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Introduction 
 

L’utilisation abusive, incontrôlée et non judicieuse des antibiotiques comme 

facteurs de croissance dans le secteur avicole a entrainé une augmentation du nombre de 

souches bactériennes pathogènes multi-résistantes (EUC, 2005 ; Chaisatit et al., 2012; 

Suresh et al., 2017), ainsi que la présence de résidus d’antimicrobiens dans les aliments 

(viande, lait et œufs) et l’environnement (pollution des eaux et des sols) (Carvalho & 

Santos, 2016; Gonzalez Ronquillo & Angeles Hernandez, 2017). 

Cette situation a conduit en 2006 l’union européenne (Jha et al., 2020) et l’Algérie 

(Décision ministérielle du 24 décembre 2006) a décrété l’interdiction de l’incorporation 

des antibiotiques dans l’alimentation animale. Cependant, ceci a engendré des problèmes 

de production qui sont liés à la diminution des performances zootechniques et la rentabilité 

économique des élevages du poulet de chair (Mathlouthi et al., 2012). 

Pour faire face à ces contraintes, de nouvelles stratégies ont été développées et font 

l’objet de nombreuses recherches dans le but de trouver de bonnes alternatives pour limiter 

la propagation des bactéries résistantes, et parmi ces alternatives, les probiotiques suscitent 

beaucoup d’intérêt ( Caly et al., 2015; Al-Fatah, 2020; Rajput et al., 2020). En effet, la 

supplémentation en microorganismes probiotiques permet d’améliorer la santé animale et 

humaine (Doré & Corthier, 2010; Hill et al., 2014; Varankovich et al., 2015; Riaz 

Rajoka et al., 2017). 

Par opposition au terme antibiotique qui signifie « contre la vie », le terme 

probiotique issu des termes grecs « pros » et « bios » signifiant pour la vie, fut utilisé pour 

la première fois par Daniel Lilly et Rosalie Stilwell (Fuller, 1992; Lilly et al., 1965). 

Les probiotiques sont des microorganismes qui ont une action bénéfique sur l’hôte 

par stimulation des mécanismes biologiques naturels, qui contribuent au maintien de 

l’équilibre de la microflore intestinale et sa stabilisation et l’exclusion compétitive qui 

permet de lutter contre les bactéries pathogènes (Tavakoli et al., 2017; Mehdi et al., 

2018; Wu et al., 2018).  

Chez la volaille, les préparations probiotiques peuvent être composées d’une seule 

souche ou d’un mélange de deux ou plusieurs espèces (Barrow, 1992; Alagawany et al., 

2018). Leurs effets bénéfiques sur la santé des poulets de chair sont l’amélioration des 

performances zootechniques (gain de poids, coefficient de digestibilité) (Mehdi et al., 

2018; Djezzar et al., 2019; Zaghari et al., 2020b) ainsi que des effets sanitaires 

(diminution des diarrhées et de morbidité) (Jayaraman et al., 2013; Wang et al., 2017). 



 

2 
 

La législation restreint de plus en plus strictement l’utilisation des microorganismes 

probiotiques comme additifs alimentaires, elle impose l’identification, la sécurité et 

l’efficacité de la souche (Pot & Grangette, 2015). 

Il existe plusieurs espèces de microorganismes utilisées en tant que probiotiques 

dans l’alimentation avicole (Khalique et al., 2020), principalement des bactéries lactiques 

(Reuben et al., 2019; Salehizadeh et al., 2019). Elles constituent un groupe de 

microorganismes à Gram positif, catalase négative et non pathogènes, ont généralement le 

statut de sécurité (GRAS) reconnu par la « Food and Drug Administration ». Elles sont 

dotées d’un pouvoir de fermentation des sucres en acide lactique qui est utilisé dans la 

conservation des aliments (Salari et al., 2015 ; Adesulu-Dahunsi et al., 2018) à côté d’un 

haut pouvoir de modulation du microbiote intestinal (Peng et al., 2016; Riaz Rajoka et al., 

2017; Abaidullah et al., 2019). 

Plusieurs études ont montré que les bactéries à potentiel probiotique subissent des 

pertes lorsqu’elles sont incorporées dans un aliment (pression intensive, température élevée, 

pH, oxygène...) (Tripathi & Giri, 2014), ainsi qu’après ingestion qui sont dues aux 

conditions environnementales défavorables (de Vos et al., 2010; Aziz et al., 2019). Pour 

cela et afin d’assurer leur viabilité maximale et leur protection, l’encapsulation s’avère très 

efficace (de Vos et al., 2010; Yazhini et al., 2018). 

En effet, pour avoir l’effet bénéfique souhaité des probiotiques et avoir la capacité 

de maintenir leur activité métabolique dans le tractus intestinal, l’encapsulation est l’un des 

moyens pour assurer leur protection contre les conditions défavorables. Ceci implique 

l’utilisation de techniques douces et non agressives pour la cellule vivante faisant 

intervenir des matériaux inertes qui présentent une garantie de non toxicité (Rodrigues et 

al., 2020). 

Ce présent travail a pour objectif de caractériser deux souches de bactéries lactiques 

Lactobacillus plantarum et Pediococcus acidilactici et de les encapsuler dans une matrice 

adéquate en déterminant les paramètres idéals. 

 Ce document comporte une partie bibliographique relative aux probiotiques et à 

l’encapsulation, suivie d’une partie pratique relatant les méthodes adoptées dans ce travail 

et les résultats auxquels elles ont abouti. Ces derniers après discussion, ont enfin conduit à 

une conclusion récapitulant les aboutissements de ce travail et les perspectives envisagées.  
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1. Définition des probiotiques  

  Les probiotiques sont des microorganismes vivants qui lorsqu’ils sont administrés, 

en quantité adéquate, confèrent un effet bénéfique pour la santé de l’hôte (FAO/OMS, 

2002; Hill et al., 2014). Toutefois, de nouvelles études ont montré que des 

microorganismes génétiquement générés et des microorganismes non vivants peuvent 

également apporter des bénéfices physiologiques (Ouwehand & Salminen, 1998; 

Sanders, 2003). 

De nombreuses espèces microbiennes à potentiel probiotique ont été autorisées et 

utilisées en alimentation avicole dans le but de maintenir un système digestif sain. Ces 

microorganismes appartiennent aux bactéries des genres Lactobacillus, Pediococcus, 

Bifidobacterium, Lactococcus, Bacillus, Enterococcus, Streptococcus, de l’espèce 

Escherichia coli et d’autres sont des levures du genre Sacharomyces (Caly et al., 2015; 

Bernasrdeau et al., 2017; Osman et al., 2020; Ramlucken et al., 2020). 

2. Critères de sélection des probiotiques  

Les microorganismes probiotiques doivent répondre à un certain nombre de critères 

rigoureux de sélection, afin d’atteindre d’une part leur site d’action, et d’autre part d’agir et 

d’exercer leurs bienfaits dans l’endroit ciblé (Shewale et al., 2014; Fesseha, 2019). 

Ces critères sont répartis en 3 catégories à savoir : 

2.1. Critères de sécurité  

2.1.1. Identification taxonomique et caractérisation par des techniques génotypiques 

et phénotypiques de la souche  

Les microorganismes doivent être en premier lieu parfaitement identifiés 

taxonomiquement, cette identification se fait par des techniques moléculaires fiables, soit 

par hybridation ADN-ADN, ou par le séquençage de l’ADN codant pour l’ARN 16S 

ribosomal, des tests phénotypiques sont combinés avec ces techniques pour mieux 

confirmer la possibilité de leur utilisation (FAO/OMS, 2002 ; Binda et al., 2020). 

2.1.2. Historique de non pathogénicité  

Les microorganismes doivent être dénués de toute pathogénicité, et ne pas être 

porteurs ou en mesure d’acquérir facilement des gènes de résistance aux antibiotiques, la 
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vérification de la non pathogénicité de la souche est nécessaire, surtout si cette dernière ne 

fait pas partie du microbiote intestinal de l’hôte (FAO/OMS, 2002). 

2.2. Critères fonctionnels 
 

2.2.1. Résistance aux sécrétions du tube digestif  

La définition actuelle des probiotiques insiste sur le paramètre de viabilité, les 

microorganismes à potentiel probiotique doivent franchir les obstacles majeurs du transit 

digestif et parvenir vivants au site de leur action qui est l’intestin (González-Rodríguez et 

al., 2013; Sagheddu et al., 2019), il faut donc qu’ils résistent au pH acide de l’estomac des 

poulets de chair, où le pH varie entre 4,33-4,40 dans le proventricule et 2,46-2,79 au 

niveau du gésier (Farner, 1942) et ils doivent aussi résister aux effets bactéricides des sels 

biliaires 0,5-3 % qui sont exercés par l’augmentation de la perméabilité membranaire grâce 

à leur action détergente, et aux sucs pancréatiques et aux enzymes digestives (Thomas et 

al., 2001; González-Rodríguez et al., 2013). 

 

2.2.2.  Colonisation du tractus digestif et adhésion aux cellules intestinales  

Pour une bonne colonisation du tube digestif, il est nécessaire que les souches 

probiotiques puissent adhérer aux cellules de la paroi intestinale, afin d’assurer la 

colonisation de façon permanente, elles doivent être administrées en continu ou semi 

continu et à forte dose (Reuben et al., 2019).  

2. 2.3.  Activité antimicrobienne  

En plus de l’amélioration de la digestibilité de la ration alimentaire qui est l’un des 

rôles des probiotiques, ils doivent aussi maintenir de bonnes conditions sanitaires. Il est 

nécessaire que les microorganismes à potentiel probiotique soient capables d’inhiber le 

développement des microorganismes pathogènes (Shokryazdan et al., 2017). 

2.3. Critères technologiques  

La souche probiotique doit arriver à son site d’activité digestive dans sa forme 

viable et en nombre suffisant. Cela nécessite sa survie pendant le traitement des aliments y 

compris la granulation par la chaleur (qui porte la température au-dessus de 80°C), tout en 

conservant ses propriétés biologiques au cours du procédé de fabrication, ainsi que sa 

stabilité pendant l’entreposage. Les souches probiotiques les plus stables sont celles qui 

appartiennent au genre Bacillus, car leurs spores sont résistantes à la chaleur et restent 

viables pendant le stockage à long terme (Simon, 2005). 
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3. Effets bénéfiques des probiotiques  

3.1. Efficacité sanitaire   

3.1.1. Effet prophylactique  

 Les agents pathogènes peuvent négativement affecter l’équilibre de l’intestin du 

poulet et par conséquent sa santé, et parmi ces microorganismes fréquemment responsables 

d’infections chez le poulet nous avons, Salmonella sp., Compylobacter sp., et E. coli 

(Smialek et al., 2018 ; Redweik et al., 2020). Les probiotiques peuvent utiliser divers 

mécanismes pour l’inhibition de tous les microorganismes pathogènes dont la production 

d’acides organiques et de bactériocines (Schoster et al., 2013).  

De nombreuses études confirment les effets protecteurs des souches probiotiques. Il 

a été rapporté que Lactobacillus gasseri SBT2055 (LG2055) inhibe l’adhésion et 

l’invasion de Compylobacter jejuni chez les poussins aux premiers stades de leurs 

croissance (Nishiyama et al., 2014) et l’ingestion de la souche Butyricicoccus 

pullicaecorum à des poussins d’un jour réduit les agents pathogènes : Enterococcus, 

Escherichia et Shigella spp. dans l’iléon au 40ème jour d’élevage (Eeckhaut et al., 2016).  

De même, la mortalité fut diminuée chez les poussins qui ont été traités avec Bacillus 

subtilis DSM 32315 (1x 106 UFC/g d’aliment) par rapport aux poussins non traités en 

atténuant les effets négatifs de l’agent pathogène Clostridium perfringens (Bortoluzzi et 

al., 2019).  

3.1.2. Effet de détoxification  

Les probiotiques ont la capacité de produire des métabolites susceptibles de 

neutraliser certaines toxines (Khan & Naz, 2013), et aussi une orientation de la microflore 

intestinale pour réduire l’absorption des substances toxiques (ammoniac, amine et indoles), 

ainsi que la diminution de la biotransformation des sels biliaires et des acides gras en 

produits toxiques (Jones et al., 2013; Horáčková et al., 2017). 

3.1.3. Effet sur la muqueuse intestinale  

La production des toxines par des agents pathogènes peut altérer la perméabilité 

intestinale, qui favorise un transfert d’antigènes y compris la microflore locale ce qui 

engendre des réponses immunitaires inappropriées. Par une exclusion compétitive, les 

probiotiques empêchent les agents pathogènes de se lier aux cellules épithéliales de 

l’intestin, cette inhibition se fait soit par une adhésion des probiotiques aux récepteurs des 
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cellules de la lumière intestinale soit en stimulant la sécrétion des mucines (MUC2 et 

MUC3) (Khan & Naz, 2013).   

L’administration de Bacillus coagulans à des poussins atteints d’entérite nécrotique 

causé par l’agent pathogène Clostridium perfringens, a réduit l’inflammation intestinale, 

par rapport au lot témoin (Wu et al., 2018).  

3.2. Efficacité zootechnique   

   L’utilisation des probiotiques chez l’animal a pour objectif d’améliorer ses 

performances zootechniques (de croissance et de production), souvent par l’amélioration 

de la prise de poids, de l’indice de consommation (IC) et par diminution de la mortalité. 

   La supplémentation alimentaire en Bacillus licheniformis (1x109 UFC/g d’aliment) 

à des poussins d’un jour améliorait le gain de poids (Zaghari et al., 2020). Cet effet serait 

le résultat d’une amélioration de la digestibilité de la ration alimentaire, par production 

d’enzymes digestives et de vitamines par les probiotiques (Zhang et al., 2016). Il a été 

rapporté que l’emploi d’un mélange de bactéries qui appartiennent aux genres 

Lactobacillus, Streptococcus et Bifidobacterium et de levures, améliora le taux de 

conversion des aliments chez le poulet de chair par apport au groupe témoin (Patel et al., 

2015). 

4. Sensibilité des souches probiotiques : Recours à l’encapsulation  
 
Le maintien des bactéries probiotiques dans un état viable et fonctionnel jusqu’à 

leur site d’action dans le tube digestif est primordial à cause de leur sensibilité aux 

conditions    délétères à leur survie rencontrées tout au long de leur passage dans le tractus 

gastro-intestinal et lors de leur incorporation dans les aliments.  L’encapsulation est une 

technique développée qui peut répondre à ces contraintes, qui assure la protection des 

cellules bactériennes contre le stress rencontré lors de la digestion ainsi que lors des 

procédés de transformation des aliments (température, pH, oxygène..) (Rodrigues et al., 

2020). 
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1. Définition de l’encapsulation 

L’encapsulation consiste en des procédés physicochimique et mécanique 

d’enrobage des composés sensibles (solides, gazeux ou liquides) par une couche de 

matériel limitant leur exposition directe aux facteurs néfastes de l’environnement (Shahidi 

& Han, 1993). En microbiologie, elle se définie comme le processus de piégeage des 

cellules de micro-organismes en les recouvrant d’un ou de plusieurs hydrocolloïdes 

appropriés afin de séparer les cellules du milieu environnant (Mortazavian et al., 2007).  

Les matériaux de la matrice d'encapsulation peuvent être des polymères, des 

hydrates de carbone, des graisses ou des cires, le choix est en fonction du noyau à enrober 

(Chavarri et al., 2012). Ces capsules, dont la taille varie d’un micron à sept millimètres, 

libèrent leur contenu ultérieurement par des moyens adaptés à l'application. Les ingrédients 

à enrober sont appelés noyau, phase interne (PI), ou encapsulât, tandis que les termes 

appliqués à l'enrobage des microcapsules comprennent la paroi, l'enveloppe, la phase 

externe ou la membrane (Saraf et al., 2007). 

La libération des noyaux/cellules se fait par l’intervention de différents agents tel 

que le changement de pH, les tensions mécaniques, la température, l’activité enzymatique, 

la pression osmotique, la diffusion de l'humidité à travers la capsule, la présence de 

certains composés chimiques et la durée de stockage (Mortazavian et al., 2007). 

2. Principe et intérêt de l’encapsulation 

La matrice sert de protection aux cellules vis-à-vis des contraintes mécaniques et 

conditions défavorables de l'environnement extérieur en fournissant un 

microenvironnement défini, constant et protecteur (McLoughlin, 1994). Parmi ces 

conditions nuisibles on peut citer : l'acidité élevée et le faible pH (Sun & Griffiths, 2000), 

les sels biliaires (Lee & Heo, 2000), les chocs froids induits par les conditions de 

traitement telles que la congélation et la lyophilisation (Shah et al., 2000), l'oxygène 

moléculaire dans le cas des micro-organismes anaérobies obligatoires (Sunohara et al., 

1995), les chocs thermiques provoqués par les conditions de traitement telles que le 

séchage par pulvérisation, les bactériophages (Steenson et al., 1987) et les agents 

antimicrobiens chimiques (Sultana et al., 2000).  

Cette technique est très avantageuse, elle permet : d’empêcher les noyaux 

d'interagir avec d'autres composés (surtout en cas d’utilisation dans les aliments), améliorer 
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leur manipulation, libération de la phase interne active d’une manière contrôlée ou ciblée 

(Saraf et al., 2007) et prolongation de la durée de conservation des micro-organismes 

notamment les levures (Chandralekha et al., 2016). 

3. Applications de l’encapsulation 

La micro-encapsulation en général est très prometteuse en médecine, en 

biotechnologie (Orive et al., 2004) et en industries pharmaceutique et alimentaire 

(Peanparkdee et al., 2016).  Les principaux domaines où les micro-organismes rentrent en 

jeu sont : l’agriculture (John et al., 2011), la biotechnologie alimentaire (par la promotion 

de la production de produits laitiers tels que le yaourt, le fromage et les produits laitiers 

congelés, ainsi que la production de biomasse) (Krasaekoopt et al., 2003), et la 

production de probiotiques résistants (Chan & Zhang, 2002). De nombreuses études ont 

montré que la micro-encapsulation est une alternative pour les probiotiques afin d'assurer 

leurs stabilité, viabilité, absence de prolifération dans les aliments et, en outre, libération 

contrôlée dans l'intestin (Favaro-Trindade et al., 2011).  

4. Techniques d’encapsulation  

Plusieurs techniques sont mêlées dans l’encapsulation des microorganismes, le 

choix de la technique est conditionné par une multitude de paramètres dont : la 

fonctionnalité du noyau encapsulé dans le produit final, le type de l’agent d’encapsulation, 

la stabilité dans les conditions de traitement, le mécanisme de libération de la phase interne, 

la concentration optimale du bioactif dans les microcapsules, la taille et la densité des 

capsules, la stabilité au stockage et le coût de production (Desai & Park, 2005). 

Pour maintenir la viabilité des cellules, les probiotiques sont généralement 

encapsulés par extrusion, émulsion ou séchage par pulvérisation. Par ces techniques, les 

bactéries sont piégées dans la matrice de gel en utilisant différents mécanismes de 

formation (Champagne & Fustier, 2007). Les conditions de mise en œuvre de la 

technologie sont conçues pour maintenir la viabilité des cellules, et les solvants utilisés 

dans la technologie d'encapsulation doivent être non toxiques (Gbassi & Vandamme, 

2012).  

 Stummer et al. (2012) ont procédé à l’encapsulation par la technique du lit fluidisé 

d’Enterococcus faecium M74 en utilisant la cellulose microcristalline comme matériau 

d'encapsulation. Les particules obtenues ont présenté d'excellentes propriétés physiques, 

telles que la fluidité et une bonne manipulation. L’alginate et le carbonate de calcium, 
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comme agents d'encapsulation et de solidification, respectivement, ont été employés par 

Holkem et al. (2016) pour encapsuler Bifidobacterium BB-12. Les particules obtenues ont 

été efficaces pour protéger le probiotique exposé à des jus gastriques et entériques simulés 

et a amélioré la stabilité et la survie de la bactérie pendant un stockage de 60 jours à 25°C. 

Des capsules produites par extrusion ont eu un effet protecteur sur la viabilité cellulaire des 

souches probiotiques de Lactobacillus casei 01 et BGP 93 encapsulées avec l'alginate 

combiné à des polysaccharides naturels pendant 15 jours de stockage réfrigéré. En outre, 

les particules probiotiques extrudées avec des composés prébiotiques ont augmenté la 

résistance des micro-organismes à la fois à un pH acide et aux sels biliaires (Rodrigues et 

al., 2017). 

Le chitosan a été utilisé comme matériau d'enrobage de Bifidobacterium longum 

DD98. L'enrobage avec du chitosan a amélioré la survie du probiotique encapsulé dans le 

liquide gastro-intestinal et en présence de température élevée. De plus, l'encapsulation de 

Lactobacillus rhamnosus ASCC 290 et Lactobacillus casei ATCC 334 dans l'alginate-

chitosan par la technique d'extrusion a fourni une efficacité d'encapsulation supérieure à 

76%, et les deux bactéries ont été protégées dans des conditions gastro-intestinales 

simulées (Farias et al., 2019; Ji et al., 2019; Rodrigues et al., 2020). 

4.1. Extrusion  

Une technique aussi répandue qu’ancienne pour la production de probiotiques (King, 

1995). La méthode comprend : la préparation de la solution hydrocolloïde (Alginate plus 

couramment) et ajout de cellules probiotiques dans la solution hydrocolloïde pour former 

une suspension cellulaire. Cette suspension de cellules passe à travers l’aiguille d’une 

seringue pour former des gouttelettes qui sont directement coulées dans la solution 

durcissante contenant des cations comme le calcium. Lorsque les gouttelettes entrent en 

contact avec la solution durcissante, les polymères d'alginate entourent le noyau pour 

former une structure en réseau tridimensionnelle par réticulation avec les ions du calcium 

(Solanki et al., 2013). 

Le diamètre des capsules est affecté par la concentration et la viscosité de la solution 

d'alginate, la distance entre la seringue et la solution durcissante, et le diamètre de l'orifice 

de l'aiguille (Jankowski et al., 1997). La taille diminue avec l'augmentation de la 

concentration et de la viscosité de la solution d'encapsulation et ce en utilisant l’alginate à 

faible teneur en acide glucuronique (Smidsrød & Skjåk-Bræk, 1990). Le diamètre des 
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billes formées par cette méthode varie entre 2 et 5 mm, il est relativement plus important 

en comparaison avec la technique d'émulsion (Solanki et al., 2013). 

Cette technique est connue pour être très avantageuse de par le pouvoir de contrôler 

les conditions de formation des capsules (telles que la température, la vitesse et la forme de 

conception, et la teneur en humidité), le haut débit de production, le mode de 

fonctionnement continu, et le fait qu’elle soit très économique (Abbas et al., 2012). 

Néanmoins, la méthode d’extrusion connaît quelques inconvenants et limites dont :  

les imperfections structurelles (Augustin & Hemar, 2009), l'adhésivité de la surface des 

matériaux extrudés (Adhikari et al., 2002), le fait que l'efficacité de piégeage des agents 

bioactifs liquides est inférieure à celle des agents solides, et la dégradation des ingrédients 

bioactifs due à une température plus élevée et aux forces de cisaillement (Abbas et al., 

2012). 

A l’aide de la technique d’extrusion, Haghshenas et al. (2015) ont encapsulé 

Lactobacillus plantarum 15HN en utilisant le polymère d'alginate. Pour produire des 

capsules, la solution a été extrudée à travers une buse de calibre 21 dans une solution 

stérile de chlorure de calcium. 

4. 2. Emulsion  

Dans cette technique, les cellules bactériennes et la suspension de polymères sont 

extrudées à travers une aiguille ou une buse, générant ainsi des gouttelettes sphériques qui 

tombent dans une solution durcissante. L'émulsion implique la dispersion d'une phase 

aqueuse contenant les cellules bactériennes et la suspension de polymère dans une phase 

organique, comme les huiles végétales telles que l’huile de soja, huile de tournesol, huile 

de canola ou huile de maïs (Krasaekoopt et al., 2003), ce qui donne une émulsion eau 

dans l'huile. Les gouttelettes aqueuses dispersées sont durcies par refroidissement ou par 

addition d'un agent gélifiant ou d'un agent de réticulation dans le cas des gels de 

polyacrylamide. Après gélification, les perles sont réparties dans l'eau et lavées pour 

éliminer l'huile. Il en résulte des billes de plus petit diamètre qui varie entre 25 µm et 2 mm 

(Krasaekoopt et al., 2003), qui convient mieux aux applications. Cependant, l'huile 

résiduelle dans les capsules peut être un problème lors de la conception des produits 

alimentaires probiotiques à faible teneur en matières grasses (Kailasapathy, 2002). Par 

simple émulsion, Pandey et al. (2016) ont encapsulé Lactobacillus plantarum 299v en 

utilisant du xanthane dans la phase aqueuse, et de l'huile de tournesol dans la phase 
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lipidique. L'encapsulation a amélioré la viabilité des cellules pendant le stockage et a été 

jugée appropriée pour une libération contrôlée des agents probiotiques encapsulés. 

4.3. Séchage par pulvérisation  

Dans le procédé de séchage par pulvérisation, un mélange liquide est atomisé dans 

un récipient avec une buse à un seul fluide, à deux fluides ou une roue tournante (selon le 

type de sécheur par pulvérisation utilisé). Le solvant est ensuite évaporé par contact avec 

de l'air chaud ou un autre gaz. Il en résulte une exposition des cellules à des températures 

élevées et à des stress osmotiques dus à la déshydratation (Chavarri et al., 2012), ce qui 

ne la rend pas si utile pour la production industrielle de probiotiques encapsulés à usage 

alimentaire, en raison du faible taux de survie des bactéries pendant le séchage et de leur 

faible stabilité lors du stockage. Bien qu’elle soit une technique couramment utilisée pour 

la production d'ingrédients alimentaires (par exemple les arômes alimentaires) car il s'agit 

d'une technique bien établie et adaptée aux applications industrielles à grande échelle 

(Chavarri et al., 2012). 

5. Matériaux de la matrice 
De nombreux matériaux peuvent être utilisés pour construire la capsule, en fonction 

de l'application et des caractéristiques requises. Le choix du matériau et de la technique 

d'encapsulation a un impact sur les propriétés de la capsule, telles que la rigidité, la 

perméabilité et la stabilité chimique. Les matériaux de la matrice doivent : former des 

capsules dans des conditions suffisamment douces pour conserver la viabilité cellulaire, 

être robuste mécaniquement et avoir un minimum de propriétés hydrophiles avec une 

bonne perméabilité permettant le transport des nutriments et métabolites de petite masse 

moléculaire à travers la matrice (Uludag et al., 2000). 

5.1. Carraghénane  

Généralement utilisé comme additif alimentaire, le k-carraghénane est un 

polysaccharide naturel extrait d’algues marines. A des concentrations allant de 2 % à 5 %, 

ce polymère nécessite des températures élevées de 60-80°C pour le dissoudre 

(Krasaekoopt et al., 2003). La suspension cellulaire des probiotiques est ajoutée à la 

solution stérilisée et refroidie à 40-45ºC de ce polymère. Ce refroidissement à température 

ambiante entraîne sa gélatinisation. L'ajout d'ions de potassium sous forme de KCl conduit 

à la formation des billes du gel. Néanmoins il a été rapporté que le KCl peut avoir un effet 

inhibiteur sur certaines bactéries lactiques notamment Streptococcus thermophilus et 
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Lactobacillus delbrueckii ssp. bulgaricus. L’utilisation d’autres ions monovalents tels que 

Rb+, Cs+ et NH4+ a été recommandée. Un mélange de k-carraghénane et de la gomme de 

caroube est courant dans la fermentation lactique en raison de sa moindre sensibilité aux 

acides organiques ; ce mélange a été largement utilisé pour la microencapsulation de 

probiotiques dans des produits fermentés (Audet et al., 1988; Arnaud et al., 1992; 

Krasaekoopt et al., 2003; Mortazavian et al., 2007). Afzaal et al. (2019) ont rapporté la 

production de crème glacée avec Lactobacillus acidophilus ATCC 4356 libre et 

microencapsulé en utilisant du carraghénane comme matériau de matrice. L'encapsulation 

a amélioré la survie du probiotique encapsulé dans la crème glacée par rapport aux cellules 

non encapsulées lors du stockage au froid et du passage dans le tractus gastro-intestinal 

simulé. 

5.2. Cellulose  

Le polymère utilisé est l’acétate phtalate de cellulose (APC) : les groupes phtalates 

ionisables rendent ce polymère insoluble dans les milieux acides à un pH inférieur ou égale 

à 5 et soluble lorsque le pH est augmenté à 6 ou plus. L’APC est physiologiquement inerte, 

il a été auparavant administré in vivo et a largement été utilisé comme matériau d'enrobage 

entérique pour la libération de médicaments et d'autres substances pharmaceutiques dans 

l'intestin (Krasaekoopt et al., 2003). La propriété de solubilité citée, est importante, et 

donne à ce polysaccharide un avantage pour l'encapsulation des probiotiques, car ces 

derniers une fois encapsulés ne doivent pas se libérer dans l'estomac mais seulement dans 

l'intestin. Les capsules formées par ce polymère sont produites exclusivement par la 

technique d’émulsion (Solanki et al., 2013). En utilisant de la gomme de gellane, des 

protéines de lactosérum et de l'acétate phtalate de cellulose, l’encapsulation de 

Lactobacillus casei BNCC 134415 dans des conditions de lyophilisation a amélioré la 

viabilité de la souche pendant le stockage au froid, la pasteurisation et sous un liquide 

gastro-intestinal simulé (Li et al., 2019). 

5.3. Pectines  

Connues comme émulsifiants dans l'industrie alimentaire, les pectines sont des 

polysaccharides de la paroi des fruits et légumes, utilisées aussi comme gélifiants ou 

agents stabilisants (Ridley et al., 2001; Gullón et al., 2013). Grâce aux capacités de 

gélification et d'émulsion des préparations à base de pectines, elles représentent les 

matrices idéales pour l’encapsulation des cellules bactériennes destinées à être délivrées 

dans le côlon (Naqash et al., 2017). Les propriétés fonctionnelles et la bioactivité des 



 II.                                                                           Aperçu sur l’encapsulation 

13 
 

pectines et des oligosaccharides pectiques sont influencées par leurs caractéristiques 

physico-chimiques et structurelles (Naqash et al., 2017). Des études in vitro ont indiqué 

que les pectines à haute teneur en méthoxyl pectines favorisent la survie des lactobacilles 

probiotiques exposés à la bile, et plusieurs autres études ont utilisé des matrices contenant 

des pectines pour l'encapsulation de Lactobacillus et de Bifidobacterium afin de 

promouvoir la viabilité bactérienne dans les conditions intestinales (Pak et al., 2013; 

Larsen et al., 2018). Raddatz et al. (2020) ont réussi à encapsuler Lactobacillus 

acidophilus LA-5 dans des mélanges à base de pectine et d'inuline. Les capsules obtenues 

ont protégé la souche vis-à-vis des conditions gastro-intestinales simulées. L'efficacité de 

l'encapsulation a atteinte des taux supérieurs à 90% et les bactéries sont restées vivantes 

pendant un stockage de 120 jours à 25°C. 

5.4. Dextrane  

C'est un polysaccharide soufré (contient environ 16 à 19 % de soufre), ramifié avec 

des liaisons glycosidiques 1-6 et 1-4, largement utilisé dans les domaines de l'alimentation 

et de l’industrie pharmaceutique. Il est connu pour ses caractéristiques anioniques, 

biocompatibles et biodégradables largement étudiés (Anitha et al., 2011; Yucel Falco et 

al., 2017). L’effet protecteur des matrices du chitosan- dextrane-sulfate sur Saccharomyces 

boulardii vis-à-vis du pH acide a été rapporté. Les fortes interactions électrostatiques entre 

les couches des deux polymères a conduit à une structure dense qui a permis de protéger 

les cellules de la levure (Shori, 2017). 

5.5. Protéines du lait et du lactosérum  

Les matrices protéiques ont des propriétés de libération cellulaire différentes à 

celles des autres matrices d’encapsulation à base de polymères ou de graisses. Leur 

utilisation est aussi étendue, servant à la protection et la stabilité des aliments pendant les 

processus de fabrication et le stockage respectivement (Reid et al., 2007). Grâce à leurs 

propriétés structurelles et physicochimiques, et en raison de leur biocompatibilité, les 

protéines du lait sont de bons véhicules naturels des cellules probiotiques, elles sont 

courantes pour être utilisées comme système d'administration (Livney, 2010). En parallèle, 

les protéines du lactosérum ne manquent pas de potentiel pour l'enrobage, de par leur 

nature entièrement biodégradable et leur utilisation fréquente dans de nombreux types de 

produits alimentaires. En revanche, la chaleur est un facteur limitant lorsqu’il s’agit de 

protéines, qui sont facilement dénaturées par les hautes températures, ce qui affecte 

l'agrégation et réduit la stabilité de l'émulsion (Solanki et al., 2013). Des micelles de 
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caséine en conjonction avec du lactosérum utilisées comme matrice par Burgain et al. 

(2013) pour encapsuler Lactobacillus rhamnosus GG a montré des résultats prometteurs  

en termes de survie allant jusqu’à environ 99 %. 
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Ce travail a été réalisé au niveau du laboratoire de Microbiologie -1- (Bloc 9) et le 

laboratoire de Recherche en Microbiologie Appliquée (LMA) de l’université de Bejaia. 

1. Souches utilisées  

Deux souches de bactéries lactiques ont fait l’objet de cette étude : Lactobacillus 

plantarum et Pediococcus acidilactici. Elles font partie de la collection des souches du 

laboratoire de Microbiologie Appliquée (équipe : Interactions Microbiennes, Biofilms et 

Probiotiques). Les souches ont été congelées à -80°C dans du bouillon MRS (de Man 

Rogosa et Sharpe, Merck, Allemagne) additionné de 15 % de glycérol (Sigma-Aldrich, 

Allemagne). 

2. Revivification des souches et standardisation des inocula  

Les souches conservées à une température de -80°C sont d’abord revivifiées par 

inoculation de 1 ml de la culture bactérienne dans 5 ml de bouillon MRS (Pronadisa, 

Espagne), suivie d’une incubation à 37°C/24 h. Cette étape est répétée trois fois pour une 

bonne revivification des souches.  Par la suite, les souches sont ensemencées en stries sur 

gélose MRS (Biokar, France) et incubées à 37°C/72 h. Enfin, pour avoir une culture 

fraiche, quatre (04) colonies isolées de tailles identiques sont transférées à nouveau dans 9 

ml de bouillon MRS et incubées à 37°C/18 h. Afin de travailler avec le même inoculum 

tout au long de cette étude, un dénombrement de la culture bactérienne fraiche de 18 h est 

effectué. Pour se faire, des tubes de 9 ml d’eau physiologique (0,9 % NaCl, m/v) sont 

préparés (10-1… 10-8).  Un volume de 1 ml de la culture bactérienne est transféré vers le 

premier tube, ce qui constitue la dilution 10-1, puis à partir de ce dernier un autre 1 ml est 

transféré dans le deuxième tube (10-2) et ainsi de suite jusqu’à la dilution 10-8.  Enfin 1 ml 

des deux (02) dernières dilutions est ensemencé en masse dans la gélose MRS (Biokar, 

France) et incubé à 37°C/72 h. A l’issue de la période d’incubation, le nombre de cellules 

est déterminé par la formule suivante (Guiraud, 2003) :  

𝛴𝐶

𝑉(𝑛1 + 0,1𝑛2 +⋯)𝑑
 

ΣC : Somme des colonies comptées sur les deux boites retenues 

V : Volume de la dilution. 

n 1 : Nombre des boites de la première dilution 

n 2 : Nombre des boites de la deuxième dilution 

d : Facteur de la première dilution 



I.                                                                            Matériel et Méthodes 

16 
 

3. Caractérisation des souches 

3.1. Tolérance aux conditions simulées du transit gastro-intestinal du poulet de 

chair  

3.1.1. Tolérance à l’acidité de l’estomac 

La résistance au pH est testée par la méthode cité par Yu et al. (2013). Un bouillon 

MRS stérile est préparé et son pH ajusté à pH=2 et à pH=3 avec du HCl (Sigma-Aldrich, 

Allemgane). Les souches bactériennes précédemment préparées sont ensemencées à raison 

de 1 ml dans 9 ml du bouillon MRS à pH modifié et incubées pendant 120 min à 37°C. Un 

dénombrement est par la suite effectué. Le test est répété trois fois.  

3.1.2. Tolérance aux sels biliaires 

  Une solution de bile (Oxgall, Sigma-Aldrich, Allemagne) est préparée à 4 % (m/v) 

et autoclavée (120°C/20 min). Suivant les méthodes citées par Vineetha et al. (2016) et 

Hassan et al. (2020), 9 ml de bouillon MRS additionné de la bile à raison de 0,3 % (m/v) 

ou de 0,4 % (m/v) et de 1 ml de la suspension bactérienne est incubé à 37°C/180 min. Un 

dénombrement en masse dans la gélose MRS est ensuite effectué. Le test est répété trois 

fois.   

3.2. Adhésion des souches sur microplaques de polystyrène 

         Pour évaluer la capacité des souches à adhérer à la muqueuse intestinale et la 

formation d’un biofilm, un test d’adhésion sur microplaque de polystyrène de 96 puits est 

réalisé (O’Toole & Kolter, 1998). Des cultures de 18 h sont ensemencées (100 µl) dans 

les puits de microplaques préalablement remplis de 100 µl de bouillon TSB (Trypticase 

Soja Broth, Liofilchem, Italie) stérile, puis incubées à 37°C/2 h. Ensuite, les puits sont 

vidés et un volume de 200 µl de TSB stérile est ajouté dans les puits et la microplaque est 

ré-incubée à 37°C/48 h. Le milieu est par la suite retiré et les puits rincés trois fois avec de 

l’eau physiologique stérile. Les puits sont remplis avec de l’éthanol absolu (99,8%, Sigma) 

pendant 10 min puis ce dernier est retiré.  La biomasse adhérée est colorée avec un volume 

de 200 µl de solution du cristal violet (0,1% ; m/v, Sigma) par puits pendant 20 min.  La 

microplaque est par la suite vidée, rincée avec de l’eau physiologique. De l’éthanol à 96 % 

(200 µl) est ajouté dans chaque puit et bien mélangé. Le contenu est récupéré dans des 

cuves de spectrophotomètre et la lecture est réalisée à une longueur d’onde de 595 nm. 
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3.3. Résistance des souches aux antibiotiques 

3. 3.1. Antibiogramme 

 

  Les souches sont examinées quant à leur résistance à cinq (05) antibiotiques (Bio 

Analyse, Turquie) représentants les β-lactamines (Imipénème « IPM » 10 µg), Céfoxitine 

« FOX » 30 µg, Amoxicilline + acide clavulanique « AMC » 30 µg, Céfotaxime « CTX » 

30 µg et l’Aztreonam « ATM » 30 µg), par la méthode de diffusion en disques. La gélose 

MRS est ensemencée avec la souche à étudier à une charge d’environ 108 UFC/ml par la 

technique d’écouvillonnage. Après séchage des boites dans la zone stérile du bec bunsen, 

des disques d’antibiotiques sont déposés sur celle-ci. Après incubation à 37°C/24 h, le 

diamètre de la zone d'inhibition est mesuré et le résultat est exprimé en termes résistant (R), 

moyennement sensible (MS), sensible (S) et fortement sensible (FS) (Georgieva et al., 

2008) en se référant à la littérature. 

3.3. 2. Méthode de micro-dilution : détermination des CMI 

Les souches sont testées quant à leur résistance à deux antibiotiques 

« Enrofloxacine » (AL-Floxacine 10 %, m/v ; AAHP, Constantine, Algérie) et 

« Oxytetracycline » (Oxytetr AL 500 P.S, AAHP, Constantine, Algérie), très utilisés en 

Algérie comme traitement prophylactique chez le poulet de chair.   

Pour cela, la culture bactérienne fraiche (108 UFC/ml) est ensemencée par 

écouvillonnage sur la surface de la gélose MRS (BioKar, France). Après séchage, quatre 

puits sont creusés dans la gélose à l’aide d’un embout stérile. La solution 

d’Oxytetracycline est préparée en dissolvant l’antibiotique en poudre dans de l’eau distillée 

stérile à une concentration de 0,2 mg/ml, tandis que l’Enrofloxacine est une solution 

liquide à 10 % (m/v). A partir de la solution mère, une série de 3 dilutions d’1/2 est 

réalisée dans de l’eau distillée stérile. Les puits sont remplis avec 100 µl de la solution 

d’antibiotique à tester. Après incubation à 37°C/24 h, le diamètre de la zone d’inhibition 

est mesuré.  

4. Encapsulation des souches 
 

De l’Iota-carraghénane (Sigma-Aldrich, Allemagne) est choisi comme matériau 

d’encapsulation des souches probiotiques, en raison de sa disponibilité, en utilisant deux 

techniques (extrusion et émulsion). Afin d’arriver à une méthode adéquate d’encapsulation 
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(une concentration du carraghénane idéale, capsule de taille et de forme idéales), des essais 

sont réalisés et résumés dans le tableau I ci-dessous. 

Tableau I. Essais réalisés pour l’encapsulation 

Technique Essai 

 

 

 

 

Extrusion 

Iota carraghénane (2 %, 3 %,  4% ; m/v) (20 ml) 

Iota carraghénane (1,5 %, 1,6 %, 1,7 %, 1,8 % ; m/v) (20 ml) 

 

Iota carraghénane 1,5% (m/v) (20 ml)+ Eau physiologique (0,9 % 

NaCl, m/v) (5 ml) 

Iota carraghénane 1,4%  (m/v) (20 ml)+ Eau physiologique (0,9 % 

NaCl, m/v) (5 ml) 

Iota carraghénane 1,4% (m/v) (20 ml)+Eau distillée (5ml)+ CaCl2 

1M (40 ml) 

Iota carraghénane 1,3% (m/v) (20 ml)+Eau physiologique (0,9% 

NaCl, m/v) (5 ml)+CaCl21M (40/60 ml) 

Iota carraghénane 1,2% (m/v) (20 ml)+ Eau physiologique (0,9 % 

NaCl, m/v) (5 ml) + CaCl2 1M (40/60 ml) 

Iota carraghénane 1,1% (m/v) (20 ml) + Eau physiologique (0,9 % 

NaCl, m/v) (5 ml)+ CaCl2 1M (40/60 ml) 
Emulsion Huile de tournesol (100 ml) +Tween 80 (BIOCHEM 

chemopharma) (1 ml) + iota carraghénane 1,2% (m/v ; agitation 20 

min)+ CaCl2 1M (100-200 ml). 

 

4.1. Dénombrement des souches avant encapsulation  

Un dénombrement de la culture bactérienne fraiche de 18 h est réalisé pour les deux 

souches Lactobacillus plantarum et Pediococcus acidilactici. Pour cela, une série de huit 

tubes à essai stériles est préparée pour chaque souche, ils contiennent 9 ml d’eau 

physiologique (0,9 % NaCl, m/v). Un volume de 1 ml de la culture bactérienne est 

introduit dans le premier tube, ce qui constitue la dilution 10-1, puis à partir de ce dernier 

un autre 1ml est transféré dans le deuxième tube ce qui donne la dilution 10-2, ainsi de suite 

jusqu’à la dilution 10-8. Pour finir, 1 ml de la dilution 10-8 est ensemencé en masse dans la 

gélose MRS (BioKar, France) et incubé à 37°C/48 h. 

4.2. Encapsulation des souches dans l’iota carraghénane  

Dans un premier temps, une solution d’Iota-carraghénane à 1,3 % (m/v) est 

préparée puis stérilisée à l’autoclave (180°C/ 10 min). Une solution de CaCl2 (Biochem 

chemopharma, Chine) à 1 M est préparée en parallèle puis stérilisée à l’autoclave 

(180°C/20 min). 

Par la suite, les cultures fraiches (18 h, 9 ml) des deux souches bactériennes 

(Lactobacillus plantarum et Pediococcus acidilactici) sont centrifugées à 4500 rpm 
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pendant 15 min et le culot bactérien est récupéré puis resuspendu dans 9 ml d’eau 

physiologique respectivement. 

Dans un deuxième temps, dans un bécher stérile, un volume de la solution d’iota 

carraghénane (1,3 %) et un volume de la suspension bactérienne à raison de ¼ de la 

solution de la carraghénane sont mélangés. 

Le mélange est introduit dans une seringue stérile de 1 ml (Insuliss, Algérie), la 

pression manuelle exercée sur le piston de la seringue permet de faire tomber le contenu de 

la seringue goutte à goutte dans 60 ml de la solution de CaCl2 1M. 

Après un temps de contact au réfrigérateur (2 h), le mélange est récupéré et filtré à 

travers un papier filtre (Macherey-Nagel, Allemagne) stérile de 110 mm, dans le but de 

séparer les capsules formées de la solution de CaCl2. Les capsules retenues subissent un 

lavage avec 5 ml d’eau distillée stérile et sont conservées au réfrigérateur. 

4.3. Dénombrement des souches après encapsulation  

Un dénombrement est réalisé dans le filtrat de la solution de CaCl2 dans le cas des 

deux souches étudiées comme décrit dans le paragraphe 4.1. Les dilutions 10-5 et 10-7  

servent au dénombrement de la souche de Pediococcus acidilactici et les dilutions 10-4 et 

10-6  servent au dénombrement de la souche de Lactobacillus plantarum. 

 

5. Analyse statistique  

         Les résultats obtenus ont été analysés par le test ANOVA en utilisant le logiciel 

STATISTICA. 
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1. Résultat de la standardisation 
 

Les inocula des deux souches ont été standardisés à 3,7 109 UFC/ml (Lactobacillus 

plantarum) et 5,2 109 UFC/ml (Pediococcus acidilactici) pour l’ensemble des tests réalisés. 

2. Tolérance à l’acidité 
 

Les bactéries probiotiques, administrées par voie orale, sont soumises à un 

environnement gastrique très acide, avant d’atteindre l'intestin et exprimer leurs bienfaits. 

L’acidité de l’estomac est donc un des facteurs les plus importants à prendre en compte 

lors de la sélection et la caractérisation des souches probiotiques (Dec et al., 2014; Gupta 

& Sharma, 2017). Les résultats obtenus sont représentés sur la figure 1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1. Tolérance à l’acidité gastrique des deux souches testées. Les lettres différentes 

indiquent des différences significatives (P<0,05) 

 

D’après les résultats obtenus nous pouvons constater que les deux souches exposées 

au pH acide pendant 2 h subissent une mortalité considérable notamment Lactobacillus 

plantarum (47 % de survie) qui est moins résistante que Pediococcus acidilactici (67% 

de survie) à un pH=2. Alors qu’à pH=3, les deux souches montrent une résistance 

considérable et les taux de survie sont identiques (87 %). Ces résultats sont en accord avec 

les résultats de nombreuses études déjà réalisées sur ces genres.  
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La capacité des lactobacilles à survivre au passage gastrique à pH physiologique 

variant de 2 à 3, est variable et dépend de la souche, mais avec un taux de survie d'environ 

85 %, considéré comme très significatif pour des applications probiotiques (Fernández et 

al., 2003; Pennacchia et al., 2004). Des études ont montré que l'exposition de souches de 

Lactobacillus à des valeurs de pH de 2,5 à 4,0 n'a pas d'influence sur leur taux de survie, 

mais ce dernier chutait à des pH plus bas (Wang et al., 2010; Mishra & Prasad, 2005; 

Benbara et al., 2020).  

 Selon Belicová et al. (2013),  parmi 71 isolats de Lactobacillus testés, uniquement 

41 % ont pu tolérer une exposition à un pH de 3 à 2 pendant 90 min.  De même, sur 15 

souches de Lactobacillus plantarum, 10 ont été capables de croître dans la gélose MRS 

acidifiée (pH 3,5) après 96 h d’incubation (Cebeci & Gürakan, 2003). Un nombre de 43 

souches de Lactobacillus, sur 114 testées pour leur résistance à différentes valeurs de pH, 

ont présenté un taux de viabilité supérieur à 90 % après exposition à pH 3, 4 et 5 pendant 2 

h et un pourcentage de survie supérieur à 50 % a été observé pour 27 souches testées sous 

pH 2. (Sirilun et al., 2010). 

 Le genre Pediococcus quant à lui comprend des souches connues par une haute 

tolérance à l’acidité même à des pH ≤ à 2. Gupta & Sharma ( 2017) rapportent que la 

souche Ch-2 a survécu avec un taux de 74,95 %  à un pH aussi bas que 1 pendant environ 2 

h d’exposition. La même souche a présenté des taux de survie de 72,69 % et 98,62 % après 

3 h d’exposition à pH 2 et 3 respectivement. La souche Kp10 de Pd. acidilactici a montré 

une survie de plus de 97 % à pH 3 après 3 h d'incubation (Abbasiliasi et al., 2012). De 

même, la souche L169 a montré une survie de 96,2 % à un pH de 2,5 après 4 h 

d'incubation (Kaboré et al., 2012). Dans l’étude de Vasiee et al. (2020), toutes les souches 

de Pediococcus testées avaient une bonne résistance au pH acide après 3 h d'exposition. 

 

3. Tolérance à la bile 
 

Les sels biliaires sont synthétisés dans le foie à partir du cholestérol et sont sécrétés 

par la vésicule biliaire dans le duodénum sous forme conjuguée, de sorte que leur 

concentration dans l'intestin se situe entre 0,3 et 0,5 % (Karasu et al., 2010). La tolérance 

aux sels biliaires est un facteur essentiel dans la caractérisation des souches probiotiques 

car elle détermine leur survie dans le tractus intestinal. Les sels biliaires perturbent la 

membrane cellulaire des bactéries qui entrent dans l'intestin (Hassan et al., 2020). Il est 
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important donc que les bactéries probiotiques tolèrent au moins 0,3 % de sels biliaires in 

vitro (Marteau et al., 1997). Les résultats obtenus sont présentés sur la figure 2. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure . Tolérance à la bile 

 

 

 

 

 

 

Figure 2. Tolérance à la bile des deux souches testées. Les lettres différentes indiquent des 

différences significatives (P<0,05) 

 

Les souches de Lb. plantarum et Pd. acidilactici présentent une haute tolérance aux 

sels biliaires à des concentrations de 0,3% et 0,4% après 3 h d’exposition. Une différence 

non significative a été observée entre les deux souches, Pd. acidilactici (86-87%) et Lb. 

plantarum (85-87 %). Georgieva et al. (2008) ont rapporté qu’il n y’a pas de différence 

significative dans l'effet des sels biliaires à 0,3 % et 0,5 % sur la viabilité des isolats de Lb. 

plantarum bien que leur croissance a été retardée de 3 à 6 h. Toutes les souches de Lb. 

plantarum examinées par Yu et al. (2013) ont bien survécu en présence des sels biliaires à 

0,3 ; 0,5 et 1,0 % dans du bouillon MRS, mais ils ont signalé une tendance à la diminution 

de la viabilité bactérienne avec l'augmentation de la concentration.  

En contrepartie, la sensibilité de quelques souches de Lb. plantarum aux sels 

biliaires a été mise en évidence par d’autres études mais à des concentrations dépassant 

0,5 %, notamment les souches LC56 (Hamon et al., 2011) et LP3 (Karasu et al., 2010). 

  Pd. acidilactici ayant fait l’objet de nombreuses études a aussi été considérée très 

résistante. En effet, Barbosa et al. (2015) ont rapporté que toutes les souches testées ont 

montré des taux de survie élevés en présence de 0,3 % de sels biliaires. Le taux de viabilité 
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cellulaire de l'isolat Ch-2 pour des concentrations de sels biliaires allant de 0,3 % à 2 % 

était estimée entre 98,34 % et 95,42 % (Gupta & Sharma, 2017). 

 La capacité des souches probiotiques à hydrolyser les sels biliaires, à travers 

l'intervention de l'enzyme BSH (bile salt hydrolase), offre aux espèces probiotiques un 

avantage compétitif pour survivre et coloniser l'intestin (Shanmugasundaram et al., 

2019). Les deux espèces étudiées n’échappent pas à cette règle, les genres Lactobacillus 

(Bateup et al., 1995) et Pediococcus (He et al., 2012) sont connus pour leur production de 

cette enzyme essentielle à leur survie dans l’intestin ce qui peut expliquer les résultats 

obtenus. 

 

4. Adhésion 
 

L'évaluation précise de l'adhésion est nécessaire pour la sélection de nouvelles 

souches probiotiques (Kizerwetter-Świda & Binek, 2006). L'adhésion et la colonisation 

de la muqueuse intestinale par les bactéries probiotiques sont basées sur les propriétés de 

surface de la souche, et repose initialement sur des interactions physiques non spécifiques 

entre les deux surfaces (Hermansson, 1999 ; Bhagat et al., 2020). Ce phénomène favorise 

le temps de séjour des souches dans l'intestin, l'exclusion des agents pathogènes, et 

l'interaction avec les cellules épithéliales et immunitaires de l'hôte (Balgir et al., 2013). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3. Taux d’adhésion des souches testées. Les lettres différentes indiquent des 

différences significatives (P<0,05) 
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Les moyennes d’absorbance déterminée en présence de Pd. acidilactici et Lb. 

plantarum (0,479 et 0,692 respectivement) ont été supérieures à la moyenne d’absorbance 

du témoin (0,367 ; absence de souche), ceci témoigne de la capacité d’adhésion des deux 

souches testées. Par comparaison, la souche de Lb. plantarum (A=0,325) est douée d’une 

capacité d’adhésion nettement plus supérieure (P<0,05) que celle de Pd. acidilactici 

(A=0,112). La capacité d’adhésion in vitro est généralement corrélée au pouvoir 

d’adhésion in vivo. Kizerwetter-Świda & Binek (2006) rapportent que la capacité des 

lactobacilles à adhérer au mucus intestinal a été évaluée in vitro par de nombreux 

chercheurs et que cette propriété est synonyme d’une colonisation durable in vivo dans le 

tractus gastro-intestinal. La capacité des bactéries lactiques à coloniser la muqueuse 

intestinale est largement étudiée. Dowarah et al. (2018) allèguent que les bactéries 

lactiques sont connues par une forte adhésion à l'épithélium intestinal, il en résulte 

l’inhibition de la colonisation des agents pathogènes et la stimulation de l'immunité. 

Abbasiliasi et al. (2017) citent que certaines souches lactiques peuvent empêcher 

l'adhésion des agents pathogènes à la muqueuse intestinale, soit en formant une barrière 

par auto-agrégation, ou par co-agrégation avec les agents pathogènes. La capacité 

d'adhésion des bactéries probiotiques varie d'une espèce à l'autre, une variation de 1% à 

25 % ayant été observée dans le cas de 18 lactobacilles et pédiocoques probiotiques connus 

(Balgir et al., 2013). Ces études viennent appuyer fortement les résultats obtenus.  

 

4. Résistance aux antibiotiques  
 

Bien que la FDA a accordé le statut GRAS aux bactéries lactiques, leur innocuité 

doit être évaluée avant leur utilisation comme probiotiques et la résistance aux 

antibiotiques est parmi les critères à vérifier (FAO/OMS, 2002). Cependant, la capacité 

des souches probiotiques à résister aux antibiotiques pourrait être bénéfique pour les 

personnes souffrant de troubles intestinaux (Yu et al., 2013), à condition que ces souches 

ne transfèrent pas les gènes de résistance à la microflore intestinale (Mathur & Singh, 

2005). Les résultats obtenus sont rapportés dans les tableaux II et III. 
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Tableau II. Résultats de la sensibilité des deux souches testées aux β-lactamines exprimés 

par le diamètre de la zone d’inhibition (cm). 

 

Antibiotique Lactobacillus plantarum Pediococcus acidilactici 

Imipénème (IPM 10 µg) 2,4 cm 2,8 cm 

Céfoxitine (Fox 30 µg) 1,4 cm 1,6 cm 

Amoxicilline + acide 

clavulanique (AMC 30 µg) 

2,5 cm 2,2 cm 

Céfotaxime (CTX 30 µg) 1,6 cm 2,0 cm 

Aztreonam (ATM 30 µg) 1,8 cm 1,5 cm 

 

 

Tableau III. Résultats de la sensibilité des deux souches testées à différentes 

concentrations de l’Oxytetracycline et de l’Enrofloxacine exprimés par le diamètre de la 

zone d’inhibition (cm).  

Souches Oxytetracycline (mg/ml) Enrofloxacine (mg/ml) 

0,2  0,1 0,05 0,025 0,1 0,05 0,025 0,0125 

Pediococcus 

acidilactici 

1,6 cm 1,0 cm 0,9 cm 0,5 cm 0,4 cm 0 cm 0 cm 0 cm 

Lactobacillus 

plantarum 

1,0 cm 1,0 cm 0,9 cm 0,8 cm 0,6 cm 0 cm 0 cm 0 cm 

 

Aucune des deux souches étudiées n’est résistante aux antibiotiques appartenant à 

la classe des β-lactamines. Une CMI inférieure à 0,025 mg/ml a été enregistrée pour 

l’oxytetracycline, tandis que celle notée pour l’enrofloxacine était de 0,1 mg/ml. 

Dans la littérature, une résistance intrinsèque à certains antibiotiques est largement 

rapportée pour les bactéries lactiques notamment une résistance intrinsèque à la 

vancomycine chez les genres Lactobacillus, Pediococcus et Leuconostoc (Jena et al., 

2013; Manini et al., 2016). Par contre, une sensibilité envers les β-lactamines, famille 

testée dans ce travail, est largement rapportée pour ce groupe bactérien (Karasu et al., 

2010).  

Selon les indications mentionnées sur l’emballage et le site du fabricant (AAHP, 

Algérie), l’enfloxacine est un produit indiqué chez la volaille pour le traitement des 

infections causées par des bactéries à Gram négatif sensibles à cet antibiotique (Salmonella 

spp., E. coli, Pasteurella mucocida, Avibacterium spp. et Heamophilus paragallinarum), 

certaines à Gram positif et Mycoplasma spp.. Il est administre à raison de 5 ml/10 l d’eau 

de boisson. Les CMI de la plupart des microorganismes à signification clinique sont 
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comprises entre 0,008 et 0,25 µg/ml (CMI 90) pour les microorganismes d’origine aviaire. 

Une fois administrée, l’enrofloxacine est complètement absorbée et présente un volume de 

distribution important. Les concentrations tissulaires sont 2 à 5 fois superieures aux 

concentrations plasmatiques, notamment dans les poumons, foie, reins, os, et le système 

lymphatique. La ciprofloxacine est le metabolite actif de l’enrofloxacine (AAHP, 2021). 

C’est un antibiotique bactericie de la famille des quinolones, il agit par inhibition de la 

replication des bacteries en agissant sur l’ADN gyrase (Gouvea et al., 2015). 

L’oxytetracycline est un antibiotique bacteriostatique de la famille des tetracyclines, 

agit sur la sous unite 30 S des ribosomes et bloque la synthèse proteique et donc un arret de 

la croissance bacterienne. Elle est à large spectre, principalemnt active contre les 

microorganismes à Gram positif et négatif, aérobies et anaérobies ainsi que contre les 

mycoplasmes, Chlamidiae et Rickettsiae (AAHP, 2021) . 

L'oxytétracycline et l'enrofloxacine sont considérés comme les principaux 

antibiotiques à usage avicole, identifiés comme cause de contamination des sols et 

présence de bactéries entériques résistantes aux antibiotiques dans l'environnement (sols, 

eau…etc) (Selaledi et al., 2020). Mais plusieurs études focalisées sur l’effet de ces 

derniers sur l’élevage du poulet de chair et les répercutions qui en résultent, ne rapportent 

pas de cas de résistance des souches lactiques, bien qu’elles considèrent ces antibio-

supplémentations comme source de pollution (Khan et al., 2019; Muhammad et al., 

2020). D’autres études mettent en évidence le fait de résistance pour quelques bactéries 

notamment pathogènes, mais pas pour les souches lactiques (Gouvea et al., 2015; 

Krishnasamy et al., 2015).  

  L’innocuité d’une souche est l’une des propriétés les plus requises pour qu’elle soit 

considérée comme étant probiotique. Les souches étudiées, ont déjà été révélées dénuées 

du caractère hémolytique (travaux antérieures) et ne présentent aucune résistance aux 

antibiotiques de la famille des β-lactamines et l’Oxytetracycline. À cet effet, elles peuvent 

être considérées comme des probiotiques potentiels dans l'alimentation avicole. 

5. Encapsulation des souches 
 

Le taux initial des cellules bactériennes avant encapsulation était de 3,7 109 UFC/ml 

pour Lb. plantarum et 5,2 109 UFC/ml pour Pd. acidilactici. Les suspensions bactériennes 

ont subi une dilution de ¼ dans la solution d’iota- carraghénane, ce qui diminue la charge 

bactérienne initiale à 9,0 108 UFC/ml (Lb. plantarum) et 1,3 109 UFC/ml (Pd. acidilactici). 
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Le dénombrement des cellules restantes dans la solution durcissante de CaCl2 a 

permis d’avoir un nombre de 2,2 106 UFC/ml pour Pd. acidilactici et de 8,2 105 UFC/ml 

pour Lb. plantarum.  

En tenanat compte des facteurs de dilution apportés lors de la manipulation, à 

savoir un volume de 60 ml de solution durcissante de CaCl2 pour Lb. plantarum et 40 ml 

pour Pd. acidilactici et de 5 ml d’eau distillée pour le lavage, le nombre de cellules 

restantes après encapsulation est de l’ordre de 1,4 108 UFC/ml pour Pd. acidilactici et de 

3,7 107 UFC/ml pour Lb. plantarum.  Ainsi, des taux d’encapsulation de 84 % (Pd. 

acidilactici) et de 97 % (Lb. plantarum) ont pu être obtenus au terme du protocole 

d’encapsulation adopté. 

 

L’efficacité de l’encapsulation a été déterminée par une méthode directe via le 

dénombrement des cellules viables présentes dans la solution, avant et après encapsulation 

des cellules bactériennes. La biomasse initiale des deux souches étudiées avant la 

réalisation de l’encapsulation enregistre une diminution, d’après les résultats du 

dénombrement, après encapsulation. Ces résultats indiquent que les deux souches étudiées 

ont été encapsulées et immobilisées avec succès dans les billes d’iota-carraghénane mais 

avec des taux d’encapsulation différents. Une observation à l’œil nu a permis d’apprécier 

la morphologie des billes, qui étaient de forme sphérique et de taille moyenne. 

Différents types de carraghénanes bénéficient d’une longue expérience d’utilisation 

dans divers domaines et leur sécurité à l’emploi est fréquemment rapportée. Des études ont 

montré que ce polymère est un biomatériau utile pour l’encapsulation des bactéries et il est 

parmi les principaux supports utilisés pour l’encapsulation (Hammill & Crawford, 1997; 

Liliana & Vladimir, 2013). 

De nombreuses études ont prouvé que la survie des souches probiotiques 

encapsulées avec la carraghénane seule ou en mélange avec d’autres matériaux était plus 

élevée par rapport à celle des cellules libres (Audet et al., 1988;  Ding & Shah, 2009; 

Dafe et al., 2017; Afzaal et al., 2019). 

L’encapsulation d’une souche de Lb. acidophilus, en utilisant la carraghénane, a 

augmenté sa viabilité lors de son incorporation dans un produit alimentaire par rapport aux 

cellules libres non encapsulées (Afzaal et al., 2019). 

Selon Dafe et al. (2017), en ajoutant différentes concentrations du kappa-

carraghénane au carboxyméthylcellulose (CMC) comme deuxième couche, dans le but 

d’encapsuler par la méthode d’extrusion une souche de Lb. plantarum, a augmenté le 
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rendement de l’encapsulation avec une efficacité de 94,7±0,78 %, par rapport à 

l’encapsulation avec la CMC seule, qui présente une efficacité de 74,2±1,14 %. 

Dans l’étude d’Audet et al. (1988), l’encapsulation avec le  kappa-carraghénane/ 

gel de gomme de caroube était efficace pour Streptococcus thermophilus, Lactobacillus 

bulgaricus et Lactococcus lactis, et le taux de survie de ces bactéries pendant le stockage 

est resté très élevé.   

 Ding & Shah (2009) ont montré que l’utilisation de la carraghénane, alginate, 

xanthane et gomme de caroube, comme matériaux d’encapsulation des bactéries 

probiotiques (Bifidobacterieum longum, Lb. rhamnosus, Lb. plantarum, Lb. acidophilus, 

Lb. paracasei et Lb. salivarus) améliore leur viabilité lors de l’exposition aux conditions 

gastro-intestinales.  
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Conclusion 
 
 Les deux souches lactiques de Lactobacillus plantarum et Pediococcus acidilactici, 

ayant fait l’objet de cette étude, ont montré des résultats in-vitro satisfaisants en termes de 

tolérance aux conditions gastro-intestinales, d’adhésion et d’innocuité. Des taux de survie  

de l’ordre de 47 % (Lb. plantarum) et de 67% (Pediococcus acidilactici) ont été enregistrés 

à pH 2. De même, les souches ont été très tolérantes à la bile (0,3-0,4 %) avec des taux de 

survie de 85-87 %. Le test d’adhésion sur microplaque en polystyrène a montré que les 

deux souches sont douées d’un pouvoir d’adhésion. Toutefois, la souche de Lb. plantarum 

s’est révélée plus adhérente que celle de Pd. acidilactici. Les deux souches ont montré une 

sensibilité aux antibiotiques largement utilises en aviculture, notamment les β-lactamines 

et l’oxytetracycline. Une CMI inférieure ou égale à 0,025 mg/ml de l’oxytetracycline a été  

enregistrée pour les deux souches, tandis que celle de l’enrofloxacine était égale à 0,1 

mg/ml. 

        L’étape de caractérisation des souches peut être renforcée par d’autres tests in-vitro, 

tels que la détermination de l’activité antimicrobienne, la tolérance aux enzymes lytiques 

(pepsine, pancréatine), les tests de cytotoxicité et de production d’amines biogènes ainsi 

qu’une étude plus approfondie in-vivo. 

 La technique d’extrusion dans une matrice d’iota-carraghénane, utilisée dans ce 

travail, peut être considérée comme adéquate pour l’encapsulation de ces deux souches de 

par la disponibilité du polymère, la facilité de la technique et son cout réduit et les taux 

d’efficacité obtenus (84 % : Pd. acidilactici et 97 %: Lb. plantarum). Néanmoins, les 

capsules obtenues doivent passer par des tests de caractérisation morphologique, 

physicochimique et physiologique pour confirmer la réussite de cette encapsulation. 

D’autres conditions d’encapsulation, techniques et polymères doivent être testes pour 

l’optimisation de cette procédure. 
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Résumé : 

Les probiotiques sont un moyen naturel qui affectent avantageusement la santé de 

l’hôte. Ils se présentent comme une alternative sur la plan santé et productivité, ayant la 

même efficacité avec les antibio-supplementations, notamment dans la promotion des 

performances de croissance des poulets de chair et leur protection contre les agents 

pathogènes.  Ce travail s’intéresse à l’étude des caractères probiotiques de deux souches de 

Lactobacillus plantarum et Pediococcus acidilactici, in-vitro, ainsi que l’élaboration d’un 

protocole d’encapsulation de ces dernières en utilisant une matrice d’iota-carraghénane. 

Plusieurs essais ont été réalisés afin d’optimiser la méthode d’encapsulation en utilisant 

différentes concentrations du polymère et en utilisant les deux techniques d’extrusion et 

d’émulsion. Les résultats obtenus ont montré des taux de survie de l’ordre de 47 % (Lb. 

plantarum) et de 67% (Pd. acidilactici) au pH 2 et de 85-87 % en présence de la bile (0,3-

0,4 %). Le test d’adhésion sur microplaque en polystyrène a montré que les deux souches 

sont douées d’un pouvoir d’adhésion. Toutefois, la souche de Lb. plantarum s’est révélée 

plus adhérente que celle de Pd. acidilactici. Les deux souches ont montre une sensibilité 

aux antibiotiques largement utilisés en aviculture, notamment les β-lactamines et 

l’oxytetracycline. Une CMI inferieure ou égale à 0,025 mg/ml de l’oxytetracycline a été  

enregistrée pour les deux souches, tandis que celle de l’enrofloxacine était égale à 0,1 

mg/ml. La méthode d’encapsulation par extrusion a enfin été retenue pour l’encapsulation 

des souches étudiées avec une efficacité de 84%- 97%.    

   

Mots clés : Probiotiques ; Lactobacillus plantarum ; Pediococcus acidilactici ; poulet de 

chair ; Encapsulation. 

 

Abstract: 

Probiotics are a natural mean affecting beneficially the health of the host. They are 

an alternative to the antibio-supplementations having the same effectiveness for health and 

productivity, especially in the promotion of growth performance of broiler chicken and 

their protection against pathogens. This work focused on the in-vitro study of the probiotic 

characteristics of two strains belonging to Lactobacillus plantarum and Pediococcus 

acidilactici, as well as the elaboration of an encapsulation protocol for these bacteria, by 

using a matrix of iota-carrageenan. Several attempts were carried out in order to optimize 

the encapsulation method, by using different concentrations of the polymer and both of 

extrusion and emulsion techniques. The results obtained showed a survival rates of 47 % 

(Lb. plantarum) and 67% (Pd. acidilactici) at pH 2 and of 85-87 % in the presence of bile 

(0.3-0.4 %). The adhesion test on polystyrene microplaque showed that the two strains are 

adherent. Nevertheless, the strain of Lb. plantarum was more adherent than that of Pd. 

acidilactici. Both strains were sensitive to the antibiotics largely used in aviculture, 

especially the β-lactams and oxytetracycline. A MIC less or equal to 0.025 mg/ml of 

oxytetracycline was registered for the two strains, whereas that of enrofloxacine was equal 

to 0.1 mg/ml. The extrusion encapsulation method was finally selected for the 

encapsulation of the studied strains with an efficiency of 84%- 97%. 

 

Key words: Probiotics; Lactobacillus plantarum; Pediococcus acidilactici; Broiler 

chicken; Encapsulation. 


