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RÉSUMÉ 

Les bactéries probiotiques sont maintenant reconnues comme ayant des effets bénéfiques pour la 

santé humaine et animale. Toutefois, ces micro-organismes doivent être acheminés vivants dans 

l’intestin pour agir efficacement. L’objectif de cette étude est d’évaluer, in vivo, l’efficacité d’un 

comprimé à base de β-lactoglobuline succinylée pour la protection des conditions stomacales de 

deux souches de probiotiques, Bifidobacterium longum R0175 et Lactobacillus helveticus R0052. La 

capacité de délivrer ces probiotiques vivants dans l’intestin de porc a été étudiée par comptes 

bactériens et par qPCR. L’influence deux souches sur les populations du microbiote intestinal a 

également été évaluée par technique moléculaire permettant de caractériser le polymorphisme de 

longueur des fragments de restriction terminaux (T-RFLP). Bien que certains effets aient été 

observés sur certains groupes de bactéries, l’ensemble des résultats obtenus ne permet pas de 

conclure que l’encapsulation à base de β-lactoglobuline succinylée améliore la survie des bactéries 

probiotiques après passage gastrique. 
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ABSTRACT 

So far, many probiotic bacteria have been recognized for their beneficial effects on human and 

animal health. However, to act efficiently, these microorganisms must be delivered alive in the 

intestine, but several bacterial strains with high probiotics potential are greatly affected by acidic 

conditions of the stomach. The aim of this study was to evaluate the in vivo performance of 

succinylated β-lactoglobulin tablet to protect two probiotics, Bifidobacterium longum R0175 (Bl) and 

Lactobacillus helveticus R0052 (Lh), from harsh stomach conditions. The capacity to release alive 

these two bacteria in the pig intestine was evaluated by bacterial counting and quantitative PCR on Bl 

and Lh. The influence of these two strains on the intestinal microbiota was also evaluated by terminal 

restriction fragment length polymorphism (T-RFLP). Although some effects were observed on 

Ruminococcaceae, the results did not allow to conclude that the encapsulation of probiotics with 

succinylated β-lactoglobulin help to improve survivor after gastric transit. 
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AVANT-PROPOS 

Ce mémoire ayant pour titre Étude et évaluation d’une matrice protéique pour la protection de 

bactéries probiotiques intègre au total 7 chapitres. Ces sections comprennent en premier lieu, 

l’introduction générale ainsi qu’une revue des travaux antérieurs au chapitre 2 portant sur les 

probiotiques, leurs effets et les modes d’administration. Par la suite, les hypothèses et les objectifs 

sont définis dans le chapitre 3 et le chapitre  suivant comprend la section matériel et méthodes. Le 

chapitre 5 intitulé Intestinal delivery of probiotics bacteria encapsulated into succinylated β-

lactoglobulin tablets and their effects on piglets intestinal microbiota constitue le cœur du travail. Il a 

été rédigé en anglais pour être soumis pour publication dans International Journal of Food Science 

and Technology. 

Isabelle Paquette est le premier auteur de cet article. C’est elle qui a entrepris la réalisation de 

l’ensemble des travaux en laboratoire, l’analyse des résultats et la rédaction de l’article scientifique. 

Les co-auteurs, les docteurs Muriel Subirade, Martin Lessard et Guylaine Talbot respectivement 

directrice de maîtrise, co-directeur et co-directrice, ont fourni une aide capitale lors de 

l’expérimentation, l’analyse des résultats et la rédaction scientifique. 

Le chapitre 6 est une conclusion générale sur l’ensemble des résultats obtenus et permet de mettre 

en lumière les différentes perspectives de recherche reliées au sujet. Le chapitre 7 constitue 

l’ensemble des références consultées pour la rédaction de ce mémoire et de l’article. 
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INTRODUCTION GÉNÉRALE 
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Le marché des nutraceutiques est en croissance constante depuis quelques années. La population, 

davantage consciente de son alimentation, est de plus en plus tentée par l’utilisation quotidienne de 

ces suppléments afin d’en retirer des bénéfices au niveau de la santé et aussi pour prévenir 

certaines maladies. Parmi les nombreuses substances actives associées aux nutraceutiques, les 

bactéries probiotiques occupent une place de choix en raison des effets bénéfiques qu’elles 

procurent. Les probiotiques sont de plus en plus populaires auprès des consommateurs et leur 

marché est en pleine croissance. Alors qu’en 2011, il comptait pour plus de 1,3 G$, il est estimé à 

plus de 2,07 G$ pour 2015 (BCC, 2011). 

Les principaux genres reconnus et utilisés comme probiotiques sont Bifidobacterium et Lactobacillus. 

Ces bactéries sont connues pour influencer la réponse immunitaire de l’hôte, moduler le microbiote 

intestinal et agir sur la barrière intestinale (Oelschlaeger, 2010; Ng et al., 2009). De plus, elles sont 

reconnues pour leurs effets bénéfiques sur la santé de l’hôte en atténuant l’intolérance au lactose, en 

prévenant les infections du tractus gastro-intestinal, en améliorant le système immunitaire, en 

réduisant les risques de cancer du côlon, en réduisant l’inflammation ou les réactions allergiques et 

en diminuant la constipation (Collado, 2009; Ng et al., 2009; Mercenier et al., 2003).  

Pour permettre tous ces bienfaits, les doses journalières recommandées sont de l’ordre de 109 à 1010 

bactéries par jour pour un compte final de 108 au niveau intestinal, après passage gastrique 

(Sanders et al., 1999). Toutefois, certaines souches de probiotiques sont très sensibles au pH 

gastrique de l’estomac (Calinescu et al., 2008; Chan & Zhang, 2005; Chan & Zhang, 2002). Ainsi, la 

concentration finale vivante dans l’intestin par rapport à la concentration ingérée vivante au départ 

peut être grandement diminuée, voir presque nulle (Poulin et al., 2011). 

Plusieurs types de formulation - capsules, particules, comprimés - ont été élaborés pour protéger les 

probiotiques des conditions extrêmes rencontrées lors du passage gastrique (Burgain et al., 2011; 

Caillard et al., 2009; Heidebach et al., 2012). Parmi ceux-ci, la forme « comprimé » occupe une place 

de choix pour sa facilité d’utilisation et de fabrication, pour sa stabilité durant l’entreposage et la 

précision de la dose (Klayraug et al., 2009). Plusieurs études récentes ont démontré l’intérêt de 

l’utilisation de biopolymères tels que les protéines pour la fabrication de comprimés (Caillard et al., 

2011; Caillard et al., 2009; Poulin et al., 2011; Elhakalifa et al., 2009; Georget et al., 2008; Liu et al., 

2005). Les protéines ont en effet l’avantage d’être non toxiques pour la santé humaine et d’être 

facilement dégradables par l’organisme puisqu’elles sont naturellement digérées par les enzymes du 
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système digestif (Chen et al., 2006; Liu et al., 2005). Elles possèdent aussi des groupements réactifs 

qui peuvent être modifiés chimiquement ou utilisés pour lier d’autres molécules, ce qui permet de 

modifier le profil de libération de l’actif (Caillard et al., 2009; Caillard et al., 2008). 

Récemment, une nouvelle formulation prometteuse a été développée à base d’une protéine laitière 

succinylée, la β-lactoglobuline (Caillard et al., 2009). Son évaluation in vitro a permis de démontrer 

qu’elle protège efficacement les probiotiques d’un environnement acide et les libère, par la suite, en 

grande quantité dans un environnement à pH plus neutre  (Poulin et al., 2011). Cependant bien que 

les conditions in vitro utilisées pour mimer le système gastro-intestinal (GI) soient basées sur les 

normes de la pharmacopée, elles sont  relativement simples comparées au tractus GI chez l’humain. 

C’est pourquoi l’objectif de la présente étude est d’évaluer l’efficacité de cette matrice protéique pour 

la protection de probiotiques in vivo en prenant comme modèle le porc dont le système GI est 

relativement proche de celui de l’humain (Guilloteau et al., 2010). 
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2.1 LES NUTRACEUTIQUES 

Le rôle primaire de la diète est de fournir les nutriments essentiels afin de répondre aux besoins de 

l’organisme. Récemment, les recherches en nutrition et sciences alimentaires ont davantage porté 

sur les effets que la diète exerce sur la modulation des diverses fonctions de l’organisme. Il a ainsi 

été démontré que différents composés alimentaires peuvent prévenir le risque de maladies et 

peuvent être consommés pour atténuer des symptômes de maladies chroniques, pour améliorer le 

système immunitaire ou pour diminuer les risques d’obésité (tableau 2.1), par exemple (Korhonen, 

2002). Ces travaux ont contribué au développement des nutraceutiques et des aliments fonctionnels, 

à l’interface entre aliment et médicament.    

Bien qu’il n’y ait pas de consensus international sur la définition des nutraceutiques et des aliments 

fonctionnels  (FAO 2007, Report on functional foods), Santé Canada en donne les définitions 

suivantes : 

1) un aliment fonctionnel est semblable en apparence aux aliments conventionnels, il fait partie 
de l'alimentation normale et il procure des bienfaits physiologiques démontrés et /ou réduit le 
risque de maladie chronique au-delà des fonctions nutritionnelles de base (c. à d. qu'il contient 
des composés bioactifs). 

2) Un produit nutraceutique est isolé ou purifié à partir d'aliments, mais vendu en général sous 
des formes médicinales qui ne sont pas d'habitude associées aux aliments. L'effet physiologique 
bénéfique ou la capacité de protéger contre les maladies chroniques des produits 
nutraceutiques est prouvé» (Santé Canada, 2002).  

Plusieurs composés bioactifs sont maintenant bien reconnus tels que les bactéries probiotiques qui 

ont un effet démontré sur le système immunitaire et la modulation de la flore intestinale (Collado, 

2009). 
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Tableau 2.1 Exemple de composés bioactifs et leur rôle physiologique possible selon leur fonction cible ou la 
maladie (Tiré de Korhonen, 2002) 

Composés bioactifs Cible ou fonction 
 

Phytochimiques 
- Flavonoïdes 
- Phytoestrogènes 
- Lignanes 
- Lycopène 

 

Maladies cardiovasculaires, prévention du 
cancer, prévention des dommages causés par le 
stress oxydatif des cellules 

Lipides bioactifs 
- Acide gras oméga-3 
- Acide conjugué linoléique 

Maladies cardiovasculaires, arthrite, cancer 

Stérols végétaux 
- Sitostérol 
- Ester de stanol 

Réduction du cholestérol 

Peptides et protéines bioactives 
- Lactoferrine 
- Peptides biactifs 

Hypertension, système immunitaire, cancer, 
ostéoporose 

Bactéries probiotiques 
- Bactérie lactiques 
- Bifidobactéries 

Tractus digestif, système immunitaire, allergie, 
cancer, réduction du cholestérol 

Prébiotiques 
- Oligosaccharides 
- Polyalcool 

Tractus digestif, diabète, obésité, caries dentaires 

Minéraux 
- Calcium 

Ostéoporose, hypertension 

Vitamines 
- Acide folique 
- Tocophérol 

Ostéoporose, maladies cardiovasculaires 

 

En regard à ces nouveaux aliments -aliments fonctionnels et nutraceutiques-, deux aspects doivent 

être pris en compte lors de leur fabrication. Il faut en effet s’assurer 1) de maximiser et de garder 

intact la teneur en composés bioactifs de l’aliment ou du nutraceutique lors de l’entreposage et 2) de 

délivrer le composé actif à son site  dans le tractus digestif. 

2.2 LE TRACTUS GASTRO-INTESTINAL ET LE MICROBIOTE 

Les populations microbiennes varient énormément tout au long du système digestif. Cette 

particularité s’explique par les différences physiologiques qui sont observées tout au long du tractus 

gastro-intestinal. En effet, l’acidité est intense au niveau de l’estomac et le contenu gastrique a en 

moyenne 103 bactéries/g. Le jéjunum contient environ 104 bactéries/ml alors que dans la région iléo-

caecale, l’abondance correspond à environ 106-107 bactéries/ml (Salminen et al., 1998). La faible 

quantité de bactéries au niveau duodénale s’explique par la vidange gastrique et les mouvements 

péristaltiques qui créent un transit rapide du contenu gastrique dans le petit intestin ainsi que la 

présence de sécrétion de bile et de jus pancréatique (Salminen et al., 1998). Le gros intestin contient 
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une grande quantité de bactéries d’environ 1011-1012 bactéries/g de contenu. La majeure partie de 

ces bactéries est anaérobe stricte (Salminen et al., 1998). 

Le microbiote gastro-intestinal de l’humain et autres mammifères tel que le porc contient des 

microorganismes qui appartiennent principalement aux trois phyla suivants : Bacteroidetes, 

Firmicutes et Actinobacteria  (Mariat et al., 2009). La proportion des Firmicutes et des Bacteroidetes 

est très importante au niveau de la composition de la flore microbienne de l’humain. Les bactéries 

anaérobes dominent sans aucun doute l’environnement intestinal avec une concentration supérieure 

à plus de 109 CFU/g de contenu intestinal majoritairement représenté par les genres suivants : 

Bacteroides, Eubacterium, Bifidobacterium, Peptostreptococcus, Ruminococcus, Clostridium et 

Propionibacterium (Mariat et al., 2009). En moins grande concentration mais tout de moins présent 

se retrouvent les groupes sous-dominants (avec moins de 109 CFU/g de contenu intestinal) 

comprenant les bactéries de la famille des Enterobacteriaceae (plus spécifiquement Escherichia coli) 

et les genres Streptococcus, Enterococcus, Lactobacillus, Fusobacterium, Desulfovibrio et 

Methanobrevibacter (Mariat et al., 2009).  

Une portion de cette flore intestinale est acquise à la naissance. Toutefois, une autre partie se 

développera davantage lors de la période de lactation. Ainsi, les genres microbiens les plus adaptés 

aux nutriments du lait, dont notamment les lactobacilles et les streptocoques, deviendront plus 

dominants et ce, durant toute la durée de la lactation. Chez le porcelet, ce microbiote demeurera 

plutôt stable quant à sa composition, tant qu’il se nourrira du lait maternel (van der Peet-Schwering et 

al., 2007). Par la suite, la microflore qui va s’y installer sera surtout influencée par la ration de 

l’animal. L’étape importante du sevrage influence aussi le microbiote gastro-intestinal qui se 

modifiera pour ressembler davantage à celui de l’adulte (Salminen et al., 1998).  

Dans le but de mieux connaître les différentes populations bactériennes et leurs interactions dans le 

tractus gastro-intestinal, le microbiote est étudié sous trois niveaux. D’abord, il y a l’évaluation de 

l’abondance et de la diversité des microorganismes présents. Ensuite, il y a l’étude de l’activité de 

ces microorganismes et finalement, les interactions avec la flore intestinale et l’hôte lui-même 

(Zoetendal et al., 2004). Cependant, l’étude de la flore intestinale est plutôt complexe puisque la 

structure des communautés microbiennes évolue différemment tout au long du tube digestif. Chez 

les humains, les communautés bactériennes associées à la muqueuse du côlon sont uniformément 

distribuées tout au long du côlon tandis que c’est complètement différent au niveau des fèces 
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(Zoetendal et al., 2004). Certains auteurs, par des méthodes culture-dépendantes et culture-

indépendantes, ont estimé qu’environ 400 espèces de bactéries sont retrouvées chez les 

mammifères, incluant aussi l’humain et le porc (Zoetendal et al., 2004; Leser et al., 2002). 

Bien que les méthodes culture-dépendantes aient évolué depuis les 40 dernières années, elles ne 

reflètent pas entièrement l’ensemble des populations retrouvées dans le microbiote. En effet, il n’y a 

qu’une toute petite fraction de ces microorganismes qui soit cultivable en laboratoire (Doré et al., 

2001). Les milieux de culture inappropriés faute d’un manque de connaissance, le stress dû aux 

manipulations et la nécessité d’un environnement anoxique affectent grandement la survie de ces 

microorganismes lors des essais en laboratoire et empêchent la majeure partie de ces 

microorganismes de croître (Zoetendal et al., 2004). Il est, par le fait même, difficile de pouvoir 

simuler les interactions in vitro de ces bactéries avec d’autres microorganismes et des cellules de 

l’hôte afin de mieux comprendre l’écologie du tractus gastro-intestinal.  

De nouvelles techniques appelées culture-indépendantes ou moléculaires, ont ainsi été développées 

et sont d’excellents compléments aux résultats obtenus par les méthodes cultures-dépendantes. La 

plupart de ces techniques utilisées en écologie microbienne est basée sur l’analyse du gène de 

l’ARN ribosomal 16S provenant de l’ADN génomique des communautés de microorganismes 

(Zoetendal et al., 2004). En effet, la diversité génétique peut être mesurée entre les espèces à partir 

de ce gène qui a des séquences signatures permettant de différencier les microorganismes du 

domaine Bacteria. Les séquences nucléotidiques des différentes espèces sont comparées entre elles 

puisque ce gène contient des régions polymorphiques importantes. Par ailleurs, les gènes 

spécifiques aux microorganismes peuvent aussi être utilisés. Grâce à ces méthodes, il est désormais 

possible de comparer les différentes séquences d’acides nucléiques et différencier l’ensemble des 

microorganismes présents dans un environnement (Zoetendal et al., 2004). Ces caractérisations 

peuvent aussi servir pour les classifier et du même coup, prédire leur évolution naturelle. Certaines 

méthodes sont semi-quantitatives et peuvent même aider à comprendre l’implication et l’interaction 

des microorganismes dans leur environnement. La technique du polymorphisme de longueur des 

fragments de restriction terminaux (T-RFLP) produit une empreinte (fingerprint) moléculaire des 

différentes communautés bactériennes inconnues de l’échantillon (Zoetendal et al., 2004). D’autres 

analyses, comme le PCR quantitatif (qPCR), permettent plutôt la détection et la quantification 
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spécifique d’une souche de microorganismes en particulier et ce, même lorsque la bactérie est très 

peu présente dans le milieu (Zoetendal et al., 2004). 

2.3 LES PROBIOTIQUES 

Les premières observations de souches bactériennes bénéfiques pour la santé furent celles d’Éli 

Metchnikoff, au début des années 1900. Ce récipiendaire d’un prix Nobel affirmait que la longévité 

des paysans bulgares était due à leur consommation de produits laitiers fermentés (Fioramonti et al., 

2003). Or, ce n’est qu’en 1965 que le terme probiotique a été utilisé pour la première fois par Lilly et 

Stillwell afin de désigner «des substances sécrétées par un micro-organisme qui stimulent la 

croissance d’un autre» (Lilly & Stillwell, 1965). Actuellement, l’Organisation des Nations Unies pour 

l'alimentation et l'agriculture (FAO) et l’Organisation mondiale de la santé (OMS), définissent les 

probiotiques comme étant des micro-organismes vivants, qui, lorsqu’ils sont consommés en 

quantités suffisantes confèrent des bénéfices à l’hôte (FAO/WHO, 2002). La plupart des 

microorganismes considérés comme étant des probiotiques sont notamment des bactéries lactiques, 

rarement des non-lactiques comme Enterococcus faecalis ou encore certaines levures comme 

Saccharomyces boulardii. 

Depuis la découverte des probiotiques, les bactéries ont été différenciées selon leurs effets sur 

l’hôte. Alors que certaines n’ont aucune influence, d’autres aident à la santé de tandis que de 

mauvaises bactéries peuvent souvent être la cause de plusieurs maux, comme la diarrhée ou 

l’apparition de cancer (El-Mohamady et al., 2006; Porta et al., 2011). C’est le cas notamment des 

Enterocccus qui sont souvent associés aux maladies et aux infections. En contrepartie, les 

lactobacilles et les bifidobactéries sont souvent le reflet d’une bonne santé intestinale. Elles sont 

d’ailleurs plus dominantes dans la flore intestinale du nouveau-né alimenté au lait maternel 

contrairement aux nourrissons alimentés aux préparations commerciales (Collado, 2009). Chez 

l’adulte, ces microorganismes offrent de bonnes barrières contre les pathogènes et sont connus 

comme stimulants de fonctions immunitaires. Toutefois, l’univers du microbiote intestinal se révèle 

complexe. L’abondance de microorganismes et les nombreuses interactions dans ces communautés 

sont encore difficiles à comprendre. Certains microorganismes agissent en symbiose, d’autres non. 

Les bactéries lactiques regroupent plusieurs genres dont Enterococcus, Lactobacillus, Lactococcus, 

et Streptococcus (Corrieu et al., 2008). Les genres Bifidobacterium et Gardnerella sont aussi 
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considérés comme des bactéries lactiques. Ces bactéries sont généralement caractérisées comme 

étant gram-positives, non sporulantes, non mobiles et catalase-négatives. Elles ont une forme de 

bacille ou de coque (Claesson et al., 2007). Elles peuvent être à la fois aéro-tolérantes et anaérobes 

mais elles sont strictement homofermentatives ou hétérofermentatives. Le terme homofermentatif 

signifiant que le glucose est transformé uniquement en acide lactique et le terme hétérofermentatif 

signifiant que le sucre est transformé en acide lactique, en CO2, en éthanol et/ou en acide acétique 

(Corrieu et al., 2008). Les bactéries lactiques sont souvent associées à la nourriture puisqu’elles ont 

la capacité de préserver les aliments. En effet, la production d’acide lactique réduit la croissance 

d’autres microorganismes, réduisant à son tour les dommages pouvant être causés par une telle 

prolifération (Corrieu et al., 2008; Stiles, 1996). Leur habitat naturel varie grandement, passant de la 

nourriture, aux plantes et à l’eau usée. Les bactéries lactiques colonisent aussi la cavité buccale et 

uro-génitale ainsi que le tractus gastro-intestinal des humains et des animaux (Corrieu et al., 2008). 

D’ailleurs, plusieurs de ces souches semblent avoir des effets bénéfiques sur la santé de l’hôte. Les 

principales bactéries lactiques considérées «probiotiques» sont du genre Lactobacillus et 

Bifidobacterium. En général, la majeure partie de ces bactéries sont gram-positives, outre la souche 

Escherichia coli Nissle 1917.  

2.3.1 Effets bénéfiques sur la santé de l’hôte 

Les bactéries probiotiques ont le potentiel d’améliorer la santé gastro-intestinale de l’hôte et 

d’atténuer les symptômes de certaines maladies. Les effets santés des probiotiques peuvent être 

classés selon trois modes d’action généraux. D’abord, ils peuvent influencer la réponse immunitaire 

de l’hôte, incluant l’immunité innée. Ensuite, ils peuvent moduler la microflore intestinale en 

influençant la production de certaines substances microbiennes (toxines), en faisant compétition 

avec les pathogènes ou en modifiant la physico-chimie de la lumière intestinale. Finalement, ils ont 

aussi le potentiel d’agir sur la fonction de barrière intestinale de l’hôte en stimulant la production de 

mucine et en maintenant les jonctions serrées de l’épithélium intestinal (Figure 2,1) (Sherman et al., 

2009; Collado, 2009). Ces modes d’action sont grandement impliqués dans la défense contre les 

infections, la prévention du cancer, la stabilisation et la reconstitution du microbiote intestinal de 

même que dans la physiologie intestinale de l’hôte.  
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 Figure 2.1. Résumé schématique sur les mécanismes d’action des probiotiques qui peuvent améliorer la 
santé de l’hôte. Les probiotiques (PB) et les protéines de surface (slp) font de la compétition exclusive contre 
les pathogènes au niveau de la surface de la muque muqueuse. Les protéines des jonctions serrées (zonula 
occludens (ZO-1) et claudine (claudin-1) demeurent intactes et empêchent, par le fait même, la prise de 
macromolécules et la translocation de microorganismes dans les ganglions mésentériques. Les probiotiques 
ont aussi la capacité de moduler les signaux de transduction et bloquant l’activation et la translocation des 
facteurs de transcription du noyau comme le facteur nucléaire kappa-B (NF-κB), l’interféron γ (IFNγ) et la 
protéine kinase activée par une substance mitogène (MAPK). À travers toute la cascade de ces signaux, les 
probiotiques peuvent augmenter la production et la sécrétion de cytokines antiinflammatoires comme 
l’interleukine-10 (IL-10) et transformer les facteurs de croissance β (TGF-β) par un sous ensemble de cellules 
immunitaires, en référence aux cellules T régulatrices (Tregs). Les réponses du système immunitaire humoral 
face aux probiotiques incluent notamment l’augmentation de la production d’immunoglobuline, incluant 
l’immunoglobuline A sécrétoire (sIgA). Les réponses du système immunitaire inné face aux probiotiques 
incluent notamment l’augmentation de la production de mucine et de la production par les cellules gobelets (G) 
du facteur trefoil, l’augmentation de la production de défensine antibactérienne par les cellules de Paneth (CP) 
et l’épithélium intestinal. Cellule dendritique (DC), Pathogène (P), Lymphocyte T (TC) (Tiré et adapté de 
Sherman et al., 2009). 

Les bactéries probiotiques n’ont pas la capacité de coloniser de façon permanente, le tractus gastro-

intestinal. Par contre, la consommation sur une base régulière permet de modifier la microflore 

intestinale et d’atteindre un équilibre entre les mauvaises bactéries et les microorganismes 

bénéfiques (Sherman et al., 2009). La santé intestinale peut être ainsi améliorée. Pour ce faire, 

certaines bactéries probiotiques ont un effet antimicrobien sur les bactéries néfastes puisqu’elles 

Résistance à la colonisation Renforcer la barrière intestinale 

Améliorer la santé intestinale 

Immunomodulation innée et adaptative 

Effets métaboliques 

Modulation du signal de transduction 
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produisent des substances antibactériennes appelées bactériocines. Les bactériocines sont des 

substances de faible ou de haut poids moléculaire qui sont généralement produites par les bactéries 

lactiques (Parada et al., 2007; Sadavogo et al., 2006; Kheadr et al., 2010). Ce sont des protéines ou 

des complexes de protéines qui ont une activité bactéricide contre des espèces proches de la 

souche productrice (Parada et al., 2007; Klaenhammer, 1988). Elles sont classifiées en quatre 

groupes différents selon leurs caractéristiques biochimiques et génétiques. Les connaissances 

actuelles ont démontré que les bactériocines produites agissent surtout contre les bactéries gram+. 

La membrane externe des bactéries gram- empêche ces substances d’atteindre la membrane interne 

qui se trouve être le site d’action des bactériocines.  

La prise quotidienne de probiotiques peut aussi influencer les paramètres physiologiques de la 

lumière intestinale. En effet, ces nouveaux microorganismes peuvent créer un environnement 

physiologique limitant et empêchant ainsi l’invasion de microorganismes pathogènes. Parmi les 

paramètres influencés, il y a des changements au niveau du pH, du potentiel redox et de la 

production de sulfure d’hydrogène (H2S). L’étude de Venturi et al. (1999) a démontré que l’ingestion 

d’une préparation de probiotiques VSL#3 (contenant 5 x 1011 cellules/g de trois souches de 

bifidobactéries (B. longum, B. infantis and B. breve), 4 souches de lactobacilles (L. acidophilus, L. 

casei, L. delbrueckii subsp bulgaricus et L. plantarum) et une souche de streptocoque 

(Stretptococcus salivarius subsp thermophilus) a diminué significativement le pH de cet 

environnement chez des patients souffrant de colites ulcéreuses. La production en grande 

concentration d’acide acétique par Bifidobacterium breve expliquerait ce phénomène. La diminution 

du pH de la lumière intestinale est associée à une diminution de la présence de pathogènes et par le 

fait même, d’une réduction des infections chez l’hôte (Asahara et al., 2004). 

Cependant, bien que la majeure partie des travaux réalisés sur ces microorganismes précise qu’ils 

doivent être vivants pour exercer leurs influences, certaines études ont démontré que la présence de 

fragments de ces microorganismes morts pourrait également engendrer certains effets positifs sur la 

santé intestinale (Adam, 2010). En effet, l’administration de fragments et de métabolites provenant 

de bactéries probiotiques morts par un traitement thermique induirait tout de même certaines 

réponses biologiques. Plusieurs effets ont été observés tels que l’amélioration de l’arthrite, 

l’atténuation des colites, la stimulation de la production d’Il-6, etc (Adam, 2010). Ces effets ont été 

observés autant in vitro qu’in vivo. Par contre, ces probiotiques mortes n’ont d’effet qu’au niveau de 
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l’immunomodulation contrairement aux cellules vivantes qui interagissent avec la microflore 

intestinale (Adam, 2010). 

Les lactobacilles ont de plus une particularité qui leur est propre. Certaines souches n’ont pas besoin 

de fer pour survivre (Bruyneel et al., 1989). Ainsi, lorsque le fer est limitant dans le milieu, ces 

bactéries survivent et croissent normalement alors que les autres microorganismes sont grandement 

affectés. De plus, Lactobacillus acidophilus et Lactobacillus delbrueckii, ont la capacité de lier 

l’hydroxyde de fer à leur surface cellulaire. Il devient alors non disponible aux bactéries pathogènes 

présentes dans cet environnement et empêche leur prolifération dans le système (Elli et al., 2000).   

L’une des principales fonctions du système digestif est de maintenir une barrière physiologique entre 

la lumière intestinale et l’intérieur de l’organisme. La muqueuse intestinale occupe cette fonction. Elle 

est constituée de cellules épithéliales et de mucus. Le mucus réduit grandement la capacité des 

microorganismes ou des pathogènes de pénétrer et de se lier aux récepteur cellulaires de l’hôte 

(Fioramonti et al., 2003). Certaines souches de lactobacilles et de bifidobactéries ont tendance à 

adhérer à la muqueuse intestinale. En effet, Wine et al. (2009) et Mack et al. (2003) ont observé que 

ces microorganismes font compétition aux bactéries pathogènes pour les mêmes récepteurs 

cellulaires de l’épithélium et ils induisent aussi une hausse de la production de mucine. 

L’augmentation de cette couche de mucus crée une barrière plus épaisse entre la lumière intestinale 

et la couche de cellules épithéliales, ce qui empêche l’adhésion des pathogènes entériques. D’autres 

souches ont aussi la capacité de se lier non-spécifiquement aux cellules (Jonhson-Henry et al., 

2007). Ainsi, l’adhésion de ces bactéries probiotiques empêchent celle des pathogènes, d’où l’effet 

anti-adhésif. Or, presque l’ensemble des études ayant démontré l’adhérence de ces bactéries à 

l’épithélium n’a été prouvé qu’in vitro (Oelschlaeger, 2010; Jandu et al., 2009; Jonhson-Henry et al., 

2007).  

Lorsque la présence des probiotiques est constante dans l’intestin (lors d’une consommation 

régulière) ils peuvent influencer le système immunitaire inné et adaptatif chez l’hôte (Figure 2.1). 

D’abord, quelques auteurs ont démontré que certaines souches de bactéries (pathogènes et 

commensales) sont aptes à traverser la barrière intestinale. Cependant, les mécanismes impliqués 

dans ce phénomène sont encore méconnus. Certaines bactéries probiotiques vont traverser 

l’épithélium en modulant les jonctions serrées et migrer vers les ganglions mésentériques tandis que 

d’autres bactéries vont être capturées dans la lumière intestinale par des protrusions de cellules 
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dendritiques et seront transloquées ainsi (Corthésy et al., 2007). Une autre voie de translocation 

passerait par l’adhésion de ces microorganismes aux cellules épithéliales M de l’intestin 

(spécialisées dans le transport transépithéliale) recouvrant les plaques de Peyer (Corthésy et al., 

2007). En effet, des bactéries commensales vivantes ont été retrouvées dans le dôme de la région 

subépithéliale qui est sous-jacente aux cellules M. Cette translocation bactérienne à travers 

l’épithélium intestinal est très importante quand il est question d’immunomodulation. Il a d’ailleurs été 

clairement démontré que certaines espèces de bactéries commensales peuvent être transloquées 

dans les ganglions mésentériques (Corthésy et al., 2007). La présence de ces bactéries peut 

influencer le système immunitaire en le stimulant. 

Dans un autre ordre d’idées, d’autres souches vont favoriser la différentiation des lymphocytes B en 

plasmocytes et feront ainsi augmenter la sécrétion de l’immunoglobuline A sécrétoire (sIgA) 

(Corthésy et al., 2007). L’sIgA va se coller à la couche de mucus qui recouvre l’épithélium et va se 

lier aux microorganismes pathogènes. Se faisant, l’invasion de ces bactéries sera grandement 

réduite de même que leur liaison sur le glycocalyx de la membrane des entérocytes et des 

colonocytes.  

Par contre, chaque espèce et même chaque souche semble agir de façon différente au niveau de 

l’intestin. Ces observations permettent toutefois de conclure que certaines espèces vont réellement 

influencer l’immunité en modulant le microbiote intestinal tandis que d’autres le font en renforçant la 

barrière intestinale, laissant moins de chance aux pathogènes d’être transloqués. 

2.3.2. Les Bifidobactéries 

Les premières bifidobactéries isolées et décrites aux débuts du 20ième siècle ont été observées par 

Henri Tissier (1906). Il avait remarqué que les enfants nourris au lait maternel avaient une flore 

microbienne intestinale beaucoup plus riche en bactéries de forme Y et irrégulières, contrairement 

aux enfants nourris au biberon  (Leahy et al., 2005). Tissier les nomma ainsi : Bacillus bifidus 

(Tissier, 1906). Par la suite, le genre Bifidobacterium a été décrit en 1924 lorsque Bacillus bifidus a 

été renommé pour Bifidobacterium bifidus. À ce moment-là, ce genre ne comportait qu’une seule 

espèce (Orla-Jensen, 1924).  Actuellement, 30 espèces font partie de ce genre; 10 sont de source 

humaine, 17 de source animale, 2 proviennent de l’eau usée et 1 provient du lait fermenté (Gomez et 

al., 1999; Leahy et al., 2005). Les bifidobactéries forment un genre dans la branche des 
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Actinomycètes qui contiennent un génome ayant un haut taux de cytosine et de guanine (G + C) et 

qui sont gram+ (Leahy et al., 2005). 

Elles ont généralement un pH optimal de croissance autour de 6,5 à 7 et aucune croissance 

bactérienne n’est observée sous un pH de 4,5 à 5 et au-dessus de 8,0 à 8,5 (Leahy et al., 2005; 

Biavati et al., 2000; Gomez et al., 1999). Elles ont la forme irrégulière d’un V ou bien une 

morphologie bifide en forme de Y (Lee et al., 2010). Les souches de bifidobactéries de source 

humaine ont habituellement une température de croissance optimale de 36 à 38ºC et les souches de 

source animale, une température optimale de 41 à 43ºC (Leahy et al., 2005). Ces organismes sont 

saccharolytiques et toutes les espèces ont la capacité de fermenter le glucose, le galactose et le 

fructose (Leahy et al., 2005).  

Certaines espèces de bifidobactéries sont déjà présentes chez l’humain. C’est le cas notamment de 

Bifidobacterium adolescentis, Bifidobacterium breve et Bifidobacterium longum qui se retrouvent 

dans l’intestin des enfants et des adultes (Lee et al., 2010; Leahy et al., 2005). Bifidobacterium 

longum fait partie des bifidobactéries qui sont reconnues pour leur potentiel probiotique. Il semble 

que B. longum ait un effet positif sur la muqueuse intestinale lorsque les patients souffrent de 

diarrhée suite à un traitement aux antibiotiques (Fioramonti et al., 2003). La souche B. longum R0175 

s’est révélée avoir des effets bénéfiques sur les colites ulcéreuses chez l’enfant lorsqu’elle est 

consommée avec un prébiotique tel que l’inuline (Haskey et al., 2009). Une diminution de la douleur 

et des saignements a été observée suite à l’administration de 2 x 1010 UFC/comprimé à tous les jours 

pendant quelques semaines. Par ailleurs, il a déjà été démontré que l’addition de B. longum R0175 

avec une supplémentation en fructooligosaccharides augmente le nombre de bifidobactéries dans le 

contenu du tractus gastro-intestinal chez le porcelet (Estrada et al., 2001). De plus, B. longum R0175 

semble avoir des propriétés anti-inflammatoires puisqu’il a été démontré que la production de 

cytokines inflammatoires (TNF-ɑ et TFG-β) chez une lignée cellulaire stimulée par des bactéries 

pathogènes est significativement diminuée lorsque ce probiotique est présent (Wallace et al., 2003). 

2.3.3 Les Lactobacilles 

Le genre Lactobacillus est très diversifié et regroupe plus de 135 espèces et 27 sous-espèces 

(Bernardeau et al., 2008). Lactobacillus helveticus fait partie du groupe phylogénétique des 

Lactobacillus acidophilus qui comprend les lactobacilles homofermentatifs stricts (Corrieu et al., 

2008). Le pH optimal de croissance de Lactobacillus helveticus est de 5,5 et sa température optimale 
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de croissance est de 42°C, ce qui en fait une espèce thermophile (Corrieu et al., 2008). Elle est 

souvent associée à la nourriture puisqu’elle est grandement utilisée dans la production de fromage 

de type suisse (Naser et al., 2006). Par ailleurs, certaines souches de Lactobacillus helveticus sont 

aussi associées à la production d’agents antimicrobiens tels que l’helveticine J (Parada et al., 2007; 

Klaenhammer, 1988). 

En mars 1990, une nouvelle souche de lactobacille, la R0052, a été décrite par l’Institut Rosell 

Lallemand (Naser et al., 2006). Cette souche fut extraite de produits laitiers de fermentation. Au 

départ, elle fut identifiée selon son phénotype comme étant Lactobacillus acidophilus et des tests 

moléculaires ultérieurs ont révélé l’appartenance de cette souche à Lactobacillus helveticus (Naser et 

al., 2006). Récemment, des études in vitro ont démontré certains effets de la souche Lactobacillus 

helveticus R0052. D’abord, elle possède une surface cellulaire plutôt hydrophobe ce qui lui confère la 

capacité à se lier non spécifiquement à la surface des cellules de l’hôte (Jonhson-Henry et al., 2007). 

La couche S constituée de glycoprotéines qui recouvre la bactérie lui permet d’adhérer à la surface 

des cellules épithéliales, réduisant la surface d’adhérence des bactéries entéropathogènes (Jonhson-

Henry et al., 2007). Par ailleurs, l’incubation in vitro de L. helveticus R0052 avec des cellules 

épithéliales T84 provenant du côlon humain suggère une réduction de la capacité de certaines 

souches de Campylobacter jejuni à envahir ces cellules (Sherman et al., 2005). Cette même étude 

révèle que L. helveticus R0052 a aussi la capacité d’adhérer fortement aux cellules T84 et 407 

intestinales. Cette bactérie peut ainsi occuper les sites d’attachement de certains pathogènes comme 

l’Escherichia coli enteropathogénique (EPEC) et l’E. coli enterohemorrhagique (EHEC), souvent 

responsables des diarrhées chroniques chez l’enfant et des colites hémorragiques (Sherman et al., 

2005). Cette même souche empêche aussi l’adhésion du pathogène E. coli 0157:H7 à la paroi 

intestinale (Jonhson-Henry et al., 2007). D’autre part, l’étude de Jandu et al. (2009) a démontré que 

L. helveticus R0052 a la capacité de maintenir la cascade de signaux de transduction IFN-γ-Jak1,2-

STAT-1 suivant une infection à E. coli O157:H7 sur plusieurs lignées de cellules épithéliales 

différentes. Il est à noter que le probiotique doit aussi être vivant pour avoir un effet protecteur, alors 

qu’un contact direct avec les cellules de l’intestin n’est pas nécessaire (Jandu et al., 2009). Lors 

d’expériences réalisées avec des bactéries pathogènes, L. helveticus R0052 s’est révélé protéger 

l’intégrité de l’épithélium en limitant la perte de la résistance transépithéliale (TER), qui se trouve  

être une mesure de l’intégrité de la barrière intestinale (Sherman et al., 2005). 
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2.3.4 Effet combiné de probiotiques, B. longum R0175 et L. helveticus R0052 

Les deux souches - B. longum R0175 et L. helveticus R0052 - ont démontré qu’elles ont des 

propriétés probiotiques. D’abord, Wallace et al. (2003) ont démontré in vitro que B. longum R0175 a 

la capacité d’adhérer aux cellules humaines épithéliales tout comme L. helveticus R0052. Bien que 

l’adhésion aux cellules ne soit pas une condition à l’efficacité des probiotiques, la plupart des travaux 

suggèrent que l’interaction entre les probiotique et le système immunitaire est beaucoup plus facile 

lorsque ces bactéries se trouvent près de la muqueuse intestinale. En outre, l’utilisation d’un mélange 

de ces deux bactéries lactiques, Lactobacillus et Bifidobacterium, peut aussi augmenter leur 

efficacité en augmentant leur adhérence dans certaines parties de l’intestin, empêchant ainsi les 

pathogènes d’adhérer à la muqueuse intestinale (Collado et al., 2007).   

Par ailleurs, les deux souches de probiotiques, B. longum  R0175 et L. helveticus R0052, 

administrées en combinaison ont révélé une diminution de certains symptômes dus au stress 

chronique. Une baisse significative de la douleur abdominale, des nausées, des vomissements et 

des flatulences a été observée chez des patients sujets au stress chronique (Messaoudi et al., 2010; 

Diop et al., 2008). Les probiotiques peuvent moduler la flore intestinale et ainsi, modifier la 

fermentation colique, ce qui explique la diminution de ces symptômes (Diop et al., 2008). De plus, les 

effets bénéfiques de ces probiotiques sur l’anxiété semblent s’expliquer par l’exclusion compétitive 

de ces bactéries avec les pathogènes du tractus digestif ainsi que de la diminution des cytokines pro-

inflammatoires et de la communication du système nerveux central via les fibres nerveuses vagales 

(Messaoudi et al., 2010). Ces effets ont apporté des changements dans les niveaux de 

neurotransmissions ainsi que dans la nature des neurotransmetteurs (Messaoudi et al., 2010).  Ainsi, 

l’ensemble de ces résultats suggère que l’utilisation simultanée de ces deux souches de bactéries 

pourrait améliorer la santé intestinale en agissant sur les trois mécanismes d’action des probiotiques, 

c'est-à-dire sur le maintien de l’intégrité de la barrière intestinale, la modulation du microbiote 

intestinal ainsi que la réponse immunitaire. 

2.3.5 Conditions d’efficacité des probiotiques 

Pour être efficaces, les probiotiques doivent être consommés de façon régulière et en quantité 

suffisante, sans quoi ils n’auront peu ou pas d’influence sur la santé du sujet. Plusieurs études ont 

démontré que l’interruption de la consommation de probiotiques était notée par une disparition de 

ces microorganismes dans le système gastrointestinal (Donnet-Hughes et al., 1999; Fukushima et 
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al., 1998). Cependant, tous constatent la présence continuelle de ces microorganismes lors d’un 

apport constant. Les doses recommandées quotidiennement pour profiter de leurs effets bénéfiques 

sont de l’ordre de 109 à 1010 bactéries par jour pour un compte final de 108 bactéries au niveau 

intestinal, après passage gastrique (Sanders et al., 1999). La souche bactérienne doit donc 

préférablement rencontrer certains critères tels que : la tolérance à l’acide et aux fluides gastriques, 

la tolérance aux sels biliaires, l’adhérence à l’épithélium de surface et la persistance dans le tractus 

du système digestif, être immunostimulant sans effet pro-inflammatoire et avoir une activité 

antagoniste contre les pathogènes (tel qu’Helicobacter pylori, Salmonella sp., Listeria 

monocytogenes, Clostridium difficile) (Mattila-Sandholm et al., 2002). Par contre, certaines souches 

de probiotiques sont très sensibles aux conditions gastriques acides. La concentration de ces 

bactéries vivantes au niveau intestinal est alors grandement diminuée (Calinescu et al., 2008; Chan 

& Zhang, 2005) (Chan & Zhang, 2002). C’est le cas notamment de B. longum R0175 et de L. 

helveticus R0052 qui, suite à des observations préliminaires en laboratoire, ne sont pas résistantes 

aux conditions gastriques. Par ailleurs, plusieurs autres souches de bactéries probiotiques sont 

sensibles au pH acide de l’estomac. Elles nécessitent donc une protection efficace lorsqu’elles se 

retrouvent en phase gastrique puisqu’elles doivent être relâchées vivantes dans la lumière 

intestinale.  

2.4 FORMULATION DE PROBIOTIQUES 

Les probiotiques sont disponibles sur le marché sous deux formes : dans les aliments et en 

supplément. Bien que les bactéries probiotiques aient connu un vif succès en raison de leur effet 

santé, elles peuvent très facilement se dégrader par administration orale, et notamment dans 

l’environnement stomacal en raison du pH très acide (Ponchel et al., 1998). Pour pallier à ce 

problème, différentes formulations ont été développées. Elles sont surtout basées sur l’encapsulation 

de bactéries probiotiques dans des matrices de biopolymères - de protéines et de polysaccharides - 

que ce soit sous forme de gels (Guérin et al., 2003) ou de particules (Picot & Lacroix, 2004), par 

exemple. La microencapsulation a été largement étudiée et son application se fait surtout au niveau 

des aliments. Dernièrement, la forme supplément (plutôt le type comprimé) tend aussi à prendre sa 

part de marché. 
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2.4.1 Microencapsulation 

La microencapsulation est une approche qui a été développée en miniaturisant la formulation d’une 

capsule sous forme liquide, solide ou gazeuse (Heidebach et al., 2012). La taille de ces 

microcapsules varie de quelques micromètres à quelques millimètres. Cette approche s’applique 

notamment pour l’ajout d’ingrédients actifs (probiotiques dans ce cas-ci) dans la nourriture et il 

importe que le goût et la texture de l’aliment ne soient pas affectés par la présence de ces 

microcapsules. Ainsi, deux facteurs importants doivent être considérés : 1) la taille des cellules qui 

varie de 1 à 5 µm de diamètre exclut la possibilité d’utiliser des capsules trop petites de l’ordre du 

nanomètre et 2) les bactéries doivent restées vivantes. Ainsi, la microcapsule joue deux rôles 

importants pour la viabilité des microorganismes. Elle doit protéger le microorganisme de son 

environnement durant l’entreposage (doit rester vivant dans l’aliment) et lors du passage gastrique 

(Godward & Kailasapathy, 2003; Heidebach et al., 2012). Par exemple, les bactéries probiotiques 

ajoutées dans le yogourt peuvent être rapidement affectées par plusieurs facteurs lors de 

l’entreposage : comme le pH, l’acidification post entreposage, la concentration en acide lactique et 

acétique, le peroxyde d’hydrogène et la teneur en oxygène dissous (Dave & Shah, 1997).  

Deux principaux types de capsules existent : le type réservoir et le type matrice (fig. 2.2) (Burgain et 

al., 2011). Il existe aussi la combinaison de ces deux types : la matrice enrobée. Ces deux types de 

matrices sont formés avec différentes technologies d’encapsulation permettant d’obtenir des 

particules de tailles variables (fig. 2.3). La microencapsulation est aussi utilisée pour l’immobilisation 

de cellules en biotechnologie. Elle permet d’emprisonner les cellules vivantes dans une matrice de 

billes sphériques de gel (Heidebach et al., 2012).  

 

 

 

Figure 2.2 Différents systèmes d’encapsulation de probiotiques. A) Le type réservoir B) Le type matrice C) 

Le type matrice enrobée (Tiré de Burgain et al., 2011). 
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La technologie à cellule immobilisée (TCI) peut être appliquée pour encapsuler les bactéries 

lactiques servant à la production de yogourt ou de fromage et ainsi, favoriser la production de 

biomasse (Heidebach et al., 2012). Par contre, il importe que cette matrice non seulement protège la 

bactérie mais aussi soit digestible par le tractus gastrointestinal. Plusieurs matériaux dont la plupart 

sont des biopolymères peuvent être utilisés pour la conception de ces microcapsules. L’alginate, la 

gomme de xanthane, le ĸ-carraghénane, l’acétate phtalate de cellulose, le chitosane, l’amidon, la 

gélatine et les protéines de lait sont tous des biopolymères intéressants et chacun ont leurs 

avantages et leurs désavantages (Anal & Singh, 2007; Burgain et al., 2011; Picot & Lacroix, 2004).  

L’ensemble de ces systèmes peut servir à encapsuler les probiotiques dans plusieurs produits 

alimentaires tels que le lait, le fromage, le yogourt, le chocolat et la plupart serviront aussi à protéger 

les bactéries probiotiques des conditions acides de l’estomac. Par contre, ces produits offrent une 

faible stabilité pour les bactéries probiotiques et il est évident que ce type de formulation requiert 

aussi un processus de fabrication précis, qui complique parfois le procédé et peut engendrer des 

coûts de production élevés (Champagne et al., 2007) (Kailasapathy, 2002). Par ailleurs, il a déjà été 

observé que dans certains cas plusieurs espèces de bifidobactéries ne peuvent survivre plus de 2 

semaines dans le lait fermenté et le nombre de bactéries probiotiques viables qui atteignent l’intestin 

est alors très faible (Takahashi et al., 2004). Sachant que la quantité recommandée pour la 

consommation est d’environ 108 bactéries au niveau intestinal, après passage gastrique, il est 

évident qu’une formulation protégeant de l’acidité stomacale est nécessaire (Sanders et al., 1999). 

Ainsi, d’autres formulations existent où les probiotiques sont plutôt sous formes de supplément, c’est-

à-dire que dans une formulation généralement rencontrée pour un médicament de type gélule ou 

comprimé. Cette dernière formulation tend à être de plus en plus étudiée (Caillard et al., 2010; 

Calinescu & Mateescu, 2008; Chang & Zhang, 2005; Poulin et al., 2011). 

 

Figure 2.3 Différentes technologies selon la taille des particules obtenues pour l’encapsulation de 
probiotiques (Burgain et al., 2011). 
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2.4.2 Comprimé 

La forme «comprimé» qui, selon la pharmacopée européenne, est définie comme des préparations 

solides contenant une ou plusieurs substances actives est un véhicule intéressant pour acheminer le 

principe actif en un endroit précis dans le tractus gastro-intestinal (Wehrlé, 2007). Il existe différents 

types de comprimés pour la voie orale : comprimés non-enrobés, enrobés, effervescents, solubles, 

dispersibles, orodispersibles, gastro-résistants et la plupart sont à libération modifiée (Wehrlé, 2007). 

Les systèmes à libération contrôlée peuvent fonctionner de différentes façons pour cibler la libération 

des molécules actives dans le tractus gastro-intestinal. En général, il existe 4 systèmes différents 

permettant la libération contrôlée de molécules actives : 1) systèmes basés sur le temps de passage, 

c'est-à-dire en libérant l’actif sur une certaine période de temps, 2) systèmes basés sur les 

différences de pH retrouvées tout au long du système digestif, 3) systèmes basés sur les enzymes 

digestives présentes dans le tractus qui vont désintégrer la formulation et relâcher l’actif, 4) systèmes 

basés sur les variations de pression retrouvées tout au long de la lumière du tube digestif (Friend, 

2005). Plusieurs matériaux dont le mode d’action est basé sur les variations de pH existent déjà sur 

le marché (Friend, 2005). Ces polymères entériques protègent notamment l’actif des conditions 

acides de l’estomac et les libèrent au site cible qui est l’intestin grêle ou le côlon. Souvent, ils sont 

insolubles dans l’estomac et solubles dans l’intestin en se dissolvant dans une gamme de pH de 5 à 

7. Généralement, la fabrication d’un comprimé de bactéries probiotiques requiert un mélange à partir 

d’un lyophilisat de ces microorganismes et d’un excipient, qui agira comme agent de remplissage ou 

un stabilisant. Pour les comprimés à libération contrôlée, il existe deux principales formes : 1) les 

systèmes matriciels (Wehrlé, 2007) et 2) les systèmes matriciels enrobés (Brady et al., 2009; Wehrlé, 

2007). 

2.4.2.1 Les systèmes matriciels 

Les systèmes matriciels consistent à incorporer le principe actif dans un agent matriciel. Lors du 

contact avec le liquide biologique, les macromolécules qui composent l’agent matriciel empêchent la 

libération spontanée et complète de la substance active. Ces macromolécules peuvent être de nature 

très variées mais souvent, ce sont des dérivés de la cellulose. Différents processus de libération 

peuvent ainsi être créés tout dépendamment du principe actif, du polymère utilisé et de l’addition d’un 

ou des excipients (figure 2.4). Le système peut fonctionner par la pénétration de l’eau dans la 

matrice, par la dissolution du principe actif ou de l’excipient, par la diffusion des ions/du principe 

actif/de l’excipient, par le gonflement et/ou la dissolution du polymère (Wehrlé, 2007). L’ensemble de 
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ces mécanismes peuvent être utilisés pour ajuster correctement les cinétiques de libération. La 

diffusion inclut la pénétration d’eau dans le comprimé, le relâchement hors du système du principe 

actif et aussi la présence des molécules de polymère désenchevêtrées dans le milieu de libération. 

De plus, la vitesse de diffusion dépend de la nature du polymère et de la surface de contact du 

comprimé. 

 

 

 

 

 

 

Les propriétés de gonflement du polymère sont en liens directs avec sa nature et ses propriétés 

physicochimiques. Deux conséquences principales en découlent : 1) l’augmentation des chemins de 

diffusion pour le principe actif et 2) l’augmentation de la mobilité des macromolécules et des 

molécules/ions du principe actif (Wehrlé, 2007). Aussitôt que l’eau pénètre dans le comprimé, la 

mobilité des macromolécules augmente. Une certaine quantité d’eau critique (propre à la nature du 

polymère) est nécessaire pour provoquer l’augmentation de la mobilité des macromolécules dans le 

système. La dissolution du polymère joue aussi un rôle important dans le relâchement du principe 

actif. Ces deux processus ainsi que toutes les combinaisons qui en découlent sont grandement utiles 

pour contrôler de façon adéquate la vitesse libération de l’actif dans le milieu (Wehrlé, 2007).  

Trois zones sont alors observables lors du gonflement et de la dissolution (Figure 2.5). Il y a d’abord 

le front de gonflement (front d’érosion), séparant la partie non gonflée du comprimé de celle qui est 

gonflée (Wehrlé, 2007). La mobilité du principe actif augmente aussi lors de la relaxation des chaînes 

polymériques. Par la suite, tout dépendamment des propriétés physicochimiques, ce dernier peut 

plus ou moins se dissoudre rapidement, ce qui réduira la longueur des chemins de diffusion. Cette 

réaction augmente ainsi la vitesse de libération du principe actif. Un deuxième front de gonflement, le 

front de diffusion, représente la zone qui sépare la matrice gonflée de celle où le principe actif 

Diffusion 

Gonflement 

Dissolution 

Figure 2.4 Mécanismes les plus utilisés pour les systèmes à libération contrôlée du principe actif à partir de 
comprimés matriciels (Tiré de Wehrlé, 2007). 
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dissous et le non-dissous cohabitent (Wehrlé, 2007). Finalement, le troisième front, le front d’érosion, 

sépare le milieu de libération de la matrice. La longueur des chemins de diffusion et l’augmentation 

de la mobilité du principe actif sont déterminées par les vitesses relatives auxquelles ces fronts 

évoluent (Wehrlé, 2007). L’ensemble détermine la vitesse de libération du principe actif dans le 

milieu. 

 

Figure 2. 5 Schéma des trois zones de libération d’un principe actif provenant d’un comprimé matriciel (Tiré de 
Wehrlé, 2007). 

 

2.4.2.2 Les systèmes matriciels enrobés 

Les comprimés pelliculés ou enrobés d’un film (systèmes enrobés) sont notamment destinés à : 

masquer le goût amer ou les mauvaises odeurs, améliorer l’aspect esthétique de la forme 

pharmaceutique, protéger contre les salissures, protéger l’actif sensible aux conditions 

d’entreposage, réduire les problèmes d’incompatibilités lors de l’utilisation de deux principes actifs 

dans le même comprimé en les séparant par une barrière physique, améliorer les propriétés 

mécaniques et finalement, modifier les profils de libération des principes actifs (Wehrlé, 2007).  

Lors de la fabrication d’un comprimé par compression directe, différents paramètres doivent être pris 

en compte afin de ne pas trop affecter la survie des cellules. La force de compression de même que 

le ratio de bactéries utilisées par rapport à l’excipient peuvent influencer le taux de survie finale des 

probiotiques dans le comprimé suite à la fabrication (Chan & Zang, 2002). En effet, la viabilité des 

bactéries est grandement diminuée lorsque la force de compression passe de 30 à 90 MPa. Il 
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semble que plus la force de compaction est grande, plus la paroi de la membrane cellulaire des 

bactéries est affectée (Chan & Zang, 2002). En effet, plus la densité des cellules augmente dans le 

comprimé, plus la dimension des pores inter et intra-particules est diminuée. Lorsque les pores sont 

plus petits que la dimension des cellules elles-mêmes, l’excès de stress dans le système a tendance 

à lyser les cellules (Chan & Zang, 2002). Cependant, si le comprimé formé n’est pas assez compact, 

il ne répondra pas aux normes minimales de friabilité. Il doit être facilement manipulable sans se 

briser (Klayraung et al., 2009). De plus, sa rigidité doit être assez grande pour offrir une bonne 

protection lorsque le comprimé sera en contact avec le fluide gastrique (Klayraung et al., 2009). Il 

faut donc un juste milieu entre la force de compaction utilisée, la viabilité des microorganismes et la 

rigidité du comprimé. 

Le ratio de bactéries intégrées aux comprimés par rapport à la quantité de polymère a aussi un 

impact sur la viabilité des microorganismes. Une plus grande quantité de microorganismes assure un 

plus grand taux de survie après passage gastrique (Klayraung et al., 2009). Si le polymère est trop 

important par rapport à la quantité de cellules, un taux de mortalité plus élevé a été observé. Une 

réaction entre la matrice de polymères et la surface cellulaire des bactéries semble se produire, 

causant la mortalité cellulaire (Klayraung et al., 2009). De plus, Chan & Zhang (2005) suggèrent que 

ce phénomène s’explique par un taux de réhydratation plus lent. Il semble que les cellules 

déshydratées requièrent un taux minimal d’humidité pour se réhydrater. Une plus petite quantité de 

polymères rend la pénétration du fluide plus facile dans le système et cause une réhydratation plus 

rapide, laquelle est essentielle à la survie des cellules. Toutefois, ces résultats sont controversés 

puisque certains auteurs suggèrent qu’un comprimé qui contient une plus grande quantité de 

polymère protège davantage contre les conditions stomacales (Stadler & Viernstein, 2003). Ainsi, il 

est clair que la nature de l’excipient a un effet sur la survie des microorganismes dans le comprimé. 

2.4.2.3 Les polymères 

Les polymères les plus populaires et les plus utilisés pour la fabrication de système monolithique 

sont des dérivés de la cellulose : l’hydroxypropylcellulose (HPC) et l’hydroxypropylmethylcellulose 

(HPMC) (Teixeira, 2009; Velasco et al., 1999). Ils sont principalement utilisés pour la confection 

d’enrobage entérique. Dans le cas de l’HPMC, le mode d’action du système à libération contrôlée est 

dû à l’hydratation de la molécule qui forme une barrière gélatineuse à la surface de la matrice 

(Velasco et al., 1999). La réaction chimique utilisée pour la production de ces dérivés de cellulose 
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consiste à déplacer les liens hydrogènes de la chaîne secondaire et ce, sans toucher à la chaîne 

principale (Figure 2.6 et 2.7) en utilisant une base forte (Brady et al., 2009). Il s’en suit donc une 

réaction avec un substituant hydrophile ou hydrophobe. Cette dérivation produit des imperfections le 

long de la chaîne principale, et prévient ainsi le ré-établissement des hauts niveaux d’ordre présents 

dans la cellulose native.  

 

Figure 2.6 Structure native de la cellulose (chaîne principale) utilisée pour la fabrication de tous les dérivés de 
la cellulose. Tous les résidus anhydroglucose ont trois sites réactifs : 2, 3 et 6 (Brady et al., 2009). 

 

Un composé soluble dans une variété de solvants est ainsi formé, dépendamment des liens avec les 

substituants liés à la chaîne principale (Brady et al., 2009). Les substituants comme l’hydroxypropyl 

et l’hydroxyéthyl (Figure 2.7) sont capables de subir un allongement de leur chaîne secondaire alors 

que les substituants comme le carboxyméthyl, le méthyl et l’éthyl limitent efficacement le site réactif 

de l’hydroxyl lorsqu’ils sont ajoutés à la chaîne (Brady et al., 2009).  
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     Hydroxypropylmethylcellulose (HPMC) 

 

 

Hydroxypropylcellulose (HPC) 

Figure 2.7 Structure typique des deux dérivés cellulosiques les plus utilisés pour les enrobages entériques 
(Brady et al., 2009). 

 

D’autres polymères biodégradables comme l’alginate de sodium (Chan et al., 2002), la pectine (Wei 

et al., 2006), l’amylose (Ispas-Szabo et al., 2000; Calinescu et al., 2005), le chitosane (Calinescu & 

Mateescu, 2008) et la gomme de guar (Rajpurohit et al., 2010) sont aussi utilisés dans la fabrication 

des comprimés. Ces polysaccharides naturels sont généralement hydrophiles et ont des propriétés 

très faibles de gonflement en milieu acide. Au niveau du côlon, plusieurs types de microorganismes 

présents vont contribuer à la dégradation de ces molécules en excrétant des enzymes telles que la 
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β-D-galactosidase, l’amylase, la pectinase, la β-D-glucosidase, la dextranase, α-D-xylosidase qui 

vont causer un clivage hydrolytique des liens glycosidiques (Rajpurohit et al., 2010). Ainsi, ces 

polysaccharides resteront intacts lors de leur passage dans l’estomac et le petit intestin alors que les 

bactéries présentes dans le côlon vont les dégrader, ce qui libérera le principe actif du comprimé.  

Souvent, ces biopolymères sont formulés avec les dérivés de cellulose. Par exemple, l’HPC est 

utilisé en très faible quantité et sert principalement à lier la poudre d’alginate de sodium afin d’obtenir 

de meilleures propriétés de compaction (Chan & Zhang, 2002) (Chan & Zhang, 2005). Calinescu & 

Mateescu (2008) ont aussi développé un comprimé à partir de carboxyméthyle d’amidon riche en 

amylase (CM-HAS), du chitosane et des probiotiques qui sont mélangés ensemble et compressés 

directement avec la même méthode que Chan & Zhang (2002). Le CM-HAS offre une bonne 

protection contre l’environnement gastrique car le chitosane permet le relâchement tardif de l’actif 

dans le système digestif puisqu’en premier lieu, il se gélifie en milieu acide (Calinescu & Mateescu, 

2008). Lorsque le CM-HAS entre en contact avec l’acidité gastrique, il y a une substitution d’un cation 

contre un proton, ce qui a pour effet de rendre le comprimé beaucoup plus compact et résistant aux 

conditions acides et à la dégradation enzymatique de l’estomac (Calinescu & Mateescu, 2008). Par 

contre, lorsqu’il se trouve en milieu intestinal, la réaction inverse se produit et le cation est remplacé 

par un proton. Le gonflement de la structure s’en suit puisqu’elle absorbe l’eau et le comprimé se 

dissout relâchant par le fait même les bactéries probiotiques dans le milieu (Calinescu & Mateescu, 

2008).  

L’alginate de sodium est un biopolymère largement utilisé, naturel et facilement reconnu comme 

étant sécuritaire pour la consommation. Lorsque l’alginate est utilisé comme agent de gonflement 

avec du phtalate d’hydroxypropylméthylcellulose (HPMCP), les probiotiques ont un bon taux de 

survie en condition acide (Stadler & Viernstein, 2003). Les résultats sont aussi meilleurs avec 

l’alginate de sodium qu’avec la pectine formulée avec l’HPMC. En général, les hydrocolloïdes 

d’alginate de sodium sont stables dans une fourchette de pH entre 3 et 10 et sont grandement 

résistants à la dégradation enzymatique et bactérienne. Klayraung et al. (2009) ont démontré que la 

barrière d’hydrogel qui se forme autour du comprimé qui est composé d’alginate de sodium retarde la 

pénétration du fluide acide dans le comprimé sur une plus longue période de temps en incubation en 

fluide gastrique, ce qui augmente grandement le taux de survie des probiotiques. 
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À la lumière de ces résultats, il est clair que l’utilisation de ces biopolymères est intéressante car ils 

sont non toxiques, sécuritaires et économiques (Rajpurohit et al., 2010). Ils offrent aussi une bonne 

protection contre les conditions stomacales. Par contre, ils doivent absolument être utilisés avec 

d’autres polymères synthétiques dérivés de la cellulose comme l’HPMC, l’HPM ou le CM qui 

nécessitent l’utilisation de plusieurs produits chimiques (Brady et al., 2009). Les procédés de 

fabrication de ces comprimés requièrent aussi plusieurs étapes. Ce n’est que tout récemment que la 

recherche scientifique dans ce domaine s’est tournée vers la fabrication de système monolithique à 

base de protéines pour la protection d’actifs sensibles aux conditions gastriques. 

2.4.2.4 Les protéines et le lactosérum 

Les protéines sont largement utilisées  dans le domaine alimentaire en raison de leurs propriétés 

fonctionnelles et nutritionnelles. Elles sont souvent utilisées comme agent émulsifiant, moussant et 

gélifiant dans certains aliments. Récemment, un bon nombre de travaux ont été réalisés sur 

l’utilisation de protéines comme systèmes de libération de molécules actives (Chen et al., 2009) 

incluant la fabrication de comprimés à libération contrôlée. Elles ont l’avantage d’être peu coûteuses 

et très disponibles. De plus, elles ont des groupements réactifs qui peuvent être transformés 

chimiquement pour modifier les propriétés de relâchement et aussi servir à des sites de réticulation. 

Elles proviennent généralement du maïs, du sorgho (une plante du genre de la famille de Poaceae), 

du soya et du lait (Bouffard, 2007; Georget et al., 2008; Liu et al., 2005; Elhakalifa et al., 2009; 

Caillard et al., 2009; Caillard et al., 2011; Poulin et al., 2011). Au niveau du lait, les protéines d’intérêt 

se retrouvent particulièrement dans le lactosérum. 

Le lactosérum est un produit issu de la fabrication fromagère. Il est composé de diverses protéines 

comprenant notamment la β-lactoglobuline et l’α-lactalbumine, protéines majeures du lactosérum. 

Les protéines mineures sont l’albumine bovine, les immunoglobulines et les protéoses-peptones 

(Vignola, 2002; Cayot et al., 1998). À elles seules, les protéines du lactosérum représentent 20% des 

protéines totales du lait. Elles possèdent aussi d’excellentes valeurs nutritionnelles car elles sont 

riches en acides aminés soufrés, en lysine et en tryptophane. La teneur du lactosérum en β-

lactoglobuline est considérable puisqu’il représente près de 55% du total des protéines (Vignola, 

2002).   
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2.4.2.4.1 La β-Lactoglobuline  

La β-lactoglobuline (β-lg) est une protéine globulaire très importante du lactosérum (Figure 2.8). 

Synthétisée par la mamelle de vache, cette protéine a un faible poids moléculaire de 18,3 kDa (Cayot 

et al., 1998). Sa concentration dans le lait varie entre 2 à 4 g*L-1. Sept variantes génétiques existent 

mais les plus fréquentes sont A et B (Edwards et al., 2002). La différence entre ces deux variantes se 

situe au niveau des résidus  des acides aminés 64 et 118 (Morr et al., 1993). La structure primaire de 

la β-lactoglobuline possède 162 résidus d’acides aminés comprenant 2 ponts disulfures ainsi qu’une 

fonction thiol sur l’un des trois résidus cystéine 106, 119 ou 121 (Cayot et al., 1998). Cette fonction 

peut initier des réactions d’échange ou de formation de pont disulfure (Cayot et al., 1998). La 

structure secondaire de la β-lg est très riche en feuillets β (soit près de 50% des résidus d’acides 

aminés dans cette structure) et comporte 10 à 15% de la séquence primaire en hélice α et 15 à 20% 

en courbure β (Cayot et al., 1998; Timasheff et al., 1966; Townen et al., 1969). Compte tenu des 

observations de Levitt & Chothia (1976) et de la disposition des séquences primaires des structures 

secondaires, un compactage βαβ (où une hélice α se trouve en sandwich entre deux feuillets β) 

serait à l’origine de la présence d’un cœur hydrophobe au centre de la protéine. Les ponts disulfures 

formés par les résidus de cystéine 106, 119 et 121 renforceraient ce compactage βαβ (Cayot et al., 

1998). 
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Figure 2.8 Structure tridimensionnelle de la β-lactoglobuline. Tiré et adapté de Papiz et al., 1986 

La structure tertiaire de la β-lg étudiée par cristallographie aux rayons X de haute résolution, a 

démontré que l’agencement structural consiste en des feuillets β anti-parallèles composés de 9 brins 

enroulés formant une sorte de calice ou de cône flasque avec une hélice α à trois tours (Brownlow et 

al., 1997; Papiz et al., 1986). La structure quaternaire de la β-lg dépend fortement des conditions 

environnementales. Les conditions de pH, la température de même que la concentration en sels du 

milieu ont des effets sur la conformation de la molécule (Brownlow et al., 1997). Par exemple, une 

grande quantité de sels dans le milieu affecte les propriétés de la cavité hydrophobe (Vignola, 2002). 

La structure très compacte de la β-lg est maintenue par l’empilement des feuillets β, par le 

compactage βαβ et par les liaisons non covalentes et ponts disulfures. Cet arrangement particulier 

place les groupements polaires à la surface de la molécule et les groupements hydrophobes en plein 

cœur de la molécule. (Kinsella et al., 1989). Cette poche hydrophobe permet de fixer la vitamine A 

ainsi que certains acides gras, phospholipides et composés aromatiques (Vignola, 2002; Kontopidis 

et al., 2002; Lefevre et al., 2001; Collini et al., 2000; Wang et al., 1998). La β-lg a aussi la capacité de 
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former des composés avec d’autres molécules ce qui en fait un excellent transporteur (Liang et al., 

2008).  

2.4.2.4.2 Protéine succinylée 

Récemment, une matrice à base de protéines succinylées s’est révélée efficace et prometteuse pour 

la fabrication de système monolithique à libération contrôlée. La succinylation est déjà utilisée en 

recherche et en industrie alimentaire pour augmenter certaines propriétés d’émulsification et de 

moussage ce qui permet de modifier la texture ou les propriétés des aliments à base de protéines 

(Phillips et al., 1990; Subirade et al., 1992). Cette modification chimique ajoute un acide succinique 

au groupement amine. En conséquence, cette attaque nucléophile remplace le groupement ε-amine 

de la lysine chargé positivement par un groupement carboxyle chargé négativement (Caillard et al., 

2009). C’est l’anhydride succinique qui est utilisé pour réaliser cette réaction. Ce produit est déjà 

approuvé comme étant sécuritaire pour la consommation humaine, ce qui est un avantage à son 

utilisation (Caillard et al., 2011).  

Les protéines succinylées ont un point isoélectrique (pI) plus bas que les protéines natives. Les 

études sur les protéines de soya ainsi que la β-lg modifiées par succinylation ont révélé qu’elles sont 

beaucoup moins solubles et leur densité de charge est grandement diminuée à pH très acide, c’est à 

dire 1,2 et sont des candidats de choix pour l’élaboration de comprimés (Caillard et al., 2009; Caillard 

et al., 2011). La figure 2.9 présente des  comprimés élaborés à partir de protéines natives et de 

protéines succinylées. Cette figure montre que les comprimés à base de protéine native sont très  

rapidement dissous à pH gastrique comparé à ceux obtenus à partir des protéines succinylées. De 

plus la coloration au bromocrésol pourpre suggère que l’intérieur du comprimé reste à pH plus près 

de la neutralité suite à l’incubation en fluide gastrique simulé tandis qu’à l’extérieur, il descend sous 

4,5. Ainsi, les microorganismes qui se trouvent sur la couche externe du comprimé sont affectés par 

le pH acide tandis que ceux qui se retrouvent à l’intérieur sont protégés. C’est pourquoi bien qu’il y ait 

une diminution du taux de viabilité des bactéries après passage gastrique, une partie importante des 

bactéries reste vivantes (Poulin et al., 2011). 
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Figure 2.9 Photo de comprimés à base de β-lg native (0%) et de β-lg succinylé (50%) colorés au bromocrésol 
pourpre après une incubation en milieu gastrique simulé pendant 1, 2 et 3 heures. Lorsque le bromocrésol 
pourpre est de couleur jaune, son pH est à < 4,5 alors que la couleur mauve indique un pH > 6. a) comprimé 
entier, b) intérieur du comprimé. Le comprimé fabriqué de protéines natives (0%) s’est complètement dissous 
dans les premières minutes d’incubation. Tiré de Caillard et al. (2010) 

 

Les propriétés de gonflement et d’érosion sont importantes dans la caractérisation des comprimés à 

libération contrôlée. Ces aspects sont le reflet de la capacité de la matrice à adsorber le solvant, et 

donc sa résistance au fluide environnant (Caillard et al., 2009) (Caillard et al., 2011). Ainsi, tout 

dépendamment des propriétés physico-chimiques du solvant (comme le pH), l’adsorption du solvant 

par la matrice va finir par éroder le comprimé et relâcher des protéines dans le milieu (Caillard et al., 

2009). Donc plus la matrice a d’affinité avec le solvant, plus elle gonflera et s’érodera, libérant le 

principe actif dans le milieu. En revanche, si le but est de ne pas libérer l’actif dans le milieu, la 

matrice doit être insoluble dans le solvant. 

Les comprimés fabriqués à base de β-lg succinylées à 50% ont des propriétés d’érosion et de 

gonflement très faibles à pH 1,2 (Figure 2.10) alors que le contraire est observé à pH neutre (Poulin 

et al., 2011). Par ailleurs, le comprimé fabriqué à partir de protéines natives se dissout complètement 

en pH acide (Figure 2.10). En ce qui a trait à celui à base de protéines succinylées à 50% et d’un 

lyophilisat de la souche Bifidobacterium longum HA-135 très sensible au pH gastrique, les auteurs 

observent un taux de survie de 107 bactéries par comprimé après passage gastrique (Poulin et al., 

2011). Ces comprimés ont été fabriqués par la compression directe (force de compression de 

67MPa) et le matériel utilisé en guise de matrice fut un homogénat de protéines succynilées à 50% 
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de β-lg et de bactéries probiotiques lyophilisées. À la lumière de cette étude in vitro cette formulation 

semble prometteuse pour la protection efficace d’actifs sensibles au pH acide et permet aussi de 

libérer une grande quantité de bactéries dans l’intestin (Poulin et al., 2011).  

 

 

Figure 2.10 Photographies des comprimés fabriqués de β-lg native (0%) et de β-lg succynilée (50%) avant et 
après incubation dans le fluide gastrique simulé avec pepsine pendant 30, 60 et 120 minutes. Tiré de Poulin et 
al. (2010) 

 

Seule l’étape de la succinylation des protéines est préalable à la fabrication de ces comprimés. 

Toutefois, les bactéries probiotiques ne sont pas affectées par cette phase de fabrication puisqu’elles 

sont ajoutées au mélange ultérieurement. Ce faisant, l’homogénat des deux poudres, c'est-à-dire la 

β-lg succinylée et le lyophilisat de bactéries probiotiques, est simplement compressé. Le taux de 

survie des cellules est élevé car plus de 107 bactéries par comprimés sont viables, même après une 

heure d’incubation en fluide gastrique simulé. Le système est aussi très performant lors du 

relâchement du principe actif au niveau intestinal (Caillard et al., 2009; Caillard et al., 2011; Poulin et 

al., 2011) alors que le pH tend à augmenter dès l’atteinte du duodénum (pH ~ 6) (Faillingborg, 1999). 
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CHAPITRE 3 :  

HYPOTHÈSES, BUT ET OBJECTIFS 
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Les résultats obtenus in vitro démontrent que des comprimés à base de β-lg succinylée contiennent 

plus de 107 bactéries probiotiques après avoir été incubées en conditions simulant le passage 

gastrique. Cependant, rien n’est connu sur leurs performances in vivo. Le but de ce projet est 

d’étudier les performances in vivo de ces comprimés sur un modèle vivant, le porc. 

Les deux hypothèses suivantes ont été formulées : 

I) L’ingestion de B. longum R0175 et de L. helveticus R0052 sous forme de comprimés à base de β-

lg succinylée à 50% les protège contre les conditions stomacales et permet leur libération sous forme 

vivante dans l’intestin du porc.  

Afin de valider cette hypothèse, ce projet visait d’abord à vérifier si les bactéries probiotiques ont bel 

et bien été délivrées vivantes dans l’intestin du porc. Pour ce faire, deux objectifs principaux ont été 

définis : 

1) Encapsuler B. longum R0175 et L. helveticus R0052 dans des comprimés à base de β-lg 

succynilées à 50% et tester leur viabilité, de façon in vitro et in vivo, après passage 

gastrique. 

2) Évaluer, à la suite de l’ingestion quotidienne de B. longum R0175 et de L. helveticus 

R0052, la quantité de ces bactéries dans différents sites de l’intestin du porc en croissance. 

II) La présence de B. longum R0175 et L. helveticus R0052 vivants module le microbiote intestinal. 

Pour valider cette deuxième hypothèse, ce projet visait à évaluer l’influence de l’ingestion de ces 

deux microorganismes sur le microbiote intestinal du porc. Pour ce faire, le principal objectif de cette 

hypothèse a été défini ainsi : 

1) Évaluer l’effet de l’ingestion de Bifidobacterium longum R0175 et de Lactobacillus 

helveticus R0052 protégés dans des comprimés, sur les populations bactériennes de 

l’intestin. 
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CHAPITRE 4 :  

MATÉRIEL ET MÉTHODES 
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4.1 Matériel 

Les souches utilisées dans le cadre de ce projet sont un mélange lyophilisé de Bifidobacterium 

longum R0175 et Lactobacillus helveticus R0052 qui a été fourni par l’Institut Rosell Lallemand 

(Montréal, Qc). L’isolat de protéines de lactosérum (WPI) provient du produit Bipro de Davisco 

(USA). Il renferme 95 % de β-lactoglobuline. 

4.2 Expériences IN VITRO 

4.2.1 Fabrication des comprimés 

La β-lg a été succinylée à un taux de 50% selon la méthode de Caillard et al. (2011). Brièvement, de 

l’anhydride succinique a été ajoutée graduellement à une solution contenant 10% (w/v) de β-lg tout 

en maintenant un pH entre 8,0 à 8,5 à l’aide d’une solution de 2 M de NaOH. Lorsque la solution était 

stabilisée, elle a été dialysée une nuit complète à 4°C en utilisant une membrane à dialyse de 1 kDa. 

Par la suite, cette même solution a finalement été lyophilisée et moulue en très fine poudre en 

utilisant un mortier. Chaque comprimé a été fabriqué à l’aide d’une presse Carver à simple poinçon 

(Autopellet Laboratory press, Carver Incorporation, Wabash, IN, USA). Toutes les pièces de la 

presse ont été désinfectées avec de l’éthanol 70% entre chaque compression et la force utilisée était 

de 67 MPa. Trois sortes de comprimés ont été fabriquées : 1) un mélange homogène de 260 mg de 

WPI succinylé et 160 mg de lyophilisat de bactéries probiotiques, contenant ainsi 109 UFC par 

comprimé; 2) un mélange homogène de 260 mg de WPI native et de 160 mg de lyophilisat de 

bactéries probiotiques, contenant aussi 109 UFC par comprimé et 3) des comprimés de 260 mg de 

WPI succinylée sans bactérie. 

4.2.2 Évaluation in vitro de la survie des probiotiques en milieu gastrique  

Le fluide gastrique simulé (SGF) a été préparé selon la convention de U.S. pharmacopeia (The 

United States Pharmacopoeical Convention, 2004). Il est composé de 993 ml d’eau ultra pure, de 2 g 

de NaCl, de 3,2 g de pepsine provenant de la muqueuse gastrique de porc (924 unités/mg de 

protéine) (Sigma-Aldrich, St-Louis) et 7 ml d’HCl pour atteindre un pH de 1,2. Les dilutions effectuées 

ont été faites dans de l’eau peptonée à 0,1% (Sigma-Aldrich, St-Louis). Le milieu de culture utilisé 

pour ces deux microorganismes en culture pure était le MRS agar d’après Man, Rogosa and Sharpe 

avec 0,05% de cystéine hydrochloride (Sigma-Aldrich, St-Louis). Une plaque agitatrice (Lab Line 
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Instruments Inc., Melrose park, IL, USA) a été utilisée pour donner une agitation constante de 160 

rpm durant l’incubation d’une heure. 

Afin de vérifier la viabilité des deux souches en milieu gastrique, 400 ml de SGF ont été inoculés 

avec 80 mg de lyophilisat du mélange des bactéries probiotiques. Après 1 heure d’incubation à 37˚C 

sur plaque agitatrice, la culture a été étalée sur un milieu MRS (Sigma-Aldrich, St-Louis) avec 0,05% 

de cystéine hydrochloride (Sigma-Aldrich, St-Louis). Les boîtes de Pétri ont été incubées pendant 48 

hrs à 37˚C dans une Anaerojar de 2,5L (Oxoid Ltd, Hampshire, UK) en utilisant des sachets 

AnaeroGen (Oxoid Ltd, Hampshire, UK) afin d’avoir un environnement sans oxygène. Le nombre 

d’unité formatrice de colonies (UFC) a été dénombré par la suite.  

Afin de vérifier la viabilité après passage gastrique de B. longum R0175 et L. helveticus R0052 

encapsulés, les comprimés ont été incubés dans 400 ml de SGF pendant une heure et les 

comprimés restant dissous dans 25 ml d’eau préalablement stérilisée. Une culture du milieu dilué en 

série dans de l’eau peptonée 0,1% a été réalisée suivant la même procédure que précédemment et 

le nombre d’UFC a ensuite été dénombré. Par ailleurs, le nombre initial d’UFC par gramme de 

lyophilisat a aussi été déterminé en revitalisant 80 mg des souches dans 100 ml d’eau.  

4.3 Expériences IN VIVO 

4.3.1 Nécropsie des porcelets 

Quarante-huit porcelets Yorshire-Landrace âgés de 28 jours et sevrés depuis une semaine ont reçu 

quotidiennement un comprimé. Il y avait trois groupes de porcelets qui recevaient trois traitements 

différents. Le groupe 1 (CTRL-) recevait un comprimé composé uniquement de β-lg succinylée. Le 

groupe 2 (PBT) recevait un comprimé composé de β-lg non succinylée et de 109 UFC de B. longum 

et de L. helveticus. Le groupe 3 (PBT+BLG) recevait quant à lui un comprimé composé de β-lg 

succinylée ainsi que de 109 UFC de B. longum et de L. helveticus. Les salles comprenaient 12 

parquets avec un porcelet par parquet. L’expérience s’est déroulée en deux blocs de 24 porcelets 

avec 8 porcelets par traitement comprenant ainsi 48 porcelets au total. Tous ont reçu la même 

alimentation (Tableau 4.2) (Perfo-Porc plus 1er âge porcelet, Meunerie Sawyerville Inc., Cookshire, 

QC, Canada) et avaient continuellement accès à l’eau. Ils étaient tous mis à jeun 3,5 heures avant le 

traitement et avaient accès à la nourriture 1 heure plus tard.  
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Tableau 4.2. Composition de la nourriture des porceletsa 

Composition   

Crude protein 

(min.) 

18.0 % 

Crube fiber (max.) 2.5 % 

Crude fat (min.) 4.0 % 

Calcium (real) 0.8 % 

Phosphorus (real) 0.63 % 

Sodium (real) 0.2 % 

Copper (real) 125 mg/kg 

Zinc (real) 300 mg/kg 

Iron (real) 400 mg/kg 

Iodine (real) 2 mg/kg 

Vitamin A (min.) 14800 UI/kg 

Vitamin B (min.) 1500 UI/kg 

Vitamin E (min.) 100 UI/kg 
aPerfo-Porc plus 1er âge porcelet, Meunerie 

  Sawyerville Inc., Cookshire, Qc, Canada 

 

Après 14 et 28 jours de traitements quotidiens, les porcelets ont été abattus et le tube digestif 

(estomac et intestin) excisé. Les échantillons de contenu de l’iléon ont été prélevés à environ 15 à 25 

cm du caecum et le contenu du côlon prélevé à environ 40 à 50 cm du caecum. La muqueuse iléale 

a aussi été prélevée en grattant une section de l’iléon avec une lame de microscope. Après avoir 

récolté entre 0,1 à 0,3 g de muqueuse dans un tube eppendorf, 1 à 3 ml d’eau peptonée a été ajouté 

dans le tube et le tout a été homogénéisé au polytron (PT 10-35, Kinematica, Bohemia, NY, USA). Le 

polytron a été nettoyé entre chaque utilisation avec de l’éthanol à 70% et de l’eau distillée.  

4.3.2 Comptes bactériens 

Une culture du contenu de l’iléon, du côlon et de la muqueuse iléale sur différents milieux sélectifs a 

permis de mesurer la croissance des lactobacilles, des bifidobactéries et des entérobactéries. Pour 

ce faire, les milieux de culture MRS (EMD) avec 0,05% (p/v) de cystéine hydrochloride (Sigma-

Aldrich, St-Louis, USA), RAF 5,1 (Roy et al., 1997) et MacConkey II (BD Difco, Franklin Lakes, NJ, 

USA) ont été utilisés respectivement. Chaque échantillon a été dilué dans de l’eau peptonée à 0,01% 

(p/v) contenant de la cystéine hydrochloride 0,05% (p/v) où 100 ul de cette dilution ont été étalés. Les 

cultures de lactobacilles et de bifidobactéries ont été incubées dans un environnement anaérobe 

avec des sachets Anaeropack (Mitsubishi) placés dans des sacs de type Ziploc à 39ºC pendant 48 

hrs tandis que les entérobactéries ont été incubées dans un environnement anaérobe à 39ºC 
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pendant 24 hrs. La quantité d’UFC par gramme de contenu a ensuite été comptée. Dans le cas des 

entérobactéries, les bactéries Escherichia coli ont été dénombrées indépendamment des coliformes 

fécaux. 

4.3.3 Viabilité des probiotiques après passage gastrique 

4.3.3.1 Culture 

Les lactobacilles ou les bifidobactéries qui ont poussé sur les milieux MRS et RAF 5,1 ont été 

repiquées dans des boîtes 96 puits (Progene, Ultident, St-Laurent, CAN) contenant 500 ml de 

bouillon MRS avec 0,05% (p/v) de cystéine hydrochloride. Les boîtes ont ensuite été incubées durant 

48 hrs suivant les mêmes conditions précédemment énumérées. Suite à l’incubation, une solution de 

glycérol 50%/LB a été ajoutée au bouillon et les boîtes ont été congelées à -80ºC pour des analyses 

ultérieures. 

4.3.3.2 Extraction ADN génomique 

Une extraction d’ADN génomique au phénol/chloroforme/alcool isoamyl a été effectuée sur les 

bactéries en boîte. Brièvement, 200 µl du bouillon de culture ont été prélevés et déposés dans une 

plaque 96 puits. Cette plaque a ensuite été centrifugée à 3200 RPM (Sorvall, RT6000B, DuPont, 

Canada) pendant 15 minutes à température pièce pour faire culoter les bactéries. Le surnageant a 

été retiré. Afin de lyser le maximum de bactéries, une pré-incubation d’une heure à 37ºC a été faite 

dans 50 μl d’une solution de tampon Tris 50 mM à pH 7,5 contenant 2,5 μl de mutanolysin (10 U/ul) 

(de Streptomyces globisporus ATCC 21553, Sigma-Aldrich, St-Louis, USA). Par la suite, 50 μl d’une 

solution de phénol/chloroforme/alcool isoamyl (25:24:1) (Sigma-Aldrich, St-Louis, USA) ont été 

ajoutés et bien mélangés. Une centrifugation durant 20 minutes à 4000 RPM à température pièce a 

été effectuée et 30 μl de surnageant ont été récoltés et transférés dans une autre plaque de 96 puits. 

Une centrifugation de 15 minutes à 4000 RPM à température pièce afin d’éliminer toute trace de 

contaminant a été effectuée. 

4.3.3.3 PCR sur les colonies repiquées 

4.3.3.3.1 PCR sur le gène ribosomal 16S 

Afin de valider que l’extraction de l’ADN génomique a bel et bien fonctionné en plaque, un PCR sur le 

gène ribosomal 16S a permis de valider la présence ou non d’ADNg de bactérie dans chaque puit. 

Le mélange réactionnel d’un volume final de 50 μl était composé de 1 U de Taq polymérase (Qiagen 

Inc., Toronto, CAN), de 50 μM de dNTP (Qiagen Inc., Toronto, CAN), de 25 pmol de chaque amorce 
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(f27: 5’-AGAGTTTGATCMTGGCTCAG-3’ et ER_r788 : 5’-CGACTACCAGGG TATCTAA-3’) 

(Integrated DNA Technologies (IDT), Toronto, CAN) et de 12,5 µl tampon PCR 10X (Tris-Cl, KCl, 

(NH4)2SO4, 15 mM MgCl2, pH 8,7) (Qiagen Inc., Toronto, CAN). Le reste du volume était complété 

avec de l’eau ultra pure (Wisent Inc., St-Bruno, CAN). Un microlitre d’ADNg était ajouté à la réaction. 

Le tout était préparé sur glace et le mélange était distribué dans une plaque 96 puits (Progene, 

Ultident, St-Laurent, CAN) et scellé avec une feuille autocollante (Progene, Ultident, St-Laurent, 

CAN). Les conditions PCR étaient les suivantes : 95°C pendant 5 minutes pour la dénaturation 

initiales; 35 cycles comprenant la dénaturation à 95°C pendant 1 minute; l’appariement des amorces 

à 47°C pendant 1 minute; l’élongation à 72°C pendant 2 minutes et finalement, l’élongation finale à 

72°C pendant 10 minutes. 

4.3.3.3.2 PCR spécifique à Bifidobacterium longum R0175 et à Lactobacillus helveticus R0052 

Un PCR sur le gène ribosomal 16S a permis de valider la présence ou non d’ADNg de bactérie dans 

chaque puit. Le mélange réactionnel d’un volume final de 50 μl était composé de 1 U de Taq 

polymérase (Qiagen Inc., Toronto, CAN), de 50 μM de dNTP (Qiagen Inc., Toronto, CAN), de 25 

pmol de chaque amorce (Amorce pour B. longum : Sens 175_rmlb_486 5’- 

AAGGGACGCTTGGGTGAGA-3’ et Anti-sens 175_rmlb_596 5’- GTCGAATGCGTC AGGATCCT -3’. 

Amorces pour L. helveticus : Sens 439-2_645 5’- AAGTATCGCCGG TGCAAA -3’ et Anti-sens 439-

2_710 5’- TTACCACCATCGCTTACATCAAA 3’) (Dessinées par Rosell Lallemand Inc., fournit par 

IDT) et de 12,5 µl de tampon PCR 10X (Tris-Cl, KCl, (NH4)2SO4, 15 mM MgCl2, pH 8,7) (Qiagen 

Inc., Toronto, CAN). Le reste du volume était complété avec de l’eau ultra pure (Wisent Inc., St-

Bruno, CAN). Un microlitre d’ADNg était ajouté à la réaction. Le tout était préparé sur glace et le 

mélange était distribué dans une plaque 96 puits et scellé avec une feuille autocollante. Les 

conditions pour l’amplification étaient : un cycle de 3 minutes à 95°C pour la dénaturation initiale; 35 

cycles comprenant la dénaturation à 95°C pendant 30 secondes; l’appariement des amorces à 60°C 

pour la souche R0052 ou 63°C pour la souche R0175 pendant 30 secondes; l’élongation à 72°C 

pendant 2 minutes et finalement, l’élongation finale à 72°C pendant 10 minutes. 

Toutes les réactions PCR ont ensuite été mises sur gel d’agarose 1,8% (p/v) (Wisent Inc., St-Bruno, 

CAN) avec 5 μl de loading buffer 10X (Qiagen Inc., Toronto, CAN) pour chacune des réactions pour 

un total de 15 μl de produit PCR par puit dans le gel. Le gel a migré à 110V pendant environ 1h45 

pour le PCR du gène ribosomal 16S et environ 1h30 pour le PCR spécifique à nos deux souches. 
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Suite à la migration, le gel a été coloré dans une solution de bromure d’éthidium pendant 10 minutes 

et rincer à l’eau par la suite. Une photo avec le système FluorChem (Alpha Innotech) a été prise aux 

rayons ultraviolets afin de révéler la présence ou l’absence de bandes. 

4.3.4 Extraction de l’ADN génomique des échantillons récoltés lors des nécropsies 

L’extraction au phénol/chloroforme/alcool isoamyl (25:24:1) au Bead Beater (Mini Bead-Beater-8, 

Biospec Product, Bartlesville, USA) a été effectuée sur les contenus de l’iléon et du côlon conservés 

à -20˚C suite à la nécropsie des porcelets. La description des solutions se trouve dans le tableau 4.3. 

Tableau 4.3 Composition du tampon MS et de la solution de Saline EDTA 

Tampon MS (préparation pour 100 ml) 

0,024 g K2HPO4 Sigma-Aldrich, St-Louis, USA 

0,024 g KH2PO4 Sigma-Aldrich, St-Louis, USA 

0,024 g (NH4)2SO4 MP Biomedical Inc., Solon, USA 

0,048 g NaCl BioShop, Burlington, CAN 

0,0067 g CaCl2.2H2O Sigma-Aldrich, St-Louis, USA 

0,0102 g MgSO4.7H2O    ou   0,0025g MgSO4 Sigma-Aldrich, St-Louis, USA 

5 ml d’une solution 1% de Triton X-100 Sigma-Aldrich, St-Louis, USA 

95 ml H2O nanopure Wisent Inc., St-Bruno, CAN 

Saline EDTA (pour 100 ml de solution) à 0,1 M EDTA et 0,15 M NaCl 

0,88 g NaCl BioShop, Burlington, CAN 

20 ml EDTA à 0,5 M Fisher Scientific, Ottawa, CAN 

 

Brièvement, 1,6 g de contenu est d’abord pesé et mis dans un petit sac à congélation où 3 ml de 

tampon MS est ajouté. Les échantillons sont ainsi homogénéisés dans un appareil Stomacher 400 

(Seward, Worthing, USA) à haute vitesse pendant 4 minutes. Un volume correspondant à 0,4 g de 

contenu est ensuite prélevé et déposé dans un tube à Bead Beater contenant 0,7 g de billes de 

zirconium-verre de 0,1 mm de diamètre (Biospec Products Inc., Bartlesville, USA). Une centrifugation 

à 12 000 x g pendant 10 minutes à température pièce dans une centrifugeuse de table (IEC 

micromax) est effectuée et le surnageant est délicatement prélevé afin de ne pas toucher au culot et 

il est jeté.  

Le culot est ensuite rincé avec une solution de 750 μl de saline-EDTA en faisant un pulse vortex pour 

le resuspendre et une centrifugation à 12 000 x g pendant 10 minutes à température pièce. Le 

surnageant est jeté et le culot est resuspendu dans 500 μl de saline-EDTA. Les échantillons sont 



44 

ensuite battus au Bead Beater 3 x 2 minutes avec un intervalle d’une minute entre les séances pour 

les laisser refroidir. Cette étape se déroule dans une pièce à 4˚C.  

Par la suite, 600 μl d’une solution de phénol/chloroforme/alcool isoamyl sont ajoutés et les tubes sont 

mélangés par inversion (15 à 20 fois). Cette étape permet de précipiter les protéines et l’ADN se 

retrouve ainsi dans la phase aqueuse. Les tubes sont centrifugés à 12 000 x g pendant 5 minutes à 

température pièce. La phase aqueuse est prélevée et transférée dans un nouveau tube de 1,5 ml. 

Cette manipulation est répétée (une à deux fois) afin d’enlever au maximum les contaminants 

protéiques. Ainsi, il ne devrait plus y avoir d’interphase visible. Un volume de 500 μl d’une solution de 

chloroforme/alcool isoamyl (24:1) sont ajoutés et mélangés par inversion. Le phénol ainsi restant est 

enlevé complètement car il pourrait inhiber les réactions PCR subséquentes. La phase aqueuse est 

prélevée (maximum 600 μl) et elle est transférée dans un nouveau tube de 1,5 ml. Une solution 

concentrée à 1/40 de NaCl (BioShop, Burlington, Ontario) 5 M est ajouté de même que 2 volumes 

d’une solution de 30% de PEG 6000 (EMD, Gibbstown, NJ). Le tout est laissé minimum 2 hrs à 4˚C, 

faisant précipiter l’ADN. Les tubes sont ensuite centrifugés à vitesse maximale durant 15 minutes à 

température pièce (21°C) et le surnageant est doucement retiré. Le culot est rincé deux fois avec de 

l’éthanol 70% froid. Il est séché durant quelques heures afin de retirer tout l’éthanol et il est 

resuspendu dans 30 μl de tampon EB. 

L’ADNg extrait est dosé au nanodrop (ND-1000, Thermo Fisher Scientific, Waltham) pour évaluer la 

quantité d’ADN extrait et les extraits sont mis sur un gel d’agarose 1% pour vérifier l’intégrité et la 

qualité de l’ADNg. Les échantillons sont ainsi conservés à 4˚C pour une courte période de temps et à 

-20˚C pour de plus longues périodes. 

4.3.5 Quantification des bactéries probiotiques par PCR quantitatif (qPCR) 

Le volume du mélange réactionnel était de 25 μl au total. Les concentrations finales du mélange 

réactionnel étaient de 300 nM pour les amorces (Amorce pour B. longum : Sens 175_rmlb_486 5’-

AAGGGACGCTTGGGTGAGA-3’ et Anti-sens 175_rmlb_596 R 5’- GTCGAATGCGTCAGGAT CCT-

3’) (Applied biosystem) et 1X pour le SYBRGreen Mix (Life technologies). Le volume du mélange 

réactionnel est ajusté à 20 μl  avec de l’eau ultra pure. Le volume d’ADNg par réaction était de 5 μl à 

une concentration de 15 ng/μl (75 ng d’ADNg au total par réaction). Les conditions pour 

l’amplification étaient : un cycle de 5 minutes à 95°C pour la dénaturation initiale; 40 cycles 

comprenant la dénaturation à 95°C pendant 15 secondes; l’appariement des amorces à 63°C 
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pendant 30 secondes; l’élongation à 72°C pendant 30 secondes et finalement, l’analyse des courbes 

de dissociation et de fluorescence. La réaction a été réalisée à l’aide de l’appareil 7500 Fast Real-

Time PCR system d’Applied Biosystem. Aucune analyse en qPCR n’a pu être réalisée pour la 

souche L. helveticus puisque des problèmes de spécificité des amorces sont survenus.  

À noter que toutes les dilutions ou les manipulations effectuées avant l’extraction d’ADNg sont 

incluses dans le calcul de la quantité et aussi toutes les dilutions faites avant le qPCR. Ainsi, il sera 

possible de déterminer, à partir d’une courbe standard, la quantité de B. longum dans un gramme de 

contenu du côlon. 

Une culture pure contenant 108 bactéries/ml a été extraite (selon la même méthode qu’au point 4.3.4) 

et utilisée à différentes concentrations pour établir la courbe standard. Les dilutions ont été 

effectuées avec de l’ADNg provenant de contenu intestinaux de côlon d’animaux qui n’ont pas fait 

partie du projet (sans contact avec les probiotiques et la β-lactoglobuline) afin d’introduire les mêmes 

inhibiteurs que ceux retrouvés dans les extraits d’ADNg de côlon. La courbe standard passait ainsi 

de 100 à 105 bactéries. 

4.3.6 T-RFLP 

La méthode moléculaire du polymorphisme de longueur des fragments de restriction terminaux (T-

RFLP) repose essentiellement sur 4 étapes : l’amplification du gène de l’ARNr 16S, la purification 

des produits PCR, la digestion des amplicons par enzyme de restriction et finalement, la migration 

sur séquenceur. D’abord, le gène de l’ARN ribosomal 16S est amplifié par PCR à partir des extraits 

d’ADNg de côlon. Le mélange réactionnel avait pour concentration finale 200 µM de chaque dNTP; 

50 pmol de chaque amorce (Sens  ER_f27_6FAM : 5’-AGAGTTTGATCMTGGCTCAG-3’ et Anti-sens 

ER_r788 : 5’-CG ACTACCAGGGT ATCTAA-3’) (Integrated DNA Technologies); 1 U de Taq 

polymérase (Qiagen Inc) et de 2,5 µl de tampon PCR 10X (Tris-Cl, KCl, (NH4)2SO4, 15 mM MgCl2, 

pH 8,7). Deux cents ng d’ADNg était ajouté au mélange réactionnel de façon à avoir un volume final 

de 25µl. Le volume de 25 ul était complété avec de l’eau ultra pure (Wisent Inc., St-Bruno, CAN). Les 

conditions PCR étaient les suivantes : 95°C pendant 5 minutes pour la dénaturation initiales; 35 

cycles comprenant la dénaturation à 95°C pendant 1 minute; l’appariement des amorces à 47°C 

pendant 1 minute; l’élongation à 72°C pendant 2 minutes et finalement, l’élongation finale à 72°C 

pendant 10 minutes. Suite à l’amplification, les produits PCR ont été mis sur gel d’agarose 1% laissé 

migrer pendant 90 minutes à 110 V pour vérifier si la réaction a bien fonctionné. 
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Une purification des produits PCR pour enlever les résidus d’amplification a été effectuée à l’aide du 

QIAquick PCR Purification Kit de Qiagen. Brièvement, 5 volumes de tampon PB ont été ajoutés au 

produit PCR. Le mélange a été déposé dans une colonne QIAquick fournie avec le kit et cette même 

colonne a été placée dans un tube de 2 ml aussi fourni dans le kit. Une centrifugation de 60 

secondes a été effectuée. L’éluat a ensuite été repassé dans la colonne et le tout a été centrifugé de 

nouveaux pendant 60 secondes. L’éluat a été jeté et la colonne a été lavée en ajoutant 0,75 ml de 

tampon PE et en centrifugeant 60 secondes. L’éluat a été encore jeté et la colonne a été centrifugée 

de nouveau durant 60 secondes afin d’éliminer toute trace d’éthanol qui pourrait nuire aux 

prochaines analyses. La colonne a ensuite été placée dans un eppendorf 1,5 ml dont le couvercle a 

été préalablement coupé. L’ADN a été élué en déposant 30 μl de tampon EB (10mM Tris-Cl, pH 8,5) 

ou de l’eau (pH 7,0 – 8,5) directement au centre de la colonne, puis ce fut laissé incuber 1 minute. 

Une centrifugation a été faite pendant 60 secondes. De cet éluat, 20 μl ont été repris et déposés de 

nouveau sur la colonne, et ont été incubés 1 minute, puis une dernière centrifugation de 60 secondes 

à 18 300 x g a été effectuée. 

Un dosage au nanodrop a été réalisé afin de vérifier la quantité de l’ADN. Chaque échantillon a été 

ajusté à une concentration de 50 ng/µl. Une double digestion par des enzymes de restrictions de 

l’amplicon du gène de l’ARNr 16S a été effectuée. Les enzymes utilisées étaient MspI et HhaI (New 

England Biolabs Inc.). Un mélange réactionnel a été préparé contenant pour chaque réaction : de 

l’eau ultra pure, du tampon NEB 10X (à une concentration finale de 1X) et 10 U de chaque enzyme 

de restriction. Dans une plaque 96 puits et toujours sur glace, 10 µl du mélange réactionnel ont été 

déposés dans chaque puits et 10 µl de produits PCR ajustés à une concentration de 50 ng/µl ont 

aussi été ajoutés (une quantité totale de 500 ng de produit PCR par réaction). Le dessus de la 

plaque a été scellé avec une feuille autocollante pour plaque 96 puits. Les digestions des produits 

PCR ont été effectuées à 37˚C pendant 4 heures dans un appareil PCR (Bio-Rad). Suite à la 

digestion, les enzymes ont été inactivées en incubant la plaque à 65˚C pendant 1 heure. Les 

digestas ont été conservés à -20˚C jusqu’à l’envoi à l’Université Laval pour les analyses par 

électrophorèse sur séquenceur à capillaires automatique des fragments 5’ marqués (ABI PRISM 

3130xl genetic analyzer (Applied Biosystem)). Suite à cette étape, les profils obtenus en T-RFLP ont 

été produits en comparant les résultats avec un étalon interne en utilisant le logiciel GeneMapper 

(version 3.7; Applied Biosystem). 
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4.3.7 Analyses statistiques 

Les données sur les comptes bactériens de lactobacilli, bifidobactéries et entérobactéries ont été 

transformées en logarithme (log10) avant l’analyse statistique avec le logiciel SAS (SAS Institute, Inc. 

2002). La procédure MIXED de SAS a été utilisée avec un factoriel double avec le traitement et le 

temps comme facteur principal. Le test t des comparaisons par paire avec la correction de Tukey a 

été utilisé afin de déterminer les différences entre la moyenne des traitements. Les traitements furent 

considérés statistiquement différents à une valeur de P < 0,05. Les données obtenues par qPCR ont 

été analysées de la même façon. 

Les profils obtenus par T-RFLP ont tous été traités. D’abord, une standardisation de la quantité 

d’ADN entre les profils des réplicas a été réalisée par la méthode de Dunbar et al. (2001). 

Brièvement, les T-RF inférieurs à 25 unités ont été retirés de l’analyse tout comme ceux qui se 

retrouvaient chez moins de 5 animaux. Le calcul des T-RF relatifs sur les profils individuels a été 

réalisé sur ces données. Les analyses multivariées ont tous été réalisées à l’aide du logiciel PC-ORD 

(McCune and Mefford, 1999). Les profils de T-RFLP ont été comparés par des analyses appelées le 

positionnement multidimensionnel non métrique (nonmetric multidimensional scaling (NMS)) et  

l’UPGMA (unweighted pair group method with arithmetic mean) qui ont permis de comparer les 

traitements entre eux. L’analyse « indicator species analysis » (ISA) fut aussi utilisée afin d’identifier 

quels T-RFs dans le profil T-RFLP influencent la diversité bactérienne entre les traitements. La valeur 

indicatrice obtenue a été testée par randomisation Monte Carlo afin d’évaluer l’effet du traitement sur 

le phylotype correspondant au T-RF. À partir des profils T-RFLP, les indices de diversité (richesse, 

régularité et Shannon) ont été calculés afin d’évaluer la diversité bactérienne dans les contenus de 

côlon. La richesse correspond au nombre de pics (phylotypes) présents dans le milieu. La régularité 

correspond au degré de similarité de l’abondance relative des différents pics (phylotypes) parmi tous 

les pics (phylotypes) présents. Par exemple, la régularité est maximale (ou égale à 1) dans le cas où 

10 pics sont présents à 10% d’abondance relative. Quant à l’indice de Shannon, il mesure le degré 

d’incertitude de connaître l’identité d’un pic qui serait sélectionné au hasard dans un profil T-RFLP 

donné. Il est calculé selon cette équation : H'= -Σ (pi ln pi) où le pi est l’abondance relative pour un T-

RF donné. Les pics d’abondance relative faible ont un poids plus important dans l’équation que les 

pics dont l’abondance relative est élevée. 
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RÉSUMÉ 

L’utilisation de la bêta-lactoglobuline comme excipient pour la fabrication de comprimés protégeant 

les bactéries probiotiques des conditions acides de l’estomac a été étudiée. La β-lactoglobuline 

succynilée a été utilisée pour évaluer son potentiel à protéger Lactobacillus helveticus R0052 (Lh) 

and Bifidobacterium longum R0175 (Bl) lors de leur passage dans l’estomac et à les délivrer vivantes 

dans l’intestin. L’expérience in vivo a été effectuée en utilisant quarante-huit porcelets sevrés et âgés 

de 28 jours, divisés en trois groupes expérimentaux recevant chacun un comprimé quotidiennement : 

1) sans probiotique, 2) Bl et Lh chacune de 109 UFC sans protection, 3) Bl et Lh chacune de 109 UFC 

protégés. Après 14 et 28 jours de traitements, 8 porcelets par groupe ont été euthanasiés. Les 

contenus de côlon ont été échantillonnés afin de caractériser les populations bactériennes et 

confirmer la viabilité de Bl. Le groupe 3 s’est avéré avoir un plus grand compte bactérien de 

bifidobactéries dans le côlon. Le microbiote du côlon a démontré une différence significative dans les 

Ruminococcaceae où le traitement 3 a obtenu des résultats plus élevés contrairement aux deux 

autres groupes. Toutefois, les résultats obtenus des indices de diversité ne démontrent aucune 

différence significative. En conclusion, l’ensemble de ces résultats ne permettent pas de conclure 

que la β-lactoglobuline succynilée protège efficacement les probiotiques lors du passage gastrique 

mais il semble que les probiotiques puissent moduler certaines populations bactériennes de l’intestin. 
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ABSTRACT 

The use of succinylated beta-lactoglobulin as a novel functional tablet excipient for the protection of 

probiotic bacteria against the adverse gastric conditions and their delivery in the intestine was 

studied. Succinylated β-lactoglobulin tablet was performed to evaluate their potential to protect 

Lactobacillus helveticus R0052 (Lh) and Bifidobacterium longum R0175 (Bl) from gastric conditions. 

In vivo experiments were performed using forty-eight weaned piglets of 28 day-old, divided into 3 

groups, each received one of these tablets daily: 1) no probiotics, 2) Bl and Lh at 109 CFU without 

protection, 3) protected Lh and Bl at 109 CFU. After 14 and 28 days, 8 piglets per group were 

euthanized. Colon contents were sampled to characterize bacterial population and confirm the 

viability of Bl. Group 3 had higher bifidobacteria counts in colon. Colonic microbiota showed that 

abundance of Ruminococcaceae was significantly higher for the group 3 unlike the two others 

groups. However, diversity indices revealed no major influence. However, all results did not allow to 

conclude that succynilated β-lactoglobulin protect efficiently probiotic during gastric transition. 
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5.1 INTRODUCTION 

According to the World Health Organization, probiotics are defined as living organisms which when 

ingested in adequate amounts, confer a health benefit to the host (FAO/WHO, 2006). Most of 

probiotics are lactic acid bacteria (LAB) such as lactobacilli or bifidobacteria. Numerous studies have 

showed the health effect of probiotics on the host. They are recognized for their ability to modulate 

the intestinal microbiota, to interact with the immune system and to reinforce the intestinal barrier 

(Sherman, 2009). For the strains Bifidobacterium longum R0175 and Lactobacillus helveticus R0052, 

their probiotic effects such as competitive exclusion (Messaoudi et al., 2011) and anti-inflammatory 

properties (Wallace et al., 2003) make them interesting. Furthermore, L. helveticus has the ability to 

adhere to human epithelial cells (HEp-2 and T84)  (Johnson-Henry et al., 2007). 

The use of probiotics applies to several domains such as human healthy to livestock. In the case of 

pig breeding, the weaning involves great adaptations for the gastrointestinal tract to changes in food 

and induces some problems such as an increase of mucosal permeability, disturbed electrolyte 

balance, altered inflammatory cytokine pattern, etc. (Lallès et al., 2007). It is also known that the 

microbial colonisation in porcine intestine follows a rapid modification during the weaning period. 

Often, balance between beneficial and pathogen bacteria were perturbed. Thus, the use of probiotic 

can help to reduce these effects by increasing the amount of good bacteria in the intestine (Lallès et 

al., 2007).  

To confer benefits to the host, probiotics must reach their site of action in the gastro-intestinal tract 

and be in adequate quantity (Mattila-Sandholm et al., 2002). The recommended dosage seems to be 

109 to 1010 bacteria per day for a total count in the intestine at 108 bacteria (Sanders et al., 1999). 

However, the adverse gastric conditions decrease the survival of probiotics and therefore decrease 

their potential health effect (Mattila-Sandholm et al., 2002). To avoid this problem, protection of 

probiotics by encapsulation has been proposed. Different types of matrix have been elaborated 

including particles, gels and more recently tablets. The oral administration with tablet formulation is 

therefore interesting because they allow accurate dosage, good patient acceptance, stability upon 

storage and ease of oral administration (Klayraung et al., 2009). Different polymers have been tested 

and most of them are based on a mixture of cellulose derivatives and natural polysaccharides. Chan 

and Zang (2005) tested coating with a mixture of alginate and hydroxypropylcellulose (HPC). Others 

studied hydroxypropyl methylcellulose acetate succinate (HPMCAS) as an excipient for the protection 
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of probiotics (Stadler & Viernstein, 2003). Thereby, different methods have been used to get a gastric 

acid resistant formulation but coating remains the most widely used technique.  

Recently, we demonstrated in vitro that succinylated β-lactoglobulin (β-lg) revealed to be a suitable 

natural excipient to form tablets containing probiotic bacteria and promote their survival against 

gastric conditions (Poulin et al., 2011). In fact, it was possible to produce rigid tablets by direct 

compression with a bacterial content as high as 109 CFU. While native β-lg did not protect B. longum 

in gastric fluid, grafting carboxylic acids via succinylation modified the protein's physico-chemical 

properties and consequently its behavior in acidic medium resulting in survival of up to 108 CFU after 

1 h incubation and 107 CFU after 2 h. Moreover, such tablets proved to be very stable over a period 

of 3 months when stored at 4 °C. This work highlights the great potential of succinylated β-lg as a 

novel functional tablet excipient for probiotic microorganisms to be delivered alive and in high 

numbers in the lower gastrointestinal tract. 

The aim of this study was to evaluate the potential of succinylated β-lg tablets to protect two freeze-

dried probiotics, L. helveticus R0052 and B. longum R0175, from in vivo gastric conditions and to 

determine the influence of delivering protected probiotics in succinylated β-lg tablets on intestinal 

microbiota.  

5.2 MATERIALS AND METHODS 

5.2.1 Materials 

Freeze-dried mixture of B. longum R0175 and L. helveticus R0052 was provided by Rosell-Lallemand 

Institute (Montreal, QC, Canada). BiPRO whey protein isolate (WPI) in majority composed of β-lg 

(95%) was purchased from Davisco Foods International (Le Sueur, MN, USA). The β-lg was 

succinylated at a level of 50% with anhydride succinic as previously described by Caillard et al. 

(2011).  

5.2.2 Tablet preparation 

Tablets were formed by direct compression of a homogenous mixture of 160 mg freeze-dried B. 

longum and L. helveticus with 240 mg of native or 50% succinylated β-lg. Carver Press (Autopellet 

Laboratory press, Carver Incorporation, Wabash, IN, USA) equipped with flat-faced punch was used 
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to produce each tablets. Tableting pressure was 67 MPa. Tablets were 13 mm in diameter and 3.2 

mm in thickness. Each tablet contained 109 CFU of each strain. 

5.2.3 In vitro experiment 

5.2.3.1 Survival to gastric condition 

To evaluate the efficiency of tablet to protect probiotic bacteria, simulated gastric fluid (SGF) were 

used. According to the US Pharmacopoeia official methods (The United States Pharmacopoeial 

Convention, 2004), SGF was composed of 2 g NaCl dissolved in 993 ml of HPLC grade water, 7 ml 

of 37% hydrochloric acid (for a final pH at 1.2) and 3.2 g of pepsin (924 units/mg of protein). Tablets 

made of native β-lg (without protection) and 50% succinylated β-lg (with protection) containing 

bacteria were incubated in 25 ml of SGF to evaluate the survival after gastric transit. Incubation in 

SGF at 37°C during 60 min was performed on an incubator shaker (Lab Line Instruments Inc., 

Melrose Park, Il, USA) to promote a constant agitation of 160 rpm. Immediately after incubation, 

tablets were transferred in 25 ml of sterile water. The resulting suspension was serially diluted in 

0.1% sterile peptone water and 1 ml of each dilution was plated on MRS agar (Sigma-Aldrich) 

containing 0.05% (w/v) cysteine hydrochloride. Incubation was performed in anaerobic conditions at 

37°C during 48 h and the colony forming units (CFU) were counted. Initial CFU counts for each strain 

in tablets were determined by following the same procedure. 

5.2.4 In vivo experiment 

5.2.4.1 Animal, treatment and sampling 

Forty-eight Yorshire-Landrace x Duroc weaned piglets of 28 days old from the herd of the Dairy and 

Swine Research and Development Centre (DSRDC, Sherbrooke, Québec, Canada) were divided in 

three experimental groups using a randomly complete block design. Group 1 (CTRL-) (n=16) 

received succinylated β-lg tablets without probiotics. Group 2 (PBT) (n=16) received tablets made 

from native non-succinylated β-lg and 109 CFU of each freeze-dried L. helveticus and B. longum 

strains. The third group (PBT+BLG) (n=16) received tablets made of succinylated β-lg containing 109 

CFU of each freeze-dried L. helveticus and B. longum strains. The piglets were fasted 3.5 h before 

the treatment and received feed only one hour after.  

Two rooms of 12 pens located in the nursery section of the DSRDC Swine Complex were used and 

each pig was individually housed. The animals received the same diet (Table 5.4) (Perfo-Porc plus 
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1er âge porcelet, Meunerie Sawyerville Inc., Cookshire, QC, Canada) throughout the trial and had 

access to water ad libitum.  No antibiotics were administrated to piglets during the whole trial. 

Tableau 5.4 Composition of the piglet dieta 

Composition   

Crude protein 

(min.) 

18.0 % 

Crube fiber (max.) 2.5 % 

Crude fat (min.) 4.0 % 

Calcium (real) 0.8 % 

Phosphorus (real) 0.63 % 

Sodium (real) 0.2 % 

Copper (real) 125 mg/kg 

Zinc (real) 300 mg/kg 

Iron (real) 400 mg/kg 

Iodine (real) 2 mg/kg 

Vitamin A (min.) 14800 UI/kg 

Vitamin B (min.) 1500 UI/kg 

Vitamin E (min.) 100 UI/kg 

    aPerfo-Porc plus 1er âge porcelet, Meunerie  

Sawyerville Inc., Cookshire, Qc, Canada 

 

After 14 and 28 days of treatment, 8 piglets per group were slaughtered. Contents of the ileum (last 

25 cm of the small intestine) and of the mid colon (40 to 50 cm of the caecum) were collected. Fresh 

ileal and colonic contents were put on ice until plate enumeration of lactobacilli, bifidobacteria and 

enterobacteriaceae. The other samples of colon were frozen at -20°C until DNA extraction. A 10 cm 

segment of the ileum located at 10 cm from the caecum was excised and the ileal mucosa surface 

was collected by scraping with a microscope blade. Thereafter about 0.2 g of ileal mucosa, were 

mixed in 2 ml of peptone water and homogenised with a polytron (PT 10-35, Kinematica, Bohemia, 

NY, USA). This sample was kept on ice until plate enumeration of lactobacilli and bifidobacteria. 

5.2.4.2 Bacterial counts 

After necropsy, ileal and colon contents were plated for the enumeration of bifidobacteria, lactobacilli 

and Enterobacteriaceae. Selective medium were chosen for the enumeration of each group while at 

the same time inhibiting other groups of bacteria. Bifidobacteria enumeration was performed on a 

RAF 5.1 (Roy, 2001). Lactobacilli enumeration was performed on MRS medium according to the Man 

Ragosa and Sharpe with a supplementation of 0.05% (w/v) of cysteine hydrochloride (Sigma-Aldrich, 
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St-Louis, USA). Enterobacteriaceae enumeration was performed on a MacConkey II medium (BD 

Difco, Franklin Lakes, NJ, USA). Each sample was serially diluted in peptone water 0.01% (w/v) 

containing cysteine hydrochloride 0.05% (w/v). Lactobacilli and bifidobacteria were incubated 

anaerobic conditions with Anaeropack packet (Mitsubishi) for 48 h at 39C and then colony forming 

units (CFU) were counted. For enterobacteriaceae sample were incubated in aerobic conditions for 

24 h at 37C. After the incubation period, total fecal coliforms and Escherichia coli CFU were 

evaluated. For Enterobacteriaceae, both total fecal coliforms and E. coli were evaluated. 

5.2.4.3 Genomic DNA extraction 

Bacterial lysis for genomic DNA extraction was performed by bead beating (Mini Bead-Beater-8, 

Biospec Product, Bartlesville, USA) and samples were purified using phenol-chloroform-isoamyl 

alcohol (25:24:1) as described by Reilly & Attwood (1998). Extractions were performed in triplicate on 

colonic samples. The concentration and purity of genomic DNA extracts were determined by 

measuring absorbance at 260 nm and 280 nm (A260/280) respectively, using a Nano Drop 1000 

spectrophotometer (Fisher Scientific, Waltham, USA). A volume of 5 ul of DNA extract were placed 

on 1% agarose gel (p/v) (Wisent Inc., St-Bruno, CAN) to verify the integrity of DNA.  

5.2.4.4 Terminal restriction fragment length polymorphism (T-RFLP) 

PCR amplification: Each PCR amplification was performed using forward primer 27F labelled with 6-

FAM (5’-AGAGTTTGATCMTGGCTCAG-3’) and reverse primer 788 (5’-CGACTACCAGGGTAT-

CTAA-3’) specific for the bacterial 16S rRNA gene. PCR mixtures (25 µl) were composed of 2.5 PCR 

buffer 10X (Qiagen), 200 µM of dNTP, 1 U of Taq DNA polymerase (Qiagen), 50 pmol of each primer 

and 200 ng of DNA extract. The amplification conditions were 5 min at 95°C and 25 cycles of: 95°C 

for 1 min, 47°C for 1 min, 72°C for 2 min. A final stage was performed for the final elongation at 72°C 

for 10 min. The amplification products were placed on 1% agarose gel prior to ethidium bromide 

staining. PCR reaction was performed 4 times for each sample to obtain enough PCR products. 

These products were purified with QIAquick PCR Purification Kit of Qiagen. The concentration and 

purity were determined by measuring absorbance at 260 nm and 280 nm (A260/280) as previously 

described. 

Digestion with restriction enzymes: The concentration of each PCR product was adjusted at 50 

ng/µl. The digestion was performed using MspI and HhaI enzymes (New England Biolabs Inc.). The 

reaction mixture (10 µl) contained 1X NEB buffer, 10 U of each restriction enzyme and 500 ng of 
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purified PCR product and was incubated for 4 h at 37°C. After this stage, restriction enzymes were 

inactivated by an incubation for 1 h at 65°C. The digestion products were conserved in the dark at -

20°C until analysis of labeled 5’ fragments on an automated capillary electrophoresis sequencer (ABI 

PRISM 3130xl genetic analyzer (Applied Biosystem). Briefly, 2 μl of each sample were mixed with 0.5 

μl of GeneScan 1200 Liz internal size standard and 12 μl of formamide (all reagents obtained from 

Applied Biosystem). Prior to analysis for a determination of terminal fragment size, samples were 

denatured at 95°C for 5 min and then chilled on ice for 5 min. Terminal fragment size analysis was 

carried out with an ABI PRISM 3130xl genetic analyzer (Applied Biosystem). After electrophoresis, T-

RFLP profiles were produced by comparison with the internal size standard by using the 

GeneMapper software (version 3.7; Applied Biosystem).  

Data analysis of T-RFLP profiles: To analyse T-RFLP profiles, the following procedure were 

established to determine fragments to include in the analysis. Each fragment obtained that differed by 

less than 1 base pair were considered identical and were clustered. A standardization procedure of 

the fingerprint data was performed in order to normalize peak heights, using the method described by 

Dunbar et al. (2001). T-RFs found in less than 5 animals out of 48 were removed from further 

analysis. The calculation of relative T-RFs on individual fingerprints was performed on the data. T-

RFLP fingerprints were compared by Indicator Species Analysis (ISA) to identify which T-RFs in T-

RFLP profiles influenced the bacterial diversity between treatments. The indicator value obtained was 

tested for statistical significance with Monte Carlo randomization to evaluate the effect of treatment 

on phylotype corresponding to T-RFs.  

From T-RFLP fingerprints, diversity indices (richness, evenness and Shannon index) were calculated 

to evaluate the bacterial diversity in the colon contents. Richness corresponds to the numbers of 

different phylotypes found for one treatment. Evenness corresponds to the relative abundance of 

different phylotypes among all phylotypes present. Shannon index was calculated according to this 

following equation: H'= -Σ (pi ln pi), where pi is the relative abundance of a given T-RF (phylotype).   

5.2.4.5 Quantitative PCR 

For quantitative PCR (qPCR), analyses were performed only on colon samples and for the 

quantification of B. longum R0175. Primer sequences were designed by Rosell Lallemand Inc. The 

total volume of reaction mixture was 25 µl and final concentration in mixture was 300 nM for each 

specific primers to B. longum R0175 (Forward: 5’-AAGGGACGCTTGGGTGAGA-3’ and reverse 5’- 
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GTCGAATGCGTCAGGATCCT-3’) (Applied biosystems), 1X for SYBRGreen (Qiagen), 75 ng of 

genomic DNA was added and the final volume was adjusted with ultrapure water. The amplification 

conditions was : one cycle of 5 minutes to 95°C for initial denaturation; 40 cycles of 95°C for 15 s, 

63°C for 30 s, 72°C for 30 s. This reaction was performed in a 7500 Fast Real-Time PCR system 

(Applied Biosystem).  

For a rapid quantification, a standard curve was performed with different concentrations of B. longum 

DNA extract and serially diluted with DNA extract came of colon contents. To keep the same matrix 

and also, the same inhibitor found in colon content, DNA extract provided from an animal that had no 

contact with β-lactoglobulin and probiotic was used to make dilutions. The standard curve was 

comprised between 101 to 105 bacteria. 

All dilutions and manipulations performed before the extraction of DNA and before the qPCR assay 

were comprised in the calculation of the total quantity of B. longum R0175 in one gram of colon 

contents. 

5.2.4.6 Statistical analysis 

Data concerning bacterial count of lactobacilli, bifidobacteria and enterobacteriaceae were 

transformed using the logarithm function (log10) before statistical analysis. The software used was 

SAS (SAS Institute, Inc. 2002). The MIXED procedure of SAS was used for analysis with a double 

factorial with treatment and time as main factors. Pair-wise t-test with a Tukey correction was used to 

determine differences between treatment means. Treatments are considered statistically different at 

P < 0.05. Data obtained by quantitative PCR were analysed by the same method. 

5.3 RESULTS AND DISCUSSION 

5.3.1 In Vitro experiment 

5.3.1.1 Survival to gastric condition in formulation 

The figure 5.11 presents the viability of B. longum and L. helveticus in the form of a tablet. First, the 

results showed that viability of both bacteria in the tablets remained high after compression with more 

than 109 CFU of each strain (fig 5.11A and 5.11B). Secondly, incubation in SGF during one hour of 

tablets made of native β-lg revealed a complete mortality of the probiotics whereas when probiotics 

were included in succinylated β-lg tablets, bacterial counts were greater than 109 CFU (fig 5.11A and 

5.11B). In fact, after a few minutes of incubation in SGF, the native β-lg tablets were completely 
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dissolved and offered no protection to probiotic bacteria compared to succinylated β-lg tablets that 

remained intact and protected both probiotics against gastric conditions (fig 5.11).  The same results 

have been observed in the study of Poulin et al. (2011). Thereby, these observations confirmed that 

these two strains were very sensitive to acidic gastric conditions but, these novel tablets made with 

succinylated protein are very efficient for the protection of acid gastric sensitive probiotics.  

 

  

Figure 5.11 Count of B. longum R0175 (A) and L. helveticus R0052 (B) in native and succinylated β-
lactoglobulin (β-lg) tablets after compression and incubation for one hour in simulated gastric fluid. 

 

5.3.2 In Vivo experiment 

5.3.2.1 Count on bifidobacteria, lactobacilli and Enterobacteriaceae 

Figure 5.2 shows the count of bifidobacteria and lactobacilli in the ileum and colon (data on 

Enterobacteriaceae are not shown) for each treatment. In the ileum, counts were significantly (p < 

0,05) lower on day 28 compared to count on day 14 (fig 5.12A and 5.12B). The same pattern was 

observed for lactobacilli in colon (fig 5.12C). However, a tendency (p = 0.07) was observed for 

bifidobacteria counts in colon content suggesting that day 14 counts were greater than day 28 (fig  

5.12D). For Enterobacteriaceae, no significant difference was observed between 14 and 28 days of 

treatment. Statistical analysis revealed no significant difference between treatments and no 

interaction between time and treatment. Therefore the administration of these probiotics either 

encapsulated with succinylated β-lg or not did not affect the total count of viable lactobacilli, 

bifidobacteria and Enterobacteriaceae. As demonstrated by Giang et al. (2010), our results show that 
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LAB seems to have no impact on the amount of Enterobacteriaceae. However, numbers of studies 

have reported contradictory results. Indeed, some authors have observed that probiotics have an 

effect on gut microbiota (Le Bon et al., 2010) whereas others did not observe any effects (Zhan et al., 

2010). For instance in weaned piglets, Le Bon et al. (2010) observed that the LAB probiotic 

Pediococcus acidilactici decreases the quantity of E. Coli in the intestine while Brousseau et al. 

(2009) and Zhan et al. (2010) reported no difference between the count of coliform and lactobacilli 

when diet was supplemented respectively with P. acidilactici and Lactobacillus rhamnosus GG. First, 

these differences on bacterial counts in the gut can be explained by the different experimental 

conditions used in these studies. The experiment was performed only few days after weaning. At this 

stage, the intestinal flora is not stabilizing because transition between liquid to solid food affect the 

composition of microorganism in the intestine (Lallès et al., 2007). Many options have been studied 

for managing the gastrointestinal health during the weaning period of a piglet such as the use of 

prebiotics, protein and amino acids, dietary fiber and probiotics. Although these nutritional 

alternatives, it seems that the use of prebiotics are the most interesting while the responses with a 

treatment with probiotics seems to be strain specifics (Lallès et al., 2007). Second, the intestinal flora 

of an animal is very complex and comprises many bacterial species. It is well-known that the plate 

counts is often used to evaluate the amount of bifidobacteria, lactobacilli and Escherichia coli for the 

evaluation of the effect of probiotic on microflora (Hartemink & Rombouts, 1999). However, even if 

the plate counts can be selective, it seems to be different with pig. Hartemink & Rombouts (1999) 

have shown that the bifidobacteria count cannot be distinguished from other bacteria in the ileum of a 

pig and MRS media seems to be less selective for lactobacilli.  
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Figure 5.12 Total counts of bifidobacteria and lactobacilli in ileal content (A and B) and colon content (C and D) 
of weaning piglets receiving a daily supplement of 109 B. longum R0175 (Bl) and L. helveticus R0052 (Lh) after 
14 and 28 days. PBT+BLG (Group received 109 CFU of each Bl and Lh with succinylated β-lg), PBT (Group 
received 109 CFU of each Bl and Lh with native β-lg), CTRL- (Group received no probiotic and succinylated β-
lg). 

 

For each treatment, all lactobacilli counts were greater than bifidobacteria whereas 

Enterobacteriaceae counts were always lower than lactobacilli and bifidobacteria. These results are 

in agreement with others studies indicating that the amount of Enterobacteriaceae was always lower 

than bifidobacteria and lactobacilli (Giang et al., 2010; Inoue et al., 2005; Franklin et al., 2002). In the 

present study, piglets were weaned at 21 days of age, one week before the administration of 
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treatments. After 28 days on treatment, the count of Enterobacteriaceae in ileal content markedly 

decreased for each experimental group (P < 0.0001, data not shown). These results support previous 

studies showing that after weaning, the aerobic bacteria such as Enterobacteriaceae, are replaced by 

the gram positive strict anaerobic bacteria, such as streptococci, peptostreptococci, eubacteria, 

clostridia and lactobacilli (Jensen, 2001).  

5.3.2.2 T-RFLP on colon content 

T-RFLP profiles were obtained for each piglet and terminal restriction fragments (T-RF) were 

assigned to a bacterial phylotype by comparing with a clone library or by using Microbial Community 

Analysis (MICA) (Shyu et al., 2007). A total of 50 final T-RFs were obtained. Most of them belonged 

to the Firmicutes (69%), the main phylum in the gut (fig 5.13). One of them, the 185-bp fragment, was 

the most frequent T-RF. It was found in 47 piglets and identified as part of the Clostridium genus. 

Other phyla obtained in colon content were Bacteroidetes (6%), Proteobacteria (3%) and 

Actinobacteria (1%) and twenty-one percent were not identified. Moreover, most of these phyla are 

anaerobic, which coincide with the anoxic environment found in the colon. T-RFs found in the 

Firmicutes phylum were identified as Clostridiales at 60%, Lactobacillales at 35% and Bacillales at 

5% (fig 5.13). These results are similar to others that have been reported previously in pig lower 

intestinal tract (Kim et al., 2011). On figure 5.14 to 5.16, the abundance of each T-RF belonging to 

the Firmicutes phylum was shown. The 11-bp T-RF (corresponding to Lactobacillaceae), the 185-bp 

T-RF (corresponding to Clostridiales) and the 550-bp T-RF (corresponding to Streptococcaceae) 

were the most abundant for the PBT+BLG and PBT groups (fig 5.14 and 5.15). The same pattern 

was observed for the CTRL- group but the abundance was smaller for these T-RFs (11-, 185- and 

550-bp). However, no significant differences were observed for these T-RFs between the tree 

experimental groups. 
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Figure 5.13 Main phyla (1.) and Firmicutes orders (2.) found in the colon microbiota. PBT+BLG (Group 
received 109 CFU of each B. longum and L. helveticus with succinylated β-lg), PBT (Group received 109 CFU 
of each B. longum and L. helveticus with native β-lg), CTRL- (Group received no probiotic and succinylated β-
lg). 
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The ISA analysis demonstrated that the 280-bp T-RF, belonged to the Ruminococcaceae family and 

was more present in animal treated with protected probiotics (PBT+BLG) compared to PBT and 

CTRL- group. PBT+BLG group had an indicator value of 46%, compared to 34% and 20% for the 

PBT and CTRL- groups, respectively. This result suggests that administration of probiotics 

encapsulated with succinylated β-lg appeared to have a greater influence on this Ruminococcaceae 

family that belongs also to the Firmicutes, and is part of the order of Clostridiales (Ludwig et al., 

2009). Firmicutes are one of the most present phyla in mammals (Ley et al., 2008). In pig, 

Clostridiales are one of the most abundant bacterial groups (Lamendella et al., 2011).  
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Figure 5.14 The average relative abundance of the main family part of the Firmicutes found in the colon content from the PBT+BLG group. PBT+BLG (Group 
received 109 CFU of each B. longum and L. helveticus with succinylated β-lg). 
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Figure 5.15 The average relative abundance of the main family part of the Firmicutes found in the colon content from the PBT group. PBT (Group received 109 
CFU of each B. longum and L. helveticus with native β-lg). 

0

2

4

6

8

10

12

14

16

18

20

22

R
u
m

in
o

co
cc

ac
ea

e 
(2

2
)

R
u
m

in
o

co
cc

ac
ea

e 
(2

4
)

L
ac

h
n
o

sp
ir

ac
ea

e 
(5

3
)

In
d

et
er

m
in

ed
 (

5
9
)

In
ce

rt
ae

 S
ed

is
 X

IV
 (

1
2

0
)

E
u

b
ac

te
ri

ac
ea

e 
(1

3
1

)

In
ce

rt
ae

 S
ed

is
 X

II
I 

(1
6

2
)

In
d

et
er

m
in

ed
 (

1
8
5

)

P
ep

to
st

re
p

to
co

cc
ac

ea
e 

(1
9
0

)

In
ce

rt
ae

 S
ed

is
 X

IV
 (

2
0

2
)

L
ac

h
n
o

sp
ir

ac
ea

e 
(2

0
4

)

In
d

et
er

m
in

ed
 (

2
1
7

)

R
u
m

in
o

co
cc

ac
ea

e 
(2

2
0

)

C
lo

st
ri

d
ia

ce
ae

 (
2

2
5
)

In
d

et
er

m
in

ed
 (

2
7
8

)

R
u
m

in
o

co
cc

ac
ea

e 
(2

8
0

)

In
d

et
er

m
in

ed
 (

2
9
2

)

In
d

et
er

m
in

ed
 (

2
9
4

)

P
ep

to
co

cc
ac

ea
e 

(4
5
1

)

R
u
m

in
o

co
cc

ac
ea

e 
(4

6
3

)

In
ce

rt
ae

 S
ed

is
 X

IV
 (

4
6

9
)

In
ce

rt
ae

 S
ed

is
 X

II
I 

(4
7

9
)

C
lo

st
ri

d
ia

ce
ae

 (
5

1
5
)

P
ep

to
st

re
p

to
co

cc
ac

ea
e 

(5
1
9

)

P
ep

to
st

re
p

to
co

cc
ac

ea
e 

(5
3
1

)

R
u
m

in
o

co
cc

ac
ea

e 
(5

3
4

)

L
ac

to
b
ac

il
la

ce
ae

 (
1
1

)

L
ac

to
b
ac

il
la

ce
ae

 (
1
7

5
)

L
ac

to
b
ac

il
la

ce
ae

 (
1
7

7
)

L
ac

to
b
ac

il
la

ce
ae

 (
4
0

1
)

S
tr

ep
to

co
cc

ac
ea

e 
(5

5
0

)

S
ta

p
h

y
lo

co
cc

ac
ea

e 
(5

7
3

)

A
v
er

ag
e 

re
la

ti
v
e 

ab
u
n
d

an
ce

 

Orders : 

Clostridiales 

Lactobacillales 

Bacillales 



 

67 
 

 

Figure 5.16 The average relative abundance of the main family part of the Firmicutes found in the colon content from the CTRL- group. CTRL- (Group received no 
probiotic and succinylated β-lg).  
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Another result is interesting to report about T-RF abundance. In addition to the result for Firmicutes 

phylum, the 129-bp T-RF corresponding to the Actinobacteria phylum was found in 8 piglets in group 

PBT and PBT+BLG. This T-RF can potentially correspond potentially to B. longum. No piglet of 

CTRL- group had this T-RF. This result suggests that the daily ingestion of these probiotics can 

promote the growth of Actinobacteria. 

The results obtained from microbial richness, evenness and Shannon index revealed that diversity 

between treatments were similar (data are not shown). These results suggest that the consumption of 

these probiotics had no impact on global colonic microbiota in the colon. However, some studies 

observed an increase in diversity with the use of probiotics in the diet (Davis et al., 2007) but in this 

study, piglets were not weaned and received the administration of probiotics through the sow’s milk. 

The difference between these studies can be explained by the different experimental conditions used 

in these studies and the different strains of probiotics. The time of administration and sampling, such 

as during the lactation, before weaning, during weaning or after weaning, have an impact on result 

because the intestinal flora follows a rapid succession during these moments (Lallès et al., 2007). In 

another vein, some studies also observed the increase of bacterial diversity and richness with the use 

of yeast fermentation product extract (Kiarie et al., 2011). The presence of metabolites from 

fermentation is able to stimulated diverse microbial communities (Price et al., 2010; Saad et al., 

2013). Even if the experimental conditions were different with our study, the use of probiotics without 

the presence of prebiotics can explain the fact that no effect of treatment was observed. Many 

studies used a combination of probiotics and prebiotics to modulate the bacterial community in the 

intestine. Prebiotics (such as inulin, short chain fructo-oligo-saccharides, galacto-oligosaccharides) 

enhance the healthy microbiota, as the probiotics (Czarnecki-Maulden, 2008). A mixture of prebiotics 

and probiotics can increase the probability to observe health benefit because prebiotics can increase 

the efficiency of the establishment of probiotics when both are used in combination (Rastall et al., 

2005; Saad et al., 2013).  

5.3.2.3 Quantification of B. longum R0175 in colonic samples 

Quantitative PCR with specific primers to B. longum R0175 showed a significant difference between 

treatments (P < 0.05) (fig 5.17). In CTRL pigs the amount of B. longum R0175 was lower compared 

to PBT and PBT-BLG groups. On the other side, there was no significant difference between 

treatment PBT and PBT+BLG. These results confirmed that piglets treated with probiotics had B. 
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longum in their colon content. However, these results did not confirmed whether tablets made with 

succinylated β-lg protected probiotics from adverse gastric conditions. It is also possible that most 

unprotected probiotics also survived to gastric conditions and then were still alive once in the gut.  

 

 

Figure 5.17 Total count of B. longum for each treatment in colon content by qPCR assay. PBT+BLG (Group 
received 109 CFU of each B. longum and L. helveticus with succinylated β-lg), PBT (Group received 109 CFU 
of each B. longum and L. helveticus with native β-lg), CTRL- (Group received no probiotic and succinylated β-
lg). 

 

It is more likely that most probiotic bacteria survived to gastric conditions regardless of the protection 

provided by the succinylated β-lg tablets (Poulin et al., 2011) but as reported as Maillard and Landuyt 

(2008), these two strains of probiotics are able to survive at pH greater than 3 with a high 

concentration of bile. In in vivo conditions, Snoeck et al. (2004) also demonstrated that the pH values 

in stomach of a 2 weeks weaned piglet (38 days of age) ranged between 1.7 to 3.9, before or after 

the meal and depending of the diet. Another study showed that the pH of the stomach of weaned 

piglets was at 4.4 but these piglets were at 28 days of age (Castillo et al., 2007). Our piglets were at 

42 and 56 days of age. Normally, the pH values are lower in mature piglet because the gastric 

secretion is more developed and the diet (liquid to solid) is different (Snoeck et al., 2004). In contrast, 

the pH standards from the pharmacopeia are 1.2 and in vitro conditions are more drastic than in vivo 

conditions, to mimic fasting stomach. Even if the succinylated β-lg tablets were known to protect 

efficiently probiotics (Poulin et al., 2011), it is not possible to confirm it in these experimental in vivo 

conditions. In this case, there is no advantage to protect probiotics from gastric conditions and more 

studies are necessary for the evaluation of the encapsulation.  
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5.4 CONCLUSION 

The results obtained in vitro are very conclusive. The tablet made of succinylated β-lg incubated in 

simulated gastric fluid can protect a large amount of probiotics from acidic conditions. Nevertheless, 

results obtained in vivo were different. In fact, the consumption of protected probiotics did not change 

the amount of culturable bifidobacteria and lactobacilli in the intestine and no influence of treatment 

has been observed for Enterobacteriaceae. Moreover, the amount of Bifidobacterium longum was 

higher for the two groups that consume probiotics than the control group. The global microbiota was 

not affected by these probiotics but a phylotype belonging to Ruminococcaceae family was higher for 

the protected probiotics group. Thereby, the consumption of these two strains of probiotics seems to 

have an influence on one specific group of bacteria in the colon. However, all of these results reveal 

that the protection with succinylated β-lg had no effect on all parameters studied. 
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La première hypothèse à tester lors de cette étude était de déterminer si l’ingestion de B. longum 

R0175 et de L. helveticus R0052 sous forme de comprimé à base de β-lg succinylée à 50% les 

protège contre les conditions stomacales et permet de les libérer vivantes dans l’intestin du porc. Les 

porcs qui ont reçu une dose quotidienne de B. longum semblent en avoir davantage dans l’intestin. 

Les résultats recueillis par comptes bactériens tendent à démontrer que les populations de 

bifidobactéries sont plus nombreuses dans les côlons des porcs du groupe PBT+BLG après 28 jours 

de traitement contrairement au groupe PBT qui a subi une très grande diminution. Cependant, les 

résultats obtenus par qPCR n’ont pas permis de déterminer que le groupe recevant les probiotiques 

protégés a obtenu une quantité plus importante de B. longum dans l’intestin que le groupe ayant reçu 

la même dose de bactéries. La cause probable de ces résultats s’explique par les limites de la 

méthode. Celle-ci ne permet pas de distinguer, dans son calcul, les bactéries vivantes des bactéries 

mortes. Ainsi, les quantités d’ADNg de B. longum retrouvées dans l’intestin étaient sensiblement les 

mêmes puisque les doses reçues étaient égales pour le groupe PBT+BLG et PBT. Quant à la souche 

de L. helveticus, elle n’a pu être évaluée par qPCR puisque les sondes n’étaient pas assez 

spécifiques dans l’intestin de porc. Ainsi, bien qu’un partie de ces résultats semblent démontrer que 

B. longum ait été délivré vivant dans l’intestin de porc, il n’est pas possible de confirmer cette 

hypothèse de départ. 

 

La deuxième hypothèse à tester était de déterminer si la présence de B. longum R0175 et L. 

helveticus R0052 vivants module le microbiote intestinal. L’analyse des populations par T-RFLP a 

permis de mettre en lumière que ces probiotiques ont un effet sur un groupe de Ruminococcaceae. 

Effectivement, le signal obtenu est beaucoup plus fort chez les porcs ayant reçu les probiotiques 

protégés (PBT+BLG) pour ce phylotype que chez les deux autres groupes expérimentaux. Toutefois, 

ces probiotiques n’ont pas d’effets significatifs sur les populations globales retrouvées dans le côlon 

puisque les indices de diversité et de richesse ne sont pas différents selon les groupes. Ces résultats 

permettent donc d’établir que B. longum et L. helveticus  modulent très peu le microbiote intestinal du 

porc. 



 

73 
 

 

 

 

 

 

 

 

CHAPITRE 7 :  

RÉFÉRENCES BIBLIOGRAPHIQUES 



74 

Adam, C.A. (2010). The probiotic paradox: live and death cells are biological response modifiers. Nutrition 

Research Reviews. Vol. 23 (1) : 37-46. 

 

Agriculture et Agroalimentaire Canada. (2004). Demande de produits alimentaires bénéfiques pour la santé et 

le mieux-être Ébauche de rapport Decima Research Inc. Pages consultées le 20-01-2012. [En ligne] 

[http://www4.agr.gc.ca/AAFC-AAC/display-afficher.do?id=1173276530547&lang=fra.]  

 

Agriculture et Agroalimentaire Canada.  (2009). Qu'est-ce qu'un aliment fonctionnel et un produit 

nutraceutique? Pages consultée le 20-01-2012. [En ligne][http://www4.agr.gc.ca/AAFC-AAC/display-

afficher.do?id=1171305207040&lang=fra.] 

  

Vignola, C. L. (2002). Sciences et technologie du lait : transformation du lait. [éd.] Presses internationales 

Polytechnique. Montréal : s.n., p. 600. 

 

Anal, K. A. & Singh, H. (2007). Recent advances in microencapsulation of probiotics for industrial applications 

and targeted delivery. Trends in Food Sciences and Technology. Vol. 18 (5) : 240-251. 

 

Asahara, T., Shimizu, K., Nomoto, K., Hamabata, T., Ozawa, A. & Takeda, Y. (2004). Probiotic Bifidobacteria 

Protect Mice from lethal infection with Shiga Toxin-Producing Escherichia coli O157:H7. Infection and 

Immunity. Vol. 72 (4) : 2240-2247. 

 

Bach Knusen, K. E., Hedemann, M. S. & Laerke, H. N. (2012). The role of carbohydrates in intestinal health of 

pigs. Animal Feed Science and Technology. Vol. 173 (1) : 41-53. 

 

Bernardeau, M., Vernoux, J. P., Henri-Dubernet, S. & Guénen M. (2008). Safety assessment of dairy 

microorganisms : The Lactobacillus genus. International Journal of Food Microbiology. Vol. 126 (3) : 278-285. 

 

BCC. 2011. Research, Global Probiotic Market. 2011. 

 

Biavati, B., Vescovo, M., Torriani, S. & Bottazzi, V. (2000). Bifidobacteria: History, ecology, physiology and 

applications. Annals of Microbiology, Vol. 50 (1) : 117-131. 

 

Bouffard, M. C. (2007). Excipients à base de protéines de maïs pour la libération contrôlée de principes actifs 

alimentaires. Mémoire de M.Sc. Université Laval. 

 

Brady, J. E., Dürig, T. & Shang, S. S. (2009). Polymer properties and characterization. [auteur du livre] Y. Qiu, 

et al. Developing Solid oral dosage forms : Pharmaceutical theory and practice. s.l. : Academic Press, p. 943. 

 

Brousseau, J. P., Beaudoin, F., Roy, D. & Lessard, M. (2009). Effects of Pediococcus acidilactici and 

Saccharomyces cerevisiae boulardii on the ileal microbiota of piglets two weeks after weaning. Journal of 

animal science. Vol 87 : E-Suppl. 2: W174. 

 



 

75 
 

Brownlow, S., Morais Cabral, J. H., Cooper, R., Flower, D. R., Yewdall, S. J., Polikarpov, I., North, A. C. T. & 

Sawyer, L. (1997). Bovine B-lactoglobulin at 1,8 Â resolution-still an enigmatic lipocalin. Structure. Vol. 5 : 481-

495. 

 

Bruyneel, B., Woestyne, M. V. & Verstraete, W. (1989). Lactic acid bacteria : micro-organisms able to grow in 

the absence of available iron and copper. Biotechnology Letters. Vol. 11 (6) : 401-406. 

 

Burgain, J., Caiani, C., Linder, M. & Scher J. (2011). Encapsulation of probiotic living cells: From laboratory 

scale to industrial applications. Journal of Food Engineering. Vol. 104 (4) : 467-483. 

 

Caillard, R., Boutin, Y. & Subirade, M. (2011). Characterization of succinylated β-lactoglobulin and its 

application as the excipient in novel delayed release tablets. International Dairy Journal, Vol. 21 (1) : 27-33. 

 

Caillard, R., Remondetto, G. E., Mateescu, M. A. & Subirade, M. (2008). Characterization of amino crosslinked 

soy protein hydrogels. Journal of Food Science. Vol. 73 (5) : 283-295. 

 

Caillard, R., Petit, A. & Subirade, M. (2009). Design and evaluation of succinylated soy protein tablets as 

delayed drug delivery tablets. International Journal of Biological Macromolecule, Vol. 45 (4) : 414-420. 

 

Calinescu, C. & Mateescu, M. A. (2008). Carboxymethyl high amylose starch: Chitosan selfstabilized matrix for 

probiotic colon delivery. European Journal of Pharmarmaceutics and Biopharmaceutics. Vol. 70 (2) : 582-589. 

 

Calinescu, C., Mulhbacher, J., Nadeau, E., Fairbrother, J. M. & Mateescu, M. A. (2005). Carboxymethyl high 

amylose starch (CM-HAS) as excipient for Escherichia coli oral formulations. European Journal of 

Pharmaceutics and Biopharmaceutics. Vol. 60 (1) : 53-60. 

 

Cayot, P. & Lorient, D. (1998). Structure et technofonction des protéines du lait. Paris : Arilait recherches, 359 

p. 

 

Chan, E. S. & Zhang, Z. (2005). Bioencapsulation by compression coating of probiotic bacteria for their 

protection in an acidic medium. Process Biochemistry. Vol. 40 (10) : 3346-3351. 

 

Chan, E. S. & Zhang, Z. (2002). Encapsulation of probiotic bacteria Lactobacillus acidophilus by direct 

compression. Food and Bioproducts Processing. Vol. 80 (1) : 78-82. 

 

Champagne, C. P. & Fustier, P. (2007). Microencapsulation for the improved delivery of bioactive compounds 

into foods. Current Opinion in Biotechnology. Vol. 18 (2) : 184-190. 

 

Castillo, M., Martin-Orue, S.M., Nofrarias, M., Manzanilla, E. G., Gasa, J. (2007). Changes in caecal 

microbiota and mucosal morphology of weaned pigs. Veterinary Microbiology. Vol. 12 (3-4) : 239-247. 

 

Chen, L. & Subirade, M. (2009). Elaboration and characterization of soy/zein protein microspheres for 

controlled nutraceutical delivery. Biomacromolecules. Vol. 10 (12) : 3327-3334. 

 



76 

Chen, L., Remondetto, G. E. & Subirade, M. (2006). Food protein-based materials as nutraceutical delivery 

systems. Food Science and Technology. Vol. 17 (5) : 272-283. 

 

Claesson, M. J., Van Sinderen, D. & O'Toole, P. W. (2007). The genus Lactobacillus - a genomic basis for 

understanding its diversity. Federation of European Microbiological Societies. Vol. 269 (1) : 22-28. 

 

Collado, C. (2009). Role of probiotics in health and deseases. dans Y. K. Lee & S. Salminen. Handbook of 

probiotics and prebiotics. s.l. : Second Edition, pp. 257-375. 

 

Collado, C., Grzeskiwiak, L. & Salminen, S. (2007). Probiotic strains and their combination inhibit in vitro 

adhesion of pathogens to pig intestinal mucosa. Current Microbiology. Vol. 55 (3) : 260-265. 

 

Collini, M., D'Alfonso, L. & Baldini, G. (2000). New insight on B-lactoglobulin binding sites by 1-

aninonaphtalene-8-sulfate fluorescence decay. Protein Science. Vol. 9 (10) : 1968-1974. 

 

Corrieu, G. & Luquet, F. M. (2008). Bactéries lactiques : De la génétique au ferment. Paris : Édition Tec et 

Doc, p. 849. 

 

Corthésy, B., Gaskins, R. H. & Mercenier, A. (2007). Cross-Talk between probiotic bacteria and the host 

immune system. The Journal of Nutrition. Vol. 137 (3) : 781S-790S. 

 

Crandfield, J. (2006). Analyse du financement de l'innovation et de la commercialisation des aliments 

fonctionnels et des nutraceutiques dans le secteur canadien 1956-2006. Statistique Canada. p. 28. 

 

Czarnecki-Maulden, G. L. (2008). Effect of dietary modulation of intestinal microbiota on reproduction and 

early growth. Therionology. Vol. 70 (3) : 286-290 

Dave, R.I. & Shah, N.P. (1997). Viability of yoghurt and probiotic bacteria in yoghurts made from commercial 

starter cultures. International Dairy Journal. Vol. 7 (1) : 31-41. 

 

Davis, M. E., Brown, D. C., Baker, A., Bos, K., Dirain, M. S., Halbrook, E., Johnson, Z. B., Maxwell, C. & 

Rehberger, T. (2007). Effect of direct-fed microbial and antibiotic supplementation on gastrointestinal 

microflora, mucin histochemical characterization, and immune populations of weanling pigs. Livestock 

Science. Vol. 108 (1-3) : 249-253. 

 

Diop, L., Guillou, S. & Durand, H. (2008). Probiotic food supplement reduces stress-induced gastrointestinal 

symptoms in volunteers: a double-blind, placebo-controlled, randomized trial. Nutrition Research. Vol. 28 (1) : 

1-5. 

 

Donnet-Hughes, A., Rochat, F., Serrant, P. Aeschlimann, J. M. & Schiffrin, E. J. (1999). Modulation of 

nonspecific mechanisms of defense by lactic acid bacteria: Effective Dose. Journal of Dairy Science. Vol. 

82 (5): 863-869. 

 

Doré, J. & Rigottier-Gois, L. (2001). Analyse moléculaire de la flore colique. Gastroentérologie Clinique et 

Biologique. Vol. 25 (2) : 74-78. 



 

77 
 

 

Dunbar, J., Ticknor, L. O. & Kuske, C. R. (2001). Phylogenetic specificity and reproducibility and new method 

for analysis of terminal restriction fragment profiles of 16S rRNA genes from bacterial communities. Applied 

and Environmental Microbiology. Vol 67 (1) : 190-197. 

 

Edwards, P. J. B., Jameson, G. B., Palmano, K. P. & Creamer, L. K. (2002). Heat-resistant structural features 

of bovine [beta]-lactoglobulin A revealed by NMR H/D exchange observations. International Dairy Journal. Vol. 

12 (4) : 331-344. 

 

Elhakalifa, A. E. O., Georget, D. M. R., Barker, S. A. & Belton, P. S. (2009). Study of the physical properties of 

karifin during the fabrication of tablets for pharmaceutical applications. Journal of Cereal Science. Vol. 50 (1) : 

159-165. 

 

Elli, M., et al. (2000). Iron requirement of Lactobacillus spp. in completely chemically defined growth media. 

Journal of Applied Microbiology. Vol. 88 (4) : pp. 695-703. 

 

El-Mohamady, H., Abdel-Messih, I., Youssef, F. G., Said, M., Faraq, H., Shaheen, H. I., Rockbrand, D. M., 

Luby, S. B., Haijeb, R., Sanders, J. W., Monteville, M. R., Klena, J. D., Frenck, R. W. (2006). Enteric 

pathogens associated with diarrhea in children in Fayoum, Egypt. Bacteriology. Vol. 56 (1) : 1-5. 

 

Estrada, A., Drew, M. D. & Kessel, A. V. (2001). Effect of the dietary supplementation of 

fructooligosaccharides and Bifidobacterium longum to early-weaning pigs on performance and fecal bacterial 

populations. Canadian Journal of Animal Science. Vol. 81 (1) : 141-148. 

 

Faillingborg, J. (1999). Intraluminal pH of the human gastrointestinal tract. Danish Medical Bulletin. Vol. 46 (3) : 

183-196. 

 

FAO/WHO, (2006). Probiotics in Food: Health and Nutritional Properties and Guidelines for Evaluation, 56 p. 

 

FAO/WHO, (2002). Probiotics in food : Health and nutritional properties and guidelines for evaluation. p. 56. 

 

Fioramonti, J., Theodorou, V. & Bueno, L. (2003). Probiotics: What are they? What are their effects on gut 

physiology? Best Practice & Research Clinical Gastroenterology. Vol. 17 (5) : 711-724. 

 

Franklin, M. A., Mathew, A. G., Vickers, J. R. & Clift, R. A. (2002). Characterization of microbial populations 

and volatile fatty acid concentrations in the jejunum, ileum, and cecum of pigs weaned at 17 vs 24 days of age. 

Journal of Animal Sciences. Vol. 80 (11) : 2904-2910. 

 

Friend, D. R. (2005). New oral delivery systems for treatment of inflammatory bowel disease. Advanced Drug 

Delivery Review. Vol. 57 (2) : 247-265. 

 

Fukushima, Y., Kawata, Y., Hara, H., Terada, A. & Mitsuoka, T. (1998). Effect of a probiotic formula on 

intestinal immunoglobulin A production un healthy children. International Journal of Food Microbiology. Vol. 42 

(1-2) : 39-44. 



78 

 

Georget, D. M. R., Barker, S. A. & Belton, P. S. (2008). A study on maize proteins as a potential new tablet 

excipient. European Journal of Pharmaceutics and Biopharmaceutics. Vol. 69 (2) : 718-726. 

 

Giang, H. H., Viet, T. Q., Ogle, B. & Lindberg, J. E. (2010). Growth performance, digestibility, gut environment 

and health status in weaned piglets fed a diet supplemented with potentially probiotic complexes of lactic acid 

bacteria. Livestock Science. Vol. 129 (103): 95-103. 

 

Gomez, A. M. P. & Malcata, F. X. (1999). Bifidobacterium spp. and Lactobacillus acidophilus: biological, 

biochemical, technological and therapeutical properties relevant for use as probiotics. Trends in Food 

Sciences & Technology. Vol. 10 (4-5): 139-157. 

 

Godward, G. & Kailasapathy, K. (2003). Viability and survival of free, encapsulated and co-encapsulated 

probiotic bacteria in yogurt. Milchwissenschaft. Vol. 58 (7-8) : 396-399. 

 

Guilloteau, P., Zabielski, R., Hammon, H. M. & Metges, C. G. (2010). Nutritional programming of 

gastrointestinal tract development. Is the pig a good model for man? Nutrition Research Reviews. Vol. 23 (1) : 

4-22. 

 

Guérin, D., Vuillemard, J. C., Subirade, M.. (2003). Protection of bifidobacteria encapsulated in 

polysaccharide-protein gel beads against gastric juice and bile. Journal of Food Protection. Vol. 66 (11) : 2076-

2084. 

 

Hartemink, R. & Rombouts, F. M. (1999). Comparison of a media for the detection of bifidobacteria, lactobacilli 

and total anaerobes from faecal samples. Journal of Microbiological Methods. Vol. 36 (3) : 181-192. 

Haskey, N. & Dahl, W. J. (2009). Symbiotic therapy improve quality of life and reduce symptoms in pediatric 

ulcerative colitis. Infant, Child & Adolescent Nutrition. Vol. 1 (1): 88-93. 

 

Heidebach, T., Först, P. & Kulozik, U. (2012). Microencapsulation of probiotic cells for food applications. 

Critical Reviews in Food Science and Nutrition. Vol. 52 (4) : 291-311. 

 

Inoue, R. Tsukahara, T., Nakanishi & Ushida, K. (2005). Development of the intestinal microbiota in the piglet. 

Journal of General and Applied Microbiology. Vol. 51 (4): 257-265. 

 

Ispas-Szabo, P., Ravenelle, F., Hassan, I., Preda, M. & Mateescu, M. A. (2000). Structure properties 

relationship in cross-linked high-amylose starch for use in controlled drug release. Carbohydrate Research. 

Vol. 323 (1-4): 163-175. 

 

Janczyk, P., Pieper, R., Smidt, H., & Souffrant, W. B. (2007). Changes in the diversity of pig ileal lactobacilli 

around weaning determined by means of 16S rRNA gene amplification and denaturing gradient gel 

electrophoresis. FEMS Microbiology Ecology. Vol. 61 (1) : 132-140. 

 



 

79 
 

Jandu, N., Zeng, Z. J., Jonhson-Henry, K. C. & Sherman, P. M. (2009). Probiotics prevent enterohaemorrhagic 

Escherichia coli O157:H7 mediated inhibition of interferon-y induced tyrosine phosphorylation of STAT-1. 

Microbiology. Vol. 155 (2) : 531-540. 

 

Jensen, B.B., (2001). Possible ways of modifying type and amount of products from microbial fermentation in 

the gut. In: Piva, A., Bach Knudsen, K.E., Lindberg, J.E. (Eds.), Gut Environment of Pigs. Nottingham 

University Press, Nottingham, pp. 181–200. 

 

Jonhson-Henry, K. C., Hagen, K. E., Gordonpour, M., Tompkins, T. A. & Sherman, P. M. (2007). Surface-layer 

protein extracts form Lactobacillus helveticus inhibit enterohaemorrhagic Escherichia coli O157:H7 adhesion to 

epithelial cells. Cellular Microbiology., Vol. 9 (2) : 356-367. 

 

Kailasapathy, K. (2002). Microencapsulation of probiotic bacteria: technology and potential applications. 

Current Issues in Intestinal Microbiology. Vol. 3 (2) : 39-48. 

 

Kheadr, E., Zihler, A., Dabour, N., Lacroix, C., Le Blay, G. & Fliss, I. (2010). Study of the physicochemical and 

biological stability of pediocin PA-1 in the upper gastrointestinal tract conditions using a dynamic in vitro model. 

Journal of Applied Microbiology. Vol. 109 (1): 54-64. 

 

Kiarie, E., Bhandari, S., Scott, M., Krause, D. O., & Nyachoti, C. M. (2011). Growth performance and 

gastrointestinal microbial ecology responses of piglets receiving Saccharomyyces cerevisiae fermentation 

products after an oral challenge with Escherichia coli (K88). Journal of Animal Sciences. Vol. 89 (4) : 1062-

1078. 

 

Kinsella, J. E. & Whitehead, D. (1989). Proteins in whey: Chemical, physical, and functional properties. 

Advances in Food and Nutrition Research. Vol. 33 (1) : 343-348. 

 

Kim, H. B., Borewicz, K., White, B. A., Singer, R. S., Sreevatsan, S., Tu, Z. J. & Isaacson, R. E. (2011). 

Longitudinal investigation of the age-related bacterial diversity in the feces of commercial pigs. Veterinary 

Microbiology, Vol. 153 (1-2) : 124-133. 

 

Klaenhammer, T.R. (1988). Bacteriocins of lactic acid bacteria. Biochimie. Vol. 70 (3) : 337-349. 

 

Klayraung, S., Viernstein, H. & Okonogi, S. (2009) Development of tablets containing probiotics : Effects of 

formulation and processing parameters on bacterial viability. International Journal of Pharmaceutics, Vol. 370 

(1-2) : 54-60. 

 

Kontopidis, G., Holt, C. & Sawyer, L. (2002). The ligand-bonding site of bovine B-lactoglobulin: Evidence for a 

function? Journal of Molecular Biology. Vol. 318 (4) : 1043-1055. 

 

Korhonen, H. (2002). Technology options for new nutritional concepts. International Journal of Dairy 

Technology. Vol. 55 (2) : 79-88. 

 



80 

Lallès, J. P., Bosi, P., Smidt, H. & Stokes, C. R. (2007). Nutritional management of gut health in pigs around 

weaning. The Proceedings of the Nutrition Society. Vol. 66 (2) : 260-268. 

 

Lamendella, R., Santo Domingo, J.W., Ghosh, S., Martinson, J. & Oerther, D.B. (2011). Comparative fecal 

metagenomic unveils unique functional capacity of the swine gut. BMC Microbiology, Vol. 11 (1) : 103. 

 

Leahy, S. C., Higgins, D. G., Fitzgerald, G. F. & van Sinderen, D. (2005). Getting better with bifidobacteria. 

Journal of Applied Microbiology. Vol. 98 (6) : 1303-1315. 

 

Le Bon, M., Davies, H. E., Glynn, C., Thompson, C., Madden, M., Wiseman, J., Dodd, C. E. R., Hurdidge, L., 

Payne, G., Le Treut, Y., Craigon, J., Tötemeyer, S. & Mellits, K. H. (2010). Influence of probiotics on gut health 

in the weaned pig. Livestock Science. Vol. 133 (1-3) : 179-181. 

 

Lee, J. H. & O'Sullivan, D. J. (2010). Genomic Insights into Bifidobacteria. Microbiology and Molecular Biology 

Review. Vol. 74 (3) : 378-416. 

 

Lefevre, T. & Subirade, M. (2001). Conformational rearrangement of L-lactoglobulin upon interaction with an 

anionic membrane. Biochimica et Biophysica Acta. Vol. 1549 (1) : 37-50. 

 

Leser, T. D., Amenuvor, J. Z., Jensen, T. K., Lindecrona, R. H., Boye, M., Moller, K. (2002). Culture-

Independent Analysis of Gut Bacteria : the pig gastrointestinal tract microbiota revisited. Applied and 

Environmental Microbiology. Vol. 68 (2) : 673-690. 

 

Levitt, M. & Chothia, C. (1976). Structural patterns in globular protein. Nature. Vol. 261 (5561) : 552-558. 

 

Ley, R. E., Hamady, M., Lozupone, C., Turnbaugh, P., Roy Ramer, R., Bircher, J. S., Schleger, M. L., Tucker, 

T. A., Schrenzel, M. D., Knight, R. & Gordon, J. I. (2008). Evolution of mammals and their gut microbes. 

Science. Vol. 320 (5905) : 1647-1651. 

 

Liang, L., Tajmir-Riahi, H. A. & Subirade, M. (2008). Interaction of B-lactoglobulin with resveratrol and its 

biological implications. Biomacromolecules. Vol. 9 (1): 50-56. 

 

Lilly, D. M. & Stillwell, R. H. (1965). Probiotics: Growth-Promoting Factors Produced by Microorganism. 

Science. Vol. 147 (3659) : 747-748. 

 

Liu, X., Sun, Q., Wang, H., Zhang, L. & Wang, J. Y. (2005). Microspheres of corn protein zein for an ivermectin 

drug delivery system. Biomaterials. Vol. 26 (1) : 109-115. 

 

Ludwig, W., Schleifer, K. H. & Whitman, W. B. (2009) Revised road map to the phylum Firmicutes. In: P. De 

Vos, P., Garrity, G.M., Jones, D., Krieg, N.R., Ludwig, W., Rainey, F.A., Schleifer, K.H.,. Whitman, W.B., 

(2009) Bergey's Manual of Systematic Bacteriology, second edition, vol. 3 (The Firmicutes), Springer, 

Dordrecht, Heidelberg, London, New York, pp. 1-13. 

 



 

81 
 

Mack, D. R., Ahme, S., Hyde, L., Wei, S. & Hollingsworth, M. A. (2003). Extracellular MUC3 mucin secretion 

follows adherence of Lactobacillus strains to intestinal epithelial cells in vitro. Gut. Vol. 52 (6) : 827-833. 

 

Maillard, M. & Landuyt, A. (2008). Chocolate: an ideal carrier for probiotics. Focus on chocolate – supplement 

to Agrofood industry hi-tech. Vol. 19 (3) : 13-15. 

 

Marchesi, J. & Shanahan, F. (2007). The normal intestinal microbiota. Current Opinion in Infectious Diseases. 

Vol. 20 : 508-513. 

 

Mariat, D., Firmesse, O.,  Levenez, F., Guimaraes, V. D., Sokol, H., Doré, J., Corthier, G. & Furet, J. P. (2009). 

The Firmicutes/Bacteroidetes ratio of the human microbiota changes with age. BMC Microbiology. Vol. 9 (1) : 

123-129. 

Mattila-Sandholm, T., Myllärinen, P., Crittenden, R., Mogensen, G., Fondén, R. & Saarela, M. (2002). 

Technological challenges for future probiotic foods. International Dairy Journal, Vol. 12 : 173-182. 

 

McCune, B. & Mefford, M. J. (1999). PC-ORD, Multivariate Analysis of Ecological Data, Version 4.25. MjM 

Software Design, Gleneden Beach, OR. 

 

Mercenier, A., Pavan, S. & Pot, B. (2003). Probiotics as biotherapeutic agents: Present knowledge and future 

prospects. Current Pharmaceutical Design. Vol. 9 : 175-191. 

 

Messaoudi, M., Lalonde, R., Violle, N., Javelot, H., Desor, D., Nedji, A., Bisson, J. F., Rougeot, C., Pichelin, 

M., Cazaubiel, M. & Cazaubiel, J. M. (2010). Assessment of psychotropic-like properties pf a probiotic 

formulation (Lactobacillus helveticus R0052 & Bifidobacterium longum R0175) in rats and human subjects. 

British Journal of Nutrition. Vol. 105 (5) : 755-764. 

 

Morr, C. V. & Ha, E. Y. M. (1993). Whey protein concentrates and isolates: processing and functional 

properties. Critical Review in Food Science Nutriton. Vol. 33 : 431-476. 

 

Naser, S. M., Hagen, K. E., Vancanmeyt, M., Cleenwerck, I., Swingsand, J. & Tompkins, T. A. (2006). 

Lactobacillus suntoryeus is a later synonym of Lactobacillus helveticus. International Journal of Systematic 

and Evolutionary Microbiology. Vol. (56) : 355-360. 

 

Ng, S. C., Hart, A. L., Kamm, M. A., Stagg, A. J., Knight, S. C. (2009). Mechanisms of action of probiotics: 

Recent advances. Inflamation Bowel Diseases. Vol. 15 : 300-310. 

 

Oelschlaeger, T. A. (2010). Mechanisms of probiotic actions - A review. International Journal of Medicinal 

Microbiology. Vol. 300 : 57-62. 

 

Orla-Jensen, S. (1924). Classification des bactéries lactiques. Lait. Vol. 4 : 468-474. 

 

Palinic, R. (2005). Résultats de l'Enquête sur les aliments fonctionnels et les nutraceutiques. Statistique 

Canada. p. 40. 

 



82 

Papiz, M.Z., Sawyer, L., Eliopoulios, E. E., North, A. C. T., Findlay, J. B. C., Sivaprasadarao, R., Jones, T. A., 

Newcomer, M. E. & Kraulis, P. J. (1986). The structure of B-lactoglobulin and its similarity to plasma retinol-

binding protein. Nature. Vol. 324 : 383-385. 

 

Parada, J. L., Caron, C. R., Medeiros, A. B. P. & Soccol, C. R. (2007). Bacteriocins form lactic acid bacteria: 

Purification, properties and uses as Biopreservatives. Brazilian Archives of Biology and Technology an 

International Journal. Vol. 50 (3) : 521-542. 

 

Phillips, L. G. & Kinsella, J. E. (1990). Effects of succinylation on b-lactoglobulin foaming properties. Journal of 

Food Science. Vol. 55 : 1735-1739. 

 

Picot, A. & Lacroix, C. (2004). Encapsulation of bifidobacteria in whey protein-based microcapsules and 

survival in simulated gastrointestinal conditions and in yogurt. International Dairy Journal, Vol. 14 : 505-515. 

 

Pinto, J. F. (2010). Site-Specific drug delivery systems within the gastro-intestinal tract: From the mouth to the 

colon. International journal of pharmaceutics. Vol. 395 : 44-52. 

 

Ponchel, G. & Irache, J. M. (1998). Specific and non-specific bioadhesive particulate systems for oral delivery 

to the gastrointestinal tract. Advanced Drug Delivery Review. Vol. 34 : 191-219. 

 

Porta, C., Riboldi, E. & Sica, A. (2011). Mechanisms linking pathogens-associated inflammation and cancer. 

Cancer Letter. Vol. 305 : 250-262. 

 

Poulin, J. F., Caillard, R. & Subirade, M. (2011). B-lactoglobulin tablets as a suitable vehicle for protection and 

intestinal delivery of probiotic bacteria. International Journal of Pharmaceutics, Vol. 405 : 47-54. 

 

Price, K. L., Totty, H. R., Lee, H. B. & Utt, M. D. (2010). Use of Saccharomyces cerevisiae fermentation 

product on growth performance and microbiota of weaned pigs during Salmonella infection. Journal of Animal 

Sciences. Vol. 88: 3896-3908 

 

Rajpurohit, H., Sharma, P., Sharma, S. & Bhandari, A. (2010). Polymers for Colon targeted Drug delivery. 

Indian Journal of Pharmaceutical Sciences. Vol. 72 (6) : 689-696. 

 

Rastall, R. A., Gibson, G. R., Gill, H. S., Guarner, F., Klaenhammer, T. R., Pot, B., Reid, G., Rowland, I. A. & 

Sanders, M. E. (2005). Modulation of the microbial ecology of the human colon by probiotics, prebiotics and 

synbiotics to enhance human health: An overview of enabling science and potential applications. FEMS 

Microbiology Ecology. Vol. 52 (2) : 145-152 

 

Reilly, K. & Attwood, G. T. (1998). Detection of Clostridium proteoclasticum and closely related strains in the 

rumen by competitive PCR. Applied and Environmental Microbiology. Vol. 64 (3) : 907–913. 

 

Remondetto, G. E., Beyssac, E. & Subirade, M. (2004). Iron avaibility from whey protein hydrogels: an In Vitro 

study. Journal of Agricultural Food Chemistry. Vol. 52 (26) : 8137-8143. 

 



 

83 
 

Roy, D. (2001). Media for the isolation and enumeration of bifidobacteria in dairy products. International 

Journal of Food Microbiology. Vol. 69 (3) : 167-182. 

 

Saad, N., Delattre, C., Urdaci, M., Schmitter, J. M. & Bressolier, P. (2013). An overview of the last advances in 

probiotic and prebiotic field. LWT – Food Science and Technology. Vol. 50 (1) : 1-16 

 

Sadavogo, A., Ouattara, C. A. T., Bassole, I. H. N. & Traore, S. A. (2006). Bacteriocins and lactic acid bacteria 

- a minireview. African Journal of Biotechnology. Vol. 5 (9) : 678-683. 

 

Salminen, S., Bouley, C., Boutron-Ruault, M. C., Cummings, J. H., Franck, A., Gibson, G. R., Isolauri, E., 

Moreau, M. C., Robertfroid, M. & Rowland, I. (1998). Functional food science and gastrointestinal physiology 

and function. British Journal of Nutrition. Vol. 80 (1) : 147-171. 

 

Sanders, M. E. & Huis in't Veld, J. (1999). Bringing a probiotic-containing functional food to the market: 

Microbiological, product, regulatory and labeling issues. Antonie Van Leeuwenhoek, Vol. 76 (1-4): 293-315. 

 

Santé Canada. 2002. Document de politique - Produits nutraceutiques/aliments fonctionnels et les allégations 

relatives aux effets sur la santé liées aux aliments. [En ligne] 04 10 2002. [Citation : 20 01 2012.] 

http://www.hc-sc.gc.ca/fn-an/label-etiquet/claims-reclam/nutra-funct_foods-nutra-fonct_aliment-fra.php#2. 

 

SAS Institute, Inc. (2002). SAS statistical analysis system. Release 9.1. SAS Institute, Inc., Cary, NC. 

 

Sherman, P. M., Johnson-Henry, K., Yeung, H. P., Ngo, P. S. C., Goulet, J. & Tompkins, T. A., (2005). 

Probiotics reduce enterohemorrhagic Escherichia coli O157:H7- and enteropathogenic E. coli o127:H6-

Induced changes in polarized T84 Epithelial cell monolayers by reducing bacterial adhesion and cytoskeletal 

rearrangements. Infection and Immunity. Vol. 73 (8) : 5183-5188. 

 

Sherman, P. M., Ossa, J. C. & Jonhson-Henry, K. (2009). Unraveling Mechanisms of Action of Probiotics. 

Nutrition in Clinical Practice, Vol. 24 (1) : 10-14. 

 

Shyu, C., Soule, T., Bent, S. J., Foster, J. A. & Forney, L. J. (2007). MiCA: A Web-based tool for the analysis 

of microbial communities based on terminal-restriction fragment length polymorphisms of 16S and 18S rRNA 

genes. Journal of Microbial Ecology. Vol. 53 (4) : 562-570 

 

Snoeck, V., Cox, E., Verdonck, F., Joensuu, J. J. & Goddeeris, B. M. (2004). Influence of porcine intestinal pH 

and gastric digestion on antigenicity of F4 fimbriae for oral immunisation. Veterinary Microbiology, Vol. 98 (1): 

45-53. 

Stadler, M. & Vierstein, H. (2003). Optmization of a formulation containing viable lactic acid bacteria. 

International Journal of Pharmaceutics. Vol. 256 (1-2) : 117-122. 

 

Stiles, M. E. (1996). Biopreservation by lactic acid bacteria. Antonie Van Leeuwenhoek. Vol. 70 (2-4) : 331-

345. 

 



84 

Subirade, M., Gueguen, J. & Schwenke, K. D. (1992). Effect of dissociation and conformational changes on 

the surface behavior of pea legumin. Journal of Colloid and Interface Science. Vol. 152 (2) : 442-454. 

 

Takahashi, N., Xiao, J. Z., Miyaji, K., Yaeshiima, K., Hiramatsu, A., Iwatsuki, K., Kokubo, S., Hosono, A. 

(2004). Selection of acid tolerant bifidobacteria and evidence for a low-pH-inducible acid tolerance response in 

Bifidobacterium longum. Journal of Dairy Research. Vol 71 (3) : 340-345. 

Teixeira, A. Z. A. (2009). Hydroxypropylcellulose controlled release tablet matrix prepared by wet granulation: 

Effet of powder properties and polymer composition. Brazilian Archives of Biology and Technology - an 

International Journal. Vol. 52 (1) : 157-162. 

 

The United States Pharmacopoeial Convention (2004). Tests Solutions. USP Convention Inc., Rockville, MD, 

pp. 9–23. 

 

Timasheff, S. N., Townen, R. & Mescanti, L. (1966). The optical rotatory dispensions of the B-lactoglobulins. 

Journal of Biological Chemistery. Vol. 241 (50) : 1863-1870. 

 

Tissier, H. (1906). Treatment of intestinal infection by way of transforming the bacterial flora of the intestine. 

Comptes-rendus de la Société de Biologie. Vol. 60 (3) : 359-361. 

 

Townen, R., Kumosinski, T. F. & Gorbunoff, M. T. (1969). The state of amino acid residus in B-lactoglobulin. 

Archives of Biochemistry Biophysics. Vol. 129 (1) : 567. 

 

Velasco, M. V., Ford, J. L., Rowe, P. & Rajabi-Siahboomi, A. R. (1999) Influence of drug: 

hydroxypropylmethylcellulose ratio, drug and polymer particle size and compression force on the release of 

diclofenac sodium from HPMC tablets. Journal of Controlled Release. Vol. 57 (1) : 75-85. 

 

van der Peet-Schwering, C. M. C., Jansman, A. J. M., Smidt, H. & Yoon, I. (2007). Effects of yeast culture on 

performance, gut integrity, and blood cell composition of weanling pigs. Journal of Animal Science. Vol. 85 (11) 

: 3099-3109. 

 

Venturi, A., Gionchetti, P., Rizzello, F., Johansson, R., Zucconi, E., Brigidi, P., Matteuzzi, D. & Campieri, M. 

(1999). Impact on the composition of the faecal flora by the new probiotic preparation : preliminary data on 

maintenance treatment of patients with ulcerative colitis. Alimentary, Pharmacology & Therapeutics. Vol. 13 (8) 

: 1103-1108. 

 

Vignola, C. L. (2002). Science et technologie du lait : transformation du lait, Presses internationales 

Polytechnique, 2002, Montreal, 600p. 

 

Wallace, T. D., Bradley, S., Buckley, N. D. & Green-Jonhson, J. H. (2003). Interactions of lactic acid bacteria 

with human intestinal epithelial cells: Effects on cytokine production. Journal of Food Protection. Vol. 66 (3) : 

466-472.  

 

Wang, Q. W., Allen, J. C. & Swaisgood, H. E. (1998). Protein concentration dependence of palminate Binding 

to B-lactoglobulin. Journal of Dairy Science. Vol. 81 (1) : 76-81. 



 

85 
 

 

Wehrlé, P. (2007). Pharmacie galénique : formulation et technologie pharmaceutique. Paris : Collection Études 

et diplômes en pharmacie, p. 359. 

 

Wei, X., Sun, N., Wu, B., Yin, C. & Wu, W. (2006). Sigmoidal release of indomethacin form pectin tablets: 

Effect of in situ crosslinking by calcium cations. International Journal of Pharmaceutics. Vol. 318 (1-2) : 132-

138. 

 

Weinberg, E. D. (1997). The Lactobacillus anormaly: total iron abstinence. Perspectives in Biology and 

Medicine. Vol. 40 (4) : 578-583. 

 

Wine, E., Gareau, M. G., Johnson-Henry, K. & Sherman, P. M. (2009). Strain-specific probiotic (Lactobacillus 

helveticus) inhibition of Campylobacter jejuni invasion of human intestinal epithelial cell. FEMS Microbiology 

Letter. Vol. 300 (1) : 146-152. 

 

Zhan, L., Xu, Y. Q., Liu, H. Y., Lai, T., Ma, J. L., Wang, J. F., Zhu, Y. H. (2010). Evaluation of Lactobacillus 

rhamnosus GG using and Esherichia coli K88 model of piglet diarrhoea : Effects on diarrhoea incidence, faecal 

microflora and immune responses. Veterinary Microbiology. Vol. 141 (1-2) : 142-148. 

 

Zoetendal, E. G., Collier, C. T., Koike, S., Mackie, R. I. & Gaskins, H. R. (2004). Diet induced changes in the 

colonic environment and colorectal cancer - Molecular Ecological Analysis of the Gastrointestinal Microbiota: A 

Review. The Journal of Nutrition. Vol. 134 (2) : 465-472. 

 


