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Introduction 

  
En Algérie, depuis 1980 la production avicole est devenue parmi les productions ani- 

males ayant un fort potentiel de développement (Alloui, 2011). Parmi les nombreuses espèces 

avicoles produites, le poulet de chair vient en première position en raison de sa place impor- 

tante sur le plan économique, du fait de son rendement élevé, son faible coût de production 

par rapport à la viande rouge et sa haute valeur nutritionnelle. Cependant, la croissance consi- 

dérée de cette filière a conduit à l’apparition de maladies virales et d’infections bactériennes, 

qui affectent la santé de la volaille et sont à l’origine de maladies d’origine alimentaire chez 

l’Homme notamment les infections à Salmonella et Campylobacter (Fuller, 2001 ; Van Im- 

mersel et al., 2004 ; Santini et al., 2010 ; Rouger et al., 2017). 

Depuis de nombreuses années, l'utilisation d'antibiotiques à des doses sub- 

thérapeutiques était le meilleur moyen prophylactique pour prévenir les infections micro- 

biennes et comme facteurs de croissance pour favoriser la croissance et augmenter les perfor- 

mances zootechniques dans l'industrie avicole (Patterson et Burkholder, 2003). 

En 2006, à cause de l’utilisation abusive des antibiotiques en aviculture, l’union euro- 

péenne a interdit leur usage comme facteurs de croissance. Cette interdiction vient suite à 

l’apparition de souches bactériennes multi-résistantes et la prise de conscience du risque de 

toxicité que présentent les résidus de ces antibiotiques dans les aliments d’origine animale 

pour le consommateur (Nisha, 2008). Cependant, une baisse de rendement de production et 

des performances zootechniques du poulet a commencé à se faire sentir, ce qui a poussé en la 

recherche de nouvelles alternatives. Parmi les solutions trouvées, l’emploi des probiotiques 

(Yang et al., 2009). Ces derniers sont définis par le comité mixte FAO/OMS, comme étant, 

des microorganismes vivants, qui lorsqu’ils sont administrés en quantité suffisante, confèrent 

un avantage pour la santé de l’hôte (FAO/OMS, 2002). 

L’utilisation des probiotiques chez l’Homme a montré ses preuves et les avancées des 

études scientifiques ont aboutit aux connaissances actuelles sur le rôle de l’écologie 

microbienne du tube digestif dans la santé, la production et l’hygiène digestive de l’animal. 

En se basant sur ce constat, et dans le but de limiter l’usage des antibiotiques comme facteurs 

de croissance en alimentation animale, les recherches ont été stimulées et un nombre croissant 

de souches pro- biotiques a été développé, autorisé, et utilisé comme additifs en alimentation 

animale notamment en aviculture (Caramia, 2004 ; Bernardeau et Vernoux, 2009). 

 



2 

 

Dans l’alimentation du poulet de chair, les microorganismes probiotiques utilisés ap- 

partiennent aux genres Lactobacillus, Pediococcus, Enterococcus, Bacilus, Streptococcus, 

Clostridium butyricum et Sacharomyces (Fuller, 2001 ; Harimurti et Hadisaputro, 2015). 

Si la littérature engorge d’études montrant l’efficacité de ces microorganismes comme probio- 

tiques chez le poulet de chair (Mountzouris et al., 2007 ; Giannenas et al., 2014), peu de 

données sont disponibles sur les pédiocoques. Ces derniers sont un groupe de bactéries lac- 

tiques, d’origine végétale, à fort potentiel antimicrobien, pouvant réguler la flore intestinale et 

améliorer les performances zootechniques du poulet de chair. 

 

 
Dans cette présente étude, une souche de Pediococcus acidilactici, répondant aux cri- 

tères de sélection des souches probiotiques, a été choisie pour réaliser une étude in vivo. Un 

élevage de poulet de chair a été réalisé au niveau de la station expérimentale de l’INRA 

d’Oued Ghir (Bejaia) durant une période de 40 jours. L’état sanitaire (taux de mortalité et 

infections), la flore intestinale et les performances zootechniques du poulet ont été suivis tout 

au long de la période d’élevage. 

Dans ce document seront rapportés les principales connaissances sur l’utilisation des 

probiotiques en élevage de poulet de chair (partie synthèse bibliographique), la méthodologie 

suivie pour réaliser l’étude in vivo et les résultats obtenus étayés par une discussion (partie 

pratique). Ces derniers ont enfin conduit à une conclusion récapitulant les aboutissements de 

ce travail et les perspectives envisagées. 
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1. Anatomie et physiologie du tube digestif de poulet  

 
L’anatomie et la fonctionnalité du tube digestif évoluent au cours de la croissance de 

l’animal et peuvent être modulées par plusieurs facteurs comme la génétique de l’animal, son 

environnement, son alimentation et les microorganismes hébergés par l’ensemble des organes 

constituant cet écosystème (Suzuki et al, 2008 ; De Verdal et al., 2013). 

Le tube digestif de poulet est constitué de plusieurs compartiments dont la cavité buc- 

cale et l’œsophage qui assurent la préhension et le transport des aliments, le jabot, le gésier et 

les intestins qui assurent la digestion et la transformation des aliments complexes en éléments 

nutritifs simples assimilables et absorbés par les cellules et les déchets sont excrétés par un 

anus (Larbier et leclercq, 1992). 

Le poulet possède un fort système de perception des odeurs qui se situe dans la cavité 

bucco- nasale qui joue un rôle dans la préparation du tractus digestif à l’alimentation (Gomez 

et al., 2008 ; Brenes et Rora 2010). Le jabot est le lieu de la digestion microbienne, il est 

colonisé essentiellement par les lactobacilles (Gabriel et al., 2005) et cela est dû au pH acide 

variant entre 4,47 et 4,54 (Farner, 1942). L’estomac est constitué de deux parties, le proven- 

tricule et le gésier. Le proventricule est dit aussi « estomac glandulaire » par sa composition 

en glandes digestives, le lieu où débute la digestion chimique en secrétant l’acide chlorhy- 

drique (HCl) qui joue un rôle dans le métabolisme du calcium et rentre dans la transformation 

du pepsinogène sécrété en pepsine (Souilem et Gogny, 1994 ; Gabriel et al., 2005). Le gé- 

sier est l’ « estomac musculaire mécanique », il assure le broyage des aliments qui seront 

transférés par la suite vers les intestins où a lieu les différentes digestions des aliments et leur 

absorption. Le duodénum est la partie postérieure de l’intestin grêle, c’est dans ce comparti- 

ment qu’a lieu le déversement des enzymes et des produits chimiques secrétés par le pancréas 

et le foie qui assurent l’hydrolyse chimique des lipides, de l’amidon et des protéines ainsi que 

l’absorption des produits issus de ces hydrolyses. Les aliments passent vers le jéjunum qui est 

suivi de l’iléon, la dernière partie de l’intestin grêle, démarrant au diverticule de Meckel et se 

terminant à la jonction iléocæcale, passant au caecum où se poursuit la dégradation restante 

²des aliments et vide son contenu dans le cloaque, dernier compartiment du tube digestif com- 

posé de trois parties assurant, l’absorption de l’eau issue des aliments digérés, l’accumulation 

des fientes et des urines avant leur émission par l’orifice cloacale (Alamargot, 1982 ; Bonou, 

1987 ; Aillate, 2001 ; Beghoul, 2006; Rougière, 2009). 
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Le tube digestif des volailles est court et il est connu par un transit intestinal rapide (5 

à 9 h) et le processus digestif et l’assimilation des aliments sont connus plus rapides que chez 

d’autres animaux (Carré, 2000; Rudeaux et Bastianelli, 2003). La figure 1 illustre 

l’anatomie du tube digestif du poulet. 

 

 
Figure 1. Anatomie interne du tube digestif de poulet (Moran, 1982) 

 
2. Description et implantation de la flore digestive de poulet 

 
La flore digestive comprend les bactéries, les champignons et les protozoaires situés 

dans le tractus digestif, ces microorganismes vivent en plusieurs modes d’interaction entre 

eux et avec l’hôte, chez le poulet, les bactéries constituent une grande majorité de ce micro- 

biote (Kim et Mundt, 2011). Selon Gabriel et al. (2003), 29 genres bactériens ont été identi- 

fiés, chaque genre serait représenté par 3 à 4 espèces, et chaque espèce est caractérisée par 3 à 

4 types métaboliques différents, ce qui ferait plus de 200 types différents. Cette communauté 

est subdivisée en deux catégories selon les segments formant le tube digestif, allant du jabot 

jusqu’à la partie terminale de l’iléon on trouve les anaérobies facultatifs, des caeca on trouve 

les anaérobies strictes (Ahmed et al., 2008). 

La microflore bactérienne digestive peut être divisée en trois groupes distincts (Vil- 

late, 2001; Lu et al., 2003 ; Gabriel et al., 2005) : 
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- Une flore dominante (plus de 10
7
 bactéries/g), composée d’espèces anaérobies et spécifiques 

de l’espèce aviaire : lactobacilles, entérobactéries. 

- Une flore sous dominante (10
5
 à 10

7
 bactéries/g), composée de streptocoques et 

d’entérobactéries moins spécifiques de l’espèce. 

- Une flore transitoire (moins de 10
5
 bactéries/g) est aussi souvent anaérobie. 

 

A l’éclosion, le tube digestif est stérile, l’installation progressive et la colonisation de 

la flore microbienne débute dans les jours suivant l’éclosion. La diversification et le nombre 

de microorganismes augmentent dès la première semaine et se stabilisent relativement vers 

l’âge de 30 jours (Gabriel et al., 2003). Les coliformes, les streptocoques et les clostridies 

s’installent rapidement du jabot aux caeca, les lactobacilles après 3 jours de l’éclosion et les 

Bacteroidetes après 5 jours dans les caeca (Fuller, 1984 ; Gabriel et al., 2003). Chez le pou- 

let, l’installation du microbiote intestinal est un peu différente par rapport aux autres animaux 

en raison de leur séparation de leur maman dès le jeune âge. L’environnement et 

l’alimentation sont les principaux déterminants d’une microflore caractéristique, cette der- 

nière présente des variations en termes de composition, d’implantation et de répartition tout  

au long du tractus digestif (Gabriel et al., 2005). Elle dépend de l’individu, de son âge (Lu et 

al., 2003), son état sanitaire (Thibodeau et al.,2015; Stanley et al., 2015), le sexe, et peut 

être modifiée par différents facteurs extérieurs notamment le stress, les conditions d’élevage 

(Feuillet, 2007), les additifs alimentaires (Torok et al., 2011), ainsi que l’antibiothérapie 

(Videnska et al., 2013 ; Mehdi, 2018 ). 

 

 
3. Rôle du microbiote intestinal 

 
L’hôte, par sa génétique, son environnement, ou son alimentation, a un impact sur 

l’établissement et l’équilibre de son microbiote digestif. Cependant les interactions ne sont 

pas unilatérales, et le microbiote digestif a des conséquences sur la croissance en assurant 

l’apport de nutriments par la digestion des aliments, la production de métabolites bénéfiques 

(Gabriel et al., 2005 ; Hou et al., 2016), le développement et le fonctionnement du tractus 

digestif et sur la santé de l’hôte (Lan et al., 2005). Il joue un rôle de barrière contre les bacté- 

ries pathogènes envahissantes par le phénomène d’exclusion compétitive, ainsi que dans le 

développement du système immunitaire (Lan et al., 2005 ; De Maesschalck et al., 2015). 
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4. Usage des antibiotiques en tant que facteurs de croissance 

 
L’usage des antibiotiques en santé animale comme facteurs de croissance a débuté 

après la constatation de Moore et ses collaborateurs, en 1946, de l’effet stimulateur de ces 

substances sur la croissance du poulet. Vers les années 50-60, les états unis d’Amérique et les 

états européens approuvèrent l’usage des antibiotiques comme facteurs de croissance. Les 

antibiotiques ont été utilisés à faibles doses dans l’alimentation animale pour améliorer la san- 

té et le bien-être des animaux, la qualité de la viande (Yulistiani et al., 2017), l'efficacité éco- 

nomique de la production et la santé publique (Barcelo, 2007; Chattopadhyay, 2014) en 

réduisant l'excrétion d'agents pathogènes zoonotiques comme Salmonella, Campylobacter, 

Escherichia coli et les entérocoques, qui peuvent contaminer l'environnement et les produits 

alimentaires d'origine animale (Samanidou et Evaggelopoulou, 2009). De plus les antibio- 

tiques agissent sur les performances zootechniques des animaux en améliorant le gain moyen 

quotidien et en diminuant l’indice de consommation, un bénéfice pour les éleveurs surtout 

pour les élevages intenses (Lin et al., 2007). 

Plusieurs antibiotiques ont été utilisés comme facteurs de croissance. Dans ce con- 

texte, Starr et Reynolds, en 1951, ont rapporté que la streptomycine affectait la croissance des 

dindes, et d’autres chercheurs ont démontré l’effet de la tétracycline comme facteur de crois- 

sance chez le poulet mais ont d’ors et déjà constaté la résistance des bactéries commensales à 

cet antibiotique (Starr et Reynolds, 1951 ; Elliot et Barnes, 1959). 

Par la suite, la résistance bactérienne à plusieurs antibiotiques tels que les macrolides 

(tylosine et spiramycine), l’avilamycine, la virginiamycine, la bacitracine et l’avoparcine utili- 

sés comme facteurs de croissance a été démontrée par plusieurs études (Aarestrup et al., 

2000 ; Lin et al., 2007). 

Depuis, l’usage de ces molécules a suscité des inquiétudes à travers le monde entier. 

En effet, les risques liés au développement et à la propagation de souches de bactéries résis- 

tantes aux antimicrobiens et de gènes de résistance ont été rapportés (Forgetta et al., 2012). 

De plus, la consommation de produits d'origine animale contenant des résidus d’antibiotiques 

représente une source de toxicité pour l’Homme (Nisha, 2008 ; Gonzalez Ronquillo et An- 

geles Hernandez, 2017). A titre d’exemple la pénicilline, la tétracycline, les macrolides, les 

aminoglycosides et les amphénicoles ont été détectés dans les aliments (Diarra et Malouin, 

2014). 
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Par conséquent, il était devenu urgent dans un premier temps d’imposer une bonne uti- 

lisation de ces antibiotiques et dans un second temps de rechercher de nouvelles alternatives à 

ces molécules pour limiter la propagation de des souches résistantes dans l'aviculture ainsi  

que dans les produits dérivés du poulet destinés à l’alimentation humaine. En 2006, l’union 

européenne a interdit définitivement leur usage comme facteurs de croissance. 

L’utilisation de produits naturels dans l’alimentation des volailles présente l’avantage 

d’être bien acceptée par les consommateurs (Jez et al., 2009); les probiotiques font partie de 

ces alternatives naturelles qui pourraient remplacer les antibiotiques en toute efficacité (Yang 

et al., 2009). 

 

5. Probiotiques 
 

Le terme probiotique a été développé grâce aux travaux de Metchnikoff (1907) qui 

suggérait que les bulgares vivaient longtemps et en bonne santé en raison de leur large con- 

sommation des produits laitiers fermentés qui influençaient positivement leur microflore in- 

testinale. Par cette suggestion, il a proposé l’ingestion de bactéries lactiques pour réduire les 

désordres intestinaux et améliorer l’hygiène digestive. C’est à partir de cela que Lilly et Still- 

well introduisaient le terme « probiotique » pour la première fois en 1965  (Tellez  et  al., 

2006 ; Tripathi et Giri, 2014). 

 

 

5.1. Probiotiques en élevage avicole 

 
Plusieurs études réalisées chez la volaille ont démontré que les probiotiques préve- 

naient les infections microbiennes notamment celles provoquées par Salmonella et amélio- 

raient les performances zootechniques. 

5. 2. Critères de sélection des souches probiotiques à usage avicole 

 
Il existe plusieurs sources de souches probiotiques dans la nature, en revanche, la sé- 

lection de la souche idéale à utiliser comme probiotique est un processus complexe, qui com- 

mence par choisir la source des bactéries à isoler, où le tractus intestinal d’une volaille adulte 

en bonne santé reste le foyer le plus approprié de sélection (Harimurti et Hadisaputro, 

2015). Ensuite, l’étape suivante est la réalisation d’un certain nombre de tests in vitro afin de 

déterminer les aspects fonctionnels de ces bactéries. Une bonne souche probiotique doit être 
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capable d'exercer des effets bénéfiques sur l'animal hôte, une fois administrée, pour cela elle 

doit rester viable et résister à certaines conditions du tractus gastro-intestinal et exercer une 

activité positive (Fuller, 1989 ; Adhikari et Kim, 2017). Pour cela, elle doit répondre à cer- 

tains critères de sélection dont les critères de sécurité, fonctionnels et technologiques. 

5. 2.1. Critères de sécurité 

Les critères de sécurité sont généralement communs, ils consistent en premier lieu en 

l’innocuité de la souche, dans ce contexte la souche doit être exempte de toute pathogénicité  

et ne doit présenter aucun risque pour la santé de l’hôte, ne produit pas des substances nui- 

sibles, et n’ait pas la possibilité de transférer des gènes de résistances aux antibiotiques. En 

deuxième lieu, la nécessité d’une identification correcte de l'espèce bactérienne, en utilisant 

les méthodes moléculaires récentes, le séquençage de l'ARNr 16S ou l'hybridation ADN / 

ADN ainsi qu’une nomenclature taxonomique à jour et précise (Gueimonde et Salmiens, 

2006). 

 
5. 2.2. Critères fonctionnels 

Ceux là, changent d’une souche à une autre et dépendent de l’hôte, selon la définition 

actuelle les microorganismes doivent être vivants, donc ils doivent résister a la première bar- 

rière qu’ils vont rencontrer qui est l’acidité de l’estomac (gésier) ayant un pH bas (2 – 3,5) 

(Gabriel et al., 2005). Les micro-organismes, ayant survécu après leur passage dans 

l’estomac, sont ensuite confrontés à la sécrétion de la bile, ils doivent dès lors faire face à 

l’action détergente des sels biliaires à concentration allant de 0,5℅ à 3℅. De plus, pour 

qu’une souche probiotique assure sa fonction, elle doit adhérer à la muqueuse intestinale, 

l’adhésion permet le contact direct entre les cellules épithéliales et les microorganismes pro- 

biotiques ainsi que leur rétention dans l’intestin (Tuemola et al., 2001). Une souche probio- 

tique ayant la capacité d’adhésion peut prévenir l’implantation des agents pathogènes par an- 

tagonisme via la production de substances antibactériennes et le phénomène de compétition 

(Tuemola et al., 2001 ; Gueimonde et Salminen, 2006; Harimurti et Hadisaputro, 2015). 

 
5.2.3. Critères technologiques 

Du point de vu technologique, les microorganismes doivent garder leur stabilité au 

cours des procédés de fabrication et dans le produit fini tout en gardant leurs propriétés pro- 

biotiques (Champagne et al., 2005). Plusieurs facteurs peuvent influencer la survie des pro- 

biotiques dans les produits alimentaires pendant leur production jusqu'au moment de leur con- 
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sommation. Les facteurs comprennent la composition de l’aliment et les paramètres alimen- 

taires tels que pH, oxygène moléculaire, activité de l'eau, présence de sel, de sucre et de pro- 

duits chimiques comme le peroxyde d'hydrogène, les bactériocines et les additifs; les para- 

mètres de transformation (traitement thermique, température d'incubation, vitesse de refroi- 

dissement du produit (Tripathi et al., 2014). Cependant, les souches probiotiques doivent être 

faciles à cultiver et à grandes densités cellulaires tout en conservant leurs propriétés biolo- 

giques et leur stabilité au cours des procédés de production et d’entreposage (Champagne et 

al., 2005). 

5.3. Effets bénéfiques des probiotiques chez le poulet de chair 

 
Les probiotiques sont administrés, par voie orale, à des doses et des durées différentes 

suivant l'effet recherché (médicament ou facteur de croissance): 3 à 7 jours comme 

médicament, 30 à 90 jours comme facteurs de croissance (Tournut, 1989). 

Il existe de nombreuses études concernant l'effet bénéfique de l'utilisation des probio- 

tiques dont Lactobacillus, Bifidobacterium, Bacillus, Streptococcus, Enterococcus et Saccha- 

romyces cerevisiae sur la santé et sur les performances du poulet de chair (Higgins et al., 

2010). 

Le premier avantage et le plus important de l'application des probiotiques chez le pou- 

let de chair est que, contrairement aux antibiotiques, ils ne laissent aucun résidu dans les 

viandes, ce qui garantie la sécurité des consommateurs. Sur le plan sanitaire, les probiotiques 

préviennent les infections et l’implantation des microorganismes pathogènes chez le poulet de 

chair, ils exercent un effet antibactérien contre plusieurs bactéries fréquemment responsables 

d’infections et de mortalité du poulet notamment Salmonella sp., Clostridium, E. coli et Cam- 

pylobacter (La Regione et al., 2004 ; Awaad et al., 2006 ; Deng et al., 2020). 

Dans ce contexte, il a été démontré que Pediococcus acidilactici est capable de pro- 

duire de grandes concentrations d’acide lactique, ce qui permet de limiter la colonisation aux 

niveaux intestinal et caecal par Salmonella Typhimurium et Clostridium perfringens et proba- 

blement Escherichia coli (Awaad et al., 2005). 

 
Les probiotiques ont aussi un effet sur les performances zootechniques, dans ce con- 

texte plusieurs auteurs ont démontré que l’addition des probiotiques comme suppléments ali- 

mentaires améliore le gain de poids, diminue l’indice de consommation, améliore la digestion 
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et diminue le taux de cholestérol total dans la viande (Djezzar et al., 2014 ; Djezzar et al., 

2019). 

A titre d’exemple, l’administration d’un mélange de Lactobacillus et de Saccharo- 

myces cerevisiae (0,1 et 0,2 %) améliore l’ensemble des performances de croissance du pou- 

let de chair (Bai et al., 2013). De même, il a été conclu par Ladezma Torres et al. (2014), 

que 1,5 ml de supplément probiotique améliorent le gain de poids corporel et la hauteur des 

villosités et de la couche musculaire du jéjunum et de l'iléon. L’amélioration de l’histo- 

micrométrie intestinale c'est-à-dire la hauteur des villosités, profondeur des cryptes, épaisseur 

de la muqueuse et ratio hauteur villosités/profondeur des cryptes compte parmi les principaux 

effets des probiotiques en supplémentation animale (Bai et al., 2013). 

 
Il a été montré qu’une supplémentation alimentaire avec un mélange de Lactobacillus 

murinus, Streptococcus thermophilus et Pediococcus acidilactici s’est révélée être à l’origine 

d’une augmentation de la hauteur et de la largeur des villosités et de la profondeur des cryptes 

du duodénum, du jéjunum et de l’iléon (Harimurti et Hadisaputro, 2015). 

 
De nombreux facteurs tels que l'environnement, l’alimentation, le type d'additif, le do- 

sage et les caractéristiques de l'oiseau (âge, souche, stade de production) peuvent affecter les 

réponses des poulets de chair aux probiotiques (Yang et al., 2009). 

 
5.4. Mécanismes d’action des probiotiques 

Les probiotiques utilisent plusieurs mécanismes pour exercer leurs effets chez l’hôte. 

Ils agissent essentiellement comme des régulateurs de la flore intestinale. Plusieurs méca- 

nismes utilisés par les probiotiques sont basés sur l’inhibition des bactéries pathogènes (Ti- 

wari et al., 2012). 

Les principaux mécanismes d’action des probiotiques comprennent la régulation du 

microbiote intestinal en favorisant la prolifération sélective des groupes de bactéries béné- 

fiques et en réduisant la colonisation intestinale indésirable des bactéries pathogènes par le 

phénomène d’antagonisme (Mahesh et al., 2020). Ce dernier s’exerce par modification du pH 

intestinal à travers l’ionisation des acides organiques ou la diffusion de ces acides à travers la 

membrane cytoplasmique sous leur forme associée ou alors par production de substances qui 

inhibent le développement des agents pathogènes, telles que les bactériocines et les acides 

gras volatiles (Van Immerseel et al., 2010 ; Yang et al., 2017). 
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Hormis la production de substances inhibitrices, un autre mécanisme effectué par les 

probiotiques est l’exclusion compétitive qui repose sur la compétition entre les agents patho- 

gènes et les organismes natifs pour les sites d'adhésion (Tiwari et al., 2012) ainsi que la com- 

pétition pour les nutriments (Yang et al., 2009). 

En outre, les probiotiques participent également à la régulation de la production du 

mucus et de la motilité de l'intestin ainsi qu’à la stimulation de l'absorption des acides aminés 

et des minéraux comme le cuivre, le calcium, le fer, le manganèse et le magnésium sous 

l’effet du pH acide (Raghuwanshi et al., 2015). 

De plus, les probiotiques agissent par stimulation du système immunitaire en 

s’adhérant à la muqueuse intestinale, ce qui permet de créer une barrière naturelle pour l'en- 

trée des agents entéropathogènes (Raghuwanshi et al., 2015). En outre, il a été rapporté que 

les probiotiques sont dotés d’un effet protecteur via l’augmentation de la production des lym- 

phocytes T, des cellules CD+ et des globules blancs (Alloui et al., 2007 ;  Tiwari  et  al., 

2012 ; Fong et al., 2016). 

 
6. Genre Pediococcus 

Le genre Pediococcus appartient au groupe des bactéries lactiques, proche des lacto- 

bacilles et des leuconostocs. Ces bactéries sont à Gram positif, immobiles, ayant un métabo- 

lisme homofermentaire, aérobies à microaérophiles et ont un arrangement en tétrade (de Rois- 

sart et Luquet, 1994). 

Les pediocoques s’adaptent mieux aux habitats végétaux donc peuvent être isolés des 

végétaux et de leurs dérivés fermentés et occasionnellement isolés de l’intestin du dindon, des 

rumens, des fèces du poulet et du porc et sont capables de résister à différentes conditions 

environnementales. Plusieurs espèces appartiennent à ce genre dont Pediococcus pentosaceus, 

Pediococcus acidilactici, Pediococcus parvulus, Pediococcus inopinatus, Pediococcus dectri- 

nicus et Pediococcus damnosus (de Roissart et Luquet, 1994). Ces espèces ne présentent pas 

de risque de pathogénicité ni pour l’Homme ni pour l’animal. Elles sont utilisées comme pro- 

biotiques notamment l’espèce Pediococcus acidilactici qui présente des effets bénéfiques sur 

l’équilibre et le rôle de la microflore intestinale (Djezzar, 2013) tout en améliorant les per- 

formances de l’animal (Simon et al., 2001). 

Il a été rapporté que les Pédiocoques ont des effets antagonistes contre d'autres micro- 

organismes par la production d'acide lactique et de peptides antimicrobiens dont les pédio- 

cines. Ces pédiocines ont un large spectre d'activité contre diverses bactéries pathogènes 
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comme Escherichia coli, Enterococcus faecalis, Staphylococcus aureus et Clostridium per- 

fringens (Papagianni et Anastasiadou, 2009). 

Pediococcus acidilactici renforce l'écosystème microbien des volailles, contribue à la 

défense immunitaire et protège les poulets contre les conséquences du stress tel que la vacci- 

nation ou les changements de températures. Une amélioration de la consommation, du gain de 

poids et de l'indice de consommation a été observée ainsi que la qualité de la viande (Simon 

et al., 2001 ; Alloui et al., 2007). De plus, une diminution des teneurs plasmatiques en cho- 

lestérol, en triglycérides et en lipides totaux a été observée (Hammami, 2009). En outre, Il a 

aussi été montré qu’elle peut représenter une solution de lutte contre certaines bactéries pa- 

thogènes telles que Salmonella enteritidis et Escherichia coli par l’effet antibactérien qu’elle 

possède (Noohi, 2016). Ce bénéfice concerne également l'alimentation humaine, le poulet 

étant une source d’infection pour l'Homme (Awaad et al., 2005 ; Djezzar et al., 2014). 

De plus, il a été montré que l’ajout de « MitoMax® » qui contient des souches de Pe- 

diococcus acidilactici et de Sacharomyces boulardii à 0,1% dans la ration alimentaire des 

poulets d’élevage est susceptible d’améliorer la résistance des volailles à la coccidiose en 

augmentant l’immunité humorale par le taux d’anticorps spécifiques anti-Eimeria développés 

(Lee et al., 2007). 
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1. Lieu et période d’étude 

 
L’élevage de poulet de chair a été réalisé dans un bâtiment au niveau de l’Institut Na- 

tional de Recherche Agronomique d’Algérie (INRAA), station d’Oued Ghir (wilaya de Be- 

jaia). Il a débuté le 9 Juin 2021 pour se terminer le 19 Juillet 2021, soit un cycle d’élevage de 

40 jours. 

Avant de commencer l’élevage, une visite a été effectuée à deux fermes d’élevage de 

poulets de chair et de poules pondeuses situées dans la commune d’Amizour (Merdj Oua- 

mane, wilaya de Bejaia) afin de voir et d’apprendre les techniques d’élevage. 

2. Installation de la poussinière 

 
Un bâtiment a été mis à notre disposition au niveau de la station INRAA d’Oued Ghir, 

il s’agit d’un local bien aéré et adéquat pour la réalisation d’un élevage au sol de poulets de 

chair. Les poussins ont été élevés dans le même local afin d’assurer des conditions environ- 

nementales similaires pour tous les sujets. 

Deux semaines avant l’arrivée des poussins, le bâtiment d’élevage a été bien nettoyé et 

désinfecté, le matériel d’élevage (mangeoires, abreuvoirs, seaux d’eau...) ont été également 

lavés et désinfectés à l’eau de javel. Un nettoyage et désinfection réguliers du matériel est 

assuré quotidiennement. 

La poussinière a été préparée, avec l’aide d’un zootechnicien, en installant une garde 

en délimitant un espace du bâtiment à l’aide d’une bâche, cet espace a été divisé en trois com- 

partiments en séparant avec des isorels. L’installation des compartiments est faite de telle 

sorte que leur surface est maniable pour permettre de l’adapter au nombre de poussins/poulets 

pour respecter la densité/ m
2
. 

La litière constituée de coupeaux de bois (fournis par des menuiseries), a été étalée 

dans les trois compartiments sur une couche d’environ 8 cm et renouvelée 2 fois par semaine. 

 
3. Conditions d’élevage 

 
3.1. Les poussins 

 
Quatre vint dix (90) poussins d’un jour, de souche Arbor acres, issus d’un même cou- 

voir (W. Tizi Ouzou), achetés chez un éleveur de Bejaia, ont été pesés et répartis en 3 lots, de 

poids moyen homogène (46,08 g), avec une densité de 20 sujets/ m². Chaque compartiment 
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délimité dans le local reçoit un lot de 30 poussins. La densité change à la phase de croissance 

(10 sujets/m
2
). 

3. 2. La température 

 
Le chauffage a été assuré par un radiant de gaz à butane et un bain d’huile permettant 

d’avoir la même température dans les trois lots. Les températures au cours des différentes 

phases de l’élevage sont rapportées dans le tableau I. 

Tableau I. Températures durant l’élevage 

 
Semaine d’élevage Température (°C) 

1ère 
35 

2ème 
32 

3ème 
30 

4ème 
28 

5ème 
25 

3.3. La lumière 

 
La lumière permet de stimuler les poussins à bien manger, boire et se réchauffer. Trois 

lampes électriques ont été placées dans le local et allumées 24 h/24 h. 

3.4. L’aération 

 
L’aération a été assurée par l’ouverture des fenêtres présentes en haut du bâtiment en 

évitant les courants d’air. L’ouverture permanente des fenêtres assurait une bonne aération, 

cette dernière permet de fournir l’oxygène nécessaire et d’évacuer les gaz produits par la li- 

tière (ammoniac NH3, sulfate d’hydrogène H2S et dioxyde de carbone CO2) (Pineau, 2010). 

3.5. L’aliment 

 
L’aliment utilisé est à base de céréales, tourteaux de soja issus de meunerie, additionné 

de phosphate, carbonate de calcium, bicarbonate de Na, huile, acides aminés, oligoéléments, 

poly-vitamines, sels et anticoccidiens. Il a été gracieusement fourni par le complexe agro- 

alimentaire d’El-Kseur (CAA, unité aliment de bétail) wilaya de Bejaia. L’aliment a été dis- 

tribué selon chaque phase d’élevage. 

 

     Tous les sujets ont été alimentés avec la même quantité de cet aliment, une mangeoire 

pour chaque lot a été attribuée. Les ingrédients de l’aliment des trois phases sont les mêmes 

(Tableau I, annexe 1), une modification dans les proportions des composants se fait en pas- 
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sant d’une phase à une autre ainsi dans la forme en phase de démarrage l’aliment est sous 

forme de miette et dans la phase croissance et finition en forme granulé. 

3.6. L’eau de boisson 

 
L’eau de boisson distribuée aux poussins/poulets provenait de la station, il s’agit d’une 

eau de forage utilisée pour le bétail et filtrée. Durant la première semaine d’élevage, une solu- 

tion de réhydratation « Electrosol Oral » (Interchimie Werken, Hollande), a été ajoutée dans 

l’eau de boisson (5 %, v/v). Un abreuvoir a été déposé dans chaque lot et l’eau a été renouve- 

lée 2 fois par jour (matin et soir). 

3.7. Traitement préventif 

 
Les poussins ont été traités durant les 5 premiers jours par un antibiotique « En- 

floxacine » (Al-floxacine 10 %, m/v ; AAHP, Constantine, Algérie) prescrit par un vétérinaire 

(Amizour, Bejaia) et vaccinés au 13
ème

 jour (21/06/2021) contre la maladie de Newcastle et la 

bronchite infectieuse (BIO-VAC ND-IB, lyophilisat de deux virus atténués). Au 21
ème

 jour 

(29/06/2021), un vaccin de rappel de la maladie de Newcastle (NEW L Ceva phylaxia) a été 

administré. 

4. Etude in vivo 

 
Les poussins ont été répartis en trois lots selon l’étude. Cette dernière a commencé 

après l’arrêt de l’administration de l’enfloxacine (au 6
ème

 jour) comme suit : 

 Lot 1 : témoin « BIO », recevait seulement l’aliment ainsi que l’eau de boisson tel que 

décris ci-dessus. 
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 Lot 2 : traitement « ATB », recevait l’aliment et une eau de boisson additionnée de 

l’oxytétracycline « Oxytetr AL 500 P.S » comme promoteur de croissance (une 

fois/jour). 

 Lot 3 : expérimental « PRO » : recevait le même régime alimentaire que les deux lots 

précédents, et la souche probiotique Pediococcus acidilactici à tester (10
8
 UFC/mL, 

une fois/jour) par gavage. 

L’ensemble des manipulations décrites ci-dessous a été effectué au sein du laboratoire 

de Biologie de l’INRAA et du laboratoire de Microbiologie 1 (Bloc 9) de l’université de Be- 

jaia. 

4.1. Préparation et administration de la souche probiotique 

 
4.1.1. Souche utilisée 

 
La souche utilisée dans cette étude est une souche de Pediococcus acidilactici, qui fait 

partie de la collection des souches du laboratoire de Microbiologie Appliquée. La souche a été 

isolée des fientes de poulet de chair, identifiée par spectrométrie de masse Maldi Tof et 

caractérisée antérieurement quant à son potentiel probiotique in vitro. La souche a été 

conservée à - 80°C dans du bouillon MRS additionné de glycérol (10 %, v/v). 

4.1.
 
2. Revivification de la souche de Pediococcus acidilactici et standardisation 

de l’inoculum 

 
La revivification de la souche probiotique a été réalisée par la méthode bouillon - 

bouillon. Un volume de 1 mL de la culture bactérienne conservée à -80°C a été repiqué dans  

5 mL de bouillon MRS (Pronadisa, Madrid, Espagne) et incubé à 37°C/ 24 h. Après trois re- 

piquages successifs, la culture obtenue a été utilisée pour ensemencer en stries deux boites de 

gélose MRS (Biokar REF : BK089HA, France), suivie d’une incubation à 37°C/ 48 h. A 

l’issue de la période d’incubation, quatre colonies bien isolées ont été inoculées dans 9 mL de 

bouillon MRS et incubées à 37°C/18 h. 

Une série de dilutions décimales a été effectuée en portant successivement 1 mL de la 

culture bactérienne de 18 h et de ses dilutions dans 9 mL d’eau physiologique (9 g de 

NaCl/L). Un dénombrement a enfin été réalisé en ensemençant en masse une gélose MRS 

avec 1 mL des dilutions décimales appropriées (10
-7

-10
-9

). 
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4.1.2. Administration de la souche probiotique 

 
La souche de Pediococcus acidilactici a été préparée par repiquage de quatre colonies 

ayant poussé sur gélose MRS (48 h) dans 9 mL de bouillon MRS et incubation à 37°C/18 h. 

La culture fraiche obtenue a été centrifugée à 4500 g pendant 15 min et à 4°C, le culot obtenu 

a été remis en suspension dans l’eau de boisson. L’administration de la souche probiotique a 

été réalisée par gavage à raison de 1 mL par poussin/poulet. 

4.2. Etude microbiologique 

 
4.2.1. Implantation de la souche probiotioque et évolution de la flore enté- 

rique 

Un dénombrement de la flore lactique, flore totale, des entérobactéries et des coliformes 

dans les fientes des poussins/poulets a été effectué une fois par semaine. Trois échantillons de 

fientes (1 g/échantillon) par lot ont été prélevés et une série de dilutions décimales (10
-1

,10
-2

, 

10
-3

,…..,10
-9

) a été réalisée dans 9 mL d’eau physiologique. Deux boites ont été ensemencées 

en masse pour chaque flore, en portant 1 mL de la dilution correspondante dans la gélose 

(tableau II). 

Tableau II. Flores dénombrées, milieux et dilutions utilisés 

 
Flore Gélose Dilution 

Flore lactique MRS (Biokar, France) 10
-5

-10
-7

 

Flore totale Gélose nutritive 

(TM MEDIA, Inde) 

10
-8

-10
-9

 

Coliformes VRBL 
« Violet Red Bile Lactose » 

(Pronadisa, Madrid. Espagne) 

10
-7

-10
-8

 

Entérobactéries Gélose VRBG 
« Violet Red Bile Glucose » 

(HIMEDIA, Inde) 

10
-7

-10
-8

 

 

 
Après 24 h (coliformes et entérobactéries) à 48 h (Flores lactique et totale), les colo- 

nies qui apparaissent dans les boites ont été comptées et le nombre de cellules a été calculé 

suivant la formule (Guiraud, 2003) : 
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ΣC   

v (n1+0.1n2+…)d  

ΣC: Somme des colonies comptées sur les 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 

4. 2. 2. Effet sanitaire : Taux de mortalité 

Le taux de mortalité (TM) est un facteur important de rentabilité. Il a été déterminé par 

phase d’élevage J 18, J 32 et J 40 par comptage des cadavres ramassés quotidiennement. Nous 

n’avons pas pris en considération la mortalité enregistrée lors des 5 premiers jours (phase 

d’adaptation) à cause des conditions d’ambiance. Le comptage a commencé le 6
ème

 (début de 

l’expérimentation). Le taux de mortalité exprimé en pourcentage (%) a été calculé à partir de 

la formule suivante : 

TM (%) = (Nombre de sujets morts/Nombre de sujets de départ) ×100 

 
4.3. Etude zootechnique 

 
Deux paramètres zootechniques ont été suivis au cours de cette étude : l’indice de con- 

sommation et le poids. 

4.3.1. Indice de consommation (IC) 

L’indice de consommation a été calculé à partir de la formule suivante :  

IC =Quantité d’aliment consommée (Kg) / Quantité d’aliment fournie (Kg) 

 
La quantité journalière moyenne d’aliment consommée  a été calculée par la formule ci- 

dessous : QMC= quantité d’aliment consommée par jour/nombre de sujets en vie 

 
4.3.2. Croissance et prise de poids 

 
L’évolution pondérale des poussins a été suivie en effectuant des pesées des sujets de 

chaque lot, la pesée a été faite à l’arrivée des poussins le 1
er

 jour, par la suite chaque semaine. 

Le poids moyen(g)= poids global des sujets/ le nombre de sujets pesés 
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4.4. Etude pondérale après l’abattage  

 
L’abattage a eu lieu à l’âge de 40 jours, neuf poulets soit 3 par lot ont été pris, pesés 

puis abattus par saignée de la veine jugulaire, déplumés puis éviscérés manuellement. 

Le poids des carcasses, après déplumage puis après éviscération, et celui des organes 

internes (foie, cœur et gésier), a été déterminé à l’aide de deux balances électroniques, la pre- 

mière d’une capacité maximale de 30 kg et d’une précision de 10 g et la deuxième d’une ca- 

pacité de 5 kg d’une précision de 0,1 g. 

Les pesées et les paramètres de calcul sont, 

 
 Le poids vif (PV) : c’est le poids du poulet vivant juste avant l’abattage. 

 Le poids de la carcasse (PC): c’est le poids de la carcasse après abattage et déplu- 

mage. 

 Le poids de la carcasse éviscérée (PCE). 

 Le rendement de la carcasse éviscérée (RCE) : RCE % = (PCE/PV)*100 

 Poids et pourcentage des viscères par rapport au poids vif : % Organe = (P or- 

gane/ PV) * 100. 

 

4.5. Etude histo-morphologique 

 
Les intestins de 9 poulets ont été prélevés en entier à savoir neufs échantillons de tis- 

sus des trois parties (duodénum, jéjunum, iléon) et fixés dans du formol 36℅ (39℅ w/v) de 

marque VWR Chemicals (France) dilué à 10℅, dans le but de conserver et de faire durcir les 

structures tissulaires. L’étude histologique a pour but la mise en évidence d’éventuelles diffé- 

rences entre la hauteur, la largeur des villosités et la profondeur des cryptes du duodénum, du 

jéjunum et de l’iléon des différents échantillons. Les coupes histologiques ont été réalisées au 

niveau de laboratoire d’histopathologie de la faculté de médecine (université de Bejaia), sui- 

vant la technique décrite ci-dessous : 

4.6.1. Fixation 

 
Après réalisation des coupes transversales et longitudinales de chaque partie de l’intestin 

(duodénum, jéjunum et iléon), les fragments ont été placés dans des cassettes d’inclusion puis 

immergées dans des bacs de formol à 10℅, la fixation permet de conserver les structures his- 

tologiques et leur durcissement. 
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4.6.3. Déshydratation 

 
Après fixation, et à l’aide d’un automate, les fragments ont été fait passer dans des bains 

successifs d’alcool (Honeywell, Allemagne) de concentrations croissantes (70℅, 80℅, 90℅ et 

100℅). Cette étape permet d’éliminer l’eau intracellulaire, pour pouvoir réaliser des coupes 

fines sans perdre la structure cellulaire. 

4.6.3. Imprégnation 

 
Pour enlever les traces d’alcool on passe les fragments dans un bain de xylène (BIO- 

CHEM Chemopharma, France). 

4.6.4. Inclusion 

 
Cette étape nous permet de réaliser des coupes fines, l’inclusion a été réalisée au niveau 

d’un automate de paraffine wax pallets 58°-60° (BIOCHEM Chemopharma, France). 

4.6.5. Mise en bloc 

Les échantillons ont été mis dans des moules en métal et de la paraffine liquide a été 

coulée. Après congélation, on obtient des blocs de paraffine à l’intérieur desquels se trouvent 

les fragments. 

4.6.6. Découpage 

 
Les blocs de paraffines obtenus ont été introduits dans un microtome qui nous permet 

de réaliser des sections de 5 µm. La confection de coupes comporte trois étapes : 

 L’étalement : Des segments de ruban de paraffine ont été étalés sur des lames de verre 

contenant un liquide d’étalement. 

 Le collage : Les lames de verre ont été placées sur une plaque chauffante ou dans un 

bain marie (43 à 45°C). 

 Le séchage : Les préparations ont été séchées à l’étuve (45°C) pendant une heure. 

 
 

4.6.7. Déparaffinage 

 
Les lames ont été placées dans une étuve afin de liquéfier et d’éliminer la paraffine. 

 
4.6.8. Réhydratation 

 
Les lames ont été immergées dans des bains d’alcool de degrés décroissants (100℅, 

90℅, 80℅ et 70℅), puis dans de l’eau distillée. 
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4.6.9. Coloration 

Les préparations ont été colorées à l’hématoxyline de Harris. 

 

4.6.10. Conservation 

 
Des lamelles ont été fixées sur les lames à l’aide l’Eukit pour leur conservation. 

 
 

4.6.11. Observation microscopique et analyse graphométrique 

 
Les lames ont été observées sous microscope optique, des images ont été obtenues et 

les paramètres morpho-métriques (hauteur des villosités, épaisseur des muqueuses et profon- 

deurs des cryptes)  ont été calculés à l’aide d’un logiciel de  traitement des images Image      

J« Image J 1.52a » (National Institute of Health, USA). Cette étape a été réalisée au niveau du 

laboratoire de Recherche en Ecosystèmes marins et aquacoles (Université de Bejaia). 

 

 

5. Analyse statistique 

 
Les résultats des différents tests ont été traités en calculant la moyenne et l’écart type 

puis ont l’objet d’une analyse de la variance à une seule variable (ANOVA) pour déterminer 

les différences significatives entre les résultats obtenus (P<0,05). Le test de student a été utili- 

sé  pour  comparer  entre  les  moyennes,   en  utilisant  le  logiciel   XLSTAT   version   2009. 
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1. Etude microbiologique 

 
1.1. Suivi de l’implantation de la souche de pédiocoque 

 

L’administration de la souche probiotique de Pediococcus acidilactici a commencé 

après l’arrêt de l’administration de l’enfloxacine (traitement prophylactique), c'est-à-dire au 

6
ème

 jour d’élevage. 

Afin de suivre la survie de la souche probiotique dans le tube digestif des poulets et de 

mettre en évidence son influence sur la flore lactique du microbiote intestinal, des dénombre- 

ments de la flore lactique ont été effectués. Les résultats (Figure 2) montrent une différence 

hautement significative (P<0,001) du taux de la flore lactique entre le lot 3 (recevant le pro- 

biotique) et les deux autres lots (témoin et recevant l’antibiotique) à partir du 18
ème

 jour 

d’élevage (fin de la phase de démarrage). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 2. Evolution du taux la flore lactique au cours de l’élevage au niveau des trois 

lots. Lot 1(BIO), Lot 2 (ATB) et Lot 3(PRO). 

 
Le taux de la flore lactique dans le lot 3 (PRO) a connu une augmentation jusqu’au 

37
ème

 jour d’élevage, cette augmentation serait probablement due à l’administration de la 

souche probiotique durant les 4 dernières semaines d’élevage. Après arrêt de l’administration 

de la souche probiotique, la flore lactique est restée stable jusqu’au 37
ème

 avec une charge 

supérieure à celle dénombrée dans les fientes des deux autres lots (ATB) et (BIO). Des diffé- 
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rences significatives (P<0,05) entre le lot probiotique et les deux autres lots ont été observées 

des le 12
ème

 jour d’élevage. 

 
1.2. Effet de la souche probiotique sur l’état sanitaire des poulets 

1.2.1. Mortalité 

L’état de santé des volailles a été évalué dès l’arrivée des poussins jusqu’à la fin de 

l’élevage. Le tableau III montre le nombre de sujets sains et morts au cours de 

l’expérimentation. D’après les résultats il apparait que le taux de mortalité est plus élevé au 

cours de la phase de démarrage et dans le lot 2. Cette mortalité est plus probablement due aux 

conditions d’élevage. En effet, le lot 2 a été plus exposé à la source de chaleur que les deux 

autres lots. Cette contrainte a été éliminée juste après le constat de la mortalité. Au cours de la 

phase de croissance, le taux de mortalité est très faible (1 sujet/lot dans le cas des lots ayant 

reçu l’antibiotique et le probiotique respectivement). Aucune mortalité n’a été enregistrée au 

cours de la phase de finition. Il a déjà été rapporté que l’addition d’une souche probiotique de 

Pediococcus acidilactici lors de l’élevage de poulet de chair n’a montré aucun effet sur la 

mortalité (Chafai et al., 2007). Heggazy et al. (2014) ont rapporté que la supplémentation en 

Pediococcus acidilactici a légèrement amélioré le taux de croissance relatif des poussins en 

les protégeant contre les infections. 

 
Tableau III. Taux de mortalité dans les trois lots au cours de l’étude. 

 

 
Début de l’étude 

 
Phase d’élevage 

Lot 1(BIO) Lot 2 (ATB) Lot 3 (PRO) 

30 sujets 30 sujets 30 sujets 

 
Mortalité 

Démarrage 0 mort 2 morts 0 mort 

Croissance 0 mort 1 mort 1 mort 

Finition 0 mort 0 mort 0 mort 

 

Fin de l’étude 

 

30 sujets 

 

27 sujets 

 

29 sujets 

 

Le taux de mortalité a été calculé pour les trois lots (tableau IV). 

Tableau IV. Taux de mortalité durant l’élevage 

 

Phase Démarrage Croissance Finition 

Lot 1 0 % 0 % 0 % 

Lot 2 7 % 3 % 0 % 

Lot 3 0 % 3 % 0 % 
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1.2.2. Dénombrement de la flore totale, des entérobactéries et des coliformes 

 
Pour évaluer l’effet antimicrobien de la souche probiotique sur le microbiote intestinal 

des poulets, un dénombrement de la flore totale, des entérobactéries et des coliformes à partir 

des fientes des trois lots a été effectué. Les résultats des dénombrements sont montrés sur la 

figure 3. 

 

Au 6
ème

 jour d’élevage, le taux de la flore totale, y compris les entérobactéries et les 

coliformes a été très important dans la flore des poussins, ceci serait probablement lié à 

l’installation de cette flore environnementale dès l’éclosion. Fuller (1984) a rapporte que les 

coliformes, les streptocoques et les clostridies colonisent rapidement l’intestin des volailles, 

dès le premier jour d’éclosion. 

 

Les résultats du dénombrement montrent une diminution du nombre d’entérobactéries 

et des coliformes dans le lot 3 (PRO) à la fin de la phase de démarrage (18
ème

 jour). Par contre 

leur nombre a augmenté chez les deux autres lots (ATB et BIO), en particulier le lot ATB. 

 

Par ailleurs, la charge de cette flore augmente chez les trois lots durant les deux phases 

d’élevage : croissance et finition, mais elle reste significativement inférieure chez le lot 3 

(PRO). Le taux des coliformes est nettement plus important au niveau du lot 2 (ATB) par rap- 

port aux lots 1 (BIO) et 3(PRO). 

 
Dans la présente expérience, les résultats du dénombrement de la flore totale montrent 

une augmentation significative (P<0,05) au niveau du lot témoin (BIO) à la fin de la phase de 

démarrage (18
ème

 jour). Par contre, chez les poulets des lots 2 (ATB) et 3 (PRO), une baisse 

du nombre de bactéries (P<0,05) a été observée dés le 18
ème

 jour mais sans différence signifi- 

cative entre les deux lots (P<0,05), ce qui serait la conséquence de l’addition de l’antibiotique 

et de la souche probiotique respectivement. Cependant, à partir du 26
ème

 jour, des différences 

significatives (P<0,05) ont été observées entre les lots 2 et 3. En effet, une augmentation du 

taux de la flore a été constaté dans le lot 2 par rapport au lot 3 où le taux s’est stabilisé 

jusqu’au 37
ème

 jour. Ceci démontre l’effet d’équilibre de la flore intestinale exercé par la 

souche probiotique. Il a été antérieurement rapporté que les lactobacilles diminuent le pH  

dans le tube digestif des poulets par la production d’acides organiques en conduisant à un ef- 

fet bactéricide et limitant la croissance des bactéries néfastes et des levures (Jin et al., 1996 ; 

Van Der Wielen et al., 2000). 
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Figure 3. Evolution du taux de la flore totale (A), des entérobactéries (B) et des coliformes 

(C) au cours de l’élevage au niveau des trois lots. Lot 1(BIO), Lot 2 (ATB) et Lot 3 (PRO). 

Les lettres différentes indiquent des différences significatives (P<0, 05). 
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2. Etude zootechnique 

 
2.1. Consommation alimentaire 

L’évolution des quantités quotidiennes d’aliments consommées, à partir du 5
ème

 

jusqu’au 37
ème

 jour d’élevage (sur une période de 33 jours), par les poulets des trois lots a 

montré des valeurs croissantes des quantités moyennes consommées durant toutes les phases 

d’élevage. Il est à noter que la consommation alimentaire dans les lots PRO et ATB, recevant 

la souche probiotique et l’antibiotique respectivement, est inférieure à celle du lot témoin 

(BIO) durant les phases de démarrage et de croissance. Par contre, durant la phase de finition 

(à partir du 28
ème

 jour), la quantité moyenne con- sommée par les poulets du lot 3 (PRO) est 

nettement plus inferieure à celle des deux autres lots (ATB) et (BIO). 

 
 

Plusieurs études ont montré que certaines bactéries probiotiques présentent  un effet 

sur la consommation d’aliments chez la volaille. Chafai et al. (2007) ont constaté qu’au cours 

de toutes les phases d'élevage, les poulets ayant reçu un régime supplémenté en Pediococcus 

acidilactici présentaient des ratios alimentaires inférieurs à ceux du groupe témoin.  Par 

contre, Vittorio et al. (2005) ont rapporté que la quantité moyenne d’un aliment supplémenté 

de Pediococcus acidilactici et consommée par l’ensemble des poulets, était significativement 

supérieure à celle consommée par les poulets du groupe témoin. Toutefois, Mountzouris et 

al. (2007) ont constaté dans leur étude réalisée sur des poussins qu’une formulation probio- 

tique composée de souches de Bifidobacterium, Enterococcus et Pediococcus n’avait aucun 

effet sur la quantité d’aliments consommée. 

 
2. 2. Indice de consommation (IC) 

L’indice de consommation a été amélioré en ajoutant la souche probiotique. En effet, 

sa valeur varie de 0,98 (lot 1), 0,93 (lot 2) à 0,89 (lot 3). 

Ces résultats sont en accord avec ceux enregistrés par Vittorio et al. (2005), ayant 

rapporté que l'indice de consommation (IC) a été réduit au 35
ème

 jour d'élevage chez les pou- 

lets recevant Pediococcus acidilactici. De même, Djezzar et al. (2019) ont rapporté que 

l’indice de consommation chez les poulets ayant reçu un régime alimentaire supplémenté en 
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Pediococcus acidilactici et Saccharomyces cerevisiae était significativement inférieur 

(P<0,05) à celui enregistré chez ceux recevant un régime ordinaire et ce durant les trois 

phases d’élevage. Par contre, Gianennas et al. (2014) ont indiqué dans leur étude que l’ajout 

de trois souches Enterococcus faecium #589, Bifidobacterium animalis #503 et Lactobacillus 

salivarius #505 dans l’aliment ou la boisson des poulets n’a aucun effet sur l'indice de con- 

sommation. 

 
2. 3. Croissance et prise de poids 

 
  2.4. Evolution pondérale et gain moyen quotidien 

La croissance des poussins des trois lots a été évaluée toutes les semaines durant la 

période d’élevage, les poids moyens des poulets sont présentés dans la figure 4. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 4. Evolution hebdomadaire du poids vif (g) des poussins ou poulets des trois lots. 

Lot 1 (BIO), Lot 2 (ATB) et Lot 3 (PRO) 

 

 

Des différences de poids vifs ont nettement été observées, les poulets du lot 3 (PRO) 

présentent un gain de poids plus élevé que celui des deux autres lots (témoin et recevant des 

antibiotiques).  
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Il faut noter que l’addition de la souche probiotique a un effet bénéfique sur la crois- 

sance des poulets, ceci s’est traduit à la 5
ème

 semaine par des poids significativement supé- 

rieurs (P<0,05) par rapport aux poids enregistrés chez les poulets des deux autres lots. Cette 

période de latence observée pour avoir un effet significatif pourrait s’expliquer par le temps 

nécessaire à la souche pour s’installer et de se maintenir au niveau du tube digestif de 

l’animal. 

Ces résultats sont en accord avec plusieurs rapports démontrant que l’ajout de souches 

probiotiques aux poulets améliore leur poids vif. 

Chafai et al. (2007) ont montré qu’une souche de Pediococcus acidilactici, utilisée 

comme probiotique, a pu améliorer la croissance des poussins auxquels elle a été administrée. 

De même Djezzar  et  al.  (2019)  ont rapporté que l’association de  Pediococcus acidilacti-  

ci et Saccharomyces cerevisiae a amélioré le poids vif moyen des poulets à la fin de chaque 

phase d’élevage. 

De plus, Heggazy et al. (2014) ont rapporté que la supplémentation en Pediococcus 

acidilactici a amélioré significativement (P≤0,05) le poids corporel des poulets de chair du- 

rant la 1ère, 2ème et 3ème semaine d'élevage d'environ 16,3%, 18,6% et 11,2% respective- 

ment par rapport au groupe témoin. 

Des gains de poids significativement meilleurs ont été enregistrés chez des poulets 

ayant reçu, dans l’eau de boisson, une association de souches probiotiques (Lactobaccilus 

reuteri, Enterococcus faecium, Bifidobacterium, Pediococcus acidilactici et Lactobacillus 

saliviarus) par rapport aux poulets du lot témoin (sans probiotiques) (Ledezma-Torres et al., 

2015). 

De même, Opalinski et al. (2007) ont rapporté un effet bénéfique d’une souche de 

Bacillus subtilis sur le gain de poids des poulets de chair. En effet, aucune différence signifi- 

cative n’a été enregistrée entre le gain de poids chez les poulets supplémentés avec la souche 

probiotique et ceux supplémentés avec l’antibiotique « avilamycine » (P>0,05). 

Cet effet pondéral positif nous permet de supposer une meilleure santé et fonctionnali- 

té du tube digestif des poulets, probablement soumis à une flore digestive plus performante, 

rétablie et stabilisée par la souche probiotique (Chafai et al., 2007 ; Djezzar et al., 2014). 
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2. Etude pondérale après l’abattage 

 
2.4. Rendement en carcasses 

Le poids vif des poulets après abattage, celui des carcasses après déplumage et après 

éviscération et le poids des abats a été pesé et le poids moyen a été calculé. Les résultats obte- 

nus sont portés sur la figure 8. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 5. Variation du poids des carcasses et des viscères chez les trois lots à la fin de 

l’élevage (40 jours) : Lot 1: témoin, Lot 2 : antibiotique, Lot 3: probiotique. Le poids vif  

(PV) : c’est le poids du poulet vivant juste avant l’abattage, le poids de la carcasse (PC): c’est 

le poids de la carcasse après abattage et déplumage et PCE est le poids de la carcasse éviscé- 

rée. 

La figure 8 montre que le poids vif, le poids de la carcasse et le poids de la carcasse 

éviscérée sont meilleurs chez le lot PRO recevant la souche Pediococcus acidilactici par rap- 

port aux deux autres BIO et ATB. De même le poids des viscères (cœur, gésier et foie) des 

poulets du lot recevant la souche probiotique est supérieur à celui des poulets des deux autres 

lots. 

Ces résultats sont en accord avec ceux enregistrés par Djouvinov et al. (2005). Ces 

derniers ont rapporté que l'administration d’une formule « Lactina » comportant Streptococ- 

cus thermophilus, Enterococcus faecium et quatre souches de Lactobacillus dans le régime 

alimentaire des poulets de chair améliorait le poids vif, le poids de la carcasse, du foie, du 

gésier et du cœur, bien qu'ils n'aient eu aucun effet sur la consommation d'aliments. 
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2.4.1. Le rendement de la carcasse éviscérée (RCE) 

 
Le rendement de la carcasse éviscérée (RCE) a été de 76,96 % pour le lot 1, de 79,00 % 

pour le lot 2 et de 77,85 % pour le lot 3. 

4.1. 2. Poids et pourcentage des viscères par rapport au poids vif 
 

Le tableau V regroupe les résultats du pourcentage des viscères par rapport au poids 

vif. 
 

Tableau V. Pourcentages des viscères par rapport au poids vif (PV) 

 
Organe Cœur Gésier Foie 

Lot 1 
0,45 0,50 0,46 

Lot 2 
1,63 1,40 1,63 

Lot 3 
2,82 2,92 2,66 

 

 
Quoique les poids des carcasses, du cœur et du gésier sont supérieurs chez les poulets 

du lot 3 (PRO), aucune différence significative n’a été notée (P>0,05). 

Ceci est en accord avec les résultats de Hammami (2009) qui a rapporté que l’addition d’une 

souche probiotique de Pediococcus acidilactici n’a pas modifié le rendement en  carcasse 

chez le lot traité. De même, Sri-Harimurti et al. (2014) ont également rapporté que l'appli- 

cation d'un mélange de Lactobacillus murinus Ar3, Streptococcus thermophilus Kd2, et Pe- 

diococcus acidilactici Kp6 avait des effets significatifs sur le poids vif, le rendement de la 

carcasse, le poids de la portion de poitrine, le poids de la graisse abdominale, et le pourcen- 

tage de graisse abdominale, mais pas sur le rendement de carcasse. 

Par contre, Salehizadeh et al. (2019) ont rapporté que le rendement en carcasse ainsi 

que le poids des abats a été significativement amélioré chez les poulets recevant des souches 

de bactéries lactiques sélectionnées et des mélanges de souches probiotiques commerciaux. 

 

 

3. Etude histo-morphologique 

 
Afin d’évaluer l’effet de la souche probiotique sur la morphologie intestinale des pou- 

lets, une étude histologique des segments d’intestins des poulets au niveau du duodénum, du 

jéjunum et de l’iléon a été réalisée. Les résultats obtenus après observation microscopique des 
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coupes histologiques colorées à l’hématoxyline-éosine ne montrent aucune différence au ni- 

veau des différents segments intestinaux des poulets des trois lots, ce qui confirme sa non- 

toxicité. 

 

           L’ajout du probiotique n’a entrainé aucun effet observable, que se soit l’apparition de 

lésions ou de modifications de la morphologie des segments de l’intestin (jéjunum, duodénum 

et l’iléon) chez les poulets de chair, contrairement à l’antibiotique qui a causé des lésions au 

niveau des trois segments. Les résultats ont montré, en présence du probiotique, une 

augmentation de la hauteur des villosités du jéjunum (4,4 %) et du duodénum (6,3 %), de la 

largeur des villosités (37%, 5 %, et 3,5 %) et de la profondeur des cryptes (14 %, 65 % 33 

%) des trois segments (jéjunum, duodénum et iléon respectivement). 
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Conclusion 

Dans cette étude, une souche probiotique de Pediococcus acidilactici a été testée in vi- 

vo chez le poulet de chair. La souche a été ajoutée à l’eau de boisson et administrée à des 

poussins de 6 jours, par gavage durant une période de 30 jours, et ce afin de mettre en évi- 

dence son effet sur l’état sanitaire, la flore intestinale et les performances zootechniques du 

poulet par comparaison à un antibiotique, longtemps utilisé comme promoteur de croissance, 

à savoir l’oxytétracycline. 

A travers cette étude, il ressort que l’administration de la souche de Pediococcus acidi- 

lactici a un effet significatif sur la prise de poids (2251,72g±156,63g) chez les poulets rece- 

vant le probiotique, (2038,33g±204,15g) chez ceux recevant l’antibiotique et 

(1986,66g±104,34g) chez ceux recevant le régime non supplémenté) ainsi que sur la quantité 

quotidienne d’aliments consommée et l’indice de consommation (0,89) chez les poulets rece- 

vant la souche probiotique par rapport à ceux recevant l’antibiotique (0,93) et ceux ayant suivi 

un régime alimentaire non supplémenté (0,98). 

Il a également été mis en évidence que la supplémentation en cette souche probiotique 

a un effet sur l’équilibre de la microflore intestinale en diminuant le nombre des entérobacté- 

ries, des coliformes et de la flore totale et en favorisant l’installation de la flore lactique, par 

contre aucun effet significatif sur la mortalité n’a été enregistré. 

Parallèlement, le poids de la carcasse, de la carcasse éviscérée et des viscères (cœur, 

gésier et foie) a nettement été amélioré chez les poulets ayant reçu la souche de Pediococcus 

acidilactici. L’étude du bilan lipidique sanguin a permis d’observer un effet réducteur sur le 

taux du cholestérol total et les LDL et une augmentation du taux des HDL, ce qui démontre  

un effet sur la qualité de la viande de poulet. L’étude histologique et l’analyse graphometrique 

ont montré un effet stimulateur sur le développement des villosités et des cryptes intestinales, 

favorisant ainsi l’absorption intestinale des nutriments. 

Enfin, ces résultats renforcement les résultats obtenus antérieurement sur l’effet pro- 

biotique de la souche de Pediococcus acidilactici testée et prouvent son efficacité en tant que 

promoteur de croissance, pouvant être utilisée avec succès comme alternative aux antibio- 

tiques dans l’élevage de poulets. 

Toutefois, cette étude reste expérimentale, et une étude pilote sur un grand élevage de 

poulets, en l’incorporant dans leur alimentation, devrait être envisagée pour conclure à son 

efficacité. Pour cela, l’encapsulation et la formulation d’un aliment probiotique à base de la 

souche de Pediococcus acidilactici encapsulée est la principale perspective de cette étude. 
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Annexe 1 : 

Annexes 

 

Tableau I. Composition de l’aliment durant les trios phases d’élevage. 
 

Ingrédients 

 Tourteaux de soja 

 Céréales 

 Phosphate 

 Bicarbonate de Na 

 Carbonate de calcium 

 Huile 

 Acides aminés 

 Oligoéléments 

 Poly-vitamines 

 Sel 

 Anticoccidien 

 

Annexe 2: 
 

 Vaccins utilises 

 Vaccin 1: BIO-VAC ND-IB 
 

 
Vaccin 2: NEW L CEVA 

 

 

 



 

 

 

 Antibiotique: Oxytetracycline : Oxytetr AL500 P.S 
 

 

 

 

 Solution de réhydratation 
 

 



 

 

 

Résumé 
L’efficacité d’une souche probiotique ne peut être confirmée qu’en la testant in vivo chez 

l’hôte auquel elle est destinée. Pour cela, et afin de démontrer l’efficacité sanitaire et zootech- 

nique d’une souche probiotique de Pediococcus acidilactici chez le poulet de chair, une étude 

in vivo a été réalisée sur des poussins de 6 jours. Pour cela, 90 poussins d’un jour, de souche 

Arbor acres ont été repartis équitablement en trois lots, lot 1 témoin, recevant l’aliment et une 

eau de boisson sans aucun additif, lot 2 traité, recevait l’aliment et une eau de boisson addi- 

tionnée de l’oxytétracycline comme promoteur de croissance et lot 3 expérimental, recevait 

l’aliment et une eau de boisson supplémentée en la souche probiotique (10
8
 UFC/mL). Durant 

cette étude, les flores totale et lactique, les entérobactéries et les coliformes ont été dénombrés 

chaque semaine afin de suivre l’implantation de la souche probiotique et l’évolution de la 

flore entérique et le taux de mortalité a été évalué. La prise de poids, l’indice de consomma- 

tion, la quantité d’aliment consommée/jour, le rendement en carcasses ont été calculés. De 

même, le taux de cholestérol total (CT), des LDL, HDL et des triglycérides (TG) ont été dé- 

terminés pour finir avec une étude histo-morphologique sur les trois segments de l’intestin. 

Les résultats ont montré que la souche testée a réduit de manière significative (P<0,05) le taux 

de la flore totale, des entérobactéries et des coliformes tout en favorisant la flore lactique et a 

amélioré, significativement (P<0,05), les performances zootechniques des poulets (poids plus 

élevé, indice de consommation et quantité quotidienne d’aliment consommée nettement ré- 

duits). De même, une diminution significative (P<0,05) dans la teneur en CT, TG et en LDL 

et une augmentation du taux des HDL ont été enregistrés. La souche n’avait aucun effet signi- 

ficatif sur le rendement en carcasses, quoique le poids de la carcasse éviscérée et des viscères 

fussent meilleurs pour le lot expérimental. L’étude histo-morphologique et l’analyse grapho- 

métrique ont montré un effet stimulateur sur le développement des villosités et des cryptes 

intestinales, favorisant ainsi l’absorption intestinale des nutriments. 

Mots clés: Poulet de chair, Pediococcus acidilactici, in vivo, performances zootechniques. 

Abstract 

Efficiency of a probiotic strain could not be confirmed without an in vivo evaluation in the 

hote to which it is designated. So, in order to demonstrate the sanitary and zootechnic effi- 

ciencies of a probiotic Pediococcus acidilactici strain in broilers, an in vivo study was under- 

taken using ducks of 6 days old. For this, 90 ducks of one day old, of Arbor acres strain, were 

equally divided in 3 groups, a control group, receiving food and water without any additive, a 

treated group, receiving food and water supplemented with an antibiotic “oxytétracycline” as 

a growth promoter and an experimental group, receiving food and water containing the probi- 

otic strain (10
8
 CFU/mL). During this study, total and lactic flora, enterobacteria and coli- 

forms were weekly counted in order to follow the installation of the probiotic strain and the 

evolution of the enteric flora and the mortality rate was evaluated. Weight gain, digestion in- 

dex, daily food intake, and carcasses yields were calculated during the 5 rearing weeks. Simi- 

larly, total cholesterol (TC), LDL, HDL and triglycerides (TG) rates were determined and 

finally a histo-morphologic study was performed on three segments of the intestine. The re- 

sults revealed that the Pediococcus acidilactici strain reduced significantly (P<0.05) the rates 

of total flora, enterobacteria and coliforms in favor of lacic flora and improve significantly 

(P<0.05), the zootechnic performances of the broilers (higher weight, less digestion index and 

food intake). Similarly, a significant reduction (P<0.05) of TC, TG and LDL levels concomi- 

tant to an increase of HDL rates were registered. The strain didn’t’ have any significant effect 

on the carcasses yield but the weight of eviscerated carcasses and the viscera were better. The 

histo-morphologic study and the graphometric analysis demonstrated a stimulator effect on 

the development of the intestinal velocities and crypts, improving by the way the intestinal 

absorption of the nutrients. 

Keywords: Broilers, Pediococcus acidilactici, in vivo, zootechnic performances. 


