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INTRODUCTION

Les produits laitiers ont une place privilégiée dans 1’équilibre alimentaire de ’Homme grace a
des qualités nutritionnelles indiscutables. Ils sont une source importante de protéines par
I’apport de I’ensemble des acides aminés essentiels, de lipides, de minéraux, en particulier de

calcium, et de vitamines.

La mati¢re grasse du lait a connu un regain d’intérét de part les recommandations
nutritionnelles relatives a la composition de la matiere grasse, en particulier les oméga 3 et les
acides linoléiques conjugués (CLA), et de part la volont¢ d’améliorer les qualités
organoleptiques et nutritionnelles des aliments d’origine animale.

D’un point de vue quantitatif, la teneur en matiére grasse du lait ou taux butyreux (TB) varie
en fonction de 1’alimentation de la vache. A titre d’exemple, elle évolue en sens inverse de
I’apport énergétique de la ration: le TB diminue lorsque I’apport énergétique augmente.
D’autre part, certaines pathologies influencent également le TB, en particulier 1’acidose a
I’origine d’une diminution du TB. Enfin, d’autres facteurs non alimentaires peuvent intervenir
dans les variations du TB, a titre d’exemples le stade de lactation, la saison et la luminosité, la
race de la vache et la génétique individuelle au sein d’une méme race.

D’un point de vue qualitatif, la matiére grasse du lait peut étre également influencée par
I’alimentation de la vache. Ce phénoméne est d’autant plus important qu’une multitude
d’interrogations est soulevée par 1’effet sur la sant¢ humaine de la consommation d’acides
gras (AGQG) trans issus de produits d’origine animale. En effet, certains CLA, en particulier les
isomeres trans 11 (t11), font I’objet de nombreuses études en raison de leurs potentiels effets
anticarcinogenes, immuno-modulateurs et anti-adipogenes. D’autre part, les oméga 3
montreraient un intérét dans la prévention des maladies cardio-vasculaires. Cependant, tous
les AG trans ne montrent pas d’effet bénéfique sur la santé humaine, en particulier les

isomeres trans 10 (t10) qui pourraient entrainer un diabete insulino-résistant.

Les AG trans présents dans les aliments ont deux origines principales : naturelle et
technologique. Les AG trans d’origine industrielle sont produits au cours des processus de
transformation de la matiére premicre, par exemple I’hydrogénation partielle des maticres
grasses. Les AG trans d’origine naturelle sont issus de la biohydrogénation (BH) ruminale des
lipides contenus dans la ration des animaux : ils sont les intermédiaires des différentes étapes
de la BH. Une partie des AG du lait est prélevée dans le sang : elle concerne les AG a chaines

longues (> 16 atomes de carbone). Le reste est synthétisée par la mamelle, majoritairement a

19



partir d’acide acétique (C2) et & moindre mesure d’acide butyrique (C4), et regroupe les AG a

chaines courtes (< 16 atomes de carbone).

Compte tenu des connaissances et hypotheses actuelles des effets des divers AG sur la santé
humaine, il est intéressant d’améliorer le profil en AG du lait en modulant 1’alimentation des
troupeaux. La réflexion est soutenue par 1’Agence Francaise de Sécurité Sanitaire des
Aliments (AFSSA) qui porte un intérét a préciser I’impact des pratiques traditionnelles
d’¢levage sur les teneurs en AG trans dans les produits d’origine animale. L’intention de
I’AFSSA est de fixer des objectifs aux professionnels de 1’élevage s’inscrivant dans une
préoccupation de santé publique, d’autant plus nécessaire que les teneurs en AG trans des

produits laitiers peuvent varier du simple au triple.

L’objectif de la présente étude est de mettre au point différents milieux de culture de contenu
ruminal afin de trouver les conditions nécessaires pour sélectionner les populations
microbiennes a 1’origine de la voie t11 de la BH, de la voie t10 et de I’isomérisation finale en
acide stéarique (C18:0). Ainsi, ’expérimentation a pour but d’établir un lien entre la
composition d’un milieu de culture (et par conséquent, un type de ration), les populations

microbiennes et les deux principales voies de biohydrogénation.

La premiere partie de ce document est consacrée a I’étude bibliographique du rumen dans son
ensemble, d’un point de vue anatomique, physico-chimique et microbien, ainsi que du
métabolisme ruminal des glucides et des lipides. Dans une seconde partie, la méthode de
I’expérimentation sera décrite, avant de présenter les résultats obtenus lors des deux semaines

de culture.
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1. Le Rumen

Les Ruminants ont la particularit¢ de posséder trois pré-estomacs dont la muqueuse est
aglandulaire : le réticulum ou réseau, le rumen ou panse et omasum ou feuillet. Un
quatriéme compartiment correspond a un estomac sécrétant, semblable a 1’estomac des

Monogastriques : I’abomasum ou caillette.

Ces quatre réservoirs gastriques occupent pres de 4/5 de la cavité abdominale, le rumen étant

le plus volumineux, jusqu’a 200 litres chez un bovin adulte.

1.1. Anatomie du rumen [1, 108]

1.1.1. Conformation externe (Figures 1 et 2)

Le rumen ressemble a un sac bilobé, allongé cranio-caudalement.

Il se divise en deux vastes compartiments : un sac ventral et un sac dorsal. Ils sont séparés par
le sillon longitudinal droit, donnant attache au feuillet profond du grand omentum, et par le

sillon longitudinal gauche sur lequel s’appuie le feuillet superficiel du grand omentum.

La face droite du rumen se caractérise par la présence d’un sillon accessoire, issu du sillon
longitudinal droit et se dirigeant dorso-cranialement. Ces deux sillons délimitent I’insula du

rumen, région dépourvue de papilles ruminales.

L’extrémité caudale des sacs ruminaux est individualisée par le sillon caudal, prolongement
des deux sillons longitudinaux. Elle forme un cul de sac dorsal et un cul de sac ventral, eux
méme délimités des sacs ruminaux par des sillons coronaires Ces derniers partent

verticalement a la jonction des sillons longitudinaux et du sillon caudal.
La partie criniale du rumen se compartimente en deux éléments : dorsalement, 1’atrium de
rumen, et ventralement, le récessus du rumen. Atrium et récessus sont délimités par le sillon

cranial, prolongement des deux sillons longitudinaux.

Le sillon rumino-réticulaire sépare le rumen du réticulum.
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Figure 1 : Conformation extérieure du réticulo-rumen, face gauche [1]
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Figure 2 : Conformation extérieure du réticulo-rumen, face droite [1]
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1.1.2. Conformation interne (Figure 3)

A chaque sillon extérieur correspond un relief charnu intérieur : les piliers, portant le méme
nom. Se distinguent deux principaux piliers : le pilier caudal est épais et sépare le cul de sac
ventral et le cul de sac dorsal, le pilier cranial forme une lame issue de 1’adossement des

parois de I’atrium et du récessus du rumen.

Le sac ventral et le sac dorsal communiquent par 1’ostium intra-ruminal. Ce dernier est
délimité par les piliers longitudinaux, le pilier cranial et le pilier caudal.
L’atrium du rumen est ouvert sur le réticulum par I’ostium rumino-réticulaire, mesurant

environ 20 cm de long et 15 cm de large. Au plafond de I’atrium s’abouche 1’cesophage.

La paroi ruminale est différente selon la région du pré-estomac. Au niveau du sac ventral et
des culs de sacs caudaux, elle est tapissée de papilles dilomorphes, formant le champ
papillaire. Ces papilles sont de taille réduite dans le sac dorsal du rumen, voire absentes sur
les piliers et dans la région de I’insula du rumen.

Les papilles ruminales permettent d’augmenter la surface de contact avec le contenu ruminal
afin d’optimiser 1’absorption des acides gras volatils (AGV). La taille et la forme des papilles
sont modulées par la ration alimentaire. En effet, leur développement nécessite la présence

d’AGYV, en particulier le butyrate (C4).
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Figure 3 : Conformation intérieure du réticulo-rumen [1]
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1.1.3. Topographie (Figure 4)

Cranio-caudalement, le réticulo-rumen s’étend du 7°™¢ espace intercostal jusqu’a I’entrée du

bassin.

Dorso-ventralement, il s’étend sur toute la hauteur de 1’abdomen a gauche, de la région sous
lombaire au plancher de la paroi abdominale. Du c6té droit, le pré-estomac occupe la moitié

ventrale de la cavité abdominale.
Dans son étendue transversale, le rumen se projette essentiellement du coté gauche, ou il est
accolé a la paroi abdominale. Pour autant, il déborde largement a droite du plan médian par

son sac ventral, et dans une moindre mesure, par son sac dorsal également.

Figure 4 : Topographie du rumen, vue latérale gauche [104]
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1.2. Paramétres physico-chimiques du réticulo-rumen

1.2.1. L’anaérobiose

Le milieu ruminal se caractérise par des conditions d’anaérobiose, 1’oxygene représentant
moins d’1% des gaz ruminaux. Ces conditions sont permises grace a 1’absorption immédiate
du dioxygene (O,) par les bactéries anaérobies facultatives. De plus, les apports d’oxygene
sont tres faibles, essentiellement par déglutition et par diffusion a partir des vaisseaux des
parois [30].

Les gaz du milieu ruminal regroupent en majorité du dioxyde de carbone (CO,) (60%), du
méthane (CHa) (27%), du diazote (N,) (7%) et du dihydrogene (H;) (0,2%) [125]. La majeure
partie est éliminée par éructation, et une partie est incorporée dans divers métabolismes

bactériens.

L’anaérobiose est essentielle pour garantir un milieu favorable au développement et au
maintien des populations microbiennes, puisque la majorité des bactéries du rumen sont des
anaérobies strictes : Selenomonas ruminantium, Butyrivibrio fibrisolvens, Succinivibrio
dextrinosolvens, Lachnospira multiparus, Clostridium haemolyticum et quelques especes du

genre Treponema [78].

1.2.2. Le pH

La valeur physiologique du pH ruminal varie dans une large gamme, entre 5,5 et 7,3. La
valeur optimale est autour de 6,2.

Le pH résulte d’un équilibre entre les acides: les AGV et ’acide lactique issus des
fermentations microbiennes, et les bases : les bicarbonates (HCO5) et les phosphates contenus
dans la salive (Figure 5). L’ammoniac provenant de la dégradation des protéines par les

bactéries peut également jouer le role de base.
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Figure 5 : Etendue des variations du pH du rumen et systemes tampons [101]
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La gamme de variations est divisée en différentes zones correspondant a l’état normal et aux
ecarts possibles lors de déviations de |’activité fermentaire. Les tampons sont représentés en

regard de |’échelle pH pour situer leur zone d’intervention.

Des variations physiologiques du pH ruminal sont observées en lien avec le repas (Figure 6).
Par exemple, dans les 2 a 6 heures suivant la prise de nourriture, s’observe une diminution
postprandiale du pH ruminal inhérente a la production d’AGV. Cette baisse de pH est
d’autant plus importante que la ration est riche en amidon puisque la production d’AGV et
d’acide lactique est plus élevée et la sécrétion salivaire moindre. S’en suit une remontée du
pH ruminal liée a I’absorption des AGV a travers I’épithélium du rumen et la sécrétion
salivaire abondante.

D’autre part, une augmentation du pH ruminal peut s’observer durant un jelne.

Figure 6 : Evolution du pH ruminal en lien avec la prise alimentaire [81]
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La salive possede un pH de 8,5 et sa production est trés abondante (jusqu’a 200 litres par jour)
[34]. Elle permet de limiter la chute de pH consécutive a I’accumulation d’acides formés par
les réactions de fermentations ruminales, en particulier d’acide lactique, et ainsi, d’assurer un
environnement ruminal stable. Le pouvoir tampon de la salive est essentiellement permis par
les bicarbonates, et a moindre échelle par les phosphates [26]. En effet, la valeur du pKa de
I’acide carbonique (6,25), proche des valeurs de pH physiologique du rumen, et les quantités
importantes de HCO;  dans la salive (125 mmol/L) font du couple HCO3;/CO, un des
principaux systémes tampons du rumen [27].

Alors que la composition de la salive est relativement stable, la production salivaire est tres
variable d’un point de vue quantitatif. Elle est conditionnée en majeure partie par la durée de
mastication et de rumination, dont le rdle est essentiel dans I’apport continu de salive dans le
rumen. Ainsi, l’intensit¢ de la sécrétion salivaire varie selon le type d’aliment, la
granulométrie de la ration et la teneur en matiere seche (MS) [70]. Par exemple, une ration
finement divisée s’accompagne d’un temps de rumination plus court par rapport a une ration
plus riche en fourrages, et ainsi, d’une production salivaire moindre (Figure 7). De plus, une
granulométrie fine accroit la fermentescibilité de la ration, et par conséquent, tend a abaisser

le pH [101].
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Figure 7 : Relation pH ruminal — production salivaire — temps de rumination en fonction du

régime alimentaire [55]
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En conclusion, les variations du pH ruminal sont principalement dues au rythme de
distribution des aliments, aux caractéristiques de la ration (teneur en MS,

granulométrie), a la vitesse d’ingestion et a la sécrétion salivaire.

1.2.3. La température [7, 101]

La température ruminale est supérieure a la température rectale : elle est comprise 39 et 41°C,
soit au moins un degré de plus par rapport a la température corporelle. Pour autant, elle est
tres variable : elle augmente lorsque les fermentations sont tres intenses (jusqu’a 41°C) et
diminue de plusieurs degrés apres abreuvement (de 5 a 10°C).

La température ruminale est maximale apres les repas.
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1.2.4. Le potentiel d’oxydo-réduction

Du fait des conditions d’anaérobiose, le milieu ruminal est réducteur : son potentiel d’oxydo-
réduction (E,) est tres négatif, variant entre — 150 et — 260 mV. La gamme de variation du
potentiel redox dépend fortement de la ration : il est plus élevé lorsque la proportion de

concentrés dans la ration augmente [81].

Les heures suivant le repas, le potentiel redox augmente, avant de diminuer (Figure 8).

Les variations du Ej, sont liées a la présence d’oxygene dans la phase gazeuse du rumen, suite
a la déglutition ou a la diffusion depuis les capillaires sanguins. Le microbiote ruminal
maintient le milieu trés réducteur en consommant tres rapidement 1’oxygéne introduit dans le
rumen [6]. Ainsi, un gradient de potentiel redox s’établit entre la surface et la profondeur du
milieu ruminal. La pénétration de 1’0, n’excede pas 0,5 cm de profondeur au sein du contenu
ruminal [101].

Le potentiel d’oxydo-réduction est généralement li€é négativement au pH ruminal, mais cette

relation n’est pas toujours significative [54].

Figure 8 : Evolution du potentiel redox en lien avec la prise alimentaire [81]
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1.3.5. La pression osmotique

La pression osmotique du contenu ruminal est voisine de celle du sang, en moyenne 250
mosm/L, ce qui favorise les échanges a travers la paroi du rumen. Cependant, elle varie au
sein d’'une gamme plus large, entre 200 et 400 mosm/L.

Lorsque le contenu ruminal est hyper-osmotique, s’observe un passage d’eau du secteur
vasculaire au rumen. Le phénomeéne inverse se produit lors d’hypo-osmolarité du contenu

ruminal.
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La pression osmotique varie avec 1’ingestion et I’abreuvement [4]. Une augmentation est
observée apres un repas : elle peut atteindre 350 a 400 mosm/L dans les 30 a 90 minutes
suivant le repas [101]. Cette hausse de la pression osmotique s’explique par la dissolution des
minéraux présents dans les aliments ingérés et la production d’AGV par fermentation
microbienne [4].

La composition de la ration influence la pression osmotique. En effet, une proportion plus
importante de concentrés dans la ration induit une augmentation de la pression osmotique [4].
Cependant, selon Giger-Reverdin et al (1997), la variation de pression osmotique serait plus
liée a la teneur de la ration en glucides rapidement fermentescibles que par le pourcentage de

concentrés.

1.3. Stratification du contenu ruminal

Le contenu ruminal se divise en trois phases : la phase gazeuse, la phase solide et la phase

liquide (Figure 9).

La phase gazeuse est située dans le sac dorsal du rumen. Elle provient en grande partie des
fermentations microbiennes : la production horaire moyenne est de 25 litres. La composition
des gaz issus de l’activité de la flore ruminale est dépendante de plusieurs phénomenes,
notamment de la nature de 1’aliment et du comportement alimentaire. Deux gaz sont
majoritaires : le CO, (65%) et le CHy (35%). L’O, n’est retrouvé qu’a 1’échelle de traces,
étant donné sa consommation treés rapide par les micro-organismes ruminaux [51].

L’€ructation permet 1’évacuation de la phase gazeuse.

La phase solide correspond a la partie centrale du contenu ruminal. Elle se compose des
particules grossieres ingérées, qui sont destinées a la rumination. La teneur en MS de la phase
solide est comprise entre 14 et 18% : elle représente la majeure partie de la matiere seche du
contenu ruminal. D’autre part, elle contient environ 75% de la biomasse bactérienne totale du

rumen.

La phase liquide se localise dans le sac ventral du rumen. Elle est issue de I’abreuvement, de
I’eau apportée par les aliments et de la sécrétion salivaire (100 a 200 litres par jour). L’eau
représente la fraction majoritaire du contenu ruminal, jusqu’a 85%. Au sein de la phase
liquide, sont présents des particules alimentaires en suspension, des microorganismes et des

molécules en solution. Dans le rumen, le role de 1’eau est primordial : elle permet 1I’imbibition
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des aliments, favorise les mouvements de brassage et est indispensable a I’action des enzymes

digestives et a la croissance bactérienne [101].

Figure 9 : Stratification du contenu ruminal [106]
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1.4. Motricité du réticulo-rumen [80]

La motricité ruminale a trois principaux roles (Figure 10). Tout d’abord, le brassage du
contenu ruminal permet de renouveler les particules au contact des microorganismes et ainsi,
d’augmenter le rendement des fermentations microbiennes. De plus, il favorise la
stratification : les particules les plus fines sédimentent au fond du rumen pour étre ensuite
dirigées vers I’omasum, et les grosses particules restent dans le haut du rumen pour repartir
vers la mastication. D’autre part, les contractions ruminales participent directement a la
régurgitation physiologique du bol alimentaire pour la rumination, et a la vidange du rumen
vers le feuillet. Enfin, les mouvements ruminaux aident a 1’éructation, importante pour

I’évacuation des gaz de fermentation produits et ainsi, limiter la météorisation.
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Figure 10 : Mouvements des digesta dans le réticulo-rumen [80]
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Se distinguent deux types de cycles moteurs du réticulo-rumen: les cycles simples
correspondant a des contractions du réseau et du rumen, et les cycles complexes caractérisés
par des contractions secondaires du rumen (Figure 11).

Le réseau subit des contractions régulieres, une toutes les 55 secondes, et biphasiques : la
premiere onde est une contraction partielle, et la seconde une contraction complete au cours
de laquelle tout le contenu du réticulum bascule dans le rumen.

Un cycle simple correspond a I’enchainement de contractions primaires : la contraction
réticulaire (onde R) est suivie par la contraction du sac dorsal (onde D1), puis du sac ventral
(onde V1). La propagation est alors cranio-caudale. Les cycles simples permettent le brassage
du contenu ruminal et la vidange du rumen.

Apres un repas, les contractions ruminales sont plus nombreuses que les contractions
réticulaires. En effet, des contractions secondaires du rumen se propagent dans le sens
inverse, caudo-cranialement : les ondes D2 et V2. Lorsque ces ondes sont précédées d’un
cycle simple R-D1-V1, le cycle est dit complexe. Plusieurs séries d’ondes D2 et V2 peuvent

se suivre avant le retour d’une contraction réticulaire. L’onde D2 correspond a la contraction
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éructative : elle intervient lorsque du gaz est au contact du cardia et concerne le sac dorsal du

rumen.

Figure 11 : Cycle moteur du réticulo-rumen mettant en jeu successivement le réseau et le

rumen [80]
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Le cycle réticulo-ruminal est dit complet lorsqu’un cycle primaire est suivi d’un cycle
secondaire ou éructatif. La contraction primaire se propage de facon antérograde (1, 2, 3).

La contraction secondaire débute au niveau du sac ventral postérieur et se propage de fagon

rétrograde (4, 5, 6).

La rumination est permise par une contraction isolée du réseau, toujours suivie d’une onde R.
Cette contraction est déclenchée par la présence de particules grossieres au contact du cardia.

Elle assure la régurgitation du bol alimentaire.

Les contractions du réticulo-rumen sont controlées par le nerf vague (nerf X) qui impose une
activité rythmique intrinseque. A I’échelle du rumen, cette motricité est modulée par deux
types de récepteurs. Les mécanorécepteurs de la couche musculaire sont sensibles a
I’étirement du rumen et provoquent une contraction. Les récepteurs épithéliaux sont des
mécanorécepteurs et chémorécepteurs : ils sont sensibles a I’étirement, a I’acidité, aux AGV
et a une forte osmolarité. Ils sont mis en jeu lors de fermentations excessives : ils inhibent les

contractions et par conséquent, entrainent un arrét de la rumination.
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Le réticulo-rumen est un fermenteur volumineux caractérisé par des conditions physico-
chimiques particulieres : anaérobiose, pH, potentiel redox, température, pression
osmotique. Des mécanismes de controle permettent de maintenir ces parametres les plus
stables possibles, afin de garantir la survie du microbiote ruminal et I’optimisation des
fermentations ruminales.

D’autre part, la mastication, la rumination et la motricité du réticulo-rumen
interviennent dans D’accessibilité des particules alimentaires vis-a-vis de la micro-

population ruminale.

2. Environnement microbien du Rumen

Le microbiote ruminal se caractérise par une extréme densité et diversité : il abrite des
milliards de bactéries, plusieurs centaines de milliers de protozoaires et des dizaines de
milliers de champignons.

La composition de la microflore ruminale influence directement les performances digestives
et métaboliques du ruminant. En particulier, le role des bactéries est considéré plus important
par rapport a celui des protozoaires et des champignons dans I’efficacité de la dégradation des
aliments et la synthése de protéines microbiennes, qui contribue a la production de viande et

de lait [89].

2.1. Les bactéries

La population bactérienne représente 50% de la biomasse microbienne et jusqu’a 10% de la
matiere seche du réticulo-rumen, soit 1 kg du contenu ruminal. Le rumen d’un bovin adulte
contient entre 10'° et 10" bactéries par mL [118]. La majorité des bactéries ruminales sont
anaérobies strictes, non sporulées. Plus de 200 especes ont été isolées, dont une trentaine se

retrouve uniquement dans le rumen.

Les populations bactériennes occupent I’ensemble du rumen : elles sont libres dans la phase
liquide ruminale, liées aux particules végétales, associées a 1’épithélium du rumen ou
attachées a la surface des protozoaires [63, 141]. Les bactéries liées aux particules végétales,
présentes dans la phase solide du contenu ruminal, sont les plus abondantes par leur nombre :
elles correspondent a 75% de la population bactérienne totale. De plus, elles produisent
jusqu’a 90% des enzymes ruminales endoglucanases et xylanases, essentielles a la

dégradation des glucides pariétaux [135]. En comparaison, les bactéries associées a la phase
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liquide du contenu ruminal représentent 20 a 30% de la microflore bactérienne [31, 89] et

environ 1% des bactéries se trouve au niveau de la paroi ruminale [106].

Les bactéries ruminales peuvent étre classées selon des criteres morphologiques (forme, mode
de groupement, présence ou absence de flagelles, nature de la paroi, mobilité...) ou selon des
criteres physiologiques (substrats, voies métaboliques...). Ainsi, la deuxieme classification
permet de distinguer : les bactéries cellulolytiques, les bactéries hémicellulolytiques, les
bactéries pectinolytiques, les bactéries amylolytiques, les bactéries protéolytiques, les
bactéries lipolytiques, les bactéries utilisatrices des glucides simples et les bactéries

utilisatrices des acides organiques (Tableau 1) [29].

De part le développement des techniques de biologie moléculaire, la classification des
bactéries s’établit autour de leur affiliation taxonomique par homologie et différence entre les
génomes bactériens (Figure 12). De nombreuses études ont porté sur le pyroséquencage de
I’ADNr 16S bactérien.

Deux phyla sont majoritaires dans le rumen des bovins : les Firmicutes et les Bacteroidetes,
dont les familles les plus abondantes sont les Lachnospiraceae, les Ruminococcaceae, les
Prevotellaceae et les Rikenellaceae [50, 146]. Les autres bactéries du rumen appartiennent aux
phyla des Proteobacteria (3 a 5%), des Actinobacteria (2,5%), et en moindre abondance des
Fibrobacteres et des Spirochaetae [69, 92]. La distribution spatiale des phyla est hétérogene
entre les différentes phases du contenu ruminal. En effet, la phase liquide contient 49% de
Firmicutes et 39% de Bacteroidetes, tandis que la phase solide compte 69% de Firmicutes et

29% de Bacteroidetes [120].
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Tableau 1 : Fonctions des principales bactéries dans le rumen [18, 30]
Hydrolyse Substrats de fermentation Produits de fermentation
= 2 =
= £ 5 § % 2|2 5 £ %8 2 % £ 8§ 2|€ &8 2 E 8§ Z ;
o) O 5 = = ) = I~ < 2 > ] ) Q e = 5] = s S o o
O L A& < & 4d]0 U =2 & U m A& A <| < A A K » 4 @ =™ O
F. succinogenes + + + + + + + + + + + +
R. flavefaciens + + + + + + + + + + +
R. albus + + + + + + + + + + +
B. fibrisolvens + + + + + + + + + + + + + + + + + +
P. ruminicola + + + + + + + + + + + + + + + +
L. multipara + + + + + + + + +
S. bovis + + + + + + + + + + + + +
R. amylophilus + + + + + + + +
S. amylolytica + + + + + +
S. ruminantium + + + + + + + + + + + + + + + + +
L. ruminis + +
L. vitulinus + +
M. elsdenii + + + + + + + + + + +
V. parvula + + +
A. lipolytica + + + + + + +
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Figure 12 : Arbre phylogénétique des principaux taxons bactériens présents dans le rumen [87, 106]
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2.1.1. Les bactéries fibrolytiques

Les bactéries fibrolytiques ont la particularité de dégrader les glucides des parois végétales,
comprenant la cellulose, ’hémicellulose et la pectine. La majorité est présente dans la phase
solide du contenu ruminal. Leur nombre est d’autant plus important que la ration est riche en
fourrages. Les bactéries fibrolytiques représentent entre 4 et 9% de la population bactérienne
ruminale [86], mais leur proportion peut atteindre jusqu’a 17% selon I’étude de Martin et al

(2001).

Les bactéries fibrolytiques présentes dans le rumen sont essentiellement représentées par
quatre especes :  Fibrobacter succinogenes, Butyrivibrio fibrisolvens, Ruminococcus

flavefaciens et Ruminococcus albus [32, 46, 118].

Fibrobacter succinogenes, anciennement Bacteroides succinogenes, est un bacille Gram
négatif, anaérobie stricte. Elle représente I’espéce bactérienne cellulolytique dominante dans
le rumen [118]. Elle se fixe aux fibres alimentaires dans les 5 minutes suivant 1’ingestion, et
atteint le maximum d’adhésion (10° bactéries par gramme de MS) en 24 heures. La bactérie
possede de nombreuses enzymes responsables de la dégradation de la cellulose. En effet,
Forsberg et al. (1997) ont mis en évidence différentes cellulases produites par cette bactérie
grice a des études moléculaires et biochimiques: xylanase, acétylxylane estérase, o
arabinofuranosidase, et a glucuronidase. Une activité hydrolytique moindre concerne la
pectine. D’autre part, F. succinogenes utilise comme substrat de fermentation la cellobiose et
le glucose [29]. Enfin, certaines souches sont capables de fermenter d’autres glucides, plus ou
moins complexes, comme 1’amidon, le maltose et le lactose. Les principaux produits issus de
la fermentation sont 1’acétate (C2) et le succinate [118], et en moindre quantité, le formate,

I’isovalérate et le propionate (C3).

Ruminococcus flavefaciens et Ruminococcus albus sont des coques Gram positif, anaérobies
stricts, non motiles. Elles représentent les deux autres especes bactériennes prédominantes
dans le rumen, apreés F. succinogenes. La colonisation des fibres alimentaires est moins
considérable par rapport a celle de F. succinogenes, mais elle reste tout de méme notable : 107
bactéries par gramme de MS en 24 heures pour R. flavefaciens et 10° bactéries par gramme de
MS en 48 heures pour R. albus. Ces deux ruminocoques hydrolysent la cellulose,
I’hémicellulose et la pectine. Leur action fermentaire concerne essentiellement la cellobiose,

mais quelques souches sont capables de fermenter certains glucides simples, en particulier le
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glucose et des pentoses (par exemple le xylose). Les deux bactéries produisent

essentiellement du C2, et en moindre proportion du formate et du succinate [18].

Butyrivibrio fibrisolvens est une bactérie polyvalente d’un point de vue métabolique : elle est
capable de réaliser diverses fonctions. Son activité cellulolytique est moins importante par
rapport a celle de F. succinogenes et des ruminocoques, mais son spectre d’activité s’étend a
de nombreux autres glucides [18]. Outre la cellulose, B. fibrisolvens est capable d’hydrolyser
I’hémicellulose et la pectine. Elle est une des principales especes productrices de C4 [29]. Les
autres produits de fermentation regroupent le formate et le C2 en faible quantité, ainsi que de

I’éthanol, du lactate, du H, et du CO,.

Prevotella ruminicola, anciennement Bacteroides ruminicola, est une espece particulicrement
ubiquiste. Elle posséde une activité hémicellulolytique, a I’'image de R. flavefaciens, R. albus
et B. fibrisolvens. Cependant, ses principaux substrats restent I’amidon et les sucres simples.

La bactérie produit les trois principaux acides gras volatils : le C2, le C3 et le C4 [18, 29].
Lachnospira multiparus ou Lachnospira multipara est la principale bactérie pectinolytique du
rumen. Elle fermente la cellobiose et le glucose. Les produits de fermentation regroupent le

lactate et le C2, ainsi que du CO, et du H, [118].

Outre L. multipara, d’autres bactéries posseédent des enzymes pectinolytiques : B. fibrisolvens,

P. ruminicola, Succinivibrio dextrinosolvens, Treponema bryantii et Streptococcus bovis.

2.1.2. Les bactéries amylolytiques et utilisatrices des glucides simples

Le rumen contient de nombreuses bactéries amylolytiques: Streptococcus bovis,
Ruminobacter amylophilus, Prevotella ruminicola, Succinimonas amylolytica et Selenomonas
ruminantium, sans oublier les bactéries cellulolytiques : B. fibrisolvens et F. succinogenes,
dont I’activité amylolytique reste néanmoins secondaire. Le développement des bactéries
amylolytiques est élevé lorsque la ration est riche en glucides rapidement fermentescibles (les
sucres simples et I’amidon). Le principal produit de fermentation est le C3 lors de
fermentation de I’amidon, ainsi que le C4 suite a la fermentation des sucres simples, et le

lactate [18, 29].

S. bovis fait partie des quelques bactéries ruminales anaérobies facultatives : elle tolere

I’oxygene. Elle utilise ’amidon comme principal substrat de fermentation. Elle est tout de
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méme capable de fermenter des glucides simples, comme la cellobiose, le glucose, le maltose,
le galactose, le fructose et le lactose, mais elle ne posséde pas I’arsenal enzymatique pour
dégrader la cellulose. Son principal produit fermentaire est le lactate, mais elle peut produire
du C2 et du formate lorsque la ration est riche en fourrages [18, 103]. La bactérie montre une
certaine résistance a I’acidité : elle est ainsi retrouvée lorsque le pH ruminal avoisine 5,5. Son
acido-résistance reste tout de méme plus limitée que celle des lactobacilles : la croissance de
S. bovis devient impossible en dessous d’un pH de 5 [17]. En raison de la production
importante de lactate et de sa capacité d’acido-résistance, S. bovis joue un rdle particulier dans

le développement de 1’acidose lactique des Ruminants [118].

R. amylophilus, anciennement Bacteroides amylophilus, est capable de fermenter 1’amidon et
le maltose, mais pas le glucose. Elle produit du C2, du formate et du succinate, ainsi que du
lactate et de 1’éthanol en faible quantité. En général, la bactérie est présente en nombre réduit
dans le rumen. Cependant, sa proportion augmente lorsque la ration est riche en amidon : elle

peut atteindre jusqu’a 10% de la population bactérienne [3].

Certaines souches de P. ruminicola ont la capacité de fermenter I’amidon. Les principaux

produits de fermentation sont le C2, I’acide formique et I’acide succinique.

S. amylolytica utilise I’amidon, le maltose et le galactose afin de produire en majorité de

I’acide succinique.

S. ruminantium se caractérise par une acido-résistance €levée : elle peut persister a un pH
inférieur a 5. Le bacille dégrade I’amidon et une large gamme de sucres simples. Il produit du
lactate, a I’'image de S. bovis, du C2 et du C3. Sont également issus de ses fermentations de

faibles quantités de succinate, du H; et du CO, [118].

De nombreuses bactéries, fibrolytiques et amylolytiques, sont capables de dégrader les sucres
simples, dont B. fibrisolvens, P. ruminicola, S. bovis et S. ruminantium. Néanmoins, un autre
groupe bactérien présente une forte activité fermentaire des glucides simples: les
lactobacilles. Les deux principales especes rencontrées dans le rumen sont Lactobacillus
ruminis et Lactobacillus vitulinus. Suite a la fermentation de divers glucides simples, les
lactobacilles produisent essentiellement du lactate. L. ruminis synthétise principalement
I’isomeére L de I’acide lactique, alors que L. vitulinus produit I’isomere D [118]. Ces bactéries
se caractérisent par une résistance importante a 1’acidité : elles continuent de croitre a des

valeurs de pH ruminal inférieures a 5, alors que la majorité de la flore ruminale a alors
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disparu. Ainsi, a des valeurs de pH extrémement faibles, la population bactérienne est
quasiment réduite a une monoculture de lactobacilles [103]. De part leur persistance a pH tres
acide et leur production importante de lactate, les lactobacilles contribuent au développement

et au maintient de 1’acidose lactique du rumen.
Enfin, au sein du phylum des Spirochaetae, ’espéce Treponema bryantii est capable de
dégrader la plupart des sucres, a 1’exception du fructose, en complément de son activité vis-a-

vis de la pectine et de la cellobiose [122, 118].

2.1.3. Les bactéries utilisatrices de lactate

Au sein de la flore procaryote ruminale, trois especes montrent une activité lactolytique
importante : Selenomonas ruminantium, Megasphaera elsdenii et Veillonella parvula.

Le pH optimum de fermentation de 1’acide lactique est compris entre 6 et 6,5. Les voies de
fermentation du lactate sont multiples. Le C2 est le produit fermentaire majoritaire en
conditions normales. Cependant, la proportion de lactate converti en C3 augmente avec la
concentration ruminale en acide lactique [83]. Du C4 est également formé suite a la

fermentation du lactate par M. elsdenii [118].

Les bactéries utilisatrices de lactate jouent un role essentiel dans le contrdle de 1’acidose
lactique du rumen. En effet, graice a la consommation de lactate, elles participent a la
régulation de la concentration ruminale d’acide lactique et par conséquent, a I’équilibre du pH
ruminal. Ainsi, elles font partie des mécanismes de controle de 1’acidose aigu€ du rumen. M.
elsdenii est d’autant plus importante dans cette régulation qu’elle est la seule bactérie a
conserver son activité lactolytique pour des valeurs de pH comprises entre 4,8 et 5,5 [15]. Sa
croissance est inhibée pour des valeurs de pH inférieures a 4,8 [103]. D’apres une ¢tude de
Counotte et Prins (1981), M. elsdenii contribue a hauteur de 60 a 80% dans la fermentation du

lactate ruminal dans des conditions alimentaires normales.

2.1.4. Les bactéries protéolytiques

Pour la plupart des bactéries ruminales, I’activité protéolytique est secondaire, de faible
proportion par rapport a leur action principale de dégradation des glucides. En effet, la plupart
des bactéries protéolytiques sont avant tout fibrolytiques ou amylolytiques. En contrepartie,
elle est exercée par un nombre trés important de bactéries : pres de la moitié des souches

bactériennes ruminales possede une activité protéolytique [29, 133].
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L’espece bactérienne la plus active dans la protéolyse ruminale est R. amylophilus, bactérie
principalement amylolytique. Deux autres especes semblent montrer une importance
majeure : B. fibrisolvens et P. ruminicola [18]. Enfin, certaines souches de S. bovis et S.

ruminantium jouent un role secondaire dans la dégradation ruminale des protéines.

Une étude de Wallace (1985) met en évidence une synergie entre les bactéries ruminales
impliquées dans la dégradation des protéines, en particulier entre S. bovis et S. ruminantium,
et entre S. ruminantium et P. ruminicola. Sur milieux de culture a base de caséine, I’auteur a
observé une potentialisation de la croissance lorsque ces bactéries étaient associées, par

rapport a des cultures pures [132].

2.1.5. Les bactéries transformant les lipides

Le métabolisme des lipides se divise en deux étapes : la lipolyse et la biohydrogénation (BH).
Plusieurs bactéries interviennent dans la lipolyse ruminale, a titre d’exemple des bactéries du
genre Butyrivibrio, Eubacterium et Fusocillus. Néanmoins, le principal acteur de la digestion

lipidique ruminale est Anaerovibrio lipolytica, bacille Gram négatif.

L’essentiel de la lipolyse est effectué par A. lipolytica. La bactérie possede une lipase
extracellulaire, dont ’action est d’hydrolyser les triglycérides en acides gras libres (AGL) et
en glycérol. Par la suite, la fermentation du glycérol donne lieu a la production de C3
principalement, et de succinate [43, 48]. Le pH optimal de croissance de A. lipolytica est 7,4
[43]. La bactérie est sensible a 1’acidité : sa croissance diminue a pH 5,7, et elle est inhibée a
partir d’un pH de 5,3 [45].

A. lipolytica est incapable d’hydrolyser les galactolipides et les phospholipides [29].
L’hydrolyse des phospholipides est permise par certaines souches bactériennes du genre

Butyrivibrio [41].

La BH consiste en une série de réactions d’isomérisation et de réduction afin d’obtenir des
acides gras saturés (AGS) a partir des acides gras insaturés (AGI) issus de la lipolyse. Kemp
et Lander (1984) divisent les bactéries capables d’hydrogéner 1’acide linoléique (c9c12-c18:2)
et ’acide a linolénique (c9c12c15-c18:3) en deux groupes : le groupe A et le groupe B.

Le premier réunit les bactéries qui réalisent les premicres étapes de la BH. Il s’agit
principalement de B. fibrisolvens, productrice d’acide ruménique (c9,t11-C18:2) et d’acide
vaccénique (t11-C18:1). D’autres especes bactériennes produisent différents isomeres, comme

le t10,c12-C18:2 pour Propionibacterium acnes [74] et pour M. elsdenii, bactérie
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essentiellement connue pour son activité lactolytique, et le t9,t11-CLA et le t11-C18:1
produits par S. ruminantium.

Le second regroupe les bactéries dont 1’activité enzymatique concerne 1’ensemble des
réactions de BH, jusqu’a I’obtention du produit terminal, I’acide stéarique (C18:0). Les
bactéries du groupe B sont moins nombreuses, d’ou la vitesse moindre de 1’hydrogénation
finale et ’accumulation de produits intermédiaires. Il s’agit de deux bactéries du genre
Butyrivibrio, B. hungatei et B. proteoclasticus, et certaines souches d’Eubacterium et de
Fusocillus [56].

Par ailleurs, 1’étude de Kemp er al (1975) a montré que Ruminococcus albus, bactérie

fibrolytique, possede une activité lipolytique importante.

Maia et al (2007) ont étudié le métabolisme du ¢9,c12-C18:2 chez 26 especes bactériennes
présentes dans le rumen, ainsi que sa toxicité sur cette population microbienne. D’autres
especes interviennent dans la digestion lipidique, et synthétisent des produits finaux variés

(Tableau 2).

Tableau 2 : Produits de fermentation et capacité des principales especes bactériennes du

rumen a métaboliser 1’acide linoléique [79]

Bactérie Produits fermentaires
Butyrivibrio fibrisolvens t11-C18:1
Butyrivibrio hungatei t11-C18:1
Clostridium aminophilum c9-C18:1
c9,t11-C18:2
Clostridium proteoclasticum t11-C18:1
C18:0
Fibrobacter succinogenes C16:0
Lachnospira multipara -
Mitsuokella multiacidus c9-C18:1
Peptostreptococcus anaerobius -
Streptococcus bovis OH-C18:0
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2.2. Les protozoaires

Les protozoaires présents dans le rumen sont des organismes eucaryotes unicellulaires. Ils
représentent un peu moins de la moiti€ de la biomasse microbienne. Les protozoaires du
rumen font partie de deux embranchements : les flagellés et les ciliés. Ces derniers sont les

plus importants par leur nombre et leur influence sur la digestion [29].

Les connaissances sur les protozoaires flagellés sont a ce jour limitées. Bien que leur
concentration atteigne parfois 10° a 10" protozoaires/mL, leur contribution 2 la biomasse
microbienne du rumen est considérée négligeable en raison de leur petite taille (4 a 15 pm).

IIs participent a I’équilibre microbien du rumen par leur capacité a ingérer les bactéries [29].

La majorit¢é des protozoaires ruminaux appartiennent a I’embranchement des ciliés,
caractérisé par la présence de cils vibratiles permettant leur mobilité. Leur concentration peut
atteindre 10* 2 10° par mL de contenu ruminal.

Ces protozoaires sont des microorganismes anaérobies stricts, dont la taille varie entre 20 et
150 pm. Une partie se retrouve dans la phase solide du contenu ruminal, fixée aux particules
végétales, tandis que d’autres sont libres dans la phase liquide [29, 51].

Les protozoaires ciliés sont représentés par deux groupes appartenant a la sous classe des
Trichostomatiae : les Holotriches et les Entodiniomorphes. Les premiers font partie de I’ordre
des Vestibuliferida. Les seconds appartiennent a 1’ordre des Entodiniomorphida, sous ordre
des Entodiniomorphina, famille des Ophryoscolecidae. Les principaux genres rencontrés dans
le rumen sont le genre Entodinium au sein des Entodiniomorphes, et les genres Isotricha et
Dasytricha parmi les Holotriches [136, 137]. La taxonomie des protozoaires ciliés ruminaux

est détaillée dans la figure 13.
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Figure 13 : Arbre phylogénétique des principaux protozoaires ciliés présents dans le rumen

[87, 137]
Phylum Ciliophora
Classe Litosiomatea
Sous classe Trichostomatia
Ordre Vestibuliferida Entodiniomorphida
Sous ordre Entfodiniomorphida
Famille Isotrichidae Ophryoscolecidae
Genre Isotricha Dasytricha Enfodinium

Apres phagocytose, les Entodiniomorphes sont capables de digérer au sein de leurs vacuoles
digestives les parois cellulaires et les chloroplastes. Certains ont donc une activité
cellulolytique.

Les Holotriches jouent un rdle important dans la dégradation des sucres solubles et de
I’amidon. Une partie des produits de cette dégradation est stockée sous forme d’amylopectine.
Lorsque la ration est riche en glucides, ce stockage permet une fermentation progressive de
I’amidon, en diminuant 1’accessibilité des substrats aux bactéries amylolytiques, et ainsi, de
limiter le risque d’acidose.

Enfin, les protozoaires ont une activité protéolytique. Cette derniere est moins efficace que

I’action bactérienne, mais elle a I’avantage de dégrader les protéines insolubles [51, 93, 136].

Les protozoaires ingerent des particules alimentaires, mais également des bactéries et d’autres
protozoaires. La prédation d’autres microorganismes ruminaux permet d’une part de réguler
les populations bactériennes et d’autre part, de récupérer les peptides, les acides aminés et les

acides nucléiques pour leur propre synthese cellulaire [51, 93, 136].

Les populations de protozoaires varient en nombre selon I’alimentation. En effet, leur nombre

est plus important lorsque la ration est riche en fourrages, alors que les protozoaires
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disparaissent pour des rations trop riches en concentrés suite a la baisse du pH ruminal car ils
sont sensibles au pH acide. De plus, les protozoaires sont tres sensibles a la non nutrition : 3
jours suffisent a leur disparition. A contrario, des ingestions fréquentes favorisent le

développement des protozoaires [136].

2.3. Les champignons

Les champignons présents dans le rumen sont anaérobies stricts. Trois genres sont décrits :
Neocallimastic, Piromonas et Caecomyces. Leur concentration est moindre par rapport aux

autres microorganismes ruminaux : 10° 2 10° zoospores par mL de contenu ruminal.

L’activité des champignons ruminaux est essentiellement tournée dans la digestion des
glucides pariétaux. Peu apres l’ingestion des aliments, les zoospores se fixent sur les
particules végétales, puis un systeme rhizoidal pénetre les tissus lignifiés. Les activités
enzymatiques menent a la formation de cellobiose, qui est ensuite fermentée. Une autre
caractéristique des champignons est la capacité a solubiliser la cellulose.

Des études menées a la station de recherche sur la nutrition des Herbivores de I’'INRA
montrent que I’activité protéolytique des champignons est faible. Elle se limite a I’hydrolyse
de I’extensine des parois végétales grace a des métalloprotéases.

Enfin, les champignons du rumen sont capables de fermenter la plupart des mono et
disaccharides. Ce catabolisme glucidique se termine par la production de lactate, de formate,

de C2, de H,, de CO, et d’éthanol [51].
L’intervention des champignons dans la digestion ruminale est toutefois limitée, du fait d’une
croissance tres lente. IIs ne sont pas indispensables, parfois absents. Toutefois, ils montrent

une importance relative pour des fourrages de mauvaise qualité.

2.4. Variations du microbiote ruminal

Le microbiote ruminal se caractérise par une incroyable diversité de microorganismes. Le
nombre et la proportion des différentes populations microbiennes peuvent varier suite a des
changements de I’environnement ruminal, en particulier lors de modifications des conditions
physico-chimiques du réticulo-rumen. Cette variabilité peut €tre physiologique, en lien avec
la composition de la ration et son mode de distribution, ou a d’autres occasions, pathologique

(dysbiose), par exemple lors d’acidose ruminale.
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2.4.1. Variations physiologiques

Le principal facteur influencant le microbiote ruminal est la composition de la ration. Le
phénomene peut s’expliquer par le fait que les souches bactériennes ont chacune des activités
enzymatiques dominantes adaptées a un type de substrat, méme si un certain nombre d’entre
elles sont polyvalentes. Ainsi, une proportion importante d’un type de substrat dans la ration
favorise le développement de la population bactérienne utilisant ce dernier. Plusieurs essais
ont été menés pour déterminer les variations du microbiote ruminal en fonction du régime
alimentaire. Tajima et al. (2000) ont étudié les changements au sein des populations
bactériennes lors du passage d’une ration riche en fourrages a une ration riche en concentrés,
par séquencage a haut débit. Ils ont observé une chute du nombre de bactéries cellulolytiques,
en particulier F. succinogenes et R. flavefaciens, ainsi que des bactéries pectinolytiques S.
dextrinosolvens et T. bryantii. A D’inverse, les bactéries amylolytiques ont montré une
croissance exponentielle suite au changement d’alimentation, en particulier S. ruminantium,
P. ruminicola et S. bovis. Par contre, aucun changement important n’a été constaté pour A.
lipolytica, principale bactérie lipolytique. Une autre étude menée chez des chevres a montré
une abondance des genres Ruminococcus et Lachnospira supérieure pour une ration riche en

fourrages par rapport a une ration complete, et inversement pour le genre Anaerovibrio [77].

D’autre part, il existe une variation quantitative de la population bactérienne du rumen en lien
avec la prise alimentaire. En effet, Leedle et al. (1982) ont constaté sur des vaches recevant un
repas quotidien, une diminution du nombre de bactéries ruminales jusqu’a 4 heures apres le
repas, suivie d’une augmentation pour atteindre une valeur maximale a 16 heures post
prandial. La diminution initiale peut s’expliquer par la dilution des populations bactériennes
par les aliments et la salivation. Quant a I’augmentation observée par la suite, elle serait due a

la croissance bactérienne en réponse a I’apport de nutriments.

Lors de jeline, les protozoaires sont la premiere population microbienne du rumen a étre
touchée. Leur activité commence a décliner des le premier jour de diete, avant de disparaitre a
72 heures. De méme, les bactéries sont mises a mal par une période de jeline : leur nombre
diminue progressivement les premiers jours, puis atteint des valeurs tres faibles apres 4 a 5

jours de diete [73].

Lors de la disparition des protozoaires ruminaux, une augmentation des populations
bactériennes est observée. La multiplication des bactéries s’explique par 1’absence de

I’activité prédatrice des protozoaires.
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2.4.2. Variations pathologiques (dysbioses)

Les variations du microbiote ruminal peuvent avoir une étiologie pathologique. La plus
importante, tant d’un point de vue de la prévalence que des modifications des populations

ruminales engendrées, est I’acidose du rumen.

L’acidose ruminale est une maladie trés courante en élevage. Elle est due a la consommation
d’une ration riche en glucides rapidement et hautement fermentescibles (GRHF) sur une durée
tres breve (acidose lactique aigu€) ou sur une période prolongée (acidose subaigué).
L’apparition d’une acidose ruminale n’est pas déterminée uniquement par un régime
alimentaire riche en GRHF. En effet, d’autres facteurs sont associé¢s au développement d’une
acidose ruminale, comme le type d’aliment et les conditions de distribution et d’ingestion. Les
aliments les plus fréquemment mis en cause sont les aliments riches en amidon, en particulier
le blé et ’orge [16]. L’ingestion brutale d’une quantité trés importante de concentrés est
souvent accidentelle, et conduit a une acidose lactique aigu€. La majorité des cas d’acidose
ruminale apparaissent pendant des périodes de transition alimentaire, lors du passage d’une
ration a faible proportion de concentrés a un régime riche en concentrés. Ils sont alors li€s a
un apport en concentrés insuffisamment étalé dans le temps pour permettre 1’adaptation de la
population ruminale [68]. Selon Grohn et Bruss (1990), les périodes a risque pour les vaches
laitieres sont les 6 a 8 premieres semaines post partum, et a un moindre degré, les 3 dernieres
semaines ante partum. Environ deux tiers des cas d’acidose surviennent dans les 2 premiers

mois de lactation.

Les mécanismes a l’origine d’une acidose lactique aigué sont complexes (Figure 14).
L’apport d’une grande quantit¢ de grains et, par conséquent, d’amidon, entraine une
production importante d’AGV. Le pH ruminal diminue. En réponse a ’acidité, la composition
du microbiote ruminal est modifiée. Les protozoaires meurent lorsque le pH descend en
dessous de 6, suivis par les bactéries fibrolytiques pour un pH inférieur a 5,5. La disparition
des protozoaires s’accompagne de la perte de la fonction de stockage de I’amidon dans le
rumen [8, 91, 103]. Au fur et 2 mesure de la baisse du pH, la diversité bactérienne
s’amenuise : S. bovis et les lactobacilles deviennent prédominants grace a leur tolérance a
I’acidité. S. bovis oriente alors son métabolisme vers la production d’acide lactique, au lieu de
la synthese d’AGV. L’accumulation de lactate est renforcée, et le pH ruminal continue de
diminuer. Lorsqu’il est inférieur a 5, S. bovis et les bactéries lactolytiques ne se développent

plus, au profit des lactobacilles qui possédent une forte capacité d’acido-résistance [116]. Ces
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derniers peuvent représenter jusqu’a 90% de la flore bactérienne pour des valeurs de pH aux

alentours de 4,5 [24].

Lors d’une acidose subaigué, s’observent une diminution de la population cellulolytique et
une augmentation de la population amylolytique. L.’accumulation importante d’acide lactique
n’a pas lieu, puisque les bactéries utilisant le lactate sont présentes. La pathologie se
caractérise par des pics de concentration ruminale en lactate, et une diminution modérée du
pH ruminal [68]. La principale modification biochimique est une augmentation des

concentrations en AGV [95].

La modification du microbiote du rumen s’accompagne de modifications biochimiques. Tout
d’abord, pendant les 8 premieres heures, s’observe une augmentation des AGV, suivie d’une
accumulation d’acide lactique [107]. Le lactate a un fort pouvoir osmotique : il attire 1’eau
dans le rumen. Les signes cliniques associés a I’augmentation de 1’osmolarité ruminale sont
une déshydratation et des diarrhées [100].

De plus, I’acide lactique est un agent caustique : il entraine des 1ésions de la paroi du rumen
affectant 1’intégrité¢ de 1’épithélium ruminal. Ces 1ésions se traduisent par une ruminite lors
d’acidose aigué€, et une parakératose lors de chronicité. L’altération de la paroi ruminale
permet le passage du lactate dans le sang, a I’origine d’une acidose métabolique. La baisse du
pH sanguin bloque le cycle de Krebs, et conduit a des lésions dans d’autres organes comme le
foie, le ceeur et les reins. Par ailleurs, I’acide lactique passe dans la caillette et les intestins : il
favorise le développement d’ulceres abomasaux et de diarrhées [103]. Enfin, les 1ésions de la
paroi ruminale entraine le passage des bactéries dans le sang, et par conséquent, la formation
d’abces, en particulier hépatiques. Des troubles locomoteurs, principalement la fourbure, et un

arrét de la motricité du rumen sont également observés lors d’acidose ruminale.
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Figure 14 : Pathogénie de 1’acidose lactique ruminale [8]
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En élevage laitier, accroitre la proportion de concentrés dans la ration a pour but d’augmenter
la production laitiere. Néanmoins, les bénéfices a court terme engendrés par une production
laitiere plus élevée sont souvent estompés par les répercussions a long terme sur la santé de

I’animal.

Le rumen est un véritable écosysteme microbien, ou les relations entre microbiote,
contenu ruminal et conditions physico-chimiques sont tres étroites. Les modifications de
la population bactérienne ruminale sont particuliecrement liées a des facteurs
alimentaires. Il est alors intéressant d’éviter les pratiques d’élevage susceptibles de
déséquilibrer le microbiote du rumen, d’autant plus que les bactéries ruminales sont

responsables de ’efficacité de la digestion microbienne.
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3. Digestion des aliments d’origine végétale par les microorganismes ruminaux

3.1. Digestion des glucides

Les glucides représentent 75% de la masse du tissu végétal. Ils regroupent les glucides
pariétaux (la cellulose, I’hémicellulose et la pectine), les glucides de réserve (I’amidon) et les

sucres simples.

Apres adhésion des microorganismes aux particules alimentaires, la digestion des glucides
pariétaux et de I’amidon se divise en deux étapes : une hydrolyse extracellulaire permise par
la sécrétion de nombreuses enzymes bactériennes, puis une fermentation intracellulaire des
sucres libérés suite a la premiere étape. Les glucides hydrosolubles (oses et les diholosides)
présents dans les cellules végétales sont directement absorbés par les microorganismes, et

suivent un processus fermentaire similaire aux produits d’hydrolyse des polyholosides.

La digestibilité de chaque nutriment est appréciée grace a un coefficient d’utilisation digestive
(CUD) (Tableau 3). Le CUD correspond au rapport entre la quantité de nutriment ingérée et la
quantité¢ absorbée au niveau de ’intestin aprés digestion. Le CUD d’un nutriment peut étre
difficile a estimer du fait de I’existence de phénoménes d’interaction digestive entre les

différents aliments ingérés [90].
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Tableau 3 : Coefficient d’utilisation digestive, microorganismes impliqués et principaux

produits formés lors de la digestion des différents glucides chez les Ruminants

Produits principaux
formés

Coefficient

d’utilisation digestive Microorganismes impliqués

Bactéries
(R. albus, R. flavefaciens, F.
succinogenes)

40 2 90% Protozoaires

Entodiniomorphes

Cellulose

Champignons

Bactéries C2

(B. fibrisolvens, P. ruminicola, R
albus, R. flavefaciens) CO,

80 2 90% .
Protozoaires CH,4

Entodiniomorphes

Hémicellulose

Champignons

Bactéries
(L. multiparus, B. fibrisolvens,
100% P. ruminicola, T. bryantii)

Pectines

Protozoaires

Bactéries
90 2 95% pour le blé et (S. bovis, R. amylophilus, P.
'orge ruminicola, S. amylolytica, S.
50 2 90% pour le mais et ruminantium, B. fibrisolvens, F. Co,
le sorgho succinogenes)

C3

Amidon

[109] Protozoaires CHy

Isotrichidae

Bactéries
(S. bovis, R. albus, R.
[flavefaciens, S. dextrinosolvens,
S. ruminantium, B. fibrisolvens,
L. ruminis, L. vitulinus, T.
bryantii)

C4

100% CO,

Sucres simples

CH4

La fermentescibilité des glucides végétaux differe selon leur nature, leur origine botanique et
les éventuels traitements technologiques appliqués a la plante (broyage, aplatissage, pression)
(Figure 15). A titre d’exemple, la présence de protéines sur I’enveloppe des grains d’amidon

constitue une limite importante a leur dégradation [10].
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Figure 15 : Fermentescibilité des différentes sources glucidiques (par ordre de vitesse

décroissante de fermentation) [138]
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3.1.1. Dégradation des glucides pariétaux

Les glucides pariétaux sont les composants des parois cellulaires. Ils représentent 30 a 40% de
la MS végétale pour des fourrages jeunes, et jusqu’a 60 a 75% pour les stades les plus tardifs
[110]. IIs forment une trame assurant la rigidité des structures végétales.

La digestion ruminale des glucides pariétaux est réalisée par les bactéries fibrolytiques, qui
colonisent les fibres alimentaires apres fixation, par les protozoaires, qui ingerent des petites
particules en suspension, et par les champignons, qui pénetrent dans les tissus végétaux grace
a leur rhizoide. Dans le rumen, le degré de dégradation des parois des cellules végétales
évolue en sens inverse de la teneur en lignine, c'est-a-dire de I’age de la plante. Par exemple,
la digestion des parois d’un ray-grass jeune est de I’ordre de 90%, alors que celle de la paille

de blé n’est que de 40% [51].

La cellulose est le constituant principal des parois végétales, composé d’une chaine linéaire de
glucoses reliés par des liaisons [ 1-4. Plusieurs polymeres sont assemblés par des liaisons
faibles de type hydrogene : ils forment alors des microfibrilles de cellulose, tres résistantes.

Les microorganismes ruminaux sécrétent plusieurs types d’enzymes qui agissent en synergie :
chaque enzyme produit le substrat de la suivante (Figure 16). Les endo-B-glucanases rompent
de maniére aléatoire les liaisons B1-4 des chaines glucosiques pour former des cello-
oligosaccharides. Par la suite, les 1,4-B-cellobiosidases (4-B-D-glucan cellobiohydrolase)
découpent les cello-oligosaccharides en unités de cellobiose a partir de I’extrémité non
réductrice de la cellulose. Enfin, les B-glucosidases et les cellobiases hydrolysent les produits

précédents en glucose [51].
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Figure 16 : Dégradation enzymatique de la cellulose [67]
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L’hémicellulose differe de la cellulose par la présence de monomeres distincts du glucose,
sous forme de courtes chaines latérales de xylose, galactose, mannose ou arabinose, liées au
polymere de glucose.

La digestion ruminale de I’hémicellulose est permise par tous les types de microorganismes
ruminaux : les bactéries, les protozoaires et les champignons [37]. Les bactéries du rumen
sécretent tout un panel d’enzymes intervenant dans I’hydrolyse de 1’hémicellulose : des
xylanases, des B-glucosidases ou encore des a-L-arabinofuranosidases, dont une a été isolée
chez R. albus [12].

Hillaire et al (1990) ont montré que les champignons du rumen produisent des enzymes
actives contre la cellulose et I’hémicellulose et que leur présence dans le rumen améliore de

30 a 50% la digestion des glucides pariétaux de la paille de blé.

Les pectines sont des polymeres de molécules d’acide uronique, le plus souvent 1’acide
galacturonique, liées en 3 1-4. Entre les monomeres, s’intercalent des molécules de rhamnose.
Les pectines forment des fibres solubles, tres facilement digérées par les microorganismes du

rumen : la totalité des pectines est hydrolysée dans le réticulo-rumen.
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Les enzymes pectinolytiques sont sécrétées par des bactéries et des protozoaires [51]. Les

champignons ne semblent pas intervenir dans I’hydrolyse des pectines [44].

3.1.2. Dégradation de I’amidon

L’amidon est un glucide de réserve des végétaux. Il correspond a un polymeére de glucose
formé par des liaisons de type al-4.

La digestion enzymatique de I’amidon est essentiellement réalisée par les bactéries
amylolytiques et quelques protozoaires. Les derniers sont capables d’ingérer les grains
d’amidon afin de réaliser une fermentation intracellulaire. Concernant les bactéries, plusieurs
enzymes interviennent. La premicére, 1I’a-amylase, est libérée dans la phase liquide du rumen.
Son activité consiste a rompre les liaisons a-glucosidiques pour donner du maltose. Les autres
enzymes intervenant apres transport du maltose dans la bactérie sont des dextrinases
intracellulaires. Elles rompent les liaisons afin de libérer deux molécules de glucose, qui

seront par la suite fermentées dans la bactérie.

La totalit¢ de ’amidon n’est pas hydrolysée dans le réticulo-rumen : une fraction est digérée

dans I’intestin gréle grace aux amylases pancréatiques.

3.1.3. Métabolisme bactérien des oses simples

Les sucres simples absorbés par les bactéries et les produits issus de I’hydrolyse des glucides
pariétaux et de I’amidon subissent un métabolisme intracellulaire. Ils sont transformés en
pyruvate par la voie d’Emden-Meyerhof. Par la suite, le pyruvate est rapidement catabolisé en
AGV (C2, C3 et C4) et en gaz (CO, et CHy) [37]. A noter que la machinerie fermentaire
produit également de la chaleur, de ’ordre de 500 a 600 kcal par jour pour une vache laitiere
[138]. Les deux réactions liberent de 1’énergie sous forme d’adénosine tri-phosphate (ATP).

Cette derniere est utilisée par les microorganismes ruminaux pour leur croissance [37].

3.1.4. Devenir des produits terminaux de la digestion des glucides

Les produits terminaux issus de la digestion des glucides végétaux sont les AGV, dont leurs

proportions respectives sont variables, le CO; et le CH4 (Figure 17).
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Figure 17 : Dégradation et utilisation des glucides par les bactéries ruminales
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L’absorption des AGV est principalement réalisée au niveau de 1’épithélium des papilles
ruminales, présentes en nombre élevé dans le sac ventral du rumen. Néanmoins, une partie
des AGV est également assimilée a travers la paroi des autres pré-estomacs, en particulier le

réticulum et I’omasum [51].

La production d’AGYV est trés importante dans le rumen : elle est estimée a 3 kg par jour. Un
pic de production est observé 4 heures apres la prise alimentaire. Au moins 80% des AGV
proviennent de la fermentation ruminale des glucides. Ils représentent la source majeure
d’énergie pour les Ruminants : ils peuvent couvrir jusqu’a 70% des besoins €nergétique de

I’animal [138].

Les proportions respectives en AGV dépendent majoritairement du régime alimentaire. Les
rations riches en fourrages induisent une augmentation de la formation de C2 puisque les
bactéries fibrolytiques produisent préférentiellement du C2. Au contraire, lorsque la quantité
de concentrés augmente dans la ration, la production de C3 est favorisée en raison de
I’hydrolyse de I’amidon, au détriment de la formation de C2. Enfin, les aliments riches en
glucides solubles, tels que la betterave, conduisent a 1’augmentation de la production de C4
[37, 119].

D’autre part, le pH ruminal joue un role dans la production des principaux AGV. En effet,
chaque souche bactérienne montre une préférence pour une plage de pH. Ainsi, un pH

ruminal haut favorise le développement des bactéries fibrolytiques, et par conséquent, la
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production de C2, alors qu’'un pH ruminal bas avantage la population amylolytique

productrice de C3 [55]. Le phénomene est illustré sur la figure 18.

Figure 18 : Effets du pH ruminal sur I’orientation des fermentations dans le rumen [55]
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Enfin, la quantit¢ d’AGV produits dans le rumen dépend de la vitesse de dégradation du
substrat. En effet, une teneur importante d’amidon dans la ration induit une production intense
d’AGV en un temps réduit, puisque la dégradation de I’amidon est un processus plus rapide

par rapport a la digestion des glucides pariétaux.

3.1.5. Facteurs de variation de la fermentation des glucides

L’efficacit¢ de la digestion des glucides pariétaux dépend de plusieurs facteurs. Les deux
principaux sont le temps de sé€jour des aliments dans le réticulo-rumen et le pH ruminal. Le
premier est lié a la structure physique des aliments. Un temps de séjour faible, en raison d’un
broyage trop fin des fourrages, diminue la digestibilité des fibres puisque le microbiote
ruminal n’a pas le temps nécessaire pour dégrader efficacement les glucides pariétaux [52].
D’autre part, Staples et al. (1984) ont montré qu’une baisse de pH ruminal de 0,6 & 0,7 unité
en dessous du pH optimal (6,7 a 7,1) réduit la digestion de la cellulose de 20 a 55%. Le
phénomene s’explique par la diminution de I’activité cellulolytique a pH bas au profit de
I’activité amylolytique. Enfin, des variations de la fermentescibilité des glucides pariétaux

sont associées a la teneur en lignine, c'est-a-dire de I’age de la plante : la digestibilité des
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glucides pariétaux décroit au fur et a mesure que la quantité en lignine (et donc 1’age du

végétal) augmente [51].

Concernant I’amidon, la vitesse de dégradation ruminale varie selon I’origine végétale de
I’amidon. Par exemple, la dégradabilité est trés ¢€levée (supérieure a 90%) pour 1’avoine,
I’orge et le blé, alors qu’elle est faible pour le mais et le sorgho. Ainsi, la digestion ruminale
de I’amidon issu de ’avoine ou de I’orge est plus rapide par rapport a celle de I’amidon issu
d’autres céréales [109]. Le phénomene s’explique par la présence de protéines au niveau de
I’enveloppe des grains d’amidon qui limitent de manicre importante sa digestion [10]. Des
traitements technologiques autorisent a modifier la digestibilité ruminale de ’amidon. A titre
d’exemple, il est possible d’augmenter de maniére significative la vitesse de digestion de
I’amidon du mais ou du sorgho grace a des traitements hydrothermiques, a I’origine d’une
rupture de I’enveloppe des grains d’amidon [9]. A I’inverse, un traitement par tannage des
grains d’orge ou de blé permet d’accroitre de 20 a 30% la protection de I’amidon : sa
fermentescibilité est alors réduite [85]. Outre la matiére premicre alimentaire, d’autres
facteurs rentrent en compte dans la variation de la capacité ruminale a dégrader ’amidon. En
1986, Robinson et al. (1986) ont montré que le niveau d’ingestion joue un rdle sur la
digestion des amidons lents, en raison de la réduction du temps de séjour ruminal des
aliments. D’autre part, il apparait que 1’activité amylolytique du rumen varie en fonction du
niveau d’apport d’amidon dans la ration. En effet, les études laissent apparaitre un minimum
de fermentescibilité pour une teneur de 40% d’amidon lent dans la ration. Au-dela de ce seuil

de 40%, I’activité amylolytique microbienne semblerait devenir dominante et plus active [85].

3.2. Digestion des lipides

La ration des Ruminants est en général pauvre en lipides. Les lipides présents dans les
fourrages sont essentiellement des phospholipides et des galactolipides riches en c9,c12,c15-
C18:3. Par contre, 1’essentiel des lipides contenus dans les aliments concentrés sont des
triacylglycérols riches en AGI a 18 carbones, en particulier le ¢9,c12-C18:2 ou I’acide oléique

(c9-C18:1). Ces trois AG constituent les AGI majoritaires dans la ration des Bovins [40].

Dans le rumen, le métabolisme lipidique associe plusieurs mécanismes complexes. Il se divise
en deux étapes : la lipolyse des esters d’AG, et la BH des AGI.
La composition des AG sortant du rumen influence la composition des denrées alimentaires

d’origine animale, comme la viande et le lait.
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3.2.1. Lipolyse des lipides alimentaires

La lipolyse consiste en une hydrolyse extracellulaire des esters d’AG issus des aliments. Elle
permet de former des AGL, du glycérol et des oses. Ces deux derniers produits sont

rapidement fermentés en AGV, en particulier en C3 et en C4 [123].

L’hydrolyse des triglycérides est rapide et quasi-complete : le taux d’hydrolyse ruminale est
supérieure a 85%. Elle est réalisée par une lipase bactérienne, produite en majeure partie par

A. lipolytica [43].

Les phospholipides et les galactolipides sont hydrolés en AGL par des estérases,
essentiellement synthétisées par des bactéries du genre Butyrivibrio [41]. Une activité
lipolytique a été détectée chez les protozoaires ruminaux par Harfoot et Hazlewood (1997),

mais son importance est encore inconnue.

3.2.2. Biohydrogénation des acides gras insaturés

La BH est une série de réactions visant a saturer les doubles liaisons des AGI. Elle est réalisée
par plusieurs bactéries ruminales dans le but d’éviter les effets toxiques des AGI. Le plus
souvent, la réaction chimique est incompléte, d’ou 1’accumulation d’intermédiaires insaturés
dans le rumen. Elle se divise en deux étapes : tout d’abord, une isomérisation (tres faible pour
c9-C18:1) et par la suite, une ou plusieurs réductions pour arriver au méme produit final,

I’acide stéarique (C18:0).

Nous nous intéresserons a la BH du ¢9,c12-C18:2 et du ¢9,c12,c15-C18:3 car ils sont a

I’origine de la majorité des isomeres intermédiaires de la BH présents dans le rumen.

3.2.2.1. Biohvydrogénation de ’acide linoléique

I1 existe deux voies de BH : la voie t11 et la voie t10. Le choix d’une voie plutot que I’autre
est fonction du régime alimentaire. Dans les conditions physiologiques, la voie tl11 est tres
majoritaire, avec un ratio t10/t11 bien inférieur a 1. Les isomeres t11 montreraient un intérét
pour la santé du consommateur humain, en particulier dans la prévention de certains cancers
[98]. A D'inverse, les isomeres t10 auraient des effets néfastes puisqu’ils seraient a 1’origine
d’un syndrome métabolique chez I’Homme et provoquent une diminution significative du TB

du lait des vaches, lorsque ces dernieres sont nourries avec une ration riche en concentrés.
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La premiere étape de la BH du ¢9,c12-C18:2 est une isomérisation caractérisée par la
formation d’une double liaison trans en position 11. La réaction est réalisée par une Al2
isomérase et produit de 1’acide ruménique (c9,t11-C18:2). Cet intermédiaire possede deux
doubles liaisons conjuguées, une en position 9 et une en position 11. Il est 1’isomere
majoritaire des CLA produits.

La deuxieme étape correspond a 1’hydrogénation des doubles liaisons par des réductases
microbiennes. Le ¢9,t11-C18:2 est alors transformé en acide vaccénique (t11-C18:1) suite a la
réduction de la double liaison en position 9. Enfin, la derniere réaction produit du C18:0 a

partir du t11-C18:1 [23].

La voie tl11 de la BH du c9,c12-C18:2 est généralement majoritaire. Cependant, dans
certaines conditions d’alimentation, notamment une forte proportion d’amidon et de c9,c12-

C18:2 dans la ration, elle peut €tre remplacée par la voie t10 [146].

La voie t10 se décompose en deux étapes a I’image de la voie t11. L isomérisation du ¢9,c12-
C18:2 est réalisée par une A9 isomérase, dont 1’action concerne la double liaison en position
9. Elle engendre la production de t10,c12-C18:2. Par la suite, I’hydrogénation du t10,c12-
C18:2 donne du t10-C18:1, transformé a son tour en C18:0 [23].

Les deux voies de la BH du ¢9,c12-C18:2 sont illustrées dans la figure 19.

Les deux premiéres réactions, a savoir I’isomérisation et la premiere hydrogénation, sont
rapides : les intermédiaires produits sont presque aussitot consommés. A contrario, la derniere
étape, I’hydrogénation en C18:0, est une réaction plus lente, en raison d’un nombre moindre
de bactéries capables de la réaliser. De ce fait, les trans-C18:1, en particulier le t11-C18:1 ou

le t10-C18:1, ont tendance a s’accumuler dans le contenu ruminal.
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Figure 19 : Biohydrogénation de I’acide linoléique (c9,c12-C18:2) et de 1’acide oléique (c9-
C18:1) [25]
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3.2.2.2. Biohvdrogénation de I’acide a-linolénique [23]

La BH du ¢9,c12,c15-C18:3 est comparable a la BH du ¢9,c12-C18:2 décrite ci-dessus. Le
processus différe par une réaction d’hydrogénation supplémentaire entre le produit de

I’isomérisation et la formation de t11-C18:1 (Figure 20).

L’isomérisation du ¢9,c12,c15-C18:3 produit du c9,t11,c15-C18:3, un acide linolénique
conjugué (CLnA). Les étapes suivantes correspondent a I’hydrogénation des doubles liaisons.
Tout d’abord, le ¢9,t11,c15-C18:3 est transformé en t11,c15-C18:2. Ensuite, ce dernier est
réduit en t11-C18:1. Enfin, la réaction finale est identique a la BH du ¢9,c12-C18:2 : le C18:0
est produit a partir du t11-C18:1.

A noter que I’hydrogénation du tl11,c15-C18:2 est parfois couplée a une isomérisation

produisant du t15-C18:1 et du c15-C18:1.

D’autres voies de la BH du ¢9,c12,c15-C18:3 ont été proposées par Destaillats et al (2005) et
Kramer et al (2004). Les premiers ont rapporté la formation de ¢9,t13,c15-C18:3, tandis que
les seconds ont décrit la production de t10,c12,c15-C18:3 (Figure 20). Cependant, ces deux

voies restent minoritaires.
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Figure 20 : Biohydrogénation de 1’acide a-linolénique (c9,c12,c15-C18:3) [144]
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3.2.3. Facteurs de variation du métabolisme lipidique dans le rumen

L’étape limitante du catabolisme ruminal des AGI est la BH, puisque la lipolyse est un
processus quasi-complet quelles que soient 1’alimentation et les conditions physico-chimiques
du rumen. Une exception serait tout de méme relevée avec la présence de trefle violet dans la
ration. En effet, Van Ranst et al. (2009) ont montré in vitro que la polyphénoloxydase, une

enzyme contenue dans le trefle violet, inhibe ’activité lipolytique des bactéries.

L’alimentation est le principal agent modulateur de 1’efficacité de la BH, en particulier la
proportion respective en fourrages et en concentré. En effet, I’augmentation du pourcentage
de concentrés dans la ration diminue de maniere significative la BH du ¢9,c12-C18:2 et du
c9,c12,c15-C18:3. Par exemple, Doreau et al. (1997) ont constaté que pour des rations
contenant plus de 70% de concentrés, la BH est comprise entre 50 et 80% pour le ¢9,c12,c15-
C18:3 (au lieu de 93%) et entre 35 et 60% pour le ¢9,c12-C18:2 (au lieu de 85%). La
principale hypothese de la chute du pourcentage de BH est la baisse de pH associée a
I’ingestion d’une ration riche en amidon. L’effet inhibiteur d’un faible pH ruminal a été

démontré in vitro par Van Nevel et Demeyer (1996). L’inhibition du métabolisme ruminal des
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lipides pour des valeurs de pH faibles (inférieures a 6) peut s’expliquer par le fait que les deux
principales bactéries intervenant dans la digestion lipidique, A. lipolytica et B. fibrisolvens,
sont sensibles a 1’acidité : leur croissance est stoppée en dessous d’un pH de 5,3 et 5,5

respectivement.

Outre la proportion de fourrages et de concentrés dans la ration, une supplémentation
lipidique dans I’alimentation est susceptible de moduler ’efficacité¢ de la BH des AGI. En
effet, une augmentation importante de la matiere grasse (MG) diminue le pourcentage de BH.
I1 a été montré in vitro qu’un exces de ¢9,c12-C18:2 entraine une inhibition de sa propre BH.
Le phénomene se traduit par une accumulation des intermédiaires réactionnels et une
saturation des réactions d’isomérisation et d’hydrogénation [126].

D’autre part, I’impact d’un apport lipidique dans la ration est nuancé par la forme de la
matiere grasse ajoutée. Par exemple, I’apport de lipides alimentaires sous forme de graines
montre un effet moins prononcé sur la BH que ’ajout d’huile. Cette différence s’explique par
la nécessité d’une digestion préalable des parois végétales par le microbiote ruminal pour
libérer les AG contenus dans les graines. Ainsi, ces derniers sont accessibles pour les
bactéries lipolytiques de maniere progressive, d’ou une diminution du risque de saturation des

réactions de BH et de I’accumulation des intermédiaires [13].

3.2.4. Facteurs de variation de la proportion en isomeres trans 11 et

trans 10

La déviation de la voie tl1 vers la voie t10 est observée lors de perturbation de la
communauté bactérienne du rumen [145]. A titre d’exemple, des souches de M. elsdenii [59]
et de P. acnes [74] sont susceptibles de produire du t10,c12-C18:2, un CLA précurseur du

t10-C18:1, tandis que la principale bactérie utilisant la voie t11 est B. fibrisolvens.

Les conditions physico-chimiques ruminales influencent également les voies réactionnelles de
la BH. Par exemple, un faible pH ruminal entraine une augmentation du ratio t10/t11. Le
phénomene s’explique par une production importante de t10-C18:1 et dans une moindre
mesure de t10,c12-C18:2, associée a une diminution du taux d’isomérisation de ¢9,c12-C18:2
en ¢9,t11-C18:2. De plus, un pH bas diminue I’hydrogénation finale des trans-C18:1 en
C18:0, d’ou I’accumulation des intermédiaires trans. Ainsi, lors de pH bas, par exemple lors
d’apport important d’amidon dans la ration, la voie t10 est privilégiée au détriment de la voie

t11 [126].
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Zened et al. (2011b) ont constaté que 1’association d’un apport notable d’amidon et d’une
quantité significative de ¢9,c12-C18:2 entraine une déviation majeure de la BH du c¢9,c12-
C18:2 de la voie tl1 a la voie t10, en raison d’une modification de la communauté
bactérienne. Cependant, le phénomene n’est pas retrouvé lorsque seul un des deux éléments

est augmenté dans la ration.

Ainsi, la voie t10 de la BH du ¢9,c12-C18:2 est privilégiée par I’apport important de
concentrés dans la ration et un pH ruminal bas, alors que la voie t11 est favorisée pour
des rations riches en fourrages et un pH ruminal haut. D’autre part, les différentes
réactions de la BH sont modulées de maniere individuelle. L’isomérisation et
I’hydrogénation finale sont ralenties par une quantité notable de concentrés, un pH
ruminal bas et un exces de ¢9,c12-C18:2 dans la ration. Un exces de ¢9,c12-C18:2

montre également une effet négatif sur la transformation des CLA en trans-C18:1.

L’ensemble des facteurs modulant la BH du ¢9,c12-C18:2 est présenté dans la figure 21.

Figure 21 : Principaux facteurs alimentaires et leurs effets sur la biohydrogénation de 1’acide

linoléique (c9,c12-C18:2) [126]
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La BH est une réaction d’hydrogénation des AGPI réalisée par les bactéries ruminales.
Elle se déroule en plusieurs étapes, et donne lieu a la production d’intermédiaires (CLA,
CLnA, t-C18:1) qui peuvent étre retrouvés dans les produits issus des Ruminants : le lait
et la viande. Des intermédiaires, en particulier les isomeéres t11, seraient intéressants
pour le consommateur dans la prévention de certains cancers. Au contraire, d’autres
auraient des effets néfastes, comme les isomeres t10 qui entraineraient un diabete

lipoatrogene et qui sont a I’origine d’une diminution importante du TB chez la vache.

Deux voies de la BH du ¢9,c12-C18:2 sont connues : la voie t11 réalisée par des bactéries
fibrolytiques, majoritairement Butyrivibrio fibrisolvens, et la voie t10 qui est effectuée
par des bactéries impliquées dans le métabolisme du lactate, Megasphaera elsdenii et

Propionibacterium acnes.

Dans les conditions physiologiques normales, la voie t11 est fortement majoritaire.
Cependant, lors de situations d’alimentation particuliéres (ration a base d’ensilage de
mais, riche en concentrés et/ou supplémentée en ¢9,c12-C18:2), une déviation de la voie

t11 vers la voie t10 est observée : la derniere devient majoritaire.

De nombreuses études ont abordé les effets du régime alimentaire sur la BH du ¢9,c12-
C18:2 et sur sa déviation de la voie t11 a la voie t10. Cependant, peu ont été menées sur
les populations microbiennes associées a ces phénomenes. D’autre part, I’étude de la BH
peut étre difficile par la diversité des voies possibles et la cascade des réactions qui la
composent. Dans un contexte de maitrise de la BH ruminale des AG, il serait alors
intéressant d’individualiser certaines réactions afin de les étudier chacune séparément.

Ainsi, ce travail propose de mettre au point des milieux de cultures dans le but d’étudier
de maniére singuliére les populations microbiennes a I’origine de la voie t11, de la voie

t10 et de ’isomérisation finale en C18:0.
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1. Matériels & Méthodes

Les AG trans présents dans les produits issus des Ruminants auraient un impact sur la santé
du consommateur. Cependant, leurs effets differeraient selon les isomeres : les isomeres t11
montreraient des effets bénéfiques, en particulier des propriétés anticarcinogenes, tandis que
les isomeres t10 seraient a 1’origine de troubles métaboliques chez I’Homme et entraine une
diminution importante du TB dans le lait des vaches laitieres. Dans des conditions
physiologiques normales, la voie de la BH ruminale majoritaire est la voie t11. Cependant,
une déviation de la voie t11 vers la voie t10 peut étre observée lorsque la ration distribuée aux
vaches est riche en concentrés et/ou supplémentée en MG. L’objectif de notre étude est de
caractériser les populations microbiennes a 1’origine des deux voies de la BH ruminale, ainsi
que de la réaction finale de la BH, et d’enrichir les connaissances sur les circonstances

amenant a I’usage d’une voie plutot que 1’autre.

D’apres plusieurs études, le régime alimentaire de la vache module la BH ruminale, tant d’un
point de vue quantitatif [22] que d’un point de vue qualitatif lié a la déviation de la voie t11
vers la voie t10 [126]. Afin d’étudier la communauté bactérienne réalisant les différentes
réactions de la BH ruminale, un fluide ruminal a été cultivé dans 4 milieux différents : deux
milieux riches en fibres (milieux FF) dont un supplémenté en ¢9,c12-C18:2, et deux milieux
riches en amidon (milieux AA), dont un supplémenté en c9,c12-C18:2. Tout au long des
cultures, des prélévements ont été réalisés en vue d’identifier les effets des différents substrats
sur les populations bactériennes ainsi que sur la BH du ¢9,c12-C18:2. Suite aux résultats des
études précédentes, il est probable que les bactéries réalisant la voie t11 soient avantagées
pour des régimes riches en fibres, a I’instar des milieux FF. A contrario, la croissance des
populations bactériennes a I’origine de la voie t10 serait favorisée lors d’apport important en

amidon, a ’'image des milieux AA.

Le protocole a été réalisé sur deux semaines consécutives, avec des inocula différents pour

chaque semaine.
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1.1. Conditions de cultures

1.1.1. Inoculum

Pour I’étude, I’inoculum est constitué par la phase liquide du contenu ruminal issu deux
vaches taries de race Prim’Holstein munies d’une canule ruminale. Le prélevement a eu lieu
avant le repas du matin, a 1’aide d’un pot. Les phases liquides des deux contenus ruminaux
sont ensuite filtrées sur un tamis en métal de 1,6 mm, avant d’étre mélangées a raison de 1
litre de chaque vache. Le contenu ruminal est rapidement acheminé a ’ENVT, tout en
respectant les conditions de température (39°C) et d’anaérobiose. Les prélevements sont
effectués le premier jour de chacune des deux semaines.

La ration des deux vaches prélevées est constituée de foin grossier a volonté et de 2kg d’un
concentré du commerce, PASSIO VL 3L, dont la composition est décrite dans les tableaux 4

et 5.

Tableau 4 : Composition du concentré PASSIO VL 3L

Tourteau de soja 30%
Céréales 42%

Tableau 5 : Composition chimique du concentré PASSIO VL 3L

MS (g/kg) 890
MAT (g/kg MS) 220
CB (glkg MS) 78
MG (g/kg MS) 39
Mm (g/kg MS) 90
NDF (g/kg MS) 258
Amidon (g/kg MS) 180

1.1.2. Solutions tampons

Deux solutions tampon ont été utilisées durant I’expérimentation. La premicre est un tampon
riche en HCO3™ a pH =7, la seconde un tampon riche en phosphates a pH = 5,5. Les solutions
sont préparées au maximum 24 heures avant utilisation et conservées au réfrigérateur. Avant
mélange avec I’inoculum et les milieux de culture, les tampons sont chauffés a 39°C et saturés
avec du CO; afin d’assurer le pouvoir tampon HCO3/CO,. Les compositions respectives des

solutions tampons sont détaillées dans le tableau 6.
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Tableau 6 : Composition des tampons (g/L)

Tampon bicarbonate a pH =7 | Tampon phosphate a pH = 5,5

KH2PO4 0 8,72
Na2HPO4, 12H20 23,89 0,93
NaHCO3 9,24 2,31
NaCl 0,705 0,705

KClI 0,675 0,675
CaCl2, 2H20 0,108 0,108
MgS04, TH20 0,180 0,180

1.1.3. Substrats

Quatre substrats différents ont été utilisés dans cette étude. Les compositions sont décrites

dans le tableau 7. Les deux substrats a base de fibres (substrats F et FLA), appelés milieux FF,

ont pour objectif de sélectionner la voie t11 de la BH ruminale. A contrario, les deux substrats

a base d’amidon (substrat A et ALA), nommés milieux AA, permettent la sélection d’une

micropopulation utilisant la voie t10. Les substrats FLA et ALA ont la particularité de

contenir du ¢9,c12-C18:2 pur du commerce (pureté 99%, Sigma, FRANCE). Les quantités

exactes de ¢9,c12-C18:2 introduites dans chaque milieu sont reportées en annexe 1.

Tableau 7 : Composition des substrats de culture

Milieux FF Milieux AA
Substrat F Substrat FLA Substrat A Substrat ALA
Son de blé (g) 1,25 1,25 1,25 1,25
Foin grossier (g) 1 1
Foin de Crau (g) 0,4 0,4
Amidon de blé (g)* 0,7 0,7
Caséine (g)** 0,15 0,15 0,15 0,15
Acide linoléique pur
()5 0,1 0,1
Tampon bicarbonate
apH=7(mL) 80 80
Tampon phosphate a
pH=15,5 (mL) 80 80

Origine des substrats purs

* Sigma-Aldrich, France

** Sigma-Aldrich, France

#*% Pureté 99%, Sigma, FRANCE
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Le son de blé, le foin grossier et le foin de Crau ont préalablement été broyés a ’aide d’un
broyeur Retsch® (Broyeur ultra-centrifuge ZM 200, Retsch, France), a la vitesse de 8000

tours/minute, et a la grille de 0,5 mm pour le son de blé et de I mm pour les foins.
Pour chaque matiere premiere, les teneurs en NDF, amidon et PB ont été déterminées par les
méthodes officielles, ce qui a permis de déterminer la composition de chaque milieu (Tableau

8).

Tableau 8 : Composition chimique des substrats de culture

Substrat F Substrat FLA Substrat A Substrat ALA
NDF (% MB) 47 45 30 29
Amidon (% MB) 6 6 34 32
PB (% MB) 16 16 15 14
Amdea;g:l(iéezgl)le pur 0 0.1 0 0.1

1.1.4. Déroulement des cultures

A D’arrivée a P’ENVT, un échantillon de 100 mL d’inoculum est prélevé. Son pH est mesuré a
I’aide d’un pH meétre (pH330®, WTW, Allemagne). L’échantillon est conservé au
congélateur a — 20°C.

D’autre part, 80 mL d’inoculum est mélangé avec 80 mL de tampon bicarbonate a pH = 7. Le
pH du mélange est noté. La méme opération est réalisée avec du tampon phosphate a pH =

5.5.

Par la suite, un volume de 80 mL d’inoculum est mélangé a 80 mL de tampon dans des
erlenmeyers de 250 mL contenant le substrat (tel indiqué dans le tableau 7). A raison de trois
répétitions pour chaque substrat, 12 cultures sont mises a incuber pour chaque semaine.

Les récipients sont ensuite placés dans un bain marie rotatif (Incubateur Aquaron® Al 15,
Infors HT, Allemagne) a 130 tours/minutes et dans 1’obscurité. Le respect des conditions
d’anaérobiose est permis grace a une saturation en CO; des milieux de culture, avant d’étre
fermés hermétiquement. Une tubulure connecte les erlenmeyers a I’eau du bain marie afin
d’autoriser 1’évacuation des gaz fermentaires produits sans pour autant permettre 1’entrée de

gaz extérieur.

Durant les 5 jours de culture, les milieux de cultures sont renouvelés a 50% deux fois par jour,

le matin a 9 heures et le soir a 19 heures. Ainsi, apres retrait d’un échantillon homogene de 80
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mL sous agitation magnétique, chaque culture est alimentée par 80 mL de tampon dans lequel
est dilué le substrat correspondant. Les erlenmeyers sont ensuite replacés dans les conditions
de culture décrites ci-dessus.
Les échantillons prélevés (12 au total) sont placés dans un bain de glace afin de stopper les
activités microbiennes. Pour chacun d’eux, différentes opérations sont effectuées :

e lamesure du pH a I’aide d’un pH metre

e le prélevement de deux échantillons de 5 mL destinés au dosage des AGV, mélangés a

0,2 mL d’acide sulfurique a 25% pour stopper les fermentations

e le prélevement de deux échantillons de 2 mL destinés a I’analyse du microbiote
Les prélevements pour les AGV sont conservés jusqu’a analyse au congélateur — 20°C et pour
le microbiote a — 80°C. Pour chaque prélevement, un seul échantillon est analysé, le deuxieme

est conservé en cas de probleme a la premiere analyse.

Cette procédure est réalisée deux fois par jour, de J1 au soir a J4 au soir. A J5, le pH de
chaque culture est mesuré a 1’aide d’un pH métre, apres avoir effectué les prélevements
nécessaires pour les différentes mesures (activités microbiennes et enzymatiques) et analyses

(AGYV et microbiote).

1.2. Mesure des activités microbiennes

Mesure des activités microbiennes a J1

Dans 3 tubes de culture cellulaire en Pyrex de 18 mL, un volume de 2 mL d’inoculum est
mélangé a 2 mL de tampon bicarbonate a pH = 7 et a 2 mg de ¢9,c12-C18:2 pur, puis rempli
de CO,. Les mélanges sont mis a incuber pendant 3 heures dans un bain marie a 39°, sous
agitation magnétique et en condition d’anaérobiose. Aprés incubation, les tubes sont
conservés au congélateur a - 20°C jusqu’a analyse.

Deux tubes non incubés sont également réalisés afin d’estimer 1’état initial avant incubation.

Un seul mélange sera analysé, le deuxieme servira en cas de probleme de quantification.

Le méme protocole est suivi en remplagant le tampon bicarbonate a pH = 7 par le tampon

phosphate a pH =5,5.
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Mesure des activités microbiennes a J5

Pour chaque culture incubée, est réalisé le mélange suivant dans deux tubes en Pyrex de 18
mL : 2 mL de culture, 2 mL de solution tampon identique a celle utilisée durant les 5 jours de
culture, et 2 mg de c9,c12-C18:2 pur. Les 24 tubes obtenus (12 cultures x 2 tubes pour
chacune) sont mis a incuber pendant 3 heures dans un bain marie a 39°, sous agitation
magnétique et en condition d’anaérobiose. Apres incubation, les tubes sont conservés au
congélateur a - 20°C jusqu’a analyse.

Deux tubes non incubés par culture sont ¢galement réalisés afin d’estimer 1’état initial avant
incubation. Un seul mélange sera analysé, le deuxieme servira en cas de probleme de

quantification.

Les activités microbiennes seront par la suite évaluées par le dosage des AG présents dans

chaque tube par chromatographie en phase gazeuse (CPG).

1.3. Mesure des activités enzymatiques

Comme le pH optimal des A9 et Al2 isomérases est compris entre 7,2 et 7,5 [19], nous

utiliserons uniquement le tampon bicarbonate a pH 7 pour cette mesure.

Mesure des activités enzymatiques a J1

Dans un erlenmeyer, 50 mL d’inoculum sont mélangés avec 50 mg de chloramphénicol et mis
sous agitation pendant 5 minutes. Ensuite, le mélange est incubé pendant 5 heures a 1’étuve a
39°C et en anaérobiose. Le chloramphénicol a pour action d’inhiber la traduction de I’ADN
en ARNm, et de ce fait, de stopper toute production d’enzymes. Par la suite, 2 mL d’inoculum
inactivé, 2 mL de tampon bicarbonate a pH = 7 et 2 mg de ¢9,c12-C18:2 pur sont introduits
dans trois tubes en Pyrex de 18 mL. Les mélanges sont mis a incuber pendant une heure, dans
un bain marie a 39°C et en condition d’anaérobiose. Apres incubation, les tubes sont
conservés au congélateur a - 20°C jusqu’a analyse.

Deux tubes non incubés sont également réalisés afin d’estimer 1’état initial avant incubation.

Un seul mélange sera analysé, le deuxieme servira en cas de probleme de quantification.
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Mesure des activités enzymatiques a J5

Le protocole de mesure des activités enzymatiques a J5 est identique a celui suivi a J1. II est

réalisé pour chacune des 12 cultures.

Les activités enzymatiques seront par la suite évaluées par le dosage des AG présents dans

chaque tube par CPG.

Les mémes cultures, mesures et prélevements ont été réalisés lors de la deuxieme semaine

d’expérimentation.

1.4. Analyses

1.4.1. Dosage des acides gras

Les AG sont dosés sur les échantillons issus des mesures d’activités microbiennes et
enzymatiques, apres lyophilisation. L’analyse qualitative et quantitative des AG présents dans
chaque échantillon permet de renseigner sur 1’efficacité de la BH et sur les voies de la BH

empruntées, a savoir la voie t11 ou la voie t10.

Le dosage des AG se divise en deux étapes : I’extraction-méthylation des AG, suivie du

dosage a proprement parler par CPG.

La méthode d’extraction — méthylation de Jenkins (2010) a été choisie pour cette étude.
L’¢étalon interne utilisé est le C19:0 a 4 mg/mL, dilué dans du dichlorométhane.
L’ensemble des réactifs, des solvants et de I’appareillage utilisé pour doser les AG est décrit

dans les annexes 2 et 3.

L’extraction-méthylation des AG comporte deux étapes : la dérivation des acylglycérols en
milieu basique, et la dérivation des AG et des phospholipides en milieu acide. Le protocole

est détaillé dans la figure 22.
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Figure 22 : Protocole détaillé de 1’extraction-méthylation des acides gras [49]

Dans un tube en verre Pyrex contenant 1’échantillon

Déposer 200 uL de dichlorométhane

Ajouter 200 pL d’étalon interne

Dérivation en milieu basique

Ajouter 2 mL de soude méthanolique a 0,5 mol/L a I’aide d’une pipette a répétition
HandyStep®, préparée extemporanément (1 g d’hydroxyde de sodium dans 50 mL de
méthanol)

Boucher fermement le tube

Agiter a I’aide d’un vortex al 000 tours par minute, pendant 1 minute

Placer le tube dans un bain thermostaté a 50°C pendant 10 minutes

Refroidir le tube dans un bain refroidi pendant 7 minutes

Dérivation en milieu acide

Ajouter 3 mL d’une solution méthanolique d’acétylchlorure a 10%, préparée
extemporanément (6 mL d’acétylchlorure dans 60 mL de méthanol anhydre)

Agiter a I’aide du vortex a 1 000 tours par minute pendant 1 minute

Placer le tube dans un bain thermostaté a 80°C pendant 10 minutes

Refroidir le tube dans un bain refroidi pendant 7 minutes

Ajouter 1,6 mL d’hexane a I’aide d’une pipette a répétition HandyStep®

Ajouter 5 mL d’une solution de K,COs; a 6% a 1’aide d’une pipette a répétition
HandyStep®, préparée extemporanément (6 g de K,CO3 dans 100 mL d’eau ultra pure)
Agiter le tube a I’aide d’un agitateur rotatif pendant 5 minutes

Centrifuger a 4 000 tours par minute pendant 10 minutes

Prélever une partie de la phase supérieure dans un flacon ambrée

Apres extraction et méthylation, les AG sont dosés par un chromatographe a phase gazeuse

équipée d’un auto-injecteur, d’une colonne capillaire en silice de 100 m et d’un détecteur a

ionisation de flamme (FID). Deux méthodes chromatographiques sont utilisées afin d’isoler

au maximum tous les isomeres. Elles sont présentées dans la figure 23. La température du
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FID est fixée a 260°C. Les débits de H; et d’air sont respectivement de 35 mL par minute et

de 400 mL par minute.

Par la suite, les chromatogrammes obtenus sont analysés a 1’aide du logiciel PeakSimple®
(version 2.83). Pour chaque échantillon, les différents AG sont identifiés grace a des standards
du commerce (Sigma, France) ou par ordre d’¢lution en absence de standard. Enfin, les
quantités en AG sont calculées grace a des courbes étalons établies avec des standards du
commerce. Les données prises en compte sont exprimées en mg d’AG dans 1’échantillon, et

en pourcentage d’AG par rapport aux AG totaux.
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Figure 23 : Méthodes chromatographiques pour le dosage des acides gras

Méthode 2

Conditions de passage

e Volume injecté : 1 uLL

e Température de I’injecteur : 255°C

e Pression : 118 kPa (a 60°C)

e Splitratio : 50

e Gaz vecteur : H; a débit constant (1 mL par minute)

e Température du détecteur : 260°C

Programme de température

’I-‘el-n.pérature Durée (minutes) Gradie_nt (°C par Température
initiale (°C) minute) finale (°C)
60 2 8 150
150 12 2 175
175 20 5 225
225 10 5 240
240 10 0 240
Méthode 9
Conditions de passage
e Volume injecté : 1 uLL
e Température de I’injecteur : 255°C
e Pression : 150 kPa
e Splitratio : 50
e Gaz vecteur : H; a pression constante
Programme de température
nitale () | Puréeminues) | STCEL TR e (0
60 3 8 190
190 13 5 225
225 10 10 230
230 1 0 230
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1.4.2. Dosage des acides gras volatils

L’objectif du dosage des AGV est d’évaluer les fermentations dans les différents milieux de
culture, de maniere qualitative (% de chaque AGV, ratio C2/C3) et quantitative (AGV

totaux).

Le mode opératoire de la préparation des échantillons est détaillé dans la figure 24. Tous les

volumes ont été prélevés a I’aide d’une micropipette, toujours la méme pour chaque réactif.

Le dosage des AGV est effectué par CPG, munie d’un FID. L’étalon interne utilisé est 1’acide

4-méthylvalérique a 0,2%. La méthode CPG est détaillée dans la figure 25.
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Figure 24 : Préparation des échantillons en vue du passage en CPG pour le dosage des acides

gras volatils

Préparation de I’étalon interne

Dans un microtube a centrifuger

e Déposer 1 mL d’étalon interne
e Ajouter 200 pL d’acide métaphosphorique 25%

e Agiter vigoureusement

Dans un flacon d’injection CPG

e Déposer 75 uL d’étalon interne
e Ajouter 100 uL du mélange préalablement préparé

e Ajouter 900 pL d’eau distillée

Préparation de I’échantillon

Tube destiné au dosage des AGV

e Décongeler a température ambiante
e Agiter vigoureusement

e Centrifuger a 4 000 tours par minute, a 4°C, pendant 20 minutes

Dans un microtube a centrifuger

e Déposer 1 mL de surnageant du tube centrifugé
e Ajouter 200 puL d’acide métaphosphorique 25%
e Agiter vigoureusement

e Centrifuger a 14 770 tours par minute, a 4°C, pendant 15 minutes

Dans un flacon d’injection CPG

e Déposer 75 nL d’étalon interne

e Ajouter 100 pL de surnageant du microtube centrifugé

e Ajouter 900 pL d’eau distillée
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Figure 25 : Méthode chromatographique pour le dosage des acides gras volatils

Méthode 8

Conditions de passage

e Volume injecté : 1 uLL

e Température de I’injecteur : 250°C

e Splitless

e Gaz vecteur : H; a débit constant (4 mL par minute)

e Température de I’injecteur : 250°C

Programme de température

’I.‘el.n.pérature i (i) Gradignt (°C par Température
initiale (°C) minute) finale (°C)
100 0 6 148
148 0 20 188
188 5 50 225
225 11 0 225

1.4.3. Analyse du microbiote

L’analyse du microbiote est réalisée sur 1I’inoculum initial et sur chacune des 12 cultures,

toutes les 12 heures, de J1 au soir a J5 au matin.

L’analyse de la communauté bactérienne s’est déroulée en plusieurs étapes.

Tout d’abord, 1’extraction de I’ADN total a été réalisée a 1’aide du kit ZR Soil Microbe DNA
MicroPrep® aprés une lyse mécanique par la technique de bead beating. Par la suite, I’ADN

est isolé par passage dans une colonne Fast-Spin puis filtré pour enlever les acides et

polyphénols susceptibles d’inhiber la PCR.

La deuxieme étape est un dosage de I’ADN total a 1’aide d’un NanoDrop® (Thermo Fisher
Scientific), un spectrophotometre a micro-volume. Les spectres d’absorption des acides

nucléiques présentent une bande d’absorption maximale autour de 260 nm. La quantification

de I’ADN est effectuée grace a 1’absorbance des rayons ultraviolets a 260 nm.
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Par la suite, une PCR a été réalisée en ciblant les régions V3 et V4 de I’ADNr 16S. L’ADNr
16S est le marqueur génétique le plus utilisé pour identifier les bactéries, car il se compose a
la fois de régions trés bien conservées et de régions hypervariables. Les régions conservées
peuvent servir de sites de liaison d'amorces pour l'amplification du gene entier ou de
fragments du gene. A contrario, les régions hypervariables contiennent des séquences
spécifiques a l'espece, a I’image des régions V3 et V4. Cependant, la banque de données des
séquences d’ADNr 16S est incompléte puisque ne sont identifiées que des especes
bactériennes cultivables [141].

Ensuite, les fragments d’ADN ont été séparés par €lectrophorese sur gel d’agarose a 2% et
détectés grace a un marqueur fluorescent. L’¢lectrophorése a fourni un chromatogramme
contenant un signal de 1’échantillon et le signal du standard interne, ce qui nous permettait de
controler le bon déroulement des étapes précédentes (apparition de la bande) et d’envoyer

I’échantillon au séquencage.

Apres extraction de I’ADN, les échantillons ont été séquencés par pyroséquencage 454 a la

plateforme génomique « Génotoul » de I’INRA de Toulouse.

1.5. Calculs réalisés

« pH

En absence d’effet significatif de I’ajout de c9,c12-C18:2 et de différence significative entre
les deux semaines, chaque valeur de pH correspond a la moyenne des douze valeurs mesurées
dans tous les milieux d’un méme type (FF ou AA), le méme jour a la méme heure, lors des

deux semaines.

Pour les milieux FF

2 PH ix semaine 1 des milieux F + 2 PH ix semaine 1 des milieux FLA + 2 pH ix

semaine 2 d€S Milieux F + Z PH ix semaine » des milieux FLA
12

pH x=
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Pour les milieux AA

2 PH ix semaine 1 des milieux A + 2 PH ix semaine 1 des milieux ALA + 2 pH ix

semaine 2 d€S Milieux A + 2 PH ix semaine » des milieux ALA
12

pH x=

e AGV

Les calculs réalisés pour les quantités d’AGV totaux, les quantités de C2, C3 et C4 et le
rapport C2/C3 sont similaires aux calculs effectués pour le pH : chaque valeur correspond a la
moyenne des mesures récoltées dans tous les milieux d’un méme type (FF ou AA), le méme

jour a la méme heure, lors des deux semaines.

Les AGV totaux regroupent le C2, le C3, I’acide isobutyrique, le C4, 1’acide isovalérique et

I’acide valérique.

e Activités microbiennes

Le pourcentage de disparition du ¢9,c12-C18:2 a été calculé de la maniere suivante :

Quantité initiale — Quantité finale

Pourcentage de disparition = TR
Quantité initiale

Plusieurs isomeres ont été regroupés en deux groupes : les isomeres t10 et les isomeres t11

(Figure 26).

Figure 26 : Détails des calculs pour les valeurs des isomeres trans 10 et trans 11

Isomeres trans 10 =t10,c12-C18:2 + t10-C18:1
Isomeéres trans 11 =¢9,t11-C18:2 + t9,t11-C18:2 + t11-C18:1

Chaque valeur des parametres correspond a la moyenne des valeurs mesurées dans chacun des

milieux (F, A, FLA ou ALA), le méme jour a la méme heure, lors des deux semaines.

A titre d’exemple, pour les milieux F :

2 Variable jx semine 1 des milieux F + 2 Variable jx semaine » des milieux F
6

Variable jx=
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e Microbiote
L’abondance relative de chaque phyla dans les deux types de milieux (FF et AA) a été
obtenue en calculant la moyenne des abondances mesurées a J5 dans chaque type de milieux

des deux semaines d’expérimentation.

Le méme principe a été appliqué pour les calculs de 1’abondance relative de chaque genre

bactérien, pour chaque prélevement des deux semaines réalisé le méme jour a la méme heure.

1.6. Analyse statistique

Les analyses statistiques ont été réalisées avec le modele linéaire multivariable de SYSTAT®
(Version 9, SPSS Inc., 1998, Chicago) selon le modele présenté dans la figure 27. L analyse
de mesures répétées a été utilisée afin de mettre en évidence une différence significative de la
variable (pH, AGV, parametres de BH, microbiote) au cours des cultures selon les différentes
variables des milieux (substrat riche en fibres ou en amidon, ajout ou non de c9,c12-C18:2).

Les différences ont été considérées significatives pour p < 0,01.

Figure 27 : Modgele statistique

Variable = Moyenne + Effet « Semaine »
+ Effet « Substrat »
+ Effet « AG »
+ Effet « Substrat x AG »

Effet « Substrat » : Types de milieux (FF ou AA)
Effet « AG » : Ajout ou non de c9,c12-C18:2

Afin d’évaluer la dépendance entre plusieurs variables en méme temps, une matrice de
corrélation a été utilisée, contenant les coefficients de corrélation (r) entre chaque variable et
les autres, selon le test de corrélation de Pearson.

Une corrélation était considérée positive pour un coefficient de corrélation supérieur a 0,6 et

négative pour un coefficient de corrélation inférieur a - 0,6.
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2. Résultats et discussion

2.1. Evolution et comparaison du pH sur 5 jours de culture

D’un point de vue statistique, le type de milieu (FF et AA) a un effet significatif sur le pH (p
< 0,001). Par contre, concernant 1’ajout de c9,c12-C18:2 dans le milieu de culture, aucun effet
significatif sur le pH n’est relevé (p = 0,92962). De ce fait, 1’évolution du pH au cours des 5
jours de culture sera comparée uniquement entres les deux types de milieux, sans tenir compte
de I’ajout de ¢9,c12-C18:2.

Les résultats statistiques réalisés sur le pH sont présentés en annexe 4.

La figure 28 montre I’évolution du pH au cours des 5 jours de culture dans chaque type de

milieu (FF et AA).

Figure 28 : Evolution du pH au cours des 5 jours de culture dans les milieux FF et AA
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Le type de milieu (FF ou AA) influence fortement le pH du milieu.

Le pH est relativement stable dans les milieux FF : il est toujours compris entre 6,5 et 7. Cette
stabilité est due a 1’efficacité du tampon bicarbonate pH = 7 et a la sélection des populations
bactériennes fibrolytiques. En effet, les milieux FF sont riches en fibres (son de blé et foin
grossier). La dégradation des glucides pariétaux de ces substrats est plus lente, et ainsi, la
production d’AGV ¢talée dans le temps. De ce fait, I’accumulation d’AGV n’a pas été
importante entre deux renouvellements de milieux.

Par contre, les milieux de type AA montrent une nette diminution du pH, exponentielle les

deux premiers jours de culture avant de se stabiliser entre 4 et 4,5. La premiere hypothese est
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I’inefficacité du tampon phosphate pH = 5,5. D’autre part, I’apport important d’amidon dans
les milieux A et ALA (respectivement 34% et 32% de la MB) a privilégié la population
bactérienne amylolytique. L’amidon, glucide rapidement fermentescible, a subit une digestion
bactérienne rapide. L’éventuelle accumulation importante d’AGV consécutive a entrainé une

baisse du pH du milieu, probablement renforcée par la suite par la production de lactate.

Ainsi, les variations du pH sont potentiellement liées aux fluctuations de la concentration en
AGYV dans les milieux. Cependant, d’autres éléments peuvent entrainer une diminution nette
du pH, a titre d’exemple la synthése d’acide lactique. L’¢tude de la production d’AGV

permettra de conclure quant a 1’origine de la baisse du pH observée dans les milieux AA.

2.2. Evolution et comparaison de la production d’acides gras volatils sur 5

jours de culture

D’un point de vue statistique, le type de milieu (FF et AA) a un effet significatif sur la
production d’AGV (p < 0,001), a ’exception du C4 (p = 0,12769). A contrario, 1’analyse
statistique montre que 1’ajout de ¢9,c12-C18:2 dans le milieu de culture n’a aucun effet sur les
quantités d’AGV produits (p = 0,39264), leurs proportions respectives (p > 0,01) et le rapport
C2/C3 (p = 0,94030).

De ce fait, I’évolution de la production d’AGV et du rapport C2/C3 au cours des 5 jours de
culture sera comparée uniquement entres les deux types de milieux (FF et AA), sans tenir

compte de 1’ajout de ¢9,c12-C18:2.

L’ensemble des résultats statistiques réalisés sur les AGV sont présentés en annexe 5.
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2.2.1. Quantités d’AGV totaux

Les quantités d’AGV totaux produits dans les milieux FF et AA durant les 5 jours de culture

bactérienne sont présentées dans la figure 29.

Figure 29 : Evolution de la quantité¢ d’AGV totaux au cours des 5 jours de culture dans les
deux types de milieux (FF et AA)
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Dans les milieux FF, la quantité d’AGV totaux augmente progressivement les 24 premicres
heures, puis se stabilisent entre 78 et 88 mmol/L. Elle atteint son maximum a 48 heures.

Dans les milieux AA, la quantit¢ d’AGV totaux augmente la premiere journée de culture,
avant de diminuer fortement jusqu’a 25 mmol/L. A partir de 72 heures de culture, la quantité

d’AGV totaux remonte pour atteindre 47 mmol/L a la fin de I’expérimentation.

Dans les milieux FF, I’augmentation progressive de la production d’AGV le premier jour de
culture peut s’expliquer par le temps d’adaptation de la communauté bactérienne avant
d’avoir une activité optimale. En effet, les conditions d’anaérobiose ne sont pas optimales en
début d’expérimentation : le fluide ruminal est en contact avec I’air ambiant du fait des
prélévements et des manipulations. L’augmentation du potentiel redox qui en découle ralentie
les fermentations bactériennes. Julien et al (2009) ont montré que pendant les deux heures
suivant le prélevement, le potentiel redox du fluide ruminal in vitro est supérieur a celui

mesuré in vivo, avant de retrouver un ordre de grandeur similaire. Il en est de méme pour les
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parametres fermentaires : a 0 heure, la quantité d’AGV totaux est inférieure in vitro par
rapport a celle mesurée in vivo en lien avec un défaut d’anaérobiose, du transfert du liquide
ruminal jusqu’au laboratoire et de la dilution avec la solution tampon. Apres 6 heures de
culture, aucune différence n’est relevée entre les quantités d’AGV mesurées in vitro et in vivo.
Cependant, cette étude n’explique pas le pic d’AGV totaux a seulement 48 heures aprés le
début de I’expérimentation. Lengowski et al (2016) ont étudié les changements de
composition du microbiote ruminal pendant 1’adaptation a un systeme in vitro par
quantification de ’ADN microbien par qPCR en temps réel. Ils ont montré que durant les
deux premiers jours d’incubation d’un fluide ruminal, la biomasse bactérienne diminue, quel
que soit le milieu de culture. Les nombres les plus bas pour F. succinogenes et R. albus ont
¢été observés apres 24 heures d’incubation. Par la suite, aucune différence significative du
nombre de copie de genes de F. succinogenes n’a été relevée. Par contre, 1’abondance
significativement plus haute de R. albus a été observée apres 48 heures d’incubation. Ainsi,
I’augmentation progressive de la quantité d’AGV totaux jusqu’a 48 heures de culture pourrait
s’expliquer par le fait que les bactéries fibrolytiques nécessitent un temps d’adaptation avant
d’atteindre leur croissance maximale. Les résultats de 1’étude du microbiote nous permettront
de conclure.

Les quantités moyennes de C2, C3 et C4 mesurées dans les milieux FF tout au long de
I’expérimentation sont représentées dans la figure 30. Du fait de leur richesse en fibres, les
milieux FF favorisent la croissance des bactéries fibrolytiques, productrices de C2. Ce dernier
est alors nettement majoritaire. La légere augmentation du C4 au cours des cultures pourrait
s’expliquer par la croissance de bactéries productrices de C4 plutot fibrolytiques, telle que B.

fibrisolvens.
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Figure 30 : Evolution des quantités des 3 principaux AGV dans les milieux FF au cours des 5

jours de culture
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Dans les milieux AA, la cinétique de la quantité¢ d’AGV totaux se caractérise principalement
par une nette diminution a partir de 10 heures d’incubation. Le phénomeéne est a étudier avec
I’évolution du pH. En effet, a 10 heures, le pH a déja diminué jusqu’a 5,36. A cette valeur de
pH, seuls S. bovis et les bactéries du genre Lactobacillus sont capables de croitre et leur
métabolisme est dirigé vers la production d’acide lactique, d’ou la diminution de la quantité
d’AGYV produits. Aucun dosage du lactate n’a été réalisé. Cependant, le pH des milieux AA
est proche du pKa du lactate (3,9), alors qu’il est autour de 4,8 pour les AGV. Ainsi, les AGV
ont probablement été remplacés par 1’acide lactique. La baisse de production touche
essentiellement le C2 qui reste I’AGV majoritaire (Figure 31). Il est principalement synthétisé
par les bactéries fibrolytiques, absentes a des valeurs de pH inférieures a 5,5. A partir de 72
heures de culture, la quantité d’AGV totaux augmente légerement, en lien avec la production
de C4 et en moindre proportion, de C3. Cette tendance est couplée a une légere hausse du pH
des milieux, demeurant tout du moins tres bas (inférieur a 5), qui souligne probablement une
baisse de la concentration en lactate. Le phénomene peut s’expliquer par I’activité lactolytique
de M. elsdenii. En effet, la bactérie fermente le lactate en C3 lorsque la concentration en acide
lactique est importante [83], et également en C4 [118]. De plus, M. elsdenii est la seule
bactérie a conserver son activité lactolytique pour des valeurs de pH comprise entre 4,8 et 5,5

[15]. Cette hypothese pourra étre validée ou réfutée par 1’étude du microbiote.
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Figure 31 : Evolution des quantités des 3 principaux AGV dans les milieux AA au cours des 5

jours de culture
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2.2.2. Rapport C2/C3

Le C2 est préférentiellement synthétisé suite a la dégradation des glucides pariétaux par les
bactéries fibrolytiques, tandis que le C3 est produit majoritairement lors de I’hydrolyse de
I’amidon par les bactéries amylolytiques. L’étude du rapport C2/C3 donne une indication sur
les profils fermentaires bactériennes, souvent liées aux proportions de fourrages et de
concentrés dans la ration. Le ratio C2/C3 peut étre utilisé pour apprécier 1’état d’acidose
ruminale. En effet, un rapport supérieur a 3,0 peut étre considéré comme normal, alors qu’un
ratio de 2,5 ou moins traduit un état d’acidose latente [111]. D’autre part, une diminution du

rapport C2/C3 est observée lors d’une réduction des fourrages en fines particules [52].

L’évolution du rapport C2/C3 dans les milieux FF et AA durant les 5 jours de culture

bactérienne sont présentées dans la figure 32.
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Figure 32 : Evolution du rapport C2/C3 au cours des 5 jours de culture dans les deux types de
milieux (FF et AA)
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Dans les milieux FF, le rapport C2/C3 reste stable durant toute la période de culture, compris
entre 2,45 et 3,83. Les conditions physico-chimiques des milieux FF sont relativement
constantes tout au long de I’expérimentation. Deux hypotheses sont avancées. La premiere
suggere que les populations bactériennes sont en équilibre dans les milieux FF, et de ce fait,
elles n’entrainent pas de modification majeure des milieux et de leur production d’AGV. La
seconde serait que la stabilité des milieux permettrait d’éviter des perturbations importantes
du microbiote a I’origine d’un bouleversement des profils fermentaires, et par conséquent,

d’une modification nette du rapport C2/C3.

Dans les milieux AA, le rapport C2/C3 est tres variable. Proche du ratio C2/C3 des milieux
FF les 24 premieres heures de culture, il augmente fortement par la suite et atteint un pic a
10,37 au bout de 58 heures. Ensuite, il diminue jusqu’a revenir a un ordre de grandeur
similaire au rapport des milieux FF a la fin de I’expérimentation. La hausse du ratio C2/C3 est
due a une diminution de la production de C3 nettement supérieure a la baisse de la production
de C2. En effet, le pourcentage de réduction de la quantité de C3 entre la valeur initiale de
I’inoculum et la valeur mesurée a 58 heures est de 79%, alors qu’il est de 45,7% pour le C2.
La diminution du rapport C2/C3 observée au-dela de 58 heures est liée a la stabilisation de la

quantité de C2 dans les milieux AA, couplée a une 1égere hausse de la production de C3
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(Figure 31). Comme expliqué dans le chapitre précédent (i.e. Quantités d’AGV totaux), la
diminution importante de la quantité de C2 peut s’expliquer par la disparition de la majorité
de la communauté bactérienne, en particulier les bactéries fibrolytiques, du fait d’un pH trés
bas (5,36 a 10 heures de culture). D’autre part, la reprise de la production de C3 les 24
derniéres heures d’expérimentation peut €tre liée a I’activité lactolytique de bactéries comme

M. elsdenii.

2.3. Comparaison des activités microbiennes sur 3 heures entre J1 et J5

Différents parametres ont été évalués pour étudier les activités microbiennes : le pourcentage
de disparition du c9,c12-C18:2, et les quantités produites d’isomeres t10, d’isomeres t11 et de

C18:0.

2.3.1. Caractérisation de ’inoculum de départ

Le tableau 9 rassemble les dosages d’AG réalisés sur I’inoculum a J1, mélangé d’une part
avec le tampon bicarbonate et d’autre part avec le tampon phosphate. Il représente 1’état initial

de la capacité bactérienne de biohydrogénation de 1’inoculum.

Tableau 9 : Activités microbiennes de biohydrogénation a J1

Inoculum + Tampon | Inoculum + Tampon
Bicarbonate Phosphate

. Quantité initiale (mg) 2,04 1,99
S 2| Quantité finale (mg) 1,49 1,79
Rk Disparition (%) 27,2 9,97
Quantité initiale (mg) 0,015 0,014

g Quantité finale (mg) 0,033 0,031
Quantité produite (mg) 0,018 0,017
Quantité initiale (mg) 0,10 0,098

= | Quantité finale (mg) 0,16 0,105
Quantité produite (mg) 0,06 0,007

- Quantité initiale (mg) 1,14 1,13
— Quantité finale (mg) 1,43 1,34
° Quantité produite (mg) 0,29 0,21
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2.3.2. Comparaison des deux types de milieux

Le tableau 10 expose les résultats des dosages des différents paramétres d’études de la BH

dans les deux types de milieux (Fet A) aJ5.

Tableau 10 : Comparaison des quantités produites de trans 10, de trans 11 et d’acide stéarique

et du pourcentage de disparition de 1’acide linoléique sur 3 heures a J5 entre les milieux F et

A
Milieux F Milieux A ECTM p

e Quantité initiale (mg) 1,80 2,57
S ®| Quantité finale (mg) 1,46 2,67 0,22 0,00525
Rk Disparition (%) 18,9 -4,17 6,49 < 0,001

Quantité initiale (mg) 0,007 0,018

= | Quantité finale (mg) 0,041 0,024
Quantité produite (mg) 0,034 0,006 0,004 < 0,001

Quantité initiale (mg) 0,14 0,007

E Quantité finale (mg) 0,28 0,008
Quantité produite (mg) 0,14 0,001 0,039 < 0,001

- Quantité initiale (mg) 0,49 0,039

= Quantité finale (mg) 0,77 0,052
© Quantité produite (mg) 0,28 0,013 0,051 0,03973

e Disparition du ¢9.,c12-C18:2

Dans les milieux F, la similarité des quantités initiales de ¢9,c12-C18:2 a J1 et J5 signifie
qu’il ne s’accumule pas au cours des cultures. Par contre, une légere accumulation est
observée dans les milieux A, stirement due a une diminution de 1’activité de BH du ¢9,c12-

C18:2 au cours de ’incubation.

La disparition du c9,c12-C18:2 est significativement plus importante dans les milieux F par
rapport aux milieux A (p<0,001). Dans les milieux F, I’activité de BH a ¢été conservée, alors

qu’elle est nulle dans les milieux A apres 5 jours d’incubation.
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e Production des isomeres t10 et t11

Dans les milieux F, la quantité produite des isomeres t10 et t11 a augmentée numériquement
entre J1 et J5, stirement di a I’accumulation des intermédiaires de la BH.

L’augmentation des isomeres tll pourrait s’expliquer par le développement de B.
fibrisolvens, responsable de la BH en A12. Elle peut étre mise en relation avec la hausse de la
concentration en C4 dans les milieux F au cours des cultures puisque B. fibrisolvens produit

principalement du C4. Les résultats de 1’analyse du microbiote nous permettront de conclure.

Le phénomene inverse est observé dans les milieux A : la quantité produite des isomeres t10
et t11 a diminué numériquement entre J1 et J5, et elle est tres faible a J5.

Concernant les isomeres tl1, le phénomene s’observe déja a J1: la quantité produite
d’isomeres tl1 est tres faible. Il peut s’expliquer par la disparition des bactéries capables de
réaliser les réactions de BH et/ou une inhibition totale de la A12 isomérase. En effet, les
isomeres tl1 sont des intermédiaires de la BH du ¢9,c12-C18:2 réalisée par des bactéries
fibrolytiques, en particulier B. fibrisolvens [134]. Ces dernieres ne résistent pas a des pH tres
faibles, a I’image des valeurs obtenues dans les milieux A, de méme que la A12 isomérase qui
a une activité tres inhibée a ce pH.

Les isomeres t10 ont tendance a s’accumuler dans certaines conditions alimentaires, a titre
d’exemple des régimes a base d’ensilage de mais riches en amidon et supplémentés en lipides
[115]. D’autre part, Zened et al (2011) ont montré qu’une prolifération des bactéries
productrices (Lactobacillus) et consommatrices (Veillonellaceae) d’acide lactique était liée a
une augmentation de la proportion d’isoméres t10, suggérant une déviation de la voie tl11 de
la BH du ¢9,c12-C18:2 vers la voie t10. Enfin, certaines bactéries acido-résistantes produisent
des isomeres t10: M. elsdenii [59] et P. acnes [74]. Ainsi, une hausse de la production
d’isomeres t10 auraient pu étre attendue dans les milieux A, mais nos résultats ne concordent
pas avec les études citées. Il est possible que le pH des milieux A soit devenu tellement faible
que la plupart des bactéries et/ou des enzymes des deux voies de la BH du ¢9,c12-C18:2 aient
disparu, méme si la production d’isomeres t10 persiste légerement. Une étude [126] a révélé
que I’isomérisation du c9,c12-C18:2 est inhibée pour des valeurs de pH basses, suite a une
incubation de plus de 2 heures. Il est probable que la BH du ¢9,c12-C18:2 n’a pas été réalisée
dans les milieux A du fait d’un pH trop faible.

I1 est important de noter que la ration donnée aux vaches dont les inocula sont issus peut jouer
un role important dans la sélection de la voie t10 in vitro. En effet, Zened et al (2012b) ont

remarquée que la proportion d’isomeéres t10 produits est plus importante in vitro lorsque les
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vaches sont nourries avec une ration riche en amidon et supplémentée en huile. Les résultats
suggerent que I’équilibre entre les bactéries responsables de la BH est modulé par le régime

des vaches.
La quantité produite des différents isomeres est différente de maniere significative entre les
milieux F et les milieux A (p<0,001). Ainsi, le type de substrat a un effet majeur sur la BH du

c9,c12-C18:2 : un milieu riche en amidon est a I’origine d’une inhibition des réactions de BH.

e Production du C18:0

Aucune différence n’est observée quant a la production de C18:0 entre J1 et J5 dans les
milieux F, en corrélation avec la disparition constante du c9,c12-C18:2. Cependant, la
quantité¢ d’isomeres t10 et t11 a augmenté. Cette discordance entre la production d’isomeres
intermédiaires et de C18:0 peut étre due au fait que les bactéries réalisant 1’hydrogénation
finale sont moins nombreuses : la vitesse de la réaction est alors moindre par rapport aux
autres réactions de la BH, d’ou I’accumulation d’intermédiaires. L hypotheése est cohérente

avec la teneur en C18:0 qui est plus faible a J5 par rapport a I’inoculum de départ.

A contrario, la quantité produite de C18:0 diminue dans les milieux A entre J1 et J5. Le
phénoméne peut s’expliquer par le manque de substrat car le ¢9,c12-C18:2 n’est pas
isomérisé, ou la diminution des bactéries et/ou des enzymes responsables de 1’hydrogénation
finale en C18:0. En effet, ces bactéries appartiendraient aux genres Butyrivibrio et
Eubacterium, dont les populations déclinent dans les milieux A (i.e. Figures 39 et 41). Ainsi,

la derniere étape de la BH est trés inhibée, d’ou 1’absence de production de C18:0.

En conclusion, les milieux F ont permis la croissance de bactéries fibrolytiques
responsables de la voie t11, tout en réduisant P’activité de ’isomérisation finale en C18:0
et en maintenant la voie t10. Par contre, il est probable que la BH du ¢9,c12-C18:2 n’a
pas été réalisée dans les milieux A a cause des valeurs de pH trop faibles, compte tenu de
la disparition faible (J1) voire absente (J5) du ¢9,c12-C18:2, et ’absence de production

d’isomeéres intermédiaires et de C18:0.
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2.3.3. Comparaison lors d’ajout ou non d’acide linoléique

Les tableaux 11 et 12 comparent les différents paramétres d’études de la BH dans les milieux

additionnés de c9,c12-C18:2 (FLA et ALA) et non additionnés (Fet A) aJ1 et J5.

e Milieux FF riches en fibres

Tableau 11 : Comparaison des quantités produites de trans 10, de trans 11 et d’acide stéarique

et du pourcentage de disparition de 1’acide linoléique sur 3 heures dans les milieux F et FLA a

Jlet]5
J1 J5
Inoculum + Tampon |y  p | Milieux FLA
Bicarbonate

e Quantité initiale (mg) 2,04 1,80 3,26
'31 %| Quantité finale (mg) 1,49 1,46 2,58
i Disparition (%) 27,2 18,9 20,8
Quantité initiale (mg) 0,015 0,007 0,12

g Quantité finale (mg) 0,033 0,041 0,20
Quantité produite (mg) 0,018 0,034 0,08
Quantité initiale (mg) 0,10 0,14 0,74

E Quantité finale (mg) 0,16 0,28 1,39
Quantité produite (mg) 0,06 0,14 0,65

- Quantité initiale (mg) 1,14 0,49 2,32
% | Quantité finale (mg) 1,43 0,77 2,38
© Quantité produite (mg) 0,29 0,28 0,06

Les milieux FLA se caractérisent par une accumulation importante du ¢9,c12-C18:2 a J5. Le
phénomene peut étre dii a une saturation des bactéries responsables de la BH : I’apport
quotidien de c9,c12-C18:2 a dépassé les capacités de digestion de la population bactérienne.
D’autre part, le pourcentage de disparition du ¢9,c12-C18:2 a J5 est similaire entre les milieux
F et FLA : lefficacité de la BH est équivalente dans les deux milieux a J5, mais elle est tout
de méme inférieure par rapport a J1.

Ainsi, 1’ajout de ¢9,c12-C18:2 semble n’avoir aucun effet sur la disparition de ce dernier, et

par conséquent, sur la premiere réaction d’isomérisation.
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A J5, la quantité produite d’isomeres t10 et tl1 est numériquement supérieure dans les
milieux FLA par rapport aux milieux F. D’autre part, entre J1 et J5, la quantité d’isomeres
produits est multipliée par 2 dans les milieux F. Le phénomene est accentué dans les milieux
FLA : la production est multipliée par 10 pour les isomeres t11, et par 4 pour les isomeres t10.

L’ajout de c9,c12-C18:2 favoriserait alors de maniere plus importante la voie t11 de la BH.

Par ailleurs a J5, la production de C18:0 est tres inférieure dans les milieux FLA par rapport
aux milieux F, alors que la quantité d’isomeres t10 et t11 est augmentée.

Les deux phénomeénes s’explique par ’inhibition de la BH du ¢9,c12-C18:2 lorsque ce dernier
est présent en exces. En effet, deux études de Kim et al [58, 60] ont montré qu’un exces de
¢9,c12-C18:2 inhibait les activités réductases de culture in vitro de Butyrivibrio fibrosolvens.
Ce phénomene se traduisait par I’accumulation d’intermédiaires CLA et t-C18:1. D’autre part,
la seconde réductase de la BH serait inhibée par des concentrations élevées de CLA. Ceci se
manifeste par une saturation des réactions d’isomérisation et d’hydrogénation, ainsi qu’une

accumulation des intermédiaires réactionnels [126].

e Milieux AA riches en amidon

Tableau 12 : Comparaison des quantités produites de trans 10, de trans 11 et d’acide stéarique

et du pourcentage de disparition de I’acide linoléique sur 3 heures dans les milieux A et ALA,

alletls
J1 J5
Inoculum + Tampon | \rioyy A | Milieux ALA

Phosphate
. Quantité initiale (mg) 1,99 2,57 4,77
S ®| Quantité finale (mg) 1,79 2,67 4,93
°C Disparition (%) 9,97 -4,17 - 3,31
Quantité initiale (mg) 0,014 0,018 0,012
g Quantité finale (mg) 0,031 0,024 0,013
Quantité produite (mg) 0,017 0,006 0,001
Quantité initiale (mg) 0,098 0,007 0,009
= | Quantité finale (mg) 0,105 0,008 0,010
Quantité produite (mg) 0,007 0,001 0,001
- Quantité initiale (mg) 1,13 0,039 0,032
% | Quantité finale (mg) 1,34 0,052 0,037
= Quantité produite (mg) 0,21 0,013 0,005
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Les résultats obtenus pour les milieux ALA sont semblables aux résultats des milieux A, mais
plus prononcés : une accumulation nette du ¢9,c12-C18:2, ainsi que la production tres faible
d’isomeres t10, d’isoméres t11 et de C18:0. A I'image des milieux A, il est probable que la
BH du ¢9,c12-C18:2 n’ait pas été réalisée dans les milieux ALA suite a la disparition de la

plupart de la communauté bactérienne et/ou a une inhibition majeure de leurs activités.

En conclusion, I’ajout de ¢9,c12-C18:2 a entrainé une accumulation des isomeéres t10 et
t11 dans les milieux FLA suite a ’inhibition de la deuxiéme réduction de la BH par les
CLA. A contrario, les milieux ALA ne montrent pas d’évolution positive des parametres

de la BH, a ’image des milieux A.

L’étude des activités enzymatiques met en évidence des tendances similaires, toutefois moins
marquées. Leurs activités et/ou leurs syntheses ont été diminuées. Nous avons par conséquent

choisi de ne pas les présenter dans ce manuscrit afin d’éviter d’étre redondant.

Zened et al (2011) ont démontré qu’une augmentation de la proportion d’isoméres t10 ou t11
s’explique par la croissance des bactéries réalisant la BH et/ou une hausse de leurs
productions enzymatiques, et non par une augmentation de ’activité des enzymes elle mémes.
A la vue des résultats concernant la BH du ¢9,c12-C18:2 dans les différents milieux, il
semblerait que les bactéries fibrolytiques sélectionnées dans les substrats FF privilégient la
voie t11, et le phénomene est accentué lors d’ajout de ¢9,c12-C18:2. Parmi ces bactéries, il est
probable de retrouver les genres Butyrivibrio et Ruminococcus. D’autre part, dans les milieux
AA, les bactéries montreraient une tres faible activité de BH et/ou leurs enzymes seraient
inhibées a des pH bas. Au sein du microbiote ruminal, les bactéries acido-résistantes capables
de persister a des pH inférieurs a 5 sont peu nombreuses, les plus connues appartenant aux

genres Bifidobacterium et Lactobacillus.
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2.4. Evolution et comparaison du microbiote sur 5 jours de culture

Nous étudierons tout d’abord le microbiote ruminal a I’échelle des 4 principaux phyla
(Actinobacteria, Bacteroidetes, Firmicutes, Proteobacteria), puis a 1’échelle des genres,

identifiés par PCR en ciblant les régions V3 et V4 de ’ADNr 16S.

L’ensemble des résultats statistiques réalisés sur les phyla et les genres bactériens sont

présentés en annexes 6 et 7.

2.4.1. A Péchelle des phyla

Les figures 33, 34 et 35 représentent les proportions respectives des 4 principaux phyla

bactériens dans I’inoculum initial (J1), et dans les milieux FF et AA a J5.

Figure 33 : Proportions des 4 principaux phyla bactériens dans 1’inoculum

B Actinobacteria
H Bacteroidetes
¥ Firmicutes

B Proteobacteria

L’inoculum présente une majorité de Firmicutes (55,5%) et de Bacteroidetes (31,2%). Les
deux autres phylas sont représentés a hauteur de 12% pour les Proteobacteria et 1,3% pour les
Actinobacteria.

Les proportions des différents phyla dans I’inoculum sont en accord avec les diverses études
de la population bactérienne ruminale. L’analyse de banques de séquences d’ADNr 16S
issues de contenus ruminaux montre que les Firmicutes représentent 50 a 80% de la
communauté bactérienne, les Bacteroides 10 a 40%, suivis des Proteobacteria (3 a 5%) [92,
146]. Néanmoins, la proportion de Proteobacteria est plus élevée dans notre inoculum en

comparaison des études réalisées par ailleurs. La plupart des bactéries du phyla étant
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amylolytiques, la ration distribuée aux vaches dont est issu 1I’inoculum ne peut pas expliquer
le développement du phylum. En effet, la ration est constituée de foin grossier a volonté, et la
principale source d’amidon est le concentré PASSIO VL 3L, composé¢ de 18% d’amidon.
Dans I’étude de Zened et al (2012a), les Proteobacteria représentait uniquement 4,3% de la
communauté bactérienne lorsque les vaches recevaient une ration pauvre en amidon (21,5%).
Dans notre étude, 1’abondance du phyla est 3 fois supérieure (12%) par rapport a 1’étude de
Zened et al (2012a), alors que la ration distribuée aux vaches est plus pauvre en amidon.
Ainsi, la proportion d’amidon dans la ration distribuée aux vaches prélevées ne permet pas
d’expliquer 1’abondance des Proteobacteria dans I’inoculum. Une étude a montré que le
phylum était abondant chez les jeunes ruminants, mais qu’il diminuait considérablement dés
les premiers mois de vie jusqu’a deux ans [47]. L’age des animaux prélevés n’est pas connu,
mais il s’agissait de vaches adultes taries, dont 1’age était supérieur a la période d’étude de
Jami et al (2013). L’étude des genres bactériens permettra de nous éclairer sur 1’abondance

particuliere des Proteobacteria dans I’inoculum.

Figure 34 : Proportions des 4 principaux phyla bactériens dans les milieux FF a J5

B Actinobacteria
B Bacteroidetes
" Firmicutes

B Proteobacteria

A J5, les proportions des phyla dans les milieux FF montrent une nette augmentation des
Proteobacteria (25,1%), associée a une diminution de la population des Firmicutes (35,4%).
Les proportions de Bacteroidetes et d’Actinobacteria restent relativement stables : elles sont

respectivement de 38,7% et 0,8%.
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Figure 35 : Proportions des 4 principaux phyla bactériens dans les milieux AA aJ5

B Actinobacteria
H Bacteroidetes
¥ Firmicutes

H Proteobacteria

A J5, les proportions des 4 phyla dans les milieux AA se caractérisent par une augmentation
significative des Actinobacteria (15,2%). Le phylum des Firmicutes reste majoritaire (65,6%).
A contrario, les proportions de Bacteroidetes et de Proteobacteria diminuent de maniere

importante : elles sont respectivement de 13,9% et 5,3%.

Ainsi, a J5, les milieux FF montre une abondance relative en Bacteroidetes et Proteobacteria
significativement plus importante par rapport aux milieux AA (p < 0,001). A P’inverse, les
milieux AA ont plus de Firmucutes et d’Actinobacteria par rapport aux milieux FF (p <
0,001). Or, les milieux FF se caractérisent par une teneur en fibres plus élevée par rapport aux
milieux AA (NDF de 47% de la MB pour les milieux F, et de 30% pour les milieux A), et les
milieux A présentent une teneur en amidon supérieure par rapport aux milieux F (34% de la
MB pour les milieux A, 6% de la MB pour les milieux F). De plus, 1’évolution du pH des

milieux A montre des valeurs comprises entre 4 et 5 des le deuxieme jour de culture.

En conclusion, I’étude des proportions respectives des 4 phyla dans I’inoculum et apres 5
jours de culture montre une différence significative de croissance entre les diverses
populations bactériennes en fonction du milieu. Cette différence s’explique tout d’abord
par les nutriments apportés dans chaque milieu de culture, qui sélectionnent les
bactéries utilisatrices de ces substrats. D’autre part, dans le milieu A, les valeurs de pH

extrémement faibles ont entrainé la sélection de bactéries acido-résistantes.
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2.4.2. A I’échelle des genres

L’¢étude de Lengowski et al (2016) a montré que la biomasse bactérienne diminue durant les
deux premiers jours d’incubation d’un fluide ruminal, en particulier le premier jour ou sont
enregistrés les nombres les plus bas des principales especes bactériennes. Ainsi, nous
préterons peu d’attention a la cinétique des populations durant les premieres 24 heures de

culture, temps nécessaire a 1’adaptation du microbiote a son nouvel environnement.

D’autre part, les données de séquengage ont permis d’identifier des bactéries non cultivables,
telles que Christensenellaceae R7 group, Prevotellaceae UCG, Rikenellaceae RC9 gut group,
Ruminococcaceae  NK4A214  group et  Ruminococcaceae  UCG. Les  genres
Christensenellaceae R7 group et Rikenellaceae RC9 gut group montrent une abondance
relative importante dans I’inoculum, mais ils décroissent rapidement pendant la culture in

vitro. 1l existe trés peu d’études sur ces genres bactériens.

La figure 36 représente la proportion des différents genres bactériens dans I’inoculum a J1, et

dans les milieux FF et AA aJ5.

Figure 36 : Pourcentages des différents genres bactériens dans I’inoculum a J1 et dans les

milieux FF et AA aJ5
100% E—
90% - Ruminococcus
Ruminococcaceae UCG
80% +— Ruminococcaceae NK4A214
Ruminobacter
70% 1 B Ruminoclostridium
60% - B Rikenellaceae RC9 gut group
B Pseudobutyrivibrio
50% - Prevotellaceae UCG
B Prevotella
40% - B Lactobacillus
B Lachnospira
30% -
FEubacterium
20% - B Christensenellaceae R7 group
B Butyrivibrio
10% - - B Bifidobacterium
Acetitomaculum
O% T T 1
FF

Inoculum AA
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Les milieux FF se caractérisent par une croissance importante du genre Prevotella, atteignant
38,4% de la communauté bactérienne a J5. Le phénomene explique ’augmentation du
phylum des Bacteroidetes, mis en évidence dans le paragraphe précédent (i.e. A 1’échelle des
phyla). D’autres genres montrent une croissance dans les milieux FF, toutefois moins
marquée : Ruminobacter, Ruminoclostridium, Pseudobutyrivibrio et Lactobacillus. La
diminution de I’abondance relative des Firmicutes dans les milieux FF peut s’expliquer par
une diminution du genre Ruminococcus ainsi qu’une croissance restreinte du genre

Butyrivibrio, au profit du genre Prevotella.

Les milieux AA montrent une croissance tres importante du genre Lactobacillus. Les
bactéries du genre sont capables de continuer de croitre a un pH inférieur a 5. Roque (1991) a
rapporté qu’a des valeurs de pH extrémement faibles, la population bactérienne est quasiment
réduite a une monoculture de lactobacilles. Le phénomene explique la présence majeure des
Firmicutes dans les milieux AA, mis en évidence dans le paragraphe précédent (i.e. A
I’échelle des phyla). D’autre part, le genre Bifidobacterium a également une croissance
importante dans les milieux AA. Ceci est en accord avec 1’étude de Waddington et al (2010) :
ils ont montré que les bactéries du genre Bifidobacterium possedent une acido-résistance
importante, d’autant plus aprés une période d’adaptation a des valeurs de pH faibles et lorsque
la bactérie est en phase stationnaire. Le troisieme genre persistant dans les milieux AA est le
genre Prevotella. Ainsi, a J5, la communauté bactérienne des milieux AA se restreint a trois

genres : Lactobacillus (67,8%), Bifidobacterium (16,2%) et Prevotella (13,7%).

Par la suite, nous allons étudier I’évolution des différents genres bactériens tout au long des
cultures, dans les différents milieux. Les figures 37 a 52 représentent 1’évolution au cours des
5 jours de culture de I’abondance des genres bactériens ayant évolué¢ de maniere
significativement différente dans les milieux FF et AA (p < 0,001). L’ajout de ¢9,c12-C18:2 a
un effet significatif (p < 0,001) uniquement sur trois genres : Butyrivibrio, Ruminoclostridium

et Ruminobacter.
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e Acetitomaculum

Figure 37 : Cinétique de la population bactérienne du genre Acetitomaculum au cours des 5

jours de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Dans les milieux FF, les bactéries du genre Acetitomaculum montrent un nombre relativement
constant au cours des 5 jours de culture. A contrario, dans les milieux AA, la cinétique de la
population se caractérise par une croissance élevée les 10 premicres heures, suivie d’une
chute brutale jusqu’a disparaitre presque totalement.

A noter que 1’abondance relative des bactéries du genre Acetitomaculum reste relativement
faible, mais la différence de cinétique reste tout de méme significative entre les deux types de

milieux (p < 0,001).

Le genre Acetitomaculum contient une seule espece, Acetitomaculum ruminis, retrouvée
parmi la population bactérienne ruminale lors de régime riche en fourrages. Elle produit
essentiellement du C2 suite a la fermentation de formate, glucose ou cellobiose. Son pH de
croissance est compris entre 6,4 et 7,3 [35]. Les conditions de croissance de la bactérie
expliquent d’une part sa persistance dans les milieux riches en fibres (milieux FF), et d’autre
part sa disparition dans les milieux AA, ou le pH est bas (inférieur a 5,5) des la dixieme heure

de culture.
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e Bifidobacterium

Figure 38 : Cinétique de la population bactérienne du genre Bifidobacterium au cours des 5

jours de culture dans les deux types de substrat (FF et AA)
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Le genre Bifidobacterium est en quantité trés faible dans I’inoculum. L’analyse statistique

montre tout de méme une différence significative entre les milieux FF et AA (p<0,001).

Dans les milieux AA, le genre Bifidobacterium montre tout d’abord une croissance rapide
jusqu’a 34 heures de culture. Par la suite, son nombre diminue, avant de se stabiliser.

Dans les milieux FF, sa croissance est tres limitée par rapport aux milieux AA. L’abondance
maximale est atteinte a 34 heures d’incubation, mais elle est 5 fois moins importante que dans
les milieux AA. Pour les deux derniers prélevements (82 et 96 heures de culture), I’abondance

du genre se rapproche de la valeur initiale de I’inoculum.

Le genre Bifidobacterium est retrouvé dans le rumen en nombre important lorsque les
animaux recoivent une ration riche en amidon. Il est absent ou présent en tres petites quantités
pour des rations riches en fourrages [127]. Les résultats de 1’expérimentation sont en accord
avec les observations de Trovatelli et Matteuzzi (1976): les bactéries du genre
Bifidobacterium sont peu abondantes dans les milieux riches en fibres (milieux FF), alors que
leur croissance est favorisée dans les milieux AA riches en amidon.

D’autre part, les bactéries du genre Bifidobacterium présentent une acido-résistance
importante, qui explique leur présence dans les milieux AA méme a des pH tres bas. En effet,
les especes retrouvées dans le rumen ont une croissance retardée pour des pH inférieurs a 6,

mais elle ne devient nulle qu’en dessous de 4,5. Une exception concerne B.
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thermoacidophilum : sa croissance est retardée, mais persiste a une valeur de pH de 4 [84]. A
34 heures d’incubation, le pH des milieux AA avoisine 4,5. Ainsi, avant le troisiéme
prélevement de culture, la plupart des especes de Bifidobacterium sont capables de se
développer, méme si leur croissance est réduite, d’ou I’augmentation de leur abondance dans
les milieux AA. Par la suite, le pH étant inférieur a 4,5, seule I’espéce B. thermoacidophilum
se multiplie, ce qui explique la diminution de I’abondance du genre. Enfin, le pH des milieux
AA remonte légerement au-deld de 72 heures d’incubation (4,44 a 82 heures, 4,57 a 96

heures) : les autres especes de Bifidobacterium reprennent une légere croissance.

e Butyrivibrio

Figure 39 : Cinétique de la population bactérienne du genre Butyrivibrio au cours des 5 jours

de culture dans les quatre milieux (F, FLA, A et ALA)
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Les bactéries du genre Butyrivibrio se développent de maniere importante dans les milieux F,
tandis que leur abondance diminue tout au long de la culture dans les milieux A, jusqu’a
disparaitre presque totalement. La différence d’évolution entre les deux types de milieux
observée sur la figure 39 est confirmée par ’analyse statistique (p<0,001).

L’ajout de ¢9,c12-C18:2 a un effet significatif sur la croissance du genre Butyrivibrio
(p=0,01419). Dans les milieux FLA, le développement des bactéries est semblable aux
milieux F les 58 premicres heures de culture, avant de décliner rapidement jusqu’a étre quasi
nul a la fin de ’expérimentation. Dans les milieux ALA, la population du genre diminue des
le début des cultures et stagne tout au long de 1’incubation & une valeur proche de zéro.

A noter que I’abondance du genre Butyrivibrio est tres faible dans I’inoculum.
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Le genre Butyrivibrio regroupe des bactéries fibrolytiques : leur croissance est favorisée
lorsque la ration est riche en fibres, notamment en hémicellulose du son, a 1’image des
milieux F.

D’autre part, les bactéries du genre Butyrivibrio posseédent une activité amylolytique, qui reste
tout de méme minoritaire par rapport a I’activité fibrolytique. Ainsi, elles sont capables de se
développer dans les milieux A, mais étant donné leur sensibilité a 1’acidité, elles finissent par

disparaitre lorsque le pH est trop bas (inférieur a 5,5) [103].

Concernant 1’ajout de ¢9,c12-C18:2, Kim et al (2000) ont montré que la croissance de
cultures pures de Butyrivibrio fibrisolvens était inhibée lors de concentrations élevées en
c9,c12-C18:2. Les milieux FLA et ALA se caractérisent par une accumulation du c9,c12-
C18:2 (i.e. Tableaux 11 et 12). Ainsi, le déclin de la population de Butyrivibrio dans les
milieux FLA (prématurément par rapport aux milieux F) et la croissance quasi nulle dans les
milieux ALA (inférieure par rapport aux milieux A) peut s’expliquer par 1’inhibition des

bactéries par le ¢9,c12-C18:2.

o Christensenellaceae R7 group

Figure 40 : Cinétique de la population bactérienne du genre Christensenellaceae R7 group au

cours des 5 jours de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Le genre Christensenellaceae R7 group est un des plus représenté dans I’inoculum parmi les
genres bactériens mis en évidence.
Tout au long de I’expérimentation, les bactéries du genre Christensenellaceae R7 group

montrent une diminution de leur population dans les deux types de milieux, plus importante
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dans les milieux AA. Cependant, 1’analyse statistique met en évidence une différence

significative entre les deux types de milieux (p<0,001).

La famille Christensenellaceae regroupe des bactéries essentiellement liées a la phase solide
du contenu ruminal [50]. Une récente étude confirme les résultats de Jewell et al (2015) en
montrant que des bactéries de la famille des Christensenellaceae sont trouvées adhérentes aux
fourrages aprés incubation dans le rumen, indiquant qu’elles peuvent jouer un rdole important
dans la dégradation ruminale des fourrages [76]. Ainsi, du fait de leur présence dans la phase
solide du rumen, il est possible que les bactéries du genre Christensenellaceae R7 group
soient sensibles a la taille des particules alimentaires : la présence de fibres longues est peut
étre nécessaire a leur croissance, d’ou le déclin de la population dans les milieux, en lien avec

un broyage trop fin des substrats.

L’étude de Jewell er al (2015) a également mis en évidence une corrélation négative entre la
famille des Christensenellaceae et ’efficacité alimentaire brute chez des vaches laitieres. De
méme, une étude portant sur la flore intestinale de ’Homme montre des variations spécifiques
de cette famille bactérienne a la restriction ou a la concentration énergétique de I’aliment. En
effet, chez I’Homme, la proportion de Christensenellaceae diminue suite a 1’apport d’un
régime hautement énergétique [61]. Ces deux études tendent a admettre que plus le régime
alimentaire montre une efficience élevée, moins les bactéries appartenant a la famille des
Christensenellaceae se développent. Or, le broyage a pour conséquence une augmentation du
rendement de 1’énergie métabolisable de 1’aliment. Ainsi, il est possible que ’apport de foin
et de son de blé broyés finement dans les milieux diminue le développement du genre

Christensenellaceae R7 group.

Enfin, trés peu d’études portent sur la famille Christensenellaceae au sein du microbiote
ruminal, sans pour autant négliger leur importance dans la digestion au sein du rumen [75].
Une autre hypothese probable pour expliquer le déclin de la population dans les deux milieux

est la difficulté de maintenir en culture in vitro les bactéries de la famille Christensenellaceae.
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e Fubacterium

Figure 41 : Cinétique de la population bactérienne du genre Eubacterium au cours des 5 jours

de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Le genre Eubacterium est présent en faible quantit¢é dans I’inoculum. Néanmoins, la
différence d’évolution entre les deux types de milieux est significative d’un point de vue
statistique (p<0,001).

Durant la période de culture, la population diminue dans les deux types de milieux (FF et
AA). Cette baisse est plus marquée dans les milieux AA : le genre a presque totalement
disparu des milieux riches en amidon, alors que son nombre diminue de moitié dans les

milieux FF.

Le genre Eubacterium regroupe une espece acétogene (E. limosum) et des bactéries
cellulolytiques et hémicellulolytiques (E. cellulosolvens et E. ruminantium). L’activité
fibrolytique du genre explique le fait que la population se maintient dans les milieux FF
malgré sa tendance a diminuer.

Selon I’é¢tude de Min et al (2006), la culture pure in vitro de I’espeéce E. ruminantium
s’accompagne d’une baisse de production de biofilms par la bactérie, en comparaison de sa
synthese de biofilms dans son environnement habituel, le rumen. Il est alors possible que la
diminution de la population du genre Eubacterium dans les milieux FF soit liée a la moindre
production de biofilms. Le phénomene peut dépendre €galement de la taille des particules.

Plus ces dernieres seront fines, plus la formation de biofilms sera limitée.
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Dans les milieux AA, la chute de la population Eubacterium peut s’expliquer en grande partie
par la baisse importante de pH. En effet, le genre Eubacterium ne présente pas d’acido-
résistance. Sharak Genthner et Bryent (1982) ont montré que le pH optimum de croissance de
E. limosum sur un milieu riche en monoxyde de carbone (CO) est compris entre 7,0 et 7,2.
Cette valeur de pH est similaire a celle obtenue lors de culture sur des milieux riches en
méthanol ou en H,-CO,. La croissance bactérienne de E. limosum est tres ralentie en dessous
de 6,7 sur les milieux H,-CO, et CO. Par contre, la bactérie est capable de croitre a un pH de
5,9 sur un milieu de méthanol. Cependant, étant donné les valeurs de pH inférieures a 5 dans
les milieux AA, il est peu probable que les bactéries du genre Eubacterium puissent se
développer. D’autre part, une autre étude de Sharak Genthner er al (1981) a révélé que E.
limosum, bactérie acétogene du rumen, est capable de fermenter le lactate. Cependant, le C2
est nécessaire pour la croissance de la bactérie a partir d’acide lactique. Ainsi, la diminution
de la concentration en C2 dans les milieux AA (i.e. Figure 31) peut expliquer en partie le

déclin du genre dans ces milieux.

e Lachnospira

Figure 42 : Cinétique de la population bactérienne du genre Lachnospira au cours des 5 jours

de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Dans les milieux FF, les bactéries du genre Lachnospira montre une tendance a diminuer
progressivement, jusqu’a atteindre la moitié¢ de leur nombre initial.

Dans les milieux AA, aprés une croissance rapide les 10 premieres heures de culture,
I’abondance relative de Lachnospira connait une chute rapide, jusqu’a disparaitre presque

totalement de la culture.
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L’analyse statistique confirme la présence d’une différence significative entre les milieux FF

et AA (p < 0,01).

Les bactéries du genre Lachnospira sont fibrolytiques, L. multiparus étant la principale
bactérie pectinolytique du rumen. Le maintien de la population dans les milieux FF s’explique
par la capacité du genre Lachnospira a dégrader les fibres. Cependant, la diminution de la
population dans les milieux FF est difficile a expliquer. Paggi et al (2005) ont montré que le
développement de L. multiparus est inhibé par des concentrations élevées en AGV. En effet,
une diminution de la croissance bactérienne est observée pour des concentrations de 100, 200
et 300 mmol/L en C2, et de 50, 100, 200 et 300 mmol/L en C3 et en C4. Une concentration de
50 mmol/L de C2 n’a aucun effet sur la croissance de L. multiparus. Cependant, dans les
milieux FF, la concentration en AGV n’excede pas 20 mmol/L pour C3 et C4 et 60 mmol/L
pour C2 (i.e. Figure 30). Il est alors peu probable que la concentration en AGV soit a 1’origine
d’une inhibition de L. multiparus dans les milieux FF. Par conte, I’étude de Paggi et al met en
évidence une inhibition de D’activité pectinolytique de L. multiparus par le C2 des la
concentration de 50 mmol/L.

Une autre hypothese peut expliquer la diminution de la population de Lachnospira dans les
milieux FF: la taille des particules alimentaires dans les milieux. En effet, la famille des
Lachnospiraceae est plus abondante dans la phase solide du contenu ruminal par rapport a la
phase liquide [46]. L’augmentation de la population de Lachnospiraceae au sein de la phase
solide du rumen, rapportée par deux autres études plus récentes [21, 69], suggere une
importance de la taille des particules alimentaires pour le développement de la famille. Ainsi,
il est possible que les bactéries du genre Lachnospira aient besoin de fibres longues sur
lesquelles s’adhérer pour croitre. Le broyage fin du foin grossier et du son de blé dans les

milieux FF pourrait alors participer a la diminution de la population dans ces milieux.

Le déclin de la population dans les milieux AA est corrélée avec le manque de substrat a base
de fibres et la baisse trés importante du pH a l'origine de la disparition des bactéries

fibrolytiques.
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e Lactobacillus

Figure 43 : Cinétique de la population bactérienne du genre Lactobacillus au cours des 5 jours

de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Les lactobacilles sont trés peu nombreux dans 1’inoculum.

Dans les milieux FF, leur développement reste limité. A contrario, leur croissance est tres
élevée dans les milieux AA tout au long de I’incubation, a I’exception du dernier prélévement
révélant une légere baisse de I’abondance de lactobacilles. Les bactéries du genre
Lactobacillus sont la population prédominante dans les milieux AA.

L’analyse statistique montre une différence significative de la croissance des lactobacilles

entre les milieux FF et AA (p<0,001).

La croissance importante des lactobacilles dans les milieux AA est a corréler avec 1’évolution
du pH. En effet, les phénomenes qui se sont déroulés au sein des milieux AA au cours des 5
jours de culture sont semblables a une acidose lactique, tant au niveau physico-chimique que
du microbiote. La baisse importante de pH a sélectionné les bactéries acido-résistantes, dont
les lactobacilles. Le genre Lactobacillus est connu pour résister a des pH tres acides : il est
capable de continuer de croitre a un pH inférieur a 5. Roque (1991) a rapporté qu’a des
valeurs de pH extrémement faibles, la population bactérienne est quasiment réduite a une

monoculture de lactobacilles. Ainsi, les conditions physico-chimiques expliquent le

développement du genre Lactobacillus dans les milieux AA.
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e Prevotella

Figure 44 : Cinétique de la population bactérienne du genre Prevotella au cours des 5 jours de

culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Les milieux FF ont permis la croissance du genre Prevotella : 1a population a triplé au bout de
82 heures de culture. Lors du dernier prélevement, une baisse de 30% de I’abondance de
Prevotella est observée.

La cinétique de la population de Prevotella est plus irréguliere dans les milieux AA. Apres un
pic de croissance a 34 heures de culture, la quantité de bactéries du genre Prevotella diminue.
Enfin, au dernier prélevement, la population augmente, de I’ordre de I’abondance initiale dans
I’inoculum.

La différence de cinétique du genre Prevotella entre les milieux FF et AA est significative

d’un point de vue statistique (p<0,001).

La bactérie P. ruminicola est une espece particuliecrement ubiquiste : elle est retrouvée en
grand nombre a partir de régimes tres différents. Elle se caractérise par une diversité
d’activités métaboliques. En effet, elle est capable de dégrader 1’amidon, son principal
substrat, ainsi que I’hémicellulose, la pectine et les sucres simples. Elle joue également un
role majeur dans le métabolisme des protéines et des peptides dans le rumen. Au final, elle
comptabilise une quinzaine de substrats carbonés.

Ainsi, le genre Prevotella persiste dans les deux types de milieux (FF et AA) du fait de sa
capacité a dégrader les divers substrats, notamment le son de blé et ’amidon. L’irrégularité de
croissance dans les milieux AA peut s’expliquer par les valeurs tres faibles de pH. En effet, P.

ruminicola est capable de croitre a pH bas, mais son développement est ralenti.
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e Prevotellaceae UCG

Figure 45 : Cinétique de la population bactérienne du genre Prevotellaceae UCG au cours des

5 jours de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Dans les deux types de milieux (FF et AA), la population du genre Prevotellaceae UCG
diminue progressivement durant les 5 jours de culture. Cette baisse est plus marquée dans les
milieux AA, ot le genre tend a disparaitre, alors que son abondance diminue de moitié dans
les milieux FF. Cette différence est confirmée statistiquement (p<0,001).

A noter que le genre Prevotellaceae UCG est présent en faible quantité dans 1’inoculum.

Tres peu de données existent sur le genre Prevotellaceae UCG, du fait que les bactéries du
genre ne soient pas cultivables, d’ou la diminution dans les cultures.

A P’image de P. ruminicola, il est probable que le genre Prevotellaceae UCG possede un
panel d’activités métaboliques, notamment vis-a-vis des glucides pariétaux et de ’amidon. En
effet, la persistance de la population dans les milieux FF peut indiquer une activité
fibrolytique. L’¢étude de Liu et al (2016) confirme le métabolisme des glucides pariétaux par
des bactéries de la famille des Prevotellaceae, suite a 1’observation de bactéries fermement
adhérentes aux fourrages apres incubation dans le rumen.

D’autre part, dans les milieux AA, malgré la diminution de I’abondance de bactéries du genre,
la population est toujours présente en tres faible quantité durant les 60 premieres heures de
culture. Le phénoméne peut suggérer une activité amylolytique, ainsi qu’une acido-résistance

modérée.
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e Pseudobutyrivibrio

Figure 46 : Cinétique de la population bactérienne du genre Pseudobutyrivibrio au cours des 5

jours de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)

0,025

0,02 /’\//\V/\\
0,015
/ ——FF
0,01
// ——AA
0,005 A~
60 80 100

Heures

0

0 20 40

Le genre Pseudobutyrivibrio est présent en tres faible quantité dans I’inoculum. Méme si la
population maintient une abondance faible, la cinétique est caractérisée par des modifications
relativement importantes, et significativement différentes entre les deux types de milieux
(p<0,001). En effet, alors que le genre Pseudobutyrivibrio est presque nul dans 1’inoculum, il
montre une croissance tres importante dans les milieux FF : sa quantité a été multipliée par 25
en 82 heures de culture.

Dans les milieux AA, le genre Pseudobutyrivibrio manifeste un développement plus limité
par rapport aux milieux FF, qui atteint son maximum a 58 heures d’incubation avant de

diminuer jusqu’a I’abondance initiale.

Dans le rumen, le genre Pseudobutyrivibrio est essentiellement représenté par deux especes :
P. ruminis et P. xylanivorans. Dans I’étude de Van Gylswyk et al (1996), P. ruminis montre
des similitudes avec B. fibrisolvens, tant d’un point de génétique (89,2% de similitude suite au
séquencage de I’ADNr 16S), que d’un point de vue phénotypique, a la différence que P.
ruminis ne dégrade pas le xylane ni I’amidon, et ne présente pas d’activité protéolytique.

Ainsi, le faible développement du genre Pseudobutyrivibrio dans les milieux AA peut
s’expliquer par son incapacité a dégrader 1’amidon, ainsi que le lactate d’apres la méme étude.
D’autre part, Van Gylswyk et al (1996) ont montré que P. ruminis est capable de fermenter la
cellobiose. Son activité fibrolytique peut &tre a 1’origine de la croissance du genre dans les

milieux FF.
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e Rikenellaceae RC9 gut group

Figure 47 : Cinétique de la population bactérienne du genre Rikenellaceae RC9 gut group au

cours des 5 jours de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Dans les deux types de milieux (FF et AA), le genre Rikenellaceae RC9 gut group diminue en
abondance. Cette baisse est plus marquée dans les milieux AA. En effet, la population de
Rikenellaceae RC9 gut group se divise de moitié dans les milieux FF alors qu’elle tend a
disparaitre totalement dans les milieux AA.

L’analyse statistique révele une différence significative de 1’évolution du genre Rikenellaceae

RC9 gut group entre les deux types de milieux (p<0,001).

Tres peu de données existent sur le genre Rikenellaceae RC9 gut group, du fait que les
bactéries du genre ne sont pas cultivables, d’ou leur diminution dans les cultures.

La famille des Rikenellaceae est communément retrouvée dans le tractus digestif des
mammiferes. Concernant les Bovins, 1’é¢tude de Kong et al (2010) a révélé la présence de la
famille bactérienne uniquement dans le tube digestif de vaches nourries avec une ration a base
de triticale. Une autre étude [99] a montré une augmentation de la famille des Rikenellaceae
suite a une simulation d’une situation d’acidose chez des génisses, alors que cette famille était
jusqu’a présent retrouvée lors de régime riche en fourrages. La fonction métabolique et le role
des Rikenellaceae restent encore a définir, méme si I’étude de Liu et al (2016) suggere un role
important dans la dégradation des fourrages dans le rumen.

Appartenant a 1’ordre des Bacteroidales, tout comme la famille des Prevotellaceae, il est
probable que la famille des Rikenellaceae soit également dotée d’une polyvalence

métabolique. Le maintien de la population dans les milieux FF suggere une activité
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fibrolytique, en accord avec 1’étude de Liu et al (2016). D’autre part, méme si le genre
Rikenellaceae RC9 gut group finit par disparaitre dans les milieux AA, il est possible qu’il
possede une activité amylolytique.

Le déclin de la population du genre Rikenellaceae RC9 gut group observé dans les milieux
riches en amidon est en accord avec les résultats de 1’étude de Zened et al (2012a). 11 peut étre
dd a sa sensibilit¢ au pH acide, méme si 1I’étude de Zhang er al (2017) a montré une
persistance de la famille Rikenellaceae a un pH de 35,5, suggérant une acido-résistance
modérée. A notre connaissance, aucune étude n’a été menée sur la sensibilité de la famille
bactérienne a des valeurs de pH inférieures. Le pH des milieux AA est inférieur a 5,5 des la
dixiecme heure de culture, et il se maintient en dessous de 4,9 a partir de 24 heures
d’incubation. Ainsi, il est probable que le genre Rikenellaceae RC9 gut group décroit
fortement dans les milieux AA a cause d’un pH trop faible, malgré une acido-résistance

modérée.

e  Ruminoclostridium

Figure 48 : Cinétique de la population bactérienne du genre Ruminoclostridium au cours des 5

jours de culture dans les quatre milieux (F, FLA, A et ALA)
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Malgré des abondances tres faibles, les bactéries du genre Ruminoclostridium montrent une
cinétique intéressante. En effet, la population bactérienne augmente dans les milieux F, plus
particuliecrement a partir de 72 heures de culture, alors que le genre Ruminoclostridium
connait une décroissance rapide dans les milieux A a partir de 24 heures de culture.

La différence d’évolution entre les deux types de milieux (F et A) observée sur la figure 48

est significative (p<0,001).
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L’ajout de c9,c12-C18:2 semble avoir peu d’effet dans les milieux ALA puisque la croissance
du genre Ruminoclostridium est similaire dans les milieux A et ALA. Cependant, la
différence d’évolution est significative entre les milieux F et FLA (p < 0,01). Entre 58 et 82
heures de culture, le genre Ruminoclostridium décline dans les milieux FLA, alors qu’il

connait une croissance rapide dans les milieux F.

Le genre Ruminoclostridium regroupe des bactéries cellulolytiques, d’ou leur croissance dans
les milieux F. Par ailleurs, la disparition du genre dans les milieux A s’explique par I’absence
de substrat a base de fibres nécessaires a leur développement, et par la chute importante du
pH. En effet, les bactéries du genre Ruminoclostridium ne se développent plus en dessous

d’un pH de 6,2 [42].

Dans les milieux FLA, la diminution de 1’abondance relative du genre Ruminoclostridium est
probablement liée a I’accumulation de ¢9,c12-C18:2 (i.e. Tableau 11). L’étude de Yang et al
(2009) menée in vivo a montré un impact limité¢ de 1’addition d’huile dans la ration sur les
bactéries fibrolytiques du rumen, malgré une diminution de leur population. Bien que le genre
Ruminoclostridium n’a pas été¢ étudié spécifiquement, il est possible qu’il montre une
sensibilité a des concentrations élevées en c9,c12-C18:2 lors de culture in vitro, a 1’image
d’autres bactéries fibrolytiques [58, 140].

Dans les milieux ALA, la croissance du genre Ruminoclostridium est similaire aux milieux A,
a part que la décroissance de la population est plus rapide dans les milieux supplémentés en
c9,c12-C18:2. Une diminution de I’abondance relative de la famille Ruminococcaceae a déja

été€ mise en évidence dans des milieux riches en amidon et en huile de tournesol [146].
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e Ruminobacter

Figure 49 : Cinétique de la population bactérienne du genre Ruminobacter au cours des 5

jours de culture dans les quatre milieux (F, FLA, A et ALA)
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Le genre Ruminobacter est présent en tres faible quantité dans I’inoculum. Au-dela de 34
heures de culture, la population croit dans tous les milieux.

La croissance est plus rapide dans les milieux A par rapport aux milieux F. Elle atteint un pic
a 58 heures d’incubation, avant de diminuer pour atteindre une valeur proche de 1’abondance
initiale dans I’inoculum.

Dans les milieux F, la croissance du genre Ruminobacter est plus limitée par rapport aux
milieux A. En effet, elle est plus étalée dans le temps et n’atteint son maximum qu’a 82

heures culture.

L’ajout de ¢9,c12-C18:2 entraine un faible développement du genre Ruminobacter dans les
milieux ALA. Par contre, il a un effet inverse dans les milieux FLA : la croissance de la
population est potentialisée en présence de ¢9,c12-C18:2 puisqu’a 82 heures de culture,
I’abondance relative du genre Ruminobacter est presque 60 fois supérieure a celle de

I’inoculum.

En général, le genre Ruminobacter est présent en nombre réduit dans le rumen. Il est
représenté par I’espéce R. amylophilus, dont le principal substrat est I’amidon ainsi que le
maltose. L’étude de Chen et al (2011) a montré que les bactéries du genre Ruminobacter sont
associées a 1’épithélium ruminal et que I’augmentation de leur nombre résulte de 1’adaptation

a une ration riche en concentrés. R. amylophilus peut représenter jusqu’a 10% du microbiote
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bactérien ruminal [5]. Le profil métabolique du genre explique son développement dans les
milieux A riches en amidon. Cependant, la population de Ruminobacter montre une
croissance tres faible avant 40 heures d’incubation. Le faible développement les deux
premiers jours de culture peut s’expliquer par le temps d’adaptation a un nouveau substrat,
d’autant plus que le genre était trés peu présent dans I’inoculum. Par ailleurs, la diminution de
la population de Ruminobacter observée apres 72 heures de culture peut s’expliquer par sa
sensibilité au pH tres faible, suggérée par une 1égere reprise de la croissance lorsque le pH des
milieux A remonte a la fin de I’expérimentation. D’autre part, R. amylophilus est difficile a
étudier et a cultiver en dehors de son environnement naturel, le rumen, et la présence de la
bactérie présente une variabilité individuelle [39].

Dans les milieux F, le genre Ruminobacter connait une croissance plus limitée, mais
relativement stable entre les deux derniers prélevements. Le milieu F est plutot destiné a
sélectionner les bactéries fibrolytiques. Néanmoins, il apporte de 1’amidon (via le son) et il
pourrait exister une interaction entre R. amylophilus et des bactéries fibrolytiques, a I’image
de S. ruminantium et F. succinogenes. En effet, Scheifinger et Wolin (1973) ont montré que S.
ruminantium est capable de se développer en co-culture avec F. succinogenes sur un milieu
composé de cellulose comme unique source de carbone, alors que S. ruminantium est capable
de dégrader uniquement I’amidon et les sucres simples. Ce résultat suggeére que les produits
issus de la dégradation de la cellulose sont mis a disposition pour étre utilisés par S.
ruminantium. Un phénomene similaire peut exister pour R. amylophilus, ce qui permettrait
son développement dans des milieux riches en fibres. D’autre part, la croissance du genre
Ruminobacter peut également s’expliquer en partie par la présence de caséine: R.

amylophilus possede une protéase tres active.

Dans les milieux FLA, le genre Ruminobacter connait une croissance tres rapide a partir de 34
heures de culture, alors qu’il ne se développe pas dans les milieux ALA, pourtant riches en
amidon. D’apres 1’étude de Maia et al (2007), la supplémentation en c9,c12-C18:2 aurait un
effet délétere sur la croissance de R. amylophilus. En effet, une concentration de 50 ug/mL de
c9,c12-C18:2 entraine une perte d’intégrit¢ membranaire de plus de 72% des bactéries de
I’espece. De plus, 50% de la population de R. amylophilus meurt dans un milieu contenant
200 pug/mL de ¢9,c12-C18:2, 24% pour une concentration de 50 pg/mL. Or, a J5, les milieux
ALA ont une concentration moyenne en ¢9,c12-C18:2 de 693 ug/mL, plus de trois fois
supérieure a la concentration maximale évaluée dans 1’é¢tude de Maia et al (2007). Ainsi, outre
une sensibilité probable au pH acide, 1’absence de croissance du genre Ruminobacter dans les
milieux ALA peut s’expliquer par la concentration trés élevée en c9,c12-C18:2, due a

I’accumulation de ce dernier durant I’expérimentation.
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Cependant, 1’ajout de ¢9,c12-C18:2 dans les substrats riches en fibres ne montre pas de
répercussion négative sur le développement du genre Ruminobacter. Au contraire, sa
croissance est accentuée dans les milieux FLA par rapport aux milieux F, et elle est méme
supérieure par rapport aux milieux A riches en amidon. A J5, la concentration moyenne en
c9,c12-C18:2 dans les milieux FLA est de 315 pg/mL. Une diminution de la population du
genre serait alors attendue. La discordance entre les résultats obtenus dans notre
expérimentation et I’étude de Maia et al (2007) suggere une différence de comportement des
bactéries, en culture pure et en culture avec d’autres bactéries. Des interactions entre diverses
especes bactériennes pourraient permettre au genre Ruminobacter de croitre dans des milieux

riches en ¢9,c12-C18:2.

o  Ruminococcaceae NK4A214

Figure 50 : Cinétique de la population bactérienne du genre Ruminococcaceae NK4A214 au

cours des 5 jours de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Le genre Ruminococcaceae NK4A214 montre une cinétique semblable dans les deux types de
milieux (FF et AA). En effet, la population diminue progressivement jusqu’a 82 heures de
culture, avant de remonter 1égerement au dernier prélevement. La diminution de I’abondance
de Ruminococcaceae NK4A214 est plus marquée dans les milieux AA par rapport aux milieux

FF. Cette différence est significative d’un point de vue statistique (p<0,001).

Tres peu de données existent sur le genre Ruminococcaceae NK4A214, du fait que les

bactéries du genre ne soient pas cultivables, d’ou leur diminution dans les cultures.
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Dans I’étude de Petri et al (2013), la famille des Ruminococcaceae est retrouvée dans le
microbiote ruminal lors de ration riche en fourrages. D’autre part, Liu ef al (2016) ont montré
que des bactéries non classifiées de la famille des Ruminococcaceae sont trouvées fortement
adhérentes aux particules issues des fourrages apres incubation dans un rumen. Les deux
études permettent d’expliquer la persistance de la population plus importante dans les milieux
FF par rapport aux milieux AA, puisque les milieux FF sont plus riches en fibres. La
diminution progressive dans les deux types de milieux peut étre due a la difficulté de cultiver

cette famille bactérienne.

e  Ruminococcaceae UCG

Figure 51 : Cinétique de la population bactérienne du genre Ruminococcaceae UCG au cours

des 5 jours de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Le genre Ruminococcaceae UCG montre une cinétique similaire dans les deux types de
milieux (FF et AA). En effet, la population diminue progressivement tout au long de la
culture. Néanmoins, la diminution de I’abondance relative de Ruminococcaceae UCG est plus
rapide dans les milieux AA par rapport aux milieux FF : la population a presque totalement
disparu dans les milieux AA, alors qu’elle est divisée de moitié dans les milieux FF.
L’analyse statistique confirme la différence d’évolution de la population entre les deux types

de milieux (p<0,001).

Tres peu de données existent sur le genre Ruminococcaceae UCG, du fait que les bactéries du

genre ne soient pas cultivables, d’ou leur diminution dans les cultures.
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La compréhension de la cinétique du genre Ruminococcaceae UCG est similaire au genre
Ruminococcaceae NK4A214. En effet, les deux genres appartiennent a la méme famille.
Ainsi, les études de Petri et al (2013) et de Liu et al (2016) peuvent suggérer une prédilection
du genre Ruminococcaceae UCG pour le métabolisme des glucides pariétaux, d’ou son

maintien prolongé dans les milieux FF par rapport aux milieux AA.

e Ruminococcus

Figure 52 : Cinétique de la population bactérienne du genre Ruminococcus au cours des 5

jours de culture dans les deux types de substrats (FF et AA)
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Dans les milieux FF, le genre Ruminococcus diminue progressivement.

Dans les milieux AA, la population montre une phase de croissance importante le premier
jour de culture. Par la suite, le genre décroit fortement, jusqu’a disparaitre a hauteur de 99%
par rapport a la quantité maximale.

L’analyse statistique ne montre pas de différence significative entre les deux types de milieux

(p=0,06449), mais p est tout de méme compris entre 0,05 et 0,1.

Le genre Ruminococcus, représenté essentiellement par deux especes : R. flavefaciens et R.
albus, est connu pour son activité fibrolytique importante. Son profil métabolique explique la
persistance de la population dans les milieux FF. Cependant, nous pouvions nous attendre a
une croissance du genre Ruminococcus dans les milieux riches en fibres, a I’image des genres
Butyrivibrio et Pseudobutyrivibrio. Or, la population a tendance a diminuer. Koike et
Kobayashi (2009) suggerent que les principales especes bactériennes fibrolytiques connues

(i.e. F. succinogenes, R. flavefaciens et R. albus) ne représentent qu’une faible proportion de
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la population fibrolytique du rumen, et que les bactéries non cultivables seraient responsables
de la majeure partie de la digestion ruminale des glucides pariétaux. D’autre part, la
diminution du genre Ruminococcus dans les milieux FF peut s’expliquer par des phénomenes
de compétition entre bactéries fibrolytiques. En effet, Odenyo et al (1994) ont étudié les
compétitions entre les bactéries fibrolytiques grace au séquengage de I’ARNr 16S. Leurs
résultats ont montré que sur une culture simultanée des deux especes de Ruminococcus, la
croissance de R. flavefaciens est inhibée au profit de R. albus : la bactérie n’est plus détectée
au-dela de 48 heures de culture. D’autre part, lors d’une tri-culture des trois principales
especes fibrolytiques, R. flavefaciens est inhibée, R. albus est dominante jusqu’a 48 heures de
culture, puis F. succinogenes devient 1’espéce la plus abondante a partir de 60 heures de
culture. Cette étude suggere que malgré un milieu riche en fibres, une croissance importante
des bactéries fibrolytiques n’est pas systématiquement observée du fait de phénoméne de

compétition entre les différentes especes utilisant le méme substrat.

Dans les milieux AA, le pic de croissance observé durant les 20 premieres heures de culture
suggere une activité amylolytique d’une ou plusieurs especes du genre Ruminococcus. Bien
qu’a notre connaissance, aucune étude n’ait mis en évidence des bactéries ruminales
amylolytiques au sein du genre Ruminococcus, 1’espéce Ruminococcus bromii est une des
bactéries les plus efficaces pour dégrader I’amidon dans le colon de ’'Homme [143]. 11 est
alors probable que des especes du genre présentes dans le rumen possedent également une
activité amylolytique.

La chute brutale de la population apres le pic s’explique par les valeurs tres basses du pH : le
genre Ruminococcus est sensible au pH acide, et ne survit pas a des valeurs de pH inférieures

as.5.

2.5. Corrélations

2.5.1. Entre microbiote et pH

Une corrélation positive est mise en €vidence entre le pH et plusieurs genres bactériens :
Acetitomaculum, Bifidobacterium, Christensenellaceae R7 group, Eubacterium, Lachnospira,
Prevotellaceae UCG, Pseudobutyrivibrio et Ruminococcus.

Les genres Acetitomaculum, Eubacterium, Lachnospira, Pseudobutyrivibrio et Ruminococcus
regroupent des bactéries fibrolytiques. De méme, les familles Christensenellaceae et
Prevotellaceae comportent des bactéries a activité fibrolytique, comme le suggere I’étude de

Liu et al (2016). L’activité¢ métabolique de ces bactéries explique la corrélation positive avec
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le pH : elles se multiplient préférentiellement a des valeurs de pH ruminal proche de la
neutralité.

Pour le genre Bifidobacterium, la corrélation positive avec le pH est liée a ’augmentation de
I’abondance du genre lors de la hausse, méme faible, du pH dans les milieux AA (i.e. Figures
28 et 38). Au sein du genre Bifidobacterium, seule 1’espéce B. thermoacidophilum est capable
de se développer a un pH inférieur a 4,5. Pour des valeurs de pH comprises entre 4,5 et 6, les
autres especes de Bifidobacterium présentent une croissance, méme si elle est ralentie. Ainsi,
I’abondance relative des bactéries du genre varie en fonction du pH: un pH élevé est

favorable a un plus grand nombre d’especes du genre Bifidobacterium, et inversement.

Par contre, une corrélation négative est révélée entre le pH et le genre Lactobacillus.

Les lactobacilles sont des bactéries productrices de lactate. Dans le rumen, la synthése d’acide
lactique entraine une baisse du pH, d’ou la corrélation négative observée. La production de
lactate peut amener a une acidose lactique ruminale lorsque ce dernier est libéré en quantité

importante.

2.5.2. Entre microbiote et production d’acide gras volatils

Seules les productions de C2 et de C3 seront étudiées dans cette partie, puisqu’aucune
corrélation nette n’est mise en évidence entre la production de C4 et un genre bactérien.
Pourtant, une 1égere augmentation du C4 a ét€ observée au cours des cultures dans les milieux
FF (i.e. Figure 30), probablement liée a la croissance de bactéries fibrolytiques productrices
de C4, telle que B. fibrisolvens. L’absence de corrélation entre le genre Butyrivibrio et le C4
peut s’expliquer par le fait que la hausse du C4 soit trop faible pour étre significative ou par le
fait que le C4 soit produit par d’autres bactéries que B. fibrisolvens, qui n’ont pas €été mises en

évidence lors de I’analyse du microbiote.

e Production de C2

Une corrélation positive existe entre la production de C2 et les genres bactériens suivants :
Acetitomaculum, Butyrivibrio, Christensenellaceae R7 group, Eubacterium, Lachnospira,
Prevotellaceae UCG, Rikenellaceae RC9 gut group, Ruminoclostridium, Ruminococcaceae
UCG et Ruminococcus.

Les genres Acetitomaculum, Butyrivibrio, Eubacterium, Lachnospira, Ruminoclostridium et

Ruminococcus regroupent des bactéries fibrolytiques, ainsi que les familles
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Christensenellaceae, Prevotellaceae, Rikenellaceae et Ruminococcaceae [76]. La dégradation
des glucides parié¢taux conduit essentiellement a la formation de C2, d’ou la corrélation

positive entre les bactéries fibrolytiques et la production de C2.

L’expérience met en en évidence une corrélation négative entre la production de C2 et les
genres Bifidobacterium et Lactobacillus.

Dans les milieux AA, le genre Lactobacillus montre une croissance trés importante, alors que
la concentration en C2 chute rapidement, d’ou la corrélation négative entre les deux éléments.
Les bactéries du genre Bifidobacterium synthétisent du C2 et du lactate suite a la dégradation
de I’amidon. Le ratio lactate/C2 produits dépend de 1’espéce bactérienne : il varie entre 1,3 et
1,5 [84]. Ainsi, les bactéries du genre produisent préférentiellement du C2. Pourtant, la
corrélation entre le genre Bifidobacterium et la production de C2 est négative. Le phénomene
est li¢ a ’activité amylolytique des bactéries. En effet, dans les milieux FF ou le C2 est
majoritairement produit, le genre Bifidobacterium est présent en tres faible quantité. A
contrario, il connait une croissance importante dans les milieux AA riches en amidon, dans
lesquels une chute de la concentration en C2 est observée. Ainsi, la corrélation négative mise
en évidence ne concerne pas la production de C2 par le genre Bifidobacterium, mais elle
indique que la croissance du genre est plus importante dans les milieux AA alors que la
concentration en C2 y est plus faible. Le phénomene est dii aux conditions de culture établies
par notre protocole : les milieux AA riches en amidon ne favorisent pas la production
importante de C2, qui est essentiellement issu de la dégradation des glucides pariétaux. Par
contre, ils permettent le développement du genre Bifidobacterium, de part son activité
amylolytique et I’acido-résistance de certaines especes. De ce fait, la production de C2 et la
croissance du genre Bifidobacterium évolue en sens inverse dans les milieux AA, mais il est

fortement probable qu’il n’existe pas de lien causal entre les deux phénomenes.

e Production de C3

La production de C3 est corrélée positivement avec plusieurs genres bactériens :
Eubacterium, Lachnospira, Prevotellaceae UCG, Pseudobutyrivibrio et Ruminococcus.

La majorité du C3 est synthétisée suite a I’hydrolyse de I’amidon. Plusieurs études [2, 119]
ont montré que la quantité de C3 produit augmente de maniere importante lorsque les vaches
sont nourries avec une ration pauvre en fourrages et/ou riche en céréales.

Les genres montrant une corrélation positive avec la production de C3 sont essentiellement

fibrolytiques, et de ce fait, ils produisent en majorit¢ du C2. La corrélation vient peut étre
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d’une concordance entre une augmentation de la production de C3 et une croissance de ces
genres dans les milieux FF, alors que tout est inhibé dans les milieux AA. Dans les milieux
FF, les genres Eubacterium et Lachnospira montre un léger pic de croissance a 72 heures de
culture. En parallele, la concentration de C3 augmente 1égerement au méme moment. Un pic
de croissance est également observé a 58 heures d’incubation dans les milieux FF pour le

genre Pseudobutyrivibrio.

A I’image de la production de C2, une corrélation négative est révélée entre la production de
C3 et les genres Bifidobacterium et Lactobacillus.

L’explication est similaire a celle de la corrélation négative des deux genres avec la
production de C2. En effet, les deux genres se multiplient de maniere plus notable dans les
milieux AA, alors que la concentration en C3 y est plus faible par rapport aux milieux FF. Le
phénomeéne est d’autant plus marqué que les bactéries du genre Bifidobacterium ne produisent
pas de C3, malgré leur activité amylolytique [84]. Comme expliqué dans le paragraphe
précédent (i.e. Production de C2), il est fortement probable que la corrélation négative entre
les deux genres et la production de C3 soit due a une évolution inverse de la croissance
bactérienne et de la synthese de C3, en relation avec les conditions de culture établies par

notre protocole, plutdt qu’a un lien causal.

2.5.3. Entre microbiote et biohydrogénation

Différents points seront abordés pour étudier la corrélation entre le microbiote et la BH du
c9,c12-C18:2 : le pourcentage de disparition du ¢9,c12-C18:2, la production d’isomeres t10 et
la production d’isomeéres t11. Aucune corrélation n’a été mise en évidence entre la production

de C18:0 et un genre bactérien.

L’ensemble des corrélations entre les parametres d’étude de la BH et les genres bactériens

1dentifiés dans les différents milieux est rassemblé dans le tableau 13.
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Tableau 13 : Corrélations entre les parametres de la biohydrogénation et les genres bactériens

Pourc(;alrlltca;g’sldzti ((:illsg) ;ﬂtwn Production d’isoméres t10 | Production d’isoméres t11
Acetitomaculum N - -
Bifidobacterium - N N
Butyrivibrio N - -
Christensenellaceae R7 group N - -
Eubacterium - - -
Lachnospira - - -
Lactobacillus P N N
Prevotella - - -
Prevotellaceae UCG N - -
Pseudobutyrivibrio - - -
Rikenellaceae RC9 gut group N - -
Ruminoclostridium N - -
Ruminobacter - - P
Ruminococcaceae NK4A214 - - -
Ruminococcaceae UCG N - -
Ruminococcus N - -

P : Positive ; N : Négative ; - : Absence de corrélation
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e Pourcentage de disparition du ¢9,c12-C18:2

Une corrélation positive existe entre le pourcentage de disparition de c9,c12-C18:2 et le genre
Lactobacillus.

Les lactobacilles se développent de maniere exponentielle dans les milieux AA tout au long
des cultures, alors que dans les mémes milieux, la disparition du c9,c12-C18:2 est nulle a J5.
La prolifération du genre Lactobacillus entraine une baisse excessive du pH du milieu (< 5
des 24 heures de culture). Or, I’étude de Troegeler et al (2006) a montré que I’isomérisation
de la BH est inhibée pour des valeurs faibles de pH, suite a une incubation de plus de 2

heures. Ainsi, la croissance des lactobacilles est associée a un arrét de la BH du ¢9,c12-C18:2.

L’expérience a mis en évidence une corrélation négative entre le pourcentage de disparition
du ¢9,c12-C18:2 et les genres bactériens suivants: Acetitomaculum, Butyrivibrio,
Christensenellaceae R7 group, Prevotellaceae UCG, Rikenellaceae RC9 gut group,
Ruminoclostridium, Ruminococcaceae UCG et Ruminococcus.

Les genres cités ci-dessus regroupent des bactéries essentiellement fibrolytiques, dont le
développement est favorisé dans les milieux FF. La quantité de c9,c12-C18:2 disparu est
maintenue entre J1 (27,2%) et J5 (18,9%), malgré une diminution de I’efficacité. Ainsi, le
développement des genres bactériens a permis de maintenir une BH relativement constante, et

de ce fait, une consommation du ¢9,c12-C18:2.

e Production d’isomeéres t10

Aucune corrélation positive n’a été mise en évidence entre la production d’isomeéres t10 et un
genre bactérien.

Des études in vitro rapportent que deux bactéries sont capables de réaliser la voie t10 de la
BH du ¢9,c12-C18:2 : M. elsdenii [59] et Propionibacterium acnes [74]. Les deux genres
n’ont pas été détectés dans nos échantillons.

D’autre part, une étude [56] a montré que le produit majoritaire de la BH du ¢9,c12-C18:2 par
Ruminococcus albus est un trans-C18:1 (95%). L’espéce est tres efficace pour I’isomérisation
et la premiere réduction de la BH, mais elle ne réalise pas I’hydrogénation finale. Les
proportions des deux trans-C18:1 sont variables : 30 a 70% de t10 et 30 a 70% de t11. Ainsi,
R. albus pourraient participer a I’augmentation de la production d’isomeres t10 observée dans
les milieux FF entre J1 et J5. Cependant, aucune corrélation positive n’a €té observée entre le

genre Ruminococcus et la production d’isomeres t10. Dans les milieux FF, la population de
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Ruminococcus tend a diminuer, et son abondance est faible. Le genre n’est peut étre pas en
quantité suffisante pour expliquer I’augmentation de la production d’isomeres t10 dans les
milieux FF. D’autres bactéries doivent étre en cause, mais elles n’ont pas été¢ identifiées dans

notre étude.

Une corrélation négative existe entre la production d’isomeres tl10 et les genres
Bifidobacterium et Lactobacillus.

Les genres Bifidobacterium et Lactobacillus montrent une croissance importante dans les
milieux AA, ou la BH est trés réduite a J5 par rapport a J1 (i.e. Comparaison des deux types
de milieux). La production d’isomeéres t10 diminue fortement au cours des cultures dans les
milieux AA. Ainsi, la diminution de la quantit¢ d’isoméres t10 produits est associée a la
prolifération des bactéries du genre Bifidobacterium et Lactobacillus, sans pour autant établir
un lien causal.

Pourtant, dans une étude in vivo [145], le genre Lactobacillus est fortement corrélé (r = 0,8)
aux isomeres t10. Toutefois, Zened et al (2011b) ne concluent pas que le genre Lactobacillus
est responsable de la production d’isomeres t10, car seulement la moitié des genres bactériens
présents dans les échantillons ont été€ identifiés.

La forte réduction de la BH du ¢9,c12-C18:2 dans les milieux AA est sGrement due a un pH
trop faible, a l'origine d’une inhibition des enzymes des deux voies de la BH (i.e.
Comparaison des activités microbiennes sur 3 heures entres J1 et J5). Ainsi, la diminution de
la production d’isomeres t10 dans les milieux AA ne serait pas liée aux bactéries présentes,
mais plutot aux conditions de culture. Il est fortement probable que la corrélation négative
entre les genres Lactobacillus et Bifidobacterium et la production d’isomeres t10 soit due a

une évolution inverse des deux éléments, plutdt qu’a un lien causal.

e Production d’isomeéres t11

La production d’isomeéres t11 est corrélée positivement avec le genre Ruminobacter.

Le phénomene peut s’expliquer par la correspondance entre la croissance rapide du genre
Ruminobacter dans les milieux FLA et I’augmentation de la production d’isomeres t11 entre
J1 et J5 dans les mémes milieux.

Cependant, 1’ajout de ¢9,c12-C18:2 dans un milieu serait néfaste pour R. amylophilus. En
effet, selon I’étude de Maia er al (2007), 50% de la population de R. amylophilus meurt dans
un milieu contenant 200 pg/mL de ¢9,c12-C18:2. Les milieux FLA atteignent une

concentration de 315 pg/mL a J5, une diminution de la population du genre Ruminobacter
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serait alors attendue. L’étude de Maia er al (2007) a été réalisée sur des cultures pures de R.
amylophilus. 11 est alors possible que I’espéce bactérienne montre une résistance plus élevée
au ¢9,c12-C18:2 lorsqu’elle est mise en culture avec d’autres bactéries, présentes

physiologiquement dans le rumen des vaches.

Le genre Butyrivibrio n’est pas corrélé de maniére significative a la production d’isoméres
t11, alors que I’abondance du genre est multipliée par 6,3 dans les milieux F entre I’inoculum
et le pic de croissance a 82 heures de culture, et qu’en parallele, la production d’isomeéres t11
est multipliée par 2,3 entre J1 et J5 dans les milieux F. Cependant, dans les milieux FLA, pres
de 70% de la population de Butyrivibrio a disparu entre J1 et J5, tandis que la production
d’isomeres tl11 est multipliée par 10,8 dans les mémes milieux entre J1 et J5. Ainsi, il est
probable que la corrélation positive attendue entre le genre Butyrivibrio et la production
d’isomeres t11 dans les milieux F soit masquée par le déclin du genre dans les milieux FLA
qui est associé a une production d’isomeres t11 plus importante (la quantité d’isomeéres t11

produits a J5 est 4,6 fois supérieure dans les milieux FLA par rapport aux milieux F).

Au méme titre que la production d’isomeres t10, une corrélation négative est révélée entre la
production d’isoméres tl1 et les genres Bifidobacterium et Lactobacillus. En effet, la
production d’isomeéres t11 est presque nulle dans les milieux AA a J5, alors que les deux
genres s’y développent de manic¢re importante. Ainsi, dans notre étude, la diminution de la
quantit¢ d’isoméres tl1 produits est associée a la prolifération des bactéries du genre
Bifidobacterium et Lactobacillus, sans pour autant établir un lien causal.

Cependant, plusieurs études ont démontré la production d’isomeres t11 par les bactéries
appartenant aux deux genres [14, 96].

Il est fortement probable que la corrélation négative entre les genres Lactobacillus et
Bifidobacterium et la production d’isomeres t11 soit la conséquence d’une évolution inverse
de la croissance bactérienne et de la synthese de ces intermédiaires, et non a un lien causal, la
forte réduction de la BH du ¢9,c12-C18:2 observée dans les milieux AA étant plutot

amputable a une inhibition des enzymes des deux voies de la BH due a un pH trop faible.

En conclusion, il est difficile d’identifier les bactéries intervenant dans les deux voies de
la BH du ¢9,c¢12-C18:2 pour plusieurs raisons.

Tout d’abord, les milieux AA, initialement dédiés a sélectionner la voie t10 de la BH, ont
dévié vers une acide lactique. Le phénomene a conduit a la sélection de genres bactériens

possédant une acido-résistance élevée, tels que Lactobacillus, Bifidobacterium et
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Prevotella, et a 1a disparition de la plupart des autres genres. D’autre part, le pH trés bas
obtenu dans les milieux AA est probablement a I’origine d’une inhibition des enzymes
de la BH du ¢9,¢12-C18:2, d’ou la réduction de I’efficacité de celle-ci. Tout de méme, une
inversion du ratio t10/t11 est observée dans les milieux AA, méme si les proportions de
chaque isomere sont tres faibles, suggérant une éventuelle déviation de la voie t11 vers la
voie t10. Afin d’approfondir les résultats obtenus dans les milieux riches en amidon, il
serait intéressant d’utiliser une substance tampon plus efficace pour éviter une
acidification du milieu trop importante, et ainsi, permettre le développement d’autres
genres bactériens.

Par la suite, outre les variations individuelles de la population bactérienne, la majorité
des especes bactériennes du rumen ne sont pas identifiées. En effet, les études sur le
séquencage de I’ADNr 16S suggeérent la présence de 300 a 400 espéces bactériennes dans
le rumen [142]. Parmi celles-ci, seulement 2-31% ont montré une similarité
phylogénétique (= 97% de similarité) avec des espéces précédemment décrites [62].
Ainsi, I’étude d’un microbiote ruminal peut étre difficile a interpréter, et il est fortement
probable que des bactéries non identifiées dans notre étude aient un role important dans
la BH du ¢9,c¢12-C18:2.

Enfin, les résultats obtenus dans notre expérimentation différent d’autres études,
réalisées in vivo ou en culture pure in vitro. Cette discordance suggere une modification
du comportement des bactéries selon leur environnement. Il est probable que des
interactions entre espéces bactériennes jouent un role dans le développement et le profil

métabolique des bactéries.

2.5.4. Entre les différents genres bactériens

L’ensemble des corrélations entre les divers genres bactériens identifiés dans les milieux est

rassemblé dans le tableau 14.

La premiere évidence est une corrélation positive entre la plupart des genres possédant une
activité fibrolytique : Acetitomaculum, Butyrivibrio, Christensenellaceae R7 group,
Eubacterium, Lachnospira, Prevotella, Prevotellaceae UCG, Pseudobutyrivibrio,
Rikenellaceae RC9 gut group, Ruminoclostridium, Ruminococcaceae NK4A2I14,
Ruminococcaceae UCG et Ruminococcus.

Le phénomene s’explique par le fait que les bactéries de ces genres ont comme principaux

substrats des glucides pariétaux (cellulose, hémicellulose, pectine). Compte tenu des
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similitudes de métabolisme, le développement des genres cités ci-dessus est favorisé dans les
mémes milieux, en I’occurrence les milieux FF dans notre expérimentation.

Méme si I’ensemble des genres identifiés dans notre expérimentation se développe dans les
milieux FF, certains connaissent une diminution de leur nombre au fur et a mesure du temps
d’incubation : Christensenellaceae R7 group, Eubacterium, Lachnospira, Prevotellaceae
UCG, Rikenellaceae RC9 gut group, Ruminococcaceae NK4A214, Ruminococcaceae UCG et
Ruminococcus. Des phénomenes de compétition pour le substrat entre les différentes bactéries
fibrolytiques pourraient expliquer la décroissance de quelques genres. Selon Russel et
Baldwin (1979), la dominance d’une espéce sur les autres dépend de ses besoins en énergie,
en azote et en nutriments essentiels, de la disponibilité de ces éléments dans le milieu et du
pH de I’environnement. Outre la présence des substrats, la vitesse et 1’efficacité de leur
utilisation sont également essentielles. Des populations bactériennes en compétition peuvent
coexister tant que des substrats limitants différents sont présents dans le milieu, chacun d’eux
favorisant la population qui 'utilise le plus efficacement. Une compétition entre bactéries
fibrolytiques a déja été mise en évidence auparavant. En effet, 1’étude de Odenyo et al (1994)
a montré des phénomenes compétitifs entre deux especes fibrolytiques du rumen : R. albus et
R. flavefaciens (en di-culture). D’autre part, des bactéries peuvent présenter une sensibilité a
certains éléments issus des végétaux. A titre d’exemple, les acides phénoliques présents dans
les fourrages, en particulier les acides féruliques et coumarique, sont toxiques pour quelques
bactéries fibrolytiques. Ils inhibent entre autre la croissance de R. albus et R. flavefaciens, et
réduisent leur activité cellulolytique [11]. Cependant, 1’étude in vitro de Chesson et al (1982)
a montré que la réduction de ces acides en acides phénylpropioniques par la flore ruminale
permet de lever I’inhibition de la croissance bactérienne et de I’activité cellulolytique.

Dans notre expérimentation, il est possible que certains genres de bactéries fibrolytiques, tels
que Butyrivibrio et Pseudobutyrivibrio, se soient développés au détriment d’autres, comme
Ruminococcus. A notre connaissance, aucune étude ne porte sur une éventuelle compétition
entre ces genres bactériens, mais un protocole similaire a I’étude de Odenyo et al (1994) peut

étre mis en place.

La deuxieme corrélation évidente observée est la corrélation négative entre les genres
Bifidobacterium et Lactobacillus, qui montrent une croissance importante dans les milieux
AA, et plusieurs genres possédant une activité fibrolytique : Acetitomaculum,
Christensenellaceae R7 group, Eubacterium, Lachnospira, Prevotellaceae UCG,
Pseudobutyrivibrio, et Ruminococcus.

Les bactéries des genres Bifidobacterium et Lactobacillus produisent de 1’acide lactique a

I’origine d’une baisse du pH du milieu. Ainsi, lorsque ces deux genres sont prédominants, la
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croissance des bactéries fibrolytiques est altérée puisqu’elles sont sensibles a des valeurs
faibles de pH, d’ou I’observation d’une corrélation négative entre les bactéries productrices de
lactate et les bactéries fibrolytiques. Cette hypothése est confirmée par 1’étude de Therion et
al (1982) : la sensibilité de 1’espece F. succinogenes au pH est suffisante pour expliquer son
élimination de la population bactérienne dominante du rumen chez des animaux recevant des

régimes riches en amidon.

Les analyses statistiques mettent également en évidence une corrélation positive entre le genre
Ruminobacter, qui dégrade 1’amidon, et les genres Eubacterium, Lachnospira et
Pseudobutyrivibrio, essentiellement fibrolytiques. Ces quatre genres montrent des similitudes
de croissance dans les deux types de milieux.

Dans les milieux AA, les quatre genres connaissent un pic de croissance, plus ou moins
important, a 60 heures d’incubation (i.e. Figures 41, 42, 46 et 49). D’autre part, une 1égere
augmentation de la croissance a 24 heures de culture est également observé dans les milieux
FF, méme si la population des genres Eubacterium et Lachnospira a tendance a diminuer.
Ainsi, malgré la différence de substrat, le développement du genre Ruminobacter est peut étre
corrélé a la croissance de bactéries fibrolytiques. Une interaction entre ces genres bactériens

est possible, a I’image de S. ruminantium et F. succinogenes [112].
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Tableau 14 : Corrélations entre les genres bactériens
1 2 3 4 5 6 7 8 9 10 11 12 13 14 15 16
1
2 -
3 P -
4 P N -
5 P N - -
6 P N P - P
7 N P - N N N
8 - - - - P P -
9 P N P P P P N -
10 P - - P P N - P
11 P - P P P P - - P -
12 P - P P - - - - P - P
13 - - - - P P - P - P - -
14 - - - P - - - - - - - - -
15 P - P - P P - - P - P P - -
16 P N P P P P N - P - P P - - P

1 : Acetitomaculum ; 2 : Bifidobacterium ; 3 : Butyrivibrio ; 4 : Christensenellaceae R7 group ; 5 : Eubacterium ; 6 : Lachnospira : 7 : Lactobacillus : 8 : Prevotella ; 9 :

Prevotellaceae UCG ; 10 : Pseudobutyrivibrio ; 11 : Rikenellaceae RC9 gut group ; 12 : Ruminoclostridium ; 13 : Ruminobacter : 14 : Ruminococcaceae NK4A214 ; 15 :

Ruminococcaceae UCG ; 16 : Ruminococcus

P : Positive ; N : Négative ; - : Absence de corrélation
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CONCLUSION

Notre étude met en évidence la complexité de reproduire des milieux semblables a

I’environnement ruminal afin de cultiver des bactéries issues d’un fluide ruminal.

Les milieux FF riches en fibres se caractérisent par un pH et une production d’AGV totaux
relativement stables tout au long de I’expérimentation. En effet, le pH a évolué dans une
gamme restreinte analogue au pH ruminal physiologique, et la production d’AGV montre une
prédominance du C2, essentiellement issu de la dégradation des glucides pariétaux.

Dans les milieux FF, D’activit¢ de BH du ¢9,c12-C18:2 a été conservée au cours de
I’incubation, avec un maintien des voies t11 et t10. L’augmentation des concentrations des
isomeres t10 et t11 a J5 est sGirement due a I’accumulation des intermédiaires de la BH suite a
la saturation de I’isomérisation finale en C18:0. L ajout de ¢9,c12-C18:2 entraine un hausse
importante de la production des isomeres t10 et t11 dans les milieux FLA, plus marquée pour
les isomeres t11. L’accumulation des isomeres est liée a ’inhibition de la deuxiéme réduction
de la BH par les CLA.

La richesse en fibres des milieux FF a permis de sélectionner des bactéries fibrolytiques,
appartenant a la famille des Ruminococcaceae et des Prevotellaceae, et aux genres
Acetitomaculum, Butyrivibrio, Eubacterium, Lachnospira, Pseudobutyrivibrio, Rikenellaceae
et Ruminoclostridium. Les croissances des genres Butyrivibrio, Prevotella et
Pseudobutyrivibrio ont été les plus importantes dans les milieux FF. L’ajout de ¢9,c12-C18:2
dans les milieux FLA a influencé la croissance de seulement trois genres : Butyrivibrio,
Ruminoclostridium et Ruminobacter. La population des genres Butyrivibrio et
Ruminoclostridium diminue suite a la supplémentation en c9,c12-C18:2, suggérant une
inhibition des bactéries en présence d’une concentration élevée en c9,c12-C18:2. Par contre,
I’abondance du genre Ruminobacter est supérieure dans les milieux FLA. Il est possible que
I’effet délétere du c9,c12-C18:2 sur la croissance du genre soit minoré griace a des interactions
entre différentes especes bactériennes.

Les milieux AA riches en amidon ont dévié vers un processus semblable a une acidose
lactique. Le pH est descendu en dessous de 5 dés 24 heures d’incubation, et n’a pas dépassé
4.5 par la suite. De telles valeurs de pH ne sont pas observables in vivo. En parallele de la
baisse de pH, la quantité d’AGV totaux produits a largement diminuée au cours des cultures,

en lien avec un déclin important de la production de C2.
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L’activité de BH du ¢9,c12-C18:2 dans les milieux AA a largement diminué, jusqu’a devenir
presque nulle, stirement du fait de I’inhibition de I’isomérisation du ¢9,c12-C18:2 par le pH
trop bas. Cependant, malgré les quantités tres faibles d’isomeres t10 et t11 dans ces milieux,
une inversion du ratio t10/t11 est observée, suggérant une déviation de la voie t11 vers la voie
t10. L’ajout de ¢9,c12-C18:2 dans les milieux ALA ne provoque pas de modification des
parametres mesurés, étant donné que la BH est tres limitée.

A J5, le microbiote des milieux AA se restreint a trois genres : Lactobacillus, Bifidobacterium
et Prevotella. La baisse progressive du pH a entrainé la sélection de bactéries acido-

résistantes et la disparition de la plupart des autres genres.

Dans les milieux FF, les voies t10 et tl11 de la BH sont favorisées, en parallele du
développement de bactéries fibrolytiques. Ainsi, il est probable que ces dernieres soient
capables de réaliser les deux voies de la BH du ¢9,c12-C18:2. Il semblerait également que
I’ajout de ¢9,c12-C18:2 favoriserait la voie t11.

Les milieux AA n’ont pas permis une sélection des populations microbiennes a I’origine de la
voie t10 de la BH. Cependant, I’inversion du ratio t10/t11 suggere une déviation de la BH de
la voie tl11 vers la voie t10. D’un autre coté, les faibles quantités d’isomeres t10 et t11 dans
les milieux AA laisse supposer que les bactéries responsables de cette déviation sont tres peu
abondantes et/ou que les enzymes de la BH sont inhibées du fait du pH faible. Afin
d’approfondir les résultats obtenus dans les milieux riches en amidon, il serait intéressant
d’utiliser une substance tampon plus efficace pour éviter une acidification importante du

milieu, et ainsi, permettre le développement d’autres genres bactériens.

L’étude du microbiote ruminal est loin d’étre achevée. La plupart des especes bactériennes
n’ont pas encore été identifiées, et de nombreuses bactéries sont difficilement cultivables in
vitro. L’intérét d’étudier les bactéries ruminales garde toute son importance car un
bouleversement du microbiote ruminal peut induire des effets néfastes sur la santé de
I’animal, et a plus grande échelle sur la santé humaine par la consommation de produits issus

des Ruminants (lait et viande).
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ANNEXE 1

Quantité exacte d’acide linoléique introduit dans chaque milieu de la semaine 1 (g)

Milieux FLA Milieux ALA
1 2 3 1 2 3

J1 Matin 0,1020 0,1011 0,1008 0,1006 0,1022 0,1018

J1 Soir 0,1128 0,1087 0,1039 0,1068 0,1059 0,1052

— J2 Matin 0,1100 0,1052 0,1021 0,1052 0,1006
% J2 Soir 0,1103 0,1032 0,1085 0,1046 0,1020
% J3 Matin 0,1039 0,1082 0,1085 0,1083 0,1005
« J3 Soir 0,1029 0,1059 0,1005 0,1017 0,1045
J4 Matin 0,1195 0,1093 0,1038 0,1136 0,1027

J4 Soir 0,1002 0,1063 0,1096 0,1062 0,1038

Quantité exacte d’acide linoléique introduit dans chaque milieu de la semaine 2 (g)

Milieux FLA Milieux ALA
1 2 3 4 1 2 3 4
Jl. 0,1020 | 0,1017 | 0,1017 | 0,1022 | 0,1007 | 0,1004 | 0,1006 | 0,1000
Matin
J1 Soir | 0,1093 | 0,1085 | 0,1102 | 0,1147 | 0,1130 | 0,1080 | 0,1094 | 0,1128
J2‘ 0,1001 | 0,1018 | 0,1030 | 0,102 | 0,1071 | 0,1084 | 0,1081 | 0,1016
N Matin
_% J2 Soir | 0,1056 | 0,1103 | 0,1070 | O0,1116 | 0,1031 | 0,1011 | 0,1018 | 0,1054
a1
g J3. 0,1028 | 0,1020 | 0,1108 | 0,1147 | 0,1016 | 0,1033 | 0,1108 | 0,1034
n Matin
J3 Soir | 0,1022 | 0,1055 | 0,1070 | 0,1081 | 0,1096 | 0,1108 | 0,1073 | 0,1021
MJ;‘:in 0,1050 | 0,1033 | 0,1008 | 0,1046 | 0,1066 | 0,1042 | 0,1066 | 0,1066
J4 Soir | 0,1099 | 0,1090 | 0,1045 | 0,1073 | 0,1065 | 0,1029 | 0,1111 | 0,1059
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ANNEXE 2

Appareillages scientifiques utilisés pour le dosage des acides gras

Petit matériel

e Verrerie de laboratoire
o Tubes de culture en verre Pyrex 18*100 SVL B1912X
o Flacons ambrés Fischerbrand E3855H
o Capsules a sertir Fischerbrand E3844B

e Micropipette « Tarnsferpettor Fix »

e Pipette a répétition HandyStep® / Combitips

e Centrifugeuse 3K15 SIGMA

e Bain thermostaté Isotemp 250 FISCHER SCIENTIFIC

e Agitateur / Culbuteur : Rotator drive STR4 STUART SCIENTIFIC

e Appareil de distribution d’eau ultra pure PURITE SELECT

e Agitateur Ms2 Minishaker IKA

Appareillage chromatographique

e Chromatographe en phase gazeuse : 6890N, AGILENT Technologies
e Injecteur automatique : 7683 Series, AGILENT Technologies
e Colonne : WCOT fused silica, CP-Sil88, 100 metres, 0,25 mm de diametre interne,

0,2 um d’épaisseur en phase stationnaire

Balance : Sartorius, type A120S

Station d’acquisition et traitement du signal

e Module d’acquisition : Model 202, SRI Instruments

e Logiciel de retraitement : Peakwin (version 3.28)
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Réactifs et solvants utilisés pour le dosage des acides gras

ANNEXE 3

Réactifs ou solvants Qualité Fournisseur Référence

Acide nonadécanoique | Standard pour CPG Fluka 723325 ¢
Acétylchlorure A“alyt;‘;;‘é;eagem Fischer Scientific A/0920/PBOS

Dichlorométhane Multisolvent Scharlau
Eau Ultra pure Systesrgigg{ls ITE

Hexane HPLC grade Fischer Scientific H/0406/15

Hydroxyde de sodium | Qualité analytique Fischer Scientific S/4920/60
K,COs Qualité analytique Merck 104298.1000

Meéthanol HPLC grade Fischer Scientific M/4056/15
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ANNEXE 4

Analyse statistique concernant le pH

Variable SS df MS’ F .
Semaine 0,04627 1 0,04627 1,49762 0,23600
Substrat
(Fou A) 226,39625 1 226,39625 7327,40559 0,00000
Ajout de C18:2 0,00025 1 0,00025 0,00801 0,92962
Substrat x
C18:2 0,04656 1 0,04656 1,50703 0,23459
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ANNEXE 5

Analyse statistique concernant les AGV

e AGYV totaux

Variable SS df MS’ F p
Semaine 1445,03814 1 144503814 | 27.80634 0,00004
Substrat
F ou A) 59022,75176 1 5902275176 | 1135,75306 0,00000
Ajout de C18:2 | 39,76478 1 39.76478 0,76518 0,39264
Substrat x 52.79550 1 52.79550 101592 032615
C18:2
e Pourcentage de C2
Variable SS df MS’ B p
Semaine 650,15178 1 650,15178 497231 0,03802
Substrat
(F o A) 367730267 1 367730267 | 28.12371 0,00004
Ajout de C18:2 | 146,78012 1 146,78012 112256 0.30265
Substrat x 249.01855 1 249.01855 1.90447 0,18360
C18:2
e Pourcentage de C3
Variable SS df MS’ 17 p
Semaine 19.20869 1 19.20869 1,0171 0,32481
Substrat 2022.61027 1 2022.61027 | 107.58251 0,00000
(Fou A) : ’ : =
Ajout de C18:2 |  62,25320 1 62.25320 331124 0,08460
S“gig?;t X 179.87048 1 179.87048 9.56730 0,00599
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e Pourcentage de C4

Variable SS df MS’ F p
Semaine 138.16521 1 138.16521 3.52096 0.07604
Substrat 99,56445 1 99.56445 2.53727 0.12769
(FouA)
Ajout de C18:2 | 545228 1 5.45208 0.13894 0.71346
Substrat x 10.97564 1 10.97564 0.27970 0.60302
C18:2
. (C2/C3
Variable SS df MS’ F p
Semaine 4921152 1 4921152 2.24031 0.15088
Substrat
Fou d) 618.77331 1 61877331 | 28.16911 0,00004
Ajout de C18:2 |  0,12652 1 0.12652 0.00576 0.94030
Substrat x
P 25.93915 1 25.93915 1,18086 0.29078
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ANNEXE 6

Analyse statistique concernant les phyla bactériens

e Actinobacteria

Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00113 1 0,00113 2,21110 0,15343
Substrat
(F ou A) 0,12345 1 0,12345 241,13698 0,00000
Ajout de C18:2 0,00941 1 0,00941 18,37774 0,00040
Substratx |, 57937 I 0.00937 | 1829861 | 0,00041
C18:2 —_—
e Bacteroidetes
Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,22810 1 0,22810 15,04461 0,00101
Substrat
(F ou A) 0,34211 1 0,34211 22,56457 0,00014
Ajout de C18:2 0,06256 1 0,06256 4,12623 0,05645
Substrat x
C18:2 0,01466 1 0,01466 0,96671 0,33786
e Firmicutes
Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,01282 1 0,01282 1,50983 0,23417
Substrat
(F ou A) 0,57465 1 0,57465 67,66839 0,00000
Ajout de C18:2 0,08117 1 0,08117 9,55880 0,00600
S“gig’f;‘ X1 0,00055 1 000055 | 0,06480 | 0,80179
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e Proteobacteria

Variable SS df MS’ F p
Semaine 0.12167 1 0.12167 | 3.55996 | 0,07457
Substrat 0.21906 1 021906 | 640956 | 0.02033
(FouA)
Ajout de C18:2 | 0,00377 1 000377 | 011038 | 074335
Substrat x
PR 0.00016 1 000377 | 000461 | 0.94658
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ANNEXE 7

Analyse statistique concernant les genres bactériens

o Acetitomaculum

Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00001 1 0,00001 0,01994 0,88920
Substrat
(F ou A) 0,00762 1 0,00762 28,20499 0,00004
Ajout de C18:2 0,0021 1 0,00762 0,78241 0,38746
Substratx | 55008 I 000008 | 028707 | 059832
C18:2
e Bifidobacterium
Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00429 1 0,00429 0,24242 0,62811
Substrat
(F ou A) 0,66355 1 0,66355 37,52827 0.00001
Ajout de C18:2 0,00766 1 0,00766 0,43340 0,51822
Substrat x
C18:2 0,13730 1 0,13730 7,76520 0,01176
e Butyrivibrio
Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00018 1 0,00018 0,59372 0,45046
Substrat
(Fou A) 0,01201 1 0,01201 38,87716 0,00001
Ajout de C18:2 0,00225 1 0,00225 7,28900 0,01419
Substrat x
C18:2 0,00110 1 0,00110 3,56043 0,07455
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e Christeusenellaceae R7 group

Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00157 1 0,00157 1,97521 0,17604
Substrat
(F ou A) 0,01356 1 0,00157 17,00141 0,00058
Ajout de C18:2 0,00064 1 0,00064 0,80301 0,38141
Substrat x
C18:2 0,00160 1 0,00064 2.,00489 0,17298
o Fubacterium
Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00004 1 0,00004 0,15764 0,69604
Substrat
(F ou A) 0,00886 1 0,00886 31,87260 0,00002
Ajout de C18:2 0,00007 1 0,00007 0,24287 0,62779
Substrat x
C18:2 0,00182 1 0,00182 6,53427 0,01930
e Lachnospira
Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00390 1 0,00390 3,04318 0,09723
Substrat 0.01754 1 001754 | 13,69517 | 0,00152
(FouA)
Ajout de C18:2 0,00000 1 0,00000 0,00269 0,95920
Substrat x
C18:2 0,00410 1 0,00410 3,20456 0,08938
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e Lactobacillus

Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00503 1 0,00503 0,06181 0,80633
Substrat
(F ou A) 5,51042 1 5,51042 67,74445 0,00000
Ajout de C18:2 0,02230 1 0,02230 0,27412 0,60664
Substrat x
C18:2 0,26190 1 0,26190 3,21979 0,08868
e Prevotella
Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,02351 1 0,02351 1,57187 0,22514
Substrat
(F ou A) 0,76196 1 0,76196 50,94984 0,00000
Ajout de C18:2 0,02506 1 0,02506 1,67568 0,21101
Substrat x
C18:2 0,10339 1 0,10339 6,91336 0,01652
e Prevotellaceae UCG
Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00000 1 0,00000 0,00029 0,98648
Substrat
(F ou A) 0,00545 1 0,00545 54,91744 0,00000
Ajout de C18:2 0,00002 1 0,00002 0,20197 0,65822
Substrat x
C18:2 0,00189 1 0,00189 0,63262 0,43622

175




e Pseudobutyrivibrio

Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00004 1 0,00189 0,21691 0,64670
Substrat
(F ou A) 0,00846 1 0,00846 44,10433 0,00000
Ajout de C18:2 0,00000 1 0,00846 0,00490 0,94491
Substrat x
C18:2 0,00025 1 0,00025 1,30409 0,26766
e Rikenellaceae RC9 gut group
Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00470 1 0,00470 1,53994 0,22973
Substrat
(Fou A) 0,12860 1 0,00470 42.17601 0.00000
Ajout de C18:2 0,00766 1 0,00766 2.51355 0,12937
Substrat x 0,00000 1 0,00000 | 000130 | 097162
C18:2
e  Ruminoclostridium
Variable SS df MS’ F p
Semaine 0,00031 1 0,00031 4,25740 0,05301
Substrat
(F ou A) 0,00399 1 0,00399 54,91666 0,00000
Ajout de C18:2 0,00086 1 0,00086 11,90263 0,00268
Substrat x
C18:2 0,00051 1 0,00051 6,95911 0,01621

176




e Ruminobacter

Variable SS df MS’ F p

Semaine 0,00150 1 1,07763 0,31226

Substrat

(F ou A) 0,02033 1 14,58676 0,00116
Ajout de C18:2 0,01124 1 8,06521 0,01047

Substrat x

C18:2 0,02479 1 17,78313 0,00047

o Ruminococcaceae NK4A214 group

Variable SS df MS’ F p

Semaine 0,00008 1 0,00008 0,18951 0,66823

Substrat

(F ou A) 0,00819 1 0,00819 18,40691 0,00039
Ajout de C18:2 0,00021 1 0,00021 0,48264 0,49564

Substrat x 000412 1 000412 | 925411 | 0,00671

C18:2 Yy.udo/1

e  Ruminococcaceae UCG

Variable SS df MS’ F p

Semaine 0,00008 1 0,00008 0,31282 0,58249

Substrat

(F ou A) 0,01351 1 0,01351 50,21299 0,00000
Ajout de C18:2 0,00074 1 0,00074 2,75288 0,11350

S“gig‘ X 0,00000 1 000074 | 001409 | 090677
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e  Ruminococcus

Variable SS df MS’ F p
Semaine 0.01640 1 001640 | 4477441 | 0,00000
Substrat 000141 1 001640 | 3.85231 | 0.06449
(FouA)
Ajout de C18:2 | 0,00168 1 000168 | 457499 | 0,04564
Substrat x
PR 000010 1 000010 | 028267 | 0.60112
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TITRE: MISE AU POINT DE MILIEUX DE CULTURE SELECTIFS POUR L’ETUDE DE LA
BIOHYDROGENATION RUMINALE

RESUME

L’objectif de notre étude est de mettre au point différents milieux de culture de contenu ruminal afin de
trouver les conditions nécessaires pour sélectionner les populations microbiennes a ’origine de la voie t11, de la
voie t10 et de I’isomérisation finale en acide stéarique de la biohydrogénation de 1’acide linoléique. Divers
paramétres ont été évalués pendant 96 heures : pH, acides gras volatils, activités microbiennes, microbiote. Les
milieux riches en fibres ont permis la sélection de bactéries fibrolytiques. Les deux voies de la BH ont été
favorisées, avec une accumulation des isoméres t11 plus marquée. L’ajout de ¢9,c12-C18:2 semblerait privilégié
la voie t11. Les milieux riches en amidon ont déviés vers une acidose lactique. Le microbiote est restreint aux
genres Lactobacillus, Bifidobacterium et Prevotella. Les activités microbiennes sont quasi nulles, mais un

inversement du ratio t10/t11 est néanmoins observé, suggérant une déviation de la voie t11 vers la voie t10.
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ABSTRACT

Our study aims to devise various culture media of ruminal contents to find necessary conditions to
select microbial populations behind the t11 pathway, the t10 pathway and the final isomerization in stearic acid
of biohydrogenation of linoleic acid. VVarious parameters are evaluated during 96 hours: pH, volatiles fatty acids,
microbial activities, microorganisms. High-fiber environment enabled the selection of fibrolytic bacteria. Both
pathway of BH were favoured, with a higher accumulation of t11 isomers. Addition of ¢9,c12-C18:2 would
seem favouring the t11 pathway. High-starch environment diverted lactic acidosis. Microbial population is
restricted to genus Lactobacillus, Bifidobacterium and Prevotella. Microbial activities are almost zero, but an

inversion of ratio t10/t11 is nevertheless observed, suggesting a shift from t11 to t10 pathway.
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