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Introduction 

 

 

 Les ruminants sont des herbivores dont une des principales particularités anatomiques 

est la présence de pré-estomacs non sécrétants. Le plus vaste et le plus important de ces pré-

estomacs est le réticulo-rumen. En effet, il réunit des conditions physico-chimiques 

particulières permettant l’existence et le fonctionnement d’un microbiote spécifique. Cette 

symbiose offre aux ruminants la possibilité de tirer parti des constituants lignocellulosiques des 

parois végétales.  

 

 Le rumen joue donc un rôle clé dans la physiologie digestive des ruminants. L’étude de 

son fonctionnement est essentielle à la maitrise de la nutrition de ces animaux d’élevage afin 

d’optimiser les bilans économiques des élevages ainsi que la qualité des produits d’origine 

animale pour le consommateur humain. 

 

 De nombreuse méthodes d’étude in vivo ont été mises au point et ont recours à 

l’expérimentation animale d’où la nécessité de développer des méthodes alternatives in vitro. 

 

 L’objectif de notre étude est de mettre au point une culture de contenu ruminal de 96h 

avec renouvellement de substrat toutes les 12h : cette méthode permettra d’étudier les effets à 

longs termes de traitements sur les digestions microbiennes ruminales, les études actuelles étant 

limitées à 24h en culture « batch ». 

 

 Dans un premier temps nous présenterons une brève synthèse bibliographique afin de 

décrire précisément les caractéristiques anatomiques et physicochimiques du rumen, son 

microbiote, ainsi que les différentes méthodes disponibles pour son étude. Puis nous décrirons 

le protocole expérimental retenu dans cette étude et les résultats obtenus seront discutés.  
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I. LE RUMEN ET SON ECOSYSTEME MICROBIEN 

 

A. Particularité anatomo-physiologique du tube digestif des ruminants 

 

1. Anatomie de l’estomac des ruminants (56) 

 

Les ruminants possèdent trois pré-estomacs : le réseau et le rumen, formant le réticulo-

rumen, et le feuillet. Ces trois derniers  précèdent un estomac sécrétant comparable à l’estomac 

des monogastriques : la caillette. Cet ensemble est très volumineux : il représente environ les 

deux tiers de la cavité abdominale et est représenté dans la figure 1. 

 

 

Figure 1 : Anatomie des réservoirs gastriques des ruminants (d’après 61). 

 

a. Le réticulo-rumen 

 

i. Conformation externe (figure 2) 

 Le réseau est le plus petit  et le plus crânial des pré-estomacs. Il a la forme d’un sac 

aplati dont la face diaphragmatique est moulée sur le diaphragme. L’œsophage est abouché 

dorsalement au réseau. Ce dernier est prolongé dorsalement par le rumen (ou panse). 
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 Le rumen est un vaste sac bilobé, allongé d’avant en arrière et légèrement aplati d’un 

côté à l’autre. Il est situé dans les parties gauche et ventrale de l’abdomen. Il existe des sillons 

sur la surface du rumen contenant du tissu adipeux, des nœuds lymphatiques et des vaisseaux 

sanguins. Ils subdivisent le rumen en deux sacs superposés (ventral et dorsal). Ces derniers sont 

prolongés par deux culs-de-sac caudaux. Un atrium est situé entre le sac ventral et le réseau.  

  

ii. Conformation interne (figure 3) 

 La conformation interne est le reflet de la conformation externe. Aux sillons 

correspondent les plis qui portent le même nom. Le pli rumino-réticulaire délimite l’ostium 

rumino-réticulaire. Le pilier crânial résulte de l’adossement de l’atrium sur le sac ventral. Le 

pilier caudal délimite les deux culs-de-sac. La muqueuse du rumen est couverte de papilles 

aplaties (de 2 mm à 2 cm) dont la distribution est le reflet de la stratification des ingesta (par 

exemple elles sont plus hautes dans les zones en contact avec des liquides : l’atrium, le sac 

ventral et les deux culs-de-sac). Le cul-de-sac dorsal en est dépourvu. Les papilles sont 

kératinisées mais l’épithélium est fin et très vascularisé. Les papilles ont pour principal rôle 

d’absorber les acides gras volatils (AGV), produits des fermentations microbiennes. 

 

 La muqueuse du réseau est soulevée en crêtes réticulaires qui délimitent des alvéoles 

(ou cellules) de forme polygonale. Ces dernières sont elles-mêmes divisées par des crêtes 

secondaires ou tertiaires, moins hautes. Le sillon réticulaire (ou gouttière œsophagienne) est 

une dépression bordée de deux lèvres musculeuses d’environ 15 à 20 cm. Le fond du sillon 

réticulaire relie le cardia, placé sur le plafond de l’atrium, à l’orifice réticulo-omasique. Ce 

sillon permet de court-circuiter le rumen. Chez le veau, le lait ingéré passe donc directement de 

l’œsophage au feuillet. 
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Figure 2: Conformation externe des compartiments gastriques, face droite (d’après 3). 
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Figure 3 : Conformation interne des compartiments gastriques (d’après 3). 

 

b. L’omasum 

 

i. Conformation externe (figure 2) 

L’omasum (ou feuillet) est le dernier pré-estomac. Il est placé entre le rumen et la 

caillette. Il a la forme d’un ballon rond légèrement aplati. Sa face viscérale est accolée au rumen. 

Sa face pariétale est tournée à droite et en avant. 
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ii. Conformation interne (figure 3) 

 Le feuillet est presque entièrement occupé par des lames parallèles, de hauteurs inégales, 

disposées dans le sens du transit alimentaire. Il existe une quinzaine de lames primaires, entre 

lesquelles s’intercalent des lames secondaires, tertiaires et quaternaires. Entre ces lames on 

retrouve des aliments très fins et secs. Le canal du feuillet a un contenu liquidien. L’orifice 

omaso-abomasal est plus large que l’orifice réticulo-omasal. L’épithélium de la muqueuse du 

feuillet est de même nature que celui du rumen. Cette muqueuse correspond à une surface 

d’absorption additionnelle.  

 

c. L’abomasum 

 

i. Conformation externe (figure 2) 

L’abomasum (ou caillette) est sécrétant. Il est comparable à l’estomac des 

monogastriques. Il est en forme de poire et est disposé longitudinalement, à droite du rumen. 

Sa face viscérale est en contact avec le sac ventral et l’atrium, sa face pariétale est en contact 

avec le plancher de la paroi abdominale. 

 

ii. Conformation interne (figure3) 

 L’abomasum est tapissé par une muqueuse peptique. Celle-ci est  plus épaisse dans la 

partie pylorique que dans la partie fundique. L’orifice pylorique est légèrement plus étroit que 

l’orifice omaso-abomasique. 

 

 Le reste du tube digestif est comparable à celui des monogastriques. On retrouve 

l’intestin grêle et le gros intestin. Cet ensemble mesure environ 50 m chez le bovin adulte. Les 

trois portions de l’intestin grêle sont le duodénum, le jéjunum et l’iléon. Le gros intestin est 

composé du cæcum, du côlon et du rectum. 
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2. Motricité du complexe gastrique (40)  

 

 Le réticulorumen est un fermenteur anaérobie où la digestion microbienne se déroule en 

continu. Les mouvements de ces deux réservoirs brassent la masse alimentaire et facilitent son 

ensemencement bactérien. Ces mouvements participent également à la régurgitation 

physiologique du bol alimentaire qui va pouvoir être à nouveau mastiqué et insalivé : c’est la 

rumination. Ensuite, ils permettent la vidange vers l’omasum. Puis ils contribuent à 

l’élimination des gaz de fermentation : c’est l’éructation. 

 Ces contractions sont contrôlées par le système nerveux central et notamment via le nerf 

vague. En effet, une suppression des efférences vagales va engendrer des contractions moins 

amples et plus fréquentes, dites intrinsèques. Ces dernières sont liées au fonctionnement du 

système nerveux myentérique. Chez l’espèce bovine la paroi du réticulorumen se contracte 

pendant 15 à 20 secondes, toutes les minutes environ. 

 Dans le réticulo-rumen, il existe deux types de cycles de contractions,  primaire et 

secondaire. Le cycle primaire correspond tout d’abord à une contraction biphasique du réseau 

puis du sac dorsal dans le sens cranio-caudal et ensuite du cul de sac ventral dans le sens  cranio-

caudal. Ce cycle primaire permet le brassage et la vidange du rumen. Le cycle secondaire suit 

le cycle primaire toutes les 1 à 3 fois (suivant l’importance des fermentations). Ce cycle 

commence par une contraction du sac ventral postérieur puis une contraction simultanée du sac 

dorsal antérieur et du sac ventral antérieur. Ce cycle permet l’éructation.  

 La rumination est permise par une contraction isolée du réseau avant la contraction 

biphasique du cycle primaire. La rumination s’effectue par périodes, dont la durée peut être très 

variable (quelques minutes à quelques heures). 

 Ainsi, le réticulorumen est un vaste fermenteur animé de mouvements qui vont faciliter 

les fermentations microbiennes.  
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B. Conditions physico-chimiques dans le réticulo-rumen 

 

 Nous allons maintenant nous intéresser au contenu du réticulorumen. Nous étudierons 

d’abord les différentes phases de son contenu, puis nous décrirons certains paramètres 

chimiques qui permettent la survie et la multiplication d’un microbiote. 

 

1. Les différentes phases du contenu ruminal 

 

 Le rumen a un volume moyen d’environ 150 L, dont 90 L de digesta (29). Ce contenu 

n’est pas réparti de façon homogène dans le rumen : en partie ventrale on retrouve la phase 

liquide, en partie intermédiaire la phase solide et en partie dorsale la phase gazeuse. 

 

a. La phase liquide 

 

 Cette phase a pour origine l’abreuvement (50 à 100L par jour), la salivation (80 à 200L 

par jour) et l’eau contenue dans les aliments (19, 26). L’eau est le constituant principal du 

contenu ruminal (85%), et se trouve principalement dans la phase liquide dans laquelle flottent 

de fines particules en suspension (particules alimentaires ou bactéries) et des molécules en 

solution (sels minéraux, petites molécules organiques). Cette phase liquide permet l’imbibition 

des aliments. L’eau est également essentielle aux réactions d’hydrolyse des polymères 

organiques. 

 

b. La phase solide 

 

 La matière sèche (MS) de l’ensemble du contenu du rumen est de l’ordre de 15%. Celle-

ci se concentre dans un amas fibreux en partie dorsale du rumen et a pour origine l’ingestion 

d’aliments. Une vache laitière en début de lactation peut ingérer entre 15 et 25 kg de MS (26).  
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c. La phase gazeuse 

 

 Cette phase est située entre l’amas fibreux de la phase solide et le plafond du rumen. Sa 

composition résulte des entrées d’air au moment de la déglutition, de la diffusion de gaz depuis 

les capillaires sanguins (en très grand nombre dans la muqueuse ruminale) et des activités 

microbiennes. 

 Elle est composée de dioxyde de carbone (65%), de méthane (25 à 30%), de diazote 

(5%), de dihydrogène (1 à 2%) et de traces de dioxygène (28). 

 La majeure partie de ces gaz est éliminée par l’éructation. 

 

2. Le pH 

 

 Le pH ruminal est normalement compris entre 5,5 et 7. Ce pH est la résultante d’un 

équilibre entre des acides faibles et des bases faibles. Les principaux acides sont les AGV et 

l’acide lactique, produits des fermentations microbiennes. Les principales bases sont 

l’ammoniac (NH3), le bicarbonate et le phosphate. Le NH3 est le produit de la protéolyse, il 

peut également diffuser au travers de la paroi du rumen. Le bicarbonate et le phosphate sont 

principalement sécrétés par les glandes salivaires et jouent un rôle de tampon (53). 

 La figure 4 montre les variations du pH avant, pendant et après le repas. Dans les 

premières heures après le repas, les AGV produits par le microbiote vont abaisser le pH. Puis 

ce dernier remonte car les AGV sont absorbés par la muqueuse ruminale et car la rumination 

induit l’arrivée de salive. 

 

3. Le potentiel d’oxydo-réduction 

 

 Le potentiel d’oxydo-réduction ruminal est toujours très nettement négatif (-150 à -250 

mV) car le rumen est un milieu anaérobie réducteur. Les variations du potentiel d’oxydo-

réduction après le repas sont illustrées dans la figure 4 : celui-ci augmente dans les heures 

suivant le repas (avec l’entrée d’oxygène pendant le repas et la rumination) et diminue ensuite. 

En effet, en conditions physiologiques, le potentiel d’oxydo-réduction est rapidement corrigé 
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par une partie du microbiote ruminal qui utilise le peu d’oxygène disponible. Il existe ainsi un 

gradient de potentiel d’oxydoréduction entre la surface et la profondeur. La consommation de 

dioxygène est si rapide que sa pénétration dans la masse digestive ne dépasse pas 0,5 cm (53). 

 

Figure 4 : Evolution du pH et du potentiel d’oxydoréduction ruminaux (d’après 42). 

En abscisse : temps après le repas (h) ; en trait discontinu : échantillonnage à la main ; en trait continu : 

échantillonnage automatisé  

 

4. La température 

 

 La température du réticulorumen est comprise entre 39 et 41°C, soit environ 1°C au-

dessus de la température corporelle. Elle augmente en fonction de l’intensité des fermentations 

ruminales et est donc maximale dans les heures suivant le repas. L’abreuvement peut faire 

chuter la température ruminale de 5 à 10°C, un délai de deux heures est nécessaire afin de 

retrouver la température initiale (53). 

 

 Ainsi le pH, le potentiel d’oxydoréduction, et la température ruminaux permettent 

d’estimer l’intensité des fermentations ruminales. 

 

 Le rumen abrite donc des conditions physico-chimiques très particulières. Ces dernières 

permettent le développement d’un microbiote anaérobie très actif. 
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C. Le microbiote  

 

 Le rumen accueille un microbiote diversifié : environ 200 espèces de bactéries (1010 à 

1011 bactéries par mL), des protozoaires (de 104 à 106 par mL) et des champignons (entre 103 

et 105 zoospores par mL). On trouve également entre 107 et 109 particules de virus 

bactériophages par mL (39). 

 

1. Les bactéries  

 

 Les bactéries présentes dans le rumen d’une vache laitière de 600 kg représentent 

environ 2 kg de MS, cela correspond à un peu plus de la moitié de la biomasse microbienne 

(25). Les trois quarts de ces bactéries sont fixées sur des particules alimentaires. Elles sont 

constamment éliminées par prédation des protozoaires ruminaux ou évacuées vers le feuillet et 

le reste du tube digestif. Néanmoins, ces pertes sont compensées par une croissance régulière 

de la population bactérienne. 

 Cette population est de loin la plus active. Les bactéries du rumen sont généralement 

classées selon leur capacité à dégrader certains substrats et à les utiliser pour leur survie. 

Néanmoins, les bactéries pouvant dégrader plusieurs types de substrats, certaines espèces 

peuvent se retrouver dans plusieurs catégories. Nous verrons dans un premier temps les 

bactéries dégradant les glucides, puis celles dégradant les protéines et enfin celles intervenant 

dans le métabolisme des lipides. Le tableau 1 résume les substrats et les produits des activités 

des principales espèces bactériennes ruminales. 
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Espèce 

Hydrolyse Substrat de fermentation 
Produit de 
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F. succinogenens +  +    +   +      + +       

R. albus + + +    +      +   + +   + + + + 

R. flavefaciens + + +    +      +   + +   + + + + 

B. fibrisolvens + + + + + + + + + + + + +   + +  + + + + + 

P. ruminicola  + + + +  + + + + + + + +  + + +      

S. bovis   + + +  + + + + + +     +    +   

R. amylophilus    + +   +        + +   +    

S. amylolytica    +    +   +      + +      

S. ruminantium    + +  + + + + + + + + +  + +   +   

Tableau 1 : Substrats et produits des principales espèces bactériennes du rumen (d’après 11). 

 

a. Les bactéries dégradant les glucides (11) 

 

 Deux types de substrats glucidiques sont dégradés par les bactéries : les glucides 

pariétaux (la cellulose, les hémicelluloses et la pectine, toutes trois issues des parois végétales) 

et les glucides cytoplasmiques : l’amidon et les sucres solubles. Une autre molécule est à la fois 

un produit des fermentations des glucides et un substrat pour ces bactéries : le lactate. 

 

i. Les bactéries dégradant les glucides pariétaux 

 Les principales espèces fibrolytiques sont Fibrobacter succinogenes, Ruminococcus 

albus, Ruminococcus flavefaciens et Butyvibrio fibrisolvens. Ces bactéries adhèrent aux 

particules fibreuses et synthétisent des enzymes actives sur les glucides pariétaux. Cette 
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population se développe mieux avec un pH supérieur ou égal à 6,5 et elle produit principalement 

de l’acide acétique (C2) et de l’acide butyrique (C4). 

 F. succinogenes dégrade principalement la cellulose et elle produit majoritairement du 

C2, mais aussi de l’acide succinique et de l’acide formique.  

 R. albus et R. flavefaciens utilisent surtout la cellulose, les hémicelluloses et la pectine. 

Elles produisent essentiellement du C2 mais également de manière variable du dihydrogène, de 

l’éthanol, de l’acide formique, de l’acide lactique et de l’acide succinique.  

 Ces trois bactéries représentent de 0,3 à 4 % de la population microbienne totale (71). 

 B. fibrisolvens digère moins bien la cellulose que les bactéries précédentes (environ 5 

fois moins). Selon la souche, elle dégrade une très large gamme d’autres glucides. Elle produit 

du C4, du dihydrogène, du dioxyde de carbone, de l’acide formique, du lactate, de l’éthanol et 

de faibles quantités de C2.  

 Prevotella ruminicola peut dégrader les hémicelluloses. Cependant ses principaux 

substrats sont l’amidon et les sucres. Elle produit de l’acide succinique, de l’acide formique, du 

C2 et de l’acide propionique (C3). 

 

ii. Les bactéries dégradant les glucides cytoplasmiques et le lactate  

 Certaines bactéries fibrolytiques sont également amylolytiques : c’est le cas de quelques 

souches de B. fibrisolvens. D’autres bactéries sont plus spécialisées : Streptococcus bovis, 

Ruminobacter amylophilus, Succinomonas amylolytica, Selenomonas ruminantium et P. 

ruminicola. Elles produisent des quantités de C3 plus élevées et prolifèrent à des pH inférieurs 

à 6. 

 S. bovis dégrade principalement l’amidon ainsi que de nombreux sucres solubles. Elle 

se développe quand le potentiel d’oxydoréduction augmente. Son pH de croissance est de 4,5 à 

6,7. Elle peut produire dans certains cas de grandes quantités de lactate ainsi que du C2.  

 R. amylophilus dégrade l’amidon ainsi que le maltose. Elle produit de l’acide formique, 

du C2, de l’acide succinique et de faibles quantités d’éthanol. 

 S. amylolytica transforme l’amidon, le maltose et le galactose en acide succinique et en 

de faibles quantités de C2 et de C3. 
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  S. ruminantium a un pH de croissance de 4,3 à 4,4 et utilise l’amidon ainsi que les sucres 

pour les transformer en acide lactique, en C2 et en C3. Certaines souches peuvent également 

utiliser le lactate. 

 Concernant les sucres solubles, de nombreuses bactéries fibrolytiques et amylolytiques  

peuvent les fermenter. 

 

 Les bactéries amylolytiques peuvent vite proliférer avec des rations riches en glucides 

rapidement fermentescibles (sucres et amidon) et produire des AGV en grande quantité et 

notamment du C3. On assiste alors à une baisse du pH. Cela provoque une sélection de certaines 

bactéries dont les lactobacilles et donc une augmentation de la production en lactate (entraînant 

une plus forte diminution du pH). Les bactéries utilisant le lactate ont alors un rôle clé afin de 

rééquilibrer le pH ruminal : c’est le cas de Veillonella alcalescens, Megasphera elsdenii et de 

certaines souches de S. ruminantium. 

 

b. Les bactéries protéolytiques 

 

 Il n’existe pas de bactérie protéolytique stricte : ce sont en grande partie les bactéries 

amylolytiques (et certaines bactéries fibrolytiques) qui exercent cette fonction. Près de la moitié 

des souches bactériennes du rumen possèdent ainsi une activité protéolytique (16). Cette 

activité concerne la majeure partie des protéines solubles ainsi qu’une part non négligeable des 

protéines insolubles (70).  

 Les espèces ayant une activité protéolytique intense sont R. amylophilus, P. ruminicola, 

B. fibrisolvens et S. ruminantium (11). Les peptides produits par la protéolyse sont rapidement 

dégradés dans le rumen. Les acides aminés sont ensuite en grande partie désaminés pour donner 

du NH3 par P. ruminicola, S. ruminantium et M. elsdenii. La grande variété d’enzymes 

impliquées dans la dégradation des protéines est une illustration de l’activité synergique entre 

les différentes espèces du microbiote (70). 

c. Les bactéries agissant dans le métabolisme des lipides 
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 Les lipides sont soumis à deux types de réaction qui s’enchaînent : la lipolyse des esters 

d’acides gras (AG) suivie par la biohydrogénation des acides gras insaturés (AGI) en acides 

gras saturés (AGS). 

 La lipolyse des triglycérides est principalement réalisée par Anaerovibrio lipolytica. En 

effet cette dernière possède une lipase (23) capable d’hydrolyser les triglycérides en AG libres 

et en glycérol. Cependant, cette enzyme n’est pas efficace sur les galactolipides et les 

phospholipides. Leurs hydrolyses peuvent néanmoins être réalisées par une estérase, 

synthétisée par certaines bactéries appartenant au genre Butyvibrio (22).  

 La biohydrogénation des AG (notamment à 18 carbones) est complexe : elle se divise 

en plusieurs étapes successives d’isomérisations et de réductions et elle nécessite l’intervention 

de plusieurs enzymes synthétisées par des bactéries différentes. Selon Kemp et Lander (33), on 

peut regrouper les bactéries participant à l’hydrogénation de l’acide α-linolénique (c9c12c15-

C18:3) et de l’acide linoléique (c9c12-C18:2) en 2 groupes. Le groupe A, contenant notamment 

B. fibrisolvens, peut réaliser les deux premières étapes de la biohydrogénation. Le groupe B, 

contenant Butyvibrio hungatei et Butyvibrio proteoclasticus peut intervenir dans toutes les 

étapes jusqu’à l’obtention de l’acide stéarique (C18:0). Ainsi il y a moins de bactéries capables 

de réaliser l’hydrogénation finale, cela expliquerait sa lenteur et l’accumulation de produits 

intermédiaires. 

 

2. Les protozoaires 

 

 Les protozoaires ruminaux sont des organismes eucaryotes unicellulaires 

microscopiques. Ils sont de taille variable : 20 à 150µm (16). Ils sont ainsi 20 à 100 fois plus 

grands que les bactéries mais 104 fois moins nombreux (29). Ils peuvent représenter jusqu’à 

40% de la biomasse microbienne (16). Les protozoaires ne peuvent pas être cultivés sur des 

milieux entièrement synthétiques pendant de longues durées car ils sont plus exigeants que les 

bactéries en termes de conditions physico-chimiques du milieu et en besoins nutritionnels (29). 

La plupart des protozoaires sécrètent des enzymes (protéolytiques, cellulolytiques, 

amylolytiques) participant à la digestion des particules ingérées (29). 
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 Les protozoaires sont mobiles grâce à des organites spécialisés : des flagelles ou des 

cils, permettant de distinguer les flagellés et les ciliés.  

 Les connaissances des flagellés sont encore limitées. Leur concentration peut  être 

importante (jusqu’à 104/mL) mais leur contribution aux activités microbiennes est considérée 

comme négligeable (16). 

 Les ciliés sont en plus grand nombre que les flagellés dans le rumen. Leur concentration 

peut atteindre 105 à 106 par mL. Cela représente jusqu’à 1 kg de MS dans le rumen d’un bovin 

adulte. Les ciliés sont soit fixés sur des particules alimentaires, soit dans la phase liquide (29). 

Ils sont composés de deux groupes, appartenant tous les deux à la classe des Vestibulifera : 

- les entodiniomorphes : ordre des Entodiniomorphida, famille des Ophryoscolecidae 

(31) 

- les holotriches : ordre des Trichostomatida, sous-ordre des Trichostomatina, famille des 

Isotrichidae (31) 

 Les entodiniomorphes ont de fortes capacités à ingérer des particules solides en 

suspension (grains d’amidon, chloroplastes, fibres cellulosiques) à l’aide de leurs cils. Ces 

particules sont alors transportées à travers le vestibule jusqu’au cytostome. Les holotriches sont 

plutôt spécialisés dans l’absorption de composés solubles tels que les sucres solubles (31). 

  Ainsi, certains protozoaires (notamment les holotriches) dégradent rapidement l’amidon 

et les sucres solubles. Une partie des produits de cette dégradation est stockée sous forme de 

glucides de structure intermédiaire entre le glycogène et l’amylopectine. Certains 

entodiniomorphes sont particulièrement efficaces pour digérer la cellulose : les fibres sont 

acheminées dans des vacuoles dans lesquelles sont sécrétées des enzymes cellulolytiques (29). 

  

 Les ciliés du rumen ont une activité protéolytique moins efficace que les bactéries, mais 

contrairement à ces dernières, ils dégradent en majorité des protéines insolubles. Ils ont 

également une activité de désamination importante (29).  

 Les protozoaires peuvent éliminer les bactéries et récupérer les acides aminés, les 

peptides et les acides nucléiques bactériens pour les incorporer dans leur propre organisme (29). 
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3. Les champignons 

 

 Les champignons correspondent à environ 8% de la biomasse microbienne. Trois genres 

ont été identifiés : Neocallimastix, Piromyces et Caecomyces. Les zoospores se fixent sur des 

tissus végétaux. Ils sont alors au stade végétatif. Un système rhizoïdal se développe dans les 

tissus végétaux tandis que le sporange se développe à l’extérieur et peut ainsi libérer de 

nouvelles zoospores qui iront coloniser d’autres tissus. 

 Ces champignons sécrètent de nombreuses enzymes intervenant dans la digestion des 

glucides pariétaux. Ils ont une activité protéolytique faible. Leur contribution à la dégradation 

des glucides cytoplasmiques est peu connue. Cependant, ils peuvent fermenter la plupart des 

mono- et disaccharides. Les produits terminaux sont le lactate, le formate, le C2, le 

dihydrogène, le dioxyde de carbonne et l’éthanol (29). 

 

 

 Le rumen est donc un fermenteur présentant des conditions physico-chimiques 

particulières qui permettent la multiplication d’un microbiote anaérobie. Il permet ainsi aux 

ruminants de tirer parti des fibres végétales. Nous allons maintenant nous intéresser aux 

processus de dégradation des principaux aliments.  
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II. DIGESTION DES ALIMENTS D’ORIGINE VEGETALE PAR LES MICROORGANISMES 

RUMINAUX 

  

A. Digestion des glucides alimentaires 

 

1. Les glucides des végétaux 

 

 Les glucides peuvent se classer en deux catégories selon leur répartition dans la cellule 

végétale. La première catégorie correspond aux glucides cytoplasmiques : ils sont contenus à 

l’intérieur de la cellule végétale et ils sont les substrats ou les intermédiaires du métabolisme 

cellulaire des glucides et des glucides de réserve. La seconde correspond aux glucides 

pariétaux : on ne les retrouve que dans les aliments d’origine végétale ; ils sont les constituants 

de la paroi végétale.  

 Les glucides peuvent être séparés en deux autres catégories selon leur taille et leur 

solubilité : les oligosaccharides et les polyholosides. Les oligosaccharides sont composés d’un 

nombre déterminé d’oses, ils sont hydrosolubles (notamment les oses et les diholosides). Les 

polyholosides, association d’un très grand nombre d’oses par liaisons O-glucosidiques, sont 

insolubles. 

 

a. Les glucides cytoplasmiques 

 

 Les glucides cytoplasmiques comprennent les glucides hydrosolubles et les 

polyholosides de réserve (amidon). Ces glucides peuvent être hydrolysés par les enzymes 

sécrétées par le tube digestif. Ils peuvent  être dosés de façon spécifique avec des méthodes de 

colorimétrie après extraction. 

 

i. Les glucides hydrosolubles 

 Les glucides hydrosolubles comprennent les oses et les diholosides : ils contribuent 

directement au métabolisme de la cellule végétale.  
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 Pour les oses, on peut retrouver des pentoses (dont le fructose) ou des hexoses (dont le 

glucose) dans les vacuoles de la cellule végétale. Ces glucides sont des intermédiaires du 

métabolisme de la cellule végétale (27). 

 Concernant les diholosides, le saccharose est un constituant important de la sève 

élaborée : il est une forme de transport du carbone et de l’énergie (27).  

 

ii. Les glucides de réserve  

 Le principal glucide de réserve dans les végétaux est l’amidon : il est stocké dans des 

organes de réserve tels que les grains, les tubercules caulinaires, les racines. L’amidon est un 

polyholoside constitué de fractions variables d’amylose et d’amylopectine. L’amylose résulte 

de la polymérisation de molécules de glucose (entre 500 et 20 000) liées par des liaisons de type 

α 1-4.  L’amylopectine est un polymère ramifié en grappe dont la structure est proche de celle 

du glycogène, c'est-à-dire un polymère de glucose formé par des liaisons de type α 1-4 et α 1-

6. 

 L’amidon est stocké dans les cellules sous forme d’amyloplastes : ceux-ci sont 

constitués de différentes couches concentriques d’amidon autour d’un hile. L’accumulation des 

couches successives d’amidon va donner un grain intracellulaire, d’aspect souvent zoné et de 

forme caractéristique de chaque espèce végétale. Les plastes sont des organites des cellules 

végétales et à ce titre possèdent une enveloppe externe composée de lipides et de protéines. Ces 

protéines sont plus ou moins dégradables. Il est ainsi possible de parler d’amidon lent (sorgho, 

maïs) ou rapide (orge, blé, triticale) en fonction de sa vitesse de dégradation. Les amyloplastes 

se retrouvent dans les cellules des organes de réserve de la plante. 

 

b. Les glucides pariétaux 

 

i. La cellulose 

 La cellulose est le constituant principal de la paroi végétale, il s’agit d’un polymère de 

glucose avec des liaisons β 1-4. Ces différentes chaînes linéaires sont associées entre elles par 

des liaisons de type hydrogène pour former des microfibrilles de cellulose (27). 
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ii. Les hémicelluloses 

 Les hémicelluloses et la cellulose sont systématiquement liées et enchevêtrées pour 

constituer la base de la paroi végétale. Les hémicelluloses sont moins résistantes à l’hydrolyse 

que la cellulose et elles ont une composition beaucoup plus variée. Leur hydrolyse peut libérer 

un pentose (on parle alors par exemple de xylane) ou un hexose (mannanes, galactanes). Les 

hémicelluloses se différencient de la cellulose par la présence simultanée de liaisons β 1-4, β 1-

3 et α 1-6 (6, 18). 

 

iii. La lignine 

 La lignine est une structure polyphénolique. Ce n’est donc pas  un glucide. Cependant, 

de par son importance dans la paroi végétale, elle est souvent classée dans les fibres végétales. 

La lignine peut incruster l’ensemble cellulose – hémicellulose de façon variable dans la paroi 

végétale. Elle offre une plus grande résistance aux parois végétales. La teneur en lignine est un 

facteur limitant à la dégradation des parois végétales car celle-ci n’est pas digestible. Sa teneur 

augmente avec l’âge de la plante et son développement. L’ensemble cellulose – hémicellulose 

– lignine constitue les fibres dites insolubles (27). 

 

iv. Les pectines 

 Les pectines forment l’ensemble des fibres dites solubles. Ce sont des polymères 

d’acides uroniques et d’oses. Ce sont principalement des polymères d’acide α-galacturoniques 

et de rhamnose liés par des liaisons α-1-4. Leur hydrolyse est donc rapide (18). 

 

 

 Les glucides pariétaux ne peuvent pas être hydrolysés par les enzymes glycolytiques 

sécrétées par le tube digestif. En effet ces dernières ont une action α-glycosidase mais non β-

glycosidase. Cependant, ils peuvent être dégradés par les enzymes sécrétées par le microbiote 

ruminal, capable de produire des β-glycosidases. 
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2. Les méthodes d’évaluation des teneurs en glucides dans les aliments 

 

 Il existe plusieurs méthodes pour doser les différentes fractions glucidiques des 

aliments. Nous détaillerons les méthodes de Weende et de Van Soest. 

 

a. La méthode de Weende (6) 

 

 Cette méthode débute par deux hydrolyses successives suivies de rinçages : une 

première dans l’acide sulfurique, pendant 30 minutes, à ébullition et une seconde dans la soude, 

pendant 30 minutes, à ébullition. Puis un lavage à l’acétone est effectué afin d’éliminer la 

matière grasse (MG). Un séchage à l’étuve à 103°C est réalisé pour obtenir un résidu sec (P1) 

qui contient la cellulose brute ou cellulose de Weende (CB) et les cendres brutes (Mm). Une 

incinération à 550°C élimine la CB : on obtient alors P2. Par soustraction (P1 – P2) on obtient 

une valeur de CB. 

 Cette méthode permet également d’estimer la teneur en glucides cytoplasmiques en 

calculant l’extractible non azoté (ENA) :  

ENA = MS – ( Mm + MAT + MG + CB ) 

Les mesures de la MG et de la  matière azotée totale (MAT) seront développées dans la partie 

C. 

 Avec cette méthode, la CB correspond à la totalité de la cellulose vraie ainsi qu’à des 

fractions variables d’hémicellulose et de lignine. L’ENA représente les glucides 

cytoplasmiques ainsi qu’une partie des fibres. Cette méthode est donc peu appropriée pour 

estimer précisément la part de glucides cytoplasmiques (dont l’amidon) dans les aliments riches 

en fibres. 

 

b. La méthode de Van Soest (66) 

 

 Cette méthode permet de quantifier les quantités respectives d’hémicellulose, de 

cellulose et de lignine dans un aliment.  
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 L’échantillon est tout d’abord soumis à l’action d’une solution détergente neutre à 

ébullition. Le résidu correspond au « neutral detergent fibre » (NDF), il représente l’ensemble 

hémicellulose – cellulose – lignine. L’échantillon est ensuite placé dans une solution détergente 

acide à ébullition pour obtenir l’ « acid detergent fibre » (ADF) qui comprend la cellulose et la 

lignine. Enfin, l’action de l’acide sulfurique sur l’échantillon permet  d’isoler l’ « acid detergent 

lignin » (ADL). Par soustraction on peut estimer les différentes parts d’hémicellulose, de 

cellulose et de lignine : 

Hémicellulose = NDF – ADF 

Cellulose = ADF – ADL 

Lignine ≈ ADL 

 La proportion de glucides cytoplasmiques, appelés alors «  non fibrous carbohydrates » 

(NFC), peut être calculée à partir de cette méthode :  

NFC = MS – (Mm + MAT + MG + NDF) 

 Cette méthode est plus longue et plus onéreuse mais elle a l’avantage d’être plus précise 

et de distinguer les différents constituants des parois végétales. La figure 5 compare ces deux 

méthodes de dosage des glucides. 

 

 

3. Dégradation des glucides 

Pectines 

Cellulose vraie 

Lignine 

Amidon 

Sucres solubles 

ENA 

CB 

Hémicelluloses 

Glucides 

cytoplasmiques 

Glucides pariétaux 

ADL 

NDF 

Schéma de Van Soest Schéma de Wende 

 

ADF 

Figure 5 : Comparaison des méthodes de Weende et de Van Soest pour le dosage des glucides 

végétaux. 

NDF : neutral detergent fibre ; ADF : acid detergent fibre ; ADL : acid detergent lignin ; NFC : non fibrous 

cabohydrates ; CB : cellulose de Weende ; ENA : extractible non azoté 

NFC 
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a. Adhésion et digestion extracellulaire des glucides alimentaires 

 

i. Dégradation des fibres 

 Les bactéries fibrolytiques, les champignons et certains protozoaires sont impliqués et 

leur action est facilitée par un pH supérieur à 6,5.  

 Les bactéries vont tout d’abord se fixer aux fibres alimentaires. Les tissus facilement 

dégradables (ex : parenchyme) sont rapidement colonisés par les bactéries tandis que les tissus 

peu dégradables (ex : sclérenchyme) le sont moins. Certains protozoaires font de même, 

cependant, en général, ils ingèrent des petites particules alimentaires en suspension. Les 

champignons utilisent leur rhizoïde pour pénétrer en profondeur les fragments végétaux (29) ; 

ils coloniseraient préférentiellement les tissus lignifiés (18). 

 Les micro-organismes sécrètent de nombreuses hydrolases dans le milieu ruminal. Trois 

types de cellulases agissent en synergie : une endo β 1-4 glucanase, une cellobiosidase et une β 

-glucosidase. La première attaque la cellulose au hasard pour former des cello-

oligosaccharides ; la deuxième attaque l’extrémité non réductrice de la cellulose pour donner 

des unités de cellobiose et la troisième hydrolyse la cellobiose et les cello-oligosaccharides de 

faible degré de polymérisation pour donner du glucose (29).  

 Concernant les hémicelluloses, des xylanases sont retrouvées chez un grand nombre 

d’espèces bactériennes (18). Les protozoaires et les champignons sécrètent également des 

hemicellulases et des cellulases (18). 

 Pour ce qui est de l’hydrolyse des pectines, des enzymes pectinolytiques ont été 

identifiées chez des bactéries et des protozoaires mais pas chez les champignons (18).  

 

ii. Digestion de l’amidon 

 Les bactéries  amylolytiques et les protozoaires sont impliqués dans l’hydrolyse de 

l’amidon. Les bactéries amylolytiques sont favorisées par un pH ruminal inférieur à 6. Les 

protozoaires vont ingérer des grains d’amidons.  
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 Les microorganismes sécrètent des amylases extracellulaires, qui vont s’attaquer aux 

liaisons α-glucosidiques de façon aléatoire. Le produit final de cette hydrolyse est le glucose 

(50). 

 Pour conclure, l’hydrolyse extracellulaire de ces polyholosides va donner des 

oligosaccharides qui vont pouvoir être absorbés et fermentés par les microorganismes. 

  

b. Voies métaboliques de la fermentation des glucides par les bactéries 

ruminales 

 

  Les sucres libérés par hydrolyse vont être absorbés et ensuite fermentés en pyruvate par 

les voies d’Emden-Meyerhof et des pentoses phosphates. Le pyruvate est un intermédiaire qui 

est rapidement utilisé. Il est catabolisé en AGV (C2, C3, C4 et une faible proportion d’AGV 

mineurs), dans certains cas en acide lactique, et en gaz (dioxyde de carbone, dihydrogène et 

méthane). L’énergie, libérée sous forme d’adénosine tri-phosphate (ATP), permettra la 

croissance microbienne (18). Les deux étapes de la dégradation des glucides sont illustrées dans 

la figure 6.   

 

Figure 6 : La dégradation et l’utilisation des glucides par les bactéries ruminales. 

c. Produits terminaux et principaux facteurs de variation 
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 Avec des rations équilibrées, le C2 représente entre 60 et 65 % des AGV ruminaux, le 

C3 de 18 à 20 %,  le C4 de 10 à 15 % et les AGV mineurs de 2 à 5%.  

 Les proportions respectives en AGV dépendent de la nature de la ration. Une 

augmentation des teneurs en fibres provoque une augmentation de la proportion de C2 ruminal 

car les bactéries fibrolytiques utilisent plutôt la voie du C2. Une forte teneur en amidon (par 

exemple avec une forte proportion de céréales dans la ration) va favoriser la production de C3, 

au détriment de celle du C2. La présence de glucides solubles (saccharose, lactose, inuline), 

contenus dans des aliments tels que les betteraves ou le lactosérum, va augmenter la proportion 

de C4. Ce phénomène est illustré dans le tableau 2 qui compare les proportions d’AGV résultant 

de 4 rations différentes (18). 

 

Régime 

AGV 

totaux  

 

(mmol/L) 

Proportions molaires (%) 

C2 C3 C4 
AGV 

mineurs 

Foin de graminées 90,0 72 17 7 4 

Foin (44%) + orge (56%) 115,6 61 30 8 1 

Foin (18%) + betteraves (82%) 127,5 56 26 17 1 

Foin (52%) + lactosérum (48%) 99,9 59 16 21 4 

Tableau 2 : Influence de la nature de la ration sur les proportions molaires en AGV dans le 

rumen (valeurs moyennes durant les 5 heures après le repas) (d'après 30). 

 

 Le pH ruminal a également un effet sur les proportions d’AGV : sachant que les 

bactéries fibrolytiques se développent mieux à un pH supérieur à 6,5 et que les bactéries 

amylolytiques préfèrent un pH inférieur à 6, un pH bas engendrera des proportions de C3 plus 

élevées tandis qu’un pH haut provoquera de plus grandes proportions de C2 (6).  

 La quantité d’AGV dans le rumen dépend de la vitesse de dégradation du substrat : plus 

ce substrat est dégradé rapidement, plus la quantité d’AGV produite est importante. Les fibres 

sont moins rapidement digérées que l’amidon (lent ou rapide). Ainsi de fortes proportions 
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d’amidon rapide dans la ration entrainent une forte production d’AGV ruminaux. Cela peut 

créer une baisse rapide du pH ruminal risquant de provoquer une acidose ruminale (6). 

 Le méthane représente environ 15% d’énergie perdue lors des fermentations ruminales. 

Il s’agit d’un gaz à effet de serre et il est produit en plus grande quantité par la voie du C2. En 

système intensif, la ration est composée de plus fortes proportions d’amidon qui favorisent la 

voie du C3, produisant de plus faibles quantités de méthane. Une vache au pré est sur ce point 

plus polluante que dans un système intensif (29). 

 Les fermentations du microbiote produisent également de l’énergie thermique, c’est 

pourquoi la température ruminale est en moyenne plus élevée que la température corporelle. 

Néanmoins beaucoup de cette énergie thermique est perdue. 

 

d. Absorption des acides gras volatils 

 

 Les AGV sont principalement absorbés par l’épithélium des papilles ruminales mais 

également à travers les parois du feuillet et du réseau. Ils représentent la source majeure 

d’énergie pour l’animal (29). 

 

 Les activités du microbiote ruminal permettent donc la dégradation des fibres 

alimentaires et des glucides en général. L’énergie libérée permettra le fonctionnement du 

métabolisme microbien et notamment les synthèses protéiques. Les AGV produits seront 

utilisés par le ruminant comme source d’énergie. 
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B. Digestion des lipides alimentaires 

 

1. Les différents lipides alimentaires 

 

 Les rations des ruminants sont généralement pauvres en lipides (entre 2 et 5 % de la 

MS). Les lipides des grains de céréales, des graines protéagineuses et oléagineuses sont 

principalement composés de triglycérides riches en AGI : acide α-linolénique (c9c12c15-

C18:3), acide linoléique (c9c12-C18:2) et acide oléique (c9-C18:1).  Les AG majoritaires 

composant ces aliments sont développés dans le tableau 3.  

Aliment MG/MB 

(%) 

AG majoritaire(s) 

Grains de céréales 

Avoine 5 c9-C18:1 ; c9c12-C18:2 

Blé tendre 2 c9c12-C18:2 

Maïs 4 c9c12-C18:2 

Orge 2 c9c12-C18:2 

Sorgho 3 c9-C18:1 ; c9c12-C18:2 

Graines 

protéagineuses 

Féverole 1 c9c12-C18:2 

Lupin blanc 5-8 c9-C18:1  

Lupin bleu 5-8 c9c12-C18:2 

Pois 1 c9c12-C18:2 

Graines oléagineuses 

Colza 42 c9-C18:1  

Lin 34 c9c12c15-C18:3 

Soja 18 c9c12-C18:2 

Tournesol 45 c9c12-C18:2 

Tableau 3 : Teneurs en MG et AG majoritaires des principaux aliments utilisés chez les 

ruminants 

MG : matières grasses ; AG : acides gras ; MB : matière brute 

 L’herbe contient essentiellement des galactolipides et des phospholipides qu’on 

retrouve principalement dans les feuilles. Les acides gras majoritaires de l’herbe sont : le 

c9c12c15-C18:3, le c9c12-C18:2 et l’acide palmitique (C16:0) qui représentent respectivement 

41, 19 et 24 % des acides gras totaux (AGT) (9, 13). 

2. Le dosage des lipides alimentaires 
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 Il est possible d’estimer la teneur en MG totale d’un aliment avec la méthode de l’extrait 

éthéré. En effet, en lessivant un échantillon avec de l’éther, les molécules apolaires sont 

solubilisées. Cependant, certaines molécules non lipidiques telles que les vitamines liposolubles 

sont extraites : cela conduit  à une surestimation de la proportion en MG. A l’inverse, certains 

lipides tels que les phospholipides ne se solubilisent pas dans l’éther : il y a alors sous-

estimation de la quantité de MG. Ce dosage reste néanmoins très utilisé et aboutit à une 

standardisation des valeurs permettant des comparaisons entre les différents aliments. 

 La chromatographie en phase gazeuse permet d’identifier les AG présents dans un 

aliment. Cette technique sera développée dans la partie « matériels et méthodes » de ce 

manuscrit. On obtient alors des profils d’AG pour chaque échantillon. 

 

3. Le métabolisme ruminal des lipides 

 

 Le métabolisme ruminal des lipides est effectué en deux étapes : la lipolyse, suivie de 

la biohydrogénation. Cette deuxième étape entraîne le remaniement des AG alimentaires et 

donc la production de nombreux isomères de ces AG. De plus les bactéries ont la capacité de 

synthétiser de nouveaux AG. L’ensemble de ces phénomènes est à l’origine d’une composition 

très variée d’AG ruminaux. La composition en AG ruminaux impacte sur la composition en 

AG des denrées alimentaires d’origine animale (lait, viande). 

 

a. La lipolyse 

 

 Les triglycérides, les galactolipides et les phospholipides sont rapidement hydrolysés 

par les bactéries lipolytiques en milieu extracellulaire : cela donne des AG libres, du glycérol, 

des oses et du phosphore. Cette hydrolyse est quasi-complète (entre 85 et 95 %) et rapide. Les 

AGI vont ensuite subir la biohydrogénation tandis que le glycérol et les oses seront  fermentés 

en AGV. 
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b. La biohydrogénation ruminale 

 

 La biohydrogénation des AGI est une réaction chimique réalisée par de multiples 

espèces bactériennes, se déroulant en plusieurs étapes qui saturent progressivement les AGI. 

Cependant cette réaction n’est pas toujours complète et des intermédiaires insaturés peuvent 

s’accumuler. Nous détaillerons les cas de la biohydrogénation du c9c12c15-C18:3 et du c9c12-

C18:2 dont les différentes étapes sont illustrées sur la figure 7. 

 

 

 

 

 La biohydrogénation commence par une isomérisation des AGI. Lors de cette phase les 

acides gras ayant une liaison cis sur le carbone 12 sont transformés en leur isomère trans-Δ11. 

La Δ12 isomérase responsable de cette réaction, isolée chez B. fibrisolvens, n’est active que sur 

les AG possédant au moins deux doubles liaisons de configuration cis-Δ9 cis-Δ12 dont la 

fonction carboxyle est libre (34, 35) ; ainsi l’isomérisation n’est possible qu’après l’hydrolyse. 

C’est pourquoi le c9c12c15-C18:3 est transformé en c9t11c15-C18:3 et le c9c12-C18:2 est 

t10-C18:1 

t10c12-C18:2 
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linolénique 

c9c12c15 C18:3 
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Acide stéarique 
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Acide transvaccénique 
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HYDROGENATION 

Figure 7 : La biohydrogénation des acides α-linolénique et linoléique. 
Trait continu : voie majoritaire ; trait discontinu : voie minoritaire 
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transformé en acide ruménique (c9t11-C18:2), c’est la voie T11. Le c9c12-C18:2 peut 

également subir l’action d’une Δ9 isomérase pour être transformé en t10c12-C18:2 (67). Cette 

dernière enzyme est peu étudiée. Cette voie est en général minoritaire : c’est la voie T10, mais 

elle est favorisée par une forte proportion de concentrés dans la ration, et une baisse du pH. 

 L’isomérisation engendre donc des premiers intermédiaires présentant deux doubles 

liaisons conjuguées (séparées par une seule liaison simple). Ces intermédiaires sont appelés 

acides linoléniques conjugués (CLnA) et acides linoléiques conjugués (CLA). Il est intéressant 

de noter que ces intermédiaires auraient des propriétés biologiques intéressantes pour le 

consommateur humain, en particulier le c9t11-C18:2 qui serait anticarcinogène (14, 51, 52). 

La deuxième phase de la biohydrogénation correspond à l’hydrogénation des doubles 

liaisons par des réductases microbiennes. Le c9t11c15-C18:3 est réduit en t11c15-C18:2. Une 

hydrogénation supplémentaire (éventuellement couplée à une isomérisation) donne 

majoritairement de l’acide transvaccénique (t11-C18:1) ainsi qu’une petite fraction de t15-

C18:1 et de c15-C18:1. Le t11-C18:1 peut être à nouveau hydrogéné pour produire de l’acide 

stéarique (C18:0). Pour ce qui est des CLA, le c9t11-C18:2 est hydrogéné en acide t11-C18:1 

puis en C18:0. Le t10c12-C18:2 est hydrogéné en t10-C18:1 puis en C18:0. 

Cette biohydrogénation étant plus ou moins complète, il est possible de retrouver tous 

les intermédiaires de la biohydrogénation dans le contenu ruminal.  

 

c. Synthèse microbienne d’acides gras à chaine hydrocarbonée impaire et 

ramifiée  

 

 Les bactéries ont la possibilité de synthétiser et d’incorporer des AG. Les AG incorporés 

concernent plusieurs AG dont le c9c12-C18:2. Les AG synthétisés sont majoritairement des 

AG à chaîne impaire et/ou ramifiée, ou « Odd- and branched-chain fatty acids » (OBCFA). Il 

s’agit des AG suivants : C15:0, C17:0, cis9-C17:1, iso-C13:0, iso-C14:0, iso-C15:0, iso-C16:0, 

iso-C17:0, anteiso-C15:0 et anteiso-C17:0. Ces derniers sont synthétisés par les bactéries à 

partir d’AGV, d’AG et de résidus ramifiés d’acides aminés (58,69). 
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 Quand les AG d’origine alimentaire sont présents en forte quantité dans le rumen, 

l’incorporation est plus importante que la synthèse. A l’inverse, quand les acides gras d’origine 

alimentaire sont plus rares, la part d’AG synthétisés par les bactéries augmente (4). 

 

4. Les principaux facteurs de variation des teneurs en AG dans les denrées 

alimentaires d’origine animale 

 

 Nous nous intéresserons ici aux facteurs de variation liés à la ration qui peuvent modifier 

les profils en AG. 

 La composition en AG du contenu ruminal dépend tout d’abord des AG présents dans 

la ration : en effet ces derniers conditionnent directement la nature des intermédiaires de la 

biohydrogénation. 

 Une  ration classique pour des vaches laitières, contenant moins de 3% de MG par 

rapport à la matière sèche (MS), induit une teneur de 0,4 à 0,8 % de CLA dans la MG du lait. 

Cette teneur augmente lorsque la ration est enrichie en AGI. Mais cette augmentation dépend 

de la nature des AG de la MG ajoutée : le soja, riche en c9c12-C18:2, induit une sécrétion très 

forte de CLA dans le lait, tandis que le lin (moins riche en c9c12-C18:2) conduit à une sécrétion 

intermédiaire et le colza (pauvre en c9,c12-C18:2) conduit à une production de lait très pauvre 

en CLA (8). La production de CLA et de trans-C18:1 au niveau ruminal dépend aussi de la 

quantité de MG apportée. La production ruminale de CLA est conditionnée par la libération 

dans le milieu ruminal de c9c12-C18:2 libre par hydrolyse des lipides alimentaires. 

L’augmentation de la quantité de MG dans le rumen provoque une légère diminution de 

l’efficacité (pourcentage libéré) de la lipolyse (65), mais celle-ci reste bien moins sensible aux 

fortes concentrations en c9c12-C18:2 que la biohydrogénation ruminale. En effet, la 

concentration ruminale en c9c12-C18:2 peut modifier directement la vitesse de sa propre 

biohydrogénation ruminale. In vitro, une concentration élevée en c9,c12-C18:2 provoque une 

diminution de l’efficacité des trois étapes de sa biohydrogénation, entraînant alors 

l’accumulation des intermédiaires CLA et trans-C18:1 (64, 20). Cependant, si une quantité 

élevée de c9c12-C18:2 provoque une saturation de l’étape d’isomérisation, les deux réductions 

seraient plutôt inhibées et/ou saturées par les intermédiaires CLA et trans-C18:1 produits au 

cours de sa biohydrogénation. 
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 La forme d’apport d’AG influencera également la teneur en CLA dans le lait : sous 

forme d’huile, les triglycérides sont rapidement hydrolysés, une grande quantité de c9c12-

C18:2 est libérée, ainsi la biohydrogénation est ralentie et une accumulation de CLA sera 

visible. Au contraire, sous forme de graines, les triglycérides ne sont hydrolysés qu’après 

digestion des parois végétales : ainsi le c9c12-C18:2 n’est que lentement libéré, la 

biohydrogénation ne sera pas ralentie. Un traitement des graines par chauffage ou extrusion 

permet de ralentir ou d’accélérer la libération de c9c12-C18:2 (63). 

 Le rapport fourrage/concentré joue aussi un rôle dans la concentration en CLA des 

denrées d’origine animale. En effet, une augmentation de la teneur en fourrage provoque une 

augmentation des concentrations en CLA du lait. Réciproquement une diminution du rapport 

fourrage/concentré engendre une diminution des concentrations en CLA du lait. Cela s’explique 

par l’intermédiaire de trois mécanismes : tout d’abord les fourrages représentent un apport 

d’AG polyinsaturés, ensuite ils engendrent un pH ruminal proche de 7 qui correspond au pH 

optimal des enzymes de la biohydrogénation, enfin ils stimulent les bactéries fibrolytiques dont 

B. fibrisolvens (63). Par ailleurs, les rations riches en concentrés et en c9c12-C18:2 favorisent 

l’apparition des isomères T10 (75) 

 Ainsi, il est possible de moduler, en fonction de l’alimentation, la composition en AG 

du rumen et donc des produits d’origine animale, en particulier cela pourrait permettre de  

sélectionner certains AG d’intérêt nutritionnel et notamment le c9t11-C18:2 pour ses propriétés 

anticarcinogènes.  
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C. Digestion de l’azote alimentaire 

 

1. Nature de l’azote alimentaire 

   

 Les matières azotées alimentaires peuvent être séparées en deux catégories : les 

protéines, qui peuvent être solubles ou non, et l’azote non protéique ou plus précisément non 

protéinique (ANP). En effet, l’ANP regroupe des amides et des acides aminés libres (50% 

environ), ainsi que des bases azotées, des amines, du NH3, de l’urée et des nitrates.  

 Les aliments d’origine végétale les plus riches en azote sont les graines oléagineuses et 

protéagineuses (jusqu’à 35% de la MS). Sous forme de tourteaux, la teneur en MAT peut 

atteindre 50% de la MS. Dans ces aliments, l’azote est en quasi-totalité sous forme de protéines. 

Les céréales sont plus pauvres en azote (10% de MAT/MS), excepté sous forme de coproduits 

(drèches ou sons) qui concentrent l’azote de l’assise protéique et de l’albumen du grain par 

élimination de l’amidon (6). 

 La teneur en azote des plantes fourragères dépend tout d’abord du stade de végétation : 

en début de croissance, les graminées fourragères feuillues contiennent environ 20 % de MAT 

dans la MS. Cette teneur diminue à 3 % dans les pailles de céréales et l’herbe sèche sur pied. 

Cette teneur dépend également de la nature botanique : le maïs fourrager est plus pauvre en 

azote que les légumineuses (27). 

 Dans les plantes fourragères, 75 à 85% de l’azote est sous forme de protéines, 15 à 25% 

sous forme d’ANP. Les protéines se concentrent dans les feuilles et correspondent à 65 à 80 % 

de l’azote des feuilles : 55 à 65 % de celles-ci se retrouvent dans les chloroplastes, 20 à 35% 

dans le cytosol des cellules, le reste est répartit entre les mitochondries, le noyau et les parois. 

L’ANP est surtout présent dans les tiges où il représente 20 à 30 % de l’azote : on le retrouve 

notamment dans les vacuoles (27). 

 Une majeure proportion de l’ANP arrivant dans le rumen est représentée par l’urée, 

directement incorporée dans la ration ou contenue dans les sécrétions salivaires du ruminant. 
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2. Dosage de l’azote alimentaire 

 

a. Méthode Kjeldalh 

 

 Le dosage de la MAT se base sur la détermination de la quantité d’azote dans l’aliment. 

 L’échantillon est tout d’abord mis en contact avec de l’acide sulfurique à ébullition qui 

entraîne la destruction des molécules organiques. Les produits de cette réaction sont le dioxyde 

de carbone, l’eau et le sulfate d’ammoniac. Une distillation en milieu basique est réalisée : le 

sulfate d’ammoniac est transformé en sulfate de sodium et en NH3 qui va pouvoir s’évaporer 

et être isolé. Celui-ci est alors dosé en retour à l’aide d’acide sulfurique et d’hydroxyde de 

sodium.  

 Cette technique permet alors d’estimer la teneur en azote de l’aliment. Les protéines 

renfermant en moyenne 16% d’azote, on utilise le coefficient 6,25 pour convertir la teneur en 

azote en MAT. 

 

b. Méthode Dumas 

 

 Dans cette technique, l’échantillon est contenu dans une petite capsule d’étain. Il est 

introduit  dans un réacteur constitué par un tube vertical en quartz, maintenu à une température 

de 1000°C et dans lequel passe un courant d’hélium.   

 A l’introduction de l’échantillon, le courant d’hélium est enrichi par une quantité 

déterminée d’oxygène pur, provoquant alors la combustion éclair de la capsule et de 

l’échantillon.  

 Les gaz de combustion, entraînés par le courant d’hélium, passent sur un catalyseur 

d’oxydation qui les transforme en dioxyde de carbone, en eau, en dioxyde de souffre, en 

trioxyde de souffre et en oxydes d’azote. 

 Ces gaz passent alors sur un deuxième catalyseur (cuivre réduit) qui va entraîner la 

réduction des oxydes d’azote en azote élémentaire, du trioxyde de souffre en dioxyde de souffre, 

et piéger l’excès d’oxygène. A la sortie du tube on trouve, en plus du gaz vecteur hélium, du 

diazote, de dioxyde de souffre, du dioxyde de carbone et de l’eau. Les produits non dosés sont 
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piégés. Les gaz obtenus sont alors séparés dans une colonne de chromatographie et quantifiés 

par un détecteur à conductibilité thermique. Le signal obtenu est ensuite traité 

informatiquement.  

 Comme avec la méthode Kjeldahl, le même coefficient de 6,25 doit être appliqué à la 

quantité d’azote mesurée pour obtenir une valeur de MAT. 

 

3. Dégradation de l’azote 

 

 La protéolyse est principalement réalisée par les bactéries et les protozoaires. Les 

champignons interviennent dans une moindre mesure. Ces microorganismes ruminaux 

dégradent une fraction des protéines alimentaires. Cette dégradation engendre tout d’abord des 

peptides puis des acides aminés et enfin de l’ammoniac. L’ANP est quant à lui rapidement 

dégradé en NH3.  

 

a. Protéolyse 

 

 La première étape de la dégradation des protéines résulte de l’activité des protéases 

bactériennes. Celles-ci étant localisées sur la face externe des membranes bactériennes (30), 

l’attachement précède la protéolyse. 

 C’est principalement les bactéries amylolytiques qui interviennent dans la protéolyse : 

elles dégradent principalement les protéines solubles. Les protozoaires participent plutôt à la 

dégradation des protéines insolubles incluses dans des particules de taille appropriée telles que 

des chloroplastes ou des bactéries qu’ils ingèrent (30). 

 La vitesse de dégradation des protéines dépend tout d’abord de la solubilité : les 

prolamines et les glutélines, qui sont insolubles, sont plus lentement dégradées que les 

globulines, qui sont solubles (54). La vitesse de dégradation des protéines dépend également de 

la présence de ponts peptidiques (structures tertiaire et quaternaire). Par exemple, la présence 

de ponts disulfures ralentit la protéolyse (2). Ainsi, l’action synergique des différentes protéases 

est nécessaire pour compléter l’hydrolyse des protéines de structure complexe. Il est également 
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essentiel que les protéines soient accessibles : de nombreuses protéines végétales sont incluses 

dans une matrice de fibres. La protéolyse dépend alors de l’activité fibrolytique. 

 Une fraction variable de protéines échappe à la dégradation ruminale et se compose 

principalement de protéines insolubles. 

 

b. Hydrolyse des peptides 

 

 Les peptides sont rapidement hydrolysés : ils sont donc peu accumulés. Seule la 

protéolyse de la caséine est assez rapide pour pouvoir observer une accumulation de peptides 

(30, 70). Les peptides de grande taille subissent une hydrolyse par des peptidases liées à la 

membrane extracellulaire des bactéries, cela produit alors des oligopeptides, des di-peptides, 

des tri-peptides et des acides aminés, qui seront ensuite absorbés par les bactéries. De plus, les 

bactéries, ayant la capacité d’assimiler des peptides de petite taille, vont les dégrader en acides 

aminées à l’aide d’enzymes intracellulaires (30). 

 

c. Dégradation des acides aminés 

 

 Les acides aminés, d’origine alimentaire ou produits de l’hydrolyse des protéines, sont 

soit désaminés en NH3 et en AGV, soit incorporés dans les protéines bactériennes (2).  

 

d. Devenir des autres composés azotés de la ration 

 

 Les acides nucléiques représentent 5 à 10% de l’azote présent dans les rations des 

ruminants. Ces molécules proviennent également des fragments desquamés de l’épithélium 

ruminal et des microorganismes lysés. Ils sont rapidement dégradés et peuvent être utilisés par 

les microorganismes comme source d’énergie et d’azote (30). 

  L’urée, d’origine alimentaire ou salivaire, est très rapidement hydrolysée par des uréases 

bactériennes : cela engendre la production de NH3. Les nitrates sont réduits en nitrites puis en 

NH3 (30). 
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 Ainsi, la dégradation des matières azotées entraîne la production de NH3. Ce dernier 

sera utilisé par le microbiote pour la synthèse de nouveaux acides aminés. Quand la production 

d’ammoniac est supérieure à son utilisation, il peut alors être absorbé par la paroi du rumen. Il 

sera transformé dans le foie en urée, qui sera alors recyclée par la salive ou la paroi du rumen. 

Par ailleurs, une partie de l’urée est excrétée dans l’urine et le lait (30). 

 

e. Synthèse microbienne des protéines 

 

 Seule une petite fraction des acides aminés est directement incorporée dans les protéines 

microbiennes (chez les protozoaires et quelques espèces bactériennes). La plus grande partie 

des acides aminés bactériens est synthétisée à partir de NH3.  

 Chez les bactéries, le NH3 traverse la membrane plasmique par diffusion passive sous 

forme non ionisée, et par transport actif sous forme ionisée. Il est ensuite incorporé dans une 

chaine hydrogénocarbonée pour former un acide aminé. Ces derniers permettront la synthèse 

de protéines. Les protozoaires incorporent les acides aminés principalement par la prédation de 

bactéries. 

 La croissance des bactéries non protéolytiques dépend donc de la production de NH3 

par les bactéries protéolytiques. Il s’agit là d’une illustration des interdépendances 

nutritionnelles qui permettent le bon fonctionnement du microbiote ruminal. Notons que les 

bactéries fibrolytiques sont très dépendantes car elles ont majoritairement une action 

protéolytique faible.   

 

 

 Les protéines d’origine microbienne ainsi que les protéines alimentaires non dégradées 

dans le rumen seront ensuite évacuées vers le reste du tube digestif. Leur digestion, dans le reste  

du tube digestif, est similaire à celle rencontrée chez les monogastriques. 

 La figure 8 reprend les principales phases du métabolisme ruminal de l’azote. 
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Figure 8 : Le métabolisme ruminal de l'azote. 

 

 Les activités ruminales permettent donc au ruminant de tirer parti de l’ANP. Elles 

contribuent également à un remaniement des matières azotées présentes dans la ration. Les 

protéines issues des synthèses microbiennes présentent des compositions en acides aminés 

globalement équilibrées : les activités microbiennes augmentent ainsi la valeur biologique des 

matières azotées alimentaires. Ainsi les ruminants sont peu dépendant des équilibres entre les 

différents acides aminés alimentaires.  

 De plus, il est important de noter que les synthèses microbiennes à partir du NH3 

nécessitent de l’énergie sous forme d’ATP, énergie provenant directement de la fermentation  

des glucides. Ces deux métabolismes sont donc étroitement liés.  
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III. LES METHODES D’ETUDE DE LA DIGESTION RUMINALE 

 

 Dans cette partie, nous étudierons les différentes techniques d’étude des 

biotransformations ruminales. Nous verrons dans un premier temps les méthodes in vivo puis 

les méthodes in vitro. 

 

A. Les études in vivo 

 

 Tout d’abord, nous nous intéresserons aux méthodes peu invasives pour l’animal, puis 

nous verrons les méthodes faisant intervenir des canules qui nécessitent une chirurgie, donc 

plus invasives. 

 

1. Etudes avec des animaux non canulés 

 

 L’étude des activités microbiennes ruminales peut tout d’abord s’effectuer 

indirectement par l’étude de la composition du lait de l’animal (taux butyreux, profil d’AG 

longs issus de la biohydrogénation et d’OBCFA). Il existe néanmoins un biais à cause du 

remaniement du profil en AG par le métabolisme mammaire. 

 Elle peut également s’effectuer par analyse du contenu ruminal : celui-ci peut être 

prélevé par ruminocentèse ou sondage œsophagien. Ces méthodes permettent de mesurer le pH, 

les concentrations en AGV et en NH3. Cependant, les ruminocentèses répétées engendrent un 

risque d’abcès de paroi ou de péritonite, et le prélèvement par sondage œsophagien est souvent 

contaminé par de la salive, ce qui rend l’interprétation du pH difficile. Enfin, ces deux méthodes 

ne permettent pas d’avoir accès aux contenus solides du rumen. C’est pourquoi le recours à des 

animaux canulés est souvent nécessaire. 
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2. Etudes avec des animaux canulés 

 

a. Etudes du contenu ruminal 

 

 Une canule ruminale est un dispositif permettant un accès direct et permanent au 

contenu ruminal. Elle est mise en place sous anesthésie locale dans le creux du flanc gauche. 

L’épithélium du rumen est alors abouché bord à bord à la peau. La réaction inflammatoire 

entraînée permet une étanchéité du dispositif. La canulation ruminale est un geste chirurgical 

relativement simple à réaliser et l’animal semble bien tolérer cette opération (12). 

 Cette canule permet tout d’abord de prélever de façon répétée des contenus ruminaux. 

Ces prélèvements sont généralement effectués plusieurs fois par jour autour des repas. On 

obtient alors une cinétique des paramètres physicochimiques (pH, potentiel d’oxydo-réduction) 

et des produits des fermentations dans le milieu ruminal (AGV, NH3), mais cette technique ne 

permet pas d’effectuer de bilan quantitatif des biotransformations. 

 

b. Bilans in vivo des activités microbiennes 

 

 L’activité microbienne peut être étudiée en mesurant le flux de nutriments effluant vers 

l’omasum, l’abomasum et le duodénum. Pour cela il est nécessaire d’avoir des animaux porteurs 

d’une canule du rumen, de l’abomasum ou du duodénum proximal (21). La technique de 

référence est celle du double marquage (15) où deux types de marqueurs sont utilisés : les 

marqueurs de la phase liquide tels que le chrome EDTA ou le polyéthylène glycol, et les 

marqueurs de la phase solide tels que le chrome mordancé ou l’ytterbium. Il faut administrer le 

marqueur en quantité journalière constante, soit par infusion dans le rumen, soit directement 

dans la ration. Le contenu digestif est alors prélevé à intervalles réguliers. 

 Avec cette méthode, il est possible d’étudier le flux de digesta effluant du rumen et donc 

d’effectuer des bilans de la digestion ruminale ainsi que d’estimer la dégradabilité des composés 

alimentaires (MS, NDF, ADF, amidon…). Elle permet également, à l’aide de marqueurs 

microbiens, d’évaluer les fractions azotées microbiennes et alimentaires (55). 

 Néanmoins cette technique présente quelques désavantages.  Elle nécessite beaucoup de 

temps et de budget et elle n’est pas aisée à mettre en place. De plus, l’utilisation des marqueurs 
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induit des erreurs dans les bilans des digesta. Enfin de nombreuses variations individuelles (62) 

sont observées. Elle reste cependant une technique de référence. 

 

c. Méthode in sacco 

 

 La méthode in sacco (ou in situ, ou méthode des sachets de nylon) nécessite également 

l’emploi d’animaux munis d’une canule ruminale. Elle consiste à renfermer dans des sachets 

de nylon ou polyester, l’aliment à tester. Les sachets sont ensuite suspendus dans le rumen de 

l’animal pendant une période variable. Ils sont ensuite lavés et analysés. 

 Cette méthode a été largement utilisée pour évaluer la dégradabilité de la fraction azotée 

des aliments, elle a ainsi été à la base de nombreux systèmes d’évaluation de la valeur azotée 

des aliments tels que le système PDI (68). Elle peut également être utilisée pour l’étude des 

cinétiques de dégradation des glucides pariétaux et de l’amidon (46). 

 La plupart des systèmes d’évaluation de la valeur azotée des aliments reposent sur deux 

fractions d’acides aminés absorbées dans l’intestin : une fraction d’origine alimentaire et une 

fraction microbienne. Dans ce système, la fraction azotée présente après incubation dans le 

sachet correspond à la fraction alimentaire non digestible par les microorganismes, et l’autre 

fraction correspond à la fraction digestible. Or, il a été montré que certains peptides ou protéines 

solubles (qui sortent donc du sachet) ne sont pas dégradés (1) ; ils augmenteraient jusqu’à 30% 

le flux d’azote alimentaire duodénal (72). De plus, une part de l’azote résiduel dans le sachet 

est d’origine bactérienne (5). Dans le système PDI (68), une comparaison entre l’in vivo et l’in 

sacco a permis de prévoir, en fonction des résultats de l’in sacco, la part d’azote alimentaire 

échappant à la digestion microbienne. Celle-ci est égale à 1,11 fois la quantité non dégradée in 

sacco.  

 Concernant la digestion de l’amidon, il est intéressant d’évaluer la part de l’amidon 

échappant à la digestion ruminale (ou amidon by-pass). Or, une valeur de dégradabilité mesurée 

in situ de 60 % correspond à une dégradabilité ruminale mesurée in vivo de 75 % (57). Il y a 

donc sous-estimation de la dégradabilité de l’amidon. Cela peut s’expliquer par une activité 

amylolytique variable à l’intérieur du sachet (49) car les microorganismes colonisent de façon 

irrégulière l’intérieur du sachet. 



  

- 61 - 

 

 Pour ce qui est de la digestion des parois végétales, la méthode in situ a tendance à sous-

estimer la dégradabilité réelle. Cela peut s’expliquer par un nombre de bactéries cellulolytiques, 

une activité cellulolytique et un pH plus faibles dans le sachet que dans le milieu ruminal (46). 

 

 Avec cette méthode se pose également le problème du mode de conditionnement. En 

effet, la taille des pores du sachet peut entraîner une sélection des microorganismes (45). La 

taille des particules de l’aliment introduit peut modifier les vitesses de dégradation. Enfin, pour 

étudier la dégradation des aliments humides,  un séchage prolongé (3 jours à 55°C) à l’étuve 

est nécessaire. Ce dernier peut altérer les composés azotés en formant des complexes de 

Maillard.  

 

 Ainsi cette méthode, aisée à mettre en œuvre, est intéressante car l’aliment est placé 

directement dans le milieu ruminal. Elle permet d’estimer la dégradabilité de l’amidon, des 

protéines et des fibres mais avec une répétabilité et une reproductibilité faibles (44). 

 

 Les méthodes in vivo et in sacco nécessitent l’utilisation de plusieurs animaux pourvus 

de canules ruminales, d’où l’intérêt de développer des méthodes alternatives afin d’améliorer 

le bien-être animal et de réduire le nombre d’animaux utilisés pour les expérimentations. 

 Des méthodes alternatives in vitro permettent de mettre en évidence de nombreux 

facteurs de variations des fermentations ruminales, limitant ainsi la part des expérimentations 

in vivo. 
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C. Les études in vitro 

 

1. Méthodes générales 

 

 Ces méthodes consistent à incuber un substrat en présence d’un inoculum ruminal et 

d’un tampon pendant une période définie, en respectant des conditions de température (39°C) 

et d’anaérobiose. Une mise en mouvement du milieu fermentaire est également réalisée afin de 

mimer les contractions ruminales. 

 Le substrat est composé d’un substrat fermentaire pour nourrir les bactéries, auquel est 

additionné la matière première ou la substance à tester. 

 L’inoculum est généralement obtenu à partir d’animaux présentant une canule au niveau 

du rumen : la phase liquide et une partie de la phase solide : il peut contenir des fibres 

alimentaires de taille variable en fonction du tamis employé. Deux animaux donneurs sont 

suffisants. 

 Le tampon contient principalement des bicarbonates et des phosphates et il est parfois 

ajouté de l’urée. Les minéraux nécessaires à la croissance bactérienne sont en général inclus 

dans ce tampon. 

 

2. Mise en culture de contenu ruminal en milieu fermé ou « batch » 

 

 Ces méthodes sont dérivées de la méthode de Tilley et Terry (62) qui consiste à incuber 

un substrat pendant 48h dans un mélange de liquide ruminal et de solution tampon à 38°C puis 

d’effectuer un traitement pepsique (pepsine – acide chlorhydrique) pendant 48h. La première 

étape reproduit les conditions ruminales et la deuxième, la digestion dans la caillette. Les 

méthodes actuelles ne reprennent que la première partie de cette méthode, et ainsi, elles ne 

simulent que la phase de digestion ruminale. 

 Classiquement, un substrat est mélangé à un inoculum et à une solution tampon pour 

une durée courte (inférieure ou égale à 24 h). L’apport de substrat et de solution tampon est 

unique, il n’y a aucune sortie d’effluents. 
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 Ces méthodes permettent de nombreuses mesures : dégradation de la MS et de ses 

composants (NDF, ADF, amidon, protéines), production d’AGV et de NH3, mesure des gaz 

produits (43, 37). Il est possible d’étudier les composés solubles (contrairement à l’in sacco). 

 Ces méthodes sont relativement rapides et faciles à mettre en œuvre (73). Elles sont 

considérées comme moins onéreuses que la technique in sacco (55). De nombreux paramètres 

peuvent être testés en multipliant les manipulations. De plus, la répétabilité et la reproductibilité 

sont correctes (17). 

 Néanmoins, ce système est fermé : avec le temps, les produits des fermentations, 

notamment les AGV, s’accumulent et entraînent une diminution importante du pH. Cela inhibe 

le développement des populations microbiennes fibrolytiques (38). 

 

3. Mise en culture de contenu ruminal en système ouvert 

 

 Afin de pouvoir évaluer l’effet d’un substrat ou d’un traitement sur les fermentations 

microbiennes sur une durée plus importante, il est important de renouveler le milieu 

fermentaire. Pour cela, il est nécessaire d’apporter régulièrement au milieu du substrat et du 

tampon, et d’évacuer les effluents. 

 Ainsi, il a été mis au point des systèmes dits continus (apport continu de solution tampon 

et d’aliment) et des systèmes dits semi-continus (apport continu de solution tampon et apport 

discontinu d’aliment). Avec ces deux types de systèmes, contrairement aux systèmes « batch », 

des effluents sont évacués (de façon continue) et il est donc possible d’effectuer ces cultures 

sur plusieurs semaines. 

 Nous présenterons ici un système semi-continu mis au point par Czerkawski et 

Breckenridge (10) : « Rumen Simulation Technique » ou Rusitec. Dans un deuxième temps, 

nous aborderons un système continu dit « dual flow continuous system » décrit par Hoover (24). 
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b. Le système Rusitec (10) 

 

 Ce système est présenté sur la figure 9. Avec cette technique le substrat est contenu dans 

des sachets, comparables à ceux utilisés in sacco, placés dans un panier. Ces derniers sont agités 

dans un réacteur, maintenus à 40°C grâce à un bain marie. Le tampon est infusé de manière 

continue dans le réacteur à l’aide d’une pompe péristaltique avec un taux de renouvellement de 

1,5 à 9,5 %/h selon les études (10, 59). Les effluents liquides ou gazeux sont également évacués 

de façon continue, par une sortie unique. Deux types d’inoculum sont utilisés : un inoculum 

liquide (phase liquide ruminale filtrée), et un inoculum solide (contenu solide du rumen). 

 Le premier jour, le panier contient un sachet rempli d’inoculum solide et un sachet 

contenant l’aliment à tester. Le lendemain, le sachet contenant l’inoculum est remplacé par un 

sachet d’aliment. A partir de ce jour chaque sachet est remplacé au bout de 2 jours d’application. 

Le sachet retiré est rincé avec le tampon, cette phase intermédiaire est alors remise dans le 

réacteur. Cette étape permet de maintenir l’inoculum actif (7). 

 
Figure 9 : Schéma général du Rusitec (d'après 7). 
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 En comparant la composition des sachets avant et après application, il est possible 

d’obtenir des valeurs de dégradation. On obtient alors des résultats similaires à l’in sacco 

concernant la disparition de la MS, des constituants pariétaux, de l’amidon et des protéines. (7) 

 Les teneurs en AGV peuvent être mesurées dans le réacteur : une approche cinétique 

des fermentations est alors réalisable. Pour quantifier les AGV produits, il est nécessaire de les 

doser  dans les effluents. La variabilité de la concentration en AGV dans le milieu fermentaire 

et de la quantité produite sur 24 h est assez élevée : jusqu’à 25%. Cependant les proportions des 

différents AGV varient peu (7). 

 Concernant le NH3, les valeurs obtenues dans le réacteur sont très faibles par rapport à 

l’in vivo (7). 

 Enfin il est possible d’évaluer la quantité et la composition des gaz produits. 

 Ce système permet donc d’évaluer simultanément la dégradation des substrats et la 

production d’AGV, de NH3 et de gaz. Il offre ainsi la possibilité d’effectuer des bilans de 

fermentation et d’étudier l’aspect cinétique des fermentations. Concernant les protéines, 

l’utilisation de sachets permet de distinguer les protéines non digérées des protéines issues de 

la synthèse microbienne. 

 Le Rusitec présente néanmoins quelques inconvénients : l’utilisation de sachets limite 

la circulation des fluides et des déviations fermentaires sont possibles lors d’expériences de 

longue durée, ou en cas de fréquences de prélèvements trop élevées. Enfin, le fait de remplacer 

le substrat une seule fois par jour risque de sous alimenter le microbiote pendant une longue 

durée, à ce titre il est recommandé d’utiliser des substrats lentement dégradables ce qui peut 

induire un biais. 

 

c. Le système « Dual flow continuous culture » (24) 

 

 Ce système, présenté en figure 10,  comporte un réacteur de 4L maintenu à une 

température de 39°C à l’aide d’un système de pulvérisation d’eau chaude. Le réacteur est 

alimenté en continu en tampon (avec un taux de renouvellement de 5 à 10 % (41, 24) et en 

aliment. Il existe 2 sorties d’effluents : la première est une aspiration continue à travers un filtre, 

qui permet une évacuation des liquides (entre 50 et 60% du volume de tampon infusé 
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quotidiennement) ; la deuxième est effectuée par un système de trop-plein : les liquides en excès 

sont évacués entraînant avec eux des particules solides. L’inoculum est obtenu après filtration 

du contenu ruminal d’une vache canulée, il est directement placé dans le réacteur. 

 Les expérimentations sont effectuées sur 2 périodes d’une semaine. La première étape 

permet au microbiote de s’adapter au milieu. Les échantillonnages n’ont lieu que durant la 

deuxième étape : tous les effluents sont alors collectés. 

 

Figure 10 : Dual Flow Continuous Culture System (24). 

A : Tampon ; B : Burette graduée ; C : pompe péristaltique ; D : Fermenteur ; E : Agitateur magnétique ; F : Filtre ; 

H : Effluents filtrés ; I : Tubulure ; J : Réservoir des effluents de débordement ; K : système de pulvérisation d’eau 

chaude ; L : Entrée des aliments ; M : thermomètre ; N : entrée des gaz 

 

 Cette méthode permet d’obtenir, en comparant l’entrant et le sortant, des valeurs de 

dégradabilité, et d’effectuer des bilans de fermentation. Les valeurs de dégradabilité obtenues 

pour l’amidon, le NDF et les protéines sont comparables à celles obtenues in vivo (41). 



  

- 67 - 

 

Cependant cette technique reste lourde et onéreuse, il est difficilement envisageable de la mettre 

en pratique de façon systématique (60).  

 

 Par rapport aux systèmes fermés, ces deux systèmes permettent l’adaptation des 

microorganismes aux facteurs étudiés. En effet, ils évitent l’accumulation des produits de 

fermentation qui risque d’entrainer rapidement des déviations fermentaires. Ainsi, le risque de 

déviation fermentaire minimisé, il est donc possible de tester un substrat ou un traitement sur 

une durée plus longue.  

 Cependant l’administration continue de solution tampon s’éloigne de la physiologie : en 

effet la salivation a principalement lieu lors du repas et de la rumination. 

 

 

 Ces différentes méthodes (batch et cultures en système ouvert) mesurent les activités 

bactériennes de l’inoculum. D’autres méthodes existent et permettent d’évaluer uniquement 

l’action des enzymes présentes dans l’inoculum au moment du prélèvement. 

 

4. Les méthodes de dosage de l’activité enzymatique (47,48) 

 

 Pour doser l’activité enzymatique, il est nécessaire de stopper les activités de synthèse 

enzymatique des bactéries et de conserver les enzymes de l’inoculum actives. Pour ce faire, 

plusieurs méthodes de traitement de l’inoculum sont envisageables.  

 Les techniques classiques utilisées sont la congélation, la sonification et la 

centrifugation. Ces traitements vont rompre les membranes et parois bactériennes et libérer leur 

contenu dans le milieu. Cela permet de doser l’activité enzymatique des enzymes intra- et extra-

cellulaires mais les enzymes membranaires sont détruites. Il est également possible de mettre 

l’inoculum à incuber dans du chloramphénicol : celui-ci est un inhibiteur de la synthèse 

protéique chez les procaryotes : il va stopper les activités bactériennes sans altérer les enzymes 

membranaires. On mesurera alors l’action des protéines extra-cellulaires et membranaires. 

L’activité des enzymes intracellulaires n’est pas dosée. Cette préparation est ensuite placée avec 



  

- 68 - 

 

un substrat puis mise à incuber. Comme pour la technique dite « batch », la différence entre les 

états initiaux et finaux permet de mettre en évidence une disparition du substrat (cellulose, 

amidon, protéine) et/ou une apparition de produits (glucose, acides aminés). Il est alors possible 

d’estimer l’activité enzymatique d’un inoculum. 

  

 

 

 

 

 

 Les techniques in vitro reposent donc actuellement sur les incubations de type « batch » 

et sur les cultures continues de contenu ruminal. Les premières sont de courtes durées, il est 

donc difficile de mettre en évidence des facteurs de variations à long terme. Les cultures 

continues sont lourdes et couteuses.  

 L’objectif de cette étude est de mettre au point une culture de contenu ruminal de type 

« batch », de longue durée (96h), avec renouvellement de substrat et de tampon. Cela permettrait 

de tester les effets à long terme de certains traitements sur les digestions ruminales.  
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SECONDE PARTIE : 

ETUDE EXPERIMENTALE 
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I. MATERIEL ET METHODE 

 

A. Expérimentations 

 

 Pour notre étude, nous avons réalisé des cultures de type « batch » sur 5 jours. Mais 

contrairement à des cultures batch classiques, nous avons mis en place un renouvellement du 

milieu, toutes les 12 h, afin de mimer la vidange gastrique ainsi que l’apport d’aliment et de 

salive dans le rumen. Durant cette phase de culture, nous évaluerons l’intensité des activités 

microbiennes par la mesure du pH et des concentrations en AGV et en NH3. 

 Les activités microbiennes de l’inoculum à J1 et du contenu des cultures à J5 seront 

comparées à l’aide d’incubations sur 8h, ceci afin de vérifier le maintien de l’efficacité 

fermentaire du microbiote. 

 Nous comparerons également les activités enzymatiques en début et fin de culture. Ce 

type de mesure nécessite un traitement préalable au chloramphénicol (inhibiteur de synthèse 

protéique) de 5h. 

 Le protocole présenté a été réalisé sur 2 semaines consécutives. 

 

1. Substrats, solution tampon et inoculum 

 

 Les substrats utilisés sont le son de blé, le foin, et les graines de soja. Ils ont été broyés 

à 0,5 mm avec un broyeur Restch®. Chaque aliment a été échantillonné pour mesurer ses teneurs 

en MS, MAT, CB, MG, Mm, NDF et amidon (tableau 4). Les profils d’AG de chaque aliment 

ont également été réalisés : ils expriment le pourcentage d’un AG particulier par rapport aux 

AGT (tableau 5). 
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 Son de blé Graines de soja Foin 

MS (g/kg) 898,9 932,2 919,7 

MAT (g/kg MS) 169 479 72,8 

CB (g/kg MS) 133,1 63,5 358,1 

MG (g/kg MS) 49,5 209,4 22,1 

Mm (g/kg MS) 64 56,3 62,5 

NDF (g/kg MS) 482,8 138,7 635,5 

Amidon (g/kg MS) 124,3 - - 

Tableau 4 : Composition chimique des substrats utilisés. 

 

 Son de blé Graines de soja Foin 

C14:0 (% ) 0,124027 0,106588 1,167084 

C16:0 (%) 17,295198 10,898635 19,06122 

C18:0 (%) 0,942335 4,186567 1,885462 

c9-C18:1 (%) 14,031831 19,61911 3,586205 

c9c12-C18:2 (%) 54,318508 50,865391 10,885424 

c9c12c15-C18:3 (%) 4,275181 6,610539 14,889798 

Tableau 5 : Profils en acides gras des substrats utilisés. 

 

 La solution tampon est préparée au maximum 24h avant utilisation et conservée au 

réfrigérateur. Il s’agit d’un tampon bicarbonate à pH = 7. Les minéraux nécessaires à la 

croissance microbienne ont été ajoutés dans ce tampon. Avant utilisation, elle est réchauffée à 

une température de 39°C et saturée en CO2 afin de garantir les conditions d’anaérobiose. La 

composition de la solution tampon est détaillée dans le tableau 6. 
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Composants Concentration (g/L) 

Na2HPO4, 12H2O 19,5 

NaHCO3 9,24 

NaCl 0,705 

KCl 0,675 

CaCl2, 2H2O 0,108 

MgSO4, 7H2O 0,180 

Tableau 6 : Composition de la solution tampon 

 

 L’inoculum est prélevé avant le repas du matin sur deux vaches de race Prim’Holstein 

présentant une canule ruminale. Le contenu ruminal est filtré à l’aide d’un tamis de 1,6 mm. 

Les inoculums de chaque vache sont conditionnés dans deux bouteilles séparées puis 

rapidement acheminés à l’ENVT avec un maintien constant des conditions de température et 

d’anaérobiose. Ces vaches sont alimentées avec du foin à volonté et 2 kg d’un concentré du 

commerce, PASSIO® VL 3L dont la composition est détaillée dans le tableau 7. 

 

MS (g/kg) (g/kg) 890 

MAT (g/kg MS) 220 

CB (g/kg MS) 78 

MG (g/kg MS) 39 

Mm (g/kg MS) 90 

NDF (g/kg MS) 258 

Amidon (g/kg MS) 180 

Tableau 7 : Composition du PASSIO® VL 3L. 
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2. Cultures 

 

 Chaque semaine, 8 cultures (4 par vache) ont été réalisées, soit un total de 16 cultures.  

 Le premier jour, 1,25 g de son de blé, 1 g de foin et 0,25 g de graines de soja sont 

mélangés à 100 mL d’inoculum et 100 mL de solution tampon dans des erlenmeyers. Ces 

derniers sont ensuite disposés dans un bain-marie rotatif (AQUATRON®, Infors AG, 

Allemagne) à 130 tr/min et dans l’obscurité. Afin de garantir les conditions d’anaérobie, les 

erlenmeyers sont saturés en CO2 puis refermés. Néanmoins, une tubulure relie directement 

l’erlenmeyer à l’eau du bain-marie, ainsi les gaz produits sont évacués alors qu’aucun gaz 

extérieur ne peut rentrer. Une deuxième tubulure permet de renouveler le contenu, celle-ci est 

fermée durant l’incubation. 

 Toutes les 12h, après agitation des erlenmeyers, 100 mL de contenu sont prélevés via la 

tubulure prévue à cet effet puis transférés dans un pot qui est plongé immédiatement dans la 

glace afin de stopper les activités bactériennes. Ensuite, 100 mL de solution tampon et les 

mêmes substrats (1,25 g de son de blé, 1 g de foin et 0,25 g de graines de soja)  sont ajoutés 

dans chaque erlenmeyer. Le taux de renouvellement du contenu des erlenmeyers est ainsi de 

6% par heure. Dans chaque pot placé dans la glace, le pH est mesuré à l’aide d’un pH mètre 

(pH330
®, Cofralab, France) à une température comprise entre 5 et 10°C, et deux échantillons de 

5mL sont prélevés. Ces derniers serviront à mesurer les concentrations en AGV et en NH3. 

Cette opération est réalisée 7 fois à 12 h d’intervalle, de J1 au soir à J4 au soir. 

  

3. Mesure des activités microbiennes 

 

Mesure des activités microbiennes à J1 

 Le premier jour, 4 incubations de 8h (2 par vaches) sont réalisées : 100 mL d’inoculum 

et 100 mL de solution tampon sont ajoutés à 2,5 g de son de blé et 0,5 g de graines de soja dans 

un erlenmeyer. Comme pour les cultures, les conditions de température, d’anaérobie, 

d’obscurité et d’agitation mécanique (130 tr/min) sont respectées. Après avoir incubé 8 heures, 

l’erlenmeyer est placé dans la glace, le pH est mesuré, et l’ensemble du contenu est placé dans 

un pot taré. 
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 De plus, 4 échantillons (2 par vache) contenant 100 mL d’inoculum, 100 mL de solution 

tampon et du substrat (0,5 g de graines de soja et 2,5 g de son de blé) sont réalisés. Ils ne sont 

pas mis à incuber. Ce sont les blancs non incubés (BNI). Ils correspondent à l’état initial avant 

incubation. Le pH de ces derniers est mesuré. Deux tubes de 5 mL par BNI sont prélevés pour 

mesure des concentrations en AGV et en NH3.   

 

 Le tableau 8 présente la composition du mélange de substrats (2,5 g de son de blé et 0,5 

g de graines de soja) utilisé pour les mesures d’activités microbiennes, enzymatiques et les 

études in sacco. Les quantités d’AGT ont été calculées en considérant que les rapports entre les 

quantités d’AGT et celles de MG, pour les graines de soja et pour le son de blé sont 

respectivement égaux à 0,95 et 0,8. Les quantités d’AG ont été calculées à l’aide des profils 

d’AG des aliments. 

  Son de blé Graines de soja 
Substrat 

(Son et Graines) 

Quantité (g) 2,5 0,5 3 

MAT (mg) 380 223 603 

Azote (mg) 61 36 97 

NDF (mg) 1085 65 1150 

Amidon (mg) 279 - 279 

MG (mg) 111 97.6 209 

AGT (mg) 89 93 182 

C14:0 (mg) 0,11 0,099 0,21 

C16:0 (mg) 15,4 10,1 25,5 

C18:0 (mg) 0.84 3,9 4,7 

c9-C18:1 (mg) 12,5 18,2 30,7 

c9c12-C18:2 (mg) 48,3 47,2 95,5 

c9c12-c15-C18 :3 (mg) 3,8 6,1 9,9 

Tableau 8 : Quantités initiales en glucides, protéines, matières grasses et acides gras apportées 

par le mélange de son et de graines de Soja. 
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Mesure des activités microbiennes à J5 

 Le cinquième jour, les contenus des 4 cultures dont l’inoculum provient de la même 

vache laitière sont réunis, et 4 incubations de 8h (2 par vaches) sont réalisées suivant le même 

protocole qu’à J1, si ce n’est que l’on remplace l’inoculum par le mélange des cultures de 5 

jours. Comme à J1, 4 BNI (2 par vache laitière) sont réalisés. 

Etude in sacco à J1 

 Afin de s’assurer des capacités de dégradation de notre inoculum de départ, une étude 

in sacco a été réalisée à J1 et servira de référence. A cet effet, 6 sachets de nylon préalablement 

pesés et identifiés (3 par vache laitière) sont remplis des mêmes substrats (2,5 g de son de blé 

et 0,5 g de graines de soja).  Les pores de ces sachets mesurent 50 µm. Les sachets sont fermés 

à l’aide d’un élastique, puis ont été suspendus dans le rumen des vaches donneuses durant 8 

heures. 

 

4. Mesure des activités enzymatiques 

 

 L’objectif de cette méthode est de mesurer uniquement l’activité des enzymes présentes 

dans l’inoculum ou le milieu de culture.  

Mesure des activités enzymatiques à J1 

 Pour inactiver les bactéries, 2 erlenmeyers (un par vache) contenant 320 mL d’inoculum 

et 320 mg de chloramphénicol sont mis à incuber pendant 5 heures, en anaérobiose, à 39°C. 

 Puis, 4 incubations de 3h (2 par vache) et 2 BNI (1 par vache) ont alors été réalisés à 

partir de 100 mL d’inoculum traité au chloramphénicol, de 100 mL de solution tampon et de 

substrat (2,5 g de son de blé et 0,5 de graines de soja). 

Mesure des activités enzymatiques à J5 

 Pour inactiver les bactéries des cultures de J5, 2 erlenmeyers (un par vache) contenant 

320 mL de contenu des cultures et 320 mg de chloramphénicol sont mis à incuber pendant 5 

heures, en anaérobiose, à 39°C. 

 De même qu’à J1, 4 incubations de 3h (2 par vache) et 2 BNI (1 par vache) ont alors été 

réalisés à partir de 100 mL de contenu des cultures traités au chloramphénicol, de 100 mL de 

solution tampon et de substrat (2,5 g de son de blé et 0,5 de graines de soja). 
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 Il s’agit d’un premier essai de mesure des activités enzymatiques fibrolytique, 

amylolytique et protéolytique sur un substrat alimentaire et avec utilisation de chloramphénicol. 

C’est pourquoi, à J1, une mesure d’activité  microbienne de 3h a été réalisée pour comparaison 

et référence, selon les mêmes modalités que les cultures de 8h. 

 

B. Préparation des échantillons collectés 

   

1. Matières premières 

 

 Les matières premières sont broyées en particules de 0,5 mm avant analyse. Les teneurs 

en MS, en CB, en NDF, en amidon, en MAT et en différents AG ont été évaluées. 

 

2. Echantillons prélevés lors des cultures pour le dosage de NH3 et d’AGV 

 

 Les 5 mL de contenu sont mélangés à 0,16 mL d’acide sulfurique à 50% dans un tube 

de prélèvement, celui-ci est alors placé au congélateur. Ces échantillons serviront à évaluer les 

teneurs en AGV et en  NH3 des cultures. 

 

3. Echantillons prélevés pour la mesure des activités microbiennes 

 

 Les pots tarés sont placés au congélateur puis le contenu est lyophilisé (Virtis 

Freezemobile® 25, Virtis, USA) durant environ 8 jours. Ils sont ensuite mis à l’étuve  durant 3 

jours et au dessiccateur durant 30 minutes afin d’éliminer l’eau résiduelle et le NH3. Les pots 

sont enfin pesés pour évaluer la teneur en MS de l’échantillon.   

 Afin de garantir une représentativité de la prise d’essai de l’analyse, leur contenu est 

homogénéisé à l’aide d’un broyeur à bille (Dangoumau®, Prolabo, France). Ces échantillons 

nous permettrons d’évaluer les quantités de NDF, d’amidon, de MAT et d’AG. 
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4. Traitement des sachets de nylon 

 

 Les sachets de nylon sont lavés à la machine à deux reprises puis séchés à l’étuve (3 

jours à 55°C) et pesés : on obtient donc la teneur en MS. Enfin, ils sont homogénéisés à l’aide 

d’un broyeur à bille. Ces échantillons nous permettrons d’évaluer les quantités de NDF, 

d’amidon, de MAT et d’AG. 

 

C. Analyses chimiques 

 

1. Dosage des acides gras volatils 

 

 Ils sont dosés à l’aide d’un chromatographe en phase gazeuse, équipé d’un détecteur à 

ionisation de flamme (FID). L’étalon interne utilisé est de l’acide 4 méthylvalérique à 2% (v/v). 

Cette méthode permet de déterminer rapidement la concentration en AGV dans l’échantillon, 

et d’en déduire les proportions des différents AGV pour évaluer de façon quantitative et 

qualitative les fermentations du milieu de culture. 

 

2. Dosage de l’ammoniac 

  

 Ce dosage repose sur la réaction de Berthelot. Il a été effectué sur une chaîne à flux 

continu (SAN++, Skalar®, Breda, Pays-Bas) dans les laboratoires de l’UMR 1248 AGIR du 

centre INRA de Auzeville-Tolosane. 
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3. Dosage de la MAT 

 

 La méthode officielle NF V18-100 (AFNOR, 1997) a été réalisée. Celle-ci correspond 

à la méthode Dumas et a été effectuée sur le site de l’INRA d’Auzeville-Tolosane. L’analyseur 

Leco FP 428® a été utilisé. Un échantillon de 130 mg est placé dans une feuille d’étain, celui-

ci est alors brûlé dans l’analyseur. L’azote gazeux formé est mesuré par conductimétrie 

thermique. On obtient alors une teneur en azote. Pour avoir une valeur de MAT, il faut 

multiplier cette valeur par le coefficient de 6,25. 

4. Dosage de l’amidon 

 

 La méthode officielle NF V18-121 (AFNOR, 1997) a été réalisée. L’analyse repose sur 

4 étapes : le lavage, la dispersion, l’hydrolyse et le dosage. Les lavages à l’éthanol permettent 

l’élimination des sucres simples. La dispersion à la soude permet l’extraction de l’amidon des 

tissus. L’hydrolyse de l’amidon en glucose est réalisée à l’aide d’amyloglucosidases. Par le 

dosage du glucose à l’aide d’une méthode colorimétrique, on obtient une teneur en amidon de 

l’échantillon. 

 

5. Dosage des glucides pariétaux 

 

 La méthode officielle NF V18-122 (AFNOR, 1997) repose sur la technique de Van 

Soest (66) qui mesure la valeur de NDF grâce à une solution détergente neutre. 

 

6. Dosage des AG 

 

 Ce dosage est composé de deux étapes : l’extraction-méthylation des acides gras, suivie 

de l’analyse par chromatographie en phase gazeuse. 

 

 La méthode utilisée est celle de Park et Goins (53), sauf que la solution de trifluorure de 

brome à 14% dans du méthanol est remplacée par une solution de méthanolacétylchlorure, et 

après addition d’un étalon interne (C19:0). Cette méthode repose sur une double méthylation : 
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une en milieu basique pour les acylglycérols, et une en milieu acide pour les AG libres, les 

phospholipides et les esters de cholestérol. Elle permet de minimiser l’isomérisation des CLA, 

inévitable lors d’extraction-méthylation. Ce procédé est présenté en figure 11. 

 

 

Figure 11 : Extraction méthylation des acides gras. 

 

 

 L’identification et la quantification des AG sont réalisées à l’aide d’un chromatographe 

en phase gazeuse (Agilent 6890N®, Network GC System, USA) équipé d’un autoinjecteur 

(7693, Network GC System, USA), d’une colonne capillaire en silice (0.25 mm ID, 0.20 mm 

d’épaisseur de film, CPSil88, Chrompack-Varain, Pays-Bas) et d’un FID. Deux passages sont 

réalisés pour isoler un maximum d’isomères. Les chromatogrammes obtenus ont été analysés à 

l’aide du logiciel Peak Simple®. Les données obtenues sont exprimées en mg d’AG/mL de 

solution hexanoïque injectée et corrigée par l’étalon interne. Elles sont ensuite rapportées à la 

masse de la prise d’essai, soit une expression finale en mg d’AG par échantillon. La figure 12 

présente les deux méthodes de passage. 

- Peser dans un tube en verre pyrex de 20 mL, 100 mg d’échantillon. 

- Ajouter 200 µL de dichlorométhane, 200 µL d’étalon interne (C19:0 à 4mg/mL dans du 

dichlorométhane) et 2 mL de soude méthanolique à 2 % préparée extemporanément. 

- Mélanger au vortex (MS2 minishaker IKA®, Allemagne), 1 min à 1400 tr/min. 

- Chauffer le tube pendant 10 min à 90°C dans un bain thermostaté puis rapidement refroidir 

6 min, sous l’eau froide. 

- Ajouter 3 mL de solution d’acétylchlorure méthanolique à 5% préparée extemporanément, 

et agiter au vortex 1 min à 1400 tr/min. 

- Chauffer le tube pendant 10 min à 80°C dans un bain thermostaté puis rapidement refroidir 

6 min, sous l’eau froide. 

- Ajouter 5 mL d’eau ultra-pure et 1,6 mL d’hexane, puis mélanger pendant 5 min au 

culbuteur (Rotator drive STR 4®, Stuart scinetific, OSI, France) et centrifuger 10 min à 

4000g (3K15 Sigma Laboratory centrifuges, Osterode am Harz, Allemagne). 

- Récupérer la phase hexanoïque (2mL) renfermant les méthyl esters et la répartir dans deux 

flacons de 2 mL à sertir. Cet extrait est ensuite analysé en chromatographie en phase 

gazeuse. 
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Méthode 1       

       

Conditions de passage  Programme de températures  

 

Température de l’injecteur : 255°C 

Température du FID : 260°C  

Split ratio : 1/50 

Volume injecté : 1 µL 

Gaz porteur : H2, débit constant  

(1 mL/mm) 

 

 
Température 

initiale (°C) 
Durée (min) 

Rampe 

(°C/min) 

Température 

finale (°C) 

 

 60 2 8 150  

 150 12 2 175  

 175 20 5 225  

 225 10 5 240  

 240 10 0 240  

       

Méthode 2       

       

Conditions de passage  Programme de températures  

 

Température de l’injecteur : 255°C 

Température du FID : 260°C  

Split ration : 1/75 

Volume injecté : 0,5 µL 

Gaz porteur : H2, débit constant  

(1 mL/mm) 

 

 

 Température 

initiale (°C) 
Durée (min) 

Rampe 

(°C/min) 

Température 

finale (°C) 

 

 60 3 8 190  

 190 13 5 225  

 225 10 10 230  

 230 1 0 230  

 60 3 8 190  

  
    

 

Figure 12 : Chromatographie en phase gazeuse - méthodes de passage. 
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D. Calculs réalisés 

 

 Les quantités finales d’azote, de NDF, d’amidon et des différents AG sont exprimées en 

mg par sachet de nylon (pour les études in sacco) ou en mg par pot (pour les études in vitro) ; 

les profils des AG dans les in sacco et les cultures in vitro sont exprimés en pourcentages par 

rapport aux AGT. 

 Concernant l’azote, il est important de noter que dans notre étude, l’azote dosé 

correspond à l’azote total sans le NH3. 

 Les quantités initiales pour les études in sacco correspondent aux matières premières 

utilisées pour le substrat (2,5g de son de blé et 0,5g de graines de soja). 

 Les quantités initiales des études in vitro correspondent aux moyennes des quantités 

mesurées dans les BNI. 

 

 Les pourcentages de disparition ont été calculés de la manière suivante : 

Pourcentage de disparition = 
quantité initiale−quantité finale

quantité initiale
 

 

 Certains AG ont été regroupés dans différents ensembles, présentés dans la figure 13. 

Figure 13 : Détail des calculs des valeurs des OBCFA, des CLA, des C18:1t, des T11 et des 

T10.  

 

OBCFA  = C13:0 + iso-C13:0 + anteiso-C13:0 + iso-C14:0 + C15:0 + iso-C15:0  

  + anteiso-C15:0 + C17:0 + iso-C17:0 + anteiso-C170 

CLA  = c9t11-C18:2 + t9t11-C18:2 + t10c12-C18:2 

C18:1t  = t4-C18:1 + t5-C18:1 + t6-C18:1 + t7-C18:1 + t8-C18:1 + t9-C18:1  

  + t10-C18:1 + t11-C18:1 + t12-C18:1 + t13-C18:1 + t14-C18:1 + t15-C18:1 

  + t16-C18:1 

T11   = c9t11-C18:2 + t9t11-C18:2 + t11-C18:1 

T10  = t10c12-C18:2 + t10-C18:1 
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E. Analyses statistiques 

 

 Les analyses statistiques ont été réalisées avec le modèle linéaire général de SYSTAT® 

(Version 9, SPSS Inc., 1998, Chicago, IL) selon le modèle présenté en figure 14. 

Figure 14 : Modèle statistique utilisé. 
 

 

 Les différences ont été considérées comme significatives pour P < 0,05.  

Variable = moyenne + effet « semaine » + effet « vache » + effet « in vitro J1 8h vs. in sacco » 

      ou effet « in vitro J1 3h vs. enzymo J1 3h » 

      ou effet « in vitro J1 8h vs. in vitro J5 8h » 

      ou effet « enzymo J1 3h vs. enzymo J5 3h » 
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II. RESULTATS ET DISCUSSION 

 

A. Comparaison des études  in sacco et des mesures des activités bactériennes in vitro 

sur 8 heures à J1 

 

Dans cette partie nous comparons les mesures d’activités microbiennes in vitro de J1 

avec les résultats obtenus in sacco afin de vérifier les capacités fermentaires de notre inoculum 

et d’évaluer si les fermentations in vitro reproduisent les conditions ruminales. Nous nous 

intéresserons tout d’abord aux glucides et à l’azote, puis aux lipides. 

 

1. Dégradation de l’azote et des glucides 

 

a. Résultats  

 

 Le tableau 9 présente les quantités initiales et finales d’azote, de NDF et d’amidon dans 

ces 2 études. 

Quantité (mg) In sacco In vitro ECTM P 

Azote 
Initiale 97 174 - - 

Finale 13 152 6 <0,001 

NDF 
Initiale 1150 1674 - - 

Finale 649 1203 32 <0,001 

Amidon 
Initiale 279 381 - - 

Finale 3 219 11 <0,001 

Tableau 9 : Comparaison des quantités initiales et finales d’azote, de NDF et d’amidon, entre 

les études in sacco et in vitro, de 8h à J1. 
ECTM : écart type à la moyenne. 

 

 On peut tout d’abord observer que les quantités initiales d’azote, de NDF et d’amidon 

sont plus importantes dans les in vitro que dans les in sacco.  
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 Concernant les glucides, la dégradation est plus importante avec la technique in sacco 

qu’avec la technique in vitro. En effet, in sacco, les taux de disparition de l’amidon et du NDF 

sont respectivement de 99% et 44%, tandis qu’in vitro, ils sont respectivement de 43% et 28%. 

La dégradation des glucides est donc environ 2 fois moins importante in vitro qu’in sacco. 

 Concernant l’azote, le pourcentage de disparition est plus de 6 fois supérieur dans les in 

sacco que dans les in vitro (87% contre 13 %). 

 

b. Discussion 

 

 Tout d’abord, la différence des quantités initiales d’azote, de NDF et d’amidon entre les 

deux études s’explique par le fait qu’in vitro, une partie des nutriments est apportée par 

l’inoculum : environ 75 mg d’azote, 500 mg de NDF et 100 mg d’amidon. 

 Pour les glucides, il est possible d’expliquer les plus faibles pourcentages de disparition 

des in vitro par un retard lié à un temps d’adaptation du microbiote avant la reprise de ses 

activités. En effet, les conditions d’anaérobiose en début d’expérimentation ne sont pas tout à 

fait respectées : lors du prélèvement et des manipulations, le potentiel d’oxydoréduction du 

fluide ruminal augmente, ce qui freine les digestions. Une étude (32) a montré que lors d’études 

in vitro, le potentiel d’oxydoréduction est supérieur à celui mesuré lors d’études in vivo pendant 

environ deux heures, puis les potentiels d’oxydoréduction respectifs retrouvent le même ordre 

de grandeur. Ainsi, in vitro, les fermentations commenceraient deux heures plus tard environ, 

ce qui entraînerait un retard de dégradation par rapport à l’in sacco. Les fermentations in vitro 

sont néanmoins suffisantes pour étudier les effets de facteurs de variation sur la dégradation des 

glucides, en réfléchissant bien aux durées d’incubation. 

 

 Concernant les protéines, un temps de latence adaptatif ne peut pas expliquer à lui seul 

une telle différence de pourcentages de disparition de l’azote. Cependant, il est important de 

noter que nous dosons ici l’azote total sauf l’ammoniac : in vitro, cette valeur correspond aux 

acides aminés, aux oligopeptides, aux protéines du substrat et également aux protéines 

synthétisées par le microbiote ; in sacco, les acides aminés et les oligopeptides ont diffusé à 

l’extérieur du sachet, de plus, les synthèses microbiennes n’ont eu lieu qu’en partie à l’intérieur 

du sachet. Cela pourrait expliquer une telle différence de pourcentages de disparition. Cette 
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méthode in vitro ne permet donc pas d’estimer la dégradation des protéines : c’est pourquoi l’in 

sacco reste la technique de choix pour l’étude de la dégradation des protéines. Une alternative 

de ce modèle in vitro serait de placer les substrats dans un sachet, plongé dans le milieu de 

culture. Les protéines non dégradées resteraient dans le sachet, tandis que les acides aminés et 

oligopeptides diffuseraient à l’extérieur du sachet et les synthèses protéiques bactériennes 

auraient lieu principalement en dehors du sachet. Il est également important de noter que 

l’inoculum apporte une fraction protéique peu dégradable. Celle-ci se retrouve en grande partie 

en fin d’incubation : elle va donc contribuer à une valeur de pourcentage de dégradation 

inférieur pour l’in vitro par rapport à l’in sacco. 

 

 

 

2. Biohydrogénation 

 

a. Résultats 

 

 

 Le tableau 10 présente les quantités finales d’AGT et des principaux AG, ainsi que les 

pourcentages de disparition du c9c12-C18:2.  

 Le pourcentage de disparition du c9c12-C18:2 est plus important in sacco qu’in vitro. 

De plus, tous les AG sont en quantité plus faible in sacco qu’in vitro : cela s’explique par deux 

phénomènes. Tout d’abord, les quantités initiales en AG sont supérieures in vitro qu’in sacco 

(respectivement 250 mg et 182 mg) car il faut tenir compte des AG apportés par l’inoculum. 

Ensuite, in sacco, il y a diffusion à l’extérieur du sachet des AG libres après lipolyse. C’est 

pourquoi, pour comparer ces deux méthodes, il faut s’intéresser aux profils d’AG dans les 

milieux étudiés. 
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 In sacco In vitro ECTM P 

Quantités 

finales 

(mg) 

AGT 38,4 265 7,69 <0,001 

OBCFA 0,29 10,5 0,31 <0,001 

C12:0 0,014 0,42 0,011 <0,001 

C14:0 0,10 2,7 0,082 <0,001 

C16:0 6,9 38,8 1,24 <0,001 

C16:1 0,047 0,23 0,010 <0,001 

C18:0 1,6 72,6 2,22 <0,001 

c9-C18:1 6,5 19,6 0,96 <0,001 

c9c12-C18:2 13,2 38,2 2,33 <0,001 

c9c12c15-

C18:3 
1,2 6,1 0,34 <0,001 

CLA 0,41 0,92 0,053 <0,001 

C18 :1t 2,5 29,1 0,645 <0,001 

T10 0,16 1,8 0,077 <0,001 

T11 2,5 21,7 0,47 <0,001 

Disparition 

(%) 
c9c12-C18:2 86 55 2,5 <0,001 

Tableau 10 : Comparaison des quantités finales en AG et du pourcentage de disparition du 

c9c12-C18:2, entre les études in sacco et in vitro, de 8h à J1. 

ECTM : écart type à la moyenne 

   

 Le tableau 11 présente les proportions finales d’AG in sacco et in vitro.  

 Les proportions de C16:0, C16:1, c9-C18:1, c11-C18:1, c9c12-C18:2, c9c12c15-C18:3 

et CLA sont supérieures in sacco par rapport à l’in vitro, tandis que les proportions de C12:0, 

C14:0, OBCFA, C18:0 et C18:1t sont supérieures in vitro. Il n’y a pas de différence significative 

des proportions de T10 et T11 entre l’in sacco et l’in vitro. 
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 In sacco In vitro ECTM P 

Pourcentages 

finaux d’AG 

 

OBCFA 0,84 3,93 0,059 <0.001 

C12:0 0,042 0,16 0,004 <0.001 

C14:0 0,29 1,0 0,019 <0.001 

C16:0 18,3 14,6 0,31 <0.001 

C16:1 0,12 0,085 0,004 <0.001 

C18:0 4,55 27,2 0,45 <0.001 

c9-C18:1 16,5 7,5 0,40 <0.001 

c11-C18:1 1,37 0,79 0,017 0.642 

c12-C18:1 0,16 0,17 0,021 <0.001 

c15-C18:1 0,016 0,050 0,003 <0.001 

c9c12-C18:2 32,4 14,5 1,4 <0.001 

c9c12c15-

C18:3 

2,9 2,28 0,112 <0.001 

CLA 1,16 0,35 0,085 <0.001 

C18:1t 7,74 11,0 0,94 0.016 

T10 0,51 0,66 0,08 0.167 

T11 7,5 8,18 0,784 0.531 

Tableau 11 : Comparaison des profils d’AG entre les études in sacco et in vitro, de 8h à J1. 

ECTM : écart type à la moyenne 

  

 

b. Discussion 

 

 Les C16:0, C16:1, c9-C18:1, c11-C18:1, c9c12-C18:2 et c9c12c15-C18:3 sont les AG  

apportés par le substrat et notamment les graines de soja : ces AG sont probablement présents 

dans le sachet après application car il reste dans le sachet essentiellement les structures 

végétales qui n’ont pas été totalement dégradées. 

 Le C18:0 correspond au produit final de la biohydrogénation. In vitro, il 

s’accumule, alors qu’in sacco, il diffuse à travers les pores du sachet. Les faibles quantités 

retrouvées in sacco peuvent correspondre au C18:0 présent initialement dans le substrat. 

 Le C12:0, C14:0 et les OBCFA correspondent aux AG résultant de la synthèse 

microbienne. Il est donc normal de les retrouver en plus fortes proportions dans les incubations 

in vitro. En effet, in sacco, les sachets sont congelés (ce qui entraîne une desadhésion partielle 

des bactéries liées aux particules alimentaires) et lavés, ainsi la majeur partie des bactéries sont 

évacuées. 
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 Les différences de proportions de CLA et de C18:1t sont difficilement interprétables. 

En effet, il pourrait s’agir d’une simple dilution liée à l’accumulation de C18:0 in vitro.  

 Le ratio T10/T11 n’étant pas affecté, on peut dire qu’il n’y a pas eu, in vitro, de déviation 

vers l’une ou l’autre de ces voies de la biohydrogénation. 

 

 On peut donc conclure que la méthode in vitro est plus adaptée aux études de la 

biohydrogénation car tous les AG sont conservés et donc mesurés. Pour ce qui est de l’amidon 

et du NDF, ces deux méthodes sont équivalentes, mis à part qu’il faut tenir compte du temps de 

latence avec la technique in vitro. Pour la dégradation des protéines, la méthode in sacco reste 

la méthode de référence. 

 

B. Comparaison des activités bactériennes et enzymatiques in vitro sur 3 heures 

 

 Les mesures des activités enzymatiques ont pour objectif d’évaluer les dégradations 

effectuées par les enzymes présentes uniquement au moment de la mise en incubation (et non 

des enzymes synthétisées, après la mise en incubation, par les microorganismes présents). 

 

1. Dégradation de l’azote et des glucides 

 

a. Résultats 

 

 Le pH final est le même dans les deux types de culture : 6,73. 

 

 Les quantités initiales et finales d’azote, de NDF et d’amidon dans ces deux études ne 

présentent aucune différence significative (tableau 12). Cependant une grande variabilité a été 

observée entre les différents BNI.  
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Quantité (mg) In vitro 
In vitro 

(après traitement 

chloramphénicol) 

ECTM P 

Azote 
Initiale 174 184 - - 

Finale 158 165 3 0,07 

NDF 
Initiale 1674 1686 - - 

Finale 1535 1473 33 0,21 

Amidon 
Initiale 381 372 - - 

Finale 364 394 19 0,29 

Tableau 12 : Comparaison des quantités initiales et finales d'azote, de NDF et d'amidon, entre 

les in vitro d’une durée de 3 h à J1, sans ou après traitement de 5h au chloramphénicol.  

ECTM : écart type à la moyenne 

 

b. Discussion 

 

 Les quantités initiales étant du même ordre, on peut conclure que le traitement de 

l’inoculum à l’étuve, en présence de chloramphénicol, stoppe rapidement la dégradation des 

aliments apportés par l’inoculum. D’autre part, le chloramphénicol inhibe donc bien l’activité 

microbienne car il n’y a probablement pas d’enzymes supplémentaires produites pendant les 5h 

d’incubation à l’étuve. 

 Les quantités finales permettent d’étudier la fraction d’aliment rapidement dégradable 

(en moins de 3 heures). Il n’y a pas de différence significative entre l’activité enzymatique et 

l’activité microbienne. Cela peut également s’expliquer par un temps de latence nécessaire aux 

bactéries pour pouvoir reprendre leurs activités de synthèse après la mise en culture. Dans les 

deux cas, la seule activité mesurée est donc celle due aux enzymes présentes au moment du 

prélèvement. 

 Une étude similaire, de Moharrery et Das (50), a évalué les activités enzymatiques 

d’inoculum ruminal sur les protéines, l’amidon et le NDF. Cependant, dans cette étude, le 

prélèvement d’inoculum est effectué 3 à 4 heures après le repas, sur des ovins, et un seul substrat 

par étude est utilisé. Pour l’activité protéolytique, le substrat est la caséine et 12 µg/h/mL de 

tyrosine sont libérés. La caséine contenant 6,5% de tyrosine, cela correspond à 185 µg/h/mL de 

caséine dégradée, soit 30 µg/h/mL d’azote dégradé (en appliquant le coefficient de 6,25). Pour 
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l’activité amylolytique, le substrat est l’amidon et 10 mg/h/mL de glucose sont libérés. Cela 

correspond à une dégradation de 10 mg/h/mL d’amidon. Pour l’activité cellulolytique, le 

substrat utilisé est un papier filtre cellulosique et 739 µg/h/mL de glucose est libéré, ce qui 

correspond à une dégradation de 0,7 mg/h/mL de cellulose. 

 Dans le cas de notre étude, avec et sans traitement au chloramphénicol, respectivement 

16 mg et 19 mg d’azote ont été dégradés en 3h, dans 200 mL. Cela correspond à 27 µg/h/mL et 

32 µg/h/mL d’azote dégradé, respectivement. Ces valeurs sont du même ordre de grandeur que 

celles décrites par Moharrery et Das. Il est cependant difficile d’effectuer une comparaison en 

raison des différences entre les deux protocoles.  

 De la même manière, dans notre étude, avec et sans traitement au chloramphénicol, on 

retrouve des vitesses de dégradation respectives de 0,23 mg/h/mL et 0,36 mg/h/mL pour le NDF 

et de 0,03 mg/h/mL et 0 mg/h/mL pour l’amidon. Si pour l’activité fibrolytique, les valeurs sont 

inférieures de moitié environ à celles de Moharrery et Das, l’activité amylolytique est quasiment 

absente dans nos milieux incubés 3h. Cela signifie que des enzymes fibrolytiques étaient 

présentes au moment du prélèvement mais en moindre quantité, et qu’il n’y avait que très peu 

d’enzymes amylolytiques. Contrairement à l’étude de Moharrery et Das, notre prélèvement a 

été effectué avant le repas et sur des vaches donneuses dont la ration est à base de foin (pauvre 

en amidon) : cela peut expliquer la faible quantité d’enzymes amylolytiques dans notre 

inoculum. Par ailleurs il est possible que l’activité amylolytique nécessite une stimulation par 

l’arrivée d’amidon dans le rumen, alors que les activités fibrolytiques et protéolytiques, en 

raison de substrats plus lentement dégradables donc à présence ruminale plus durable, 

maintiendraient un niveau de base constant plus élevé.  

 Les mesures d’activités enzymatiques présentent un intérêt dans le cas de notre étude, 

pour les protéines et le NDF. Il serait néanmoins intéressant de les effectuer avec des inoculums 

prélevés quelques heures après le repas des vaches donneuses (3 à 4h), afin de stimuler la 

synthèse d’enzymes avant le prélèvement. 

 

 In vitro, sans traitement au chloramphénicol, les pourcentages de disparition du NDF 

pour les durées d’incubation de 3h et de 8h, sont respectivement de 8% et 28% ; pour l’amidon, 

respectivement de 4% et 43%. Les fermentations sont donc peu efficaces 3h après la mise en 
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incubation. Cela soutient fortement l’hypothèse de la présence d’une phase de latence après 

mise en culture. 

 

2. Biohydrogénation 

 

a. Résultats 

 

 Le tableau 13 présente les quantités finales des différents AG par pot. Les valeurs sont 

du même ordre de grandeur, cependant quelques différences sont observables : après traitement 

au chloramphénicol, le c9c12-C18:2, les C18:1t et les T10 sont plus nombreux et le rapport 

T10/T11 est deux fois plus élevé, tandis que le C18:0, les CLA et les T11 sont en quantités plus 

faibles.   

 In vitro 
In vitro  

enzymo 
ECTM P 

Pourcentages 

finaux d’AG 

C12:0 0,40 0,38 0,010 0,1 

C14:0 2,4 2,2 0,058 0,061 

C16:0 39,9 40,1 0,12 0,001 

C16:1 0,28 0,27 0,003 0,21 

C18:0 45,9 36,1 0,70 <0,001 

c9-C18:1 27,8 28,3 0,17 0,062 

c11-C18 :1 2,3 2,3 0,024 0,90 

c12-C18 :1 0,37 0,37 0,019 0,929 

c15-C18 :1 0,11 0,116 0,005 <0,001 

c9c12-C18:2 70,1 77,1 0,34 <0,001 

c9c12c15-

C18:3 

9,5 9,9 0,14 0,035 

CLA 1,4 0,81 0,039 <0,001 

C18:1t 15,8 17,1 0,26 0,004 

T10 1,14 1,9 0,10 <0,001 

T11 11,7 9,1 0,33 <0,001 

T10/T11 0,10 0,21 - - 

OBCFA 8,9 8,6 0,18 0,29 

Tableau 13 : Comparaison des profils d’AG entre les études in vitro d’une durée de 3 h à J1, 

sans ou après traitement de 5h au chloramphénicol. 
ECTM : écart type à la moyenne ; enzymo : après traitement de l’inoculum au chloramphénicol 

b. Discussion 

 

 Tout d’abord, avec traitement au chloramphénicol, le C18:0 est en quantité plus faible 

après incubation, tandis que le c9c12-C18:2 est en quantité plus forte. On peut en déduire que 
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la biohydrogénation est moins avancée. De plus, le ratio T11/T10 indique qu’avec traitement 

au chloramphénicol, la voie T11, en général préférentielle, est atténuée. Cela peut s’expliquer 

de la façon suivante : la  Δ12-isomérase étant non recyclable (36), et le chloramphénicol 

inhibant sa synthèse, cette enzyme serait rapidement épuisée. Ainsi, les autres voies seraient 

favorisées, et par l’intermédiaire de la Δ9-isomérase, de plus grandes quantités de T10 (dont le 

t10c12-C18:2) sont produites. La voie T11 étant inhibée, on obtient moins de c9t11-C18:2 et 

de t9t11-C18:2 (CLA majoritaires) et donc moins de CLA en général, car la voie T10 est moins 

efficace surtout dans ces conditions de pH proche de 7, cela explique également la disparition 

moindre de c9c12-C18:2. 

 Enfin, avec le chloramphénicol, une accumulation de C18:1t est observée. Cela pourrait 

s’expliquer par le fait que la deuxième réduction serait moins efficace sur les autres C18:1t que 

sur le t11-C18:1. La moindre isomérisation de c9c12-C18 :2 et la moindre réduction des C18:1t 

expliquent la moindre production de C18:0 dans les mesures d’activités enzymatiques.   

 

C. Evolution des cultures sur cinq jours : monitoring des fermentations 

 

1. Résultats 

 

 La figure 15 présente l’évolution du pH, de la concentration en AGV totaux et en NH3 

au cours des cultures sur 5 jours. Il n’y a pas d’évolution du pH. La concentration en NH3 chute 

les deux premiers jours puis se stabilise. La concentration en AGV diminue de 8% (de 96 à 88 

mmol/L). Concernant les proportions d’AGV (figure 16), une diminution de la concentration 

en C2 (-11%) et une augmentation du C3 (+27%) et du C4 (+22%) sont visibles.  
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Figure 15 : Evolution du pH et des concentrations en AGV totaux et en NH3 pendant les 

cultures. 

 

 

Figure 16 : Evolution du pH et des concentrations en C2, C3 et C4 pendant les cultures. 

 

2. Discussion 

 

 Concernant le pH, on peut conclure à l’établissement d’un équilibre entre la production 

d’AGV et la dilution par le tampon. 
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 La faible diminution de la teneur en AGV peut s’expliquer par une diminution de 

l’intensité des fermentations. Cependant une diminution de 8% n’a pas forcément de 

signification biologique.  

 La modification des proportions en AGV peut s’expliquer par une modification de la 

population microbienne. Le rapport C2/C3 passe de 3,9 à 2,7 : la population fibrolytique 

(productrice de C2 principalement) diminue, tandis que la population amylolytique (productrice 

de C3 principalement) augmente. Visiblement cette dérive fermentaire n’est pas dépendante du 

pH. L’augmentation de C4 peut s’expliquer par une sélection de bactéries productrices de cet 

AGV. 

 La chute de NH3 peut s’expliquer de différentes manières. Il peut y avoir moins de NH3 

produit, ou plus de NH3 consommé pour les synthèses bactériennes. Une autre explication 

pourrait être sa volatilisation : sa température d’ébullition étant de 38°C, une évaporation au 

cours des cultures est envisageable. Néanmoins, au bout de 48h, un équilibre se crée entre ces 

différents facteurs. 

 Afin de voir si ces modifications ont un impact sur les activités fermentaires, il est 

important de comparer les incubations in vitro entre J1 et J5. 

 

 

 

D. Comparaison des activités bactériennes in vitro entre J1 et J5 

 

1. Dégradation de l’azote et des glucides 

 

a. Résultats 

 

 Le tableau 14 présente les quantités initiales et finales des incubations in vitro sur 8 

heures à J1 et à J5.  
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Quantité (mg) 
In vitro 

J1 

In vitro 

J5 
ECTM P 

Azote 
Initiale 174 111 - - 

Finale 152 96 6 <0,001 

NDF 
Initiale 1674 1667 - - 

Finale 1203 1394 41 <0,001 

Amidon 
Initiale 381 274 - - 

Finale 219 24 10 <0,001 

Tableau 14 : Comparaison des quantités initiales et finales d'azote, de NDF et d'amidon des 

in vitro de 8h, entre J1 et J5. 

ECTM : écart type à la moyenne 

 

 Les quantités initiales d’azote et d’amidon sont plus faibles le cinquième jour. Les 

quantités initiales en NDF sont similaires. Les quantités finales d’amidon sont beaucoup plus 

faibles à J5 qu’à J1. A l’inverse, les quantités finales de NDF sont plus fortes à J5. Concernant 

l’azote, les quantités finales sont plus faibles à J5, mais, au vu des différences entre les quantités 

initiales, il faut s’intéresser aux pourcentages de disparition. 

 La disparition de l’azote est similaire entre J1 et J5 (respectivement 13 et 14%). Le taux 

de disparition de l’amidon est beaucoup plus faible à J1 qu’à J5 (43% contre 91%). Le NDF est 

mieux dégradé à J1 qu’à J5 (28% contre 16%). 

 

b. Discussion 

 

 De plus faibles quantités d’azote à J5 indiquent qu’il n’y a pas d’accumulation, au cours 

des cultures, de protéines issues du substrat ou de la protéosynthèse microbienne. Cela est 

favorable à l’hypothèse d’une évaporation d’une partie du NH3 dans notre système. 

   Les taux de disparition d’azote similaires à J1 et J5 pourraient indiquer que l’activité 

protéolytique est du même ordre en début et en fin de culture, cependant ce pourcentage est la 

résultante d’un bilan entre la dégradation et la synthèse : ces données sont donc peu 

interprétables. Globalement, le métabolisme de l’azote ne serait pas altéré sur 5 jours de 

cultures. 
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  Les quantités initiales de NDF similaires montrent qu’il n’y a pas d’accumulation au 

cours des cultures et que notre taux de renouvellement des cultures est correct, puisque la 

concentration en fibres non dégradées avant repas est similaire entre l’inoculum de J1 et les 

cultures de J5 (NB : son + graines de soja apportent 1150 mg de NDF). La diminution du taux 

de dégradation du NDF, quasiment divisé par deux, met en évidence une nette diminution de 

l’activité fibrolytique. Cela est en accord avec la diminution du taux de C2 au cours des cultures. 

 Concernant l’amidon, les teneurs initiales plus élevées à J1 s’expliquent par le fait qu’il 

reste de l’amidon peu dégradable dans l’inoculum prélevé (environ 100 mg), tandis que durant 

les cultures, l’intégralité de l’amidon du précédant repas a été digérée. En effet, le substrat des 

incubations contient 279 mg d’amidon rapide (dans le son de blé). Le pourcentage de disparition 

de l’amidon est multiplié par deux, avec, à J1, 162 mg d’amidon dégradé, contre 250 mg à J5. 

Cela met en évidence une forte activité amylolytique d’où l’augmentation de la proportion en 

C3 au cours des cultures. 

 Pour conclure, on peut remarquer qu’au cours des cultures, l’activité fibrolytique 

diminue tandis que l’activité amylolytique augmente. Cela est en accord avec les modifications 

des proportions d’AGV.  

 Voyons maintenant si cette déviation fermentaire a eu une influence sur la 

biohydrogénation. 

 

2. Biohydrogénation 

 

a. Résultats 

 

 Les résultats concernant la biohydrogénation sont présentés dans le tableau 15. Les pH 

finaux sont du même ordre de grandeur (6.59 à J1 et 6.68 à J5). Pour ce qui est des quantités 

initiales, les OBCFA sont en plus grand nombre à J1, tandis que les T10 et T11 sont plus 

nombreux à J5. Les quantités de c9c12-C18:2 sont similaires. 

 Les quantités produites d’OBCFA sont similaires. Le pourcentage de disparition du 

c9c12-C18:2 est plus élevé à J5. De plus grandes quantités de T10 et de T11 sont produites lors 

des incubations à J5. 
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  J1 J5 ECTM P 

c9c12-C18:2 

Quantité initiale (mg) 86,2 84,3 - - 

Quantité finale (mg) 38,2 26,0 1,8 <0,001 

Disparition (%) 55,7 69,2 1,7 <0,001 

OBCFA 

Quantité initiale (mg) 7,72 3,5 - - 

Quantité finale (mg) 10,5 6,26 0,24 <0,001 

Quantité produite (mg) 2,7 2,8 - - 

T10 

Quantité initiale (mg) 0,42 0,78 - - 

Quantité finale (mg) 1,76 2.8 0,321 0,04 

Quantité produite (mg) 1,3 2,0 - - 

T11 

Quantité initiale (mg) 5,56 17,8 - - 

Quantité finale (mg) 21,6 43,7 0,935 <0,001 

Quantité produite (mg) 16,1 25,9 - - 

pH final  6,59 6,68 - - 

Tableau 15 : Comparaison des pH, des pourcentages de disparition du c9c12-C18:2 et des 

quantités initiales et finales de c9c12-C18:2, d'OBCFA, de T10 et de T11, des in vitro de 8h, 

entre J1 et J5. 

ECTM : écart type à la moyenne 

 

b. Discussion 

 

 La similarité des quantités initiales de c9c12-C18:2 (à J1 et J5) montre qu’il ne 

s’accumule pas au cours des cultures. Ces valeurs correspondent à la quantité de c9c12-C18:2 

présente dans le substrat pour les incubations. 

 La disparition plus importante à J5 du c9c12-C18:2 traduit une biohydrogénation plus 

intense qui peut être mise en relation avec l’augmentation du C4 au cours des cultures. Ces 

deux phénomènes peuvent s’expliquer par un développement de B. fibrisolvens, qui est 

responsable de la biohydrogénation en Δ12, et produit principalement du C4. 
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 Entre J1 et J5, la quantité de T10 n’a que très peu augmentée, ce qui indique que les 

bactéries productrices de T10 n’ont pas été sélectionnées, malgré l’augmentation de la 

population amylolytique, liée habituellement à cette voie. Cependant, la sélection des T10 

nécessite des pH bas et de fortes proportions d’amidon. Ici, le pH reste élevé et l’amidon est en 

faible quantité (9%). De plus, les inoculums proviennent de vaches recevant une ration riche en 

foin. Une étude (75) montre que pour sélectionner la voie T10 in vitro, il est nécessaire de 

prélever l’inoculum d’une vache recevant une ration riche en amidon (35%). Enfin, il est montré 

que la déviation vers la voie T10 est associée à une prolifération de bactéries productrices ou 

consommatrices de lactate, sélectionnées par des pH bas (induits par le lactate) (74). 

 Ainsi, la sélection de la flore amylolytique n’a donc pas été traduite par une 

augmentation des teneurs en T10. Cependant, une augmentation de la biohydrogénation et de 

la production de T11 est explicable par la multiplication d’une bactérie, sécrétrice de C4, 

effectuant une isomérisation en Δ12 : B. fibrisolvens. 

 

E. Comparaison des activités enzymatiques in vitro entre J1 et J5 

 

1. Dégradation de l’azote et des glucides 

 

a. Résultats 

 

 Le tableau 16 compare les quantités initiales et finales d’azote, de NDF et d’amidon des 

incubations in vitro, après traitement au chloramphénicol, entre J1 et J5.  

 Comme observé précédemment, les quantités initiales d’azote et d’amidon sont plus 

faibles à J5 qu’à J1, et les quantités initiales de NDF sont similaires.   

 A J5, l’azote n’est pas dégradé. Le NDF a un taux de disparition légèrement plus faible 

à J5 qu’à J1 (respectivement 7% contre 13%). A J1 comme à J5, l’amidon n’est pas dégradé. 
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Quantité (mg) 
In vitro 

J1 

In vitro 

J5 
ECTM P 

Azote 
Initiale 184 120 - - 

Finale 165 118 6 <0.001 

NDF 
Initiale 1686 1709 - - 

Finale 1473 1588 50 0.13 

Amidon 
Initiale 372 291 - - 

Finale 394 324 10 <0.001 

Tableau 16 : Comparaison des quantités initiales et finales d'azote, de NDF et d'amidon, des 

in vitro de 3h, après traitement au chloramphénicol, entre J1 et J5. 

ECTM : écart type à la moyenne 

 

b. Discussion 

  

 Comme précisé lors de la comparaison entre les activités microbiennes à J1 et J5, les 

plus faibles quantités initiales d’amidon et d’azote à J5 s’expliquent par la non accumulation de 

ces substrats. Les quantités initiales de NDF similaires s’expliquent par le fait qu’une partie de 

ces fibres ne soient pas ou peu dégradables.  

 La faible activité protéolytique à J5 peut être mise en relation avec la baisse des 

concentrations en NH3 au cours des cultures : il y aurait une baisse de l’activité protéolytique 

dans les cultures. Ce phénomène peut également s’expliquer par l’absence d’enzymes 

protéolytiques dans l’inoculum utilisé à J5. Ce défaut d’enzymes peut s’expliquer par de faibles 

teneurs initiales en azote. En effet, au moment de la mise en incubation, il n’y a quasiment plus 

d’azote dégradable dans le milieu de culture (20 mg à J5 contre 90 mg à J1), c’est pourquoi la 

flore n’aurait pas sécrété d’enzymes protéolytiques. La sécrétion d’enzymes protéolytiques 

serait-elle induite par la présence d’un minimum d’azote comme supposé ci-dessus pour 

l’amidon? Ainsi, l’azote utilisé pour nos cultures serait trop rapidement dégradable. 

 Le taux de disparition de NDF à J5 tend à être inférieur à celui à J1. Cette donnée est 

en concordance avec la baisse de l’activité fibrolytique au cours des cultures. 

 Pour ce qui est de l’amidon, aucune dégradation n’est observée, ni à J1, ni à J5. L’apport 

d’amidon déclencherait donc la synthèse enzymatique appropriée. 
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 Ces expériences nous montrent l’importance d’induire les synthèses enzymatiques, et 

donc d’attendre quelques heures après le repas avant le prélèvement. Cela est d’autant plus vrai 

pour l’amidon et les protéines. 

 

2. Biohydrogénation 

 

a. Résultats 

 

 Les résultats concernant le biohydrogénation sont présentés dans le tableau 17.  

 J1 J5 ECTM P 

c9c12-C18:2 Disparition (%) 17 19.2 0.912 0.036 

T10 

Quantité initiale (mg) 0,57 0,49 - - 

Quantité finale (mg) 1,90 3,72 0.08 <0.001 

Quantité produite (mg) 1,33 3,23 - - 

T11 

Quantité initiale (mg) 10,9 11,1 - - 

Quantité finale (mg) 9,07 27,5 0.377 <0.001 

Quantité produite (mg) -1,8 16,4 - - 

T10/T11 
Initial 0,05 0,04 - - 

Final 0,21 0,14 - - 

pH final  6,72 6,82 - - 

Tableau 17 : Comparaison du pH et des quantités initiales et finales de c9c12-C18:2, 

d'OBCFA, de T10 et de T11, des in vitro de 8h, après traitement au chloramphénicol, entre J1 

et J5. 

ECTM : écart type à la moyenne 

  

Les pH finaux sont du même ordre de grandeur (6,72 à J1 et 6,82 à J5). 

 Initialement, les T10 et les T11 sont en quantités similaires à J1 et à J5. Les quantités 

finales de T10 et T11 sont plus élevées à J5 qu’à J1. 

 Le pourcentage de disparition du c9c12-C18:2 est plus important à J5 qu’à J1 

(respectivement 19,2 % contre 16,6%). 
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b. Discussion 

 

 On retrouve, ici, les mêmes phénomènes qu’avec les in vitro de 8 heures. En effet le 

pourcentage de disparition du c9c12-c18:2 est plus élevé à J5 qu’à J1. De même, les quantités 

de T10 et T11 sont plus élevées à J5. Cela s’explique de la même manière que précédemment. 

 De plus on peut observer à J5, comme décrit auparavant pour les mesures d’activités 

enzymatiques à J1, une légère augmentation de la quantité de T10. Cela peut s’expliquer par le 

fait que la Δ12-isomérase n’est pas recyclable, et que d’autres isomérases, telles que la Δ9-

isomérase, prennent le relai. 
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Conclusion 
 

 Cette étude bibliographique et expérimentale illustre la complexité et la variabilité des 

digestions microbiennes ruminales. Plusieurs méthodes d’études in vitro ont été envisagées. 

 

 Concernant l’étude de la dégradabilité des protéines, la méthode in sacco reste la 

méthode de choix. En effet, dans les incubations, la mesure de disparition de l’azote est la 

résultante d’un bilan entre la dégradation des protéines du substrat, et la synthèse de protéines 

microbiennes. Certaines alternatives in vitro pourraient être utilisées : placer les substrats dans 

des sachets ou utiliser des marqueurs azotés. La mesure des activités enzymatiques fonctionne 

mais il semble nécessaire de stimuler le microbiote au préalable. On pourrait alors prélever 

l’inoculum quelques heures après le début du repas de l’animal donneur, ou veiller à un apport 

de protéines lentement dégradables pour assurer la persistance d’une activité enzymatique 

protéolytique, ou réaliser une culture de quelques heures avant de réaliser les incubations. 

 

 Pour l’étude de la dégradabilité du NDF et de l’amidon, les techniques in sacco et in 

vitro donnent des résultats exploitables. Cependant, in vitro, il faut tenir compte du temps de 

latence, de quelques heures, pendant lequel les bactéries sont inactives. Pour les activités 

enzymatiques, il est également nécessaire de stimuler le microbiote avant la mise en incubation, 

surtout pour l’amidon. 

 

 Concernant l’étude de la biohydrogénation, l’in vitro est une méthode de choix car elle 

permet d’étudier l’évolution des différents intermédiaires. Ces derniers, in sacco, traversent les 

pores du sachet et ne peuvent donc pas être étudiés. In vivo, il est difficile de réaliser des bilans 

quantitatifs.  

 L’étude des activités enzymatiques intervenant dans la biohydrogénation est possible, 

cependant il serait souhaitable de réduire les temps d’incubation. En effet, la Δ12-isomérase 

n’est pas recyclable, cela induit une augmentation des autres isomérisations et particulièrement 

en Δ9. L’isomérisation en Δ12 semble être la plus efficace, possiblement à cause d’une affinité 
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plus grande pour le c9c12-C18:2 car les autres isomérases n’interviennent que lorsqu’elle vient 

à manquer.  

 

 Une grande variabilité de la composition des BNI a été observée lors des incubations in 

vitro. Afin d’y remédier, il est possible d’établir un état initial en additionnant la composition 

des substrats et celle de l’inoculum.  

 

 Pour ce qui est des cultures de longue durée (de 96h), nos taux et fréquences de 

renouvellement ont été corrects car il n’y a pas eu d’accumulation de nutriments. Une 

diminution de l’activité fibrolytique, associée à une baisse des proportions molaires de C2 a été 

observée. On a également constaté une augmentation des activités amylolytiques et de la 

biohydrogénation associées à une augmentation des proportions molaires en C3 et C4. Ces 

modifications sont cohérentes et pourraient être associées à une modification de la flore 

ruminale.  

 En effet, notre substrat de culture a une composition légèrement différente de la ration 

des vaches donneuses. La ration des vaches contient 3 % d’amidon contre 5 % dans le substrat, 

ce qui est peu différent mais l’amidon présent dans le concentré alimentaire provient d’orge et 

de maïs tandis que celui présent dans le substrat est rapide (amidon de blé). Le NDF est de 

même ordre de grandeur dans les deux cas (58 % dans la ration contre 51 % dans le substrat), 

cependant la nature des fibres est différente : les fibres de la ration des vaches proviennent du 

foin qui contient des fibres lentement fermentescibles tandis que celles du substrat proviennent 

du foin et surtout du son de blé qui contient de fortes proportions d’hémicelluloses. De plus, le 

substrat utilisé pour les cultures est broyé : cela est peu favorable à la flore fibrolytique.  

 Enfin le substrat de fermentation est légèrement plus riche en matière grasse que la 

ration des vaches (respectivement 5% contre 3%). Le substrat est également plus riche en 

c9c12-C18:2 de par ses fortes teneurs en soja. Le substrat a très probablement orienté vers une 

sélection des bactéries réalisant la biohydrogénation du c9c12-C18:2. 

  Concernant les glucides il est difficile de conclure entre un effet substrat ou une 

résistance moindre des bactéries fibrolytiques à la mise en culture. Pour ce faire, il serait 

intéressant de réaliser à nouveau ces cultures sur 5 jours en donnant un substrat identique à la 
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ration des vaches donneuses mais il va être difficile de s’affranchir du broyage des substrats 

pour l’in vitro, et de déterminer les modifications au niveau des populations microbiennes (par 

séquençage à haut débit par exemple).  

 Toutefois, les cultures de 96h peuvent tout à fait répondre à des objectifs expérimentaux 

d’études de facteurs de variation sur les digestions microbiennes à long terme.  
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