines énergie). À la fin de l’engraissement, les porcs dits charcutiers, pèsent plus de 100 kg et 

sont prêts à être envoyés à l’abattoir pour la transformation en viande après leurs examens 

réalisés par des vétérinaires de l’Agence canadienne d’inspection des aliments (ACIA) pour 

s’assurer qu’’ils sont aptes au transport [42]. Les porcs sont transportés dans des camions 

réservés au transport d’animaux, qui sont lavés avant et après chaque chargement d’animaux. 

L’ensemble des exigences relatives aux transport (chargement, densité, facteurs météorologique, 

circulation de l’air) permet d’assurer le bien-être animal.  

 

2.1.2.2 Le processus d’abattage 

A l’arrivée à l’abattoir, les porcs sont déchargés via des rampes et des quais adaptés, assurant 

leur bien-être. Après réception, les porcs sont installés dans des parcs d’attente où leur traçabilité 

est contrôlée. Une inspection ante mortem est réalisée par les inspecteurs de l’ACIA vérifiant 

l’état de santé global des animaux, et détectant la présence de tout signe apparent de maladies 

ou même de défauts qui pourraient rendre la viande impropre à la consommation humaine. 

Lorsque l’inspecteur soupçonne que l’animal présente des écarts par rapport au comportement 

ou à la physiologie qui sont considérés comme normaux, celui-ci doit être inspecté par un 

vétérinaire de l’ACIA. Dans le cas où le vétérinaire condamnerait l’animal, ce dernier doit être 

désigné comme étant non comestible [43,44].  
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Les animaux sains sont assommés, soit par étourdissement au dioxyde de carbone, soit par un 

choc électrique, ce qui déclenche, dans les deux cas, la perte de conscience immédiate en 

minimisant la douleur de l’animal [45]. Avant que l’animal ne soit relevé par les pattes et accroché 

à la chaine d’abattage, l’état d’inconscience est vérifié visuellement en s’assurant de l‘absence de 

respiration rythmique ou de réflexes oculaires par exemple. La saignée est réalisée manuellement 

conduisant à la mise à mort de l’animal par le sectionnement des veines jugulaires. Lors de 

l’exsanguination, le sang est collecté pour la production de boudin ou autres produits sanguin à 

destination de la consommation humaine. Les carcasses sont ensuite échaudées. L’échaudage par 

immersion est la technique la plus répandue, comparativement à l’échaudage vertical à l’eau 

chaude ou à la vapeur. Les carcasses sont immergées pendant quelques minutes (5-6 minutes) 

dans un bassin d’eau chaude dont la température varie le plus souvent entre 59°C et 65°C. Cette 

étape permet d’éliminer plus facilement les poils lors de l’opération d’épilation. Les carcasses 

sont donc épilées mécaniquement à l’aide de racleurs, puis flambées et grattées avant d’être 

lavées à l’eau. Ces étapes permettent de détacher et d’éliminer les résidus, tels que les poils 

(appelés soies), les pellicules épidermiques et les particules de saleté résiduelles.  

 

Après l’ouverture abdominale, les carcasses sont éviscérées afin de procéder à l’ablation de tous 

les viscères de l’animal. Les viscères intestinaux sont déposés dans des nacelles ou des bacs et 

ceux du système cardio-respiratoire sur des crochets, et leurs cheminements sur la chaîne suit 

celui de la carcasse jusqu’à l’inspection. Chaque viscère doit en effet être obligatoirement 

identifié avec sa carcasse correspondante. Une fois éviscérées, la tête est partiellement 

sectionnée. Les carcasses sont fendues en deux longitudinalement jusqu’au cou à l’aide d’une scie 

électrique et le gras est ensuite retiré de l’intérieur de la cavité des carcasses. Avant d’être à 

nouveau lavées, les carcasses doivent être parées et vérifiées afin qu’elles ne comportent aucun 

défaut d’habillage (lésion, contaminant). Les viscères sont alors acheminés dans un autre 

département et sont valorisées en alimentation humaine ou animal selon les besoins [46]. 

L’inspection post mortem de la tête, des viscères et des carcasses est réalisée par des inspecteurs 

de l’ACIA. L’inspection de la tête consiste à un examen visuel de celle-ci et de tous les nœuds 

lymphatiques (excision et inspection des nœuds lymphatiques mandibulaires). L’inspection des 
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viscères consiste en l’examen visuel de l’estomac, des intestins, de la rate, des nœuds 

lymphatiques mésentériques au niveau de l’iléon, et d’autres nœuds lymphatiques (hépatique, 

des poumons, du foie, des reins, trachéobronchique gauche). L’inspection des carcasses consiste 

à faire l’inspection visuelle de l’extérieur et de la cavité interne, y compris des nœuds 

lymphatiques iliaques. Dans le cas où une carcasse présente un défaut, signifiant une pathologie, 

celle-ci, accompagnée de ces viscères correspondants est examinée individuellement par un 

vétérinaire de l’ACIA et doit être condamnée si un parage ne permet pas de la rendre conforme. 

[43,44] 

 

Les carcasses sont ensuite pesées et classées selon leurs caractéristiques (poids, teneur estimée 

en viande maigre). Pour finir, avant le refroidissement en chambre froide, l’ablation de la tête est 

réalisée. Alors, les demi-carcasses sont transférées dans une chambre froide pour l’étape de 

refroidissement, un froid choc (air pulsé) pour une descente rapide de la température de surface, 

puis le refroidissement statique qui permet d’abaisser la température des carcasses de 39°C à 7°C 

en moins de 24 heures. La température des chambres froides se situant entre 0 et 5°C permet 

d’atteindre cet objectif. 

 

2.1.2.3 La découpe et la transformation 

À la sortie du refroidissement, les carcasses sont acheminées dans le département de découpe et 

de transformation. La tête est entièrement sectionnée au début des étapes de la découpe. Les 

carcasses sont sectionnées en deux avec une lame automatisée et sont déposées sur deux 

convoyeurs distincts. La première découpe, dite primaire, consiste à séparer chaque quart de 

carcasse en quatre pièces : le jambon, l’épaule, la poitrine et la longe. La découpe secondaire est 

réalisée selon les spécifications et le cahier des charges des clients, ainsi que la destination finale 

des produits. Les pièces issues de la découpe primaire sont préparées et transformées, le plus 

souvent découennées, désossées, dégraissées, dénervées, tranchées et découpées selon les 

pratiques industrielles qui correspondent soit à une opération manuelle réalisée par des 

employés, soit à une étape automatisée faisant appel à des équipements spécialisés. Les pièces 

de viande sont en tout temps maintenues à des températures de 4°C et moins [4].  
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2.1.2.4 L’emballage, l’entreposage et l’expédition des viandes 

Après les découpes, les produits vont être emballés et étiquetés avant l’expédition. Il existe, pour 

les viandes fraîches et réfrigérées, plusieurs types d’emballage. Le type de conditionnement est 

adapté au produit et est établi selon les spécifications des clients. L’emballage « pré-emballé » 

s’effectue dans des barquettes sous film plastique perméable à l’air. L’emballage sous vide 

consiste à retirer la totalité de l’air présent et ensacher la pièce en conditions hermétiques. Dans 

le même ordre d’idées, l’emballage sous atmosphère modifiée consiste à remplacer l’air à 

l’intérieur de l’emballage par un gaz ou un mélange gazeux, tels que le dioxyde de carbone ou 

l'azote. Ces types d’emballage permettent d’augmenter la durée de vie et donc de conservation 

des pièces fraîches, tout en préservant la qualité nutritive et organoleptique de celles-ci [15]. 

Associé à un entreposage à basse température, la croissance microbienne se voit ainsi ralentie, la 

viande se détériore moins vite et les aliments se conservent environ quatre fois plus longtemps 

[4,13,14,37].  

 

Les viandes et produits de viande sont ensuite étiquetés et expédiés. L’ACIA a établi des exigences 

en matière d’étiquetage des produits de viande qui sont fabriqués et transformés au Canada et 

qui sont destinés au commerce interprovincial, à l’importation ou à l’exportation [47]. En résumé, 

il doit être mentionné le nom du produit, la liste des ingrédients, la quantité nette, le nom et 

principal lieu de production, le pays d’origine, les instructions d’entreposage, le code de lot, la 

date limite de conservation, ainsi que l’estampille d’inspection. L’ACIA présente également les 

informations relatives à la satisfaction des exigences vétérinaires, de salubrité, d’emballage, 

d’étiquetage et selon les certifications requises par la plupart des pays vers lesquels le Canada 

exporte des viandes et des produits de viande. Les exigences sont donc spécifiques à chaque pays 

en matière d’exportation. Par exemple, les exploitants qui exportent de la viande aux États-Unis 

doivent respecter les normes établies par la réglementation du Service de sécurité et d'inspection 

des aliments (FSIS) du Département de l'Agriculture des États-Unis (USDA) et ces mêmes 

directives sont utilisées lors de la réception pour déterminer la conformité des produits importés 

[47,48].  
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Messages clés 
- Le Québec est le premier producteur de porc au Canada (40 % de 2 millions de tonnes 

de viandes produits en 2021) 
- Malgré l’impact de la pandémie mondiale de la COVID-19 sur les marchés d’exportation 

(diminution de l’offre), le Québec est le principal exportateur de viande de porc du 
Canada vers la Chine, les États-Unis et le Japon 

- Les transformateurs doivent respecter et répondre aux exigences liées aux procédures 
d’abattage et de transformation des animaux dont la viande est destinée à la 
consommation humaine établies par l’Agence canadienne d’inspection des aliments 

- L’inspection ante mortem permet de déterminer la santé globale des animaux avant 
l’abattage, tandis que l’inspection post mortem permet de détecter les défauts ou des 
pathologies visibles des carcasses et des viscères 

- Les principales étapes de transformation des animaux en viandes sont : 
étourdissement, saignée, échaudage, épilation, éviscération, fendage, parage, lavage à 
l’eau, refroidissement, découpe primaire et secondaire 

- Il existe plusieurs types d’emballage des viandes et l’emballage sous vide ou sous 
atmosphère modifiée comparé aux « pré-emballé » permet d’augmenter la durée de 
vie et de conservation des viandes 

2.2 Les différents types d’altérations de la viande 

L’altération de la viande est un processus naturel entraînant des changements indésirables des 

caractéristiques sensorielles, telles que l’apparence, la texture, l’odeur et la saveur. La viande 

devient alors impropre à la consommation humaine. Différents types d’altération existent : 

physique, biochimique, chimique et biologique [49]. L’altération physique se caractérise par des 

changements physiques sur la texture de la viande pouvant être causés par des chocs, ou par une 

oxydation des pigments de la viande responsable de l’apparition de couleurs anormales lorsque 

l’emballage n’est plus conforme. L’altération biochimique est associée aux enzymes présentes 

naturellement dans les viandes et est responsable par exemple du brunissement enzymatique dû 

à la conversion des composés phénoliques en polymères colorés. L’altération chimique 

(oxydation des lipides) est principalement responsable de la production des odeurs 

(rancissement). Pour finir, l’altération biologique est provoquée par la prolifération et l’action de 

microorganismes tels que des bactéries, des champignons, ou via des substances libérées par 

ceux-ci. L’altération microbienne est la cause la plus fréquente des modifications de la qualité des 
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aliments (odeurs désagréables, saveurs désagréables, formation de boue visqueuse appelée 

slime), engendrant des pertes économiques non négligeables et participant à l’augmentation 

massive du gaspillage alimentaire [4,7]. Il a été estimé que plus de 25 % de la nourriture produite 

dans le monde est gaspillée avant la distribution chez le consommateur en raison de l’altération 

microbienne [8,50]. 

2.3 Les bactéries responsables de l’altération  

La viande représente l’une des denrées alimentaires les plus périssables [4]. Sa forte teneur en 

nutriments et en eau libre la rend favorable pour la croissance d’une grande variété de bactéries 

[4,9]. La durée de conservation des viandes et des produits de viandes est la période pendant 

laquelle les aliments conservent leurs caractéristiques qualitatives, jusqu’à l’apparition visible de 

phénomènes d’altération, ou le dépassement de valeur de dénombrement de bactéries 

indicatrices (critères microbiologiques) [7,8,51]. L’altération microbienne de la viande crue est 

principalement due au développement microbien indésirable pendant l’entreposage. Le type de 

bactéries et leur concentration finale dépendent de la contamination initiale (juste avant 

l’emballage) de la viande [8]. Il est connu que les viandes sont initialement contaminées lors du 

processus d’abattage et de transformation des carcasses [6,23,26–28]. La croissance des 

bactéries retrouvées sur la surface de la viande est affectée par des facteurs intrinsèques et 

extrinsèques. Les paramètres intrinsèques de la viande qui affectent la croissance microbienne 

sont : la teneur en éléments nutritifs, la disponibilité en eau libre, le pH, la pression osmotique, le 

potentiel d’oxydoréduction et la présence d’agents antimicrobiens naturels tels que des enzymes 

[38]. Les paramètres extrinsèques des aliments ne dépendent pas de la viande. Ce sont les 

propriétés de l’environnement d’entreposage qui affectent à la fois les viandes et la croissance 

des bactéries, et correspondent à la durée et la température d’entreposage, l’humidité relative, 

et la composition de l’atmosphère de l’emballage. Parmi ces facteurs, la température 

d’entreposage est considérée comme l'un des facteurs les plus importants affectant la croissance 

des bactéries présentes sur la viande [4].  
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On retrouve à la surface de la viande un ensemble de bactéries composé principalement 

d’Acinetobacter spp., Pseudomonas spp., Brochothrix spp., Aeromonas spp., Flavobacterium spp., 

Psychrobacter spp., Moraxella spp., Staphylococcus spp., Micrococcus spp., les bactéries lactiques 

(LAB) et différents genres de la famille des entérobactéries [4,6–9,52]. Toutes les bactéries 

initialement présentes ne contribuent pas nécessairement à l’altération des viandes. 

L’environnement exerce une pression de sélection sur la communauté microbienne, et les 

bactéries les mieux adaptées à l’environnement deviendront dominantes et atteindront un 

nombre élevé, contribuant ainsi à la détérioration de la viande. Ainsi, par exemple, la viande est 

considérée comme altérée lorsque la concentration des bactéries mésophiles aérobiques totales 

atteint 107 UFC/g [9].  

 
Les bactéries responsables de l’altération des viandes sont capables de croître à des températures 

de réfrigération et sont essentiellement des bactéries psychrophiles, anaérobies facultatives 

(exclusives ou non), ou aérobies. Le processus d’altération se fait donc principalement à la surface 

des aliments. Selon la littérature, les principales bactéries associées à l’altération et 

majoritairement présentes sur la viande de porc sont : Pseudomonas spp., Enterobacteriaceae 

(Serratia, Hafnia, Enterobacter), LAB (Carnobacterium spp., Lactobacillus spp., Leuconostoc spp.), 

Brochothrix thermosphacta et Clostridium spp [4,6–9,52]. Les caractéristiques de l’altération 

microbienne de la viande dépendent de la disponibilité des substrats tels que le glucose, l’acide 

lactique, les composés azotés et les acides aminés libres présents sur la viande. Ces substrats sont 

les principaux précurseurs des métabolismes microbiens responsables de l’altération [4,6–9,52].  

2.3.1 Les bactéries associées à l’altération des viandes sous aérobiose 

Sur la viande de porc fraîche emballée sous aérobiose, Pseudomonas spp. est la principale 

bactérie psychrotrophe responsable de l’altération. Pseudomonas est une bactérie bacille à Gram 

négatif, droite ou légèrement incurvée, de 1μm de diamètre sur 5μm de longueur, oxydase 

positive, non sporulée et mobile grâce à des flagelles. Cette bactérie est aérobie stricte, c’est-à-

dire qu’elle croît seulement en présence d’oxygène. Elle est également psychrotrophe, et donc 

capable de croître à des températures inférieures à 4°C, semblable à la température des 

réfrigérateurs chez les consommateurs [4,8,9]. Elle contribue majoritairement aux odeurs 
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nauséabondes lorsque sa concentration atteint 107 UFC/g [9]. Pseudomonas spp. est une bactérie 

protéolytique et est responsable de la putréfaction de la viande. Pseudomonas spp. croît 

rapidement en raison de son court temps de génération (environ 8, 10 et 46 minutes à 37°C, 25°C 

et 4°C, respectivement, à pH = 6 et aw = 0.97 [53]) en utilisant d’abord le glucose comme source 

d’énergie. Lorsque le glucose est épuisé, Pseudomonas utilise les acides aminés comme substrat. 

Il y a alors production d’enzymes protéolytiques et formation des aminés libres et des composés 

azotés, tels que l’indole et le tryptophane qui sont responsables des odeurs nauséabondes. 

Pseudomonas spp. est également responsable des odeurs sulfuriques provenant de la formation 

d’un composé soufré, le sulfure de diméthyle. P. fragi est l’espèce de Pseudomonas la plus 

retrouvée sur des viandes altérées et entreposées à basse température en aérobiose, suivie de P. 

lundensis et P. fluroescens. Pseudomonas fragi peut également être retrouvé sur les viandes 

emballées sous vide ou sous atmosphère modifiée [4]. Récemment, une nouvelle espèce de 

Pseudomonas, P. carnis, a été isolée sur la viande de porc altérée et a été apparentée à 94 % des 

espèces P. lactis et paralactis [54].  

 

Les bactéries de la famille des Enterobacteriaceae sont des bactéries à Gram négatif, anaérobies 

facultatives, oxydase négatives et sont capables de fermenter le glucose. Certaines 

Enterobacteriaceae sont mobiles grâce à leurs flagelles péritriches. Parmi elles, les genres 

Serratia, Enterobacter et Hafnia contribuent principalement à la détérioration de la viande [6,9]. 

Les espèces de Serratia liquefaciens, Hafnia alvei et Enterobacter agglomerans possèdent de forts 

potentiels d’altération car elles sont équipées d’enzymes protéolytiques efficaces. E. 

agglomerans peut être retrouvé sur la viande emballé en aérobiose, tandis qu’H. alvei est souvent 

retrouvé sur la viande emballée sous vide ou sous atmosphère modifiée et est responsable du 

verdissement de la viande. Les bactéries productrices de sulfure d’hydrogène (H2S) sont 

responsables du verdissement en produisant des pigments verdâtres à partir de la myoglobine 

[38]. Le genre Serratia est le genre le plus couramment retrouvé sur la viande emballée sous 

atmosphère modifiée et il a été rapporté que S. liquefaciens est l’espèce dominante des 

entérobactéries retrouvée dans les produits de porc entreposés à des températures de 

refroidissement [4]. Les composés soufrés sont responsables des odeurs sulfuriques (provenant 
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du sulfure d’hydrogène formé par les entérobactéries). Elles sont également responsables des 

odeurs dites « de fromage » provoquées par la formation d’acétoïne, de diacétyle et de 3-

méthylbutanol [7].  

2.3.2 Les bactéries associées à l’altération des viandes emballées sous 

anaérobiose  

Dans les produits emballés sous atmosphère modifiée ou sous vide, les agents responsables de 

l’altération vont être différents de ceux retrouvés sur la viande fraîche entreposée à l’air, en 

raison du changement de composition de l’atmosphère. Le passage d’une atmosphère riche en 

oxygène à un atmosphère n’en contenant pas, entraîne une transition des bactéries aérobies vers 

les espèces anaérobies facultatives [4]. Ainsi, dans ce chapitre, nous nous intéresserons aux 

bactéries d’altération retrouvées sur les viandes emballées sous vide. 

 

Les bactéries lactiques (LAB) et leurs espèces les plus impliquées dans l’altération des viandes 

emballées sous vide sont constituées des lactobacilles hétérofermentaires (Lactobacillus spp., 

principalement Lactobacillus sakei et Lactobacillus curvatus) ou homofermentaires, 

(L.acidophilus, L.salivarius), Leuconostoc spp. et Carnobacterium spp. (C. maltaeomaticum et C. 

divergens). Néanmoins, si elles peuvent aussi être retrouvées sur des viandes emballées dans des 

conditions aérobies, elles sont prédominantes dans les environnements où le potentiel 

d’oxydoréduction est négatif. Les LAB homofermentaires produisent exclusivement de l’acide 

lactique, tandis que les LAB hétérofermentaires produisent une quantité importante de 

métabolites indésirables dans la viande, tels que l’éthanol, l’acide acétique, l’acide butanoïque et 

l’acétoïne avec pour conséquence des odeurs désagréables et des changements de texture, 

comme la formation de slime et un verdissement de la viande [38]. Lactobacillus est le genre 

dominant le plus retrouvé sur la viande de porc emballée sous vide [4]. Il a été démontré que 

Carnobacterium divergens est une espèce prédominante sur la viande crue quelles que soient les 

conditions d’emballage, et elle est autant retrouvée sur des viandes emballées sous vide ou non. 

Il a également été démontré que C. divergens est couramment associée à la détérioration de la 

viande, tandis que le rôle de C. maltaeomaticum dans l’altération de la viande a été montré 

comme négligeable [55]. Dans les produits emballés sous vide, la dominance des LAB est 
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maintenue, même lorsque les températures d’entreposage à 4°C ne sont pas respectées. Il a été 

démontré que Carnobacterium domine sur la viande emballée sous vide à −1,5°C, alors que 

Lactobacillus domine à 4°C et 7°C [38]. 

 

Brochothrix thermosphacta est une autre bactérie d’altération importante retrouvée sur la viande 

fraîche de porc emballée sous vide [4,7,9,38]. Elle peut également être retrouvée sur la viande 

sous aérobiose [4,56]. B. thermosphacta utilise les acides aminés comme source d’énergie et 

contribue aux odeurs nauséabondes en raison de son métabolisme [38]. Contrairement à 

Pseudomonas, Brochothrix thermosphacta est plus impliquée dans l’acidification que dans la 

putréfaction [9]. Dans ce cas-là, l’altération des viandes causée par Brochothrix thermosphacta 

n’est pas protéolytique. Il a été rapporté que Brochothrix thermosphacta est capable de tolérer 

de fortes concentrations de sel et de croître à la fois à basse température en présence de peu 

d’oxygène (> 0.2 %) et une faible activité de l'eau [20]. Récemment, il a été démontré que 

l’apparition d’altération de la viande par Brochothrix nécessite une interaction avec d’autres 

espèces microbiennes, tel que Photobacterium [57]. 

 

Les odeurs « de fromage » provoquées par la formation d’acétoïne, de diacétyle et de 3-

méthylbutanol sont également produites par les lactobacilles homofermentaires et Brochothrix 

thermosphacta. Les bactéries responsables du verdissement de la viande de porc sont 

Leuconostoc spp., Lactobacillus sakei et Hafnia alvei, ainsi que Shewanella putrefaciens [38], en 

raison de leur capacité à produire du H2S [4,58]. Leuconostoc spp., Lactobacillus sakei et 

Lactobacillus curvatus sont également responsables de la formation de boue visqueuse (slime) 

dans les produits emballés sous vide. La slime se caractérise comme de longues cordes de 

polysaccharides indésirables entre la surface du produit et l’emballage [38]. 

 

Il a été observé qu’Acinetobacter spp. et Moraxella spp. sont considérés comme des bactéries 

d’altération majoritairement présentes sur la viande dans une condition aérobie entreposée à 

différentes températures allant de –2 à 25°C [38]. Néanmoins, Acinetobacter spp. et Moraxella 

spp. ont été retrouvées dans les produits de viande emballés sous vide [58] ou sous atmosphère 
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modifiée [59]. Moraxella possède le même métabolisme d’altération que Pseudomonas, 

impliquant la production d’enzymes protéolytiques. Toutefois, il a été démontré que 

Acinetobacter possède un faible potentiel d’altération, car elle ne produit pas les acides aminés 

libres et composés azotés (NH3, indole, tryptophane) associés aux odeurs nauséabondes [38].  

 

Enfin, certaines espèces de Clostridium psychrotrophes telles que Clostridium putrefaciens ont 

été associées à la détérioration de la viande emballée sous vide. Ces bactéries utilisent 

préférentiellement le glucose comme substrat, avec une fermentation butyrique produisant de 

l’acide butyrique, du butanol, du dioxyde de carbone et de l’hydrogène qui sont responsables de 

la décoloration de la viande [38]. Clostridium spp. est également responsable de la production 

d’une grande quantité de gaz et est principalement associée à ce que l’on appelle « l’emballage 

soufflé » [38]. Dans ce type d’altération, les LAB jouent aussi un rôle important dans la production 

de composés organiques volatiles présents dans l’espace libre de « l’emballage soufflé » de la 

viande altérée et donc responsables des odeurs nauséabondes [60]. 

 

  

Messages clés 
- L’altération microbienne des viandes, caractérisée par des odeurs nauséabondes, 

verdissement ou par la formation de slime, diffère en fonction du : type de bactéries 
impliquées, de leurs conditions de croissance, de leurs concentrations et de leurs 
métabolismes d’altération, mais aussi de la température de l’entreposage et de la 
composition de l’atmosphère de l’emballage 

- Les principales bactéries associées à l’altération majoritairement présentes sur la 
surface des viandes de porc « pré-emballées » sont : Pseudomonas spp. (lorsque sa 
concentration dépasse 107 UFC/mL par exemple) et Enterobacteriaceae (Serratia, 
Hafnia, Enterobacter) 

- Sur des viandes emballées sous vides (et donc sans oxygène), les principales bactéries 
responsables de l’altération sont des espèces anaérobies facultatives tels que : les 
bactéries lactiques (Carnobacterium spp., Lactobacillus spp., Leuconostoc spp.), 
Brochothrix thermosphacta et Clostridium spp 
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2.4 Les bactéries responsables des maladies d’origine alimentaire 

2.4.1 Les maladies d’origine alimentaire  

L’Organisation mondiale de la Santé (OMS) a déclaré que plus de 600 millions de personnes, soit 

environ une personne sur 10 dans le monde, tombent malades chaque année après avoir 

consommé des aliments contaminés. Ainsi, les aliments impropres à la consommation 

représentent une menace pour la santé publique dans le monde. Plus de 420 000 décès et la perte 

de 33 millions d’années de vie en bonne santé (DALY) y sont également associés [61]. Au Canada, 

l’Agence de la santé publique a estimé annuellement qu’environ 4 millions de personnes, soit un 

Canadien sur huit, tombent malades en raison d’aliments contaminés consommés. Parmi ces cas, 

il y a environ 12 000 hospitalisations et 250 décès [62].  

 
Les maladies zoonotiques, transmissibles de l’animal à l’humain, d’origine alimentaire se 

manifestent après la consommation d’aliments contaminés par des micro-organismes 

pathogènes, tels que des bactéries, des virus ou des parasites. Selon l’ACIA, les plus importants 

agents pathogènes bactériens d’origine alimentaire identifiés au Canada sont : Clostridium 

perfringens, Campylobacter spp., Salmonella non typhique, Bacillus cereus, Escherichia coli 

producteur de shigatoxine non-O157 : H7 et Listeria monocytogenes. Les dernières estimations 

annuelles moyennes pour les maladies d’origine alimentaire au Canada remontent à 2016. Parmi 

toutes les maladies dont la cause a été reliée à des bactéries, parasites ou virus d’origine 

alimentaire, ce sont en moyenne et annuellement, plus de 1,6 million de personnes qui sont 

malades, 4 000 qui ont été hospitalisées et 105 décès qui ont rapportés [63]. Les pathogènes 

pénètrent l’organisme par le tractus gastro-intestinal, où se manifestent souvent les premiers 

symptômes. Ceux-ci peuvent être d’intensités variables et se traduisent notamment par la 

présence de crampes d’estomac, de nausées, de diarrhées pouvant être sanguinolentes, de 

vomissements, de fièvre et de maux de tête. En fonction des maladies d’origine alimentaire, 

certains groupes restreints parmi la population présentent un risque plus grand de tomber 

gravement malade (populations dites sensibles) et chez ces populations, ces maladies peuvent 

causer des problèmes de santé chroniques, voire mortels. Par exemple, chez les groupes plus à 

risque incluant les personnes immunodéprimées, les personnes âgées, les femmes enceintes et 
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les nourrissons, Listeria monocytogenes peut provoquer des septicémies ou des méningites, et 

être associée à un taux de mortalité élevé (15 à 20 %) parmi ces groupes [64,65]. Ces enjeux de 

santé publique sont également accompagnés d’enjeux sociaux et économiques, dû à la gestion et 

la maîtrise des malades chez l’humain (hospitalisations, traitements, arrêts de travail, séquelles 

et parfois décès) [66]. 

2.4.2 Les principales bactéries pathogènes pour l’humain et associées au porc 

Les principales bactéries responsables des toxi-infections d’origine alimentaire se trouvent dans 

les intestins des animaux qui sont destinés à la consommation humaine. Le porc est un réservoir 

animal de souches pathogènes pour l’humain, telles que Salmonella, Listeria et Yersinia. Le 

tableau 1 résume les caractéristiques microbiologiques, la maladie associée, les sérotypes 

impliqués ainsi que les symptômes, les principaux réservoirs et sources d’infection de ces trois 

principales bactéries pathogènes responsables des toxi-infections alimentaires associées à la 

viande de porc.  

 

Tableau 1. –  Caractéristiques microbiologiques, symptômes, réservoirs et sources d’infection des 

principales bactéries pathogènes responsables de zoonoses d’origine alimentaire associées 

aux porcs. 

 

 Salmonelles non-typhiques Références 

Caractéristiques microbiologiques Bacille (0.7 - 1.5 μm x 2-5 μm) - Gram négatif - 

mobile - non sporulé - Aéro-anaérobie facultatif - 

Psychrotrophe - Croissance optimale à 35 – 37°C, 

pH 7 et aw = 0.99 

[67] 

Maladie associée Salmonellose [68] 

Principaux sérotypes associés Salmonella enterica subsp. enterica serotype 

Typhimurium et Salmonella enterica subsp. 

enterica serotype Enteritidis 

[68] 
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Symptômes Fièvre, crampes abdominales, diarrhée, nausée, 

vomissements, frissons, déshydratation et maux 

de tête 

 

Délai d’apparition des symptômes Habituellement de 6 heures à 72 heures [67,69] 

Dose infectieuse 106 bactéries [67] 

Principaux réservoirs Intestins des animaux (ubiquistes porc, bovins, 

volaille : poulet, dinde, oie, canard) 

[67] 

Principales sources d’infection Œufs crus ou insuffisamment cuits 

Viande de porc, de volaille ou de bœuf crue ou 

insuffisamment cuite  

Produits contaminés par de la viande crue 

Fruits et légumes crus 

Lait et produits laitiers crus ou non pasteurisés 

[67] 

 Listeria monocytogenes  

Caractéristiques microbiologiques Bacille (0.5 - 2 μm x 0.5 μm) - Gram positif - mobile 

à 20 – 25°C - non sporulé - Aéro-anaérobie 

facultatif - Psychrotrophe - Croissance optimale à 

30 – 37°C, pH 7 et aw = 0.99 

[70] 

Maladie associée  Listériose  [70] 

Principaux sérotypes associés 4b, 1/2b et 1/2a (complexes clonaux cc1, 4 et 6) [70] 

Symptômes Vomissements, nausées, fièvre, maux de tête, 

crampes, diarrhée et constipation 

[70] 

Délai d’apparition des symptômes 3 - 70 jours [70] 

Dose infectieuse 10 à 108 bactéries [70] 

Principaux réservoirs Intestins des animaux (porc, bœuf, volaille, 

agneau) 

Environnement : sol et l’eau 

[70] 

Principales sources d’infection Lait et produits laitiers (fromages à pâte molle) 

non pasteurisés ou pasteurisés 

[70] 
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Légumes crus 

Viande crue (porc, bœuf, volaille) ou poisson crus 

ou insuffisamment cuits 

Aliments prêt-à-manger 

 Yersinia enterocolitica  

Caractéristiques microbiologiques Bacille (0.5 - 0.8 μm x 1-3 μm) - Gram négatif - non 

mobile à 37°C - non sporulé - Aéro-anaérobie 

facultatif - Psychrotrophe - Croissance optimale à 

25 – 30°C 

[71] 

Maladie  Yersiniose [71] 

Principaux sérogroupes associés Yersinia enterocolitica O:9; O:3; O:8; O:5 et O:27 [72] 

Symptômes Fièvre, diarrhée (sanglante), douleurs abdominales  

Délai d’apparition des symptômes 3 - 7 jours [71] 

Dose infectieuse 108 bactéries [71] 

Principaux réservoirs Cavité orale des porcs (langue, amygdales, nœuds 

lymphatiques) 

[24] 

Principales sources d’infection Viande de porc crue ou insuffisamment cuite 

Lait (pasteurisé ou non) 

Légumes crus, fruits de mer, eau 

[73] 

 

Salmonella est une des principales bactéries zoonotiques d’origine alimentaire associée à la 

production porcine [5]. Le genre Salmonella fait partie de la famille des Enterobacteriaceae et 

comprend deux espèces : Salmonella bongori et Salmonella enterica. Salmonella enterica est 

subdivisée en six sous-espèces désignées par des noms et des chiffres romains : enterica (I), 

salamae (II), arizonae (IIIa), diarizonae (IIIb), houtenae (IV) et indica (VI). La sous-espèce enterica 

de Salmonella enterica comprend plus de 2 700 sérotypes différenciés par leur caractéristiques 

antigéniques. La classification antigénique de Salmonella est basée sur la réaction d’anticorps 

avec trois types d’antigènes de surface : l’antigène flagellaire « H » (monophasique ou 

diphasique), l’antigène oligosaccharidique « O » présent sur la membrane externe du 
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lipopolysaccharide, et l’antigène polysaccharidique capsulaire « Vi » présent uniquement chez 

certains sérotypes, tels que S. Typhi et S. Paratyphi. Un sérotype de Salmonella est donc 

représenté par une formule antigénique déterminée par des combinaisons uniques de réactions 

d’antigènes de surface [74].  

 

En Europe, les aliments identifiés à l’origine des toxi-infections alimentaires collectives (TIAC) sont 

dans 30 % des cas des viandes, dont 50 à 60 % sont attribuables à la viande de porc et 

essentiellement des produits de charcuterie préparés à partir de cette viande [75]. Dans 

l’ensemble, pour l’UE, la catégorie « viande de porc et de ses produits » se classe au troisième 

rang des vecteurs alimentaires les plus impliqués dans les éclosions de cas de salmonellose 

d’origine alimentaire. Le sérovar de Salmonella le plus couramment isolé de la viande de porc 

impliquée dans ces cas est Typhimurium, incluant son variant monophasique [76,77]. 

 

Au Canada, Salmonella est responsable d’une hospitalisation sur quatre parmi celles reliées à des 

intoxications alimentaires. En 2016, 87 500 personnes ont été malades après la consommation 

d’aliments contaminés à Salmonella non typhique, résultant en 925 hospitalisations et 17 décès 

[62]. Au Québec, de 2000 à 2017, il a été déclaré plus de 21 000 cas de salmonellose, soit en 

moyenne 1 200 cas par an [78]. De 2020 à 2021, il a été rapporté que dans 49 % des cas, les 

aliments était la principale source d’infection pour les salmonelloses humaines [79]. Cependant, 

au Canada, il n’y a pas de données disponibles sur le nombre de cas de maladies d’origine 

alimentaire associées à la consommation de viandes contaminées par Salmonella. Aux Etats-Unis, 

72 éclosions de salmonellose attribuées à la viande de porc ont été rapportées, engendrant 2 215 

hospitalisations et 276 décès entre 1998 et 2015 [11].  

2.4.3 Salmonella spp. en filière porcine 

Les salmonelles sont des bactéries ubiquitaires et sont principalement retrouvées dans l’intestin 

des animaux tels que le porc, mais sont également isolées des amygdales, des ganglions 

lymphatiques mésentériques et iléo-caecaux et dans les ganglions lymphatiques mandibulaires 

[80].  
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Au Canada, d’après le dernier rapport du Programme intégré canadien de surveillance de la 

résistance aux antimicrobiens (PICRA) publié en 2019 [12], les trois principaux sérotypes de 

Salmonella retrouvés à la ferme chez les porcs entre 2015 et 2019 étaient Typhimurium, 

I:4,[5],12:i:- et Derby. Ce classement varie selon la province. Au Québec et en Ontario, ces trois 

sérotypes étaient les trois principaux retrouvés chez les porcs. À l’abattoir, en 2019, les quatre 

sérotypes les plus fréquemment retrouvés étaient Derby, Infantis, I :4,[5],12:i:- et Typhimurium.  

 

Au niveau national, en 2019, la prévalence retrouvée chez les porcs à la ferme était de 26 %. Il 

s’agissait alors du plus haut taux de détection depuis 2006 (taux de 20 %). Si l’on compare les 

prévalences de Salmonella retrouvées chez les porcs à la ferme en fonction des provinces, le 

Québec présentait un haut taux de prévalence de 35 %, contre 16 % en 2006. À l’abattoir, en 

2019, le pourcentage de détection chez les porcs était de 61 % et représentait le taux le plus élevé 

depuis 2002 (27 %). D’après le dernier rapport disponible de FoodNet Canada en 2018, le 

pourcentage d’échantillons de produits de porc (saucisses) positifs pour la présence de 

Salmonella spp. s’élevait à 5 % au Canada [81]. 

 

Les principales sources d’introduction des salmonelles et les facteurs de risque liés à leur présence 

dans les élevages de porcs sont connus et incluent : l’introduction de porcelets contaminés, 

l’utilisation d’aliments contaminés, les visiteurs, le matériel et les équipements introduits dans la 

ferme, les camions de transports, la présence de rongeurs, ainsi que l’application de protocoles 

de lavage, de désinfection, d’hygiène et de biosécurité insuffisants, inadéquats ou même 

manquants [10]. Le contrôle de ces facteurs de risque est primordial pour diminuer l’introduction 

de Salmonella dans les élevages. Chez le porc, la majorité des infections par Salmonella sont 

asymptomatiques, c’est-à-dire que les porcs sont infectés sans développer de signes cliniques et 

ils sont dits « porteurs sains ». Ces animaux contribuent fortement à l’amplification de la 

contamination par les salmonelles à la ferme, sachant que la principale voie de transmission des 

salmonelles est par voie féco-orale suite à l’exposition à des matières fécales contaminées. 

Certains sérotypes, comme Typhimurium et Choleraesuis rendent parfois malades les animaux et 

causent des diarrhées qui durent de trois à sept jours, de la fièvre et des pneumonies, surtout 
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chez les porcs âgés de 2 à 4 mois, et la mort chez le porc. Dans certains cas, les porcs peuvent 

rester porteurs sains, mais excréteurs jusqu’à cinq mois après la fin de la maladie. Ainsi, le risque 

de contamination des porcs via les matières fécales entre les troupeaux est accru. 

 

Dans les établissements d’abattage, les facteurs de risques pour la contamination des carcasses 

par Salmonella sont associés à l’animal lui-même et/ou au procédé d’abattage, ainsi qu’à des 

défauts dans l’application des bonnes pratiques d’hygiène. Les porcs porteurs de Salmonella, 

lorsqu’ils quittent la ferme, constituent la source principale de contamination des carcasses et 

des viandes [10]. Les différents facteurs de risque, comme le stress lié au transport et l’exposition 

des porcs à Salmonella pendant le transport et l’attente, ainsi que les différentes sources de 

contamination durant le processus d’abattage et de transformation des viandes telles que 

l’éviscération et la contamination croisée entre les carcasses et les surfaces contaminées seront 

présentés ultérieurement dans cette thèse.  

 

Messages clés 

- Les principales bactéries zoonotiques d’origine alimentaire associées à la production 
porcine, et responsable de maladie d’origine alimentaire chez l’humain sont : Listeria 
monocytogenes, Yersinia enterocolitica et les salmonelles non-typhiques 

- Salmonella est responsable de salmonellose chez l’humain, et les principaux sérotypes 
associés sont Salmonella enterica subsp. enterica qui en comprend plus de 2 700 et sont 
différenciés par leurs caractéristiques antigéniques 

- Contrairement à l’UE, il n’existe pas de donnée disponible au Canada sur le nombre de 
cas de salmonellose attribuable à la consommation de viande contaminée par cette 
bactérie 

- Les porcs sont des porteurs asymptomatiques de Salmonella dans leur tube digestif, et 
se contaminent entre eux par voie féco-orale suite à l’exposition à des matières fécales 
contaminées (principale voie de transmission) 

- Au Québec, en 2019, la prévalence de Salmonella (sérotypes Typhimurium, Derby) 
retrouvée chez les porcs était de 61 % à l’abattoir 
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2.5 La qualité microbiologique des carcasses et des viandes de porcs 

Les connaissances de base sur les populations microbiennes se retrouvant à la surface des 

carcasses et se développant pendant l’entreposage des viandes ont été acquises dans le passé en 

utilisant des approches classiques de microbiologie [6].  

2.5.1 Méthodes d’analyses des populations bactériennes par microbiologie 

classiques 

Les méthodes mises au point par Robert Koch ou Louis Pasteur, du milieu des années 1800 au 

début des années 1900, sont encore largement utilisées aujourd’hui [82]. La méthode classique 

de culture sur milieu nutritif gélosé, appelé également méthode de culture dépendante, est la 

plus répandue. Cette technique permet de reproduire sur une gélose nutritive un environnement 

favorable à la croissance des bactéries dans le but de les dénombrer, les isoler puis les identifier. 

Ces méthodes de culture permettent de cibler des populations bactériennes d’intérêt sur des 

milieux gélosés spécifiques, sélectifs ou différentiels. Pour assurer leur croissance, les bactéries 

ont besoin d'eau, d’une source d'énergie, de carbone et d'azote et d'éléments minéraux tels que 

des sels inorganiques comme le phosphate et le potassium. Ces besoins élémentaires nutritifs 

sont suffisants pour favoriser la croissance des bactéries qualifiées de prototrophes. Certaines 

bactéries qualifiées d'auxotrophes ont besoin, en plus des éléments nutritifs, la présence de 

facteurs de croissance tels que des vitamines. De plus, les facteurs tels que la température, le pH 

et la concentration des gaz atmosphériques doivent être contrôlés et maintenus. Les milieux 

sélectifs contiennent des substances inhibitrices qui limitent la croissance d’autres bactéries non 

désirées, tout en permettant l’isolement de celles qui peuvent se développer en leur présence. 

Les méthodes de culture classique sont complémentées et suivies par une identification 

biochimique des bactéries au niveau du genre et de l’espèce. L’identification bactérienne repose 

sur l’utilisation de milieux différentiels qui contiennent des indicateurs permettant de visualiser 

les caractéristiques biochimiques des bactéries telles que l’aptitude à dégrader des substrats 

(glucides), la production de métabolites (indole), ou la présence directe d’enzymes comme 

l’uréase et la tryptophane désaminase. Les méthodes de culture classique sont simples et peu 

coûteuses, mais présentent des désavantages qui expliquent leur remplacement progressif par 



49 
 

des techniques de microbiologie moléculaire, selon les besoins. La durée des analyses 

microbiologiques sur les milieux de culture est conditionnée par le temps de croissance des 

bactéries. Lorsque les conditions de croissance sont optimales, la plupart des bactéries croissent 

en 24 à 48 heures. Dans le cas de microorganismes dits « fastidieux », qui ont des besoins 

nutritionnels spécifiques et qui se multiplient très difficilement sur les milieux de culture 

conventionnels, la durée de croissance bactérienne peut aller jusqu’à plusieurs semaines [82]. De 

plus, l’ensemble des bactéries dans un environnement ne peut pas être totalement caractérisé 

avec l’usage unique des techniques de microbiologie classique. Pour les bactéries se retrouvant à 

l’état viable non cultivable ou pour celles qui ne sont pas capables de se multiplier in vitro, les 

milieux de cultures sont souvent mal adaptés pour reproduire les conditions environnementales 

dont les bactéries ont besoin pour leur croissance. 

2.5.2 Le contrôle de la qualité microbiologique des carcasses et des viandes de 

porc 

Pour garantir la salubrité alimentaire des viandes, le contrôle de la qualité microbiologique est 

obligatoire. Pour chaque établissement d’abattage ou de transformation, des programmes 

d’analyses microbiologiques destinés à mesurer et de surveiller l’efficacité des mesures de 

contrôle d’hygiène des procédés intégrés dans les plans de contrôle préventifs sont mis en œuvre. 

Cependant, la recherche systématique de l’ensemble des microorganismes d’altération ou 

pathogènes est impossible à réaliser en utilisant les analyses microbiologiques de routine. En 

fonction des pays, des indicateurs microbiens de qualité microbiologique et leurs critères 

microbiologiques associés sont définis, de façon réglementaire ou non, pour les carcasses ainsi 

que certaines catégories d’aliments pour évaluer les conditions d’hygiène mises en place pendant 

le procédé de production.  

2.5.2.1 Les critères microbiologiques  

Les critères microbiologiques de sécurité et d’hygiène des procédés définissent « l’acceptabilité́ 

du produit, d’un lot de denrées alimentaires ou d’un procédé, sur la base de l’absence, de la 

présence ou du nombre de microorganismes, et/ou de la quantité de leurs toxines/métabolites, 

par unité(s) de masse, volume, surface ou lot » [83].  
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2.5.2.2 Établissement des critères microbiologiques en Europe  

Dans les établissements d’abattage de porc de l’UE, les critères microbiologiques établies pour 

les carcasses porcines et les viandes crues sont encadrées par le règlement (CE) 2073/2005 de la 

Commission du 15 novembre 2005 concernant les critères microbiologiques applicables aux 

denrées alimentaires [84]. Ce règlement mentionne entre autres les microorganismes à tester, le 

plan d’échantillonnage à utiliser (le nombre d’unités à tester, la fréquence etc.), les limites pour 

chaque unité d’échantillon testé, la méthode d'analyse de référence à privilégier, l’étape à 

laquelle le critère s’applique et les mesures en cas de résultats insatisfaisants pour les carcasses 

et catégories d’aliments. Deux différents types de critères sont définis. Les critères de sécurité 

définissent « l’acceptabilité d’un produit ou d’un lot de denrées alimentaires, applicable aux 

produits mis sur le marché ». Ces critères se basent généralement sur la détection des bactéries 

pathogènes, tandis que les critères d’hygiène du procédé définissent « l’acceptabilité du 

fonctionnement du procédé de production ». Leur dépassement exige des mesures correctives 

pour maintenir l’hygiène du procédé. 

2.5.2.2.1 Critères applicables aux carcasses  

Le règlement (CE) 2073/2005 désigne le dénombrement des bactéries aérobies mésophiles et des 

Enterobacteriacea selon un plan d’échantillonnage à 3 classes (satisfaisant, acceptable et 

inacceptable) comme méthode d’analyse pour définir les critères d’hygiène des procédés pour 

les carcasses porcines. Les résultats sont classés comme satisfaisants, acceptables ou 

inacceptables lorsque le nombre de bactéries aérobies mésophiles se situe entre < 4,0, 4,0 – 5,0 

ou > 5,0 log moyen quotidien/cm2, respectivement, et lorsque le nombre d’Enterobacteriacea se 

situe entre < 2,0, 2,0 – 3,0 ou > 3,0 log moyen quotidien/cm2, respectivement. De plus, un nombre 

maximum de 3 carcasses positives à Salmonella pour 50 carcasses échantillonnées est défini 

comme un critère d’hygiène des procédés selon un plan d’échantillonnage à 2 classes (satisfaisant 

ou insatisfaisant). Les critères microbiologiques de l'UE sont établis pour évaluer l’efficacité des 

conditions d’hygiène globales uniquement après l'habillage des carcasses avant le 

refroidissement.  
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Les bactéries aérobies mésophiles ne constituent pas une famille bactérienne particulière. En 

effet, ces bactéries regroupent un ensemble de microorganismes capables de croître et de se 

multiplier en aérobiose, à des températures optimales de croissance situées entre 25 et 45°C 

(conditions mésophiles), sur un milieu de culture non sélectif. Le dénombrement des bactéries 

mésophiles aérobies permet d’avoir une estimation de la charge globale microbienne des 

carcasses et sa concentration au-delà des critères microbiologiques signifient des défauts 

d’hygiène et donc, de mauvaise pratique quant aux procédés lors du processus de production de 

viande. Les Enterobacteriaceae constituent des indicateurs de l’état d’hygiène du procédé des 

carcasses et indiquent une contamination fécale. Les coliformes sont des microorganismes faisant 

partie de la famille des Enterobacteriaceae. Ces microorganismes renseignent sur les conditions 

hygiéniques de l’abattage. La présence des coliformes fécaux suggère une contamination fécale, 

tandis que les coliformes totaux comprennent aussi bien des microorganismes d’origine fécale 

qu’environnementale. Les E. coli non pathogènes, dit génériques, sont des coliformes présents 

dans le tube digestif des animaux et de l’humain. C’est la seule bactérie du groupe des coliformes 

à être exclusivement d’origine fécale [83].  

2.5.2.2.2 Critères applicables aux viandes  

Le règlement (CE) 2073/2005 désigne également les critères microbiologiques en fonction de la 

catégorie d’aliments. Ainsi, pour la viande, les différentes catégories réfèrent à la viande hachée, 

la préparation de viande d’autre espèces que les volailles destinées à être consommées crues ou 

cuites, aux viandes séparées mécaniquement ou aux produits à base de viande destinés à être 

consommés crus. Le seul critère microbiologique de sécurité des denrées alimentaires est 

l’absence de détection de Salmonella dans 10 ou 25 grammes de viande, en fonction des 

catégories, dans 5 échantillons testés. En ce qui concerne les critères d’hygiène des procédés, la 

qualité des viandes séparées mécaniquement est classée comme satisfaisante, acceptable ou 

inacceptable lorsque le nombre de bactéries aérobies mésophiles se situe entre < 5,0 x105, 5,0 

x105 – 5,0 x106 ou > 5,0 x105 UFC/g, respectivement, et lorsque le nombre d’E. coli se situe entre 

< 50, 50 - 500 ou > 500 UFC/g, respectivement. 

 



52 
 

La surveillance régulière de l’efficacité des bonnes pratiques d’hygiène dans les établissements 

d’abattage et de transformation est une procédure de vérification essentielle et permet de 

s’assurer que la qualité microbiologique est efficacement maitrisée. Pour chacun des critères 

énoncés précédemment et applicables aux carcasses et aux viandes en Europe, l’utilisation de 

méthodes d’analyses de référence normalisées sont obligatoire. Parmi ces méthodes, nous 

retrouvons les normes telles que :  

• NF EN ISO 6579 « Microbiologie des aliments – Méthode horizontale pour la recherche 

des Salmonella spp. » [85] 

• ISO 4833 « Méthode horizontale pour le dénombrement des micro-organismes — Partie 

2: Comptage des colonies à 30°C par la technique d'ensemencement en surface » [86] 

• ISO 21528-2 « Méthode horizontale pour la recherche et le dénombrement des 

Enterobacteriaceae — Partie 2: Technique par comptage des colonies » [87] 

 

Ainsi, les méthodes décrites sont des méthodes normalisées qui indiquent la description détaillée 

de toutes les étapes et garantissent la validité des résultats obtenus. Les méthodes de référence 

permettent de donner le résultat le plus spécifique et le plus sensible. 

 

2.5.2.3 Établissement des critères microbiologiques au Québec et au Canada  

Au Canada, les critères microbiologiques relatifs à la salubrité des viandes sont moins prescriptifs 

qu’en Europe. Au Québec, le Ministère de l’Agriculture, des Pêcheries et de l’Alimentation 

(MAPAQ) a publié en 2019 le recueil des critères microbiologiques des aliments qui constitue une 

référence pour l’interprétation des résultats analytiques en microbiologie alimentaire [83]. Ce 

recueil regroupe l’ensemble des lignes directrices qui permettent de déterminer la qualité et 

l’innocuité des aliments. Elles n'ont pas de caractère obligatoire et ne sont pas définies dans un 

règlement comme le sont les normes en Europe. Ces lignes directrices et normes pour 

l’interprétation des résultats analytiques en microbiologie alimentaire du MAPAQ mentionnent 

les micro-organismes à tester, le plan d’échantillonnage (le nombre d’unités à tester) et les limites 

pour chaque unité d’échantillon testée. De plus, différents termes de critères microbiologiques 

sont utilisés. Les critères de santé sont similaires aux critères de sécurité des denrées alimentaires 
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établis en Europe, tandis que les critères de bonne pratique de fabrication sont assimilés aux 

critères d’hygiène des procédés. Des critères d’altération sont également utilisés et le 

dépassement de ces derniers indique un processus d’altération microbiologique de l’aliment. 

Dans ce cas, le dépassement n’entraîne pas de risque pour la santé humaine, mais reflète plutôt 

de mauvaises pratiques de fabrication. Le dépassement des critères d’altération n’entraîne 

toutefois pas automatiquement la présence de signes d’altération visibles sur l’aliment. 

2.5.2.3.1 Critères applicables aux carcasses  

Il n’existe pas de règlementation sur les critères microbiologiques appliqués aux carcasses de 

porc. Les établissements d’abattage et de transformation de porcs canadiens utilisent des critères 

microbiologiques du règlement du FSIS établis par l’USDA. L’ACIA a regroupé ces exigences dans 

l’« Annexe T-1 : Directive de Conformité – Exigences de Surveillance Microbiologique des 

Procédés Dans les Abattoirs de Bétail et de Ratites » [88]. Cette annexe inclut les exigences 

relatives aux échantillonnages (sites d’échantillonnage, fréquence, sélection des carcasses, 

procédures de prélèvements), aux méthodes de référence qui doivent être utilisées, aux critères 

microbiologiques nommés « critères de rendement » et à l’interprétation des résultats de ces 

critères. Pour les établissements d’abattage de porcs, le FSIS recommande qu’un ou plusieurs 

indicateurs bactériens parmi les bactéries aérobies mésophiles, Enterobacteriaceae, E. coli 

générique et les coliformes soient choisis pour évaluer la maitrise des procédés. Parmi ceux-ci, le 

FSIS recommande de choisir le dénombrement des bactéries aérobies mésophiles pour les 

carcasses de porc. Les critères de rendement représentent la moyenne des charges microbiennes 

les plus élevées attendues sur les carcasses lorsque le procédé d’abattage est bien maîtrisé 

(Tableau 2). Les critères de rendement sont établis pour évaluer l’efficacité des conditions 

d’hygiène globales avant l’éviscération, ainsi qu’après le refroidissement. Le FSIS-USDA a 

également élaboré des lignes directrices résumant les points de contrôles relatifs à Salmonella à 

l’abattoir et ont établis un nombre maximal de 6 tests positifs sur 55 échantillons à analyser.  
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Tableau 2. –  Critères de rendement (exprimé en UFC/cm²) relatifs aux organismes indicateurs pour 

les carcasses de porc établis par le FSIS-USDA et rapportés par l’ACIA [88]. 

 

 Bactéries totales Enterobacteriaceae Coliformes E. coli 

Avant l’éviscération 4,2 x 106 8,3 x104 5,5 x104 3,8 x104 

Après le refroidissement 7,9 x 102 1,1 x 102 35 30 

 

2.5.2.3.2 Critères applicables aux viandes  

Au Québec, les critères microbiologiques appliqués pour les coupes de viandes qui seront cuites 

avant d’être consommées sont présentés dans le tableau 3. Les critères relatifs aux bactéries 

lactiques reliés à l’altération sont principalement appliqués aux produits emballés sous vide. 

Concernant Salmonella, un critère microbiologique est établi seulement pour la catégorie des 

préparations de viandes crues prêtes à manger, telles que les tartares (absence de détection de 

la bactérie dans 25 grammes de viandes dans 5 échantillons testés). Au Québec, le MAPAQ 

préconise l’emploi de méthodes de référence validées et reconnues à l’international [83].  
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Tableau 3. –  Critères microbiologiques des coupes de viandes (exprimés en UCF/g) qui seront cuites 

avant d’être consommées d’après les lignes directrices et normes pour l’interprétation des 

résultats analytiques en microbiologie alimentaire du MAPAQ publiées en 2019 [83]. 

 

 

 

 

 

 

n : représente le nombre d’échantillons 
c : représente le nombre d’échantillons maximum ne pouvant pas dépasser la valeur « m » pour 
que le lot ne soit pas rejeté 
m : représente les concentrations acceptables de microorganismes 
M : représente la limite d’acceptabilité du nombre de microorganismes 
Les résultats sont jugés comment étant de qualité acceptable, médiocre ou inacceptable lorsque 
le nombre de microorganismes est < « m », entre « m » et « M », ou > « M » respectivement. 
 

 

Messages clés 

- Le contrôle de la qualité microbiologique est primordial pour s’assurer de la salubrité 
alimentaire des viandes et permet d’évaluer les conditions d’hygiène mises en place 
pendant le procédé de transformation des viandes 

- Le contrôle de la qualité microbiologique est réalisé en utilisant des approches 
classiques de microbiologie (dénombrement de groupes de bactéries, appelées 
indicateurs microbiens, cultivés sur des milieux de culture) 

- Contrairement aux normes établies en Europe, il n’existe pas de règlementation stricte 
sur les indicateurs microbiens et leurs critères microbiologiques associés aux carcasses 
de porcs au Canada 

- Au Québec, il existe des lignes directrices et normes, mais non règlementées, incluant 
les critères relatifs aux bactéries aérobies mésophiles, E.coli, les bactéries lactiques et à 
Salmonella applicables aux coupes de viandes pour évaluer la maitrise des procédés 

 

  

 Plan d’échantillonnage Critères 

 n c m M 

Bactéries aérobies mésophiles 5 3 1 x 106 1 x 107 

E. coli 5 3 1 x 102 1 x 103 

Bactéries lactiques 5 3 1 x 106 1 x 107 
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2.6 La contamination des carcasses et des viandes de porc 

La contamination initiale des carcasses est un point-clé qui influence la dynamique d'altération et 

la présence des bactéries pathogènes des viandes [4]. Les sources de contamination des carcasses 

et des produits finis par les bactéries sont très variées et de nombreux facteurs entrent en jeu de 

la ferme à la table. Les bactéries proviennent généralement des animaux eux-mêmes, leurs poils, 

tube digestif, peau et matières fécales étant des sources importantes reconnues. La 

contamination des carcasses par des bactéries associées à l’altération ou des bactéries 

pathogènes peut également être d’origine environnementale, et ces bactéries peuvent alors 

provenir de l’eau, des équipements, des matériaux ou des surfaces comme les convoyeurs entrant 

en contact avec les carcasses et la viande. Durant le processus d’abattage et de transformation 

des aliments, la contamination microbienne survient le plus souvent lorsque l’application des 

bonnes pratiques d’hygiène et de fabrication ne sont pas optimales ou manquantes. De plus, la 

manipulation des carcasses ou des viandes par les travailleurs peut contribuer à leur 

contamination. Ainsi, tout ce qui peut entrer en contact direct ou indirect avec les carcasses ou 

la viande représente une source de contamination microbienne et contribue potentiellement à la 

composition bactérienne et à la charge initiale de la viande avant l’entreposage [8,26–28,34,89]. 

La contamination microbienne initiale de cette viande dépend également de l’état physiologique 

des animaux au moment de l’abattage et de la propagation de la contamination dans les abattoirs 

et usines de transformation.  

2.6.1 Évolution de la contamination par les indicateurs microbiens à l’abattoir  

2.6.1.1 Évolution de la contamination des carcasses de porc 

Jusqu’à aujourd’hui encore, de nombreuses études ont rapporté les niveaux de contamination 

microbienne des bactéries aérobies mésophiles totales et des entérobactéries à la surface des 

carcasses de porc en utilisant des approches de microbiologie classique. La plupart des études 

ont été réalisées dans des abattoirs de porcs en Europe, particulièrement en Italie [25], en Irlande 

[22,28,90,91], au Portugal [92], en Espagne [26], en Belgique [80], en Autriche [34] et en Suisse 

[27,29,93]. Quelques études ont aussi été conduites aux États-Unis [94], en Corée [95], et au 

Canada [96]. Ces études avaient plusieurs buts communs qui étaient entre autres d’évaluer 
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l’impact des différentes étapes d’abattage et de transformation sur le nombre de bactéries 

indicatrices retrouvées sur les carcasses de porc, et de vérifier si les données microbiologiques 

étaient conformes aux critères microbiologiques. Dans ces études, les niveaux de contamination 

des bactéries indicatrices (bactéries aérobies mésophiles totales et entérobactéries) sur plusieurs 

sites distincts de la carcasse (poitrine, jambon, dos, cou) après les étapes clés de la 

transformation, à savoir l’étourdissement, la saignée, l’échaudage, le flambage, le polissage, 

l’éviscération et le refroidissement des carcasses ont été rapportés. D’autres études se sont 

également intéressées à surveiller et évaluer la contamination microbienne des carcasses de porc 

dans des abattoirs de l’UE pendant des périodes allant de 4 à 8 ans [89,97–99]. 

 

Il est important de noter que les carcasses sont échantillonnées aléatoirement dans des abattoirs 

différents. Ainsi, les différences observées entre les études reflètent l’influence de divers facteurs 

tels que des pratiques spécifiques, un nombre de porcs abattus qui diffère entre chaque abattoir 

et des influences temporelles caractéristiques de l’abattoir échantillonné. Cependant, la majorité 

des études conduites en Europe utilisent les mêmes méthodes pour dénombrer les bactéries, en 

se basant sur le règlement européen, facilitant la comparaison des données quant à cet aspect.  

 

Lors de l’abattage, aux étapes d’étourdissement et de saignée, les auteurs Wheatley et al. ont 

observé que les comptes bactériens des bactéries aérobies mésophiles totales et des 

entérobactéries dans les échantillons de surface du jambon, du ventre et de la bajoue de 95 

carcasses de porc échantillonnées dépassaient les niveaux acceptables des critères 

microbiologiques d’hygiène des procédés établis en Europe [28]. Ainsi, les moyennes des comptes 

bactériens dans les échantillons de jambon, du ventre et de la bajoue étaient toutes supérieures 

à 6,0 log UFC/cm2 après l’étourdissement et la saignée pour les bactéries mésophiles totales. Les 

comptes bactériens moyens des entérobactéries étaient tous supérieurs à 3,0 log UFC/cm2 après 

l’étourdissement et augmentaient significativement après la saignée (> 4,0 log UFC/cm2). Leurs 

résultats ont alors suggéré que les bonnes pratiques d’hygiène pendant le transport (nettoyage 

des camions de transport par exemple) inadéquates et/ou inefficaces peuvent expliquer les 

comptes élevés après l’étourdissement. Plusieurs études européennes ont obtenu des 
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conclusions similaires avec des comptes de bactéries mésophiles totales et des entérobactéries 

sur la surface du jambon, du ventre et du cou variant principalement de 5,0 à 7,0 log UFC/cm2 et 

de 2,0 à 4,0 log UFC/cm2, respectivement, après l’étape de la saignée [22,27,91,95,100]. Pour 

chacune de ces études, les comptes bactériens après l’étape de la saignée étaient les plus élevés 

par rapport à toutes les autres étapes de transformation des carcasses, allant de l’étourdissement 

au refroidissement. Par conséquent, l’absence ou l’inefficacité des mesures de lavage et de 

décontamination pendant le transport et la stabulation des porcs pouvaient expliquer les valeurs 

élevées des comptes des indicateurs bactériens après l’étourdissement. Il a été clairement 

démontré dans ces études que le manque de mesure d’hygiène à la ferme ou pendant le transport 

des animaux augmentait le risque de contamination des carcasses et impactait la qualité 

microbiologique de la viande future.  

 

Il a été rapporté que l’étape d’échaudage contribue à une diminution de la charge microbienne 

des carcasses, avec une moyenne de comptes bactériens d’environ 3,0 log UFC/cm² pour les 

bactéries aérobies mésophiles totales et allant de < 1,0 à < 3,0 log UFC/cm² pour les 

entérobactéries sur les différents sites des carcasses échantillonnés (ventre, cou, bajoue) [26–

28,33,91]. Par la suite, il a été démontré que l’épilation est considérée comme une source 

importante de contamination, augmentant significativement les comptes microbiens observés à 

la surface des carcasses de porc sur les différents sites échantillonnés par rapport aux étapes 

suivantes (> 4,0 log UFC/cm² pour les bactéries aérobies mésophiles totales et allant de 2,5 à > 

4,0 log UFC/cm² pour les entérobactéries) [22,26,27,91,101]. L’augmentation de la contamination 

bactérienne après l’épilation a été attribuée à l’inefficacité du nettoyage et de la désinfection des 

machines à épiler. Il a été démontré que l’étape de flambage participait à la diminution de la 

charge microbienne et permettait de réduire cette charge à < 1,8 log UFC/cm² pour les bactéries 

mésophiles totales et à < 1,0 log UFC/cm² pour les entérobactéries [22,27,28]. Les parties 

« jambon » des carcasses présentaient les plus faibles résultats de comptes bactériens pour les 

bactéries mésophiles totales (0,7 log UFC/cm²) [27] et montraient une diminution de la charge 

bactérienne des entérobactéries de plus de 3,0 log UFC/cm², de l’étape de l’étourdissement 

jusqu’au flambage [27,28]. Quant à l’étude de Pearce et al. conduite en Europe, les auteurs ont 
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observé qu’après le flambage, les zones du jambon et du ventre (2,2 log UFC/cm²) étaient plus 

contaminées lorsque comparées à la zone du cou (1,8 log UFC/cm²) causé par le système de 

flambage utilisé (flamme provenant de la base de la machine entrainant une exposition inégale 

des carcasses aux flammes et ainsi un traitement thermique plus efficace dans les zones du cou) 

[91].  

 

Il a été observé que la charge bactérienne réaugmentait après le passage des carcasses dans le 

tunnel de polissage [34]. Après cette étape, les carcasses de porc présentaient des comptes 

bactériens supérieurs à 3,5 log UFC/cm² [27,28,91]. Les auteurs suggéraient alors que 

l’augmentation de la contamination microbienne était liée à des difficultés de désinfection du 

matériel de polissage entraînant une contamination croisée des carcasses lors de son utilisation 

et la formation de biofilms dans les équipements, ou éventuellement à des erreurs dans 

l’application des bonnes pratiques d’hygiène (lavage des équipements inadéquat/inefficace) [28]. 

Il a alors été démontré la nécessité d’un nettoyage régulier du tunnel de polissage [102].  

 

La plupart des études surveillaient et évaluaient la contamination microbienne des carcasses de 

porc après l’éviscération et l’habillage, mais aussi avant le refroidissement. Les principales raisons 

sont que l’étape d’éviscération est considérée comme la plus importante source de 

contamination des carcasses à l’abattoir et que les critères microbiologiques ont été établis pour 

évaluer l’efficacité des conditions globales d’hygiène à cette étape, comme représentation de 

l’amont de la chaîne de production. L’étape d’éviscération participe le plus souvent à 

l’augmentation de la charge microbienne des carcasses par rapport aux précédentes étapes 

d’échaudage et de flambage qui participent à la diminution de ces mêmes charges [22,28,92], 

sans résulter nécessairement en un dépassement des critères microbiologiques. Des niveaux 

similaires pour les bactéries mésophiles totales d’environ 3,5 log UFC/cm², et donc compris dans 

la fourchette des valeurs acceptables définies par le règlement UE 2073/2005, ont été trouvés à 

la surface des quatre sites des carcasses (ventre, jambon, bajoue, dos) après l’étape 

d’éviscération [22,26,28,29,80,90]. Au contraire, certaines études montraient des niveaux de 

contamination pouvant aller jusqu’à 6,0 log UFC/cm² et ainsi dépassaient les limites acceptables 
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des critères microbiologiques européens [25,95]. De plus, l’étude de Wheatley et al. ainsi que 

celle de Rivas et al. et de Piras et al. ont toutes démontré que les bonnes pratiques d’hygiène aux 

étapes d’éviscération étaient parfois inadéquates ou inefficaces, montrant des comptes 

microbiens dépassant les niveaux acceptables (> 3,0 log UFC/cm² pour les entérobactéries) au 

regard des critères microbiologiques d’hygiène des procédés établis en Europe, et indiquaient 

alors une potentielle contamination croisée d’origine fécale pendant cette étape [25, 26, 28]. Les 

échantillons de bajoue et du ventre montraient ainsi une augmentation significative de la charge 

bactérienne des entérobactéries, tandis que la zone du jambon présentait une diminution de la 

contamination passant de 2,5 à 2,3 log UFC/cm² [28]. De plus, Pearce et al. ont également 

constaté qu'après l'éviscération, les bactéries mésophiles totales augmentaient significativement 

sur la zone du ventre par rapport à celle du cou et du jambon, avec une moyenne de 3,7 log 

UFC/cm2 [91]. De plus, Moura-Alves et al. ont démontré que le niveau de contamination des 

carcasses par les entérobactéries était plus élevé après l’éviscération dans les zones lombaires et 

abdominales (1,0 log UFC/cm2 additionnel) [92]. Au contraire, une étude menée dans deux 

abattoirs en Italie a démontré que les zones du jambon, du dos, de la bajoue et du ventre, avaient 

des niveaux de contamination similaire après l’étape d’éviscération entre ces zones avec une 

moyenne de 3,8 log UFC/cm2 [103].  

 

Globalement, les zones des carcasses les plus contaminées sont celles du cou, aussi bien avant 

[92] qu’après l’éviscération, et ce jusqu’au refroidissement des carcasses [27]. Les précédentes 

études citées se concentraient sur l’évaluation de la contamination microbienne des quatre zones 

de la carcasse, recommandées dans l’échantillonnage par le règlement de l’UE [84]. L’étude de 

Biasino et al. publiée en 2018 est la première étude donnant un aperçu complet de la distribution 

de la contamination bactérienne sur les carcasses de porc après l’éviscération pour laquelle neuf 

zones de carcasses ont été analysées séparément [80]. Les auteurs ont confirmé que les zones 

ventrales et les zones de la tête et du cou étaient plus contaminées avec des comptes bactériens 

dépassant régulièrement les critères microbiologiques pour les bactéries aérobies mésophiles et 

les entérobactéries lorsque comparées aux échantillons des zones du jambon et de la longe qui 
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étaient le moins contaminées et respectaient les valeurs acceptables des critères 

microbiologiques.  

 

L’efficacité du lavage des carcasses à l’eau chaude est débattue dans la littérature. L’étude de 

Bolton et al. a montré que le niveau de contamination après l’étape de lavage n’était pas 

significativement différent de celui obtenu après l’étape d’éviscération, soit entre 3,6 et 4,0 log 

UFC/cm² [22]. Néanmoins, la concentration bactérienne augmentait de 1,0 log UFC/cm² après le 

lavage. À l’inverse, l’étude de Rivas et al. a montré que la charge microbienne en bactéries 

aérobies mésophiles totales diminuait, passant de 4,0 à 3,5 log UFC/cm² au cours du lavage, cet 

effet n’étant pas observé pour les entérobactéries [26]. De plus, le pourcentage de carcasses 

ayant une concentration bactérienne supérieure à 4,0 log UFC/cm² ne diminuait que de 12 % 

après l’étape de lavage. Dans une autre étude publiée en 2011, les auteurs ont observé une 

diminution de la concentration bactérienne des bactéries aérobies totales et des entérobactéries 

à la surface de carcasses de porc (au niveau du ventre) après le lavage des carcasses à l’eau 

chaude, allant jusqu’à une réduction de 3 log [104]. Alors que, l’étude de Spescha et al. a montré 

que l’étape du lavage entraînait une répartition plus uniforme de la charge bactérienne des 

bactéries mésophiles totales sur toute la surface des carcasses [27].  

 

L’étape du refroidissement est reconnue pour diminuer la charge bactérienne sur les carcasses 

de porc [27,29,90,95,105], cette diminution pouvant aller jusqu’à des réductions de plus de 3 log 

par rapport aux comptes bactériens retrouvés après l’étape d’éviscération, tout juste avant le 

refroidissement [95]. Ainsi, les comptes des bactéries aérobies mésophiles totales rapportés sur 

les carcasses de porc après refroidissement varient entre 2,0 et 3,5 log UFC/cm². Au contraire, 

des études ont démontré une augmentation significative de la contamination microbienne des 

carcasses après l’étape de refroidissement [22,91]. Ainsi, Pearce et al. ont observé que la partie 

du cou des carcasses était plus contaminée par rapport au jambon et au ventre durant le 

refroidissement, avec des concentrations supérieures à 4,0 log UFC/cm² pour les bactéries 

aérobies mésophiles totales sur toute la surface des carcasses [22,91]. Dans une étude plus 

récente, les auteurs ont également observé que le refroidissement entraînait une augmentation 
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des comptes des bactéries mésophiles totales dans la zone de la bajoue de 0,5 log UFC/cm² 

(concentration de 3,2 log UFC/cm²), contrairement aux zones du jambon et du ventre. Il a 

également été démontré que l’augmentation de la charge des bactéries mésophiles totales était 

indépendante de la charge des entérobactéries, qui était significativement diminuée après l’étape 

de refroidissement pour atteindre une concentration bactérienne de 2,4, 2,7 et 2,0 log UFC/cm² 

pour les zones de la bajoue, du ventre et du jambon, respectivement [28]. 

 

Toutes ces études précédemment citées sont principalement réalisées sur des nombres restreints 

de carcasses de porc. De plus, ces études évaluent les conditions d’hygiène des procédés à un 

moment donné dans le temps. Récemment, il a été démontré que sur cinq semaines 

d’échantillonnage, les dix carcasses provenant du premier lot abattu le lundi présentaient des 

comptes bactériens d’entérobactéries moyen plus élevés que ceux des dix carcasses appartenant 

au dernier lot abattues le vendredi [100]. La différence était environ cinq fois plus grande entre 

le premier lot de carcasses abattues le lundi et le dernier lot abattu à la fin de la même semaine. 

Par ailleurs, des études à plus grande échelle, augmentant ainsi considérablement le nombre de 

carcasses échantillonnées, ont été réalisées sur plusieurs années. Ces études avaient pour but 

également d’évaluer et suivre les processus d’abattage du point de vue de l’hygiène et de 

surveiller à long terme la contamination microbienne des carcasses de porc pour valider les 

systèmes HACPP mis en place dans les abattoirs [89,97–99]. 
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Messages clés 

- La plupart des études décrivant la contamination microbienne (représentée par 
bactéries mésophiles totales et entérobactéries principalement) retrouvée à la surface 
des carcasses de porc ont été conduites en Europe et permettait d’évaluer l’impact des 
différentes étapes du processus  

- Cette contamination microbienne évolue tout le long du processus d’abattage et 
d’habillage des carcasses 

- Les étapes d’étourdissement, de la saignée, de l’épilation, du polissage et d’éviscération 
participent toutes à l’augmentation de la charge microbienne retrouvée à la surface des 
carcasses 

- Les étapes d’échaudage, de flambage et de refroidissement, quant à elles, contribuent 
à une diminution de cette contamination 

- L’étape d’éviscération est considérée comme la plus importante source de 
contamination des carcasses à l’abattoir, et les zones ventrales et celles du cou sont le 
plus généralement contaminées 

- L’efficacité de l’étape de lavage à l’eau des surfaces des carcasses de porc n’a pas 
clairement été démontrée dans la littérature 

 

2.6.1.2 Évolution de la contamination des viandes 

Dans la littérature, de nombreuses études ont déterminé le niveau de contamination microbienne 

sur la viande de porc fraîche [106–109], les produits de porc transformés (viande hachée, 

saucisses, bacon etc.) [110–114], les produits dits « prêt-à-manger » (charcuterie) [115,116], ainsi 

que sur les viandes de porc fraîches [20,58,113,117,118] et les produits de porc emballés sous 

vide [119,120] ou sous atmosphère modifiée [20,112,113,120–125]. La plupart des études 

évaluaient la contamination microbienne des viandes en fonction des facteurs influençant la 

détérioration des viandes, à savoir la température et la durée d’entreposage, ainsi que la 

composition de l’atmosphère de l’emballage (sous-vide, sous atmosphère modifiée). Le principal 

but commun de ces études était d’évaluer l’effet de ces facteurs (température, durée, 

atmosphère) sur la détérioration de la viande et ainsi trouver des stratégies de conservation 

augmenter la durée de vie des produits. Les données microbiologiques associées à la 

détérioration des viandes fraîches et emballées sous vide sont le plus souvent acquises par des 

méthodes de culture classique et par le dénombrement des populations bactériennes suivantes : 

bactéries aérobies mésophiles, bactéries aérobies psychrophiles, les bactéries lactiques, 
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Brochrotrix spp., Pseudomonas spp. et les entérobactéries. Parmi ces études disponibles dans la 

littérature, les effets de ces facteurs sont difficiles à associer et à interpréter, car les conditions 

expérimentales et les matrices alimentaires diffèrent d’une étude à l’autre ou sont, dans la 

plupart des cas, non spécifiées et regroupées sous les termes de « viandes fraîches », « produits 

de viandes » ou encore « produits de découpes ». Ainsi, dans ce chapitre, nous nous intéresserons 

à la contamination des viandes de porc fraîches et emballées sous vide, les deux sujets associés à 

cette thèse.  

 
Il a été démontré que la charge microbienne des viandes fraîches entreposées à 4°C augmentait 

pendant la période d’entreposage [106,108,109,124]. Globalement, la concentration bactérienne 

des bactéries totales s’élevait jusqu’à 6,0 log UFC/g dès le troisième jour d’entreposage et 

atteignait des concentrations supérieures à 6,0 log UFC/g dès le cinquième jour, et supérieure à 

7,0 log UFC/g au neuvième jour d’entreposage. Sur des filets de porc entreposés à 4°C pendant 

11 jours [126], il a été observé que le niveau de contamination augmentait pour chaque 

population bactérienne dénombrée, entre le début et la fin de l’entreposage, passant de 4,7 à 7,2 

log UFC/g pour les bactéries aérobies mésophile totales, de 2,6 à 5,3 log UFC/g pour les 

entérobactéries, de 2,7 à 5,7 log UFC/g pour Pseudomonas, de 2,3 à 3,5 log UFC/g pour 

Brochrotrix et de 3,6 à 5,1 log UFC/g pour les LAB. En règle générale, plus la viande est conservée 

à haute température, plus la croissance microbienne est rapide [127–130]. Il a clairement été 

démontré que les comptes bactériens des viandes augmentaient plus rapidement sur des viandes 

entreposées jusqu’à 20°C comparé à des viandes entreposées à 4°C. Toutefois, peu importe la 

température d’entreposage, à son issue, les Pseudomonas étaient les bactéries dominantes, 

suivies généralement de Brochothrix, des LAB et des entérobactéries. Dans une récente étude 

publiée en 2022, Zhao et al. ont étudié l’impact de la température d’entreposage allant de −2°C 

à 25°C sur la viande de porc fraîche [109]. La durée de conservation de la viande entreposée dans 

des conditions de réfrigération varie normalement de 3 à 14 jours. Le « superchilling » ou « sur-

refroidissement » est un processus pour lequel la température d’entreposage est abaissée à 1 ou 

2°C en-dessous du point de congélation. Ce processus permet de prolonger la durée de 

conservation de 1,5 à 4 fois par rapport à l’entreposage à 4°C [131–133]. Depuis peu, des études 

ont démontré que la concentration initiale de bactéries mésophiles totales était d’environ 4,0 log 
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UFC/g et atteignait une concentration supérieure à 6,0 log UFC/g après 20 jours d’entreposage à 

−1°C, et entre 25 et 35 jours pour la viande de porc entreposée à −2°C avec toutefois la présence 

de signes d’altérations visibles [109,134]. Pour des viandes entreposées à des températures 

supérieures à 0°C, les comptes bactériens atteignaient une concentration supérieure à 7,0 log 

UFC/g après 15 jours à 4°C, après 72 h à 10°C et après 15 h à 25°C [109,134]. Ces études ont 

démontré qu’une température plus basse, inférieure à 0°C, permettait d’inhiber la croissance des 

bactéries sur la viande de porc, et ainsi prolonger la durée de conservation avant d’atteindre un 

niveau des bactéries indicatrices inacceptables. 

 

Il est connu que l’emballage sous vide permet de ralentir la croissance microbienne et augmente 

la durée de vie des viandes jusqu’à quatre fois plus par rapport à des produits entreposés à 4°C. 

En 2020, Luong et al. ont publié une revue systématique qui présente une analyse quantitative 

des données de la littérature sur l’altération des produits de viande fraîche réfrigérés, notamment 

sur les viandes de porc en fonction du temps d’apparition de l’altération et de la composition 

initiale de l’atmosphère de l’emballage [135]. Dans cette revue, plusieurs types de produits de 

viande fraîche de porc tels que des filets crus ou des saucisses, entreposés à des températures 

comprises entre 0 et 12°C, mais le plus souvent à 4°C, étaient inclus dans l’ensemble des données 

analysées et montraient que l’apparition des premiers signes de la détérioration des viandes 

variait entre 3 et 26 jours après l’emballage, avec un temps d’altération moyen estimé à 9 jours. 

Le temps d’apparition des signes de détérioration des produits de viande fraîche atteignait plus 

de 16 jours dans 13 % des cas. L’altération a été retardée dans 77 % des cas pour les produits 

emballés sous vide. Il est important de noter qu’il n’a jamais été démontré que l’emballage 

aérobie accélérait la détérioration de la viande et que le conditionnement sous vide garantissait 

nécessairement un retardement de l’altération des viandes.  

 

Il a été rapporté que le nombre total de bactéries retrouvées à la surface des produits de viande 

de porc emballées sous vide augmentait continuellement pendant la période d’entreposage 

[20,58]. L’étude de Holley et al. a rapporté que pour une concentration bactérienne initiale au 

jour 0 qui s’élevait à 3,5 log UFC/g, la concentration augmentait jusqu’à 5,8 log UFC/g après 56 
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jours d’entreposage [20]. Au contraire, Zhao et al. ont observé sur des viandes de porc (coupe de 

jambon) que pour un nombre de bactéries au début de l’entreposage s’élevant à 4,0 log UFC/g, 

les limites acceptables en termes de concentrations (> 6,0 log UFC/g) étaient dépassées à partir 

du 21ème jour d’entreposage avec la présence de signes visibles d’altération [58]. Dans des longes 

de porc emballées sous vide entreposées à 4°C, il a été rapporté que la concentration de 

Pseudomonas atteignait 107 UFC/g après 20 jours d’entreposage [14,136]. Dans ce cas où 

Pseudomonas atteignait de fortes concentrations, l’efficacité de l’emballage sous vide était 

remise en cause. La concentration des LAB atteignait 7,5 log UFC/g après 23 jours d’entreposage, 

sachant que la concentration initiale était de 2,9 log UFC/g [117]. Une étude a rapporté des 

niveaux de contamination passant de 3,1 à 5,0 log UFC/g après 12 jours d’entreposage [18]. 

Comme pour les viandes fraîches, plus les viandes emballées sous vide sont entreposées à haute 

température, plus la croissance microbienne est rapide. Par exemple, il a été observé que la 

concentration des bactéries totales de coupes primaires de porc emballées sous vide excédait 4,0 

log UFC/g après 30 jours d’entreposage à 4°C [36]. Cette étude a montré également que la charge 

microbienne des LAB atteignait une moyenne de 6,1 et 6,5 log UFC/g après 50 jours d’entreposage 

à 4°C. Il a été observé que Brochrothrix était le premier à atteindre une charge de 106 UFC/g dans 

des échantillons entreposés à 0, 5, 10 ou 15°C, respectivement après 48, 37, 10 et 7 jours 

d’entreposage [137]. 

 

Messages clés 

- La contamination microbienne des viandes fraiches, « pré-emballées » et emballées 
sous vides, entreposées à 4°C est évaluée le plus généralement par le dénombrement 
des bactéries mésophiles aérobies totales, les entérobactéries, Pseudomonas et 
Brochothrix 

- La charge microbienne augmente continuellement pendant l’entreposage et la 
croissance microbienne est plus rapide lorsque les produits (emballés sous vides ou 
non) sont entreposés à des températures supérieures à 4°C 

- L’entreposage des produits à des températures de –2°C, ainsi que l’emballage sous 
vides, permet tous les deux de ralentir la croissance microbienne et ainsi de prolonger 
la durée de conservation jusqu’à quatre fois par rapport à l’entreposage à 4°C 

- Dans l’ensemble, les limites acceptables relatives aux critères microbiologiques des 
viandes de porc emballées sous vides établis en Europe étaient dépassées en moyenne 
après 15 à 20 jours d’entreposage 
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2.6.2 La contamination des carcasses et des viandes par Salmonella spp. 

La dynamique de contamination de la filière porcine par Salmonella est souvent rapportée en 

mettant l’accent sur la prévalence, le sérotype le plus fréquemment impliqué, l’origine et la 

corrélation avec la source animale pour le pathogène. De la ferme à l’abattoir, les conditions de 

transport et de stabulation des porcs sont reconnues comme un facteur de risque pour la 

contamination des carcasses par Salmonella à l’abattoir [10,68]. Le stress et le manque de 

nourriture sont des facteurs importants liés au transport qui peuvent favoriser l’excrétion de 

Salmonella par les porcs s’ils sont porteurs asymptomatiques [10,68]. Lorsque le temps en 

transport et dans les parcs d’attente est allongé (qui peut être dû à un arrêt de la chaîne 

d’abattage par exemple) ou encore lorsque les changements au niveau de l’environnement des 

animaux, y compris la température, ne sont pas pris en comptes, ces facteurs favorisent le stress 

des animaux et donc l’excrétion de Salmonella dans les matières fécales. De plus, le pourcentage 

élevé d’échantillons positifs à Salmonella, supérieur à 50 % après les procédures de lavage et de 

désinfection, ont démontré le plus souvent l’inefficacité de ces protocoles dans les installations 

(camions de transport) [138]. L’excrétion de Salmonella dans les fèces des animaux entraîne alors 

un risque accru de contamination croisée entre les troupeaux. Après le transport à l’abattoir, il a 

été démontré que la stabulation est l’un des principaux lieux affectant le statut final des porcs 

pour Salmonella [139]. Le temps passé en stabulation est variable et dépend de la logistique de 

l’abattoir et de la fréquence des transports. Les temps d’attente les plus courants sont de 1h à 

6h, mais cette période est suffisamment longue pour que Salmonella colonise l’intestin de porcs 

naïfs. Une étude a démontré que 5 % des porcs étaient contaminés à Salmonella après le 

transport, tandis qu’après la stabulation, la prévalence atteignait plus de 80 % [140]. Il a 

également été démontré qu’après le transport et la stabulation des porcs, ces derniers étaient 

sept fois plus contaminés que les porcs restés à la ferme [141]. Ainsi, l’augmentation de la 

prévalence de Salmonella à l’abattoir a été largement associée à la contamination des porcs dans 

les parcs d’attente. Deux principales raisons de la criticité de cette étape vis à vis de la 

contamination ont été attribuées à la sensibilité à la contamination croisée des porcs et 

l’accumulation des salmonelles dans cet environnement lié à l’inefficacité des protocoles de 

nettoyage des stabulations, lorsqu’il y en a.  
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De nombreuses études ont rapporté la prévalence de Salmonella tout le long de la chaîne 

d’abattage et de transformation des porcs [10,25,32,96,100,142–148]. Ces études ne sont pas 

menées de manière uniforme entre les différents pays qui montrent entre autres des différences 

dans les protocoles d’analyse. En effet, la prévalence de Salmonella retrouvée sur les carcasses 

peut varier en fonction du point de la chaîne d’abattage où la carcasse est testée, de la méthode 

d’échantillonnage utilisée (méthodes destructives vs non destructives), de la surface de la 

carcasse échantillonnée, de la procédure de traitement des échantillons et de la sensibilité 

analytique des méthodes (méthode de culture classique, PCR). Ainsi, ces variations dans les 

protocoles peuvent entraîner des différences dans les résultats de prévalence rapportés. Par 

conséquent, il est important de prendre en compte qu’il est difficile de faire la comparaison entre 

les études publiant les prévalences de Salmonella retrouvées à la surface des carcasses et des 

viandes de porc. 

 

À l’abattoir, deux sources de contamination des carcasses par Salmonella ont été identifiées : (i) 

l’introduction continue de Salmonella dans l’abattoir par des porcs contaminés et (II) 

l’environnement abritant la bactérie déjà présente dans la chaîne d’abattage. Les souches de 

Salmonella déjà présentes dans l’environnement constituent une source de contamination pour 

les carcasses de porc entrantes, que l’animal soit porteur ou non de Salmonella. Il a été démontré 

que les salmonelles introduites par les porcs dans la chaîne d’abattage étaient les souches 

responsables de la majorité de la contamination des carcasses de porc [141]. Les auteurs 

Pesciaroli et al. ont observé en 2017 que la quantité de Salmonella dans l’intestin des porcs à 

l’abattoir exerçait une influence sur la contamination des carcasses [149]. Les auteurs ont observé 

que le nombre de carcasses contaminées lors d’une journée d’abattage était associé à la 

prévalence de porcs présentant une concentration fécale > 3 log/g pour de Salmonella, et non à 

la prévalence de porcs simplement porteurs de Salmonella. La réduction de la charge bactérienne 

pour Salmonella dans les intestins des porcs abattus entraînerait donc une diminution du nombre 

de carcasses contaminées à l’abattoir. À l’opposé, d’autres études ont démontré que, la 

contamination croisée est responsable du nombre final de carcasses positives à Salmonella. 
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Duggan et al. ont rapporté que la contamination croisée dans l’environnement de l’abattoir 

représentait jusqu’à 69 % de la contamination des carcasses par Salmonella, tandis que 

Botterldoorn et al. ont estimé qu’elle contribuait à hauteur de 29 % [150]. 

 

L’étourdissement des animaux n’est pas considéré comme une étape qui contribue à une 

contamination par Salmonella. Malgré le manque de données concernant cette étape, une étude 

a montré que l’étourdissement au gaz (dioxyde de carbone), par opposition à l’étourdissement 

électrique, résultait en une augmentation de l’excrétion de Salmonella par les matières fécales à 

la suite du relâchement des muscles dont celui du sphincter rectal [10]. Les prévalences de 

Salmonella retrouvé à la surface des carcasses sont les plus élevées à l’étape de la saignée, allant 

jusqu’à plus de 60 % [100, 151] et la contamination cutanée se produit lorsque l’environnement 

de la stabulation est contaminé ou que les porcs excrètent la bactérie. L’étape d’échaudage est 

reconnue pour diminuer la contamination microbienne. L’étude de Pearce et al. a rapporté que 

Salmonella était détectée sur seulement 1 % des carcasses après l’échaudage et l’étude de Bolton 

et al. a rapporté qu’elle n’était plus détectée après la combinaison des étapes d’échaudage et 

d’épilation [22, 91]. L’étape d’échaudage représentait alors un point de contrôle critique, 

puisqu’une présence de Salmonella dans l’eau des réservoirs contribuerait à la contamination 

croisée entre les carcasses. En effet, l’eau est considérée comme une source importante de 

contamination croisée par Salmonella dès qu’elle contient de grandes quantités de matières 

organiques accumulées ou que la température est inférieure à 61°C. L’étude d’Arguello et al. a 

rapporté une prévalence de Salmonella allant de 7 % à 42 % entre différents abattoirs pour ce qui 

est de sa présence dans l’eau des réservoirs des cuves d’échaudage [152]. L’épilation constitue 

un point où les carcasses peuvent être à nouveau contaminées. Pearce et al. ont observé une 

augmentation de la prévalence de Salmonella, celle-ci passant de 1 % (après l’échaudage) à 7 % 

avant et après l’épilation [91]. Une étude plus récente parue en 2021 a observé que 100 % des 

carcasses de porc étaient contaminées après l’étape d’épilation, alors que seulement 17 % de ces 

carcasses étaient contaminées après la saignée [148]. L’accumulation de matières organiques, 

ainsi que la difficulté de nettoyage des équipements accentuent le risque de contamination à 

cette étape. L’équipement se trouvant colonisé par la bactérie ou l’eau recyclée dans le processus 
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d’épilation devenait la principale source de contamination des carcasses de porc par Salmonella 

à l’abattoir [148]. Le flambage semble être la seule étape permettant réellement d’éliminer 

Salmonella [10,22,91,152]. L’étude de Bolton et al. a montré une prévalence nulle après l’étape 

du flambage, alors que plus de 50 % des carcasses étaient contaminées après l’étourdissement 

[22]. De même, Pearce et al. ont observé que la prévalence était nulle après l’étape du flambage, 

passant de 7 % (après l’épilation) à 0 % [91]. Les auteurs de l’étude Rizzoto et al. ont également 

observé une diminution significative de la prévalence de Salmonella, passant de 60 % (après 

l’échaudage) à 3 % après le flambage [100]. L’étape de polissage ne semblait pas constituer un 

point important de recontamination. Semblable à l’étape d’échaudage et d’épilation, il existe tout 

de même un risque de contamination croisée entre l’équipement et les carcasses lors du 

polissage. Hald et al. ont estimé que la présence de Salmonella dans les bassins d’échaudage ou 

dans l’équipement de polissage augmentait de 2,5 à 5 le risque de retrouver Salmonella sur une 

carcasse à la fin de la ligne d’abattage et d’habillage [145].  

 

Lors de l’éviscération, le déversement du contenu intestinal à la suite de la rupture accidentelle 

du tube digestif est l’une des principales sources de contamination des carcasses. Ainsi, la surface 

des carcasses contaminées peut propager Salmonella à d’autres carcasses ou même contaminer 

l’environnement, et représenter par la suite une source de contamination pour les carcasses 

exemptes de Salmonella. Les salmonelles présentes sur du matériel contaminé (par exemple les 

couteaux ainsi que les gants des travailleurs) peuvent être transférées à d’autres carcasses [10]. 

Il a été rapporté que l’étape du fendage de la carcasse participe au risque de contamination par 

Salmonella, due à l’origine de la rupture accidentelle du tube digestif lors de l’étape 

d’éviscération, et a été associée à une persistance de la bactérie dans l’environnement de 

l’établissement [10]. Une étude rapporte que la prévalence retrouvée sur la surface de la scie 

entre différents abattoirs varie entre 3 et 80 % [152]. La mise à jeun des porcs, c’est-à-dire le 

retrait de la nourriture pendant 12 à 18 heures avant l’abattage pour une période variant, permet 

de réduire le volume de contenu du tube digestif, et ainsi diminuer le risque de contamination 

des carcasses par ce même contenu au moment de l’éviscération [10]. La prévalence de 

Salmonella diminue après l’étape de refroidissement [10,150,153]. Par exemple, Duggan et al. et 



71 
 

Arguello et al. ont rapporté que la contamination par Salmonella a été réduite de 45 à 11 %, et 

de 15 à 3 % par le refroidissement, respectivement [150, 152].  

 

De la même manière, lors de la découpe des carcasses, la contamination des produits de découpe 

par Salmonella résulte principalement de contaminations croisées. Les carcasses de porc 

contaminées introduites dans les chaînes de découpe et de transformation, les équipements 

entrant en contact avec la surface de ces carcasses, ainsi que les produits de découpes entrant en 

contact avec des surfaces communes telles que des convoyeurs, sont tous des sources de 

contamination. Plusieurs études ont rapporté des prévalences similaires retrouvées à la surface 

de convoyeurs en cours de production, prévalences se situant entre 21 % et 27 % [30,154,155]. Il 

a été démontré que Salmonella est capable de coloniser les surfaces de transformation 

(convoyeurs, couteaux, tables) de la viande porcine et d’y former des biofilms. Ces biofilms 

présentent une résistance accrue aux traitements antimicrobiens et les procédures standard de 

nettoyage et de désinfection peuvent ne pas être totalement efficaces pour les éliminer. La 

contamination croisée des viandes se produit alors lorsque les bactéries se détachent de la 

structure du biofilm une fois que les aliments passent sur ces surfaces contaminées [156]. 

 

Compte tenu de la grande quantité de sources potentielles de contamination des carcasses de 

porc pendant l’abattage, les niveaux de contamination sont susceptibles de varier entre les 

différentes parties de la carcasse et les produits de découpe. Biasoni et al. ont étudié la 

distribution de la contamination des carcasses de porc par Salmonella pour lesquelles neuf zones 

ont été analysées séparément, avec pour objectif d’introduire la notion de catégorisation des 

coupes de porc en fonction de leur risque pour la santé publique [80]. Ces auteurs ont rapporté 

que la prévalence de Salmonella variait considérablement entre les différentes zones sur une 

même carcasse, et les prévalences les plus élevées, soit jusqu’à 18 %, étaient observées sur les 

échantillons prélevés à partir des pattes avant, de la tête et de la gorge. Ainsi, la distribution de 

Salmonella en fonction de chaque zone pourrait être utilisée pour estimer le risque lié à la 

consommation de coupes de viande porc spécifiques. 
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Salmonella est capable de survivre à des températures inférieures à 4°C, autant sur les viandes 

de porc fraîches que sur celles emballées sous vide, selon les conditions d’entreposage [68]. Les 

études se contredisent sur l’efficacité de l’emballage sous vide pour réduire la quantité de 

Salmonella dans les viandes de porc. Par exemple, Djordjevic et al. ont observé que les 

dénombrements bactériens étaient réduits de 1,5 log UFC/g après 12 jours d’entreposage à 4°C, 

tandis qu’il a été observé que l’emballage sous vide pendant 28 jours n’avait pas d’impact [18]. 

En règle générale, plus la température d’entreposage est haute, plus le taux de contamination 

sera élevé. Il a été observé que la concentration de Salmonella dans des produits de porc non 

emballés, ainsi dans des longes de porc emballées sous vide entreposées à 10°C augmentait 

d’environ 0,5 log UFC/g par rapport à des longes entreposées à 4°C après une dizaine de jours 

d’entreposage [18, 158]. 

 

Messages clés 

- Les conditions de transport et de stabulation des porcs sont reconnues comme des 
facteurs de risque pour la contamination des carcasses par Salmonella à l’abattoir 

- L’introduction continue de Salmonella par des porcs contaminés et l’environnement 
abritant la bactérie déjà présente dans la chaîne d’abattage représentent les deux plus 
importantes sources de contamination des surfaces des carcasses par Salmonella 

- Seules les étapes d’échaudage et de flambage diminuent la prévalence retrouvée à la 
surface des carcasses de porc, alors que les étapes d’épilation constituent un point où 
elles peuvent être à nouveau contaminées 

- La principale source de contamination des carcasses à l’abattoir par Salmonella est le 
déversement du contenu intestinal à la suite de la rupture accidentelle du tube digestif 
lors de l’éviscération 

- En général, les surfaces correspondantes à la tête et à la gorge semblent plus 
contaminées par Salmonella 

- L’étape de refroidissement des carcasses permet de réduire la prévalence de 
Salmonella 

- Salmonella est capable de survivre à des températures d’entreposage à 4°C dans des 
produits emballés ou non sous vide, mais l’efficacité de l’emballage sous vide pour 
réduire la quantité de Salmonella n’est pas clairement démontrée 
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2.6.3 Le contrôle de la contamination microbienne des carcasses et des viandes 

de porc 

Le contrôle de la contamination microbienne nécessite une approche intégrée impliquant tous 

les secteurs de la chaîne de la filière porcine, incluant les producteurs, les transporteurs 

d’animaux, les transformateurs, les distributeurs, les détaillants ainsi que les consommateurs. Les 

stratégies de gestion des risques microbiologiques incluent entre autres la mise en place de 

bonnes pratiques d’hygiène et de biosécurité de la production animale à la ferme, un abattage et 

une transformation des carcasses et de la viande dans des installations correctement conçues et 

entretenues et dans des conditions sanitaires et hygiéniques de haut niveau complétés par une 

utilisation des stratégies de décontamination si elles sont nécessaires et approuvées. Les 

conditions d’emballage, de préparation et d’entreposage appropriées, finalement, assurent le 

maintien des conditions de la chaîne du froid jusqu’à la distribution. Ainsi, le contrôle de la 

contamination microbienne est principalement assuré par des approches préventives telles que 

la mise en place de bonnes pratiques d'hygiène, de bonnes pratiques de fabrication, et par 

l’application des principes d’analyse des risques et maîtrise des points critiques (HACCP) : Hazard 

Analysis Critical Control Point). Le système HACCP est une approche d’identification et 

d’évaluation des dangers (chimiques, physiques, biologiques) associés aux différentes étapes 

d’une production dans le but de définir les moyens nécessaires à leur maitrise et ainsi garantir la 

salubrité de l’aliment [22,27,101,159]. Au Canada, le Programme d'amélioration de la salubrité 

des aliments (PASA) de l’ACIA est un type de plan de contrôle préventif mis en œuvre dans les 

établissements d’abattage et de transformation de porcs. Ce programme repose sur les principes 

HACCP et permet de démontrer la capacité de l’exploitant à maîtriser les dangers associés aux 

aliments afin d’assurer la salubrité du produit pour le consommateur. Le PASA fait maintenant 

partie intégrante du Règlement sur la salubrité des aliments au Canada instauré depuis le 15 

janvier 2019, règlement qui remplace les 14 anciennes lois et règlements décrivant les différentes 

mesures pour assurer la salubrité des aliments [160].  

 

À l’abattoir, les stratégies du contrôle microbien des carcasses et des viandes reposent sur la mise 

en œuvre de mesures qui ont différentes visées : 1) empêcher ou minimiser l’introduction de 
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micro-organismes, 2) réduire la contamination en éliminant (décontamination) ou en inactivant 

les microorganismes présents, 3) empêcher, retarder ou ralentir la croissance des 

microorganismes, et 4) réduire le transfert de microorganismes des carcasses vers 

l’environnement de production, et ainsi éviter ou minimiser la contamination croisée. Les 

interventions visant le contrôle microbien sont des procédés, tels que le traitement thermique, 

le lavage à l’eau chaude, la pasteurisation à la vapeur, l’utilisation d’agents technologiques 

chimiques, les conditions d’emballage, qui inhibent la croissance des microorganismes et qui 

impliquent la mise en œuvre dans les établissements de procédures de nettoyage et de 

désinfection efficaces et contrôlées [161].  

2.6.4 Limites du contrôle de la contamination microbienne des carcasses et des 

viandes de porc  

 
La plus importante limite de l’utilisation des méthodes de culture classique pour le contrôle de la 

qualité microbiologique et de la contamination est que le dénombrement des bactéries aérobies 

mésophiles totales ne représente qu’une estimation de la charge globale bactérienne des 

bactéries qui sont cultivables, sous-estimant la véritable charge bactérienne [162]. La recherche 

de l’ensemble des bactéries pouvant contribuer à l’altération future de la viande ainsi que toutes 

les potentielles bactéries pathogènes est impossible à réaliser dans les analyses microbiologiques 

de surveillance dans les établissements d’abattage et de transformation. Les dénombrements des 

populations bactériennes sont primordiaux pour contrôler la qualité microbiologique et assurer 

que les produits respectent les critères microbiologiques établis. Toutefois, les données obtenues 

des analyses par dénombrements des bactéries aérobies mésophiles totales, des entérobactéries 

et des bactéries lactiques sont uniquement quantitatives et ne donnent pas d’indication sur la 

taxonomie des bactéries retrouvées [163]. Seules les techniques moléculaires peuvent fournir des 

informations sur la composition réelle des communautés microbiennes qui sont retrouvées à la 

surface des carcasses et des viandes.  
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2.7 Le microbiote des carcasses et des viandes de porc 

2.7.1 Analyses de biologie moléculaire 

Depuis les années 1980, des techniques moléculaires ciblées, indépendantes de la culture, ont 

permis de commencer à explorer des communautés microbiennes plus complexes et diversifiées 

[163,164]. Les techniques de biologie moléculaire ont évolué très rapidement, et permettent, par 

rapport aux techniques faisant appel à la microbiologie classique, un gain de temps, de sensibilité 

et de spécificité analytiques pour l’identification et la détection des genres bactériens [165,166]. 

L’amplification par PCR (Polymerase Chain Reaction) ainsi que la PCR en temps réel et la RT-PCR 

(Reverse Transcriptase - PCR) ont permis de détecter et de quantifier les bactéries même à l’état 

viable mais étant non cultivables [167]. Ces méthodes présentent leurs propres limites. Elles 

ciblent un microorganisme à la fois (ou plusieurs dans le cas de la PCR multiplex), utilisent des 

amorces spécifiques et nécessitent la multiplication des étapes afin d’analyser un grand nombre 

des bactéries composant un microbiote [166]. Les méthodes par PCR ont cependant évolué avec 

le développement d’amorces dites universelles, ciblant un gène commun à toutes les bactéries 

tel que le gène codant pour l’acide ribonucléique ribosomal 16S (ARNr 16S) qui code pour la petite 

sous-unité des ribosomes des procaryotes. Initialement, les ARNr 16S étaient des molécules de 

choix pour l’analyse des phylogénies microbiennes à des fins taxonomiques [168]. D’autres gènes 

tels que les gènes gyrB codant pour la sous-unité bêta de l’ADN gyrase (ADN topoisomérase de 

type II), rpoB codant pour la sous-unité beta de l’ARN polymérase ou encore cpn60 codant pour 

une protéine chaperonne peuvent également servir à l’étude des écosystèmes bactériens [169–

171]. Une caractérisation unique de ces gènes non ribosomiques est d’être présents en une seule 

copie dans les génomes bactériens, contrairement au gène qui code pour l’ARNr 16S qui lui peut 

présenter entre 1 et 21 copies par génome [172,173]. De plus, comparé à l’ARNr 16S qui offre une 

description globale des écosystèmes bactériens, ces marqueurs permettent une assignation 

taxonomique plus fine, jusqu’à l’espèce [174,175]. Toutefois, ces marqueurs sont beaucoup 

moins utilisés dans les analyses des communautés microbiennes et le gène codant pour l’ARNr 

16S est celui qui est le plus utilisé. 
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C’est seulement avec l’apparition des techniques de biologie moléculaires non ciblées, telles que 

le séquençage à haut débit, que le domaine de l’étude du microbiote s’est réellement développé. 

Les techniques de séquençage permettent de déterminer la succession des nucléotides, c’est-à-

dire la séquence d’une molécule d’acide nucléique (ADN ou ARN) et existent depuis les années 

1970. La première méthode de séquençage direct de Sanger, dite de « première génération », a 

été mise au point en 1977 [176]. Elle a permis de séquencer le premier génome humain complet 

dès 2001 [177]. Cette technologie ne permet que le séquençage d’un brin d’ADN à la fois, rendant 

impossible l’étude de l’ensemble des bactéries présentes dans un environnement. C’est à partir 

des années 2000 et l’arrivée des méthodes de séquençage de nouvelle génération, regroupées 

sous l’acronyme NGS (Next Generation Sequencing) ou séquençage à haut débit, que le 

séquençage simultané de millions de molécules d’ADN a pu être réalisé et que l’étude et l’analyse 

du microbiote à l’échelle de l’écosystème se sont intensifiées [178].  

 

2.7.1.1 Le gène codant pour l’ARNr 16S 

La technique la plus fréquemment utilisée pour l’étude de la composition et de la diversité 

microbienne d’un écosystème repose sur l’utilisation du séquençage du gène codant pour l’ARNr 

16S et est également appelée « amplicon sequencing » ou « metabarcoding ». Ce gène, d’environ 

1 500 pb, est composé de neuf régions hypervariables nommées V1 à V9, dont la composition est 

propre à une population bactérienne spécifique, voir même à une souche. Ces régions sont 

intercalées par des régions conservées ayant une très faible variation entre les espèces. Ainsi, les 

régions hypervariables sont ciblées pour identifier les microorganismes, tandis que les régions 

conservées sont ciblées pour la création d’amorces universelles [179,180]. Les régions V3 et V4, 

seules ou en combinaison, sont les plus fréquemment ciblées pour la détection des bactéries, 

compte tenu que le gène complet de 1 500 bp est trop long pour être séquencé efficacement 

avec les technologies les plus employées. Cependant, il a été démontré que le choix des régions 

hypervariables de l’ARNr 16S pour le séquençage peut modifier la mesure de la diversité 

microbienne, par la détection privilégiée de certains taxons bactériens, perturbant ainsi les 

valeurs de la mesure de la diversité [181]. Il est important de prendre en compte que les variations 

peuvent aussi s’expliquer par le choix des plateformes de séquençage et des méthodes servant 
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aux analyses bio-informatiques [182]. Les régions hypervariables V1-V3 et V3-V4 présentaient des 

fortes similitudes lors de comparaison de communautés bactériennes définies dans des 

échantillons de microbiote humain (buccal) et environnemental (échantillons de sols) [183,184], 

tandis que les régions V2-V3, V4 et V4-V5 semblaient produire des résultats plus reproductibles 

lorsqu’amplifiées à partir d’échantillons environnementaux (échantillons marins) [181,185], alors 

que la région V4 en particulier permet une meilleure assignation taxonomique [186]. Il semble 

ainsi que le choix des régions hypervariables dépende de la nature de l’échantillon. À notre 

connaissance, aucune étude ne semble avoir été réalisée sur l’impact du choix de ces régions pour 

l’étude des bactéries retrouvées dans des échantillons de matrices alimentaires.  

 

2.7.1.2 Le séquençage de deuxième génération 

Le séquençage de deuxième génération regroupe plusieurs technologies qui permettent le 

séquençage simultané de millions de fragments d’ADN, obtenus par amplification, et qui sont 

connus sous le nom de lectures courtes ou « reads » [187]. Il existe plusieurs méthodes de 

séquençage : pyroséquençage (454 Life Sciences, Roche Diagnostics) (Tableau 4), séquençage par 

détection de la libération des ions H+ (Ion Torrent/ Thermofisher/Life Technologies) (Tableau 4) 

ou le séquençage par synthèse (Illumina). La première méthode de séquençage de nouvelle 

génération NGS était la méthode « 454 », lancée en 2005 par la société 454 Life Sciences. Ces 

premiers séquenceurs permettaient de produire moins d’un million de lectures courtes, contre 

des millions de lectures générées maintenant à l’aide des dernières technologies [188]. Cette 

méthode n’est plus commercialisée depuis 2013 et la technologie Illumina est maintenant la 

technologie la plus largement utilisée et domine pour réaliser le séquençage de l’ARNr 16S et est 

présentée en détails ultérieurement dans ce chapitre. 
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Tableau 4. –  Principes majeurs du pyroséquençage et du séquençage par détection de la libération de 

ions H+. 

 
Méthode  Principes majeurs Références 

Pyroséquençage Les fragments d’ADN sont amplifiés sur des billes par PCR en émulsion 

(une seule molécule se fixe sur chaque bille). Dans un micro-puit, 

lorsqu’un nucléotide dNTP complémentaire à la séquence est 

incorporé par la polymérase, un pyrophosphate inorganique est libéré 

et détectée par une cascade de réactions enzymatiques (enzymes 

sulfurylase, luciférase présentes à la surface d’autre type de billes et 

ajoutées dans les micro-puits en début de réaction) aboutissant à 

l’émission de lumière par bioluminescence, capté par une caméra. Pour 

finir, l’ajout d’une apyrase permet de dégrader les nucléotides non 

incorporés et le cycle est répété. 

[189] 

Séquençage par 

détection de la 

libération ions H+ 

L’amplification des fragments d’ADN est réalisée par PCR en émulsion. 

Lorsque qu’un nucléotide dNTP (ajouté de façon séquentielle) 

complémentaire à la séquence est incorporé par la polymérase, un ion 

hydrogène est libéré. Au fond de chaque puit, un capteur d’ion détecte 

la variation de pH engendré par la libération de l’ion et permet 

d’identifier la base incorporée. 

[190] 

 

2.7.1.2.1 Préparation de la librairie de séquençage 

Tout d’abord, la préparation d’une librairie de séquençage qui est l’ensemble des fragments 

d’ADN que l’on veut séquencer est réalisée. Deux méthodes sont possibles :  

• Une méthode ciblée, où les fragments d’ADN désirés sont ciblés et amplifiés par PCR avec 

un couple d’amorces, par exemple. Dans ce cas de figure, toutes les séquences d’un même 

amplicon seront identiques, sauf dans le cas du séquençage du gène codant pour l’ARNr 

16S où l’amplification conserve les séquences variables encadrées par les amorces 

universelles [191]. 



79 
 

• Une méthode globale ou communément appelée la stratégie « shot gun », où l’ADN est 

aléatoirement fragmenté par sonication ou par l’utilisation d’enzyme de restriction ou 

transposase [192]. Cette méthode est largement utilisée lors : 1) du séquençage du 

génome entier qui permet de déterminer la séquence complète d’un génome d’intérêt; 

2) du séquençage de l’ensemble du contenu génomique des communautés microbiennes, 

permettant la caractérisation taxonomique et fonctionnelle des génomes. 

2.7.1.2.2 La technologie Illumina 

La technologie Illumina existe depuis 2008. Le séquençage s’effectue sur une cellule de 

séquençage ou cellule de flux (flow cell), qui est une lame de verre. Après fragmentation du 

génome et amplification, l’ADN génomique à séquencer possède des adaptateurs aux extrémités 

5’ et 3’. Ce sont de petites séquences d’ADN qui permettent l’accrochage et l’amplification sur la 

cellule de flux. Sur cette cellule, deux différents types d’oligonucléotides sont fixés, ces 

nucléotides correspondent aux séquences complémentaires des adaptateurs ajoutés aux 

extrémités 5’ et 3’ des fragments d’ADN à séquencer. Des millions de fragments d’ADN sont ainsi 

amplifiés, puis séquencés en même temps sur une même cellule de séquençage.  

 

Le séquençage d’un fragment ADN est présenté à la figure 1 et est réalisé de la façon suivante : 

un fragment d’ADN double brin est dénaturé. Un fragment simple brin d’ADN s’hybride à un 

oligonucléotide fixé de façon covalente à la cellule de flux. Il s’agit du brin matrice. Un brin 

complémentaire est synthétisé au brin matrice par une polymérase. Les deux brins (matrice et 

complémentaire) sont dénaturés en simple brin. Une étape de lavage est réalisée pour éliminer 

le brin matrice et permettre à l’extrémité libre du brin complémentaire de s’hybrider à un autre 

oligonucléotide en formant un pont. C’est la méthode « bridge amplification » (amplification en 

pont). La synthèse du brin complémentaire par une polymérase permet d’obtenir la même 

séquence que le brin matrice. Une nouvelle étape de dénaturation permet de séparer ces deux 

brins nouvellement synthétisés et les extrémités libres s’hybrident à nouveau à un autre 

oligonucléotide en formant un pont. Ces mêmes étapes se répètent pour former un « cluster » 

qui correspond au regroupement de millions de fragments d’ADN identiques au brin matrice. Sur 

la cellule de flux, d’autres clusters se forment, correspondant à l’amplification d’autres fragments 
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d’ADN dans l’échantillon à séquencer. Le séquençage des fragments d’ADN peut débuter quand 

tous les brins de tous les clusters se sont hybridés à des amorces de séquençage.  

 

Le séquençage est cyclique. À chaque cycle, un seul nucléotide marqué d’une molécule 

fluorescente est incorporé sur la lame de verre. Ces nucléotides sont des terminateurs réversibles 

de la réaction de la synthèse de l’ADN. Ainsi, à chaque incorporation, la réaction de séquençage 

s’arrête. Le nucléotide marqué d’un fluorochrome, lorsqu’ajouté au brin en cours de synthèse, 

est excité et émet un signal après excitation à l’aide de deux lasers et permet d’indiquer quel 

nucléotide a été incorporé dans chaque cluster. La formation de clusters en amont permet 

d’obtenir un signal lumineux suffisamment important pour être détecté. Les nucléotides marqués 

non utilisés sont lavés, et la molécule fluorescente ainsi que la molécule bloquant la réaction 

d’amplification sont clivées pour permettre la suite de la synthèse de séquençage. Chaque cycle 

est répété et permet de déterminer la séquence d’ADN de chaque cluster. Il existe un séquençage 

« en paire » (paired-end) qui consiste à séquencer les deux extrémités (brins sens et anti-sens) 

des fragments d’ADN des clusters. Dans le cas du séquençage paired-end, après que le brin 

matrice ait été séquencé, une autre étape d’amplification en pont, telle que présentée 

précédemment, permet de resynthétiser le brin complémentaire. Les deux brins sont dénaturés. 

Les brins matrices sont éliminés et le séquençage du brin complémentaire s’effectue de la même 

manière que le brin matrice [193–195].  
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Figure 1. –  Représentation schématique de la technologie d’Illumina (adaptée de 

l’exploration du principe présenté en 3D par Illumina [196], schéma réalisé avec 

BioRender). 

 
Illumina présente plusieurs séquenceurs, dont les principales différences entre ceux-ci sont le 

nombre maximum de nucléotides à séquencer et la longueur des séquences produites. Le 

séquenceur Illumina Miseq peut séquencer des lectures d’une longueur allant jusqu’à2 x 300 pb 

dans le cas du séquençage paired-end et permet alors le séquençage complet de la région V4 du 

gène codant de l’ARNr 16S. La technologie Illumina est la technologie la plus utilisée lors du 

séquençage de l’ARNr 16S en raison de son rendement et de sa précision qui est d’environ 8,5 

giga bases par opération, en 39 heures, avec un taux d’erreur environ de 0,4 % pour la technologie 

Miseq [197,198].  

 

2.7.1.3 Les analyses bio-informatiques   

Les méthodes de séquençage à haut débit ont nécessité le développement d’outils d’analyses bio-

informatiques spécifiques permettant la gestion et l’analyse des données de séquençage. Parmi 

les logiciels disponibles, Mothur [199] et QIIME 2 [200] sont les plus fréquemment utilisés pour 

le traitement des données de séquençage du gène codant pour l’ARNr 16S. Pour chacun, les 

analyses bio-informatiques des données de séquençage ont pour but de nettoyer les séquences 

et de former des unités taxonomiques opérationnelles (OTUs) ou des variants de séquence 

d’amplicon exacts (ASV) pour aboutir à l’obtention d’une table d’abondance de ces séquences et 

une table de leur assignation taxonomique.  

 

Dans le cadre d’un séquençage par la plateforme Illumina Miseq, les séquences des fragments, 

qui correspondent à des lectures courtes à cette étape, sont enregistrées dans un fichier au 

format unique FASTQ. Dans ce fichier, on retrouve la séquence nucléotidique, ainsi que le score 

de qualité associé à chacun de ces nucléotides, appelé « score Phred ». Ces scores de qualité sont 

assignés à chaque nucléotide issu d’un électrophorégramme de séquençage. Ils sont utilisés pour 

caractériser la qualité d’une séquence d’ADN sachant que les scores sont reliés de façon 

logarithmique à la probabilité d’erreur d’identification d’une base. Ainsi, si le score est de 10, la 



83 
 

probabilité que l’identification de la base soit incorrecte est de 1 sur 10, soit 90 % de chance que 

l’identification de la base soit correcte. Ce score de qualité est notamment utilisé pour repérer 

les erreurs les plus probables dans les séquences nucléotidiques obtenues [201]. 

 

En amont du séquençage, il existe différents biais associés aux procédures d’extraction d’ADN et 

de l’amplification des fragments d’ADN susceptible d’introduire des erreurs dans les séquences 

servant à la description d‘un microbiote. Le tableau 5 regroupe ces possibles sources d’erreurs 

lors de ces deux étapes. 

 

Tableau 5. –  Potentielles sources d’introduction d’erreurs dans la caractérisation d’un microbiote lors 

des étapes de l’extraction de l’ADN et de l’amplification par PCR.  

 

Étape Possible sources d’erreurs Références 

Extraction d’ADN Lyse cellulaire incomplète 

Perte de l’ADN aux différentes étapes du processus d’extraction 

Influence de la source d’échantillons (constitué d’une matrice 

microbienne complexe avec la présence d’inhibiteurs)  

Contaminations techniques 

[202, 203]  

 

 

Amplification par PCR Erreur de la polymérase (non-utilisation d’une enzyme à haute-fidélité) 

Dégradation thermique de l’ADN matrice (en particulier lors de l’étape 

de dénaturation de l’ADN double brin en simple brin) 

Formation de chimères 

Présence d’inhibiteurs de la PCR (sels, lipides, glucides) 

Contamination par une RNAase 

Quantité de matériel (ADN) insuffisante 

Utilisation d’amorces non spécifique 

Influence du nombre du cycle d’amplification 

Contaminations techniques (lors du pipetage, du chargement des puits 

par exemple) 

[203, 204] 
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2.7.1.3.1 Étape de nettoyage des lectures 

La première étape des analyses bio-informatiques consiste en la suppression des erreurs de 

séquençage des lectures [205]. Dans le logiciel Mothur, la formation des contigs est tout d’abord 

réalisée et consiste en la combinaison des lectures sens et antisens. Après l’alignement des deux 

lectures, l’algorithme identifie toutes les positions où les deux lectures présentent un différend. 

Par exemple, dans le cas où un nucléotide n’est identifié que sur une seule lecture, le score de 

qualité du nucléotide doit être supérieur à 20 (taux d’erreur de 1 %) pour être considéré comme 

réel. Dans le cas d’un mauvais appariement d’une paire de bases, le paramètre définit l’écart 

autorisé entre les scores de qualité de la paire de bases mal appariée. Par défaut, cette valeur est 

fixée à 6. La lecture qui contient le nucléotide avec le score de qualité le plus haut sera considérée 

comme celle présentant le bon nucléotide [206].  

 

Pendant la formation des contigs, d’autres paramètres permettent la suppression des lectures 

non désirables dans les cas suivants [206] :  

• Si les lectures présentent des différences par rapport à la séquence des amorces. Par 

défaut, cette valeur est fixée à 0. 

• Si les lectures présentent des nucléotides appelés « ambigus » qui apparaissent lorsque le 

séquenceur ne parvient pas à identifier le nucléotide. Par défaut, cette valeur est fixée à 

0. 

• Si les lectures présentent de longues séquences de nucléotides répétées. Il n’y a pas de 

valeur par défaut prédéfinie. 

• Si la taille des lectures est trop longue ou trop courte par rapport à la taille théorique de 

la région ciblée. 

 

Avant de poursuivre les analyses, l’algorithme de Mothur fusionne les lectures identiques pour 

un gain de temps de calcul. La suite des analyses est par conséquent réalisée sur les lectures 

uniques. Par la suite, l’alignement des lectures est réalisé par comparaison de celles-ci aux 

séquences de banques de référence connues de la région variable séquencée, les banques de 

référence SILVA ou RDP étant les plus connue. Les séquences qui ne peuvent pas s’aligner ou pour 
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lesquelles l’alignement n’est pas adéquat sont éliminées. Ensuite, les lectures ayant moins d’une 

différence pour 100 paires de bases sont regroupées. C’est ce que l’on appelle le « pre-cluster ». 

Enfin, les chimères qui correspondent à des séquences anormales issues de recombinaisons 

erronées lors de la PCR, sont éliminées. La présence de chimères se produit lorsque l’amplification 

d’un brin d’ADN est incomplète et qu’il se lie à un autre brin d’ADN. Si une lecture est considérée 

comme une chimère, elle est supprimée de tous les échantillons. L’étape de nettoyage des 

séquences se termine par la suppression de toutes les séquences qui n’appartiennent pas au 

domaine phylogénétique des bactéries. À ce stade des analyses, le taux d’erreur de séquençage 

peut être calculé si le séquençage d’une communauté bactérienne connue fictive a été réalisé en 

parallèle. Le taux d’erreur est défini comme la somme des non-concordances par rapport aux 

séquences de référence connues de la communauté bactérienne fictive, divisée par la somme des 

nucléotides séquencés de cette communauté [206].  

 

À l’inverse, dans le logiciel QIIME2, plusieurs méthodes de nettoyage sont incluses, dont DADA2 

est la plus utilisée [207]. DADA2 est un pipeline informatique qui permet de déduire les séquences 

réelles des échantillons, appelées variants de séquence d’amplicon exacts (ASV) [208]. 

Brièvement, le nettoyage des séquences est réalisé sur chacune des lectures séparées. Des étapes 

de filtrage permettent de tronquer et de filtrer les lectures suivant leur taille et leur qualité. Le 

nettoyage comprend par exemple la suppression des nucléotides de mauvaise qualité, des 

séquences contenant au moins une base « ambiguë » et des séquences qui dépassent le nombre 

maximum d’erreurs autorisé dans une lecture. L’étape suivante est l’étape d’apprentissage des 

taux d’erreurs. DADA2 utilise un modèle paramétrique pour évaluer les erreurs de séquençage. 

Le modèle d’erreur est calculé à partir des données en alternant l’estimation des taux d’erreur et 

la déduction de la composition de l’échantillon jusqu’à l’obtention de groupes homogènes. Une 

fois l’apprentissage effectué, les lectures filtrées et nettoyées sont corrigées à partir de ce modèle 

pour ainsi déduire les séquences exactes. C’est seulement après ces étapes que les lectures sens 

et antisens sont fusionnées. Par défaut, les séquences fusionnées ne sont gardées que si les 

lectures sens et antisens se chevauchent sur au moins 12 bases et sont identiques l’une à l’autre 
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dans la région de chevauchement. Pour finir, le pipeline DADA2 inclut directement la détection 

de chimère.  

 

2.7.1.3.2 Étape de clustering  

Les séquences peuvent être regroupées en fonction d’un seuil arbitraire déterminant la formation 

d’une OTU. En 1994, un seuil de 3 % de dissimilarité a été défini par Stackebrandt et Goebel qui 

ont déterminé qu’une souche est identifiée comme étant une nouvelle espèce lorsque les 

séquences du gène de l’ARNr 16S présentent moins de 97 % d’homologie [168, 209]. Cette 

méthode permet de réduire le nombre de séquences à traiter, et donc le temps de calcul, et ainsi 

simplifier les analyses ultérieures en regroupant les séquences similaires issues souvent de la 

même espèce. De plus, cette méthode permet de réduire davantage le nombre de lectures 

présentant encore des erreurs de séquençage. Une séquence contenant possiblement des 

erreurs et ayant moins de 3 % de dissimilarité sera regroupée dans l’OTU correspondante. 

Cependant, le clustering par OTU comporte le risque que plusieurs espèces similaires puissent 

être regroupées en une seule OTU, et que leur identification individuelle soit perdue. La méthode 

de clustering par OTU et le regroupement des séquences à plus de 97 % de similitude est la plus 

utilisée dans les analyses de séquençage de l’ARN 16S [210]. Dans la littérature, l’utilisation de ce 

seuil a été remise en cause [211]. En 2018, Edgar et al. ont estimé que le seuil d’identité standard, 

soit 97 %, était trop bas et que le seuil optimal pour le séquençage de la région V4 était de 100 % 

[211]. 

 

Trois approches sont connues pour former les OTUs [212]. La première méthode de clustering 

dite sans référence, ou appelée de novo, ne nécessite aucune base de données de référence et 

crée les OTUs entièrement à partir des lectures observées. En comparaison, les méthodes de 

clustering basées sur des références utilisent une base de données de séquences de taxons 

connus et comparent les lectures à celles-ci. La méthode de clustering basée sur des références 

présente l’avantage de comparer facilement les données entre les études utilisant les mêmes 

bases de données. Elle permet également de réduire les erreurs de séquençage. Dans le cas où 

des lectures contiendraient suffisamment d’erreurs pour empêcher le regroupement avec une 
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séquence de référence, ces lectures seraient supprimées. Cette approche présente comme 

inconvénient d’être dépendante de ces bases de données de référence. En effet, le risque 

d’éventuelles erreurs ou biais dans la base de données de référence est faible dans un type 

d’échantillon bien connu tels que les matières fécales, mais toute nouvelle OTU identifiée moins 

connus sera perdue. La troisième approche pour former les OTUs est le clustering de type « open-

reference » qui est une combinaison des deux méthodes précédentes. Les OTUs sont formées par 

comparaison des lectures à une base de données de référence de séquences dans un premier 

temps, et lectures non-clusterisées sont regroupées via le clustering de novo. 

2.7.1.3.3 Variant de séquence d’amplicon (ASV) 

Alternativement à l’approche de clustering par OTUs, la méthode d’obtention de variant de 

séquence d’amplicon (ASV) consiste à considérer chaque séquence contenue dans l’échantillon 

après nettoyage comme un ASV. Ainsi, une seule différence de base dans la séquence se traduira 

par un ASV unique [208]. Comme mentionné précédemment, il est rapporté que le nombre de 

copies de gènes de l’ARNr 16S varie selon les micro-organismes, allant de 1 à 21 chez les bactéries, 

et ces copies peuvent avoir des séquences différentes au sein d’une même espèce, voire d’une 

même souche. Ainsi, l’abondance de certaines populations bactériennes peut être fortement 

surestimée par rapport à d’autres, contribuant ainsi à des erreurs de mesure de diversité, ainsi 

qu’à une mauvaise assignation taxonomique des séquences. Toutefois, puisqu’il ne s’agit pas d’un 

regroupement de séquences, il a été rapporté que l’utilisation de l’approche ASV permet de 

comparer facilement les études entre elles qui utilisent la même région ciblée pour le séquençage 

[213]. De plus, la séquence du gène cible génèrera toujours le même ASV, et pourra être 

comparée à une base de données de référence à une résolution plus élevée, jusqu’à l’espèce, 

contrairement à la méthode de clustering par OTU qui doit se limiter au genre [213]. 

2.7.1.3.4 L’assignation taxonomique  

Une fois les OTUs formées ou les ASV obtenus, chacun d’entre eux sont assignés à un niveau 

taxonomique. L’assignation taxonomique est le plus souvent réalisée en comparant un ensemble 

de séquences assignées taxonomiquement dans un fichier FASTA approprié pour plusieurs bases 

de données de références populaires telles que SILVA ou RDP, à l’aide d’un algorithme de 
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classification bayésien naïf disponible sur Mothur et QIIME2, et permet l’assignation jusqu’au 

genre [206,214]. Le choix de la banque de données est important pour une bonne identification. 

Ainsi, la richesse et la précision de ces banques sont déterminantes [215]. Pour finir, pour chaque 

OTU/ASV assigné, l’abondance de chacun d’entre eux dans les échantillons est calculée et 

présentée dans une table. L’abondance d’une OTU/ASV est définie comme le nombre de 

séquences correspondant à cette OTU/ASV. L’abondance relative est calculée en rapportant le 

nombre de séquences d’une OTU/ASV au nombre total de séquences.  

 

Les deux logiciels Mothur et QIIME2 proposent des procédures normalisées appelées « Standard 

operation procedure » (SOP) pour l’analyse du séquençage du gène codant pour l’ARNr 16S 

[200,206]. A ce jour, aucun choix parmi ces méthodes d’analyses bio-informatiques n’est défini 

pour effectuer ces analyses. L’utilisation des procédures standardisées permet une 

reproductibilité et une comparaison plus facile entre les études. En effet, le choix du logiciel, du 

pipeline, des paramètres, de la méthode de clustering et de la banque de données utilisées sont 

tous des facteurs pouvant affecter les résultats, conduisant à des écarts dans les estimations des 

mesures de la richesse bactérienne, et rendant la comparaison des études de diversité difficile 

entre elles [215,216]. 

 

2.7.1.4 La profondeur de séquençage 

La profondeur de séquençage correspond au nombre de fois où chaque base est séquencée. La 

profondeur de séquençage varie donc en fonction du nombre de lectures obtenues pour chaque 

position. Plus la profondeur de séquençage est importante, plus le nombre de lectures sera grand. 

Cela permettra d’obtenir un plus grand nombre de lectures chevauchantes qui pourront être 

assemblées, et ainsi obtenir une grande couverture de séquençage. Le taux de couverture 

correspond à la longueur totale séquencée par rapport à la taille du gène ciblé. La profondeur de 

séquençage diffère également en fonction du nombre d’échantillons à séquencer. Plus le nombre 

d’échantillons à séquencer sera élevé, plus le nombre de séquences obtenu par échantillon sera 

faible. Ainsi, plus la profondeur de séquençage sera faible, plus le risque de perte de diversité 

augmente. La quantité de séquences nécessaire par échantillon pour garantir une profondeur de 
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séquençage suffisante et permettre ainsi le séquençage des espèces minoritaires est déterminée 

en traçant des courbes de raréfaction. Ces courbes estiment le nombre d’OTU ou d’ASV détectés 

en fonction du nombre de lectures dans un échantillon [217]. Idéalement, une profondeur de 

séquençage optimale pour décrire le microbiote est identifiée par l’apparition d’un plateau sur la 

courbe de raréfaction, qui indique que l’augmentation du nombre de lectures ne modifie plus le 

nombre d’OTU pouvant être déterminé. Cette valeur dépend du niveau de diversité dans chaque 

échantillon. Par exemple, dans le cas de la viande fraîche, on s’attend à ce que la diversité soit 

plus grande lorsque comparée à une viande altérée dans laquelle peu d’espèces microbiennes se 

développent et remplacent les bactéries initialement présentes. Ainsi, les échantillons de viande 

fraîche nécessiteront plus de séquences par échantillon pour obtenir une profondeur de lecture 

suffisante en comparaison à des échantillons de viande altérée. 

 

2.7.1.5 Les analyses du microbiote 

En premier lieu, il est important de prendre en compte la grande variabilité du nombre de 

séquences total obtenu entre les échantillons à la suite du séquençage. Cette variabilité est 

problématique puisqu’elle ne représente pas les réelles différences dans les communautés 

microbiennes. Ainsi, les échantillons qui possèdent un nombre de séquences plus élevé peuvent 

apparaitre plus diversifiés simplement en raison de la présence d’un plus grand nombre de 

séquences. Des méthodes de raréfaction ont été proposées pour normaliser la profondeur du 

séquençage afin de permettre la comparaison d’échantillons sans biais associé à cette profondeur 

[218]. La raréfaction consiste à sous-échantillonner aléatoirement les données pour obtenir un 

nombre de séquences égal dans chacun des échantillons. Ce nombre de séquences est souvent 

égal au nombre de séquences dans l’échantillon qui en contient le moins et cela induit une 

variation artificielle dans les données en omettant un sous-ensemble aléatoire de séquences 

observées. De plus, la suppression aléatoire des séquences pour égaliser la profondeur 

d’échantillonnage pour tous les échantillons contribue à la suppression de séquences rares et 

donc, à une diminution de l’information des données de séquençage [219]. 
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2.7.1.5.1 La diversité alpha 

Différents indices permettent d’évaluer la diversité microbienne d’un microbiote. Un indice de 

diversité des espèces (OTU/ASV) désigne une mesure mathématique de la diversité des espèces 

dans une communauté. La première mesure de diversité est la caractérisation de la diversité 

alpha. Cette diversité est une mesure qui caractérise la diversité au sein d’un échantillon, en se 

basant sur la richesse spécifique et l’uniformité (evenness en anglais) [220]. La richesse spécifique 

représente le nombre d’espèces (OTUs ou ASVs) différentes observées dans un échantillon. 

L’uniformité représente la régularité de la distribution des espèces dans l’échantillon. Une espèce 

représentée abondamment n’apporte pas la même contribution dans la communauté. Ainsi, à 

nombre d’espèces égal, la présence d’espèces très dominantes entraîne la rareté de certaines 

autres. La diversité augmente à mesure que le nombre d’espèces augmente et que la répartition 

des individus entre les espèces devient uniforme. Les caractéristiques des indices de diversité 

alpha les plus couramment utilisés pour l’analyse de la diversité du microbiote sont présentés 

dans le tableau 3. Ces indices de diversité alpha sont utilisés de manière complémentaire dans les 

études de diversité du microbiote car selon l’indice, la considération ou l’influence de la richesse 

et de l’uniformité varie (Tableau 6) [220]. 
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Tableau 6. –  Caractéristiques des indices de diversité alpha les plus couramment utilisés pour 

l’analyse de la diversité du microbiote. 

 

Indice Caractéristiques de l’indice Références 

Observed  L’indice est un estimateur de la richesse spécifique. Il représente le 

nombre d’espèces (OTUs) différentes observées dans un échantillon, 

sans considérer l’uniformité de leur distribution. 

[220] 

Chao1  L’indice est un estimateur de la richesse basée sur l’abondance. Il 

estime le nombre d’espèces réel dans un environnement à partir du 

nombre d’espèces observées dans l'échantillon. Il donne plus de 

poids aux espèces aux faibles abondances. L’indice est calculé comme 

suit :  

[220,221] 

 𝑆!"#$%	 =	𝑆$'( +	
𝐹%	(𝐹% − 1)
2	(𝐹) + 1)

 

 𝑆$'( =	Nombre d’OTUs observées dans un échantillon. 𝐹%	 =	Nombre 
d’OTUs avec une seule séquence (singletons). 𝐹)	 =	Nombre d’OTUs 
avec seulement deux séquences (doubletons) 
 

 

Abundance-

based coverage 

estimator 

L’indice est un estimateur de la richesse spécifique basé sur 

l’abondance et utilise le taux de couverture de l’échantillon, qui est 

défini comme la proportion des espèces observées. L’indice est 

calculé comme suit : 

[220,222] 

 𝑆*!+ =	𝑆#',-. +	
𝑆/#/0
𝐶*!+

+	
𝐹%
𝐶*!+

	𝛾²*!+  

𝑆#',-. = Nombre d’OTUs abondants (qui comptent plus de 10 OTUs 
dans l’échantillon). 𝑆/#/0 = Nombre d’OTUs rares (qui comptent 
moins de 10 OTUs dans l’échantillon). 𝐶*!+ = Estimateur de la 
couverture de l’abondance. 𝐹%	 =	Nombre de singletons. 𝛾²*!+ = 
Coefficient de variation estimé pour les OTUs rares. 
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Shannon  L’indice dépend à la fois de la richesse spécifique et de l’uniformité. Il 

accorde une plus grande importante à la richesse des espèces et est 

influencé par les espèces rares. Sa valeur augmente en même temps 

que la richesse et l’uniformité. L’indice est calculé comme suit : 

[220,223] 

 
𝐻1"#--$- =	/ 0

𝑛2
𝑁 	𝑙𝑛	

𝑛2
𝑁4

1!"#

23%

 

 𝑆$'( =	Nombre d’OTUs observées dans un échantillon. 𝑛2	 =	Nombre 
de séquences dans l’OTU	𝑖	dans un échantillon.	𝑁 = Nombre total 
d’OTUs dans un échantillon 

 

Simpson  L’indice évalue à la fois la richesse et l’uniformité des espèces et 

prend davantage en considération l’uniformité. Il donne ainsi plus 

d’importance aux espèces dominantes. Il mesure la probabilité que 

deux séquences choisies au hasard appartiennent à la même espèce. 

La valeur de l’indice varie de 0 à 1 et augmente lorsque la diversité 

diminue. L’indice est calculé comme suit : 

[220,224] 

 
𝐷1245($- =	

∑ 𝑛2 	(𝑛2 − 1)
1!"#
23%
𝑁	(𝑁 − 1)  

𝑆$'( =	Nombre d’OTUs observées dans un échantillon. 𝑛2	 =	Nombre 
de séquences dans l’OTU	𝑖	dans un échantillon.	𝑁 = Nombre total 
d’OTUs dans un échantillon. 
 

 

Inverse de 

Simpson  

Il permet de faciliter l’interprétation des résultats en étant plus 

intuitif. Plus la valeur de l’indice est élevée (maximum 1), plus la 

diversité est grande. L’indice est calculé comme suit : 

 

 𝐼𝑛𝑣𝑆𝑖𝑚𝑝𝑠𝑜𝑛 = 	
1

𝐷1245($-
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2.7.1.5.2 La diversité bêta 

 La deuxième mesure de diversité est la caractérisation de la diversité bêta des échantillons. Cette 

diversité mesure une distance correspondant à la différence ou la ressemblance entre différents 

échantillons ou groupes en s’appuyant sur la diversité des espèces qu’ils contiennent. Ceci signifie 

que la mesure de diversité bêta n’est pas fixe pour un échantillon, et diffère en fonction des 

groupes d’échantillons qui sont comparés entre eux. Il existe plusieurs indices de diversité bêta 

qui sont couramment utilisés lors de la même analyse de microbiote, encore une fois en raison 

des différences de pondération des composants. Le choix de l’indice dépend des objectifs de 

l’étude. Par exemple, l’Unifrac est une mesure de distance de la diversité bêta basée sur les 

distances phylogénétiques entre les micro-organismes. L’Unifrac pondérée est basée sur 

l’abondance des micro-organismes, tandis que l’Unifrac non pondérée ne considère que leur 

présence ou leur absence [225]. Au contraire, les indices de Jaccard et de Bray-Curtis, les plus 

populaires dans les études de microbiote, sont utilisés pour évaluer la dissimilarité entre les 

groupes et sont présentés dans le tableau 7 [226].  
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Tableau 7. –  Caractéristiques des indices de diversité bêta les plus couramment utilisés pour l’analyse 

de la diversité du microbiote. 

 

 

 

Indice Caractéristiques de l’indice Références 

Indice de 

dissimilarité 

de Jaccard 

L’indice de dissimilarité de Jaccard ne tient compte que de la présence 

ou de l’absence des différentes espèces observées dans l’ensemble de 

la population. Il prend en compte le nombre d’espèces partagées entre 

deux échantillons et le nombre d’espèces trouvées dans chacun. La 

valeur de l’indice varie de 0 à 1. Si la valeur est de 0, les communautés 

microbiennes sont identiques entre les échantillons. À l’inverse, si la 

valeur est de 1, alors le microbiote est différent entre les échantillons. 

L’indice est calculé comme suit  

[227] 

 𝐷6#77#/.	 =
𝑆*8

𝑆* +	𝑆8 − 𝑆*8
 

𝑆*8 = Nombre d’OTUs partagées entre les communautés A et B. 
𝑆* =Nombre d’OTUs dans la communauté A. 𝑆8 =Nombre d’OTUs 
dans la communauté B. 

 

Indice de 

dissimilarité 

de Bray-Curtis 

L’indice de dissimilarité de Bray-Curtis décrit la dissemblance entre la 

structure de deux communautés et prend en compte autant la 

présence/absence des espèces que leur abondance. L’indice varie de 0 

à 1. Si la valeur est de 0, alors l’abondance observée est la même pour 

chaque espèce. À l’inverse, si la valeur est de 1, les échantillons n’ont 

alors aucune espèce en commun.  

L’indice est calculé comme suit : 

[227,228] 

   

 
𝐷8/#9:!,/;2(	 = 1 − 2	

∑min(𝑆*,2 	, 𝑆8,2)
∑𝑥 𝑆*,2 +	𝑆8,2

 

𝑆*,2 =	Nombre de séquences d’une espèce 𝑖 dans la communauté A. 
𝑆8*,2 =	Nombre de séquences d’une espèce 𝑖 dans la communauté B. 
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Le calcul des indices de diversité bêta pour chaque comparaison entre les groupes d’échantillons 

se traduit par une matrice de distance, indiquant l’abondance ou la présence d’espèces dans 

chaque échantillon ou groupe étudié et est utilisé pour l’ordination et l’analyse statistique des 

données du microbiote. Deux méthodes d’ordination, à savoir l’analyse en coordonnées 

principales (Principal Coordinates Analysis (PCoA)) [229] et le positionnement multidimensionnel 

non-métrique (non-metric multidimensional scaling (NMDS)) [230] sont les plus fréquemment 

utilisées afin de représenter graphiquement les relations entre les échantillons et les espèces 

dans un espace de faible dimension. La PCoA effectue une transformation linéaire de la matrice 

de distance pour produire de nouveaux axes principaux intégrant la majeure partie de la variation 

présente dans les données. Pour le NMDS, un algorithme déplace les points graduellement dans 

un nombre de dimensions prédéfini (généralement 2) afin de s’approcher le plus possible des 

distances réelles. Dans ces graphiques, chaque point représente un échantillon. Plus la distance 

entre deux points est grande, plus les communautés microbiennes qui composent ces 

échantillons sont différentes. Il est possible de mesurer statistiquement si les distances entre les 

échantillons au sein d’un groupe sont plus semblables entre elles qu’entre les échantillons des 

autres groupes à l’aide d’outils d’analyse de variance multivariée par permutation, connus sous 

le nom de PERMANOVA (pour permutational multivariate analysis of variance) [231]. Le test 

PERMANOVA est un test statistique multivarié non paramétrique. Il est utilisé pour comparer les 

groupes d’échantillons et tester l’hypothèse nulle selon laquelle les centroïdes et la dispersion 

dans les groupes tels que définis dans l’espace d’ordination sont équivalents pour tous les 

groupes. 

2.7.1.5.3 Tests d’identification de biomarqueurs microbiens 

Un premier test nommé LEfSe (pour Linear discriminant analysis Effect Size) établi en 2011 est un 

algorithme qui permet de déterminer des biomarqueurs qui identifient les caractéristiques 

génomiques (taxons, gènes, voies métaboliques) responsables des différences entre deux ou 

plusieurs conditions d’une variable [232]. Il peut permettre d’identifier les espèces dont 

l’abondance est statistiquement différente entre différents groupes d’échantillons. Des tests 

statistiques classiques tels que les analyses de la variance (ANOVA : analysis of variance) sont 

couplées à une analyse discriminante linéaire pour estimer la taille de l’effet des variations 
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significatives. Par défaut, seules les espèces dont le score d’analyse discriminante linéaire 

logarithmique est supérieur à 2 sont qualifiées de significativement différentes en termes 

d’abondance. 

Pour permettre d’associer les caractéristiques des métadonnées aux mesures de la communauté 

microbienne, des analyses statistiques plus récentes ont été conçues qui combinent des 

méthodologies pour évaluer l’association multivariable des caractéristiques de la communauté 

microbienne avec des métadonnées complexes. L’analyse MaAslin2 conçu en 2021 (pour 

Multivariate Association with Linear Models 2) [233] permet d’identifier des espèces (OTU ou 

ASV) qui sont associées à des variations de composition du microbiote entre des échantillons. 

Ainsi, ces analyses permettent d’indiquer si une espèce est plus associée à un facteur ou à une 

condition et permet d’identifier potentiellement des biomarqueurs microbiens. L’analyse de 

MaAslin2 est calculée selon un modèle de régression linéaire multivariable pour tester 

l’association entre l’abondance relative des espèces microbiennes et les variables testées. 

L’intérêt de MaAslin2 est que l’analyse prend en compte les mesures répétées et les multiple 

covariables. MaAslin2 génère deux types de fichiers : les données et la visualisation. Une liste des 

associations, qu’elles soient positives ou négatives, est obtenue, déterminant le nom de la 

variable étant associée à un taxon microbien, ainsi que les valeurs statistiques de l’analyse. Pour 

chacune des associations significatives, MaAslin2 génère des graphiques après normalisation, 

filtrage et transformation automatique des données, soit sous forme de nuage de points pour les 

variables quantitatives, ou sous forme de boîtes à moustaches dans le cas des catégories des 

variables qualitatives. 
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Messages clés 

- L’intérêt de l’utilisation des techniques moléculaires comble les désavantages des 
méthodes de culture classique 

- Des techniques de biologie moléculaire non ciblées, telles que le séquençage à haut 
débit, permettent la caractérisation d’un grand nombre de bactérie composant un 
microbiote 

- Le séquençage des gènes codant pour l’ARNr 16S via la plateforme Illumina est le plus 
fréquemment utilisé pour l’étude de la composition et de la diversité microbienne d’un 
écosystème 

- Le traitement des données de séquençage du gène codant pour l’ARNr 16S est le plus 
généralement effectué à l’aide de logiciels informatique connus, tel que Mothur ou 
QIIME 2, et proposent des procédures normalisées incluant : nettoyage des séquences, 
la formation des unités taxonomiques opérationnelles (OTUs) ou des variants de 
séquence d’amplicon (ASV), la création d’une table d’abondance de ces séquences et 
une table de leur assignation taxonomique 

- La diversité microbienne d’un microbiote est évaluée selon les mesures des indices de 
diversité alpha (caractéristique de la diversité au sein d’un échantillon) et bêta (distance 
correspondant à la différence ou la ressemblance entre différents échantillons ou 
groupes en s’appuyant sur la diversité des espèces qu’ils contiennent) 

 

2.7.2 Application générale des méthodes de séquençage de nouvelle génération 

en microbiologie alimentaire  

Les techniques de séquençage de nouvelle génération ont largement été utilisées pour l’analyse 

du microbiote de l’écosystème des animaux destinés à la consommation humaine à la ferme, tels 

que le microbiote de l’environnement (air, moulée) et celui de l’animal (système digestif, système 

respiratoire et cavité buccale) [234–237]. De nombreuses études à l’échelle internationale ont 

permis de déterminer les bactéries présentes dans le microbiote intestinal qui pourraient avoir 

des effets bénéfiques sur la santé et les performances zootechniques des animaux, ainsi que sur 

la qualité de leur viande. En effet, le microbiote intestinal joue un rôle important dans le 

métabolisme de l’hôte, dans le développement du système immunitaire et dans la résistance aux 

agents pathogènes. Plusieurs facteurs comme la génétique, l’alimentation (composition et 

présentation), l’âge, les traitements antibiotiques administrés ou encore la présence d’agents 

pathogènes peuvent influencer la composition du microbiote intestinal. Le microbiote intestinal 
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du porc est composé en majorité par les phyla des Firmicutes, les Bacteroidetes et les 

Proteobacteria. Cette composition varie à l’intérieur même du système digestif dans les différents 

segments du tractus-intestinal. Globalement, il est rapporté que les Proteobacteria dominent (50 

- 75 %), suivies par les Firmicutes (20 %) dans le jejunum et l’ileum, tandis qu’au niveau du caecum 

et du côlon, les Firmicutes prédominent (> 75 %), suivi des Bacteroidetes et des Proteobacteria 

(15 - 50 %) [244,245]. Le genre Prevotella est connu pour être le plus abondant dans le caecum et 

le côlon, et se retrouve dans les matières fécales. Chez les porcs en finition, dans les fèces, 

Prevotella, Bacteroides, Lactobacillus et Clostridia font partie du microbiote dominant [246,247]. 

 

L’application et l’utilisation des techniques de séquençage de nouvelle génération en lien avec la 

salubrité alimentaire et l’amélioration de la qualité des aliments n’en sont encore qu’à leurs 

débuts. Des mesures prometteuses et intéressantes pour prédire la présence ou l’émergence 

d’agents pathogènes, caractériser des microbiotes peu connus, identifier les voies de 

transmission et de nouvelles sources de contamination ont été démontrés par des études. Plus 

spécifiquement en lien avec la microbiologie des viandes, les premières études se sont 

principalement concentrées sur des échantillons de viande de bœuf [248]. En microbiologie 

alimentaire, le séquençage est principalement utilisé de trois manières :  

• Le séquençage du génome entier, qui permet de déterminer la séquence complète du 

génome. Par exemple, dans les établissements de transformation de porc, des études ont 

identifié les principales voies d’entrée de L. monocytogenes dans des produits de porc 

prêt-à-manger dans le but d’identifier l’origine de la contamination et de faciliter la mise 

en œuvre ou la vérification des mesures de contrôle [249,250]. De plus, les méthodes de 

séquençage du génome entier ont également permis de caractériser le génome d’isolats 

de L. monocytogenes dans un abattoir porcin au Québec dans le but d’identifier les 

déterminants génétiques pouvant être associés à la persistance de ces isolats résistants 

aux composés d’ammonium quaternaire dans l’environnement d’abattage, qui sont 

couramment utilisés comme désinfectant dans les abattoirs [251].  

• La métagénomique, où le séquençage de l’ensemble du contenu génomique des 

communautés microbiennes est effectué, qui permet la caractérisation taxonomique et 
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fonctionnelle des génomes. Par exemple, De Filippis et al. ont caractérisé le métagénome 

de viande de bœuf en fonction des conditions d’emballage [248]. Bien que Pseudomonas 

soit connu pour être dominant sur les viandes emballées à l’air, il a été démontré que 

plusieurs profils de souches de P. fragi sont également sélectionnés dans l’emballage sous 

vide. L’utilisation de la métagénomique a donc démontré que l’étude de la diversité des 

bactéries d’altération est nécessaire pour déterminer le rôle des communautés 

microbiennes retrouvées sur les viandes en fonction des conditions d’emballage. 

• Le metabarcoding, où les technologies NGS sont utilisées pour identifier tous les micro-

organismes présents dans un échantillon en utilisant des marqueurs de gènes, tels que 

l’ARNr 16S pour les bactéries. Malgré le fait que le metabarcoding ne permette pas 

d’assigner la taxonomie au-delà du genre, il reste une des méthodes s’appuyant sur le 

séquençage à haut débit les plus populaires dans le domaine alimentaire. D’après l’étude 

de Jagadeesan et al., il a été rapporté que plus de 63 % des publications scientifiques 

parues entre 2011 et 2017 ont appliqué des techniques de nouvelle génération par 

metabarcoding pour évaluer le microbiote des aliments [252]. Ces méthodes permettent 

d’assurer une identification rapide de la majorité des micro-organismes présents dans les 

échantillons alimentaires. 

2.7.3 Description du microbiote des carcasses de porcs 

Ce n’est que récemment que le microbiote des carcasses de porc a été décrit à l’aide de 

technologies de séquençage à haut débit dans la littérature scientifique, ce qui a permis 

d’apporter une description plus détaillée de la diversité des populations bactériennes présentes 

sur celles-ci.  

 
En utilisant des méthodes de séquençage à haut débit, ciblant le séquençage de l’ARNr 16S, nous 

savons maintenant que les principaux phyla et genres bactériens retrouvés à la surface des 

carcasses de porc sont principalement des Proterobacteria, Firmicutes, et les Bacteroidetes 

comprenant principalement les genres Brochrotrix, Moraxella, Pseudomonas, Fusobacterium, 

Lactotoccus, Actonibacillus, Staphylococcus, Psychrobacter, Acinetobacter, Rothia, Escherichia et 

Chryseobacterium [34,95,103,253]. 



100 
 

 

Ces communautés bactériennes ont été rapportées dans l’étude conduite en 2019 par Jakobsen 

et al. dans un abattoir au Danemark. Ces auteurs ont identifié un transfert bactérien des 

amygdales et des fèces des porcs vers la surface de la carcasse pour dix carcasses échantillonnées 

juste avant l’étape de refroidissement, sur une même journée d’abattage [253]. Trois zones ont 

été échantillonnées sur les carcasses retenues, soit la longe centrale (1000 cm²), la gorge (400 

cm²) et la zone autour du rectum (400 cm²), sur un même côté. Le microbiote a été caractérisé 

par la méthode de séquençage de l’ARNr 16S (régions V3-V4) sur la plateforme Illumina Miseq. 

Les auteurs ont rapporté que les communautés bactériennes des carcasses de la zone de la gorge 

étaient similaires, au niveau du phylum, aux communautés retrouvées sur les amygdales. Cette 

partie des carcasses était dominée par le phylum des Proteobacteria (50 %), la famille des 

Enterobacteriacea, ainsi que les genres Yersinia, Fusobacterium et Actinobacillus, avec une 

abondance relative de 4 %, 6 % et 5 %, respectivement. Les zones du jambon et autour du rectum 

étaient elles aussi dominées par les Protéobactéries (environ 80 %), mais ne contenaient qu’une 

quantité minime (proche d’une abondance relative de 0) de Fusobacterium lorsque comparées 

aux zones de la gorge. Le microbiote de la zone du rectum était quant à elle plus dominée par 

Escherichia et Shigella. Les analyses de diversité bêta ont confirmé que les échantillons de la gorge 

se regroupaient plus près de ceux provenant des amygdales que ceux des autres zones de la 

carcasse, même si une différence significative était tout de même observée entre ces deux 

groupes et que 45 % des OTUs identifiées à partir des amygdales ont été également retrouvées à 

la surface des carcasses dans les zones de la gorge et du rectum. Les auteurs ont observé une 

abondance relative plus élevée des genres Fusobacterium et Actinobacillus sur la zone de gorge 

de la carcasse, ce qui indiquerait une contamination de la carcasse par les amygdales, tandis que 

la présence plus élevée de bactéries appartenant à la classe des Clostridia indiquerait une 

contamination des carcasses par les fèces. La source de contamination de la zone du rectum par 

les Enterobacteriaecae n’avait pas pu être entièrement attribuée sachant que les échantillons de 

fèces et d’amygdales ont montré une faible prévalence (données non fournies) pour cette famille 

bactérienne. Cette étude est la première qui a permis de prouver que l’utilisation du séquençage 
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à haut débit est nécessaire pour identifier les sources de contamination des bactéries spécifiques 

retrouvées sur les carcasses de porc. 

 

Dans le même objectif, l’étude menée par Zwirzitz et al. en Autriche a permis décrire les 

communautés bactériennes des carcasses de porc et de l’environnement de l’abattoir représenté 

par les employés (gants) et les équipements (couteaux, scie à fendre, rail de classification, murs, 

eau, buses) afin d’identifier les sites possibles de transmission de la contamination aux carcasses 

dans le but de réduire le risque de contamination croisée [34]. Douze carcasses de porc provenant 

de trois fermes différentes ont alors été échantillonnées. Pour chaque carcasse, un seul 

échantillon au niveau du dos (100 cm²) a été prélevé par chiffonnage à l’aide de lingettes, aux 

différentes étapes de flambage, d’épilation, d’éviscération et dans le camion de transport des 

carcasses. Le séquençage de l’ARNr 16S (régions V3-V4) a été réalisé sur la plateforme Illumina, 

complété par de techniques de troisième génération (séquenceur PacBio). Parmi les 50 ASV les 

plus abondants retrouvés, Bacillus, Chrysobacterium, Flavobacterium, Lactococcus, 

Microbacterium et Moraxella ont été identifiés ayant un potentiel d’altération pour la viande. Ces 

genres représentaient plus de 50 % des séquences observées et leurs distributions étaient 

homogènes de l’étape de flambage jusqu’à l’arrivée des carcasses dans le camion de transport. Il 

a été observé qu’après l’étape de flambage, la diversité microbienne était significativement 

réduite et le genre Anoxybacilus dominait à la surface des carcasses, représentant plus de 50 % 

des séquences présentes. Les auteurs ont émis l’hypothèse que la communauté microbienne 

retrouvée à la surface des viandes était différente de celle présente sur la peau des animaux à 

leur arrivée dans l’établissement d’abattage. Les auteurs ont pu rapporter que les principales 

sources de contamination contribuant à la communauté microbienne retrouvée sur les carcasses 

provenaient du tunnel de polissage, du rail de l’étape de classement et des gants des employés 

lors du classement et du chargement des carcasses dans les camions. Cette étude a permis 

d’identifier des taxons individuels liés à une niche spécifique, taxons qui n’auraient jamais pu être 

détectés en utilisant les méthodes de culture classique. Par exemple, les genres Luteimonas et 

Helicobacter n’ont été retrouvés que dans les échantillons de l’équipement du polissage et le 

genre Spingomonas uniquement sur les murs de la chambre de refroidissement. Cependant, il est 
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difficile de conclure sur l’orientation de la contamination croisée, mais les auteurs ont clairement 

démontré que la plupart des bactéries avaient été transférées par contact direct avec les surfaces 

et que la contribution de la contamination par l’environnement représenté par l’air ou les parois 

des chambres de refroidissement était faible.  

 

Une autre étude de Peruzy et al. publiée en 2021, a décrit le microbiote de huit carcasses de porc 

dans un petit abattoir (48 carcasses produites/jour) [103]. L’échantillonnage a été réalisé dans 

deux abattoirs en Italie, et a été visité deux fois, à une semaine d’intervalle. Pour chaque carcasse, 

quatre zones de 100 cm² (jambon, dos, bajoue et ventre) ont été échantillonnées. Pour chacune 

de ces zones, trois prélèvements à l’aide d’éponges ont été réalisés. Le séquençage de l’ARNr 16S 

(région V3-V4) a également été réalisé sur la plateforme Illumina Miseq. Les auteurs ont observé 

que les bactéries dominantes des huit carcasses pour chaque zone ciblée appartenaient au genre 

Brochothrix (23 %), suivi par Pseudomonas (8 %), Rothia (4 %) et Acinetobacter (4 %), et 

représentaient plus de 50 % du microbiote total. Différentes bactéries potentiellement liées à 

l’altération de la viande telles que Psychrobacter (4 %) et Chryseobacterium (2 %) ont également 

été identifiées. Les échantillons provenant de la bajoue présentaient la plus faible diversité 

bactérienne, basé sur l’indice Chao1, lorsque comparés aux échantillons provenant du ventre. 

Cette étude est la première donnant un portrait global et complet de la composition de la 

communauté bactérienne sur quatre zones de carcasses de porc et les auteurs ont conclu que les 

quatre zones de la surface de ces différentes carcasses étaient dominées par les mêmes 

communautés bactériennes, même si ce microbiote variait d'un abattoir à l'autre. Ainsi, l’abattoir 

A présentait des indices de diversité plus faibles et le microbiote des carcasses était 

principalement dominé par Brochothrix, tandis que l’abattoir B présentait des mesures de 

diversité plus élevées, sans la présence clairement définie d’un genre prédominant. 

 

Enfin, en 2019, dans l’étude menée par Van Ba et al. et conduite en Corée les auteurs ont identifié 

les communautés microbiennes de 12 carcasses de porc après chacune des étapes de la saignée, 

de l’éviscération et du refroidissement, ainsi que sur 3 produits de découpes de porc (longe, 

jambon, épaule) associés à ces carcasses [95]. Un des principaux buts de l’article était d’évaluer 
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l’efficacité d’une pulvérisation d’acide lactique à différentes concentrations, autant sur les 

carcasses que sur les produits de découpe. Dans cette étude, il est important de noter que le 

séquençage de l’ARNr 16S a été réalisé à partir de colonies individuelles cultivées préalablement 

sur différents types de milieux gélosés (TSA, VRBG...). Les genres Staphylococcus, Salmonella, 

Shigella, Enterococcus, Escherichia, Acinetobacter et Corynebacteriumont été identifiés sur les 

carcasses avant et après l’étape de refroidissement. Staphylococcus, Acinetobacter et 

Corynebacterium ont également été identifiés sur les produits de découpes et les auteurs 

suggéraient alors une transmission naturelle de la contamination des carcasses à leurs produits 

de découpes pendant la transformation. Par ailleurs, cette étude a également démontré que la 

pulvérisation d’acide lactique à 4 % permettait la réduction la plus significative des concentrations 

bactériennes obtenues par dénombrement de toutes les espèces bactériennes ciblées 

(Staphylococcus, Salmonella, Shigella, Enterococcus, Escherichia, Acinetobacter, Enterococcus et 

Corynebacterium) entre 0,4 et 1,40 log de réduction, lorsque comparée à une concentration 

d’acide lactique de 2 %. L’étude démontrait alors l’efficacité de cette méthode de 

décontamination afin de contrôler la contamination bactérienne et soulignait l’intérêt du 

séquençage à haut débit pour contribuer à l’amélioration de la qualité microbiologique des 

viandes. 

 

 

 

 

 

 

  



104 
 

Messages clés 

- Les études portant sur la caractérisation du microbiote de surface des carcasses de porc 
sont limitées dans la littérature, mais apportent de nouvelles connaissances sur les 
taxons retrouvés à la surface de celles-ci 

- Les principaux genres retrouvés sont : Brochrotrix, Moraxella, Pseudomonas, 
Fusobacterium, Lactotoccus, Actonibacillus, Staphylococcus, Psychrobacter, 
Acinetobacter, Rothia, Escherichia et Chryseobacterium 

- La diversité microbienne semble plus faible à la surface des zones de bajoue des 
carcasses lorsque comparée aux zones du ventre ou du jambon 

- Les études se concentrent principalement sur l’identification de l’origine de la 
contamination (transfert bactérien des amygdales, des fèces, des équipements vers la 
surface des carcasses) 

- Différents taxons ont été associés à une niche spécifique. Ainsi, la présence des genres 
Fusobacterium et Actinobacillus, Luteimonas et Helicobacter, Spingomonas, et les 
bactéries appartenant à la classe des Clostridia indiquerait une contamination de la 
carcasse par les amygdales, par l’équipement du polissage, dans les chambres de 
refroidissement et par les matières fécales, respectivement 

 

2.7.4 Description du microbiote de viande emballée sous vide 

Depuis les années 2000, les techniques moléculaires telles que la réaction en chaîne par 

polymérase et l’électrophorèse sur gel à gradient dénaturant (PCR-DGGE) ont été appliquées pour 

explorer en détail les populations bactériennes des viandes de porc [117,254]. Ces techniques 

surmontent certaines limites des méthodes de culture classique, mais ce n’est qu’avec les 

méthodes de séquençage à haut débit qu’une vision plus globale des bactéries présentes peut 

être obtenue. Le tableau 8 passe brièvement en revue la liste des applications récentes des 

méthodes de séquençage de nouvelle génération appliquées aux viandes de porc fraîches et 

emballées sous vide.   
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Tableau 8. –  Liste des applications récentes des méthodes de séquençage de nouvelle génération 

appliquées aux viandes de porc fraîches et emballées sous vide. 

 

Applications Type de produit Méthodologie Référence 

Description de la diversité 

bactérienne 

 

Coupe de jambon emballée sous vide 

entreposée à 0°C pendant 21 jours 

Séquençage de l’ARNr 16S -

Pyroséquençage (454) 

[58] 

Coupe de jambon et de longe de porc Séquençage de l’ARNr 16S -  [95] 

Viande de porc hachée Séquençage de l’ARNr 16S - 

Illumina 

[114] 

Pièce de viande de porc entreposée à 

4°C pendant 9 jours 

Séquençage de l’ARNr 16S - 

Illumina Hiseq 

[106] 

Pièce de viande de porc Séquençage de l’ARNr 16S 

Illumina Miseq 

[108] 

Impact de la température 

d’entreposage 

Viande de porc fraîche 

entreposée de −2°C, 4°C, 10°C et 25°C 

Séquençage de l’ARNr 16S 

Illumina Miseq 

[109] 

Impact de l’environnement 

de transformation 

Pièce de viande de porc (au détail) Séquençage de l’ARNr 16S 

Pyroséquençage (454) 

[107] 

Impact de l’ajout d’agents 

technologiques 

Pièce de jambon Séquençage de l’ARNr 16S 

Illumina Miseq 

[255] 

Causes de l’altération de 

l’emballage soufflé 

Coupe primaire emballée sous vide Séquençage de l’ARNr 16S 

Illumina Miseq 

[256] 

Impact des réductions du sel Coupe de ventre emballée sous vide 

entreposée à basse température et à 

température ambiante 

Séquençage de l’ARNr 16S 

Illumina Miseq 

[36] 

Pièce de longe de porc Séquençage de l’ARNr 16S 

Illumina 

[257] 

Pièce de longe de porc Séquençage de l’ARNr 16S 

Illumina Miseq 

[258] 
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Sur les viandes fraîches entreposées à 4°C, il est rapporté que la richesse et la diversité 

bactérienne diminuent au fur et à mesure que la durée de l’entreposage augmente. Li et al. a 

démontré qu’au début de l’entreposage, les échantillons de viande de porc étaient similaires en 

termes de diversité et de composition [106]. Les phyla Proteobacteria et Firmicutes étaient les 

plus dominants, suivis des Bacteroidetes, Actinobacteria et Deinococcus-Thermus. Les genres 

Acinetobacter (48 %) et Exiguobacterium (30 %) prédominaient alors que ce dernier n’ait jamais 

été retrouvé sur des viandes fraîches. Le genre Acinetobacter, et plus particulièrement 

Acinetobacter albensis, a également été observé dans des coupes de jambon et de longes de porc 

[95]. Au fur et à mesure que le temps d’entreposage augmentait, l’abondance des Proteobacteria 

augmentait, passant de 50 % à 90 % des OTUs, tandis que l’abondance des Firmicutes diminuait, 

de 40 % à 5 %. De plus, les résultats de diversité bêta démontraient que les échantillons au début 

de l’entreposage étaient clairement distancés des échantillons en fin d’entreposage après neuf 

jours. À la fin de l’entreposage, Pseudomonas, Acinetobacter et Photobacterium (65 %) étaient 

les genres dominants, passant d’une abondance de 10 % à plus de 80 %, et de 48 % à plus de 70 

% pour Pseudomonas et Acinetobacter, respectivement. 

À notre connaissance, une seule étude a rapporté l’analyse du microbiote de longes de porc 

fraîches et altérées en fonction de la température d’entreposage [109]. L’étude a montré que la 

diversité microbienne de la viande de porc stockée à −2°C et 4°C et altérée apparaissait moins 

élevée que celle retrouvée sur la viande fraîche, alors que les viandes altérées entreposées à 10°C 

et 25°C présentaient des mesures de diversité microbienne plus élevées lorsque que celles de la 

viande fraîche. La composition microbienne était différente entre des viandes non altérées et 

altérées. Les phyla des Proteobacteria et des Bacteroidetes étaient les plus dominants sur la 

viande fraîche, tandis que les Proteobacteria et les Firmicutes étaient les plus dominants sur la 

viande altérée, quelle que soit la température d’entreposage. Pseudomonas et Brochothrix 

étaient les genres dominants sur la viande altérée entreposée à −2°C et 4°C, représentant plus de 

90 % des genres identifiés. Pseudomonas était plus abondant que Brochothrix sur les viandes 

altérées entreposées à 4°C, et l’abondance relative de Pseudomonas augmentait pour les 

échantillons entreposés à −2°C. Sur les échantillons de viandes entreposés à 10°C et altérés, il a 

été observé que les genres dominants étaient ceux présents à la fois sur la viande stockée à basse 
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(−2°C) et haute (25°C) températures, indiquant alors qu’à une température d’entreposage de 

10°C, la croissance à la fois des bactéries psychrophiles et mésophiles était favorisée. L’étude a 

pu mettre en évidence des marqueurs microbiens associés à l’altération de la viande en fonction 

de la température d’entreposage. Ainsi, Acinetobacter, Myroides et Kurthia ont été identifiés 

comme des marqueurs microbiens de la viande de porc altérée après un entreposage à 25°C, 

tandis que Vibrionimonas s’est avéré être un marqueur de fraîcheur de la viande de porc. 

 

Enfin, l’étude conduite par Zhao et al. est la seule qui caractérise le microbiote des viandes de 

porc emballées sous vide. Le microbiote a été identifié sur des coupes de jambon emballées sous 

vide et entreposées à 0°C pendant 21 jours [58]. Les principales bactéries associées à la 

détérioration de la viande étaient, dans cette étude, les Micrococcaceae, les Flavobacteriaceae, 

les Enterobacteriaceae, les Lactobacillaceae et les Carnobacteriaceae. La communauté 

microbienne de la viande de porc emballée sous vide s’y était diversifiée au cours des sept 

premiers jours d’entreposage. Puis, à partir du septième jour et ce, jusqu’à la fin des 21 jours, la 

diversité bactérienne avait continuellement diminué. Au début de l’entreposage, Micrococcaceae 

(27 %) et Flavobacteriaceae (33 %) étaient les familles les plus prédominantes. Au septième jour, 

les Rhodobacteraceae (26 %), prédominaient, et l’abondance de Flavobacteriaceae (13 %) était 

encore élevée, pour ensuite continuellement diminué au fur et à mesure de l’entreposage. Dès le 

14ème jour et jusqu’à la fin de l’entreposage, la composition microbienne avait changé et les 

Lactobacillaceae (70 %), Enterobacteacaeae (7 %) et Carnobacteriaceae (4 %) prédominaient.  
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Messages clés 

- Comparées aux surfaces de viandes de porc frais, les communautés microbiennes des 
viandes de porc emballées sous vides, identifiées à l’aide du séquençage de l’ARN16S, 
ont été peu caractérisées 

- L’impact de la température d’entreposage, de l’environnement de transformation, de 
l’ajout d’agents technologiques ou celui de la réduction du sel ont été principalement 
étudiés 

- Au début de l’entreposage de viandes fraîches à 4°C, le phylum des Firmicutes domine, 
laissant la place aux Proteobacteria (genres Pseudomonas, Acinetobacter, 
Photobacterium) au fur et à mesure que le temps d’entreposage augmente 

- Des taxons microbiens, tels que Vibrionimonas, ont pu être identifiés comme marqueur 
de fraîcheur de la viande de porc entreposé à 4°C 

- Sur des viandes de porc emballées sous vides, la diversité microbienne diminue 
continuellement lors de l’entreposage, passant des genres appartenant à la famille des 
Micrococcaceae, Flavobacteriaceae à ceux appartenant aux Lactobacillaceae, 
Enterobacteacaeae, et Carnobacteriaceae 

- Cette diversité microbienne est apparue plus faible sur des produits entreposés à des 
températures inférieures à 4°C comparés à ceux entreposés à 10°C 
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Chapitre 3 – Problématique, hypothèse et objectifs 

 
L’un des principaux buts des établissements d’abattage et de transformation alimentaire est de 

produire des viandes salubres, en maitrisant les différents procédés pour satisfaire les critères 

microbiologiques, obtenant ainsi des charges bactériennes et des taux de contamination 

microbienne à la surface des carcasses et produits de viandes les plus faibles possibles. La qualité 

microbiologique des carcasses et des viandes est fréquemment évaluée en utilisant des 

techniques dépendantes de la culture bactérienne. Cependant, les dénombrements des 

indicateurs microbiens ne permettent pas de refléter une vision globale de la contamination 

microbienne. Aujourd’hui, il est possible d’étudier des microbiotes diversifiés, sans avoir à passer 

par l’étape de la culture, grâce aux technologies de pointe en caractérisation moléculaire, comme 

le séquençage à haut débit. Ces technologies nous permettent d’avoir un portrait détaillé de la 

microbiologie de la carcasse et de la viande. Très peu d’études disponibles dans la littérature 

scientifique se sont focalisées sur l’analyse de la composition et de la diversité de ces microbiotes. 

De plus, au Canada, aucune étude n’a décrit l’ensemble des communautés microbiennes des 

carcasses et des viandes qui y sont produites et exportées. Par conséquent, il y a un manque 

général d’informations disponibles sur la variation du microbiote des carcasses et des viandes de 

porc destinées à l’exportation dans de réelles conditions de transformation et d’entreposage. 

L’hypothèse de cette thèse est que le microbiote de surface des carcasses et des produits finis de 

porc peut être utilisé pour identifier des indicateurs de la salubrité alimentaire. 

 

Ainsi, le premier objectif de cette étude a été de décrire la variabilité du microbiote de surface 

des carcasses de porc à l’abattoir en utilisant une approche de séquençage à haut débit en 

fonction de la provenance des animaux. Le but était de déterminer si ce microbiote variait et dans 

quelle mesure il pouvait être associé à la ferme d’origine des animaux une fois l’abattage des 

porcs et l’habillage des carcasses complétés. Le deuxième objectif était de décrire la variation du 

microbiote des carcasses de porc pendant quatre semaines après le processus d’habillage et 

d’étudier l’impact du refroidissement sur ce microbiote. Enfin, le troisième objectif était de 

décrire sur une période de plusieurs semaines l’évolution du microbiote de produits finis de porc 
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(longes) emballés sous vide et entreposé à des températures imitant l’exportation outre-mer. Il 

s’agissait de déterminer la variation de ce microbiote entre les produits provenant de différents 

lots de porcs abattus, et de déterminer l’impact de différents écarts de température 

d’entreposage sur ce microbiote. Le but était de déterminer si le microbiote de surface de la 

viande de porc peut être utilisé comme signature de la perte de contrôle sanitaire au cours de la 

chaîne de distribution.  
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Abstract 

Bacterial contamination during meat processing is a concern for both food safety and for the shelf 

life of pork meat products. The gut microbiota of meat-producing animals is one of the most 

important sources of surface contamination of processed carcasses. This microbiota is recognized 

to vary between pigs from different farms and could thus be reflected on the bacterial 

contamination of carcasses at time of processing. In this study, the microbiota of 26 carcasses of 

pigs originating from different farms (i.e., batches) were compared to determine if an association 

could be observed between carcass surface microbiota (top and bottom) and the origin of 

slaughtered animals. The microbiota of the top and bottom carcass surface areas was analyzed 

by culturing classical indicator microorganisms (mesophilic aerobic bacteria, Enterobacteria, 

Escherichia coli, Pseudomonas, and lactic bacteria), by the detection of Salmonella, and by 16S 

rRNA gene sequencing. Culture results showed higher Enterobacteria, E. coli, and lactic bacteria 

counts for the bottom areas of the carcasses (neck/chest/shoulder) when compared to the top 

areas. Salmonella was not detected in any samples. Globally, 16S rRNA gene sequencing showed 

a similar composition and diversity between the top and bottom carcass areas. Despite the 

presence of some genera associated with fecal contamination such as Terrisporobacter, 

Escherichia-Shigella, Turicibacter, Clostridium sensustricto1, and Streptococcus on the carcass 

surface, sequencing analysis suggested that there was no difference between the different 

batches of samples from the top and bottom areas of the carcasses. The primary processing 

therefore appears to cause a uniformization of the carcass global surface microbiota, with some 

specific bacteria being different depending on the carcass area sampled. 

 

Keywords : pig slaughterhouse, pork carcass, farm influence, microbiota, primary processing 

 

  



114 
 

Introduction 

The production of proteins derived from animal sources is an important part of the food chain for 

humans. Pork products are a growing part of the world economy. Since 1961, the world pork 

production has increased by four to five times, reaching 112 million tons in 2014 (Ritchie and 

Roser, 2017). Moreover, consumers are demanding premium food commodities, forcing 

producers to further reduce bacterial contamination on pig carcasses to improve the quality of 

the final pork meat products. Bacteria from different sources such as the skin and the digestive 

tract of the animals, the slaughterhouse environment and equipment contribute to the 

constitution of the carcass microbiota (Biasino et al., 2018; Zwirzitz et al., 2020) during processing. 

In pig meat processing, evisceration is universally recognized as a critical step that often results 

in carcass contamination by bacterial populations, particularly when the application of good 

practices is either lacking or sub-optimal (Rivas et al., 2000). Therefore, the gut microbial 

community is thought to be the most important source of carcass contamination by both non-

pathogenic and pathogenic bacteria during the pigs meat processing in commercial conditions 

(Wheatley et al., 2014). The presence of these microorganisms can speed-up meat spoilage, a 

process that ultimately leads to products that are not suitable for human consumption, in turn 

leading to economic losses and food waste (Gram et al., 2002). This also impacts the microbial 

safety of pork meat products, raising concerns over associated foodborne diseases (Borch et al., 

1996). 

Salmonella is one of the most common foodborne pathogens, and contaminated pork meat 

products are a major source of human foodborne infections, especially in Europe and in the 

United States (US) (Martínez-Avilés et al., 2019). For example, in the United States, the Centers 

for Disease Control and Prevention (CDC) estimated that Salmonella caused 35% of the illnesses 

linked to pork meat (Self et al., 2017). In European countries, the prevalence of Salmonella on pig 

carcass surfaces ranged from 0.35% to 17.41% (Pala et al., 2019). The most effective interventions 

that are recognized to contribute to lowering the presence of Salmonella on pig carcasses at the 

slaughterhouse plant level are the rigorous application of good hygiene practices as well as the 

slaughter of Salmonella-free animals [Bonardi, 2017; Regulation (EC) No 2073/2005, 2005]. 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B33
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https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B28
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B4
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B35
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Indeed, Salmonella is often found within the pig intestinal microbiota without causing any clinical 

signs in the colonized animals. 

The presence of foodborne pathogens on carcasses is routinely accompanied by spoilage 

microorganisms. Spoilage is defined as unfavorable changes of the organoleptic properties of the 

meat—such as off-flavors, texture, and poor taste (Casaburi et al., 2015)—rendering the meat 

unsuitable for human consumption. The initial number and type of microorganisms directly 

influence the time needed to reach a sufficient level to cause these changes (Gram et al., 

2002; Wheatley et al., 2014). Psychrotrophic aerobes and facultative anaerobes such as members 

of the Enterobacteria, Pseudomonas spp., and lactic acid bacteria (Pothakos et al., 2015) are 

examples of spoilage microorganisms that originate from the food processing environment and 

the intestinal microbiota of the animals (Wheatley et al., 2014). 

The swine gut microbiota is dominated by Firmicutes, Bacteroidetes, and Proteobacteria at the 

phylum level (Wang et al., 2019). This gut microbiota plays important roles in the animal host 

metabolism, immune system development, and resistance to pathogens (Fouhse et al., 2016). 

Several factors can influence the composition of the gut microbiota: genetics, diet, age of the 

host, antibiotic treatments, and the presence of foodborne pathogens such as Salmonella (Hasan 

and Yang, 2019). The gut microbiota has also been shown to vary between pigs originating from 

different farms (Yang et al., 2018). 

Until now, most studies conducted on carcass microbiological quality at slaughterhouses focused 

on the transmission of gut bacteria to the pig carcass surface using culture-dependent methods 

such as the counting of fecal indicator bacteria that indicate the microbial quality of the final meat 

product. Studies showed that these fecal indicators were not uniformly distributed on the pig 

carcass surface, that the level of contamination was higher on the bottom (neck) area, and that 

this contamination varied between carcasses (Wheatley et al., 2014; Biasino et al., 2018). 

However, results generated using these culture-based approaches allow for the study of a small 

fraction of the bacterial communities present. The introduction of high-throughput sequencing 

technologies has profoundly contributed to the advancement of knowledge in this field, 

permitting the simultaneous detection of hundreds of bacterial genera for which culturing is not 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B8
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B15
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B15
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B44
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B31
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B44
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B43
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B13
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B16
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B16
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B46
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B44
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B1
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always suitable. A limited number of studies describing the microbiota of pig carcasses using high-

throughput sequencing technologies have already revealed the usefulness of this approach and 

have shed new light on the diversity of the bacterial populations present on pig carcasses. For 

example, a study by Jakobsen et al. (2019) described the bacterial community transfer from pig 

tonsils to carcass surface and identified specific bacterial groups that were indicative of a bacterial 

transfer between these two anatomical regions. Another study by Peruzy et al. (2021) showed 

that various areas (ham, belly, back and jowl) of the surface of different pig carcasses were 

dominated by the same bacterial communities, though this microbiota varied between 

slaughterhouses. 

To the best of our knowledge, no study has looked at the influence of the animal origin on the 

carcass surface microbiota following primary processing of pigs slaughtered in commercial 

conditions on the same day. Indeed, intestinal microbiota greatly varies between animals 

originating from different farms (Yang et al., 2018), and on-farm intestinal microbiota 

manipulation is being applied to increase animal health and lower the incidence of foodborne 

pathogens. It is therefore important to assess if the farm origin impacts carcass microbiota to gain 

insight into whether different on-farm interventions might also affect the microbiota of pork 

products. Therefore, the main objective of this study was to observe if pig carcass surface 

microbiota could be associated with the origin (batch) of animals. A comparison of carcass surface 

microbiota between samples of top and bottom areas from different batches was therefore 

carried out using both culture-dependent and high-throughput sequencing. 

 

Materials and methods 

Slaughterhouse 

Carcass surface samples were collected at a pig slaughterhouse in Québec, Canada. Before 

slaughtering, pigs were kept in separate lairage pens for 3 h. The animals were rendered 

unconscious by carbon dioxide stunning. After bleeding, the carcasses were scalded for 7 min in 

hot water (temperature varied between 59.5°C and 64°C). Carcasses were then scraped, 

dehaired, and buckled before being pre-washed with clean water and inspected by a veterinarian. 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B18
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B29
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B46
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Carcasses were then eviscerated and washed again before cooling (24 h). The processing time 

between stunning and the start of cooling was 32 min. The number of pigs slaughtered per hour 

was 649. 

Sampling and sample preparation 

A total of 26 pig carcasses from 6 different batches were sampled at the end of carcass dressing, 

just before the final wash that precedes cooling. All steps until this final wash are considered in 

this study as primary processing. Throughout the manuscript, the term batch refers to animals 

raised in the same infrastructure (farm) at the same geographical address, of the same age and 

slaughtered at the same time. Being raised under a same integrated company, pigs from each 

farm were similar in terms of genetics and productivity and had been fed a similar diet. Batches 

were numbered 1–6, though pigs sampled in this study were not slaughtered in this order. For 

each batch, 4 carcasses were sampled, except for the first 2 batches where 5 carcasses were 

sampled. All samples were collected on the same day over 5 consecutive hours of production. 

During primary processing, pigs were hung by the back feet. For each carcass, one sample was 

collected from the top (thighs/buttock) and one sample from the bottom (neck/chest/shoulder). 

A total of 26 top carcass surface areas and 26 bottom carcass surface areas were sampled. Sterile 

wipes were first humidified with 10 mL of sterile PBS (ThermoFisher scientific, Ottawa, Canada) 

prior to sampling and put in a sterile bag. For each sample, an approximate 600 cm2 area was 

firmly swabbed 10 times horizontally and 10 times vertically. Between each area samples, 

handler’s gloves were changed. Three negative controls (wipes exposed to the atmosphere of the 

slaughterhouse without touching any surfaces) and three external slaughterhouse controls (wipes 

humidified with 10 mL of sterile PBS and used to swab the floor of the slaughterhouse) were also 

included during sampling. All samples were kept on ice until processing at the laboratory. Wipes 

were homogenized in 50 mL of cold buffer (1 mM EDTA, 10 mM Tris–Hcl, 8.5 g NaCl pH 8), 

homogenized using a stomacher Smasher™ AESAP1064 (Bioméreux, United States) for 1 min and 

kept on ice. From this volume, 5 mL was immediately used for bacterial enumeration while 30 mL 

was centrifuged for 20 min at 2,800 g (Sorvall legend X1R centrifuge, ThermoFisher scientific, 

United States). The supernatant was discarded and the dry pellet stored at −80°C until DNA 

extraction. 
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Bacterial enumeration and confirmation 

For each microbial indicator, 100 μl from each sample were directly plated using a spiral seeder 

(Spiral Interscience, ThermoFisher scientific, United States) on the appropriate culture medium 

(Table 1). 

Presumptive Pseudomonas colonies were confirmed by a positive oxidase test (Gordon-McLeod 

Reagent, Sigma-Aldrich). In parallel, control strains of each microbial indicator such as Escherichia 

coli ATCC 25922, Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853, and Lactobacillus salivarius ATCC 

1174 were used to validate the method and culture conditions used. 

Detection of Salmonella 

The detection of Salmonella was based on a previous study conducted by our group (Larivière-

Gauthier et al., 2019, ISO 6579-1:2017). Briefly, 1 mL of samples were pre-enriched in buffered 

peptone water (1:10 w:v, 24 h, 37°C). Three drops of 100 μL were selectively enriched on Modified 

Semi-Solid Rappaport-Vassiliadis Agar (MSRV) (Biokar diagnostic, Beauvais, France) (48 h, 42°C). 

Two selective media—Brilliant Green Sulfa (BGS) (BD Difco, Franklin Lakes, NJ, United States) and 

Xylose-Lysine-Desoxycholate (XLD) (Biokar diagnostic)—were inoculated from the migration front 

of each positive MSRV and incubated for 24 h at 37°C. When possible, two typical colonies from 

each culture medium were confirmed using triple sugar iron agar slants (BD Difco, Franklin Lakes, 

NJ, United States), urea agar slants, and seroagglutination with Salmonella O antiserum Poly A-I 

C Vi performed on colonies previously purified on blood agar (Statens Serum Institute, Denmark). 

DNA extraction 

Total DNA was extracted from the pellets and kept at −80°C using a mechanical and chemical lysis 

followed by phenol/chloroform purification. For each sample, 500 mL of lysis buffer [500 mM 

Tris–HCl pH 8, 2 mM EDTA pH 8, 100 mM NaCl, and 1% SDS (w/v)] containing 1 g of 0.1 mm glass 

beads was added to each sample. Cells were mechanically lysed using FastPrep-24™ (MP 

Biomedicals, Santa Ana, CA, United States) for 40 s at 6 m/s and kept on ice. Lysates were 

centrifuged for 15 min at 18,000 × g (Compact Micro Centrifuges, VWR International, United 

States) to remove beads and cell debris. For each sample, 300 μL of supernatant was mixed by 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#T1
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B21
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B21
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inversion for 5 min with 300 μL of phenol/chloroform/isoamyl alcohol (25:24:1). After 

centrifugation (18,000 × g, 5 min) (VWR International), the aqueous phase was kept and added to 

500 μL of chloroform/isoamyl alcohol (24:1). After centrifugation (18,000 × g, 10 min), 350 μL of 

supernatant was added to 117 μL ammonium acetate (0.1 g/mL) and 934 μL of 90% ethanol. DNA 

was precipitated overnight at −20°C. After centrifugation (18,000 × g, for 15 min), 250 μL of 70% 

ethanol was added to the pellet, samples were centrifuged, and the supernatant was removed. 

The DNA pellet was air dried for 30 min and 40 μL of dissolution solution (1 mM Tris–HCl pH 8, 

0.1 mM EDTA pH 8) was added. Purified DNA samples were stored at −80°C. After extraction, the 

final DNA concentration was measured using the Qubit 3.0 broad range assay (Fisher Scientific, 

Ottawa, ON, Canada) on a Denovix (Wilmington, DE, United States) fluorometer. The purity of 

DNA was assessed using a Nanodrop (ThermoFisher Scientific, United States). In addition, a 

negative control was included during DNA extraction (water instead of a carcass swab sample) to 

assess potential cross-contamination during the extraction step. 

 

16S rRNA sequencing 

A 291 pb fragment of the V4 region of the 16S rRNA gene was amplified by PCR using the V4-

reverse 5ʹACACTGACGAACTGGTTCTACAAGTGCAGCMGCCGCG GTAA 3ʹ and V4-forward 

5ʹTACGGTAGCAGAGACTTGG TCTGGACTACHUGGGTWTCTAAT 3ʹ (Caporaso et al., 2012) primers. 

The PCR reaction mix (30 μl) contained 5X SuperfiBuffer, 5X SuperfiGCenhancer, 2 U/μL Platinum 

Superfi DNA Polymerase (Invitrogen, Burlington, ON, Canada), 10 mM dNTPmix (Bio Basic Inc., 

Markham, ON, Canada), 20 μM of primer (Invitrogen), 20 mg/mL BSA (ThermoFisher scientific, 

Ottawa, Canada), 12.5 ng of DNA, and sterile water to reach final volume. The amplification was 

carried out for 25 cycles and included a denaturation step at 95°C for 30 s, an annealing step at 

55°C for 30 s, and an elongation step at 72°C for 60 s in a Mastercycler® Nexus (Eppendorf AG, 

Hamburg, Germany). These cycles were preceded by an initial denaturation of 5 min at 95°C and 

followed by a final elongation of 10 min at 72°C. A positive control containing DNA from eight 

known bacterial DNA with different 16S rRNA gene abundance (theorical composition based on 

16S sequencing: 18.4% Lactobacillus, 17.4% Bacillus, 15.5% Staphylococcus, 14.1% Listeria, 

10.4% Salmonella, 10.1% Escherichia, 9.9% Enterococcus, and 4.2% Pseudomonas) was included 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B7
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(ZymoBIOMICS Microbial Community DNA Standard, Zymo Research, Irvine, CA, United States). A 

PCR negative control (water instead of DNA) was included to assess potential cross-contamination 

during the PCR step. PCR amplification was confirmed by migration on a 1.5% agarose gel. 

Amplicons were sent for sequencing (Illumina MiSeq, PE 250) to McGill University and Genome 

Québec Innovation Center, Montréal, Canada. 

 

Sequencing data processing and analysis 

Raw sequence reads were cleaned and analyzed using Mothur (Schloss et al., 2009) version 1.43 

following the MiSeq standard operational procedure1 with some modifications, as described 

in Kozich et al. (2013). The Deblur algorithm was used to complete preclustering. Sequences were 

aligned against SILVA 132 reference database2 Chimeras were removed using VSEARCH (Rognes 

et al., 2016). The resulting sequences were classified against the SILVA 132 reference database 

(formatted for Mothur). Sequences were clustered into Operational Taxonomic Units with a 

unique method, therefore Amplicon Sequence Variants (ASV) were used for analysis. Taxonomic 

assignation was performed with the Ribosomal Database Project (RDP) trainset 16 database3 

Alpha diversity indexes (Observed ASV, Shannon and Inverse Simpson) were calculated using the 

R package “phyloseq” (McMurdie and Holmes, 2013 Beta diversity was analyzed using Jaccard 

and Bray-Curtis dissimilarity indexes, and the microbiota structure was visualized using non-

metric multidimensional scaling (NMDS) graphs in RStudio (version 1.4.1103). 

Statistical analysis 
Total bacterial counts were converted into log10 CFU/600 cm2 values. Statistical analysis was 

performed using Rstudio (version 1.4.1103). A t-test was used for the comparison of the 

mesophilic aerobic bacteria mean count between the top and bottom areas of the sampled 

carcass surfaces. An ANOVA test was conducted for the comparison of mesophilic aerobic counts 

between the six different batches for samples recovered from both the top and bottom of the 

carcasses sampled. Graphs were generated with GraphPad Prism 8.0.2. Since counts for some 

indicator microorganisms were below the detection limit for most samples, the number of 

positive carcasses for Enterobacteria, Escherichia coli, and lactic bacteria between the different 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B38
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#footnote1
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B19
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#footnote2
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B36
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B36
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#footnote3
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B26
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batches was analyzed by Fisher exact test. Salmonella prevalence was also analyzed by Fisher 

exact test. A p < 0.05 value was considered statistically significant. 

Statistical tests related to sequencing data were performed in Rstudio according to our in-house 

Standard Operating Procedure (SOP) (Larivière-Gauthier et al., 2017). Data were first normalized 

according to the number of total counts in each sample using the lowest number of sequences 

found in a carcass sample. Alpha and beta diversity analyses were performed. A t-test was used 

to compare the alpha diversity measures identified from the top and bottom of the sampled 

carcasses. An Kruskal–Wallis test was performed to compare the alpha diversity measures from 

all top and bottom surfaces between the six batches sampled. 

PERMANOVA tests were conducted using the ADONIS function in the vegan package (Oksanen et 

al., 2018) for the analysis of the microbiota structure to compare top and bottom carcass surfaces 

and to assess differences for each type of samples according to batch. Species abundance was 

compared between groups using Multivariate Association with Linear Models 2 (MaAsLin2) 

(Mallick et al., 2021) to identify biomarkers associated with sample type (top or bottom) or 

batches at the phylum, family, and genus levels [using the tax_glom function in the phyloseq 

package (McMurdie and Holmes, 2013)] after grouping of the 6 batches without rarefaction of 

the sequences. All analysis in MaAslin2 were performed using default options and an association 

was considered significant at a p-value < 0.05 and q-value < 0.25. 

Results 

Enumeration of bacterial populations 

The bacterial communities present on pig carcass surfaces were investigated for 26 carcasses 

from 6 different batches. Both the top (thighs/buttock) and bottom (neck/chest/shoulder) areas 

of the pig carcass were sampled. The mean mesophilic aerobic bacteria concentration for the top 

and bottom areas of the carcass, regardless of the batch was 4.6 log10 CFU/600 cm2 and 5.3 

log10 CFU/600 cm2, respectively. When comparing these same mesophilic aerobic bacteria 

counts obtained from the sampling of the bottom area to those of the top part of the carcass for 

each batch separately, a significant difference between top and bottom areas was found for 5 out 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2022.849883/full#B20
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of the 6 batches sampled (p < 0.05) (Figure 1) When conducting this comparison at the batch 

level, no statistically significant difference could be observed for the mesophilic aerobic bacteria 

counts for both the top and bottom carcass surface areas among the six batches sampled (p > 

0.05). 

Bacterial counts for Enterobacteria, Escherichia coli, lactic acid bacteria, and Pseudomonas are 

presented in Table 2. For all of these bacterial populations, the percentage of positive carcasses 

sampled recovered from the bottom area was significantly higher than the proportion of positive 

samples identified for the top area of the carcass (p < 0.05) (Table 2). 

 

Sequence quality 

The V4 region of the 16S rRNA gene was sequenced from sixty-one samples (26 bottom carcasses, 

26 top carcasses, 2 negatives controls (extraction and PCR), 3 negative wipe controls, 3 external 

slaughterhouse controls, and 1 DNA community). After reads processing, a total of 1,449,466 

sequences were retained and assigned to 27 phyla, 58 classes, 106 orders, 225 families, and 663 

genera. The average number of sequences per sample was 79.421. The total number of ASV was 

22,920. The mock community corresponding to the positive control was composed of 

17.5% Salmonella, 15.9% Escherichia/Shigella, 14.6% Bacillus, 12.6% Staphylococcus, 

12.3% Lactobacillus, 11.4% Listeria, 8.2% Pseudomonas, and 6.4% Enterococcus. The negative 

controls used for the DNA extraction and PCR steps contained 798 and 29.980 sequences 

respectively, and no band was visible on gel electrophoresis. 

Carcass surface microbiota description of the top and bottom areas of pig 

carcasses 

First, we compared the microbiota structure between the carcass samples (top or bottom areas), 

the mock community, the negative controls, and the external slaughterhouse controls to 

investigate dissimilarities between each sample type (Figure 2). Two samples (1 top sample and 

1 bottom sample from different batches) were significantly different from the overall carcass 

samples collected and relatively close to the negative control samples (Figure 2). These two 

samples were therefore removed from the subsequent analysis. 
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The microbiota general composition at the phylum, family, and genus levels is illustrated 

on Figure 3. Overall, regardless of the batch, the major phyla, families, and genus were the same 

for samples recovered from both the top and bottom areas (Figures 3B, C). In total, 663 genera 

were assigned from all the sequences analyzed, but only 9 genus had a relative abundance greater 

than 5% (Figure 3C). 

Multivariate association using linear models (MaAslin2) was performed in order to determine 

which microbial taxa were preferentially associated with the bottom or the top carcass surface, 

regardless of the batch. Indeed, any microbial taxa were associated with one of the six batches 

sampled. Samples recovered from the top carcass areas were positively associated with 

Proteobacteria. Firmicutes were positively associated with samples collected from the bottom 

area. At the family level, the microbiota of the top area of the carcass was significantly associated 

with Bradyrhizobiaceae, Caulobacteraceae, and Planctomycetaceae, while families 

of Halomonadaceae, Corynebacteriaceae, Pasteurellaceae, and Aerococcaceae were found to be 

significantly associated with its bottom counterpart. At the genus 

level, Phenylobacterium and Bradyrhizobium were found to be significantly associated with the 

top area of the carcass. The presence of Halomonas, Lactococcus, Aerococcus, 

and Corynebacterium was significantly associated with samples collected from the bottom area. 

All significant results (p < 0.05) are available in the Supplementary Table 1. 

Microbiota diversity of the pig carcass surface 

Alpha diversity analysis, which describes the bacterial richness and distribution within a sample, 

was used to compare the surface microbiota between the top and bottom areas of the pig 

carcasses sampled. Plots representing the alpha diversity measures obtained are shown in Figure 

4. No significant differences were observed (t-test p > 0.05) between the 26 top surface 

microbiota and the 26 surface microbiota bottom areas samples. 

The alpha diversity measures from all top or bottom areas were compared between the six 

batches sampled and no significant differences between batches could be observed (Kruskal–

Wallis test p > 0.05) (Supplementary Figures 1, 2). These measures were also compared within 

each carcass of a same batch. Only the samples collected from the fourth batch sampled showed 
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Observed number of ASVs (sequences of bacteria) and Inverse Simpson indices significantly 

higher for the top area of the carcass surface when compared to their bottom counterpart 

(Supplementary Figure 2). 

Using Bray-Curtis and Jaccard distance matrices, results showed that the structure and 

membership of the bacterial community was similar (PERMANOVA p > 0.05) between the top and 

bottom areas of the pig carcasses sampled (Figure 5A). This same observation was made for the 

comparison of the top or bottom areas among the different batches sampled (Figures 5B, C). 

Discussion 

In this study, the microbiota of 26 pig carcass surfaces were analyzed by culture-dependent 

methods and high-throughput sequencing in order to describe the carcass surface microbiota 

composition and to determine if an association could be observed between the carcass surface 

microbiota (top and bottom) and the animal’s origin (batch). 

Mesophilic total bacteria, usually regarded as an indicator of the hygiene conditions of the entire 

meat production process, showed counts that were similar to those reported in previous studies, 

with values ranging from 3 to 6.4 log CFU/cm2 (Martínez et al., 2010; Bohaychuk et al., 2011; Piras 

et al., 2014). In our study, significant differences between counts for the top and bottom areas of 

the pig carcasses were identified on the same day of slaughter in the slaughterhouse, regardless 

of the batch. Similar findings were reported in the literature but the samples were collected over 

the course of several visits (Spescha et al., 2006; Biasino et al., 2018). The impact of animal batch 

has been reported for pathogenic bacteria like Salmonella and Yersinia enterocolitica (Gonzales-

Barron et al., 2013; Vanantwerpen et al., 2015) but, to the best of our knowledge, this is the first 

report for mesophilic total bacteria. 

Our results showed similar levels of Enterobacteria and E. coli—usually used to assess fecal 

contamination—to those reported by other studies, with mean levels of 2 log CFU/cm2. In several 

other studies, the bottom parts of the carcasses were reported to be more contaminated than 

the top after evisceration (Spescha et al., 2006; Zweifel et al., 2008; Martínez et al., 

2010; Wheatley et al., 2014; Zweifel et al., 2008). 
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Lactic acid bacteria and Pseudomonas are psychotropic bacteria responsible for meat spoilage 

(Salifou et al., 2013). A recent study that characterized the pig carcass surface microbiota 

according to different areas (Peruzy et al., 2021) observed levels of lactic acid bacteria similar to 

those observed in the present study, around 3.61 log CFU/cm2. Pseudomonas was not detected 

in any of our samples and the probable growth of this psychrotrophic bacteria had perhaps not 

started before the cooling process. Indeed, in many studies, Pseudomonas spp. was mainly found 

on refrigerated pork products after cooling (EFSA Panel on Biological Hazards [BIOHAZ], 

2016; Stellato et al., 2016). 

In the present study, none of the carcasses sampled was contaminated by Salmonella, preventing 

us from making any association between the presence of the pathogen and the microbiota 

composition. Other studies are reporting different prevalence levels for Salmonella according to 

meat processing. For example, Piras et al. (2014) and Biasino et al. (2018) reported 64% and 18% 

of Salmonella-positive carcasses after evisceration and immediately after cooling respectively. 

The application of good slaughtering practices combined with the absence of Salmonella in the 

intestines of pigs slaughtered on the sampling day could explain this negative Salmonella status. 

Microbiota analysis using high-throughput sequencing revealed similar bacterial communities 

between the top and bottom areas of the pig carcasses at the phylum level, while comparison at 

family and genus level showed significant differences in the relative abundance between these 

two areas. No information pertaining to the difference of phylum and family relative abundances 

between the top and bottom areas of pork carcasses seems to be available in the scientific 

literature. However, according to Peruzy et al. (2021), the bacterial community on four carcass 

areas (jowl, belly, back, ham) was dominated by the same bacterial genera that were also 

observed in the current study, i.e., Escherichia and Rothia. These similarities are not surprising as 

these genera reside in the oral and intestinal microbiota of pigs as well as in slaughterhouse 

environments. 

In our study, Terrisporobacter, Escherichia-Shigella, Turicibacter, Clostridium sensu stricto, 

and Streptococcus represented the most abundant bacterial populations found on carcass 

surfaces, representing more than 90% of the microbiota analyzed. It has been reported that these 
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bacterial populations were present in the gut microbiota of pigs (Quan et al., 2018). Indeed, 

according to this study by Quan et al. (2018), Escherichia-

Shigella (23.1%), Terrisporobacter (17.9%), and Clostridium sensustricto1(12.9%) were most 

prevalent in the pig ileum, and Streptococcus (8.0%) was one of the most prevalent genera in the 

colon of this animal species. Turicibacter was most present in the jejunum and ileum (Crespo-

Piazuelo et al., 2018). In our study, Terrisporobacter, Streptococcus, and Turicibacter were only 

found on the top area of the sampled carcasses. It is worth noting that carcasses were sampled 

before washing and cooling in the current study. This could probably explain why fecal 

contaminants were found on the top surface area since washing usually involves water running 

down from the top to the bottom part of the carcass, creating a higher risk for contamination in 

this area (Bolton et al., 2002). Furthermore, several families (Bradyrhizobiaceae, 

Caulobacteraceae, Planctomycetace, Halomonadaceae, Corynebacteriaceae, Pasteurellaceae, 

Aerococcaceae) and genus (Phenylobacterium, Bradyrhizobium, Halomonas, Lactococcus, 

Aerococcus, Corynebacterium) have been observed and each of them were statistically associated 

with the top or the bottom carcass surface microbiota. These bacterial populations were all 

previously reported as members of the pig gut microbiota (Fan et al., 2017; Zwirzitz et al., 2019). 

The description of bacteria isolated from specific carcass areas allowed for a better understanding 

of the dispersion of bacteria on the carcass surface as well as for the identification of 

contamination origin. 

The Flavobacterium family which is responsible for the occurrence of rancid odors causing meat 

spoilage—which has been suggested to originate from worker gloves during evisceration—was 

also present on the surface of pig carcasses sampled in the current study (Doulgeraki et al., 

2012; Zwirzitz et al., 2020; Wu et al., 2021). 

It is well known that the major source of contamination of the carcass surface is evisceration 

(Biasino et al., 2018), but the removal of tonsils, tongue, and gallbladder are other important 

contaminating steps during primary processing (Jakobsen et al., 2019). In the current study, the 

analysis of the carcass surface microbiota revealed the presence of bacteria such 

as Acinetobacter, Enhydrobacter, and Rothia. Acinetobacter was naturally found in the tonsils of 
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pigs (Jakobsen et al., 2019) and was associated with meat spoilage (Iulietto et al., 2015). According 

to Bridier et al. (2019), Acinetobacter was also found in the slaughterhouse environment, 

especially at the dehairing step, and Enhydrobacter was present in the neck clipper environment. 

In another study, Acinetobacter and Rothia were observed to be the most dominant genera of 

the carcass surface microbiota (Peruzy et al., 2021; Wu et al., 2021) and were both common 

inhabitants of the oral microbiota of pigs. 

Finally, in our study, the richness and the structure of carcass surface microbiota appeared similar 

between the top and bottom areas and between the six different batches sampled. According to 

the study by Peruzy et al. (2021), alpha diversity indices were not different between the ham 

(corresponding to the top area in our study) and the jowl (bottom area). Despite bacterial count 

results that show a difference of the mesophilic aerobic bacteria between the top and bottom 

areas of the pig carcasses sampled during the current study, the beta diversity also seemed to be 

comparable between batches. This indicates that the differences in the intestinal microbiota 

reported in the literature between animals originating from different farms were not replicated 

on the carcass, suggesting that the primary processing, until the end of carcass dressing, globally 

standardized the pig carcass surface in terms of microbial diversity. This is important for pig 

farming as the modulation of gut microbiota to improve feed efficiency is being explored at the 

farm level. Based on our observations however, even with optimal primary processing practices, 

it seems that these attempts of gut microbiota modifications may not have any profound effects 

on carcass microbiota. This is also important for the control of bacterial carcass surface 

contamination at slaughterhouse as sources of contamination other than intestinal contents, such 

as processing line, slaughterhouse equipment or worker hands also contributes to the surface 

microbiota. 

The results presented are specific to this study, which was conducted in a single slaughterhouse, 

on the same day, and at a single sampling point. This limits our ability to draw conclusions 

regarding the effect of farm origin in a universal manner. Differences may appear later in the 

processing, which deserves further attention. For example, during and after the cooling period, 

psychrotrophic bacteria are recognized to grow (Zwirzitz et al., 2020) and more differences may 
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be observed beyond this point. The stability and impact of pig origin on final meat cuts should 

therefore also be investigated. 
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Tables 

 

Tableau 1. –  Culture conditions for the enumeration of mesophilic aerobic bacteria, 

Enterobacteria, Escherichia coli, lactic bacteria, and Pseudomonas. 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

Microorganisms Culture media Culture conditions 
According to the 

procedure derived 
from : 

 

Mesophilic aerobic 
bacteria 

Trypticase Soy Agar  
30°C, 48h ISO 4833-2:2013 

 

(BD Difco, Franklin Lakes, NJ, 
United States) 

 

Enterobacteria 
Violet Red Bile Glucose Agar  

37°C, 48h ISO 21528-2:2017 
 

(BD Difco)  

Escherichia coli 
MacConkey Agar 

37°C, 48h (MAPAQ, 2019) 
 

(BD Difco)  

Lactic bacteria 

Man, Rogosa, Sharpe medium  37°C, 48h 

( , 2019) 

 

(BD Difco) 
(GazpakAnaeroGen 

Thermo Scientific ™ Oxoid 
R) 

 

Pseudomonas 
Cephalosporin-Fucidine-

Cetrimide 25°C, 48h ISO 13720:2010 
 

(Biokar diagnostic)  



130 
 

 

Tableau 2. –  Percentage of positive carcasses and mean bacterial concentrations for 

Enterobacteria Escherichia coli, lactic acid bacteria, Pseudomonas, and Salmonella for the 

top and bottom areas of the carcass surface samples analyzed. 

 
 
 

Values with different superscripts in a row are significantly different (p < 0.05). For Pseudomonas 
and Salmonella, the mean bacterial concentrations (log10 CFU/600 cm²) were below the 
detection threshold for the method used. σ : Standard deviation. A sample is considered positive 
if a bacterial count could been performed. 
 

 
 

  

  Positive samples (%) Mean bacterial concentration (log10 

CFU/600cm² ± σ) 

  Top Bottom Top Bottom 

Enterobacteria 3.8a 38.5b 1.6 ± 0.2 2.4 ± 1.3 

Escherichia coli 7.7a 34.6b 1.6 ± 0.4 2.5 ± 1.2 

Lactic acid bacteria 58.0a 96.1b 3.4 ± 1.5 3.5 ± 0.3 

Pseudomonas 0 0 < 2.7 < 2.7 

Salmonella 0 0 < 2.7 < 2.7 
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Figures 
 
 
 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1. –   Mean concentration (log CFU/600 cm2) for mesophilic aerobic bacteria counts 

for the top and the bottom areas of the pig carcass surface. *p < 0.05. ns, non-

significant. 
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Figure 2. –  Non-metric multidimensional scaling (NMDS) plot illustrating the microbiota 

structure between all samples. The red circle identifies the samples removed from 

the analysis due to their proximity to the negative controls. 
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Figure 3. –  Mean relative abundance of the major bacterial groups at the phylum level (A), 

family level (B), and genus level (C) identified in samples representing the top and 

bottom areas of the pig carcasses. Only bacterial communities representing at least 

5% of carcass surface microbiota are shown.  
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Figure 4. –  Alpha diversity measures among the top and the bottom areas of the pig 

carcasses sampled using Observed, Shannon, and Inverse Simpson indices. 
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Figure 5. –  Non-metric multidimensional scaling (NMDS) plot illustrating the microbiome 

structure of the pig carcass surface according to area (A), top area according to 

batch (B), and bottom area according to batch (C). 
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Supplementary material 
 
 
 

Tableau 1. –  (Supplementary) Complete list of significant associations between carcass area (top or 

bottom) and relative microbial abundance using Maaslin2. 

 

 

 

 

Factor Phylum Family Genus Value Coefficient pval qval 

Area Proteobacteria Halomonadaceae Halomonas Bottom 8.91e-05 
1.58e-
08 

9.36e-
06 

Area Proteobacteria Caulobacteraceae Phenylobacterium Top 0.00075 
2.36e-
06 0.00069 

Area Proteobacteria Bradyrhizobiaceae Bradyrhizobium Top 0.0010 
1.16e-
05 0.0017 

Area Firmicutes Streptococcaceae Lactococcus Bottom 0.00054 
9.08e-
06 0.0017 

Area Firmicutes Aerococcaceae Aerococcus Bottom 0.00068 0.00015 0.015 
Area Actinobacteria Corynebacteriaceae Corynebacterium Bottom 0.001 0.00014 0.015 
Area Bacteroidetes Flavobacteriaceae Cloacibacterium Top 0.0003 0.0007 0.059 
Area Proteobacteria Shewanellaceae Shewanella Bottom 3.21e-05 0.001 0.076 
Area Proteobacteria Labilitrichaceae Labilithrix Top 4.89e-05 0.0015 0.09 
Area Deinococcus-Thermus Deinococcaceae Deinococcus Top 0.0011 0.0019 0.10 
Area Bacteroidetes Chitinophagaceae Sediminibacterium Top 3.50e-05 0.0027 0.12 
Area Firmicutes Bacillales_Incertae_Sedis_XI Gemella Bottom 0.0001 0.0033 0.13 
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Figure 1. –   (Supplementary) Alpha diversity analyses using Observed, Shannon, and Inverse 

Simpson indices between the top and the bottom areas of pigs from six different 

batches. 
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Figure 2. –  (Supplementary) Alpha diversity analyses using Observed, Shannon, and Inverse 

Simpson indices between the six batches and the top carcass surface samples. 
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Figure 3. –  (Supplementary) Alpha diversity analyses using Observed, Shannon, and Inverse 

Simpson indices between the six batches and the bottom carcass surface samples. 
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Abstract  

The surveillance and control of microbial contamination during pig processing is typically 

performed by culturing traditional indicator microorganisms such as aerobic total bacteria or 

enterobacteria. Since culture-dependent methods do not reflect bacterial diversity, a culture-

independent method was used in this study to investigate the surface microbiota of pig carcasses 

before and after cooling in a slaughterhouse in Canada (province of Québec). The surface 

microbiota of 64 pig carcasses sampled from 64 batches before and after cooling was 

characterized over a four-week period. The sampled microbiota from the top and bottom carcass 

surface areas were analyzed by 16S rRNA amplicon sequencing combined with traditional 

enumerations of bacterial indicators and a Salmonella spp. detection protocol. Salmonella spp. 

was detected on 11 pig carcass areas and no significant difference was observed between area 

studied. For samples collected before cooling, results revealed higher levels of bacterial counts 

on bottom areas, while sequencing showed a higher bacterial diversity on top areas. During this 

conventional primary processing, bacterial richness – i.e. number of bacteria – appears similar on 

the top and bottom areas between visits, with some variation depending on work shift (start or 

end of slaughtering day). Ultimately, pig carcass surface microbiota composition and diversity 

evolved over time and were different according to the visits and between shifts. Cooling did not 

allow for a considerable reduction in bacterial counts on bottom areas but was associated with a 

decrease in the diversity of the microbiota on both the top and bottom areas. 

 

 

Keywords : Pig carcass, Classical microbiology, High-throughput sequencing, Carcass microbiota, 

Bacterial diversity, Cooling 
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Introduction 

Pork is one of the most widely consumed meats in the world. In 2022, the global pig meat 

production reached approximately 110,500 million tons, compared to 132,500 million tons for 

poultry and 70,500 million tons for beef [1]. As the consumption of pork meat increases [1], the 

production of high-quality meat and the control of its contamination by bacteria remain a major 

challenge for processors. Pork meat products can be contaminated by both pathogenic and 

spoilage bacteria that are responsible for human foodborne diseases and food product waste, 

respectively [2–4]. Previous studies have provided evidence that the skin of slaughtered animals, 

their intestinal tract, the equipment used, and slaughterhouse environment (including contact 

surfaces and slaughterhouse workers) can all act as sources of contamination during carcass 

processing [5–7]. The application of good production and hygiene practices is critical to reducing 

the risk of carcass surface contamination [8]. Therefore, a complete understanding of microbial 

composition and the evolution of pig carcass microbiota is required to optimize the control 

bacterial contamination. 

 

It has been demonstrated that processing, and more specifically the evisceration step, plays an 

important role in the contamination of carcass surfaces by some pathogenic bacteria such as 

Salmonella [8]. Salmonella is a major zoonotic pathogen that causes foodborne infections in 

humans through the consumption of contaminated pork meat [9]. Pigs are generally healthy 

carriers of Salmonella or will become carriers after transport and/or during the lairage. Pesciaroli 

et al. [10] documented a positive correlation between high Salmonella cecal loads and carcass 

contamination in pigs. A recent study also showed that the contamination of pig carcasses by 

Salmonella was higher during the initial stages of primary processing, especially after scalding, 

and that this contamination significantly decreased as carcasses moved through the process [11]. 

Along this process, cross-contamination can also occur between carcasses due to direct contact 

with contaminated surfaces, equipment, and utensils [8,12]. The rate of Salmonella detection on 

pig carcasses at the slaughterplant level ranges from 0.29% to 64% depending on several factors, 

as slaughter process and hygiene practices and are country specific [6,8,13–18]. In North America, 

“Performance Standards for Salmonella”, which is based on microbial guidelines published by the 



150 
 

USDA, provide processors with microbiological standards for carcass contamination [19], 

including allowing a maximum of 6 Salmonella-positive carcass swab samples after cooling out of 

a set of 55 samples. 

 

It has been demonstrated that pig carcasses can be easily contaminated with spoilage bacteria 

during processing [3]. Bacteria responsible for spoilage have a significant impact on the pork meat 

sector, as spoilage bacteria reduce meat shelf life and cause significant economic losses [3,4,20]. 

Indeed, in Canada, the total annual loss due to meat spoilage is estimated to be 1.28 million 

metric tons [21]. Growth and metabolic activity of spoilage bacteria are at the root of color, odor, 

texture, and taste defects appearing with storage time; these changes are related to the number 

and type of spoilage bacteria colonizing the surface of the products [3,4,22]. The initial level of 

carcass and meat contamination by spoilage bacteria is mainly assessed by the enumeration of 

bacterial indicators such as mesophilic total bacteria – which is used as an indicator of the hygiene 

conditions of the entire meat production process – and enterobacteria like E. coli – which are 

used as an indicator of possible fecal contamination [23,24]. In Canadian slaughterhouses, 

guidelines from the Food Safety Inspection Services [19,25] on the acceptable levels of total 

bacteria on a given pig carcass are followed, and processors can chose to enumerate one or more 

of the possible bacterial indicators. 

 

Various studies described bacterial carcass contamination by spoilage bacteria at different steps 

of processing on several areas of pig carcasses using classical culture-based techniques 

[5,6,13,17,26–32]. Globally, it is well known that total aerobic bacteria counts as well as 

enterobacteria levels decrease after scalding and singeing, and that this contamination increases 

at dehairing, polishing, and evisceration. During and after cooling, low air temperature and drying 

reduce and even inhibit the growth of certain bacteria, such as total aerobic bacteria and 

enterobacteria populations. However, psychrotrophic aerobic bacteria such as Pseudomonas spp. 

constitute a permanent threat for pig carcass contamination [23]. Generally, during processing, 

the neck area presents a higher level of contamination for these indicator bacteria [13,26].  
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The major limitation of these studies is that they only documented the presence and levels of 

culturable bacteria or groups of indicators, overlooking the presence and role of bacterial genera 

or families that cannot be studied using these classical approaches. The application of molecular 

techniques, like PCR, have allowed for the identification of spoilage bacteria at the genus level 

such as Brochothrix spp., Carnobacterium spp., Leuconoscoc spp., Acinetobacter spp., Moraxella 

spp., Pseudomonas spp., Flavobacterium spp., Micrococcus spp., Psychrobacter spp., and lactic 

acid bacteria (LAB) spp [3,4,23,33]. However, PCR identification requires the isolation of bacteria 

and is therefore time and resource consuming. One way to circumvent these limitations is to rely 

on high throughput sequencing [34].  

 

As of today, a limited number of studies have described the extended microbiota diversity and 

the modifications on pig carcasses at the slaughterhouse level using high-throughput sequencing 

technologies, with 16S rDNA amplicon sequencing being the most often reported [7,30–32,35]. 

This technique has revealed that the bacterial composition of pig carcasses mainly included 

Staphylococcus, Acinetobacter, Rothia, Escherichia, and Chryseobacterium. In one study, the 

authors showed that the bacterial communities from 8 carcasses slaughtered on the same day 

and sampled just after evisceration and before cooling were similar on the ham, back, jowl, and 

belly areas, but different between two slaughterhouses [30]. At the same step, before cooling, 

another study showed that the microbiota of pig carcasses sampled from the top and bottom 

areas appeared similar between 6 batches of pigs slaughtered on the same day in a single 

slaughterhouse [32]. Another study described that the same main genera were detected on the 

shoulder and ham of 12 carcasses after evisceration and were also present after 24 hours of 

cooling [31]. Most of these studies focused on the description of the pig carcass microbiota on 

the same day. Using a culture approach, only one study demonstrated that pig carcasses from the 

last batches slaughtered on Friday showed higher enterobacteria counts than the first batches 

slaughtered on the previous Monday, suggesting a temporal variation of carcass surface level 

contamination [11]. Therefore, there is a lack of available information on how globally the 

bacterial composition and diversity of pig carcass surfaces changes in time in a processing plant 

using high throughput sequencing methods.  
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The aims of the present study were to i) in a single slaughterhouse, describe and compare the 

microbiota of different pig carcass samples collected from the top and bottom areas; ii) describe 

the variation of the pig carcass microbiota composition and structure between samples collected 

during 16 visits performed over a four-week period and between samples collected during 

morning and afternoon shifts; and iii) study the impact of cooling on the pig carcass microbiota. 

To do so, an enumeration of traditional indicator microorganisms and a Salmonella detection 

protocol were combined with 16S rDNA amplicon sequencing.  

 

Materials and Methods 

Slaughterhouse operations and sampling 

Carcass surface samples were collected in a pig slaughterhouse in Québec, Canada. In this 

slaughterhouse, 650 pigs were slaughtered per hour. After carbon dioxide stunning and bleeding, 

carcasses hanging by the back feet were scalded, scraped, dehaired, pre-washed, dressed 

including evisceration, inspected, and washed again before being cooled down for 24 hours at 

0°C. In this study, a batch refers to a group of pigs that were both raised on the same farm and 

slaughtered on the same day. Sampling was conducted during 16 visits performed over a period 

of 4 weeks (Figure 1). During each week, four visits were conducted on four different days 

(Monday: #1; Tuesday: #2; Wednesday: #3; Thursday: #4). During each visit, 4 or 5 batches, 

depending on operation constraints, were sampled (Figure 1). 

 

A total of 64 batches were sampled just before the final wash that preceded cooling (Figure 1). 

From these 64 batches, 32 batches were sampled during the morning shift and the remaining 32 

were sampled during the afternoon shift (Figure 1). Finally, 16 batches from these 64 were re-

sampled on the next day immediately after the cooling stage (Figure 1). 

 

 For each batch, six carcasses were randomly sampled. Three carcasses were sampled before the 

wash that precedes cooling, with one surface sample collected from the top left side and one 

surface sample from the bottom right side, as presented in Figure 2A. The alternate surface sides 
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were sampled for the remaining three carcasses (Figure 2B). After cooling, 16 batches were re-

sampled the next day: 8 batches from the morning shift and 8 batches from the afternoon shift 

(Figure 1). For each batch, the sampling strategy used for both halves of each carcass collected 

before and after cooling is presented in Figure 2A and 2B. A total of 960 pig carcass surfaces were 

sampled (n= 80 batches (64 batches before cooling + 16 batches after cooling) x 6 carcasses (one 

batch = 6 carcasses) x 2 (one surface sample collected from the top and one surface sample 

collected from the bottom for each carcass)). 

 

Sterile wipes were humidified with 10 mL of sterile Phosphate-buffered saline (PBS) 

(ThermoFisher scientific, Ottawa, Canada). The sampled area was firmly swabbed 10 times 

horizontally and 10 times vertically in order to sample approximately 600 cm2 of surface area and 

put in a sterile bag. Between each sample, the handler’s gloves were changed. During each visit, 

negative and an external experimental controls were included. The negative experimental control 

consisted of a humidified wipe with 10 mL of sterile PBS was exposed to the ambient air of the 

slaughterhouse for a few minutes without touching any surface. For the external experimental 

control, a wipe humidified with 10 mL of sterile PBS was used to swab the floor of the 

slaughterhouse. All samples were kept on ice until processing at the laboratory within 2 hours. 

 
 

Sample preparation 

Each wipe from samples collected from the top and bottom areas of one batch were homogenized 

in 50 mL of cold buffer (1 mM EDTA, 10 mM Tris–HCl, 8.5 g NaCl pH 8) using a stomacher 

Smasher™ AESAP1064 (Bioméreux, United States) for 1 min, before being kept on ice. For samples 

collected from the top areas of one batch, as well as for samples collected from the bottom areas 

of one batch, 10 mL of each sample was pooled, for a total of 60 mL (6 wipe x 10 mL). From this 

volume, 5 mL were immediately used for bacterial enumeration and Salmonella detection, while 

30 mL were centrifuged for 20 min at 2,800 x g (Sorvall legend X1R centrifuge, ThermoFisher 

scientific, United States). The supernatant was discarded and the dry pellet was stored at −80°C, 

until DNA extractions were performed.  
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Bacterial enumeration and confirmation 

The enumerations of mesophilic aerobic bacteria, enterobacteria, Escherichia coli, lactic acid 

bacteria, and Pseudomonas were realized as previously described [32] and performed from the 

pool of the six wipes from samples collected from the top and bottom areas of one batch, 

respectively. Mesophilic aerobic bacteria were enumerated on trypticase soy agar (BD Difco, 

Franklin Lakes, NJ, United States) after incubation at 30°C for 48h. Enterobacteria and E. coli were 

enumerated on Violet Red Bile Glucose Agar and MacConkey, respectively, after incubation at 

37°C for 48h (BD Difco). Lactic acid bacteria were enumerated on Man Rogosa Sharpe medium 

(BD Difco) under anaerobic conditions (GazpakAnaeroGen, Thermo ScientificTM Oxoid R) after 

incubation at 25°C for 48h. Enumeration of Pseudomonas was performed on Cephalosporin-

Fucidine-Cetrimide (Biokar diagnostic) after incubation at 25°C for 48h, and typical colonies were 

confirmed by a positive oxidase test (Gordon-McLeod Reagent, Sigma-Aldrich). Culture conditions 

were validated using control strains : Escherichia coli ATCC 25922, Pseudomonas aeruginosa ATCC 

27853, and Lactobacillus salivarius ATCC 1174. 

 

Detection of Salmonella spp.  

As previously described [32], detection of Salmonella spp. was performed on a pool of the six 

wipes from samples collected from the top and bottom areas of one batch, respectively. Briefly, 

1 mL of sample was pre-enriched in buffered peptone water (1:10 w:v, 24 h, 37°C) and selectively 

enriched on Modified Semi-Solid Rappaport-Vassiliadis Agar (MSRV) (Biokar diagnostic, Beauvais, 

France) (48 h, 42°C). Brilliant Green Sulfa (BGS) (BD Difco, Franklin Lakes, NJ, United States) and 

Xylose-Lysine-Deoxycholate (XLD) (Biokar diagnostic) – two selective media – were inoculated 

with positive MSRV and incubated for 24 h at 37°C. When growth was observed, one colony per 

positive culture medium was confirmed as Salmonella using triple sugar iron and urea agar slants 

(BD Difco, Franklin Lakes, NJ, United States) and using seroagglutination with Salmonella O 

antiserum Poly A-I C Vi (Statens Serum Institute, Denmark). Isolates were sent for serotyping to 

the Laboratoire de Santé Animale, Saint-Hyacinthe, Québec, Canada.  
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DNA extraction and 16S rRNA sequencing 

DNA extraction and 16S rRNA sequencing were performed as previously described [32]. The DNA 

extraction was performed using mechanical and chemical lysis, followed by a phenol/chloroform 

purification. Each pellet was resuspended in 500 μL of lysis buffer [500 mM Tris–HCl pH 8, 2 mM 

EDTA pH 8, 100 mM NaCl, 1% SDS (w/v)] and 1 g of 0.1 mm glass beads. Cells were mechanically 

lysed using a FastPrep-24™ (MP Biomedicals, Santa Ana, CA, United States) for 40 s at 6 m/s. After 

centrifugation (18,000 × g, 5 min) (Compact Micro Centrifuges, VWR International, United States), 

300 μL of supernatant was mixed by inversion for 5 min with 300 μL of 

phenol/chloroform/isoamyl alcohol (25:24:1). Samples were centrifuged (18,000 × g, 5 min) (VWR 

International) and 500 μL of chloroform/isoamyl alcohol (24:1) was added to the aqueous phase. 

After another centrifugation step (18,000 × g, 10 min), 117 μL of ammonium acetate (0.1 g/mL) 

and 934 μL of 90% ethanol were added to 350 μL of supernatant. The DNA was precipitated 

overnight at −20°C and after centrifugation (18,000 × g, for 15 min), 250 μL of 70% ethanol was 

added to the pellet. A last centrifugation step was performed and the pellet was air dried. The 

purified DNA was resuspended by adding 40 μL of dissolution solution (1 mM Tris–HCl pH 8, 0.1 

mM EDTA pH 8) and stored at −80°C. Extracted DNA was quantified using Qubit 3.0 broad range 

assay (Fisher Scientific, Ottawa, ON, Canada) on a DeNovix (Wilmington, DE, United States) 

fluorometer. The purity of the DNA was measured using a Nanodrop (ThermoFisher Scientific, 

United States). The amplification of a 291 pb fragment of the V4 region of the 16S rRNA gene was 

carried out as described in a previous publication [32]. Also included was a negative control of the 

DNA extraction and PCR amplification (water instead of sample) and a positive control of the PCR 

containing eight known bacterial DNA with different 16S rRNA gene abundance (theoretical 

composition based on 16S sequencing : 18.4% Lactobacillus, 17.4% Bacillus, 15.5% 

Staphylococcus, 14.1% Listeria, 10.4% Salmonella, 10.1% Escherichia, 9.9% Enterococcus, and 

4.2% Pseudomonas) (ZymoBIOMICS Microbial Community DNA Standard, Zymo Research, Irvine, 

CA, United States). A 1.5% agarose gel electrophoresis was performed to verify the PCR 

amplification and the size of amplicons. The Illumina MiSeq 2x1250 bp paired-end sequencing 

was performed at McGill University and Genome Québec Innovation Center, Montréal, Canada. 
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Sequencing data processing and analysis 

Bioinformatics analysis was processed using Mothur [36] version 1.44.3 by following the MiSeq 

standard operational procedure with default settings (https://mothur.org/wiki/miseq_sop/) as 

previously described [32]. Paired-end reads were assembled into contigs. After reducing 

sequencing and PCR errors – including removing ambiguous nucleotides and sequences longer 

than 275 pb – identical sequences were merged. The unique sequences were aligned against the 

SILVA 132 reference database adapted for use in Mothur 

(https://www.mothur.org/wiki/Silva_reference_files) prior to preclustering sequences using the 

Deblur algorithm. VSEARCH was used to identify the chimeras, which were removed [37]. 

Sequences were classified against the SILVA 132 reference database and non-bacterial domains 

– chloroplast, eukaryote, mitochondria – were removed. The Amplicon Sequence Variant 

approach (ASV) was used for analysis. The remaining sequences were assigned into ASV using an 

approach based on a 0% dissimilarity threshold. Final taxonomic assignation of each ASV was 

performed with the Ribosomal Database Project (RDP) trainset 16 database adapted for use in 

Mothur (https://www.mothur.org/wiki/RDP_reference_files). 

 

Prior to microbiota analysis, random subsampling of sequences corresponding to the lowest 

number of sequences found in the samples was performed. RStudio (version 1.4.1103) was used 

in the current study to perform alpha diversity analysis, which describes the bacterial richness 

and distribution (evenness) within a single sample, and perform beta diversity analysis, which 

measures the similarity or dissimilarity between samples. The alpha diversity measures were 

calculated using indices, including Observed (the average number of observed ASV), Shannon (the 

ASV evenness), and inverse of the Simpson index (the microbial diversity of ASV) using the 

estimate_richness function from the R package “Phyloseq” [38]. Beta diversity was assessed using 

Jaccard and Bray-Curtis dissimilarity indexes to measure community membership (based on the 

presence/absence of ASV) and community structure (based on the relative abundance of ASV), 

respectively. A 2D non-metric multidimensional scaling (NMDS) – generated using the vegan 

package – was used to visualize the microbial community structure. 

 

https://www.mothur.org/wiki/Silva_reference_files
https://www.mothur.org/wiki/RDP_reference_files
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Statistical analysis 

Statistical tests and graphs related to bacterial enumeration and sequencing data were performed 

in RStudio and Microsoft Excel. For each microbial indicator, bacterial counts were converted into 

log10 CFU/600 cm2 values. The comparison of mesophilic aerobic bacteria, enterobacteria, E. coli, 

Lactic acid bacteria, and Pseudomonas mean counts was performed between samples collected 

from the top and bottom areas i) before cooling and, ii) between samples collected before and 

after cooling, using a Mann-Whitney test. A Wilcoxon-test was performed to compare bacterial 

counts from samples collected from the top areas before and after cooling., as well from samples 

collected from the bottom areas before and after cooling 

 

For samples collected before cooling (n= 64 batches), the alpha and beta diversity indices were 

compared with samples collected from the top and bottom areas using a Mann-Whitney test and 

PERMANOVA test, respectively. Then, the comparison of indices was performed between samples 

collected from the top and bottom areas i) over four weeks of sampling, ii) over four different 

sampling visits, using a Kruskall-Wallis and PERMANOVA test, respectively. iii) and during morning 

and afternoon shifts using Mann-Whitney test and PERMANOVA test, respectively. The alpha and 

beta diversity indices were compared between samples collected from the top area between i) 

four weeks of sampling ii) four different visits of sampling, using a Kruskall-Wallis and 

PERMANOVA test, respectively iii) morning and afternoon work shifts using a Mann-Whitney test 

and PERMANOVA test, respectively. The same comparison was performed for samples collected 

from the bottom areas. 

 

For samples collected before and after cooling (n= 16 batches), the comparison of alpha and beta 

diversity indices between samples collected from the top and bottom areas i) before cooling, ii) 

and after cooling, were performed using a Wilcoxon-test and PERMANOVA test. A Wilcoxon-test 

was also performed to compare alpha and beta diversity indices from samples collected from the 

top areas before and after cooling, as well from samples collected from the bottom areas before 

and after cooling. Permutational multivariate analysis of variance (PERMANOVA) was conducted 
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using the adonis function in the vegan package [39]. For all tests, a significance level of 0.05 was 

considered statistically significant. 

 

Results 

Enumeration of bacterial populations on pig carcass surfaces  

Bacterial counts of samples collected from the top and bottom areas before cooling  

All bacterial population counts are presented in Table 1. Mesophilic aerobic bacteria were 

identified as the dominant bacterial population observed for samples collected from the top and 

bottom areas, followed by lactic acid bacteria, enterobacteria, Escherichia coli, and Pseudomonas 

(Table 1). Mean bacterial concentrations for mesophilic aerobic bacteria, 

enterobacteria, Escherichia coli, Pseudomonas, and lactic acid bacteria were slightly higher but 

significant for samples collected from the bottom areas (with increased values of 0.4 log10 

CFU/600 cm², 0.3 log10 CFU/600 cm², 0.8 log10 CFU/600 cm², 0.2 log10 CFU/600 cm², and 0.2 log10 

CFU/600 cm², respectively) (p<0.05 using a t-test) (Table 1).  

 

Bacterial counts of samples collected from the top and bottom areas before and after 

cooling  

All bacterial population counts are presented in Table 1 For all bacterial populations except for 

lactic acid bacteria and Pseudomonas, the mean bacterial counts in both areas were significantly 

lower for samples collected after cooling (with a decrease of 0.4 log10 CFU/600 cm² for mesophilic 

aerobic bacteria, 0.8 log10 CFU/600 cm² for enterobacteria, 1.2 log10 CFU/600 cm² for Escherichia 

coli) (p<0.05 using a Mann-Whitney test) (Table 1). Bacterial counts from samples collected from 

the top area were compared among those collected before and after cooling. Bacterial 

concentrations for mesophilic aerobic bacteria, enterobacteria, Escherichia coli, and lactic acid 

bacteria were significantly lower for samples collected after cooling (decrease of 0.6 log10 

CFU/600 cm², 1.0 log10 CFU/600 cm², 1.0 log10 CFU/600 cm², and 0.7 log10 CFU/600 cm², 

respectively) (p<0.05 using a Wilcoxon test) (Table 1). The same comparison was performed for 

samples collected from the bottom areas. Only bacterial concentrations for enterobacteria 

and Escherichia coli. were significantly lower for samples collected after cooling (with a decrease 
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of 0.5 log10 CFU/600 cm² for enterobacteria and 1.5 log10 CFU/600 cm² for Escherichia coli) (p<0.05 

using a Wilcoxon test) (Table 1). 

 

Detection of Salmonella spp. on pig carcass surfaces 

Out of the 960 samples collected in this study, 11 were found positive for Salmonella: 5 and 6 

samples collected from the top and bottom areas, respectively, all recovered before cooling 

(Table 2). Three serotypes were detected : Salmonella Derby, Salmonella Typhimurium, and 

Salmonella Braenderup. Serotypes were not differently distributed according to carcass area. 

Only two Salmonella positives samples (Table 2) with the same serotype came from the same 

carcass (Table 2). Six Salmonella positive samples were recovered from only two visits (week 

3/visit 3/morning shift and week 4/visit 4/morning shift). 

 

Sequence quality 

A total of 960 pig carcass areas were sampled and the six wipes from samples collected from the 

top or bottom areas of one batch were pooled. The V4 region of the 16S rRNA gene was 

sequenced from 160 samples : 64 pooled samples collected from the bottom area before cooling 

(n=64 batches x 6 individual bottom areas samples =384 samples collected from the bottom area); 

64 pooled samples collected from the top area before cooling (384 samples collected from the 

top area); 16 pooled samples collected from the bottom area after cooling (n=16 batches x 6 

individual bottom areas samples =96 samples collected from the bottom area); and 16 pooled 

samples collected from the top area after cooling (96 samples collected from the top area). In 

addition, 20 negative experimental controls (one per visit before and after cooling), 16 external 

experimental controls (one per visit before cooling), 1 DNA positive control, and 2 PCR and 

sequencing negative controls were added, for a total of 199 samples sequenced. 

  

After reads processing, a total of 5,281,543 sequences were assigned to 28 phyla, 65 classes, 120 

orders, 247 families, and 794 genera. The average number of sequences per sample was 28,018. 

The positive control, containing the eight known bacterial DNA with different 16S rRNA gene 

abundance, was composed of 22% Lactobacillus, 16.8% Bacillus, 16.2% Salmonella, 14.6% 
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Escherichia/Shigella, 14.6% Staphylococcus, 10.9% Listeria, 9.9% Pseudomonas, and 6 % 

Enterococcus, which is highly similar to the manufacturer product description. The negative 

controls used for the DNA extraction and PCR steps contained 6 and 20,997 sequences 

respectively, and no band was visible on gel after electrophoresis, just before sequencing. 

 

Microbiota description and diversity of pig carcass surfaces sampled 

before cooling 

Comparison of microbial composition and diversity between samples collected from the 

top and bottom areas before cooling  

The microbiota composition and the relative abundance results of samples collected from the 

top and bottom areas before cooling at the phylum, family, and genus levels are presented in 

Figure 3.  

 

Alpha diversity indices were used to measure and compare the microbial diversity between 

samples collected from the top and bottom areas before cooling (Figure 4A, Table 3). Results 

revealed a significant difference in alpha diversity only with the Observed index (p<0.05 using a 

Mann-Whitney) (Table 3). Samples collected from the top area showed higher Observed index 

values than samples collected from the bottom area (Figure 4A).  

 

Beta diversity of bacterial community structure based on Jaccard and Bray-Curtis distance matrix 

was used to evaluate the differences between samples collected from the top and bottom areas 

before cooling (Figure 4B). Graphically, carcass surface samples clearly clustered according to area 

(Figure 3B), and a statistically significant difference in the microbiota structure between samples 

collected from the top and bottom areas was confirmed (p<0.05 using a PERMANOVA test).  

 

Comparison of microbial composition and diversity of pig carcass samples collected 

before cooling according to week, visit, and shift  

The microbiota general composition at the genus level according to week, visit, and shift are 

illustrated in Figure S1.  
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The current study compares the alpha and beta diversities of the carcass microbiota that were 

collected over the four weeks of sampling, before cooling, regardless of area. Significant 

differences were observed (Kruskal-Wallis test and PERMANOVA p < 0.05) (Figure S2A, S2B and 

Table 3). The same result was obtained for the analysis of the impact of visit (Figures S2C and S2D 

and Table 3) and shift (Figures S2E and 2F and Table 3) on sampling.  

 

Alpha and beta diversity were also compared between samples collected from the top areas for 

the same factors : week of sampling (Figure S3A, Figure S3B, and Table 4), visit (Figure S3C, Figure 

S3D, and Table 4) and shift (Figure S3E, Figure S3F, and Table 4). The same comparison was 

performed for samples collected from the bottom areas (Figure S4 and Table 4).  

 

The Shannon and inverse Simpson indices of samples collected from the top areas were found to 

be significantly different between sampling week and shift (p<0.05 using a Kruskal-Wallis test). In 

contrast, the Shannon and inverse Simpson indices of samples collected from the bottom areas 

were found to be significantly different only between sampling weeks. Samples collected during 

the morning showed significantly higher alpha diversity indices. For beta diversity, results showed 

that the microbiota structure was significantly different between all groups (week, visit, and shift) 

for the samples collected from the top areas, as well as for samples collected from the bottom 

areas (p<0.05 using a PERMANOVA test). 

 

Carcass surface microbiota description and diversity before and after 

cooling  

Microbiota description of samples collected from the top and bottom areas before and 

after cooling 

Results pertaining to the microbiota composition and the relative abundance of 16 pooled 

samples collected from the top areas and 16 pooled samples collected from the bottom areas 

before and after cooling at genus level are presented in Figure 5  
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Comparison of microbiota diversity between samples collected from the top and bottom 

areas before and after cooling 

Alpha and beta diversity indices were first compared between samples collected from the top and 

bottom areas before and after cooling from 16 batches (Figure S5, Figure 6, and Table 5). 

Significant differences were noted only for the Observed indices (Table 6). Samples collected from 

the top areas showed significantly higher alpha diversity values compared to samples collected 

from the bottom areas (Table 5). Beta diversity analysis revealed a significant difference in the 

microbiota structure between samples collected from the top and bottom areas before and after 

cooling respectively (p<0.05 using a PERMANOVA test). 

 

Alpha and beta diversity indices were also compared between samples collected before and after 

cooling for both top and bottom areas (Figure S4, Figure 6, and Table 6). Results revealed a 

significant difference in alpha diversity for all groups compared, except for samples collected from 

the bottom areas that showed no significant difference in the Inverse Simpson index calculated 

from samples collected before and after cooling. Samples collected before cooling showed alpha 

diversity indices significantly higher compared to samples that were collected after this step. For 

beta diversity, a significant difference was observed between samples collected before and after 

cooling, between samples collected from the top area before and after cooling, and between 

samples collected from the bottom areas (p<0.05 using a PERMANOVA test). 

 

Discussion 

To the best of our knowledge, this is the first study that uses high throughput sequencing to give 

a complete overview of the evolution of pig carcass surface microbiota according to different 

sampling time points and processing stages. 

 

Results revealed that samples collected from the top and bottom areas of the pig carcasses 

sampled before cooling showed differences in bacterial counts, with the bottom areas being 

slightly more contaminated. This is in accordance with both the Wheatley et al. [29] and Biasino 

et al. [13] studies that showed that sampling area on pig carcasses significantly impacted 
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mesophilic aerobic bacteria, E. coli, and enterobacteria counts. For example, jowl and foreleg 

areas – corresponding to the bottom area in the present study – showed higher bacterial counts 

when compared to the ham or the belly areas (top areas) immediately after evisceration. The 

difference of bacterial counts observed between areas was also similar to results from this study 

[13,29]. The study of Peruzy et al. [30], it is worth mentioning, did not observe differences in 

counts according to carcass area. As expected, the bottom area can be more exposed to sources 

of contamination, as the intestinal tract is suspended above the head before complete removal 

and the floor is in close proximity when pigs are hung by the feet. In the current study, total 

mesophilic aerobic bacteria, enterobacteria, and Escherichia coli contamination slightly 

decreased following cooling. These results agree with several studies reporting a reduction in 

these bacterial indicators after 24 hours of cooling [26,27,29,31,40–42]. The level of 

contamination reduction is divergent between studies; this could be explained by different 

chilling parameters in place at the different plants, including air speed, size, temperature, 

humidity of the cooling room, and occasions of contact between carcasses. For example, 

differences in the contact area between the cold wind and pig carcasses will impact carcass 

chilling efficiency. In the present study, only enterobacteria and Escherichia coli counts measured 

after cooling were higher on samples collected from the bottom areas when compared to samples 

collected from the top areas. This is in accordance with Pearce et al. [43] and Wheatley et al. [29] 

who reported that the neck area was more contaminated than the ham and the belly after 

cooling, with bacterial counts increasing by approximately 0.5 log10 CFU/ cm² for total bacteria 

and enterobacteria counts decreasing from 3 to 2.4 log10 CFU/ cm². Moreover, in this study, the 

cooling step evaluated comprised a shower. One might expect that the washing step applied just 

before cooling would spread the microbial contamination all over the carcasses, as observed by 

Spescha et al. [26]. But, in fact, the water running down from the top to the bottom of the carcass 

actually seemed to increase the bottom area’s contamination compared to the top [13]. 

Moreover, the effectiveness of carcass washing to decrease bacterial contamination is 

controversial in the literature. A Bolton et al. [28] study observed that the level of contamination 

after the washing step was slightly increased but similar to that obtained after the evisceration, 

with bacterial counts around 4 log10 CFU/ cm², while Rivas et al. [5] showed that the microbial 
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load of total mesophilic bacteria decreased after carcasses washing with a significant bacterial 

counts reduction of 0.5 log10 CFU/ cm². 

 

Before cooling, results from the current study showed that bacterial counts for Pseudomonas and 

LAB populations were significantly higher on samples collected from the bottom areas than from 

top areas. Similarly, it has been shown that the jowl pig carcass area was most contaminated with 

Pseudomonas before cooling (with bacterial counts around 2.5 log10 CFU/ cm²) [30]. However, in 

a previous study conducted in the same slaughterhouse, Pseudomonas was not detected when 

using culture on pig carcasses before cooling [32]. In the present study, results showed that 

Pseudomonas was similar between carcasses sampled before and after cooling, on both top and 

bottom areas, and only LAB counts established from the sampling of the top areas were 

significantly higher after cooling. Results revealed that Pseudomonas and LAB can be present at 

the end of dressing, just before the last shower, as well as before and after cooling, suggesting a 

higher risk for pig carcass and pork meat spoilage. Indeed, Pseudomonas is considered to be a 

major spoilage source for refrigerated meat products in aerobic conditions [23], and its presence 

was expected.  

 

In total, Salmonella could be isolated from 11 carcass areas sampled and all positive samples were 

recovered before cooling. The percentage of Salmonella-positive carcass samples collected from 

the top and the bottom areas was 7.8 % and 9.4 %, respectively. Previous studies investigating 

Salmonella contamination on pig carcasses reported a large interval of measured prevalence, 

ranging from 0.29% to 64% [6,8,13–18]. These different contamination levels could be explained 

by variations in the application of good slaughtering practices at the evisceration step. In addition 

to evisceration techniques, different environmental cleaning and disinfection procedures of 

slaughterhouse applied and also varying Salmonella status for pigs entering the slaughterhouse 

can affect contamination levels. These different factors could also explain why half of Salmonella-

positive carcass samples were recovered from only two visits in this study. Indeed, results suggest 

there is not a persistent contamination of Salmonella at this pig slaughterhouse during the 

sampled period, which might suggest that Salmonella contamination can be related to occasional 
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and unusual circumstances (inadequate cleaning and disinfection procedures for example). When 

Biasino et al. [13] and Peruzy et al. [30] looked at the presence of Salmonella on pig carcasses 

before cooling, it was observed that samples collected from the neck area (about 88%) were also 

more contaminated than ham areas (about 50%). In the current study, the majority of Salmonella 

isolates belonged to the serovar S. Thyphimurium, followed by S. Derby and then S. Braenderup, 

all serotypes that are commonly associated with pigs and pork meat and that are among the most 

prevalent serotypes associated with pig production [44,45]. Other studies observed that 

Salmonella Thyphimurium was the most prevalent serotype observed on pig carcasses [14,30]. 

However, in contrast with the study from Peruzy et al. [30], our results showed that the same 

serotypes were not always present on both areas of the same carcass. It is reasonable to suspect 

that a possible cross-contamination between carcasses occurred or that pigs were contaminated 

by more than one serotype [13]. However, the low contamination level prevents us from drawing 

conclusions as to a potential association between the presence of Salmonella and a particular 

visit. 

 

Overall, the bacterial community composition observed in the present study was similar to what 

was reported by Peruzy et al. [30] and Braley et al. [32] in the sense that most genera observed 

on the carcasses sampled are known to be residents of pig gut and oral cavity microbiota. Among 

the identified bacterial populations, Lactobacillus, Streptococcus, Clostridium, Acinetobacter, and 

Moraxella are commonly associated with food spoilage [3,33]. Results showed that normal 

members found in the gut microbiota as well as in oral (tonsils) and nasal cavities of healthy pigs 

were found on the pig carcass surface microbiota, including both the top and bottom areas. 

Among these, Acinetobacter was identified and Rothia was the dominant genus, revealing that 

bacterial members that could be originating from the oral and nasal cavities were present on 

samples collected from the bottom areas, such as Enhydrobacter. Indeed, other genera, such as 

Gallicola and Escherichia/Shigella, known to be normal constituent members of the gut 

microbiota of healthy pigs, were identified only from the samples collected from the bottom areas 

[46]. In addition, Moraxella genus, a prominent meat spoilage bacterium [47], was only identified 

from samples collected from the bottom areas and was identified in previous studies in the nasal 
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cavities of pigs [35,48]. However, the identification of contamination origin and the description 

of bacterial population flows are complex in food processing [7]. It has been reported that 

bacterial populations such as spoilage-associated microbiota found in the slaughterhouse 

environment are initially originating from pig carcasses and then contaminating and becoming a 

resident microbiota in the food production environment [7,29,49,50]. Indeed, two studies by 

Zwirtzith et al. [7] and Bridier et al. [51] observed that the dehairing area and the area close to 

where the incision is made for carcass opening was dominated by Moraxella, Lactobacillus, and 

Acinetobacter. Zwirtzith et al. [7] revealed that Lactobacillus and Moraxella were most likely 

transferred from gloves of employees during evisceration as well as from the polishing tunnel 

whips and the railing at the classification step, respectively. And Bridier et al. [51] showed that 

the neck clipper area was overall dominated by the Enhydrobacter genus. 

 

In this study, results suggest that only bacterial richness, i.e. number of different bacteria, tended 

to be higher on top samples when compared to bottom samples collected before cooling. As 

carcasses were hung by one foot with the head facing the floor, the opposite could be expected. 

In addition, the results obtained indicated that the microbiota structure observed on the pig 

carcasses sampled, based on the presence/absence and abundance of bacteria, was different 

between the top and bottom areas before cooling. The fact that pig carcasses are not equally 

exposed to bacterial contamination during processing could explain why the top areas can be 

exposed to a higher risk of cross-contamination during primary processing, which can occur 

between carcasses and direct contact with workers’ hands or the equipment during carcass 

opening, for example [7,29,50,52]. 

 

To the best of our knowledge, this is the first report investigating the pig carcass microbiota 

according to sampling time points (week, visit, work shift) on bacterial composition, diversity, and 

structure using 16s rDNA amplicon sequencing. Therefore, there is no available data in the 

literature to allow for a comparison of the results obtained. In the current study, the richness and 

structure of the carcass microbiota were different between several of the sampling times (week, 

visit, work shift), regardless of the carcass areas sampled. Nevertheless, results suggest that 
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during normal primary processing, the bacterial richness of the pig carcasses over different visits 

between the top areas and between the bottom areas was similar. In the present study, beta 

diversity analysis revealed that the structure of the carcass microbiota was different between 

several of the sampling times (week, visit, work shift) and between samples collected from the 

top and bottom areas. During a previous study conducted by our group [32], it was observed that 

carcass surface diversity was similar between carcasses originating from different farms and 

slaughtered the same day. As the primary processing for each carcass was the same, a persistent 

contamination of the slaughterhouse by the bacteria found on pig carcasses is plausible and could 

have influenced the carcass surface microbiota structure during visits. It has been reported that 

the survival of bacteria in food processing environments is mostly related to their ability to form 

biofilms on surfaces, allowing them to persist even after washing and disinfection [53]. Indeed, 

Bridier et al. [51] revealed that cleaning and disinfection tended to reduce bacterial diversity but 

favored some genera – such as Rothia – in slaughterhouse environments, the dominant genus 

found on pig carcasses in this study. Thus, given the differences between carcass microbiota 

structures according to sampling time (week, visit, work shift) that were observed in the present 

study, further dedicated studies regarding the impact of cleaning and disinfection on the survival 

of specific bacteria is warranted.  

 

In this study, samples collected from the top areas during the morning shift showed a higher 

bacterial diversity than samples collected during the afternoon shift, while samples collected from 

the bottom areas presented similar richness and distribution of bacteria regardless of the shift 

from which they were collected. It is reasonable to assume that contamination from the 

slaughterhouse environment would increase as the volume of animals slaughtered throughout 

the day increases, resulting in a higher risk of cross contamination from the environment to all 

carcass surfaces and thus a higher bacterial diversity on samples collected in the afternoon. The 

study of Rizzotto et al. [11], for example, found this contamination increase over time to be the 

case, demonstrating that pig carcasses from the last batches slaughtered on a Friday showed 

higher bacterial contamination than the first batches slaughtered on the Monday of that same 

week. The divergence from expected results observed between shifts in our study might be 
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related, as mentioned above, to inadequate application of good hygiene practices performed 

during particular shifts. 

 

In the present study, the highest bacterial richness was on samples collected before cooling 

compared to samples collected after cooling. The difference of carcass surface microbiota 

structure between these samples was expected due to the low temperature to which carcasses 

are exposed during cooling, which reduces the growth of bacteria [28,29,40,42,54]. However, 

similar to the results of this study, Van Ba et al. [31] showed that most genera present on 

carcasses before cooling were also detected after 24 hours of cooling. In the present study, the 

majority of the bacteria that were identified after cooling are known residents of the 

gastrointestinal tract of healthy pigs. These results indicate that during normal commercial 

primary processing, most bacteria detected on samples collected from the top and bottom areas 

before cooling – such as Rothia, Clostridium_senso_stricto, Enhydrobacter, Lactobacillus, and 

Streptococcus genera – remain after this step. In addition, in the current study, results showed 

that bacterial richness and the microbiota structure of carcasses were different between the top 

and the bottom areas after cooling. In contrast to samples collected before cooling, samples 

collected from the bottom areas presented a higher bacterial richness. Similar to the culture 

results, washing just before cooling increased the risk for contamination of the bottom area and 

might be related to the difference observed for the bacterial diversity after cooling. A low 

temperature (4°C) favored the growth of psychrotrophic bacteria as opposed to the mesophilic 

ones [55]. As discussed above, different parameters of cooling can affect cooling efficiency and 

thus bacterial growth, but cross-contamination can also occur between carcasses touching each 

other for example, since some genera were detected only after cooling. However, it also possible 

to hypothesize that the abundance of these bacteria is not enough to be detected before cooling 

with culture-independent methods. Regarding the bacterial composition of the pig carcass 

microbiota, results showed that the genus Pseudomonas was not detected as a dominant 

bacterium after cooling, thus reinforcing the fact that the cooling step appears to have a 

significant impact on all bacterial populations present on the surface of the pig carcass.  
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Conclusions 

In conclusion, in the slaughterhouse studied, the results of the comparison of different sampling 

areas showed a higher level of carcass contamination on bottom areas, while sequencing results 

showed a higher bacterial diversity on top areas before cooling. With 16S amplicon sequencing, 

the bacterial richness and distribution for samples collected from the top and bottom areas 

appear similar between several visits throughout the month of sampling. In addition, samples 

collected from the top areas show different carcass bacterial richness according to processing 

shift, and pig carcass surface microbiota composition and diversity varied according to visit and 

shift. After cooling, diversity of the microbiota decreased on samples collected from the top and 

bottom areas. Samples collected from the bottom areas revealed a higher bacterial diversity, and 

cooling did not allow for a significant reduction of mesophilic aerobic bacteria counts. Ultimately, 

the bacterial community of pig carcasses might depend on the microbial population of the 

slaughterhouse. With the use of a non-culture based method, this study provides a better 

understanding of pig carcass microbiota evolution that could help inform the implementation of 

improved strategies for the control of spoilage and pathogen microorganisms. 
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Tables  
 

Tableau 1. –  Mean bacterial counts (log10 CFU/600 cm² ± σ) for mesophilic aerobic bacteria, 
enterobacteria, Escherichia coli, Pseudomonas, and lactic acid bacteria and p-values of 
statistical tests when comparing each bacterial population mean count with samples 

collected from the top and bottom areas before and after cooling. 

σ: standard deviation. 
Comparison between each bacterial population mean count among : 
(A) samples collected from the top and bottom areas before cooling using a Mann-Whitney test  
(B) samples collected before and after cooling using a Wilcoxon-test 
(C) samples collected from the top area before and after cooling using a Wilcoxon-test 
(D) samples collected from the bottom area before and after cooling using a Wilcoxon-test 
For all tests, a significance level of 0.05 was considered statistically significant (*significant 
difference). 

Mean concentration 

(log10 CFU/600 cm² ± σ) 

Mesophilic 

aerobic 

bacteria 

enterobacteria 
Escherichia 

coli 
Pseudomonas 

Lactic acid 

bacteria 

Samples collected from the top area (n = 64) 6.1 ± 0.3 4.2 ± 1.5 3.6 ± 1.80 2.8 ± 1.3 5.4 ± 0.5 

Samples collected from the bottom area (n = 64) 6.5 ± 0.2 4.5 ± 1.1 4.3 ± 1.54 3.1 ± 1.6 5.7 ± 0.5 

(A) p-value <0.001* 0.007* <0.001* 0.02* <0.001* 

Samples collected before cooling (n = 32) 6.3 ± 0.3 4.5 ± 1.0 4.2 ± 1.6 2.7 ± 1.4 5.6 ± 1.1 

Samples collected after cooling (n = 32) 5.9 ± 0,5 3.7 ± 1.9 3.0 ± 1.5 2.2 ± 1.2 5.0 ± 0.5 

(B) p-value <0.001* <0.001* <0.001* 0.4 0.3 

Samples collected from the top  

area before cooling (n = 16) 
6.2 ± 0.3 4.4 ± 1.2 3.9 ± 1.8 2.7 ± 1.4 5.5 ± 0.5 

Samples collected from the top  

area after cooling (n = 16) 
5.5 ± 0.4 3.4 ± 1.7 2.9 ± 1.0 2.0 ± 0.8 4.7 ± 0.5 

(C) p-value <0.001* <0.001* <0.001* 0.3 0.03 

Samples collected from the bottom  

area before cooling (n = 16) 
6.3 ± 0.3 4.5 ± 0.5 4.4 ± 1.1 2.8 ± 1.5 5.8 ± 1.4 

Samples collected from the bottom  

area after cooling (n = 16) 
6.3 ± 0.4 4.0 ± 2.0 3.0 ± 1.8 2.5 ± 1.4 5.2 ± 0.5 

(D) p-value 0.1 <0.001* <0.001* 0.9 0.9 
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Tableau 2. –  Salmonella serotypes isolated from samples (collected from the top (n = 384) and 

bottom (n = 384) areas before cooling from 64 batches and their distribution according to 

week, visit, and work shift. 

 

  

Samples collected from the Serotype Batch number Week Visit Work shift 

Top area 

 

S. Typhimurium 

 

5 #1 #2 Morning 

17 #2 #1 Afternoon 

64 #4 #4 Morning 

S. Braenderup 1 #1 #1 Afternoon 

S. Derby 61 #4 #4 Morning 

Bottom area 

 

S. Derby 

 

28 #2 #4 Morning 

40 #3 #3 Morning 

61 #4 #4 Morning 

S. Typhimurium 
9 #1 #3 Morning 

62 #4 #4 Morning 

S. Braenderup 41 #3 #3 Morning 
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Tableau 3. –  Comparison of alpha diversity indices (Observed, Shannon, and Inverse Simpson indices) 

between samples collected from both (top and bottom) areas between week, visit, and work 

shift. 

 

Comparison of alpha diversity indices with :  
(A) samples collected from the top and bottom areas before cooling using a Mann-Whitney test 
(B) samples collected from top and bottom areas over four weeks of sampling using a Kruskall-
Wallis test  
(C) samples collected from top and bottom areas over four different sampling visits using a 
Kruskall-Wallis test  
 (D) samples collected from top and bottom areas during morning and afternoon shifts using a t-
test  
For all tests, a significance level of 0.05 was considered statistically significant (* significant 
difference) 
The means were based on 1,000 subsampling of 15,998 sequences.   

 Observed Shannon Inverse Simpson 

Samples collected from the top area (n = 64) 

Samples collected from the bottom area (n = 64) 

(A) p-values 

997 3.61 9.74 

878.92 3.58 12.23 

<0.001* 0.98 0.47 

Samples collected from week #1 (n= 32) 926 3.79 12.55 

Samples collected from week #2 (n= 24) 1142 3.72 10.63 

Samples collected from week #3 (n= 36) 877 3.07 5.64 

Samples collected from week #4 (n= 36) 1090 3.88 15.21 

(B) p-values 0.011* <0.001* <0.001* 

Samples collected from visits #1 (n= 36) 990 3.42 8.49 

Samples collected from visits #2 (n= 32) 1012 3.76 13.92 

Samples collected from visits #3 (n= 26) 976 3.76 13.15 

Samples collected from visits #4 (n= 34) 944 3.51 9.28 

(C) p-values 0.003* 0.024* 0.011* 

Samples collected from morning shift (n= 64) 972 3.71 12.65 

Samples collected from afternoon shift (n= 64) 887 3.47 9.36 

(D) p-values <0.001* 0.014* 0.01* 
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Tableau 4. –  Comparison of alpha diversity indices (Observed, Shannon, and Inverse Simpson indices) 

between samples collected from the top between week, visit, and work shift, as well 

between samples collected from the top between week, visit, and work shift and bottom 

areas of 16 batches before and after cooling. 

  Observed Shannon Inverse Simpson 

Samples collected 

from the top area 

Samples collected from week #1 (n= 16) 979 3.68 10.61 

Samples collected from week #2 (n= 12) 1239 3.79 10.50 

Samples collected from week #3 (n= 18) 967 3.10 5.22 

Samples collected from week #4 (n= 18) 1242 3.97 13.11 

(A) p-values 0.05 <0.001* <0.001* 

Samples collected from visits #1 (n= 18) 1076 3.45 7.62 

Samples collected from visits #2 (n= 16) 1101 3.82 11.62 

Samples collected from visits #3 (n= 13) 1034 3.75 11.69 

Samples collected from visits #4 (n= 17) 1021 3.49 8.68 

(B) p-values 0.059 0.077 0.056 

Samples collected from morning shift (n=32) 1070 3.79 11.37 

Samples collected from afternoon shift (n= 32) 936 3.42 8.09 

(C) p-values <0.001* 0.002* 0.003* 

Samples collected 

from the bottom 

area 

Samples collected from week #1 (n= 16) 902 3.91 14.52 

Samples collected from week #2 (n= 12) 1082 3.66 10.84 

Samples collected from week #3 (n= 18) 805 3.05 6.08 

Samples collected from week #4 (n= 18) 999 3.80 17.30 

(D) p-values 0.14 0.001* <0.001* 

Samples collected from visits #1 (n= 18) 915 3.40 9.31 

Samples collected from visits #2 (n= 16) 935 3.70 16.12 

Samples collected from visits #3 (n= 13) 1034 3.75 11.69 

Samples collected from visits #4 (n= 17) 943 3.53 9.85 
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Comparison of alpha diversity indices between samples collected from the top area for :  

(A) four weeks of sampling using a Kruskall-Wallis and PERMANOVA test, respectively.  

(B) four different visits of sampling using a Kruskall-Wallis test  
(C) morning and afternoon work shifts using a Mann-Whitney test 
Comparison of alpha diversity indices between samples collected from the bottom area for:  
(D)four weeks of sampling using a Kruskall-Wallis test  
 (E) four different visits of sampling using a Kruskall-Wallis test  
(F) morning and afternoon work shifts using a Mann-Whitney test  
For all tests, a significance level of 0.05 was considered statistically significant (* significant 
difference) 
The means were based on 1000 subsampling of 15,998 sequences for comparisons A, B, C and 
17,248 sequences for comparisons D, E, F.  
 
 

  

(E) p-values 0.078 0.29 0.15 

Samples collected from morning shift (n= 32) 907 3.64 14.01 

Samples collected from afternoon shift (n=32) 911 3.53 10.50 

(F) p-values 0.16 0.52 0.31 
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Tableau 5. –  Comparison of alpha diversity indices (Observed, Shannon, and Inverse Simpson indices) 

between samples collected from the top and bottom areas of 16 batches before and after 

cooling. 

Comparison of alpha diversity indices between :  
(A) samples collected from the top and bottom areas before cooling from 16 pig batches 
(B) samples collected from the top and bottom areas after cooling from 16 pig batches 
For all comparisons, a Wilcoxon-test was conducted with a significance level of 0.05 considered 
statistically significant (* significant difference) 
The means were based on 1,000 subsampling of 22,282 and 14,143 sequences for samples 
collected before (A) and after (B), respectively. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 Observed Shannon Inverse Simpson 

Samples collected from the top area before cooling (n = 16) 

Samples collected from the bottom area before cooling (n = 16) 

(A) p-values 

1148 3.68 10.28 

1008 3.74 16.68 

0.0067* 0.85 0.76 

Samples collected from the top area after cooling (n = 16) 

Samples collected from the bottom area after cooling (n = 16) 

(B) p-values 

782 2.96 5.671 

761 3.14 7.09 

0.035* 0.65 0.27 
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Tableau 6. –  Comparison of alpha diversity indices (Observed, Shannon, and Inverse Simpson indices) 

between samples collected before and after cooling and between samples collected from 

the top or the bottom area before and after cooling from 16 batch. 

 

Comparison of alpha diversity indices between : 
(A) samples collected from both areas before and after cooling from 16 pig batches 
(B) samples collected from the top area before and after cooling from 16 pig batches 
(C) samples collected from the bottom area before and after cooling from 16 pig batches 
For all comparisons, a Wilcoxon-test was conducted with a significance level of 0.05 considered 
statistically significant (* significant difference) 
The means were based on 1000 subsampling of 14,143 sequences for comparisons A and B and 
21,162 sequences for comparison C. 

 Observed Shannon Inverse Simpson 

Samples collected before cooling (n = 32) 

Samples collected after cooling (n = 32) 

(A) p-values 

1055 3.70 13.42 

715 3.04 6.35 

0.004* <0.001* <0.001* 

Samples collected from the top area before cooling (n = 16) 

Samples collected from the top area after cooling (n = 16) 

(B) p-values 

1148 3.68 10.28 

782 2.96 5.671 

0.041* 0.01* 0.002* 

Samples collected from the bottom area before cooling (n = 16) 

Samples collected from the bottom area after cooling (n = 16) 

(C) p-values 

1008 3.74 16.68 

761 3.14 7.09 

0.026* 0.045* 0.065 
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Figures 
 

 

 

 

 

 

Figure 1. –  Sampling protocol for number of pigs batches sampled. Sampling was performed 

over a period of 4 weeks. During each week, four visits were conducted on four 

different days (Monday: #1; Tuesday: #2; Wednesday: #3; Thursday: #4). During each 

visit, 4 or 5 batches, depending on operation constraints, were sampled. A total of 64 

batches were sampled just before the final wash that preceded cooling and 16 

batches from these 64 were re-sampled on the next day immediately after the 

cooling stage. From these 64 batches, 32 batches were sampled during the morning 

shift and the remaining 32 were sampled during the afternoon shift. 
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Figure 2. –  Illustration of the top and the bottom areas sampled before and after cooling of 

the same pig carcass. For three carcasses, one sample was collected from the top left 

side and one sample from the bottom right side (A). The alternate sides were 

sampled for the remaining three carcasses (B). 
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Figure 3. –  Mean relative abundance (%) of bacterial community members (individual 

representation in microbiota > 5%) identified at the phylum (A), family (B), and 

genus (C) levels on samples collected from the top (n= 64) and bottom (n = 64) areas 

before cooling from 64 batches. The category “Others” covers bacterial genera with 

individual relative abundance <5%. 
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Figure 4. –  Alpha (A) and beta (B) diversity measures for samples collected from the top (n = 

64) and bottom (n = 64) areas before cooling from 64 batches using, respectively, 

Observed, Shannon, Inverse Simpson indices, and non-metric multidimensional 

scaling (NMDS) plot to illustrate the comparison of the microbiota structure of pig 

carcass surfaces, calculated with the Bray-Curtis index, for samples collected from 

top (n = 64) and bottom (n = 64) areas. 
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Figure 5. –  Mean relative abundance (%) of bacterial community members (individual 

representation in microbiota > 5%) identified at the genus level from samples 

collected from the top (n = 16) and bottom (n = 16) areas before and after cooling 

from 16 batches. The category “Others” regroups bacterial genera with individual 

relative abundance <5%. 
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Figure 6. –  Non-metric multidimensional scaling (NMDS) plot illustrating the microbiota 

structure of the pig carcass surface, calculated with the Bray-Curtis index, and 

comparing samples collected from the top (n = 16) and bottom (n = 16) areas before 

and after cooling from 16 batches.
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Figure 1. –  (Supplementary) Mean relative abundance (%) of bacterial community members 

(individual representation in microbiota > 5%) identified at the genus level on 

samples collected from top (n = 64) and bottom (n = 64) areas before the cooling 

stage from 64 batches according to week (A), visit (B), and work shift (C). Category 

“Others” covers bacterial genera with an individual relative abundance <5%. 
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Figure 2. –  (Supplementary) Comparison of alpha diversity measures of samples collected 

from the top (n = 64) and bottom (n = 64) areas according to week (A), visit (C), and 

work shift (E) using Observed, Shannon, and Inverse Simpson indices. Non-metric 

multidimensional scaling (NMDS) plot illustrating the microbiota structure of the pig 

carcass surface, calculated with the Bray-Curtis index, and comparing microbiota of 

samples collected from the top (n = 64) and bottom (n = 64) areas according to week 

(B), visit (D), and work shift (F). 
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Figure 3. –  (Supplementary) Comparison of alpha diversity measures of samples collected 

from top areas (n = 64) before cooling according to week (A), visit (C), and work shift 

(E) using Observed, Shannon, and Inverse Simpson indices. Non-metric 

multidimensional scaling (NMDS) plot illustrating the microbiota structure of the pig 

carcass surface, calculated with the Bray-Curtis index, and comparing microbiota of 

samples collected from the top (n = 64) areas before cooling according to week (B), 

visit (D) and work shift (F). 
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Figure 4. –  (Supplementary) Comparison of alpha diversity measures of samples collected 

from the bottom (n = 64) areas before cooling according to week (A), visit (C), and 

work shift (E) using Observed, Shannon, and Inverse Simpson indices. Non-metric 

multidimensional scaling (NMDS) plot illustrating the microbiota structure of the pig 

carcass surface, calculated with the Bray-Curtis index, and comparing microbiota of 

samples collected from the bottom (n = 64) areas before cooling according to week 

(B), visit (D) and work shift (F). 
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Figure 5. –  (Supplementary) Alpha diversity measure samples collected from the top (n = 16) 

and bottom (n = 16) areas before and after the cooling stage using Observed, 

Shannon, and Inverse Simpson indices on 16 batches of pig carcasses. 
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Abstract  

It is profitable to export fresh meat overseas, where it is often regarded as a premium commodity. 

Meeting this demand for fresh meat, however, necessitates long export times, during which 

uncontrolled temperature increases can affect the microbiological quality of the meat and 

thereby, reduce shelf life or compromise food safety. To study the impact of temperature 

deviations on microbial community composition and diversity, we used 16S rRNA gene 

sequencing for Listeria monocytogenes and Salmonella spp. detection to describe the surface 

microbiota of eight batches of vacuum-packed loins stored at −1,5 °C (control) for 56 days and 

subjected to a 2 °C or 10 °C temperature deviation for a few hours (mimicking problems regularly 

encountered in the industry) at day 15 or 29. The presence of pathogens was negligible. The 

applied temperature deviations were not associated with different microbiota. Sequencing 

analysis showed the presence of Yersinia, an unexpected pathogen, and relative abundance 

increased in the groups subjected to temperature deviations. Over 

time, Lactobacillales_unclassified genus became the main constituent of the microbiota of 

vacuum-packed pork loins. Although the microbiota of the eight batches appeared similar at the 

beginning of storage, differences were revealed after 56 days, suggesting unequal aging of the 

microbiota. 

  

Keywords : vacuum-packed pork loin, microbiota, storage temperature, temperature deviation, 

batch production 
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Introduction 

In 2021, world pig meat production reached more than 122 million tons. In this global market, 

Canada exported approximately 1.49 million metric tons of pig meat [1] to more than 90 

countries, with China being the largest export market for Canadian pork meat products. The Asian 

market (China and Japan) was 41% of Canada’s exports, which represents a CAD 4 billion dollar 

market [2] Since fresh pork meat products are considered premium commodities by consumers, 

exporting fresh meat to overseas markets is more profitable than shipping frozen goods. 

However, maintaining constant control over product temperature for such a long period of time 

remains a challenge since the organoleptic and microbiological quality of these fresh meat 

products can be hampered by the increase in storage temperature during long exports [3,4,5]. 

To limit this problem, most of this exported fresh pork meat is shipped to remote 

destinations at temperatures just above the freezing point of meat (−1.5 ± 0.5 °C) [6,7]. This 

extends the product shelf life as much as four times compared to storage at 4 °C [8]. To further 

increase shelf life, fresh pork meat is packaged under vacuum. Vacuum packaging is a well-

documented method for enhancing fresh food preservation. It improves flavor, juiciness, and 

tenderness of meats [9]. Oxygen removal coupled with storage at subzero temperatures has 

proven to be very effective at slowing bacterial growth and thereby reducing and slowing 

spoilage, thus extending product shelf life [10].  

Spoilage can be defined by a product deterioration beyond consumer acceptance and is 

mostly the cause of extensive microbial proliferation [5,11]. Aerobic spoilage bacteria such 

as Pseudomonas spp. and Acinetobacter spp. were observed to be dominant in refrigerated pork 

meat products [5,12,13]. Under refrigerated vacuum-packaged conditions, there was a shift from 

aerobic spoilage bacteria to facultative anaerobic bacteria [14]. Indeed, lactic acid bacteria (LAB) 

(such as Lactobacillus spp., Lactobacillus curvatus, Lactobacillus sakei, Leuconostoc spp., 

and Carnobacterium spp.) and Brochothrix thermosphacta were found to be major contributors 

to meat spoilage and prevailed in pork meat stored at −2 °C [12] or in vacuum-packed pork meat 

products stored at 4 °C [15]. The spoilage potential of LAB depends on the strain and the quantity 

of bacteria contaminating the product [5,16]. In the case of overgrowth, LAB produce metabolites 

such as ethanol and acetic acid, with consequent off-odors, slime, gas formation, and meat 
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discoloration—all typical alterations observable under vacuum packaging [14]. According to 

several studies [1718,19,20], the level of LAB contamination, specially Carnobacterium, increased 

over a 20-day storage period under refrigeration. Storage temperatures exceeding 5 °C were 

correlated with increasing levels of contamination by Enterobacteriaceae (such 

as Pseudomonas and Aeromonas) [20], clearly showing that storage temperature modified the 

meat bacterial populations in vacuum packed meat. 

The presence of pathogenic bacteria in fresh meat products is also a concern, as they are 

responsible for human foodborne infections [21]. The bacterial communities of meat products 

can contain pathogenic bacteria such as Salmonella spp. or Listeria monocytogenes, bacterial 

genus that may be present on fresh pork meat products at the end of processing 

[22,23,24]. Salmonella spp. and Listeria monocytogenes are able to thrive in food processing 

environments [23,25]. Vacuum packaging of pork meat has been found to reduce pathogen 

survival. For example, Djordjević et al. [26] observed that Salmonella spp. counts decreased by a 

reduction of 1.5 log CFU/g during storage under vacuum packaging at refrigerated temperatures. 

However, it has been reported that L. monocytogenes, a psychrotrophic bacterium, was able to 

grow in vacuum packaged products, especially in ready-to-eat meat [27,28]. 

Current knowledge on the microbial populations that develop during storage under different 

vacuum packaging conditions were mainly generated using culture-dependent methods 

[15,17,29,30,31]. These methods were not able to describe the entire composition of the 

microbial community. Modern molecular techniques, such as 16S rRNA amplicon sequencing, 

allow for a deeper characterization of the microbiota using a single analysis and are especially 

useful for characterizing the presence of bacteria for which culture is not suitable [32]. A few 

studies used molecular techniques to describe major bacterial populations on fresh pork and the 

changes that occurred under vacuum packaging conditions throughout a meat processing facility 

[12,13,15,31,33,34]. Among them, Zhao et al. [15] described the changes in vacuum-packed pork 

microbiota stored at 0 °C during 21 days. The authors observed that microbiota was more diverse 

during the first seven days of storage, dominated by the Microcaccaceae (27%) 

and Flavobacterieaceae (33%) families, while at the end of storage, the diversity decreased and 

was dominated by Lactobacillaceae (70%), Enterobacteraceae (7%), and Carnobacterium (4%). 

https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B14-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B17-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B18-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B19-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B20-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B20-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B21-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B22-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B23-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B24-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B23-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B25-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B26-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B27-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B28-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B15-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B17-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B29-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B30-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B31-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B32-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B12-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B13-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B15-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B31-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B33-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B34-foods-12-01695
https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B15-foods-12-01695


204 
 

Moreover, using sequencing methods, few studies observed that the increase in refrigerated 

temperature storage influenced the microbiota of vacuum-packed pork meat. For example, 

Bassey et al. [35] observed that Rhodococcus and Bacillus dominated in vacuum-packed meat 

stored at 25 °C, at the beginning and at the end of their experiment (20 days), respectively. 

However, these studies evaluated the impact of a temperature storage conditions in the whole 

period of sampling. To our knowledge, no studies described the effect of temperature 

fluctuations (temporary temperature deviation) on the microbiota of vacuum-packed pork. To 

our knowledge, no research has described the microbiota evolution of vacuum-packed pork 

products over a period of several weeks under super chilling conditions that mimic overseas 

exportation, as well as the impact of early or late temperature deviation on the meat microbiota. 

Moreover, little is known about microbiota variation between pork meat products originating 

from different pig batches processed in the same facility during overseas shipping. 

The objective of this study was to characterize the impact of temperature deviations on the 

microbiota of vacuum-packed pork loins according to different production batches. To do so, 16S 

rRNA amplicon sequencing was used, as well as culture-dependent detection of Salmonella spp. 

and L. monocytogenes. In this study, we investigated the possibility that components of the 

microbiota of vacuum-packed pork loins can be useful indicators of temperature deviations in an 

assay reproducing possible conditions encountered during the overseas transport of fresh 

vacuum-packed pork loins. 
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Materials and methods 

Sampling 

Fresh vacuum-packed pork loins intended to be sent overseas were collected at a swine 

slaughterhouse in the province of Quebec, Canada. Vacuum-packed pork loins were stored in 

commercial refrigerated trailers in the slaughterhouse vicinity. Trailers were kept at −1,5 °C for 

56 days, a period representing the maximum time needed for fresh products to arrive and be 

purchased overseas. A batch of vacuum-packed pork loins was defined as products originating 

from animals slaughtered at the same time, i.e., during the same morning over 4 consecutive 

hours of processing activities. Whole packed loins were produced on Mondays or on Fridays. For 

the Monday samples, carcasses were cooled down for 24 h to reach a final temperature around 

0 °C before packaging, while those produced on the Fridays had a 48 h cooling time. At each 

sampling time point, 4 batches of loins cooled for 24 h (referred to in this study as Tuesday loins) 

or 48 h (referred to in this study as Monday loins) before packaging were sampled. The loins were 

subjected to different storage temperature deviations, mimicking the defect in temperature 

regulation regularly encountered in the industry: (A) no deviation (control, −1,5 °C) for 56 days, 

(B) a temperature increase of 2 °C for 2 days at day 15, (C) a temperature increase of 2 °C for 2 

days at day 29, (D) a temperature increase of 10 °C for 6 h at day 15, and (E a temperature increase 

of 10 °C for 6 h at day 29. Whole unopened loins were sampled at day 1 (after packaging), at day 

21 (representing the time when samples would be loaded onto a boat), or at day 56 (representing 

the maximum period needed for the client to receive the loins overseas) (Figure 1).When 

temperature deviations were performed, vacuum-packed loins were moved to different trailers 

at the desired temperature. Temperatures were monitored using a probe located in the middle 

of each storage trailer, and data were collected by computer for each batch and each condition. 

For each batch (n = 8), six vacuum-packed pork loins at each sampling point (n = 9) were used, for 

a total of 432 vacuum-packed pork loins sampled in this study. For each sample, a vacuum-packed 

pork loin was opened, and a single sample consisting of a fine slice of 10 g was sterilely taken from 

the surface of the loin before being transferred directly into a sterile tube that was sent on ice to 

the laboratory for bacteriological analysis. A second sample of 10 g was also collected in the same 

way and was stored directly in liquid nitrogen at the slaughterhouse before being kept at −80 °C 
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at the laboratory until DNA extractions were performed. The sampling area for each loin was 

randomly selected, apart from the area near the opening, which was never sampled. 

 

Detection of Listeria monocytogenes and Salmonella spp. 

Sample preparation 

For L. monocytogenes, five grams of meat were transferred into a sterile filter bag (Fisher) 

containing 45 mL of UVM1 modified broth (Biokar diagnostics, Allonne, France). Samples were 

mixed for 1 min in a stomacher Smasher™ AESAP1064 (bioMérieux, St. Louis, MO, USA) and 

thereafter incubated at 30 °C for 48 h. After incubation, 3 mL were transferred into a 15 mL tube 

containing 1 mL of glycerol, and the tubes were stored at −20 °C. For Salmonella spp., 5 g were 

transferred into a sterile filter bag containing 45 mL of buffered-peptone water (ThermoFisher 

Scientific, Ottawa, ON, Canada). After mixing for 1 min using a stomacher, samples were 

incubated at 37 °C for 24 h. After incubation, 3 mL were transferred into a 15 mL conical tube 

containing 1 mL of glycerol, and samples were stored at −20 °C until analysis. 

 

Detection  

The detection of Listeria monocytogenes was performed as previously described by our group 

[3636]. Briefly, thawed samples were enriched in Fraser broth (Biokar diagnostic) (24 h, 37 °C) 

and plated onto the selective chromogenic RAPID’L.Mono (Bio-Rad Laboratories Inc., Montreal, 

QC, Canada) agar medium. Samples were incubated for 24 h at 37 °C. The presumptive 

identification of L. monocytogenes was performed by the rhamnose fermentation test in Purple 

Broth Base (HiMedia Laboratories, Mumbai, India) and identification was performed by a 

multiplex serogrouping PCR [37]. The detection of Salmonella spp. was based on the methods 

used in previous studies [38,39]. Briefly, thawed samples were cultured on Modified Semi-Solid 

Rappaport-Vassiliadis Agar (MSRV) (Biokar diagnostic) as a selective enrichment step and two 

selective media: Brilliant Green Sulfa (BD Difco, Franklin Lakes, NJ, USA) agar and Xylose-Lysine-

Desoxycholate (Biokar diagnostic) agar. The presumptive identification of two typical colonies 

from each culture medium was achieved using triple sugar iron agar slants (BD Difco) and urea 

agar slants (Statens Serum Institut, Copenhagen, Denmark). 
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16S rRNA gene amplicon sequencing  

Sample preparation  

Ten grams of meat were thawed at room temperature (for less than one hour) before being 

transferred into a sterile filter bag containing 40 mL of buffer (EDTA, 1 mM; Tris-Hcl, 10 mM; NaCl, 

8.5 g) and mixed with a stomacher for 1 min. After that, 40 mL of the filtrate was centrifuged for 

20 min at 5000 rpm at 4 °C (Sorvall legend X1R centrifuge, Thermo Scientific R, Agawam, MA, 

USA). The pellet was used for DNA extraction. For control samples (stable temperature) collected 

on day 1 and 56, DNA extraction was performed individually on the six loins of each batch, 

accounting for a total of 96 samples. The aim was to compare the microbiota among the eight 

different batches at the start and the end of the study. For the other conditions, 10 g of meat 

from 3 samples from the same batch were pooled to reduce analysis numbers. 

 

DNA extraction, PCR amplification and sequencing 

DNA was extracted using the HostZEROTM Microbial DNA Kit from Zymo Research, following the 

manufacturer’s instructions. This kit was developed to reduce the amount of contaminating host 

DNA and therefore enrich bacterial DNA in our samples. DNA quality and concentration were 

measured using a NanoDrop ND-1000 Spectrophotometer (ThermoFisher Scientific) and the 

Qubit 3.0 High Sensitivity broad range assay (Fisher Scientific, Ottawa, ON, Canada) on a DeNovix 

(Wilmington, DE, USA) fluorometer. A 291 pb fragment of the V4 region of the 16S rRNA gene 

was amplified by PCR using universal primers 515F_III (5ʹ-

ACACTGACGAACTGGTTCTACAAGTGCAGCMGCCGCGGTAA-3ʹ) and 806R_III (5ʹ-

TACGGTAGCAGAGACTTGGTCTGGACTACHUGGGTWTCTAAT-3ʹ) (Invitrogen, Thermo Fisher 

Scientific, Waltham, MA, USA). A 30 μL PCR reaction assessment was performed using the 

Platinum SuperFi PCR Master Mix (Invitrogen, Burlington, ON, Canada), as previously described 

[39]. The PCR program consisted of an initial denaturation at 95 °C for 5 min, followed by 25 cycles 

of amplification that included a denaturation step at 95 °C for 30 s, an annealing step at 55 °C for 

30 s, an elongation step at 72 °C for 60 s, and a final elongation step of 10 min at 72 °C in a 

Mastercycler®Nexus PCR (Eppendorf AG, Hamburg, Germany).  

https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B39-foods-12-01695


208 
 

Negative control of the DNA extraction (H20), as well as a PCR negative (H20) and positive 

control (ZymoBIOMICS Microbial Community DNA Standard, Zymo Research, Irvine, CA, USA) was 

included. The PCR positive control contained DNA from eight known bacterial genus with different 

16S rRNA gene abundance (18.4% Lactobacillus, 17.4% Bacillus, 15.5% Staphylococcus, 

14.1% Listeria, 10.4% Salmonella, 10.1% Escherichia, 9.9% Enterococcus, and 

4.2% Pseudomonas). PCR amplification from samples and positive controls, as well as the absence 

of amplification from the negative controls, were confirmed by electrophoresis on a 1.5% agarose 

gel. The purification, barcoding, and sequencing were performed on an Illumina MiSeq 250 

paired-end sequencing at Genome Québec Innovation Centre, Montréal, QC, Canada. 

 

Sequencing data processing  

The cleaning and the analyzing of the sequences were completed using Mothur [40] version 1.43 

following the MiSeq standard operational procedure (https://mothur.org/wiki/miseq_sop/, 

accessed on 31 July 2021), as previously described [39]. Forward and reverse reads were merged 

into contigs for each sample. Sequences that contained ambiguities were removed, and identical 

sequence were merged. The unique sequences were aligned using the SILVA 132 reference 

database formatted for Mothur (https://www.mothur.org/wiki/Silva_reference_files, accessed 

on 31 July 2021). Sequences were pre-cluster using the Deblur algorithm and chimeras were 

removed using VSEARCH [41]. Sequences identified as other that bacteria were removed. The 

remaining sequences were clustered into operational taxonomic units (OTUs) using a unique 

method yielding a threshold of 100% sequence identity. In this study, the Amplicon Sequence 

Variant approach (ASV) was used for analysis. Final taxonomic grouping was assigned to these 

ASVs using the Ribosomal Database Project (RDP) trainset 16 database formatted for Mothur 

(https://www.mothur.org/wiki/RDP_reference_files, accessed on 31 July 2020). 

 

Sequencing and statistical analyses 

Alpha and beta diversity analyses were performed using RStudio (version 1.4.1103), according to 

the standard operating procedure (SOP) used in a previous study [39]. Data were first rarefied to 

the lowest number of sequences found in a sample to minimize the impact of uneven sequencing 
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depth. Alpha diversity indexes (Observed ASV, Shannon and Inverse Simpson) were calculated 

using the estimate_richness function from the R package “Phyloseq” [42], and the Kruskal–Wallis 

test was performed to compare the alpha diversity measures between conditions. Beta diversity 

was assessed using the Bray–Curtis and Jaccard distance metrics, based on the relative abundance 

and on the presence/absence at the genus level, respectively, and visualized using 2D non-metric 

multidimensional scaling (NMDS). Permutational analysis of molecule variance (PERMANOVA) 

were conducted using the ADONIS function from package “vegan” [43] for the analysis of the 

microbiota structure and assessed statistical variations between the different conditions. Alpha 

and beta diversity analysis were performed to investigate the following differences: between 

different time points; between batches at day 1 and day 56; and between each group at day 1, 

21, and 56. Alpha and beta diversity analysis were also conducted to compare samples based on 

the production day (Monday vs. Tuesday). 

 

Results 

Pathogen detection  

No sample was found positive for L. monocytogenes. Three samples out of the 432 tested were 

positive for the presence of Salmonella spp.: one loin surface sampled from batch #3 and two 

samples recovered from batch #4, all from the control samples (no temperature deviation) at day 

1. 

Sequencing data 

A total of 18,647,640 sequences were generated from the analysis of the samples collected. After 

cleaning and processing all the reads—a total of 12,277,943 sequences—were retained and were 

assigned to 27 phyla, 69 classes, 129 orders, 279 families, and 821 genera. The lowest number of 

sequences found was 10,176. A mean of 59,153 sequences was obtained per sample, and a total 

of 18,961 ASV was detected. The positive PCR control was composed of 18.1% Bacillus, 

14.7% Lactobacillus, 14.6% Staphylococcus, 12.8% Escherichia/Shigella, 12% Salmonella, 

12.3% Listeria, 9.5% Pseudomonas, and 6% Enterococcus, a composition close to the 

manufacturer product description. A total of 64 and 100 sequences were obtained for the 

negative controls of the DNA extraction and the PCR steps, respectively. 

https://www.mdpi.com/2304-8158/12/8/1695#B42-foods-12-01695
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Evolution of the microbiota of the control vacuum-packed loins  

Bacterial composition 

The surface microbiota of control loins (no temperature deviation) evolved in time (Figure 2). At 

day 1, the vacuum-packed pork loin surface microbiota was dominated by 

the Escherichia/Shigella (58%) genus, followed by Pseudomonas (14%) and Paracoccus (5%). At 

day 21, there was a clear shift in the surface microbiota, moving from a dominance 

of Escherichia/Shigella to the Lactobacillales_unclassified, which represented over 80% of the 

microbiota composition. Carnobacterium (12%) and Bacillaceae_unclassified (8%) genera were 

also present at day 21. At day 56, 

mainly Lactobacillales_unclassified (75%), Carnobacterium (16%), and Brochothrix (4%) genera 

formed the surface microbiota of the analyzed loins. Since the Lactobacillales_unclassified was 

composed of a single ASV, the sequence was analyzed with the online Basic Local Alignment 

Search Tool (BLAST) in an attempt to refine this ASV taxonomy. Lactobacillales_unclassified ASV 

was identified as Lactobacillus spp. (query cover of 100%). Further inspection of the sequencing 

results revealed that this ASV sequence was present in samples at day 1, but in low relative 

abundance (3%). 

 

An ASV assigned to Yersinia, a potential foodborne pathogen, was also observed. This same ASV 

was found at day 1 and at day 56 and was identified as Yersinia enterocolitica (query cover of 

100%) using online BLAST. At day 1, 20.8% (10/48) of the control samples contained Yersinia ASV, 

with a mean relative abundance of 5.9%. At least one sample from each batch contained this ASV, 

except batch #1 and batch #2, from which it was not identified. At day 56, 37.5% (18/48) of the 

samples from the control group contained Yersinia ASV (with a mean relative abundance of 0.6%), 

while 45.3% (29/64) of the samples submitted to a temperature increase of 2 °C or 10 °C at day 

15 or 29 were positive (with a mean relative abundance of 2.3%). 
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Alpha and beta diversities 

The microbiota alpha and beta diversity of the control samples were compared between 

production days at each time point (Monday vs. Friday), and no significant differences could be 

observed (Kruskal–Wallis test p > 0.05). This factor was therefore not taken into consideration for 

downstream analyses. Alpha diversity analysis, which describes the bacterial richness and 

distribution within a sample, was used to compare the surface of vacuum pork loin microbiota for 

the control samples at days 1, 21, and 56 as shown in Figure 3. Significant differences were noted 

for the Observed, Shannon, and Inverse Simpson indices. Samples from day 1 showed alpha 

diversity indices significantly higher compared to the day 21 and day 56 samples. 

 

Bray–Curtis and Jaccard distance matrix results showed that the structure and membership of the 

bacterial community was significantly different (PERMANOVA p > 0.05) between the control 

samples (always at −1,5 °C) collected on days 1, 21, and 56. Overall, control samples at day 1 and 

56 clearly clustered into two different groups (Figure 4), while samples at day 21 were distributed 

in these two groups. Two-by-two comparisons revealed a significant difference in the microbiota 

structure between samples collected on day 1 and day 21, as well as between the day 1 and day 

56 samples. For samples collected on day 21, a group of samples was close to the results of day 

1; these samples were from batch numbers 1, 2, 3, 4, and 8. Another group of day 21 samples 

was grouped with day 56, and these samples were from batches 4, 5, 6, and 7 (Figure S1). 

 

Impact of production batch on the microbiota of control samples at day 1 

and day 56 

Alpha and beta diversity were first compared between control samples (constant temperature at 

−1,5 °C) collected on day 1 between the eight batches. No significant difference could be observed 

at day 1 for both alpha (Figure S2) and beta diversity (Figure S1). The same analysis was repeated 

at day 56. For both alpha and beta diversity, the results showed a significant difference between 

the 8 batches (Figures S1 and S2). Observed and Shannon index values were higher for batch 

number 1 and 2 compared to the six other batches. For beta diversity, two-by-two comparison 

between the eight batches revealed that samples from batch 1 were significantly different from 
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those collected from batches 6, 7, and 8, while samples from batch 2 were different from those 

analyzed for batches 3, 4, and 5 (Figure S2). The main bacterial genera observed at day 56 for 

samples from batches 1 and 2 were Carnobacterium and Brochothrix, respectively, while batches 

3, 4, 5, 6, 7, and 8 were dominated by the Lactobacillales_unclassified genus (Figure 5). 

 

Impact of temperature deviations on the vacuum-packed pork loin surface microbiota 

at day 56  

At day 56, the alpha and beta diversity analysis showed that the richness, structure, and 

membership of the bacterial community were similar (Kruskal–Wallis and PERMANOVA p > 0.05) 

between the control samples and samples that were subjected to a temperature increase of 2 °C 

or 10 °C, carried out at day 15 (Figure 6 and Figure 7).This same observation was made for the 

comparison between control samples and samples that were subjected to a temperature increase 

of 2 °C or 10 °C, carried out at day 29 (Figure 6 and Figure 7). The same observations were 

observed for samples collected on day 21.  

 

Discussion 

In this study, the surface microbiota of vacuum-packed pork loins was analyzed by high-

throughput sequencing and culture-dependent methods for pathogens detection in order to 

determine the evolution of the microbiota over a period of several weeks under refrigerated 

conditions and with an early or late transient temperature deviation. The objective of this study 

was to characterize the impact of temperature deviations on the microbiota of vacuum-packed 

pork loins according to different production batches. 

In the present study, the non-detection of L. monocytogenes can be explained by an absent 

or very low initial contamination and/or by the absence of growth during storage, for all 

conditions tested. In a previous study conducted in the same facility, it was observed that 

conveyors on which loins travel during processing were never contaminated by L. 

monocytogenes, while conveyors associated with Boston or shoulder meat pieces were 

contaminated by the pathogen [36]. As a comparison, Saraiva et al. [44] observed that L. 

monocytogenes survived better in refrigerated vacuum-packed meat compared to fresh air-
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packed products. Previous studies also reported a prevalence ranging from 15.9% to 33.3% for L. 

monocytogenes in fresh meat [45,46]. As for Salmonella spp., few positive samples were 

detected, and only at day 1. The absence of Salmonella spp. at day 56 reinforces previous work 

results that suggest a decrease in Salmonella spp. population on vacuum-packed pork meat with 

storage duration [26,47]. 

Microbiota analysis using high-throughput sequencing allowed us to reveal the presence of 

a Yersinia ASV that was further identified as Yersinia enterocolitica. It is known that pigs are a 

reservoir of pathogenic Y. enterocolitica, a bacterium responsible for human foodborne illnesses 

[48]. Moreover, Y. enterocolitica is naturally found in the intestinal content and tonsils [49] of 

pigs, and it is reported that evisceration or the removal of tonsils is a major source of 

contamination for carcasses during the slaughtering process [48]. The prevalence of Y. 

enterocolitica on pork carcasses reported in previous studies ranged from 2% to 39.7% 

[23,50,51,52]. In this study, we observed that the Yersinia genus was more frequently detected 

on samples collected on day 56 as compared to day 1. It is known that Y. enterocolitica can grow 

at refrigerated temperatures in vacuum-packed meat products [53].  

The microbial composition, diversity, and structure of the surface microbiota of vacuum-

packed pork loins were different between days 1 and 21 (when a shift from aerobic to anaerobic 

bacteria populations was observed) and between day 1 and day 56. These results are in line with 

those of other authors [15,54], who found that the bacterial community was more diverse at the 

beginning of storage and tended to decrease over time. As observed by Zhao et al. [15], it is 

important to notice that the decrease in the diversity of pork vacuum-packed microbiota during 

storage is not to be interpreted as a decrease of bacterial contamination, as the bacterial count 

continued to increase. 

At day 1, Escherichia/Shigella genera was the most abundant bacterial population for each 

batch, followed by Pseudomonas. Escherichia/Shigella (Enterobacteriaceae family) are coliform 

bacteria considered indictors of fecal contamination. Their presence usually suggests insufficient 

sanitary conditions or possible cross-contamination events before the packaging and storage 

stages [55]. Moreover, we observed that the relative abundance of Escherichia/Shigella was 

greater than Pseudomonas, while Pseudomonas was the most abundant genus found in fresh 
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meat or at the beginning of the packaging step and is a major spoilage microorganism of fresh 

meats associated with environmental contamination [5,18]. 

On sampling days 21 and 56, Lactobacillales_unclassified genus was the main constituent of 

the vacuum-packed pork loin surface microbiota stored at −1,5 °C. The order of Lactobacillales 

includes families that are part of the LAB. In addition to LAB, Brochothrix 

thermosphacta and Carnobacterium were also reported as the major component of the 

microbiota in chilled vacuum-packed pork under extended storage (for up to 21 days) [15,31,33]. 

In the current study, it is important to note that when the vacuum-packed pork loins were 

opened, no off-odor, discoloration of the meat, or packaging default were observed in any pork 

loin sampled, suggesting that the level of contamination from LAB was below spoiling levels. 

In the current study, no differences were recorded for the surface microbiota of pork loins 

at the first day of the vacuum packaging between batches. Meat processing steps, until packaging, 

may have standardized the surface carcass microbiota of pigs, as observed in a previous study 

conducted in the same slaughterhouse [39].However, in the current study, the microbiota 

diversity had evolved in these same batches of pigs at day 56. The diversity and structure of the 

microbiota of two batches were significantly different compared to the six other batches, 

with Carnobacterium being predominate in batch #1 and #2. Other studies [20,56]have reported 

the dominance of Carnobacterium spp. at the end of a long storage period (at −0.5 °C for 3 

months) in vacuum-packaged meat products. In the present study, the microbiota difference 

observed between batches at day 56 was not anticipated, as all vacuum-packed pork loins had 

been stored in the same conditions, and no difference between batches could be observed at the 

start of the study. During the 56-day storage at −1,5 °C, bacteria may not have grown uniformly 

between batches due to a combination of factors, such as concentration of nutriments (glucose 

vs. amino acid), the presence of low molecular weight compounds in meat exudates, pH, 

packaging atmosphere composition, and environmental production factors (temperature, 

humidity) [57,58]. Moreover, in the present study, the differences in meat quality and aging might 

also be responsible for the differences observed between the batches at day 56. Faucitano et al. 

[59] observed that bacterial counts of total aerobic mesophilic and LAB on fresh vacuum-packed 

pork loins were similar at the beginning of storage, but evolved differently after 35 days, 
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according to different meat quality classes. For example, it was reported that dark, firm, dry meat 

presented higher pH and was the meat quality class most susceptible to spoilage. Another 

possibility is that the initial bacterial loads may have been different between batches at day 1, 

although these might have been too slight to be observed by sequencing. These small, undetected 

differences might have been amplified over the 56 days of storage. The unknown total bacterial 

load on sampling day 1 is a limiting factor of our study. Complementary data of bacterial 

enumeration of mesophilic aerobic bacteria, total coliform, Escherichia coli, and anaerobic lactic 

bacteria was given by the slaughterhouse for other loin samples taken at day 56. We observed 

that different samples within a same batch showed differences between LAB bacterial counts 

ranging from 104 to 107 log UFC/g. This suggests the hypothesis that diversity differences 

observed at day 56 between the batches might be due to different bacterial loads. Indeed, Zhao 

et al. [12] observed that the diversity of spoiled (with bacterial concentration of bacteria aerobic 

total > 6 log10 CFU/g) pork meat was significantly lower than fresh (not spoiled) meat stored at 

−2 °C or 4 °C.  

The increase in storage temperature (increase of 2 °C for 2 days and increase of 10 °C for 6 

h) at day 15 or day 29, which simulated a defect in temperature regulation, had no recordable 

influence on the microbiota composition and diversity of vacuum-packed pork loins. On fresh 

pork meat not under vacuum packaging, Zhao et al. [12] observed that the diversity of spoiled 

pork meat stored at 10 °C during 72 h was significantly higher than that of fresh pork. In vacuum-

packed beef meat, Yang et al. [60] observed that the microbiota was dominated 

by Carnobacterium during 150 days of storage at 4 °C, 2 °C and −1 °C, but only a positive 

association between Carnobacterium and meat stored at 2 °C and −1 °C was found. 

Moreover, Lactobacillus was predominant at the end of storage at 2 °C, as well as at −1 °C, while 

the abundance of Lactococcus increased with storage time at 4 °C. In our study, the absence of 

an impact of the different temperature deviations on the microbiota could be explained by the 

fact that the increase in the temperature was not high and/or not long enough to have a 

significant effect on the meat microbiota. Another possibility is that there was a transient 

modification of the microbiota that was not covered by the used sampling time points (day 21 
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and 56). During 56 days of storage, specific members of the microbiota of vacuum-packed pork 

loins could not be used as biomarkers of temperature deviations. 

  

Conclusions 

The present results are specific to this study, which was conducted in a single slaughterhouse on 

one specific pork product. To our knowledge, this is the first time that a study has described the 

overall microbiota of vacuum-packed pork loins according to different temperature deviations 

and production batches in a design corresponding to the transport of fresh meat products 

overseas. Results showed that the surface microbiota of pork loins at the first day of the vacuum 

packaging appear similar between batches but had differently evolved between by the end of 

storage. Our results showed that a slight deviation in temperature, followed by a return to 

normal, was not sufficient to affect the final bacterial composition and diversity of vacuum-

packed pork loins. This study showed that high throughput sequencing is a useful tool that may 

identify unsuspected problems in a slaughterhouse, such as differences between batches after 

storage or the presence of unexpected pathogens such as Yersinia. 
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Figure 1. –  Sampling of six vacuum-packed pork loins for each condition per batch : control 

(stable temperature) sampled at day 1, day 21, and day 56; a temperature increase 

of 2 °C for 2 days at day 15, sampled at day 21 and day 56; a temperature increase of 

2 °C for 2 days at day 29, sampled at day 56; a temperature increase of 10 °C for 6 h 

at day 15, sampled at day 21 and day 56; a temperature increase of 10 °C for 6 h at 

day 29, sampled at day 56. This sampling was repeated for the 8 batches. 
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Figure 2. –  Relative abundance of the major bacterial genera identified from the vacuum-

packed pork loin surface microbiota at day 1, 21, and 56. Only bacterial genera 

representing at least 2% of the total reads are shown. 
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Figure 3. –  Alpha diversity measures among the control samples at day 1, 21, and 56 using 

Observed, Shannon, and Inverse Simpson indices. 
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Figure 4. –  Non-metric multidimensional scaling plot (NMDS) illustrating beta diversity, 

calculated with the Bray–Curtis index according to the day of sampling (D1, D21, 

D56). Significant differences were found in the vacuum-packed surface microbiota 

between day 1 and 21, as well as day 1 and 56. No significant difference between day 

21 and 56 was seen. 
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Figure 5. –  Relative abundance of the major bacterial genera identified on the vacuum-

packed pork loin surface microbiota at day 56 for each batch. Only the bacterial 

genera representing at least 2% of the total reads are shown. 
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Figure 6. –  Alpha diversity measures among the control samples and samples that were 

subjected to a temperature increase of 2 °C or 10 °C, carried out at day 15 and 29 

and sampled at day 56. 
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Figure 7. –  Non-metric multidimensional scaling plot (NMDS) illustrating microbiota beta 

diversity, calculated with the Bray–Curtis index, comparing control samples to 

samples that were subjected to a temperature increase of 2 °C or 10 °C, carried out 

at day 15 and 29, and sampled at day 56. 
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Figure 1. –  (Supplementary) Non-metric multidimensional scaling plot (NMDS) illustrating 

microbiota beta diversity, calculated with the Bray-Curtis, according to batch and day 

of sampling. 
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Figure 2. –  (Supplementary) Alpha diversity measures among the control samples at day 1 

and 56 for the 8 batches of the surface of vacuum pork loin sampled using Observed, 

Shannon, and Inverse Simpson indices. 
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Chapitre 7 – Discussion générale 

Les principaux objectifs de ce travail étaient de décrire la variabilité du microbiote de surface de 

carcasses et/ou des produits de viande de porc emballés sous vide en fonction de la provenance 

des animaux, des étapes du procédé d’abattage, des conditions d’entreposage, en plus de décrire 

la variation de ce microbiote dans le temps.  

7.1 Choix de la méthodologie 

Très peu d’études ont abordé la caractérisation du microbiote de surface des carcasses et des 

viandes de porc par des méthodes de séquençage à haut débit. Ainsi, dans un premier temps, il a 

été nécessaire de réaliser des mises au point pour déterminer quelles étaient les méthodologies 

liées à l’extraction d’ADN et aux analyses bio-informatiques qui étaient optimales.  

 

Contrairement à des échantillons de matières fécales dont la composition est caractérisée par de 

nombreuses études [235,238,242,246,259], les échantillons provenant de surface de carcasses 

ou de viandes ne contiennent qu’une petite quantité d’ADN et ce microbiote est peu caractérisé. 

C’est pourquoi dans les deux premiers objectifs, la quasi-totalité de la surface des carcasses a été 

échantillonnée pour récupérer un maximum d’ADN bactérien, soit une surface de 600 cm² pour 

chaque partie (haute : jambon et basse : cou). Dans cette thèse, la concentration d’ADN bactérien 

retrouvée sur la surface des portions de carcasses échantillonnées n’excédait pas 10 ng/μL.  

 

Dans les échantillons de viandes emballées sous vide, le nombre de bactéries attendu à la fin de 

l’entreposage était encore plus restreint que sur les carcasses en raison du retrait de l’oxygène 

qui inhibe la croissance de toutes les bactéries aérobies [4]. C’est pourquoi une méthode 

d’échantillonnage destructive (prélèvement d’un morceau de viande) suivie d’une extraction 

d’ADN à l’aide d’un Kit commercial, le HostZEROTM Microbial DNA Kit de la compagnie Zymo 

Research, ont été employées. Ce kit a été utilisé car il permet de réduire la quantité d'ADN de 

l'hôte en lysant sélectivement les cellules eucaryotes et en dégradant cet ADN avant la 
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purification de l’ADN bactérien. Ce kit a permis d’extraire une plus grande quantité d’ADN, celle-

ci approchant les 20 ng/μL. Une PCR quantitative ciblant la région V4 de l’ARNr 16S a permis 

d’obtenir le nombre de copies de gènes. La méthode d’extraction d’ADN par le kit a permis de 

mesurer une moyenne de 8,2 x 104 copies de gènes (16S) pour 10 échantillons de surface de 

longes (préalablement échantillonnés à l’abattoir dans le but de mettre en place la méthode 

d’extraction de l’ADN), alors que la méthode d’extraction utilisant le phénol/chloroforme pour la 

purification a permis d’en mesurer seulement une moyenne de 4 x103 copies de gènes. 

 

Concernant les analyses bio-informatiques, les pipelines sont en constant développement et donc 

évoluent. Aujourd’hui, les pipelines les plus utilisés sont Mothur et QIIME2 avec l’implantation de 

DADA2. Dans cette thèse, le choix de logiciels bio-informatiques s’est orienté vers Mothur, car il 

a été démontré que l’algorithme de nettoyage de DADA2 développé dans QIIME2 supprimait 

beaucoup de séquences et apparait trop restrictif dans les paramètres de filtrage et de nettoyage 

de ces séquences [210,213], pouvant ainsi contribuer à la suppression de séquences rares, mais 

réellement présentes dans notre contexte de contamination bactérienne limitée.  

 

Par exemple, le fait que l’algorithme de DADA2 supprime les séquences qui ne contiennent qu’un 

seul nucléotide ambigu, mais aussi celles qui ne sont retrouvées qu’une seule fois dans les 

échantillons (singletons) basé sur la justification qu’il n’est pas possible pour le logiciel de 

distinguer si la présence d’une seule lecture est réellement associée à une séquence ou plutôt le 

résultat d’une erreur de séquençage, ou encore sur la base d’un faible nombre de séquences, 

peut amener à la perte de certaines espèces rares dans l’analyse [210]. Basée sur des 

communautés fictives, l’étude comparative de ces deux pipelines a démontré que le filtrage des 

lectures par DADA2 pouvait introduire des biais en supprimant des séquences assignées à L. 

gasseri, S. agalactiae et S. pneumoniae, car la région V4 du gène de l’ARNr 16S contient des motifs 

tels que des triplets de base « GGC » qui sont considérés comme des erreurs de lecture par 

DADA2 [213]. De plus, dans cette même étude citée précédemment, bien que DADA2 ait montré 

une meilleure sensibilité et ait été en mesure de différencier les séquences contenant 

uniquement une base de différence, les résultats démontraient que lorsque deux séquences d’un 
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même genre bactérien étaient présentes avec un ratio de 13 :1, la séquence de l’ASV en faible 

abondance n’était pas identifiée [213].  

 

Il a été observé que la capacité à obtenir le nombre correct d’OTUs à partir du séquençage de 

données fictives était démontrée uniquement lorsque les séquences rares étaient supprimées en 

utilisant l’algorithme de QIIME [260]. A l’opposé, Schloss et al. en 2020 ont observé l’impact de la 

suppression des séquences rares (apparues dix fois ou moins dans chaque échantillon) dans un 

ensemble de 12 jeux de données publiés et qui utilisaient la plateforme Illumina MiSeq pour 

séquencer la région V4 de l’ARNr 16S d’une variété d’environnements, exercice beaucoup plus 

complexe que celui n’impliquant qu’une communauté bactérienne simple [261]. Les auteurs ont 

démontré que la richesse bactérienne était considérablement réduite (jusqu’à 95 % pour des 

échantillons provenant de sols) et que la structure du microbiote était modifiée lorsque les 

analyses étaient effectuées avec Mothur. Prodan et al. ont observé que le pipeline DADA2, 

lorsque comparé à Mothur, pour sa formation d’OTU à 97 % de similitude de séquences, 

présentait une meilleure spécificité [213]. Toutefois, les résultats obtenus ont montré que le 

nombre d’ASV et d’OTU exacts était respectivement de 99,88 % et 99,83 %, suggérant que Mothur 

et DADA2 possèdent une spécificité similaire au niveau du genre. De plus, dans cette même étude, 

il a été observé que le pipeline DADA2 produisait autant de « faux » ASV que les analyses 

effectuées par Mothur par regroupement à l’OTU (0,12 % et 0,17 %, respectivement) [213].  

 

Alors, la principale faiblesse des approches basées sur l’OTU est la surestimation de la richesse 

bactérienne [213]. Au contraire, dans une étude portant sur le microbiote de litière de feuilles 

d’arbres correspondant à un environnement pauvre en terme de diversité bactérienne, il a été 

démontré qu’il n’y avait pas d’effet des pipelines choisis sur la richesse du microbiote, basé sur 

l’ASV par rapport à l’OTU [262]. Ainsi, pour des échantillons dont la caractérisation du microbiote 

par des techniques de séquençage à haut débit a été très peu réalisée comme ce qui est le cas 

des échantillons de la présente étude, l’utilisation de l’approche par DADA2 pour effectuer les 

analyses bio-informatiques ne semble pas optimale. Ainsi, pour caractériser le microbiote de 

surface de carcasses et de viande sans grande perte de la diversité, les analyses bio-informatiques 
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ont donc été réalisées à l’aide de Mothur. Une future comparaison des analyses du microbiote de 

surface des carcasses de porcs, ainsi que celui des longes de porcs, réalisées par Mothur et DADA2 

permettrait de conclure sur l’impact du choix du pipeline pour ce type d’échantillons.  

 

Dans cette thèse, les paramètres par défaut de la procédure normalisée (SOP) de Mothur ont été 

utilisés, à l’exception de l’étape de clustering et du pré-cluster. La méthode de clustering par OTU 

et le regroupement des séquences à plus de 97 % de similitude est la plus utilisée dans les analyses 

de séquençage de l’ARN 16S [210]. Dans la littérature, l’utilisation du seuil de 97 % d’identité pour 

regrouper les espèces dans une même OTU, introduite en 1994, a été remise en cause [211]. En 

2018, Edgar et al. ont estimé que le seuil d’identité standard, soit 97 %, était trop bas et que le 

seuil optimal pour le séquençage de la région V4 était de 100 % [211].  

 

Dans cette thèse, lors du premier échantillonnage où des surfaces des carcasses de porcs 

provenant de six différents lots ont été récoltés avant le refroidissement, la comparaison de la 

communauté bactérienne sur un ensemble d’échantillons (contrôle négatif, communauté fictive 

connue et 10 échantillons choisis aléatoirement) a été réalisée entre la méthode de 

regroupement des séquences à 97 % (OTU) et à 100 % (méthode unique). Nous avons observé 

que le nombre d’OTU et d’ASV étaient identiques, et qu’il n’y avait pas de différence dans 

l’abondance et l’assignation taxonomique. Nous sommes conscients que le regroupement de 

séquence à 97 % peut amener à une perte de la diversité [213]. Dans notre cas, sachant que le 

microbiote des carcasses de porc a très peu été caractérisé par des méthodes de séquençage de 

l’ARNr 16S, l’approche choisie était de considérer chaque séquence comme une espèce, avec un 

seuil de 100 % de similitude. Il est important de noter qu’un ASV n’est pas équivalent à une OTU 

avec un seuil de 100 % d’identité [207]. Toutefois, Chiarelllo et al. ont démontré qu’après une 

raréfaction des OTUs regroupées avec un seuil de 99 % d’identité, la corrélation entre les 

estimations de richesse basées sur l’ASV (DADA2) et l’OTU (Mothur) était augmentée, et que la 

richesse bactérienne obtenue en se basant sur les OTUs était alors comparable avec celle 

considérant les ASV [216]. 
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Dans notre cas, le choix du pré-regroupement (pre-cluster en anglais) dans l’étape de nettoyage 

des lectures a eu un impact sur le nombre d’ASV obtenu et sur l’assignation taxonomique. En 

utilisant un seuil de 100 % pour le regroupement des séquences, le choix de la méthode de pré-

regroupement « deblur » implantée dans Mothur a réduit de 10 % le nombre d’ASV obtenus, mais 

a permis une meilleure assignation taxonomique lorsque comparée à la méthode par défaut 

présentée dans la revue de littérature. Par exemple, le genre Staphylococcaceae_unclassified 

avec la méthode par défaut a été assigné à Salinicoccus avec deblur. De plus, les séquences 

assignées au genre Bacteria_unclassified n’étaient plus présentes lorsque la méthode deblur était 

utilisée. La comparaison entre les abondances des mêmes genres présents entre les deux choix 

de méthode a montré qu’il n’y avait pas de différence. 

 

Dans le cadre de cette thèse, avant de réaliser les tests pour le choix de la méthode du pré-

regroupement, le choix de la base de données de référence pour l’assignation taxonomique s’est 

porté vers RDP, selon les bases de données disponibles lors du commencement des travaux. Dans 

notre cas, en comparaison avec la base de données SILVA 132, l’analyse de nos données a 

démontré que l’alignement de séquences avec RDP permettait un niveau de précision 

taxonomique plus élevé. Par exemple, lors des premières analyses bio-informatiques réalisées sur 

les échantillons de surface de carcasses de porc ainsi que sur des échantillons de communautés 

bactériennes communautés fictives connues (contenant Lactobacillus, Bacillus, Staphylococcus, 

Listeria, Salmonella, Escherichia, Enterococcus, et Pseudomonas), la séquence correspondant à 

Escherichia/Shigella était assignée aux Enterobacteriacea avec l’utilisation de SILVA, amenant 

ainsi aux choix d’exclure l’utilisation de la base de données SILVA dans cette étude. Confirmant 

nos observations, l’étude de Trudeau et al. a observé que ces deux bases de données semblaient 

complémentaires, mais que l’assignation taxonomique avec RDP permettait d’identifier des 

séquences qui restaient inconnues avec SILVA [263].  

 

Au cours de cette thèse, une nouvelle version de SILVA (138) a été formatée pour être utilisée 

dans Mothur. Dans notre cas, pour la communauté artificielle connue et séquencée, cette 

nouvelle version de SILVA assignait les genres Salmonella et Enteroccocus en tant 
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qu’Enterobacteriacea_unclassified et Enterococcaceae_unclassified, respectivement, confirmant 

notre choix d’utiliser la base de données RDP pour les analyses. Conformément à nos 

observations, l’étude de Hung et al. a démontré qu’en utilisant l’algorithme de Mothur, la 

précision au niveau de la famille et du genre lors de l’assignation taxonomique était de 97,96 % 

et 93,18 %, respectivement, avec SILVA (version 138), contre 100 % et 99,68 % avec RDP lors du 

séquençage du gène codant pour l’ARNr 16S [264]. 

7.2 La contamination bactérienne et le microbiote des surfaces des 

carcasses de porc 

Le premier objectif était de déterminer si la contamination microbienne et le microbiote variaient 

et pouvait être associé à la ferme d’origine des animaux même après l’abattage et l’habillage des 

carcasses. Le premier échantillonnage a permis de récolter 26 échantillons de surfaces de 

carcasses de porc (prélevés en haut et en bas de la carcasse), provenant de six fermes différentes 

(lots), sur une même journée d’abattage avant l’étape de refroidissement, dans un abattoir porcin 

dans la province de Québec au Canada.  

 

Par des analyses de microbiologie classique, il a été démontré que la concentration des bactéries 

aérobies mésophiles totales était significativement plus élevée dans la partie basse (5,3 

log UFC/600 cm²) des carcasses, que dans la partie haute (4,6 log UFC/600 cm²). Cette 

concentration bactérienne n’était pas significativement différente entre les échantillons des 

hauts de carcasses pour les 6 lots de porcs, ainsi qu’entre les échantillons des bas de carcasses 

pour ces mêmes 6 lots. À notre connaissance, aucune étude n’a investigué l’effet de la 

provenance des animaux sur la charge des différents indicateurs bactériens retrouvés à la surface 

des carcasses. Dans cette étude, la concentration bactérienne moyenne des bactéries lactiques 

s’élevait à 3,5 log retrouvé dans 96 % des échantillons de la partie basse des carcasses et 

Pseudomonas n’a été détecté dans aucun des échantillons. Comme mentionné lors de la 

recension de la littérature, Pseudomonas spp. est principalement responsable de l’altération des 

viandes fraîches entreposées à 4°C sous aérobiose, tandis que les bactéries lactiques 
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anaérobiques sont celles qui sont les plus impliquées dans l’altération des viandes emballées sous 

vide [4]. Ainsi, le dénombrement seul des bactéries aérobies mésophiles totales comme méthode 

d’analyse pour définir les critères d’hygiène des procédés pour les carcasses de porc avant l’étape 

de refroidissement n’est pas suffisant et ne représente donc qu’une estimation de la charge 

globale des bactéries retrouvées à la surface des carcasses dans cet établissement. 

 

L’analyse du microbiote a permis de caractériser pour la première fois le microbiote de ces 

surfaces de carcasses dans un abattoir porcin au Canada. Dans cet objectif, il a été démontré, 

grâce aux analyses bio-informatiques, que le microbiote de surface de carcasses était constitué à 

90 % de bactéries qui sont généralement retrouvées dans le microbiote intestinal des porcs, soit 

Terrisporobacter, Escherichia/Shigella, Turicibacter, Clostridium sensu stricto, et Streptococcus, 

ainsi que des bactéries généralement retrouvées dans le microbiote oral des animaux (langue, 

amygdales), telles qu’Acinetobacter, Enhydrobacter et Rothia [38,253,265–267].  

 

Parmi ces genres bactériens, c’est la première fois que Terrisporobacter, Turicibacter et 

Clostridium sensu stricto ont été identifiés sur la surface de carcasses de porc. En 2022, une étude 

a identifié le genre Turicibacter dans le microbiote de surface de carcasses d’agneaux [268] et 

cette présence a été positivement corrélée à la dégradation des protéines produisant des 

composés volatils (mesurés par acide basique volatil total). Le taux d’azote basique volatil total 

est utilisé comme biomarqueur de la dégradation des protéines et des amines et est utilisé pour 

évaluer la fraîcheur des viandes [269]. Dans notre étude, Terrisporobacter et Turicibacter n’ont 

été retrouvés que dans la partie haute des carcasses. Ces bactéries, connues pour être retrouvées 

dans le microbiote intestinal des porcs, pourraient être transférées aux carcasses, soit pendant 

l’étape d’éviscération s’il y a rupture accidentelle des intestins, soit par les gants des employés à 

cette étape ou bien pendant la fente des carcasses [265,267].  

 

Parmi les genres identifiés, à l’exception d’Acinetobacter, les bactéries ne semblaient pas être 

reconnues à des pathogènes d’origine alimentaire ou à bactéries responsables de l’altération des 

viandes. Cependant, une grande diversité de bactéries provenant potentiellement du microbiote 
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intestinal retrouvée à la surface des carcasses indiquerait un transfert de ces bactéries lors de 

l’étape d’éviscération et/ou de potentiels défauts d’hygiène lors du processus d’habillage des 

carcasses. Ainsi, le risque de contamination des carcasses par des bactéries pathogènes 

augmenterait. De plus, les résultats portant sur la composition du microbiote ont confirmé que 

les bactéries retrouvées à la surface des carcasses ne sont pas représentées uniquement par des 

bactéries aérobies mais aussi par des bactéries anaérobies facultatives telles que les LAB. Ces 

résultats confirment bien que l’utilisation seule du dénombrement des bactéries aérobies 

mésophiles totales ne permet pas de caractériser toute la charge bactérienne des bactéries 

retrouvées à la surface des carcasses. 

 

Dans notre étude, il a été démontré que la richesse et la structure du microbiote de surface des 

carcasses étaient similaires entre le haut et le bas de la carcasse, ainsi qu’entre les six différents 

lots échantillonnés. La variabilité connue du microbiote intestinal entre des animaux issus de 

différentes fermes ne semblait pas se traduire à la surface des carcasses [270]. Le microbiote de 

surface de carcasses de porc provenant de différents élevages et abattus sur une même journée 

semble alors être uniformisé lors du processus de transformation primaire jusqu’à la douche 

précédent le refroidissement des carcasses.  

 

Une limite reconnue de la présente étude réside dans le fait que pour les animaux échantillonnés, 

la composition, la richesse et la structure du microbiote intestinal des porcs préalablement à 

l’abattage étaient inconnues. Malgré tout, basé sur les résultats de notre étude, une différence 

significative de richesse et de diversité bactérienne entre des carcasses d’animaux provenant de 

différents élevages et abattus sur une même journée à la fin de la ligne d’habillage pourrait mettre 

en évidence une variation dans le processus d’habillage, tels qu’un équipement défectueux, ou 

encore des erreurs ou des mauvaises pratiques d’hygiène et de fabrication (désinfection 

inefficace du couteau à l’étape d’éviscération), par exemple. 

 

La caractérisation du microbiote pourrait être utilisée comme indicateur de l’origine de la 

contamination. Bien que le procédé d’abattage apparait ici être maîtrisé au regard des critères de 
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rendement établis par l’USDA (8,3 x 104 UFC/100cm² < au critère de 4,2 x 106 log UFC/cm² pour 

les bactéries aérobies mésophiles totales), l’identification des genres bactériens qui peuvent être 

associés à l’altération de la viande (Acinetobacter par exemple) dans cette étude a permis 

d’observer sans culture que la contamination proviendrait de l’écosystème microbien présent 

dans les intestins, ou les amygdales et la salive. Toutefois, l’hypothèse d’une contamination 

croisée entre les équipements, l’environnement et les carcasses ne peut pas être exclue.  

 

La structure globale du microbiote de surface des carcasses échantillonnées dans le cadre de 

notre étude semblait être affectée principalement par le procédé d’abattage. Une autre limite 

reconnue de la présente étude, est que le plan d’échantillonnage établi en fonction des 

contraintes des opérations d’abattage lors de la visite, a permis d’échantillonner 26 échantillons 

provenant de 6 différents lots ce qui diminue la puissance statistique de l’étude. En effet, sur une 

journée classique d’abattage, une moyenne de 8 lots de porcs sont abattus. De plus, ces résultats 

ont été obtenus à une étape précise sur la chaîne d’abattage, et à l’intérieur d’une fenêtre de 

temps limitée. 

 

Ainsi, le deuxième objectif avait pour but de décrire la variation du microbiote de carcasses de 

porc dans le temps, à la suite du processus d’habillage, et d’étudier l’impact du refroidissement 

des carcasses sur ce microbiote. Le deuxième échantillonnage s’est donc déroulé sur quatre 

semaines, dans le même établissement d’abattage que précédemment, durant lesquelles 504 

échantillons de surface de carcasses ont été récoltés avant le refroidissement, représentant 64 

lots de porcs. Dans cette étude, l’analyse n’a pas été réalisée à l’échelle d’un lot comme 

précédemment. Pour chaque lot, 6 échantillons de carcasses ont été regroupés pour chaque 

partie de carcasse ciblée (haute et basse). La moitié des lots ont été échantillonnés en début de 

journée d’abattage (avant-midi) et l’autre moitié en fin de journée d’abattage (après-midi). Sur 

ces 64 lots, 16 lots ont été sélectionnés et échantillonnés après le refroidissement, représentant 

ainsi 96 échantillons. 
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Conformément aux résultats du premier objectif, la concentration des bactéries aérobies 

mésophiles totales, des entérobactéries, d’Escherichia coli, des bactéries lactiques et 

de Pseudomonas était significativement plus élevée pour la portion basse des carcasses, avant le 

refroidissement. Après le refroidissement, il a été observé que les comptes des bactéries aérobies 

mésophiles totales, des entérobactéries et d’Escherichia coli étaient significativement moins 

élevés pour la partie haute des carcasses, tandis que seuls les comptes des entérobactéries et 

d’Escherichia coli étaient significativement moins élevés pour la partie basse. Que ce soit avant 

ou après le refroidissement, les comptes bactériens respectaient les critères de rendement établis 

par l’USDA qui représentent la moyenne des charges microbiennes les plus élevées attendues sur 

les carcasses lorsque le procédé d’abattage est bien maîtrisé. 

 

En ce qui concerne les résultats de séquençage, il a été observé que toutes les bactéries ayant 

une abondance relative de plus de 5 % et retrouvées à la surface des carcasses lors du précédent 

échantillonnage (échantillons récoltés sur une même journée) ont été également identifiées sur 

les carcasses provenant des 64 lots avant le refroidissement. Toutefois, l’abondance relative 

variait en fonction de l’échantillonnage. Parmi les genres retrouvés à la surface des carcasses de 

porc, Lactobacillus et Acinetobacter peuvent contenir des espèces responsables de l’altération de 

la viande. Le microbiote des 64 lots de carcasses de porc avant le refroidissement était dominé 

par le genre Rothia. Alors que le genre Escherichia/Shigella était le plus représenté sur les parties 

hautes et basses des carcasses de porc lors du précédent échantillonnage, il n’a été retrouvé que 

sur la partie basse des carcasses lors du deuxième échantillonnage, et ce, pendant les quatre 

semaines où ces échantillons ont été récoltés. A l’inverse, dans cette étude, les genres 

Terrisporobacter et Turicibacter étaient retrouvés autant dans la partie haute que basse sur les 

64 lots de carcasses de porc avant le refroidissement, alors qu’ils n’étaient présents que dans la 

partie haute des carcasses lors du premier échantillonnage. Le fait que les 64 lots de carcasses 

aient été échantillonnés pendant plusieurs visites rend difficile la comparaison du microbiote des 

carcasses entre les deux échantillonnages et un effet de la visite pourrait davantage expliquer les 

différences observées. Il apparaît donc que sur un temps court, le microbiote de surface de 

différents lots de carcasses de porc est similaire, mais que cet effet n’est plus observé si l’on 
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compare le microbiote des carcasses sur une échelle de temps plus grande et traduit bien une 

évolution à maitriser du processus de contamination de surface des carcasses, quelle que soit son 

origine. L’analyse du microbiote apparaît être un bon révélateur de cette évolution. 

 

Contrairement aux premiers résultats où la diversité bactérienne était similaire entre les deux 

parties des carcasses, il a été observé que le nombre d’espèces, représenté par l’indice Observed 

dans les analyses de diversité microbienne, était significativement plus élevé sur la partie haute 

des carcasses lorsque comparée à la partie basse, avant le refroidissement, et que la structure et 

la composition du microbiote étaient différentes entre les deux parties. Nous remarquons tout 

de même que près de 50 % des bactéries ayant une abondance relative supérieure à 5 % (13/27) 

étaient uniquement présentes dans les échantillons prélevés de la partie basse des carcasses. 

Nous avons observé alors qu’une plus grande richesse bactérienne dans la partie haute des 

carcasses ne résultait pas d’une augmentation de la charge bactérienne, qui elle restait plus 

élevée dans la partie basse des carcasses, pour tous les indicateurs microbiens.  

 

Il serait alors intéressant d’accorder de l’ intérêt à la diversité des bactéries retrouvées dans la 

partie haute des carcasses et de l’origine spécifique de cette contamination. En effet, si une plus 

grande diversité est observée, nous pourrions suggérer que plusieurs sources de contamination 

croisée contribuent mutuellement à la contamination des carcasses. Ainsi, une plus grande 

diversité augmenterait le risque que les carcasses soient contaminées par des bactéries 

pathogènes ou des bactéries responsables de l’altération qui pourront par la suite se retrouver 

sur les produits de viandes. L’ouverture du rectum de la carcasse pourrait sans doute jouer un 

rôle important dans le transfert des bactéries à la surface des carcasses avant le refroidissement 

[23,25,27,28,161]. 

  

Nous avons observé précédemment que le microbiote des carcasses était similaire sur une même 

journée d’abattage. Néanmoins, ce microbiote différait lors des quatre semaines 

d’échantillonnage dans cette étude. Les résultats indiquaient que la diversité microbienne était 

différente entre les semaines, que ce soit pour les échantillons provenant de la partie haute ou 
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de la partie basse des carcasses, tandis que la diversité apparaissait similaire entre les différentes 

visites. De plus, la diversité était plus élevée dans les échantillons collectés à partir de la partie 

haute des carcasses pendant le quart de travail du matin lorsque comparée à celle des 

échantillons récoltés pendant l’après-midi, alors que cette même diversité restait similaire pour 

les échantillons provenant de la partie basse des carcasses. Ces résultats sont contrintuitifs. Nous 

pourrions nous attendre à ce que la diversité microbienne augmente au fur et à mesure que les 

porcs sont abattus dans la journée [100]. Une étude réalisée dans un abattoir de porcs a démontré 

que le microbiote d’échantillons prélevés à partir d’environnements de la machine à épiler, des 

fouets au niveau de la machine à gratter, et de la scie circulaire permettant d’ouvrir la carcasse 

était similaire entre les quatre différentes dates d’échantillonnage, distribuées sur trois mois [35].  

 

Il serait alors intéressant, dans notre cas de figure, de déterminer si les différences de structure 

et de composition du microbiote observées entre les semaines et les visites résultaient de 

mauvaises pratiques d’hygiène telles que les procédures de nettoyage et de désinfection de 

l’environnement ou le nettoyage des ustensiles comme les couteaux utilisés lors de l’éviscération, 

ou de la capacité des bactéries à résister aux solutions de nettoyage et de désinfection utilisées. 

De mauvaises pratiques au niveau des procédures d’abattage par le personnel, résultant d’un 

manque de formation, ou d’un équipement défectueux sur la ligne d’abattage, pourraient 

davantage expliquer l’évolution observée entre les quarts de travails. Pour cela, il serait 

envisageable de procéder au séquençage de l’ARN 16S des échantillons de l’environnement de 

l’abattoir (par exemple les couteaux utilisés lors de l’éviscération avant et après leur nettoyage) 

pour déterminer si l’on retrouve une uniformité du microbiote dans l’environnement ou si la 

différence observée provient directement des animaux. 

 

Contrairement aux échantillons collectés avant le refroidissement, il a été observé que le nombre 

de bactéries était significativement plus élevé dans les échantillons de bas de carcasses après le 

refroidissement. Les échantillons collectés avant le refroidissement présentaient une diversité 

plus élevée, comme attendu sachant que le refroidissement est reconnu pour diminuer la charge 

bactérienne sur les carcasses [27,29,90,95,105]. Une des limites de la présente étude est que le 
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point d’échantillonnage après le refroidissement comprend également l’étape de lavage des 

carcasses, avant l’entrée dans la chambre de refroidissement. Ainsi, il n’est pas possible de 

conclure que seul le refroidissement a permis de diminuer la diversité bactérienne. Le 

ruissèlement de l’eau, de haut en bas, sur la carcasse lors de l’étape de lavage pourrait davantage 

expliquer la plus grande diversité observée au bas des carcasses après l’étape de refroidissement.  

 

Bien que la diversité, la structure et la composition du microbiote apparaissaient 

significativement différentes entre les échantillons collectés avant et après le refroidissement, et 

ce, peu importe la partie de la surface de la carcasse, il a été observé que les genres prédominants 

ayant un potentiel d’altération avant le refroidissement étaient également identifiés après cette 

étape. Ces bactéries retrouvées après le refroidissement peuvent alors contaminer par la suite 

l’environnement de transformation des carcasses. Une étude réalisée dans le même 

établissement d’abattage entre septembre 2017 et mars 2018 avait pour but de caractériser le 

microbiote de surface des convoyeurs de six lignes de production présentes dans la salle de 

découpe, lignes qui étaient chacune associées à une partie spécifique de la carcasse destinée à 

devenir une pièce de viande (demi-carcasses, flancs, longes, épaules et les jambons) lors de six 

différentes visites. Les bactéries identifiées sur les surfaces des carcasses de porc avant le 

refroidissement ont également été identifiées sur ces différents convoyeurs. Par exemple, les 

genres Truperrela, Fusobacterium et Acinetobacter ont été identifiés sur tous les convoyeurs lors 

de chaque visite, tandis que le genre Rothia était présent à chaque visite seulement à la surface 

des convoyeurs principaux, de l’épaule et du jambon [271].  

 

Bien que les résultats liés à la microbiologie classique nous informent que le procédé d’abattage 

est maitrisé au regard des critères aujourd’hui considérés, la caractérisation du microbiote nous 

a permis de déterminer que la diversité bactérienne retrouvée à la surface de carcasses de porc 

n’était pas uniforme sur une période d’un mois d’abattage et ouvrent des perspectives dans la 

volonté de maitrise de la qualité microbiologique pour un atelier d’abattage. Ces résultats 

indiquaient alors que la contamination microbienne des carcasses de porc n’était pas constante, 

bien que le principal genre bactérien, Rothia, prédominant soit présent tout au long de 
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l’échantillonnage. La plus importante limite de l’étude se base sur notre choix méthodologique 

d’avoir combiné les six échantillons de carcasses provenant d’un même lot. Une perspective 

envisageable est de confirmer ou informer l’hypothèse que la différence de diversité observée à 

la surface des carcasses entre les visites provient des animaux en effectuant le séquençage de 

chaque carcasse indépendamment entre les différents lots à chaque visite. 

7.3 Le microbiote des surfaces des longes de porc emballées sous vide 

Enfin, le troisième objectif était de décrire l’évolution du microbiote de produits finis de porc 

emballés sous vide sur une période de plusieurs semaines, ce qui imitait l’exportation outre-mer, 

de déterminer la variation de ce microbiote entre les produits provenant de différents lots de 

porcs abattus, et de déterminer l’impact de différents écarts de température (et du retour à la 

normale de celle-ci) d’entreposage sur ce microbiote. 

 

Ce dernier échantillonnage a permis de récolter 432 échantillons de surface de longes de porc 

emballées sous vide, provenant de 8 lots différents, pendant une période de 5 mois. Les 8 lots 

ont été échantillonnés pendant 8 visites distinctes (4 visites les lundis et 4 visites les mardis, à 

intervalle d’une, deux ou trois semaines entre chaque visite). Les longes de porc emballées sous 

vide expédiées à l’international, considérées comme un produit de première qualité, provenaient 

de carcasses abattues le matin, moment où l’environnement de l’abattoir est théoriquement le 

moins contaminé. Dans cette étude, l’unité de lot correspondait donc à des longes provenant des 

premières carcasses abattues le matin. Pour chaque lot, la durée de l’échantillonnage était de 56 

jours à partir de la mise sous vide (J1). Cinq conditions de température d’entreposage ont été 

choisies : aucun abus de température (contrôle), une augmentation de la température de 2°C 

pendant 2 jours avant un retour à la normale aux jours 15, et au jour 29 de l’entreposage, puis 

finalement une augmentation de la température de 10°C pendant 6 heures avant le retour à la 

normale aux jours 15, et au jour 29 de l’entreposage. 

 

À notre connaissance, c’est la première fois que le microbiote d’une pièce de viande de porc 

emballée sous vide et entreposée à des températures inférieures à 0°C est caractérisée à l’aide 
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du séquençage de l’ARNr 16S. Au premier jour de l’entreposage, il a été observé que les surfaces 

des longes de porc emballées sous vide étaient dominées par les genres Escherichia/Shigella et 

Pseudomonas. Le genre Escherichia/Shigella dominait également à la surface des carcasses de 

porc précédemment échantillonnées avant et après l’étape de refroidissement.  

 

Nos résultats pourraient suggérer que les genre Escherichia/Shigella retrouvés à la surface des 

longes de porc emballées sous vide proviennent des surfaces des carcasses. Ces genres sont les 

seuls retrouvés à la surface des carcasses et retrouvés à la surface des longes au début de 

l’entreposage. Le genre Pseudomonas n’a pas été identifié dans la composition initiale du 

microbiote des carcasses, bien qu’il ait été dénombré sur le milieu de culture, avant et après le 

refroidissement, lors du deuxième échantillonnage. Nous pouvons alors émettre l’hypothèse que 

la charge de Pseudomonas était trop faible pour être identifiée par les méthodes de séquençage. 

La contamination des longes de porc emballées sous vide par Pseudomonas pourrait également 

provenir d’une contamination croisée après l’étape de refroidissement. En effet, d’après l’étude 

de Shedleur-Bourguignon et al. publiée en 2023, il a été observé dans la salle de découpe de ce 

même abattoir que Pseudomonas était retrouvé à la surface des convoyeurs associés aux longes 

et qu’il était également significativement et positivement associé à la ligne de production du 

convoyeur principal [271]. 

 

Aux 21ème et 56ème jours d’entreposage sous vide, le changement de la population des bactéries 

aérobies au profit des bactéries anaérobies était attendu. Les résultats du séquençage ont 

démontré que les Lactobacillales_unclassified et Carnobacterium étaient les genres 

prédominants. Les Lactobacillales sont un ordre de bactéries qui comprend six familles : 

Aerococcacaeae, Carnobacteriaceae, Enterocaccaceae, Lactobacillaceae, Leuconostrocaceae et 

Streptocaccaceae. De plus, Aerococcus, Carnobacterium, Enterococcus, Lactobacillus, 

Leuconostoc et Streptococcus sont six genres bactériens faisant partie de ces familles, 

respectivement, et sont actuellement reconnus comme des bactéries lactiques responsables de 

l’altération de la viande [4]. Grâce à un alignement de la séquence de l’ASV correspondant à 

Lactobacillales_unclassified avec l’outil BLAST, la séquence a été assignée à Lactobacillus spp. Il 

https://sciprofiles.com/profile/1804110
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est tout de même important de noter que la séquence assignée à cet ASV était différente de la 

séquence de l’ASV correspondant au genre Lactobacillus dans les données de séquençage, 

présente dans la communauté fictive. 

 

L’ASV assigné à Lactobacillales_unclassified retrouvé à la surface des longes de porc lors de 

l’entreposage était également présent, en faible abondance relative, dans les échantillons lors du 

premier jour d’entreposage. De plus, le genre Lactobacillales_unclassified a été également 

identifié à la surface des carcasses de porc précédemment échantillonnées avant l’étape de 

refroidissement et il n’a été identifié que dans les échantillons collectés pendant le quart de 

travail du matin. Toutefois, toujours dans l’échantillonnage précédent, il n’a pas été détecté dans 

les échantillons de carcasses après le refroidissement. Deux hypothèses sont pour expliquer cette 

observation : la quantité des Lactobacillales_unclassified se situait sous la limite de détection de 

la méthode de séquençage utilisée, et dans ce cas-là, nous pouvons émettre l’hypothèse que le 

microbiote des carcasses contribue au microbiote des longes de porc emballées sous vide, ou 

qu’une recontamination croisée des carcasses par Lactobacillales_unclassified aurait pu avoir lieu 

dans la salle de découpe et de transformation des carcasses.  

 

À l’abattoir, pour les produits de porc emballés sous vide, la recherche et le dénombrement des 

bactéries lactiques (LAB) sont réalisés. Carnobacterium spp. fait partie des LAB. Cependant, la 

présence et la charge de Carnobacterium spp. dans les aliments sont sous-estimées. En effet, la 

croissance de cette bactérie est inhibée par l’acétate qui est contenu dans le milieu de culture de 

la gélose MRS utilisée pour le dénombrement des LAB [17,55]. Le séquençage a donc permis 

d’identifier des bactéries qui n’étaient pas prises en compte dans l’évaluation de la charge 

microbienne. Les méthodes de séquençage peuvent fournir dans ce cas-là des informations 

nécessaires pour identifier les bactéries indicatrices permettant un contrôle plus fin de la qualité 

microbiologique des produits de viande emballés sous vide. Les genres 

Lactobacillales_unclassified et Carnobacterium apparaissent faire partie du microbiote résiduel 

des longes de porc, sachant que l’échantillonnage s’est étendu sur une période de plus de 5 mois. 

Le séquençage du génome entier des séquences assignées à Lactobacillales_unclassified 
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retrouvées sur ces pièces de viande serait alors une perspective à envisager, dans un premier 

temps pour mieux identifier le genre et l’espèce bactérienne, mais également pour déterminer 

leurs potentielles fonctions dans l’altération de la viande.  

 

Pour les longes de porc, tel qu’attendu, il a été observé que la diversité du microbiote diminuait 

pendant l’entreposage et qu’au premier de jour de celui-ci, ce microbiote était significativement 

différent des longes entreposées pendant 21 et 56 jours. Comme mentionné précédemment, la 

diminution de la diversité pendant l’entreposage n’est pas interprétée comme une diminution de 

la charge bactérienne. Bien que la structure et la composition du microbiote étaient similaires 

entre les échantillons prélevés au jour 21 et 56, nous avons remarqué sur les graphiques des 

NMDS qu’un groupe d'échantillons prélevés au jour 21 (provenant des lots numéros 1, 2, 3, 4 et 

8) était regroupé près des échantillons entreposés au premier jour; tandis qu’un autre groupe 

d'échantillon (regroupant les échantillons des lots 4, 5, 6 et 7) était regroupé près des échantillons 

prélevés à la fin de la période d’entreposage. Une des limites de l’étude du microbiote retrouvé 

sur la surface des longes de porc est la méthodologie utilisée (voir Chapitre 6 matériels et 

méthodes). En effet, trois échantillons du même lot ont été regroupés en amont du séquençage 

afin de réduire le nombre d’échantillons et parallèlement les coûts associés au séquençage. En 

regroupant ces échantillons, il n’est plus possible de mesurer statistiquement les différences de 

diversité entre les 8 lots à J21 (2 échantillons/lots). Toutefois, nous avons observé que les lots 1, 

2, 3, 4 et 8 étaient regroupés près des échantillons de J1 présentaient des valeurs de diversités 

plus élevées lorsque comparées aux autres lots. Ces résultats n’étaient pas attendus. Il s’agit ici 

des échantillons contrôles qui ont été entreposés à la même température pendant les 56 jours 

d’entreposage et aucun écart de température n’a été observé. Nous pouvons alors penser qu’une 

différence de charge bactérienne au début de l’entreposage entre les lots pourrait expliquer la 

potentielle différence de diversité observée à J21. 

 

Contrairement aux échantillons de surface de carcasses de porc pour lesquels nous avons observé 

que le microbiote différait entre plusieurs journées d’abattage, au premier jour de l’entreposage, 

le microbiote des longes de porc était similaire en termes de diversité, de structure et de 
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composition, pour les 8 lots échantillonnés lors de différentes visites. Nous pouvons émettre 

l’hypothèse qu’après l’étape de refroidissement, qu’une contamination croisée uniforme des 

surfaces des longes de porc intervient. Une des limites de l’étude est que l’échantillonnage des 

carcasses de porc après le refroidissement ne nous permet pas de conclure sur l’effet de la visite. 

De plus, ne sachant pas si le microbiote de surface de carcasse est similaire ou différent entre 

plusieurs lots de carcasses après l’étape de refroidissement, nous pouvons également émettre 

l’hypothèse que le microbiote de surface de carcasse est uniformisé dès la sortie de 

refroidissement des carcasses.  

 

 À la fin de l’entreposage des longes de porc, les résultats ont démontré que le microbiote différait 

significativement entre ces mêmes 8 lots et que les lots numéro 1 et 2 étaient prédominés par 

Carnobacterium et Brochrotrix, respectivement, tandis que les autres lots étaient dominés par le 

genre Lactobacillales_unclassified. Encore là, les résultats étaient inattendus, car le microbiote au 

début de l’entreposage était similaire entre les lots, et que les échantillons ont été entreposés 

dans les mêmes conditions tout le long de l’entreposage (sans variation de température 

observée). Seules des méthodes indépendantes de la culture permettent de déterminer s’il y a 

une différence de diversité entre les différents lots à la fin de l’entreposage. Cette étude 

démontre que le dénombrement des bactéries pour déterminer la charge reste primordial pour 

tenter d’expliquer les résultats obtenus. Il serait alors intéressant d’envisager d’établir la charge 

bactérienne au début, ainsi qu’à la fin de l’entreposage. Il serait alors possible de préciser si les 

charges bactériennes sont différentes entre les différents lots, bien que le microbiote apparaisse 

similaire. Il a été observé que plus la diversité est faible, plus le risque que la viande de porc 

entreposée à 4°C dépasse les critères microbiologiques et soit altérée, est élevé [109]. Comme 

énoncé précédemment, l’hypothèse retenue pour expliquer les résultats est que la différence de 

charge bactérienne entre les lots au début du stockage est responsable de la différence de 

microbiote observée au jour 56. Ainsi, en suivant ce raisonnement, les lots 1 et 2 qui présentaient 

des indices de diversité plus élevés devraient montrer des charges bactériennes moins élevées 

que les autres lots. Il serait également intéressant de valider si des longes de porc emballées sous 

vide présentant les mêmes charges bactériennes présentent une diversité microbienne similaire.  
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Toujours pour les longes de porc, l’augmentation de la température d’entreposage de 2°C 

pendant 2 jours et de 10°C pendant 6 heures aux jours 15 et 29, qui imitait les défauts de 

régulation observés par l’industrie lors du transport des viandes, n’a montré aucun impact sur la 

diversité, la structure et la composition du microbiote de ces longes. Ces résultats ne confirment 

pas pour autant que les charges bactériennes sont similaires entre les différentes conditions 

d’entreposage.  

 

Un des objectifs initiaux était d’identifier des marqueurs microbiens associés aux variations de 

température d’entreposage. Les buts étaient de caractériser des marqueurs microbiens au début 

de l’entreposage qui auraient été associés à une modification du microbiote en fonction de la 

température lors des 56 jours d’entreposage, mais aussi de pouvoir dire, grâce au microbiote de 

surface, si la viande arrivée à destination avait subi un abus de température ou non. Au regard 

des résultats obtenus, aucun indicateur bactérien n’a pu être mis en évidence. L’hypothèse 

retenue dans ce cas est que l’augmentation de la température n’était pas assez importante pour 

observer une modification du microbiote. L’échantillonnage étant volumineux et couteux pour 

l’industriel, il serait envisageable dans le futur de tester préalablement sur un plus petit nombre 

d’échantillons si des longes de porc subissant un écart de température plus élevée présentent des 

modifications de leur microbiote. Il a été démontré que le microbiote de viande de porc non 

emballée sous vide entreposée à des températures de 10°C présentait une diversité plus élevée, 

accompagnée de la présence de bactéries mésophiles, comparativement à des échantillons 

entreposées à 4°C qui sont dominés par des bactéries psychrophiles [109]. Malgré la présence de 

problèmes dans la régulation de la température d’entreposage lors de l’expédition, la 

température est contrôlée et des actions correctives sont mises en place lors d’écarts. Ainsi, il est 

peu fréquent que la température d’entreposage excède les 15°C lors du transport, ce qui se 

rapproche de la température ambiante.  

 

Les résultats obtenus dans cette étude démontrent que pour ce type de produit, de telles 

variations de température pendant l’entreposage n’affectent pas le microbiote. Cependant, 



253 
 

comme mentionné dans le chapitre 6 à la section du matériel et méthodes, les échantillons qui 

ont subi des variations de température d’entreposage ont été regroupés au laboratoire, et nous 

ne pouvons donc pas exclure une perte de la variabilité au niveau du microbiote identifié lorsque 

nous les avons regroupés. Une autre perspective envisageable pour la suite de ce projet sera de 

déterminer si l’effet lot à un impact pour les groupes d’échantillons qui ont été entreposés aux 

différentes températures testées pour confirmer les hypothèses de cette étude.  

 

7.4 La détection des bactéries pathogènes à la surface des carcasses et 

des longes 

Pour chacun des objectifs de cette thèse, la détection des pathogènes, soit Salmonella spp. et 

Listeria monocytogenes, a été réalisée. L’objectif initial était de définir le lien entre la présence 

de bactéries pathogènes sur les carcasses et certains membres de la communauté microbienne. 

À la ferme, il a été mis en évidence que le microbiote intestinal variait entre des porcs sevrés 

naturellement infectés par Salmonella et des porcs non infectés [272]. Par exemple, il a été 

observé que les animaux infectés présentaient des abondances relatives plus élevées des genres 

Lactobacillus ou Oscillospira, lorsque comparés aux porcs non infectés présentant une abondance 

plus élevée des genres appartenant à Clostridia [273].  

 

À l’abattoir, sur les carcasses de porc, une telle association microbiote-pathogène n’a jamais été 

étudiée. Dans cette thèse, la faible prévalence de Salmonella retrouvée à la surface des carcasses 

et des longes (8 % et < 1 % pour l’ensemble des sérotypes de Salmonella identifiés (S. Derby, S. 

Typhimuirum et S. Braenderup) respectivement) et la prévalence nulle observée pour L. 

monocytogenes sur les longes ne nous ont pas permis de répondre à cet objectif. Une expérience 

in vitro permettant de contaminer artificiellement des surfaces de carcasses ou produits de 

viande de porc par Salmonella pourrait être une alternative. Cependant, les conditions réelles de 

l’environnement d’abattage ne peuvent pas être imitées et la contamination artificielle s’effectue 

à un instant t, tout en considérant que le microbiote peut évoluer en fonction de la croissance de 
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Salmonella, même en conditions in vitro. Au contraire, lors de notre échantillonnage, le 

microbiote était déjà établi pour chaque carcasse, qu’elle soit positive ou négative à la présence 

de Salmonella. Ainsi, un plus large échantillonnage sur plusieurs mois serait envisageable pour 

permettre d’augmenter la quantité d’échantillons de carcasses provenant de différents lots, pour 

ainsi obtenir une prévalence de carcasses ou de produits de viandes positifs plus élevés par 

rapport à ceux négatifs 

 

Deux études ont prouvé l’utilité des méthodes de séquençage de l’ARNr 16S pour identifier des 

marqueurs microbiens associés à la présence de Salmonella dans l’environnement d’abattage et 

de transformation [35], ainsi que des marqueurs associés à la présence de Listeria monocytogenes 

dans l’environnement de découpe porcins [274]. En effet, dans une étude conduite dans un 

abattoir en France, Bridier et al. ont utilisé le séquençage de l’ARNr 16S pour déterminer les 

changements du microbiote entre des échantillons positifs et négatifs à Salmonella prélevés au 

niveau de la machine à épiler, des fouets de la machine à gratter ou encore au niveau de la scie 

circulaire permettant d’ouvrir la carcasse [35]. L’analyse LEFSE a permis de d’établir que les genres 

Enhydrobacter, Chryseobacterium, Aeromonas, Paracoccus, Stenotrophomonas et Soowooa 

étaient significativement plus abondants dans les échantillons négatifs pour la présence de 

Salmonella. Au contraire, les genres Acinetobacter, Hydrogenophilus, Corynebacterium, 

Prevotella, Flavobacterium, Lactobacillus et Comamonas étaient significativement plus 

abondants dans les échantillons hébergeant Salmonella. La dominance du genre Enhydrobacter 

était corrélée à une absence de Salmonella lors de toutes les visites [35]. De plus, il a été démontré 

que l’utilisation des méthodes de séquençage de l’ARNr 16S a permis d’identifier un taxon 

microbien, Veillonella, comme déterminant de la présence de Listeria monocytogenes sur les 

surfaces de convoyeurs dans le même établissement d’abattage que celui visité dans le cadre de 

notre étude [274]. 

 

Caractériser la distribution bactérienne et identifier des marqueurs microbiens en fonction de la 

présence ou de l’absence d’agents pathogènes spécifiques d’origine alimentaire permettrait alors 

d’identifier des indicateurs possibles de la contamination des carcasses dans le but d’anticiper la 
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présence de ces dangers microbiens. De plus, il serait envisageable par la suite d’isoler les 

potentiels marqueurs microbiens et de tester l’existence d’interactions spécifiques avec les 

pathogènes pour confirmer que l’absence de ces derniers est due à une interaction antagoniste 

spécifique avec les marqueurs microbiens, indépendamment des étapes du processus d’abattage 

et de transformation qui permettent de réduire la contamination microbienne. 

En ce qui concerne les résultats de séquençage de l’ARNr 16S, parmi les genres retrouvés à la 

surface des carcasses et des longes de porc, Campylobacter spp. et Yersinia spp., peuvent contenir 

des espèces pathogènes d’origine alimentaire. En effet, Campylobacter jejuni et Yersinia 

enterolitica sont responsables de toxi-infections alimentaires chez l’humain [73].  

Dans notre étude, le genre Campylobacter a été retrouvé à la surface des carcasses seulement 

avant le refroidissement. Il est connu que les porcs sont des porteurs asymptomatiques de 

l’espèce Campylobacter coli dans leur tractus intestinal. Bien que Campylobacter jejuni soit plus 

répandu chez les volailles, il a également été observé que cette espèce peut être retrouvée chez 

le porc [275–277]. Contrairement à Salmonella, l’épidémiologie de ce pathogène bactérien est 

mal connue chez le porc. Peu d’études ont établi la prévalence de ces deux espèces de 

Campylobacter à la surface des carcasses porcines [278–280]. Il a été constaté que les carcasses 

de porc étaient beaucoup plus souvent contaminées par C. coli que par C. jejuni. Récemment, les 

auteurs Wieczorek et al. ont identifié 34 % et 2 % d’échantillons positifs à C. coli et à C. jejuni, 

respectivement, sur des carcasses de porc [279]. De plus, aux États-Unis, il a été observé que 100 

% des porcs étaient contaminés par Campylobacter à l’arrivée à l’abattoir (dans des échantillons 

rectaux), mais que la bactérie n’était plus détectée à la surface des carcasses après 24 heures de 

refroidissement [281]. Les viandes de porc peuvent aussi être contaminées et il a été rapporté 

dans deux études, en 2019 et 2015, des prévalences similaires d’environ 11 % [282,283]. 

Contrairement aux carcasses, les auteurs Korsak et al. ont observé que C. jejuni était l’espèce de 

Campylobacter la plus répandue dans les produits de viande de porc (69 %) [283].  
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Quant à Yersinia, une séquence assignée à ce genre a été identifiée dans le microbiote de surface 

des longes de porc emballées sous vide et entreposées à une température de –1,5°C dans notre 

étude. Grâce à un alignement de séquences avec l’outil BLAST, cette séquence a été identifiée 

comme appartenant à Yersinia enterocolitica. Il s’agit également d’une bactérie responsable de 

maladies humaines d’origine alimentaire et elle se retrouve naturellement dans les amygdales 

des porcs [24,284]. Il a été démontré in vitro que Y. enterocolitica est capable de survivre dans 

des viandes de porc emballées sous vide et entreposées à des températures de 2°C pendant 5 

semaines, sans une augmentation de la charge bactérienne [19]. Les auteurs ont également 

suggéré que la croissance de Y. enterocolitica était inhibée par le pH, lorsque celui-ci est en 

dessous de 3, et que la présence de bactéries lactiques n’avait pas d’effet sur cette inhibition. Il a 

également été démontré que la bactérie est capable de survivre à des températures allant jusqu’à 

–5°C dans des conditions in vitro, mais également dans du porc haché non emballé sous vide et 

congelé à −20°C, lorsque la viande était inoculée avec une concentration de 107 UFC/g de Yersinia.  

 

Cette thèse observe pour la première fois que le genre Yersinia est identifié dans des longes de 

porc emballées sous vide entreposées à des températures inférieures à 0°C. Sachant que 

certaines souches de Y. enterocolitica sont capables de croître et de survivre à des températures 

inférieures à 0°C (jusqu’à –2°C en fonction du pH), cela pourrait expliquer que dans notre étude, 

il a été observé que le genre Yersinia était plus fréquemment détecté sur des échantillons 

prélevés au jour 56 (42 %) par rapport au jour 1 (21 %). De plus, au jour 56, 38 % et 45 % des 

échantillons du groupe contrôle et ceux qui ont subi une augmentation de température, 

respectivement, contenaient la séquence de Yersinia.  

 

De futures études en utilisant des méthodes de culture classique sur les produits de viande de 

porc dans cet établissement d’abattage seraient envisageables pour permettre de déterminer le 

taux de contamination des viandes par ces pathogènes. Les résultats obtenus avec les analyses 

de séquençage ne permettent pas de déterminer ce taux, mais ont pu alerter l’industriel sur le 

risque de contamination des carcasses et des viandes par Campylobacter et Yersinia enterolitica. 

De futures études seraient envisageables pour évaluer l’effet de ces légers écarts de température 
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sur la présence et la croissance de Yersinia dans les viandes de porc entreposées à des 

températures inférieures à 0°C. 

 

Complémentaire des méthodes de culture classique d’usage actuel à l’abattoir, les méthodes 

d’analyse taxonomique à l’aide du séquençage d’ADN de nouvelle génération se sont avérées 

utiles et avantageuses pour obtenir un portrait beaucoup plus exhaustif et précis de la diversité 

bactérienne retrouvée à la surface des carcasses et des longes de porc emballées sous vide et 

pour évaluer l’impact de différents facteurs.  

 

Les résultats obtenus sont spécifiques de l’établissement d’abattage choisi. Il serait donc 

intéressant et pertinent d'étudier si ces résultats sont observés dans d’autres abattoirs porcins 

au Québec et si la composition bactérienne retrouvée dans nos études est représentative des 

carcasses et des produits finis de porc qui sont abattus et produits au Québec.  

 

Il est important de mentionner que l’implantation de méthodes de séquençage directement dans 

les établissements d’abattage n’est pas réaliste à l’heure actuelle. Plusieurs défis demeurent 

importants avant de mettre à profit l’utilisation de ces méthodes dans l’industrie alimentaire. En 

effet, le besoin de formaliser et de normaliser les techniques d’échantillonnage, ainsi que le 

traitement et la gestion des données sont primordiales pour être en mesure de comparer les 

ensembles de données du microbiote des carcasses et des viandes à grande échelle. De plus, les 

coûts associés à l’utilisation des techniques de nouvelle génération sont encore relativement 

élevés, même s’ils diminuent depuis les dernières années. La quantité de données générées et la 

complexité des analyses à effectuer nécessitent des ressources spécialisées (personnel, 

équipements). L’utilisation de ces techniques dans le domaine de la qualité alimentaire peut 

présenter des avantages économiques potentiels. Par exemple, en février 2019, au Canada, il a 

été rapporté que l’utilisation du séquençage du génome entier, en remplacement des méthodes 

de typages classiques, permettant de détecter plus rapidement et précisément les salmonelles et 

de déterminer la sensibilité aux antimicrobiens en une seule analyse, pourrait réduire de 5 



258 
 

millions à 90 millions de dollars par an le coût global de la prise en charge des soins de santé liés 

aux éclosions de Salmonella associées aux produits frais, à la volaille et aux œufs [285]. 

 

Néanmoins, le séquençage de l’ARN 16S est un outil rapide qui peut ponctuellement s’avérer 

avantageux pour les industriels afin de connaître et mieux contrôler la composition et la diversité 

bactérienne attendues à chacune des étapes du procédé d’abattage et de transformation, et de 

comparer cette diversité en fonction du temps. De plus, cette méthode permettrait par exemple 

d’évaluer rapidement l’impact d’un nouveau procédé d’abattage ou de transformation sur la 

diversité bactérienne, autant sur les carcasses que dans l’environnement. Bien que le principal 

but des nouveaux procédés mis en place à l’abattoir (nouvelle procédure de désinfection, 

changement de la température d’échaudage par exemple) soit de réduire la contamination 

microbienne et par conséquent la charge bactérienne, la caractérisation du microbiote permet 

de déterminer l’impact de ces nouveaux procédés sur la diversité des bactéries potentiellement 

pathogènes ou responsable de l’altération. 
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Chapitre 8 – Conclusion 

Le microbiote de surface de carcasses de porc et de produits finis entreposés à des températures 

de – 1,5°C ont été pour la première fois caractérisés dans un abattoir de porc situé au Québec, 

Canada. Dans cette thèse, nous avons pu décrire la variabilité du microbiote de surface de 

carcasses en utilisant le séquençage à haut débit des gènes codant pour l’ARNr 16S, ainsi que des 

méthodes dépendantes de la culture bactérienne, et évaluer si ce microbiote variait et pouvait 

être associé à la ferme d’origine des animaux à la suite de l’abattage et l’habillage des carcasses. 

Nous avons observé que le microbiote de surface de carcasses de porc provenant de différents 

élevages et abattues sur une même journée était uniformisé lors du processus de transformation 

primaire, jusqu’à la douche précédent le refroidissement, et que les principaux genres bactériens 

retrouvés à la surface étaient des bactéries généralement associées aux microbiotes oral et 

intestinal des porcs.  

 

Le deuxième objectif a permis de décrire l’évolution du microbiote de carcasses de porc sur une 

période de quatre semaines, et d’étudier l’impact du refroidissement sur ce microbiote. Les 

résultats obtenus par les méthodes de microbiologie classique nous ont permis d’observer que le 

procédé de transformation était maitrisé lors des quatre semaines d’échantillonnage au regard 

des critères microbiologiques applicables aux carcasses et que la contamination microbienne 

était plus élevée dans les zones d’échantillonnage correspondant au cou de l’animal. Les résultats 

associés au séquençage nous ont permis d’observer que la diversité bactérienne était plus élevée 

dans les zones d’échantillonnage correspondant au jambon et que la composition et la structure 

du microbiote de surface des carcasses différaient en fonction de la journée d’abattage et du 

quart du travail. Le refroidissement des carcasses a été associé à une diminution légère de la 

contamination ainsi que de la diversité du microbiote. 

 

Enfin, la caractérisation du microbiote de longes de porc emballées sous vide et soumises à 

différentes fluctuations de températures pendant 56 jours d’entreposage, selon une 

méthodologie correspondant au transport de produits carnés frais vers l'étranger, a permis de 
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montrer qu’un léger écart de température, suivi d’un retour à la normale, n’était pas suffisant 

pour affecter la diversité, ainsi que la composition et la structure de ce microbiote. Il n’a pas été 

possible de mettre en évidence des marqueurs microbiens associés à ces écarts de la température 

d’entreposage. De plus, le microbiote de surface provenant de huit différents lots de production 

était différent entre ces mêmes huit lots à la fin de l’entreposage, tandis qu’il apparaissait 

similaire au début de cette période d’entreposage. Ainsi, l’effet du lot semblait avoir un impact 

plus important sur le microbiote que les écarts de température appliqués aux longes pendant 

l’entreposage.  

 

La prévalence de Salmonella et de Listeria monocytogenes était très faible, ce qui ne nous a pas 

permis de définir un potentiel lien entre la présence de bactéries pathogènes et certains membres 

de la communauté microbienne de la carcasse. La caractérisation du microbiote a permis 

d’identifier des genres bactériens potentiellement pathogènes pour l’humain qui n’étaient pas 

pris en compte par l’industriel, tels que Campylobacter spp. et Yersinia spp., tant à la surface des 

carcasses que celle des longes de porc. La caractérisation du microbiote nous a permis de 

déterminer que des bactéries du microbiote des carcasses telles qu’Escherichia/Shigella et 

Lactobacillales_unclassified, semblaient contribuer au microbiote retrouvé à la surface des longes 

de porc emballées sous vide, autant au début qu’à la fin de l’entreposage.  

 

Les résultats obtenus offrent de nouvelles perspectives pour la mise en place de futures stratégies 

pour un contrôle plus précis de la qualité microbiologique des carcasses et de la viande de porc. 

L’identification de marqueurs microbiens spécifiques potentiellement associés à l’altération 

et/ou à la présence de pathogènes alimentaires pourrait améliorer l’évaluation de la qualité 

microbiologique des carcasses et des produits finis, et ainsi mener au développement de 

stratégies de prévention de la détérioration de la viande. 
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