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Titre 

Impact d’une antibiothérapie sur le microbiote intestinal 

Résumé 

Le développement des méthodes de séquençage de nouvelle génération a permis 
d’approfondir les connaissances sur le rôle des communautés bactériennes commensales 
pour la santé de leur hôte, et l’impact négatif de la perturbation de leur équilibre. Les 
antibiotiques sont les principaux perturbateurs de cet équilibre, mais leur impact n’a pas été 
quantifié précisément. 

Nous avons quantifié la relation entre les concentrations fécales d’antibiotiques et la 
perturbation de la diversité bactérienne au sein du microbiote intestinal, et modélisé le lien 
entre la perte de diversité bactérienne et la probabilité de décès dans un modèle animal de 
colite à Clostridium difficile induite par les antibiotiques. Nous avons montré que l’indice de 
diversité de Shannon et la distance UniFac non pondérée étaient les indices de diversité qui 
étaient le plus prédictif du décès dans ce modèle d’infection. 

Chez des volontaires sains, nous avons développé un modèle mathématique semi-
mécanistique de l’évolution de la diversité au sein du microbiote, mesurée par deux indices 
de diversité, après perturbation antibiotique, et quantifié la relation entre l’exposition 
individuelle plasmatique et fécale à un antibiotique, et son effet sur la perturbation de la 
diversité bactérienne au cours du temps. Nous avons également analysé le rôle de la voie 
d’élimination des antibiotiques pour la limitation de l’impact d’un antibiotique sur le 
microbiote. Ces travaux nous ont permis de montrer que le microbiote intestinal présente une 
grande sensibilité aux antibiotiques, et que la voie d’élimination ne semble de ce fait pas jouer 
un rôle prépondérant dans la perspective de limiter l’impact des antibiotiques sur le 
microbiote intestinal. 

Mots clés 

antibiotiques ; microbiote intestinal ; dysbiose ; métagenomique ; antibiorésistance ; 
Clostridium difficile ; pharmacocinétique ; pharmacodynamique ; modélisation non linéaire à 
effets mixtes 
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Title 

Impact of an antibiotic treatment on the intestinal microbiota  

Abstract 

The development of next generation sequencing broadened our knowledge on the role of 
commensal bacterial communities on their host’s health, and the negative impact of their 
disruption. Antibiotics are the main disrupting factor, but their impact has not been precisely 
quantified. 

We quantified the relationship between antibiotic fecal concentrations and the loss of 
bacterial diversity in the intestinal microbiota, and modelled the link between the loss of 
diversity and mortality in a hamster model of antibiotic-induced Clostridium difficile infection. 
We showed that the Shannon diversity index and the unweighted UniFrac distance are the 2 
indices that best predict mortality in this model. 

In healthy volunteers, we developed a semi-mechanistic model of the evolution over time 
of bacterial diversity – measured by two indices – after an antibiotic perturbation, and 
quantified the relationship between antibiotic concentrations in plasma and feces and the loss 
of bacterial diversity in the intestinal microbiota. We also analyzed the role of the antibiotic 
elimination pathway in the reduction of their impact on the microbiota. In this work, we 
showed that the intestinal microbiota is highly susceptible to antibiotics, and that the 
elimination route doesn’t have a major role, in the perspective of limiting antibiotics’ impact 
on the intestinal microbiota. 

 

Keywords 
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Clostridium difficile ; pharmacokinetics ; pharmacodynamics ; moxifloxacin ; cefotaxime ; 
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Chapitre 1. Introduction 

Depuis quelques années, les communautés microbiennes commensales sont sources d’un intérêt 

important dans le champ de la recherche biomédicale. L’ensemble de ces communautés a été désigné 

par le néologisme « microbiome » par Joshua Lederberg, ou microbiote, afin de regrouper sous un 

même terme « la communauté écologique de l’ensemble des microorganismes commensaux, 

symbiotiques et pathogènes qui cohabitent dans le corps humain » (1). Cette communauté a été 

jusqu’à récemment négligée. 

Au cours des deux dernières décennies, le développement d’approches moléculaires d’analyse des 

génomes a permis d’approfondir les connaissances sur la composition des microbiotes, et sur leur rôle 

pour la santé de leur hôte (2). Ce rôle s’est avéré largement sous-estimé, et une littérature maintenant 

prolifique relie la composition du microbiote intestinal à un grand nombre d’états pathologiques, aigus 

ou chroniques. Le rôle de nombreux facteurs perturbateurs a été souligné, parmi lesquels les 

antibiotiques figurent au premier rang (3-5). Une des principales complications immédiates de 

l’administration d’antibiotiques est la survenue d’une infection à Clostridium difficile, source de 

diarrhée possiblement mortelle et véritable fardeau médico-économique. Dans le même temps, le rôle 

du microbiote intestinal dans la sélection et la diffusion de souches bactériennes résistantes aux 

antibiotiques a été souligné (6). La consommation d’antibiotiques a été pointée du doigt pour son rôle 

dans l’épidémie actuelle de résistance aux antibiotiques, et aux impasses thérapeutiques potentielles 

auxquelles cette situation peut aboutir. Cela a conduit les autorités sanitaires à tenter de raisonner 

l’utilisation des antibiotiques (7). 

Cependant, le lien entre les concentrations fécales d’antibiotiques et la perturbation du microbiote 

analysé à l’aide de méthodes moléculaires a été peu étudié, et la prise en compte des caractéristiques 

pharmacocinétiques des antibiotiques pourrait permettre une meilleure rationalisation du choix des 

molécules administrées aux patients infectés. 

La relation complexe entre l’hôte, les bactéries et le médicament antimicrobien peut être caractérisée 

à l’aide de modèles mathématiques semi-mécanistiques. Couplés à des méthodes de modélisation à 

effets mixtes, ces modèles permettent la prise en compte du caractère longitudinal des données 

répétées, et d’estimer des paramètres caractérisant la population d’étude, dont les valeurs moyennes 

et la variabilité interindividuelle des paramètres des modèles (8). 

L’objectif global de ce travail de thèse est d’approfondir l’étude de l’impact des antibiotiques sur 

le microbiote intestinal. Dans une première partie, nous présenterons les connaissances actuelles 

concernant les méthodes d’analyse des microbiotes, le rôle perturbateur que les antibiotiques jouent 
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sur le microbiote intestinal et les moyens disponibles pour en quantifier l’effet (Chapitre 1). Dans un 

deuxième temps, nous présenterons les travaux menés dans le cadre de cette thèse : d’une part les 

études menées à partir de modèles animaux (Chapitre 2), et d’autre part les études conduites chez des 

volontaires sains (Chapitre 3). Enfin, dans un dernier chapitre, nous discuterons des résultats obtenus 

afin de les mettre en perspective de travaux ultérieurs. 

1. Le microbiote intestinal 

1.1. Méthodes d’études de la composition du microbiote intestinal 

Le microbiote intestinal est constitué d’un très grand nombre de bactéries. Leur nombre total a 

été estimé à 1014, et cette communauté est constituée de plusieurs centaines d’espèces bactériennes, 

avec une très grande variabilité inter-individuelle (9). Le nombre de bactéries varie le long du tube 

digestif, allant de moins de 103/mL dans l’estomac et le duodénum, à 104-107/mL dans le jejunum et 

l’ileum et jusqu’à 1011-1012/mL dans le caecum et le colon (10), où le microbiote comprend plus de 500 

espèces anaérobies et où le nombre de gènes bactériens a été récemment estimé à plus de 3 millions 

(11). Cette complexité rend l’étude du microbiote intestinal difficile. Plusieurs catégories de méthodes 

d’étude peuvent être distinguées, ayant chacune ses avantages et inconvénients. Les principales sont 

la culture bactérienne et les méthodes moléculaires, dont l’analyse ciblant certaines espèces ou 

certains gènes d’intérêt, et le séquençage à haut débit de l’ensemble des génomes présents au sein du 

microbiote. 

1.1.1. La culture bactérienne 

La culture bactérienne constitue la méthode la plus ancienne d’analyse du microbiote. Elle est 

encore cependant largement utilisée, notamment en routine hospitalière, par exemple pour l’étude 

de prélèvements cliniques réalisés chez des sujets suspects d’infection, ou pour la recherche de 

colonisation fécale à bactéries multirésistantes. La culture présente l’avantage de la simplicité et d’un 

coût relativement peu élevé. L’utilisation de milieux de culture spécifiques, enrichis en facteurs 

nutritifs favorisant ou en antibiotiques inhibant la croissance de certaines bactéries, rend cette 

méthode très sensible à la détection de bactéries constituant des populations sous-dominantes de 

l’écosystème étudié.  

Cette méthode d’analyse a été la méthode de choix pour la détection de certaines bactéries 

d’intérêt, comme par exemple celles résistantes à un type d’antibiotique donné. Elle reste 

actuellement largement utilisée, y compris pour analyser l’impact des antibiotiques sur un microbiote 

(intestinal, oro-pharyngé ou nasal par exemple) (12, 13). Cependant, elle est limitée aux espèces dont 
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la culture est possible au laboratoire, alors que l’on estime qu’environ 80% des espèces bactériennes 

identifiées par les méthodes moléculaires ne sont pas cultivables (14). 

1.1.2. Méthodes moléculaires 

Le développement des méthodes moléculaires d’analyse bactérienne fait suite au constat de la 

conservation de certaines régions des ARN ribosomiques 16S (15).  

L’ARN ribosomique 16S correspond à l’ARN constituant la petite sous-unité du ribosome bactérien. Il 

s’agit d’une molécule d’environ 1500 nucléotides, constituée de 9 régions hypervariables en fonction 

de l’espèce bactérienne, séparées les unes des autres par des régions conservées entre les espèces 

(voir Figure 1). Les régions variables permettent l’analyse des relations phylogénétiques entre espèces 

bactériennes, tandis que les régions conservées sont utilisées pour la mise au point d’amorces de PCR 

quasiment universelles, permettant de ce fait l’amplification des portions d’intérêt de la molécule. 

Figure 1. Structure secondaire de l’ARNr 16S d’Escherichia coli. D’après (16). 

 

 

La PCR ciblée 

La première approche développée a été la PCR quantitative, qui repose sur l’amplification d’une 

portion d’un gène. Appliqué au gène de l’ARN 16S spécifique d’une espèce bactérienne donnée, cette 

approche permet de quantifier l’espèce dans le milieu analysé. Il est également possible de cibler et 
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de quantifier d’autres gènes, tels que les gènes conférant la résistance à un type d’antibiotique donné, 

indépendamment des espèces bactériennes qui les portent. Cette méthode a l’avantage d’être très 

spécifique de l’espèce bactérienne ciblée, permettant ainsi de révéler la présence d’espèces 

bactériennes présentes en quantités qui ne seraient pas détectables par des méthodes plus globales 

comme l’analyse métagénomique. La spécificité de la PCR quantitative permet d’estimer de façon 

précise la quantité des différentes espèces d’intérêt. Elle fournit ainsi une information précieuse 

lorsque l’on souhaite analyser une partie du microbiote, mais n’est pas adaptée à l’analyse globale de 

l’ensemble du microbiote intestinal. C’est pourquoi l’analyse métagénomique, par séquençage à haut 

débit, concentre actuellement l’attention de la communauté scientifique. 

L’analyse métagénomique 

Le métagénome désigne l’ensemble de l’information génétique présente dans un écosystème. 

Après extraction, l’ADN bactérien contenu dans l’écosystème étudié est préparé pour le séquençage. 

Deux approches sont principalement utilisées : une approche consistant en l’amplification ciblée de 

certaines régions de l’ADN, comme par exemple le gène de l’ARN ribosomique 16S, et une autre 

passant par une cassure aléatoire des molécules d’ADN puis par l’amplification des fragments ainsi 

obtenus. Dans les deux cas, l’amplification est réalisée en utilisant une PCR. Nous nous concentrerons 

sur la méthode de séquençage par amplification ciblée des régions codant pour l’ARN ribosomique 16S 

(2), qui est utilisée dans ce travail de thèse. Le séquençage s’effectue par amplification, à l’aide 

d’amorces universelles. Pour cette phase, l’utilisation de nucléotides fluorescents, qui émettent une 

fluorescence lue par un laser à chaque incorporation, permet d’établir la séquence amplifiée. 

L’analyse des séquences nécessite ensuite un travail bio-informatique complexe, afin de supprimer 

les chimères produites par les PCR et les erreurs de séquençage. A cette fin, plusieurs logiciels ont été 

développés afin de faciliter ces étapes bio-informatiques. Les plus utilisés, tous deux open source, sont 

les logiciels mothur (17) et QIIME (18). Les séquences filtrées peuvent ensuite être regroupées en 

unités taxonomiques opérationnelles (OTUs), ou taxons, sur la base de leur homologie de séquence. 

Habituellement, un seuil de 97% d’homologie est utilisé pour cette définition (2). L’affiliation 

taxonomique de chaque taxon peut ensuite être réalisée à l’aide de bases de données ouvertes 

régulièrement mises à jour.  

Le nombre de séquences obtenues peut varier entre les échantillons en raison d’artefacts 

techniques, notamment car les amorces de PCR utilisées lors de l’amplification ne présentent pas la 

même affinité pour l’ensemble des séquences d’ADN ribosomique 16S présentes dans l’échantillon 

analysé, et car les nombreux cycles de PCR nécessaires aux amplifications induisent un biais dans la 

quantification des espèces présentes. Ainsi, sans couplage à une autre méthode d’analyse, la 
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quantification absolue de chaque taxon n’est pas possible et la composition taxonomique de chaque 

échantillon n’est disponible qu’en termes d’abondance relative (2). 

1.2. Mesures de la diversité au sein du microbiote intestinal 

Les analyses de la diversité bactérienne reposent sur des métriques initialement développées dans 

le champ de l’écologie et de la biologie de l’évolution (19), en prenant l’espèce comme unité 

fondamentale d’analyse. Ces mesures consistent en des indices quantitatifs globaux qui sont calculés, 

dans le cadre de données issues des méthodes de séquençage à haut débit, après mise en œuvre d’un 

processus appelé raréfaction (2). En effet, les différences entre le nombre de séquences obtenues pour 

chaque échantillon peuvent affecter l’estimation de la diversité présente. Le nombre de séquences 

d’ADN contenu dans chaque échantillon est ainsi habituellement uniformisé entre les différents 

échantillons en procédant au tirage aléatoire sans remise d’un nombre identique de séquences pour 

chaque échantillon. Ce nombre est habituellement choisi arbitrairement comme le plus grand possible, 

tout en limitant le nombre d’échantillons n’ayant pas un nombre de séquences suffisant pour être 

maintenus dans l’analyse (2). 

Parmi les méthodes d’analyse de la diversité, on peut distinguer la diversité α, qui correspond à la 

diversité présente au sein d’un échantillon, de la diversité β, qui s’attache à mesurer les différences 

entre 2 écosystèmes. Plusieurs indices de diversité sont habituellement utilisés pour l’analyse de la 

diversité au sein des microbiotes, intégrant ou non l’abondance relative et le nombre de taxons 

identifiés dans chaque échantillon, ainsi que la phylogénie.  

Pour la diversité α, les indices les plus courants mesurent le nombre total 𝑛 de taxons bactériens 

observés, qui se réfère à la richesse taxonomique, l’abondance relative des taxons, qui se réfère à 

l’uniformité taxonomique, ou combinent ces deux notions. Ils n’intègrent en général pas les relations 

phylogénétiques identifiées au sein de l’écosystème. Les indices le plus souvent rapportés dans la 

littérature sont les suivants : 

- le nombre 𝑛 de taxons observés dans l’échantillon 

- l’indice Chao1 (20), mesurant la richesse taxonomique : 𝑆𝑒𝑠𝑡 =  𝑛 +  
(𝑓1)2

2×𝑓2
, avec 𝑓1 nombre de 

taxons représentés par une seule séquence dans l’échantillon et 𝑓2 nombre de taxons représentés par 

deux séquences dans l’échantillon ; 

- l’entropie de Shannon (21), 𝐻 =  − ∑ 𝑝𝑖 × log (𝑝𝑖)𝑛
𝑖=1 , avec 𝑝𝑖  abondance relative du taxon 𝑖 dans 

l’échantillon ; 

- l’indice de Simpson (22), qui se rapporte à l’uniformité de la distribution des taxons dans la 

communauté : 𝐷 =  1 − ∑ 𝑝𝑖
2𝑛

𝑖=1 , avec 𝑝𝑖  l’abondance relative du taxon 𝑖 dans l’échantillon. 
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Pour la diversité β, les indices couramment rapportés sont : 

- la distance de Bray-Curtis (23) entre les échantillons 𝑗 et 𝑘 : 𝐵𝐶𝑗,𝑘 =  1 −
2×∑ min (𝑁𝑖𝑗,𝑁𝑖𝑘)

𝑝
𝑖=1

∑  (𝑁𝑖𝑗+𝑁𝑖𝑘)
𝑝
𝑖=1

, où 𝑁𝑖𝑗  

est l’abondance brute de l’OTU 𝑖 dans l’échantillon 𝑗 et 𝑁𝑖𝑘  est l’abondance brute de l’OTU 𝑖 dans 

l’échantillon 𝑘 ; 

- la distance UniFrac, introduite en 2005, calculée à partir de l’arbre phylogénétique construit sur 

les 2 échantillons comparés. Cette distance correspond à la fraction de la longueur totale des branches 

qui est propre à l’un ou à l’autre des échantillons (24). Une version pondérée de cette distance, prenant 

en compte l’abondance relative de chaque taxon bactérien, est également utilisée (25). 

Figure 2. Calcul de la distance UniFrac. Les ronds, les carrés et les triangles représentent des taxons 
bactériens issus de 3 écosystèmes différents. Les branches de l’arbre phylogénétique sont représentées en 
noir si elles sont uniques à un des écosystèmes, et en gris si elles sont partagées. D’après (24). 

 

1.3. Importance de l’homéostasie du microbiote intestinal 

Le microbiote intestinal influence positivement l’état de santé de l’hôte (26). Il contribue au 

développement du corps humain et à la maturation du tube digestif, et est impliqué dans le 

métabolisme de l’hôte, en facilitant notamment la digestion des sucres et en synthétisant des 

vitamines et des acides aminés essentiels, et dans la protection de l’hôte, par l’effet de barrière naturel 

qu’il joue contre les pathogènes et dans l’induction de la réponse immune (27). 

Si le tube digestif des nouveaux nés est stérile, sa colonisation après la naissance est rapide, et est 

influencée par de nombreux facteurs tels que le mode d’accouchement et d’alimentation du nouveau-

né, l’hygiène, et l’éventuelle administration de médicaments à la mère ou l’enfant (28). Plusieurs 

études ont fait état d’un lien entre certaines maladies pédiatriques, telles que l’asthme, les allergies 

alimentaires ou les maladies du tube digestif, et la composition du microbiote intestinal (26). Le 

microbiote intestinal semble également influencer le développement de maladies auto-immunes chez 
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l’adulte, notamment les maladies inflammatoires du tube digestif, les arthrites inflammatoires, le lupus 

systémique et la sclérose en plaque, en modifiant l’état immunitaire de l’hôte (29). Un rôle dans le 

développement de maladies hépatiques chroniques ou de troubles neurologiques a également été mis 

en évidence (30, 31).  

Bien que le microbiote soit relativement stable au cours du temps chez des sujets non malades, 

certains facteurs environnementaux peuvent modifier sa composition. Citons l’âge, le mode de vie ou 

la prise de traitement médicamenteux (3). L’influence de l’alimentation est forte, tant à court terme 

(32) qu’à plus long terme (33). Le facteur dont l’influence est la plus importante est certainement 

l’administration d’antibiotiques. 

2. Effets indésirables cliniques des antibiotiques : l’exemple de la colite à 

Clostridium difficile 

La diarrhée est en effet l’une des complications les plus fréquentes faisant suite à la prise 

d’antibiotiques. Sa description remonte aux années 1950, mais elle était alors considérée bénigne, 

jusqu’à la description au milieu des années 1970 de cas de colite pseudomembraneuse affectant près 

de 10% des sujets traités par clindamycine (34). Sa fréquence augmentait alors régulièrement, en lien 

avec le développement de nouveaux antibiotiques et l’élargissement de leur spectre d’activité 

antibactérienne. On estime actuellement que la diarrhée survient chez 5% à 25% des patients traités 

par antibiotiques (35, 36), cette fréquence variant en fonction de facteurs liés à l’hôte tels que l’âge, 

l’état de santé sous-jacent, ou l’administration concomitante de médicaments affectant la motilité 

intestinale. 

Les mécanismes physiopathologiques des diarrhées secondaires à la prise d’antibiotiques peu 

graves restent mal connus. Plusieurs agents pathogènes ont été incriminés, tels que Staphylococcus 

aureus ou Candida spp., notamment chez les patients âgés hospitalisés (37). Leur forme la plus grave, 

constituée par la colite pseudomembraneuse, a par contre été, et est toujours, l’objet d’intenses 

travaux de recherche, tant sur le plan physiopathologique que sur les plans épidémiologique et 

thérapeutique. Cette forme a été rattachée à la présence de Clostridium difficile, même si tous les 

patients colonisés par Clostridium difficile ne développent pas l’infection (38). 

Clostridium difficile est une bactérie à Gram positif anaérobie sporulée, dont certaines souches 

pathogènes produisent 2 toxines, à l’origine de la désorganisation du cytosquelette de l’épithélium 

intestinal et d’une inflammation du tissu conjonctif sous épithélial. Les aspects physiopathologiques 

sont détaillés dans la section 3.1 de ce chapitre. 
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Les manifestations cliniques de l’infection à Clostridium difficile balaient un large spectre clinique, 

allant de la diarrhée banale jusqu’à des troubles digestifs sévères associés à des signes systémiques et 

à des complications menaçant le pronostic vital, telles que la colite pseudomembraneuse, le 

mégacôlon toxique ou le choc septique (39). L’infection est transmise par des spores résistantes à la 

chaleur, aux acides et aux antibiotiques. Ces spores sont ubiquitaires, isolées dans les infrastructures 

sanitaires, au sein de la chaîne alimentaire (40) et à de bas niveaux dans l’environnement (41, 42), 

permettant les transmissions nosocomiale et communautaire (43), et facilitant les récurrences 

infectieuses (44). La colonisation par Clostridium difficile est prévenue par l’effet de barrière naturelle 

du microbiote intestinal, dont l’affaiblissement est un facteur de risque majeur de l’infection (38, 45-

49).  

Une des raisons de la forte morbidité associée à l’infection à Clostridium difficile est que les 

traitements actuels de l’infection, qui reposent sur une antibiothérapie, sont associés à un taux élevé 

de récurrence, allant de 20% à 30% (50). La récurrence d’infection à Clostridium difficile peut résulter 

de la persistance de spores (définissant la rechute) ou de l’acquisition d’une nouvelle souche 

bactérienne (définissant la réinfection). La fréquence des récurrences augmente avec le nombre 

d’épisodes infectieux : elle est estimée à 20% après le premier épisode, à 40% après le second et à plus 

de 60% après le troisième épisode de colite (50). Chaque épisode est associé à un approfondissement 

de la perturbation du microbiote intestinal, du fait de la répétition des traitements antibiotiques 

administrés. Cela aboutit à la constitution d’un cercle vicieux dans lequel la colonisation et la 

croissance de Clostridium difficile sont favorisées, pouvant résulter en de multiples récurrences, en la 

survenue d’échecs thérapeutiques, en la multiplication des hospitalisations et en la perturbation de la 

qualité de vie, voire au décès (51). 

2.1. Epidémiologie de l’infection à Clostridium difficile 

L’infection à Clostridium difficile est actuellement la principale cause de diarrhée associée aux soins 

en Europe (52-55) et aux Etats-Unis (5, 56, 57). Au cours des 15 dernières années, l’incidence de 

l’infection à Clostridium difficile et la morbi-mortalité associée à cette infection ont augmenté, de 

même que le taux de ré-hospitalisation et le coût pour les systèmes de santé (5, 52, 53, 55, 56). Des 

cas d’endémicité et des épidémies ont été rapportés de toutes les régions du monde, dont l’Europe, 

les Amériques, l’Asie et le Pacifique Ouest (4, 5, 52-55, 58, 59). Cette situation a conduit le Centers for 

Diseases Control américain à considérer l’infection à Clostridium difficile comme une menace 

immédiate pour les systèmes de santé, du fait de la morbi-mortalité qu’elle induit et des coûts que sa 

prise en charge occasionne. 
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En Europe, les taux d’incidence de l’infection à Clostridium difficile parmi les patients hospitalisés 

se situent entre 0.7 et 28.7 pour 10 000 journées d’hospitalisation (57). La fréquence des infections 

dans une étude anglaise était de 1.2% dans le groupe placebo d’une étude randomisée évaluant l’effet 

de l’administration de probiotiques chez des patients de plus de 65 and traités par antibiotiques (60). 

Cependant, un taux élevé de sous-diagnostic est suspecté, et au moins 40 000 cas d’infection sont 

supposés non diagnostiqués chaque année, du fait du manque de diagnostic clinique et de tests de 

laboratoires inadéquats (38, 52). Une étude conduite entre 2011 et 2013 en Europe, l’étude EUCLID, a 

fait état d’un taux moyen d’infection à Clostridium difficile de 7 pour 10 000 journées d’hospitalisation 

(52).  

Le taux de mortalité liée à cette infection a été estimé à 15%-20% (4, 5, 61, 62). Dans une étude 

de cohorte canadienne, le risque relatif de mortalité s’élevait à 7.3 à 30 jours et à 3.5 à 180 jours lors 

d’un épisode d’infection à Clostridium difficile, par rapport à l’absence d’épisode infectieux (59). De 

façon similaire, une étude conduite en 2011 aux Etats-Unis à partir des données de surveillance au sein 

de laboratoires d’analyses médicales a permis d’estimer le nombre global de cas d’infection à 453 000 

(intervalle de confiance à 95%, 397 100 – 108 900), dont les deux-tiers étaient acquis en milieu 

hospitalier (5). Le nombre de décès dans les 30 jours suivant le diagnostic a été estimé à 29 300 en 

2011 (intervalle de confiance à 95%, 16 500 – 42 100), la mortalité étant principalement observée 

parmi les cas d’infections nosocomiales. Cette étude a également permis d’estimer le nombre de 

premières récurrences à 83 000 (intervalle de confiance à 95%, 57 000 – 108 900). D’autres études ont 

décrit un taux de première récurrence de 8.5% à 33% parmi les survivants à un premier épisode 

infectieux (63, 64).  

Le poids médico-économique associé à l’infection à Clostridium difficile est lourd (53, 59, 65). La durée 

de séjour hospitalier lors de la survenue d’un premier épisode infectieux a été rapportée comme étant 

33% plus longue qu’en l’absence de survenue de l’infection dans une étude allemande (65). Ce poids 

est particulièrement marqué lors des épisodes de récurrence : la durée de séjour hospitalier des 

patients présentant une récurrence infectieuse est quasiment multipliée par 4 par rapport aux patients 

ne présentant pas d’infection (65). 

2.2. Facteurs de risque d’infection à Clostridium difficile 

Les principaux facteurs de risque reconnus d’infection à Clostridium difficile sont la prise 

d’antibiotiques, l’âge supérieur à 65 ans, l’hospitalisation, l’antécédent d’infection à Clostridium 

difficile, de néoplasie ou d’insuffisance rénale chronique, et la prise de traitements 

immunosuppresseurs (46, 47, 66-68). 
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2.2.1. Antibiothérapie et infection à Clostridium difficile 

L’administration d’antibiotiques est un facteur de risque connu de longue date de la survenue 

d’une infection à Clostridium difficile (45, 48, 49, 60, 68-74).  

Une étude de cohorte canadienne a permis d’évaluer précisément ce risque, ainsi que sa persistance 

au cours du temps (45). En comparaison à des patients non traités par antibiotiques, l’incidence de 

survenue de l’infection était 2.2 fois plus importante si le traitement antibiotique avait été administré 

dans les 5 jours précédant la survenue de l’infection (IC95%, 1.2 ; 4.0) et 2.4 fois plus importante 

(IC95%, 1.4 ; 4.1) chez les patients ayant reçu une antibiothérapie au cours des 30 jours précédant la 

survenue de l’infection. Dans cette étude, l’incidence d’infection à Clostridium difficile était 3.4 fois 

plus élevée (IC95% 2.0 ; 5.7) chez les sujets traités par céphalosporines de 3ème ou de 4ème génération 

que chez les sujets non traités, et 2.2 fois plus élevée (IC95% 1.3; 3.7) chez les sujets traités par 

fluoroquinolones que chez les sujets non traités. 

Une autre étude a quantifié le risque de l’infection dans les suites d’un traitement antibiotique 

chez des patients hollandais (70). Au cours d’un traitement antibiotique et dans le mois suivant l’arrêt 

du traitement, les patients traités par antibiotiques avaient un risque 7 à 10 fois plus élevé d’infection 

que ceux n’en ayant pas reçu. L’importance du rôle notamment des fluoroquinolones et des 

céphalosporines de 3ème et 4ème génération a été confirmée par une étude conduite aux Etats-Unis, 

dans laquelle les patients traités par l’une de ces deux classes d’antibiotiques avaient le risque le plus 

élevé de développer l’infection (hazard ratio ajusté 4.0, IC95% 2.7 ; 5.9 pour les fluoroquinolones, et 

3.1, IC95% 1.9 ; 5.2 pour les céphalosporines de 3ème et 4ème générations) (73). Des résultats similaires 

ont été rapportés dans une étude canadienne (49). Plus récemment, une méta-analyse a confirmé le 

rôle important des céphalosporines et des fluoroquinolones dans la survenue de l’infection (68, 70, 71, 

73, 75). 

2.2.2. Autres facteurs de risque d’infection à Clostridium difficile 

L’antécédent d’infection à Clostridium difficile est un facteur de risque de la survenue d’un nouvel 

épisode, indépendamment de l’âge (5, 38, 46, 66, 72, 76-80). Une méta-analyse a quantifié le risque 

relatif de récurrence à 1.02 (95% CI 1.01-1.02) pour chaque année supplémentaire (75). 

L’âge supérieur à 65 ans est également un facteur de risque rapporté (47, 75, 81-83). Le rôle des 

modifications du microbiote intestinal au cours de la vie, telles que la réduction de la diversité 

bactérienne et de la résistance à la colonisation, ainsi que la répétition de traitements antibiotiques 

font partie des facteurs explicatifs potentiels (84, 85). Dans une méta-analyse récente, le risque relatif 

d’acquisition d’une infection à Clostridium difficile a été estimé à 1.6 (IC95%, 1.2 ; 2.1) chez les patients 

de plus de 65 ans (75). 
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L’hospitalisation, ou le séjour d’au moins une nuit en milieu hospitalier, est un facteur de risque 

fréquemment rapporté de développement de l’infection (46, 47, 71, 72, 74, 81, 86). Selon les études, 

le risque relatif associé au séjour hospitalier varie entre 2.2 et 2.4 (46, 47, 72, 74, 81). 

Au sein des structures de soins de longue durée, des fréquences élevées d’infection à Clostridium 

difficile ont été rapportées par plusieurs études, variant de 22.4% à 33.3% (83, 87, 88). En comparaison 

aux patients traités en ville et après ajustement, les patients hospitalisés en structure de long séjour 

avaient un risque 7 fois plus élevé de survenue de l’infection (OR = 6.9, IC95%, 4.7 ; 10.2) (88). Ce risque 

était également augmenté chez des patients recevant des soins infirmiers (83). 

Enfin, un grand nombre de comorbidités ont été indépendamment associées à la survenue d’une 

infection à Clostridium difficile, parmi lesquelles l’insuffisance rénale (83, 89), le cancer et les 

traitements antinéoplasiques (47, 69, 83), le diabète (67, 83) ou l’insuffisance cardiaque congestive 

(82, 83). Parmi les patients atteints de cancer, aucune association claire avec certains types de cancers 

particuliers n’a pu être mise en évidence (69, 90). Par ailleurs, certains autres facteurs tels que les 

maladies inflammatoires du tube digestif (83, 91) ou la prise de traitements inhibiteurs de la pompe à 

proton (47, 67, 69, 74, 83) ont été indépendamment associés à la survenue de l’infection. De manière 

plus générale, toute comorbidité, ou un score de comorbidité élevé, comme le score de Charlson, ont 

été identifiés comme facteurs de risque d’infection à Clostridium difficile (83, 92, 93), en particulier 

chez les patients de plus de 65 ans (83, 93). 

3. Perturbation du microbiote intestinal : le rôle des antibiotiques 

3.1. Effet sur la composition du microbiote intestinal 

Les progrès spectaculaires au cours de la dernière décennie de techniques indépendantes de la 

culture, comme le séquençage de nouvelle génération, ont permis de mettre en évidence que la 

grande majorité des flores commensales est composée d’espèces bactériennes méconnues car non 

cultivables à l’aide des techniques utilisées jusque-là (14, 94). Une meilleure visualisation des 

modifications du microbiote intestinal induites par les antibiotiques a ainsi été rendue possible (95). 

Dans leur étude portant sur des sujets sains traités par ciprofloxacine pendant 5 jours, Dethlefsen et 

al. ont observé que l’administration d’antibiotiques avait un effet rapide en termes de réduction de la 

diversité bactérienne et de modification de la composition du microbiote intestinal (85, 96). Malgré un 

certain degré de résilience, le retour à l’état pré-thérapeutique ne semble pas complet. Une réduction 

de la diversité bactérienne a été observée à long terme, de même qu’une réduction de la résistance à 

la colonisation dans les suites de l’administration répétée d’un traitement antibiotique. Certains 

résultats suggèrent que les bactéries anaérobies seraient liées à la résistance à la colonisation (97-99). 
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Des résultats similaires ont été observés suivant un traitement par clarithromycine et métronidazole 

(100). Les conséquences de cette évolution vers un état d’équilibre alternatif ne sont pas connues. 

Cependant, des données récentes obtenues dans un modèle animal de néoplasie suggèrent que 

l’administration d’antibiotiques au cours d’un traitement antinéoplasique réduirait l’efficacité 

anticancéreuse (101, 102). 

Les effets indésirables intestinaux faisant suite à la prise d’antibiotiques ont été rattachés 

naturellement à la perturbation du microbiote intestinal secondaire au traitement. Ainsi, les patients 

présentant une infection à Clostridium difficile ont une diversité bactérienne intestinale réduite, et leur 

microbiote présente une typologie différente de celle de patients indemnes de l’infection (103). Une 

analyse par séquençage métagénomique non ciblé a révélé que les fèces de patients présentant une 

infection à Clostridium difficile étaient déplétés de germes commensaux ayant un rôle protecteur, tels 

que Bacteroides, Alistipes, Lachnospira, et Barnesiella, et était enrichi en pathogènes opportunistes. 

Par ailleurs, chez des sujets traités par antibiotiques mais indemnes de l’infection, une réduction 

significative de l’abondance de souches commensales telles que Alistipes a été rapportée, sans 

réduction de la richesse bactérienne (103). Une dysbiose intestinale persistante a enfin été associée à 

des infections récurrentes à Clostridium difficile (50).  

La physiopathologie de l’infection à Clostridium difficile, et notamment les relations entre la 

perturbation du microbiote intestinal et le développement de l’infection, ont été abondamment 

étudiées à l’aide de modèle animaux, notamment murins. Parmi eux, le modèle d’infection chez le 

hamster doré est particulièrement utilisé. Sa grande sensibilité à l’infection le rend particulièrement 

adapté à l’étude des mécanismes physiopathologiques au cours de l’infection aiguë. Les perturbations 

du microbiote intestinal induites par l’administration d’antibiotiques et leurs liens avec la 

physiopathologie de l’infection a Clostridium difficile ont été récemment synthétisés (104). Le 

développement de l’infection a ainsi été rattaché au métabolisme du cholestérol, et notamment à la 

métabolisation des acides biliaires primaires en acides biliaires secondaires médiée par le microbiote 

intestinal (Figure 3). En l’absence de perturbation antibiotique, les acides biliaires secondaires inhibent 

la sporulation et la croissance de la bactérie au sein du microbiote intestinal. Les antibiotiques, en 

désorganisant la structure du microbiote, empêchent cette métabolisation, levant de ce fait l’inhibition 

exercée par les acides biliaires secondaires et permettant à l’infection de se développer.  
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Figure 3. Mécanismes physiopathologiques expliquant le développement de l’infection à Clostridium difficile suite à 
l’administration d’antibiotiques. D’après (104). 

 

 

De manière générale, des modifications des quantités et de la composition taxonomique du 

microbiote intestinal suite à l’administration d’antibiotiques ont été régulièrement rapportées (12, 

95). Les traitements antibiotiques perturbent l’équilibre entre les différents groupes bactériens 

habituellement retrouvés chez les sujets sains. Ce phénomène de dysbiose permet la colonisation par 

des souches bactériennes résistantes, potentiellement pathogènes, qui peuvent se multiplier in situ 

suite à l’exposition à une antibiothérapie (96, 105, 106). Les effets de l’antibiothérapie sur le 

microbiote intestinal sont rapides et profonds (107). 

3.2. Effet sur l’émergence de la résistance bactérienne 

3.2.1. Epidémiologie de la résistance aux antibiotiques 

En Europe, la surveillance de l’évolution de la résistance bactérienne est organisée par le Réseau 

européen de surveillance de la résistance aux antimicrobiens (EARS-Net). Depuis 1998, ce réseau suit 

l’évolution de la résistance de 8 espèces bactériennes d’importance en pathologie humaine isolées 

dans les prélèvements cliniques, au sein de laboratoires sentinelles des pays participants. Les données 

disponibles montrent que la résistance bactérienne augmente dans tous les pays d’Europe. 

L’augmentation de la prévalence de la résistance aux céphalosporines de 3ème génération des souches 

d’Escherichia coli, bactérie commensale du tube digestif et 1er organisme responsable de bactériémie, 

est le phénomène le plus inquiétant. Elle est passée de 0.1% en 1999 à 10.5% en 2012 (108). Cette 

augmentation est observée dans tous les pays, et en 2012 la prévalence de souches résistantes variait 

entre 4.4% et 38.1% (109). Les données de résistance aux quinolones des souches de Escherichia coli 

présentent la même tendance, de même que celle des souches de Klebsiella pneumoniae résistantes 

aux céphalosporines de 3ème génération (21.5% de souches résistantes en 2005 et 28.8% en 2012) ou 
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aux fluoroquinolones (20.2% en 2005 et 27.9% en 2012) (110). Plus de 20% des souches de Klebsiella 

pneumoniae étaient multirésistantes en Europe en 2012, c’est-à-dire résistaient aux céphalosporines 

de 3ème génération, aux quinolones et aux aminosides (109). La multirésistance entraîne une utilisation 

accrue des carbapénèmes, antibiotiques de dernière ligne, qui elle-même induit d’autres résistances. 

La prévalence de la résistance aux carbapénèmes des souches de Klebsiella pneumoniae était de 7.7% 

en moyenne en 2012, mais atteignait 28.8% en Italie et 60.5% en Grèce (109). De la même manière, 

l’isolement de souches de Enterococcus faecium résistantes à la vancomycine n’a cessé d’augmenter, 

pour dépasser 20% au Portugal et en Irlande en 2012 (109). 

Si les chiffres de résistance observés en France ne sont pas aussi élevés que dans certains pays 

européens, la situation n’en est pas moins préoccupante. Les données de l’EARS-Net pour la France 

présentent les mêmes tendances. En 2012, moins de 1% des souches de Klebsiella pneumoniae étaient 

résistantes aux carbapénèmes, mais près de 20% étaient considérées comme multirésistantes (109). 

La résistance des souches de Escherichia coli et de Klebsiella pneumoniae aux céphalosporines de 3ème 

génération était observée pour 10% et 17.8% des isolats cliniques, respectivement, en 2012, contre 

1.4% et 4.1%, respectivement, en 2005. Enfin, plus de 75% des souches d’Enterococcus faecium étaient 

résistantes à l’amoxicilline, et près de 1% à la vancomycine en 2012. 

Dans le cadre du plan antibiotique 2011-2016, cette situation a conduit l’Agence nationale de 

sécurité du médicament et des produits de santé à établir une liste d’antibiotiques considérés comme 

critiques du fait de leur aptitude à générer des résistances bactériennes (7). Cette liste contient une 

famille d’antibiotiques, les fluoroquinolones, ainsi que l’association d’amoxicilline et d’acide 

clavulanique et la classe des céphalosporines. Dans cette classe, les céphalosporines de 3ème 

génération, et particulièrement la ceftriaxone, sont pointées du doigt. 

3.2.2. Emergence de la résistance bactérienne aux antibiotiques 

Deux voies d’émergence et de la diffusion de la résistance bactérienne aux antibiotiques sont 

principalement décrites (6, 111). La première est la sélection de souches bactériennes porteuses d’une 

mutation conférant la résistance au sein de la population bactérienne d’un foyer infectieux, et la 

seconde est la sélection de bactéries résistantes au sein des microbiotes. Ce second mode de sélection 

de souches résistantes étant habituellement silencieux cliniquement, il a jusqu’à présent été sous-

estimé au profit de la sélection au sein de foyers infectieux, dont la traduction clinique est plus 

immédiate.  

Que ce soit au sein des microbiotes ou d’un foyer infectieux, l’émergence de la résistance peut 

être expliquée par plusieurs mécanismes complémentaires. D’une part, les bactéries soumises à une 

pression de sélection antibiotique peuvent présenter des mutations de résistance leur conférant un 
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avantage sélectif en présence d’antibiotique. D’autre part, des transferts de gènes horizontaux ont été 

décrits, aussi bien entre espèces bactériennes commensales et pathogènes, qu’entre espèces 

bactériennes phylogénétiquement éloignées (112, 113, 114). Enfin, l’acquisition de bactéries 

résistantes peut résulter d’un apport exogène, notamment du fait d’échanges entre individus, de 

l’apport alimentaire ou de contacts avec un environnement contaminé. Dans ce travail de thèse, le 

terme d’ « émergence » de la résistance sera employé pour désigner la détection de bactéries 

résistantes dans un échantillon, sans préjuger du mécanisme ayant conduit à cette apparition. 

Plusieurs facteurs peuvent expliquer l’importance du rôle des microbiotes dans l’émergence et la 

diffusion de la résistance bactérienne (6, 111). Si la résistance au sein de foyers infectieux ne 

concerne le plus souvent qu’une seule espèce bactérienne, présente en nombre limité et soumises à 

des concentrations d’antibiotiques contrôlées au site infecté, la sélection au sein des microbiotes peut 

concerner plusieurs centaines d’espèces et un nombre très important de souches bactériennes, dans 

des sites auxquels la concentration d’antibiotique n’est pas contrôlée et où la diversité génétique 

permet un plus grand nombre de possibilités génétiques pour une souche bactérienne d’acquérir un 

gène de résistance. Des données récentes suggèrent que lorsque l’exposition du microbiote intestinal 

varie secondairement à une modification de la dose d’antibiotique administrée, l’impact de 

l’antibiothérapie est modifié (115). Cette pression de sélection sur les bactéries des flores 

commensales s’exerce chez tous les sujets traités, après chaque prise, qu’il existe ou non une infection 

constituée par ailleurs. Ce dernier point est important puisqu‘une part très importante des traitements 

antibiotiques sont administrés à des sujets qui n’ont pas d’infection bactérienne évolutive, comme lors 

du traitement d’infections de nature virale ou du traitement prophylactique des infections post-

opératoires. Les posologies et modes d’administration des antibiotiques sont développés pour 

atteindre des concentrations cibles non sélectives au site de l’infection, sans analyse des conséquences 

sur les flores commensales.  

3.2.3. Emergence de la résistance bactérienne étudiée par la culture 

Les études analysant l’impact des antibiotiques sur la composition qualitative de la flore digestive 

ont initialement utilisé les méthodes de culture bactérienne pour décrire l’effet d’une antibiothérapie. 

L’administration d’antibiotiques à doses curatives a un impact sur l’émergence de la résistance au sein 

des microbiotes (116-121), et a un impact sur leur composition bactérienne. Une étude menée auprès 

de 48 sujets sains traités pendant 14 jours par une fluoroquinolone, la ciprofloxacine, a montré qu’un 

tiers des sujets traités étaient colonisés avec des entérobactéries résistantes à la ciprofloxacine un 

mois après la fin du traitement, contre 12.5% avant traitement (118). Dans une étude cas-témoins 

appariée portant sur 416 patients hospitalisés dans un service d’hématologie, l’odds-ratio de 
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colonisation fécale à entérobactérie résistante au céfotaxime (une céphalosporine de 3ème génération) 

en cas d’exposition individuelle à cet antibiotique au cours de l’hospitalisation était estimé à 7.3 

(IC95%, 1.8 – 30) (116). Dans une étude comparant l’efficacité thérapeutique de l’ertapénème, un 

carbapénème, et d’une association de ceftriaxone (une céphalosporine de 3ème génération) et 

métronidazole au cours d‘infections intra-abdominales, 2.6% des patients recevant de la ceftriaxone 

étaient colonisés à entérobactéries résistantes à la ceftriaxone avant traitement, contre 17.1% à la fin 

du traitement et 22.4% deux semaines après la fin du traitement (121). Les céphalosporines de 3ème 

génération ont un effet rapide en termes de suppression de la flore sensible et d’émergence de germes 

résistants (122-125). C’est également le cas des quinolones (118, 126, 127). Ces études suggèrent que 

la résistance bactérienne apparaît à la fin des traitements, alors que les concentrations fécales 

d’antibiotiques diminuent. 

3.2.4. Emergence de la résistance bactérienne étudiée par méthodes moléculaires 

L’impact des traitements antibiotiques sur la résistance bactérienne au sein du microbiote 

intestinal est donc un phénomène bien connu, mais sa caractérisation repose principalement sur les 

résultats obtenus par culture bactérienne. Actuellement, aucune donnée quantitative précise n’existe 

concernant les modifications induites par une antibiothérapie sur le contenu du microbiote intestinal 

en gènes de résistance. Ce qui arrive après la fin du traitement est peu décrit, alors même que les 

études basées sur la culture bactérienne suggèrent que cette période est une période clé pour 

l’émergence de la résistance (118). Certaines études existent, mais ont été réalisées chez de faibles 

nombres de sujets et se sont concentrées seulement sur certaines populations bactériennes, à l’aide 

de PCR ciblées. 

Ainsi, Jernberg et al. (128) ont analysé les bactéries du genre Bacteroides de 4 sujets traités par 

clindamycine, un lincosamide, pendant 7 jours. Ils ont rapporté un déclin de la diversité du genre 

Bacteroides, qui persistait au cours des 2 années de suivi. Ils ont également rapporté l’émergence et 

la persistance à long terme de clones de Bacteroides résistants. Le contenu fécal en gènes conférant la 

résistance à la clindamycine était rapidement augmenté après le début du traitement, et persistait à 

un niveau élevé jusqu’à la fin du suivi. Des conclusions similaires ont été tirées de l’analyse de la 

population des bactéries du genre Enterococcus chez ces sujets (129). Ces études suggèrent que 

l’impact des antibiotiques sur le contenu du microbiote intestinal en gènes de résistance persiste à 

long terme, sans retour complet à l’état pré-thérapeutique.  

Globalement, ces résultats incitent fortement à mieux documenter l’impact d’une antibiothérapie 

sur le microbiote intestinal. Ils suggèrent une importance insoupçonnée du maintien de l’homéostasie 

du microbiote intestinal, tant pour réduire le risque de dysbiose intestinale que pour limiter 
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l’émergence de la résistance. A cette fin, l’administration d’antibiotiques doit ainsi être raisonnée afin 

de limiter leur impact sur les microbiotes. Il semble par ailleurs primordial d’identifier les vecteurs de 

l’impact des antibiotiques sur le microbiote. 

3.3. Facteurs affectant l’exposition du microbiote intestinal aux antibiotiques 

Deux facteurs principaux contribuent à la variabilité de l’impact des antibiotiques sur le microbiote 

intestinal: le niveau d’exposition du microbiote à l’antibiotique, et l’activité antibactérienne 

intrinsèque de l’antibiotique sur les bactéries constitutives du microbiote. L’activité antibactérienne 

intrinsèque des antibiotiques est le fondement de leur utilisation chez des patients infectés. Le choix 

de l’antibiothérapie empirique repose sur des données épidémiologiques de résistance bactérienne, 

compte tenu de l’organe supposément infecté. Le plus souvent, une antibiothérapie à large spectre 

est administrée initialement, après réalisation de prélèvements microbiologiques. La sensibilité aux 

antibiotiques de la ou des bactérie(s) identifiée(s) est habituellement obtenue après 2 à 3 jours. 

L’antibiothérapie est alors modifiée pour une molécule dont le spectre d’activité est plus étroit, centré 

sur la souche isolée. Cependant, si l’effet des antibiotiques sur les bactéries cultivables du microbiote 

intestinal est assez bien décrit (12), celui-ci doit être réévalué à l’aide des nouvelles méthodes 

d’analyse indépendantes de la culture, afin d’avoir une meilleure connaissance de l’effet global des 

antibiotiques sur le microbiote intestinal (130). 

Le degré d’exposition du microbiote intestinal aux antibiotiques résulte des caractéristiques 

pharmacocinétiques des molécules administrées et du schéma posologique utilisé. Que 

l’administration soit faite par voie intraveineuse ou par voie orale, une fraction variable de la dose 

administrée est éliminée par voie biliaire, sous forme inchangée ou après métabolisation (Figure 4). 

Les métabolites peuvent eux-mêmes présenter une activité antibactérienne, similaire ou non à celle 

de la molécule mère. 
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Figure 4. Processus liés à la présence d’antibiotiques dans le 
tube digestif suivant une administration orale ou 
parentérale. 

 

Un petit nombre d’études suggère qu’il est possible de réduire l’impact d’une antibiothérapie sur 

le microbiote intestinal en prenant en compte la voie d’élimination des antibiotiques administrés (124, 

125, 131). Ce rôle des caractéristiques pharmacocinétiques est particulièrement bien illustré par la 

comparaison de l’impact de deux antibiotiques de la famille des céphalosporines de 3ème génération, 

la ceftriaxone et le céfotaxime. Ces deux molécules ont un spectre d’activité antimicrobienne très 

similaire. Elles ont une efficacité comparable (132-136), et sont utilisées dans les mêmes indications. 

Elles ont leur place dans la grande majorité des infections communautaires nécessitant une 

hospitalisation en salle de médecine ou en soins intensifs (137-139). Leurs différences tiennent 

principalement à leurs caractéristiques pharmacocinétiques, qui conditionnent leur maniabilité. 

La ceftriaxone est une molécule dont la demi-vie a été estimée à 8 heures (140-142). Cette longue 

demi-vie permet une utilisation facilitée et une administration en une seule injection quotidienne. Sa 

liaison aux protéines plasmatiques est importante, atteignant des valeurs de l’ordre de 90% (143). Son 

élimination biliaire est forte, environ 50% d’une dose administrée par voie intraveineuse étant 

retrouvée dans les selles (144). La proportion de ceftriaxone éliminée dans les urines a été estimée 
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entre 40% et 65% (144). L’élimination est faite sous forme active dans les selles et les urines. Une étude 

a montré que l’excrétion biliaire de la ceftriaxone présente une forte variabilité interindividuelle (145). 

La forte élimination biliaire de la ceftriaxone est considérée comme expliquant son effet observé sur 

la flore digestive. En effet, des données quantitatives expérimentales ont été obtenues chez la souris 

avec différentes céphalosporines de 3ème génération ayant un taux variable d’élimination biliaire. Les 

résultats suggèrent que l’impact sur la flore intestinale est d’autant plus faible que la fraction excrétée 

est faible (131). Chez l’homme, dans une étude portant sur 6 volontaires chez lesquels la concentration 

de ceftriaxone était mesurée dans le duodénum, la réduction des comptes d’Escherichia coli et de 

Bacteroides spp. observée dans les selles, de même que l’augmentation des comptes de Lactobacillus 

spp. et de Enterococcus spp. (espèces naturellement résistantes aux céphalosporines de 3ème 

génération), étaient fortement corrélée au taux d’excrétion biliaire de la ceftriaxone (145). 

A la différence de la ceftriaxone, le céfotaxime est une molécule dont la demi-vie, de l’ordre d’une 

heure, impose trois injections quotidiennes (146). Elle est métabolisée en désacétyl-céfotaxime, ayant 

une faible activité microbienne, puis en dérivés inactifs. L’élimination est principalement réalisée par 

voie urinaire (90%), et 10% de la dose administrée est éliminée par voie fécale (146, 147). Un tiers de 

la dose administrée est éliminé par le rein sous forme inchangée, 25% sous la forme de son métabolite 

principal et environ 20 % sous la forme de métabolites inactifs (146). L’effet du céfotaxime sur les 

entérobactéries est modéré, et les comptes d’entérocoques et de levures sont peu modifiés (148, 149).  

Peu d’études ont directement comparé l’impact de ces 2 molécules sur le microbiote intestinal. 

Deux études randomisées ont été conduites chez des patientes pour lesquelles une intervention 

chirurgicale gynécologique était programmée (124, 125). L’antibiothérapie, administrée à titre 

prophylactique par voie intraveineuse, consistait soit en une dose unique de 2 grammes de 

ceftriaxone, soit en une dose unique de 2 grammes de céfotaxime. Dans l’étude de Bräutigam et al. 

portant sur 30 patientes, les comptes d’Escherichia coli étaient réduits à des niveaux similaires au 5ème 

jour après traitement (125). Une augmentation des comptes d’Enterococcus faecalis était observée 

dans le groupe ceftriaxone sans modification notable des comptes dans le groupe céfotaxime, mais la 

différence n’était pas significative. Enfin, l’émergence de Candida spp. était observée dans le groupe 

ceftriaxone à des taux significativement plus élevés que dans le groupe céfotaxime. Dans l’étude de 

Michea-Hamzehpour et al. incluant 27 patientes, l’administration de céfotaxime entraînait une 

réduction modérée des comptes de bactéries aérobies à Gram négatif, sans détection de germes 

résistants au cours des 7 jours de suivi après traitement (124). L’effet de la ceftriaxone était plus 

marqué. Une réduction significative des comptes d’entérobactéries et de Pseudomonas spp. était 

observée, ainsi qu’une augmentation marquée de la flore fongique. Une augmentation de la flore 



Introduction 

Page 32 sur 215 

totale aérobie résistante aux céphalosporines de 3ème génération était également observée. Cette flore 

résistante persistait pendant toute la période de suivi.  

Deux études écologiques récentes vont dans le même sens (150, 151). Dans l’étude avant-après de 

Grohs et al., l’incidence de prélèvements cliniques mettant en évidence une infection à une souche 

d’entérobactérie résistante aux céphalosporines de 3ème génération dans un hôpital universitaire 

parisien était comparée avant et après l’arrêt d’utilisation de ceftriaxone dans l’hôpital (151). 

L’augmentation d’incidence d’infections cliniques à entérobactéries résistantes aux céphalosporines 

de 3ème génération par hyperproduction de céphalosporinase observée avant l’intervention était 

significativement infléchie après suppression de la ceftriaxone du centre hospitalier. Cet 

infléchissement était observé malgré une augmentation de la consommation de céfotaxime au cours 

de la période post-intervention. Dans l’étude de Gbaguidi-Haore et al., les données annuelles de 

consommation d’antibiotiques et de résistance bactérienne observées en France ont été analysées 

entre 2007 et 2009 par modélisation à effets mixtes (150). A la différence de la consommation de 

céfotaxime, la consommation de ceftriaxone était corrélée au taux d’incidence d’infections à 

Escherichia coli résistant aux céphalosporines de 3ème génération. Les consommations de ceftriaxone 

et céfotaxime étaient toutes deux corrélées à l’incidence d’infections à Enterobacter cloacae résistant 

aux céphalosporines de 3ème génération. 

 

En conclusion, ces données laissent entrevoir un impact plus important de la ceftriaxone sur le 

microbiote intestinal. Cependant, aucune de ces études n’a comparé de façon prospective les 2 

molécules selon un régime d’administration standard en pratique clinique, limitant ainsi la validité de 

leurs conclusions. De fait, la ceftriaxone est largement plus utilisée que le céfotaxime. Les données non 

publiées de la Commission des Anti-infectieux de l’Assistance Publique – Hôpitaux de Paris pour 2013 

montraient une utilisation de ceftriaxone deux fois plus importante que celle de céfotaxime, en 

considérant le nombre de doses journalières recommandées. Cette différence est probablement liée 

à la meilleure maniabilité de la ceftriaxone. 

4. Modélisation des relations dose – concentration – effet 

4.1. Modèles mathématiques 

La modélisation mathématique et statistique est de plus en plus utilisée en pharmacologie pour 

étudier les relations dose – concentration – effet des médicaments. Les modèles pharmacocinétiques 

décrivent la relation entre la dose de produit administrée et sa concentration dans l’organisme, et les 

modèles pharmacodynamiques décrivent la relation entre la concentration et son effet sur 



Introduction 

Page 33 sur 215 

l’organisme. Ces modèles permettent de décomposer les différentes sources de variabilité de la 

relation dose – concentration – effet. 

4.1.1. Modèles pharmacocinétiques 

La pharmacocinétique d’un médicament dépend d’un certain nombre d’étapes physiologiques 

concomitantes, habituellement décrites par le processus ADME (Absorption, Distribution, 

Métabolisme et Elimination) (152). 

L’absorption se réfère le plus souvent à l’absorption systémique, c’est-à-dire aux étapes qui 

conduisent le médicament dans la circulation générale à partir de son site d’administration. Cette 

étape comprend le processus d’absorption proprement dite (absorption intestinale, passage de la 

barrière cutanée en cas d’administration transcutanée, etc.) et les éventuels effets de premier passage, 

tel que le premier passage hépatique pour les médicaments administrés par voie orale. L’étape 

d’absorption est généralement résumée par l’estimation de la biodisponibilité, fraction de la dose 

administrée atteignant effectivement la circulation générale. Dans le cas particulier d’une 

administration intraveineuse, la biodisponibilité est de 100%. 

La distribution correspond à la répartition du médicament administré dans l’organisme, à partir de 

la circulation générale. Compte tenu de ses propriétés physico-chimiques, le médicament peut exister 

sous différentes formes dans le plasma et les tissus. On distingue habituellement la fraction libre et la 

fraction liée aux protéines (plasmatiques ou tissulaires). Seule la fraction libre du médicament se 

répartit dans les tissus, et ce de façon réversible. Elle peut s’y lier à des protéines tissulaires. L’étape 

de distribution est représentée par le volume de distribution, volume théorique dans lequel diffuserait 

l’ensemble du médicament administré pour atteindre la concentration observée dans le plasma. 

Le processus d’élimination du médicament comprend les deux dernières étapes de la 

pharmacocinétique, le métabolisme et l’excrétion. Il s’agit des différents mécanismes mis en œuvre 

pour permettre au médicament de quitter l’organisme. L’étape de métabolisme est celle de la 

modification des structures chimiques des composés administrés, elle a lieu essentiellement au niveau 

du foie mais certaines réactions peuvent se dérouler dans d’autres organes. L’étape d’excrétion 

correspond à l’élimination du médicament administré sous forme inchangée ou de ses métabolites 

hors de l’organisme. L’excrétion peut se dérouler dans les urines, dans la bile, etc. 

La quantification de l’élimination est faite à l’aide de la notion de clairance, définie comme un débit. 

Elle peut être interprétée comme le volume de fluide entièrement épuré de médicament par unité de 

temps. Elle se calcule par le rapport entre la vitesse d’élimination du médicament et la concentration 

du médicament au site d’élimination. Elle peut être définie pour l’ensemble de l’organisme (on parle 

de clairance totale), ou au niveau d’un organe en particulier. Les clairances des différents organes sont 

généralement additives, leur somme constituant la clairance totale. 
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L’approche compartimentale consiste à représenter explicitement l’organisme sous forme de 

plusieurs compartiments à l’intérieur desquels la molécule est supposée suivre une cinétique 

homogène, sans que ceux-ci aient systématiquement une réelle correspondance physiologique (152). 

Cela se traduit par un modèle mathématique défini par un système d’équations différentielles 

ordinaires décrivant l’évolution, observée ou non, des concentrations de médicament dans chacun de 

ces compartiments. En fonction de la complexité du modèle, le système peut avoir ou non une solution 

analytique. Le passage de la molécule d’un compartiment à l’autre peut être décrit par des processus 

d’ordre 0, dans lequel la quantité transférée est constante au cours du temps, d’ordre 1, dans lequel 

la quantité transférée est proportionnelle à celle présente à l’intérieur du compartiment à l’instant t, 

ou par des processus non linéaires prenant en compte une saturation.  

Les paramètres pharmacocinétiques de la molécule peuvent ensuite être dérivés des paramètres 

physiologiques du modèle décrivant le processus ADME, ou calculés numériquement à partir des 

prédictions du modèle. 

Par exemple, un modèle à 2 compartiments avec une élimination d’ordre 1, représenté Figure 5, aura 

pour équation : 

𝑑𝐴𝑐

𝑑𝑡
= 𝐸(𝑡) + 𝑘21 × 𝐴𝑝 − (𝑘 + 𝑘12) × 𝐴𝑐 

𝑑𝐴𝑝

𝑑𝑡
= 𝑘12 × 𝐴𝑐 − 𝑘21 × 𝐴𝑝 

𝐶𝑐 =
𝐴𝑐

𝑉
 

en notant 𝐴𝑐 la quantité de molécule dans le compartiment central; 𝐴𝑝 la quantité de molécule dans 

le compartiment périphérique; 𝐸(𝑡) la fonction d’entrée de la molécule dans le compartiment central ; 

𝑘 la constante d’élimination ; 𝑘12 and 𝑘21 les constantes de transfert; 𝐶𝑐 la concentration de la 

molécule dans le compartiment central et 𝑉 le volume de distribution de la molécule à l’équilibre. Au 

temps 𝑡 = 0, la quantité de médicament dans le compartiment périphérique est nulle, de telle sorte 

que l’on peut écrire : 𝐴𝑝(0) = 0.   
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Figure 5. Représentation schématique d’un modèle à 

deux compartiments avec une élimination linéaire 

  

La quantité de médicament arrivant dans le compartiment central dépend du mode 

d’administration. Par exemple, lors d’une administration intraveineuse directe (sous la forme d’un 

bolus), on considère habituellement que l’ensemble de la dose est administrée et se répartit dans le 

compartiment central instantanément, de telle sorte qu’au temps 𝑡 = 0, 𝐴𝑐(0) = 𝐷𝑜𝑠𝑒. 

 Lorsque l’administration du médicament se fait par voie orale, on suppose que l’absorption se 

produit à partir d’un compartiment spécifique, le compartiment d’absorption, à partir duquel la 

fraction biodisponible 𝐹 × 𝐷𝑜𝑠𝑒 du médicament est absorbée vers le compartiment central, avec – 

dans le cas d’une absorption d’ordre 1 – une vitesse 𝑘𝑎. La fonction d’entrée s’écrit alors : 𝐸(𝑡) = 𝐹 ×

𝐷𝑜𝑠𝑒 × 𝑘𝑎 × 𝑒−𝑘𝑎×𝑡 et 𝐴𝑐(0) = 0. 

Par ailleurs, il est fréquent qu’un certain délai soit observée entre l’administration du médicament et 

son apparition dans le compartiment central, du fait par exemple du temps de latence nécessaire à la 

vidange gastrique pour une molécule absorbée au niveau jéjunal. Ce délai peut être modélisé par 

l’ajout d’un paramètre de latence, 𝑇𝑙𝑎𝑔, ou en introduisant un ensemble de compartiments dits de 

transit (voir Figure 6), à travers lesquels passe la molécule après son administration avant d’arriver 

dans le compartiment d’absorption (153). L’utilisation d’un modèle à compartiments de transit s’est 

avérée plus adéquate pour modéliser le temps de latence entre l’administration et la détection du 

médicament dans le plasma (153). 

Figure 6. Représentation schématique d’un modèle d’absorption à compartiments de transit. 

 

Dans ce modèle, la quantité de médicament 𝑎𝑛 dans le compartiment de transit 𝑛 peut s’écrire sous 

la forme : 
𝑑𝑎𝑛

𝑑𝑡
= 𝑘𝑡𝑟 × 𝑎𝑛−1 − 𝑘𝑡𝑟 × 𝑎𝑛,  

et l’évolution de la quantité du médicament dans le compartiment d’absorption s’écrit : 



Introduction 

Page 36 sur 215 

𝑑𝐴𝑎

𝑑𝑡
= 𝐷𝑜𝑠𝑒 × 𝐹 × 𝑘𝑡𝑟 ×

(𝑘𝑡𝑟×𝑡)𝑛×𝑒−𝑘𝑡𝑟×𝑡

𝑛!
− 𝑘𝑎 × 𝐴𝑎. 

4.1.2. Modèles pharmacodynamiques 

La modélisation pharmacodynamique permet de décrire la relation existant entre les 

concentrations du médicament et les effets qui en résultent (152). Plusieurs classes de modèles ont 

été développées pour décrire cette relation. 

Modèles d’effet direct 

Les modèles dits à effet direct sont caractérisés par un lien direct entre la concentration mesurée 

et l’effet observé : l’effet observé est directement lié à la concentration mesurée au même temps. Si 

le médicament induit une augmentation de la réponse biologique, le modèle est appelé un modèle 

𝐸𝑚𝑎𝑥 et la réponse observée peut s’écrire : 𝐸 = 𝐸0 +
𝐸𝑚𝑎𝑥×𝐶𝛾

𝐸𝐶50
𝛾

+𝐶𝛾 , où 𝐸0 est la valeur initiale de l’effet 

lorsque la concentration est nulle, 𝐸𝑚𝑎𝑥 est l’effet maximal du médicament, 𝐸𝐶50 est la concentration 

du médicament correspondant à 50% de l’effet maximal et 𝛾 est le coefficient de sigmoïdicité. Parfois, 

l’effet 𝐸 est expliqué directement par la dose 𝐷 du médicament administré. Le modèle s’écrit alors en 

remplaçant la concentration 𝐶 du médicament par la dose 𝐷, et en remplaçant 𝐸𝐶50 par 𝐸𝐷50.  

Dans le cas où le médicament induit une diminution de la réponse, le modèle est un modèle 𝐼𝑚𝑎𝑥, qui 

s’écrit alors 𝐸 = 𝐸0 × (1 −
𝐼𝑚𝑎𝑥×𝐶𝛾

𝐼𝐶50
𝛾

+𝐶𝛾 ), où 𝐸0 est la valeur initiale de l’effet lorsque la concentration est 

nulle, 𝐼𝑚𝑎𝑥 est l’inhibition maximale de la réponse induite par le médicament, 𝐼𝐶50 est la concentration 

du médicament correspondant à 50% de l’effet d’inhibition maximal et 𝛾 est le coefficient de 

sigmoïdicité. 

Modèles de turnover 

Le plus souvent cependant, un décalage temporel est observé entre le profil des concentrations 

en fonction du temps et le profil de la réponse. Plusieurs modèles sont susceptibles de représenter ce 

décalage, selon qu’il est supposé être lié à un temps de latence nécessaire pour que le médicament 

atteigne sa cible (modèles à compartiment d’effet et modèles à compartiments de transit (152, 154)) 

ou qu’il est supposé lié au délai nécessaire pour que le médicament module le processus de production 

ou d’élimination de la réponse. Cette dernière classe de modèles dits de turnover considère la réponse 

biologique 𝑅 comme une quantité biologique, produite à un taux 𝑅𝑖𝑛 et éliminée selon un processus 

d’ordre 1, de constante de vitesse 𝑘𝑜𝑢𝑡 (voir (155) et Figure 7). 

Figure 7. Modèle de turnover (en l’absence de médicament) 
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En l’absence du médicament, les équations du modèle s’écrivent : 
𝑑𝑅

𝑑𝑡
= 𝑅𝑖𝑛 −  𝑘𝑜𝑢𝑡 × 𝑅. A 

l’équilibre, 𝑅0 =
𝑅𝑖𝑛

𝑘𝑜𝑢𝑡
.  

Ces modèles sont dits « indirects » car les concentrations n’agissent pas directement sur la réponse 

d’intérêt, mais sur les paramètres qui régissent son évolution au cours du temps. Le médicament peut 

induire une inhibition ou une stimulation de la production ou de l’élimination de la réponse biologique. 

Dans le cas d’une réduction de la réponse observée suite à l’administration du traitement, il est ainsi 

possible que le médicament induise soit une inhibition de la production de la réponse 𝑅𝑖𝑛: 𝑅𝑖𝑛
′ = (1 −

𝐼𝑚𝑎𝑥×𝐶

𝐼𝐶50+𝐶
) × 𝑅𝑖𝑛, soit une stimulation de son élimination 𝑘𝑜𝑢𝑡 : 𝑘𝑜𝑢𝑡

′ = (1 +
𝐸𝑚𝑎𝑥×𝐶

𝐸𝐶50+𝐶
) × 𝑘𝑜𝑢𝑡. 

4.2. Modélisation non linéaire à effets mixtes 

L’estimation des paramètres individuels par une régression non linéaire des données individuelles 

pour chaque sujet n’est pas satisfaisante. En effet, la moyenne et la variance attendues des paramètres 

dans la population sont alors estimées à partir des paramètres individuels, mais cette approche néglige 

l’erreur de l’estimation des paramètres, ce qui conduit à une surestimation de leur variabilité. Dans le 

cas de données riches, c’est-à-dire d’un nombre important de données par sujet, les résultats obtenus 

avec cette approche sont acceptables, car les erreurs d’estimation des paramètres sont alors faibles. 

Par contre, dans le cas de données éparses, la régression non linéaire individuelle peut se révéler 

impossible. La modélisation statistique à effets mixtes permet de pallier à ces problèmes, en analysant 

simultanément l’ensemble des données longitudinales des sujets et en permettant l’estimation des 

caractéristiques de la population, c’est-à-dire de la moyenne dans la population et de la variabilité 

interindividuelle des paramètres du modèle étudié.  

4.2.1. Modèle statistique 

La structure générale des modèles non linéaires à effets mixtes est la suivante : 

𝑦𝑖𝑗 = 𝑓(𝜃𝑖, 𝑡𝑖𝑗) + 𝑔(𝜃𝑖, 𝑡𝑖𝑗) × 𝜀𝑖𝑗  

où 𝑦𝑖𝑗  est l’observation pour le sujet 𝑖 au temps 𝑡𝑖𝑗, 𝑓 est le modèle structural non linéaire, qui permet 

de décrire l’évolution de la réponse 𝑦 au cours du temps, 𝜃𝑖 est le vecteur des paramètres individuels, 

𝜀𝑖𝑗  est l’erreur résiduelle, et 𝑔 est le modèle de l’erreur résiduelle. 

Les erreurs résiduelles 𝜀𝑖𝑗  sont supposées indépendantes et suivre une distribution normale, de 

moyenne nulle et de variance 1. La fonction 𝑔 peut être écrite : 𝑔(𝜃𝑖, 𝑡𝑖𝑗) =  𝜎𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟 + 𝜎𝑠𝑙𝑜𝑝𝑒 ×

𝑓(𝜃𝑖, 𝑡𝑖𝑗), où 𝜎𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟 est le paramètre pour la composante additive de l’erreur résiduelle et 𝜎𝑠𝑙𝑜𝑝𝑒 est le 

paramètre pour la composante proportionnelle. Des modèles d’erreur résiduelle constante (𝜎𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟 ≠ 
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0, 𝜎𝑠𝑙𝑜𝑝𝑒 = 0), proportionnelle (𝜎𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟 = 0, 𝜎𝑠𝑙𝑜𝑝𝑒 ≠ 0) ou combinée (𝜎𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟 ≠ 0, 𝜎𝑠𝑙𝑜𝑝𝑒 ≠ 0) sont 

habituellement utilisés en pharmacométrie. 

Dans ces modèles, la fonction 𝑓 est supposée commune à tous les individus, mais le vecteur des 

paramètres 𝜃𝑖 pour le sujet 𝑖 varie d’un individu à l’autre. Chaque paramètre individuel 𝜃𝑖 peut être 

décomposé en une partie fixe 𝜇, qui représente la valeur moyenne ou typique du paramètre dans la 

population, et en une partie aléatoire 𝜂𝑖 ∼  𝒩(0, Ω), où Ω est la matrice de variance-covariance, 

spécifique de chaque sujet et qui permet de quantifier l’écart du sujet par rapport au comportement 

moyen de la population. Le vecteur des paramètres individuels s’écrit alors comme: 𝜃𝑖 = µ + 𝜂𝑖 si 𝜃𝑖 

est supposé suivre une loi normale, ou comme : 𝜃𝑖 = µ × 𝑒𝜂𝑖, dans le cas plus fréquent où 𝜃𝑖 est 

supposé suivre une loi log-normale. Cette hypothèse permet en effet d’assurer que les paramètres 

demeurent positifs. 

Les paramètres individuels peuvent ensuite être estimés à l’aide d’une méthode bayésienne. La 

distribution des paramètres de population est utilisée comme distribution a priori, et les 

concentrations observées pour chacun des patients sont utilisées afin d’estimer la distribution a 

posteriori des paramètres chez le patient considéré. Les paramètres individuels sont souvent estimés 

comme le mode a posteriori de la distribution. L’établissement des profils cinétiques individuels 

consiste ensuite en l’application du modèle structurel choisi aux patients à l’aide de leurs paramètres 

individuels ainsi estimés. 

4.2.2. Méthodes d’estimation des paramètres 

Il existe deux approches pour l’estimation des paramètres dans les modèles non linéaires à effets 

mixtes, la méthode dite du maximum de vraisemblance et l’approche bayésienne. La plupart des 

méthodes utilisées reposent sur l’estimation par maximum de vraisemblance (156). Cependant, la 

difficulté réside dans la non-linéarité du modèle structural 𝑓 en ses paramètres, et la vraisemblance 

des observations n’admet pas de solution analytique. 

Une première approche pour la calculer a été proposée au début des années 1970 par Lewis 

Sheiner, et a consisté à linéariser le modèle (157). Cela permet en effet de se ramener à un modèle 

linéaire mixte, dont la vraisemblance a une forme explicite. Plusieurs méthodes ont ainsi été 

développées. Les premiers algorithmes reposaient sur une linéarisation du modèle au premier ordre, 

soit autour de l’espérance des effets aléatoires, c’est-à-dire autour de 0, pour la méthode dite First 

Order (157), soit autour des estimations individuelles des effets aléatoires, pour la méthode dite First 

Order Conditional Estimation (158). Avec ces méthodes de linéarisation, les paramètres du modèle 

sont ensuite estimés par maximisation de la vraisemblance en utilisant un algorithme itératif, tels que 

l’algorithme de Newton-Raphson, qui converge vers l’estimation finale des paramètres du modèle. 
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La limite majeure de ces méthodes réside dans leur principe même, c’est-à-dire qu’elles sont basées 

sur une vraisemblance approchée, dont la convergence vers l’estimateur du maximum de 

vraisemblance n’a pas été démontrée. Ainsi, certains auteurs ont rapporté que ces algorithmes 

pouvaient produire des estimateurs biaisés et peu précis (159, 160). 

D’autres algorithmes ont été proposés pour pallier à ces limites. Ils reposent sur un calcul dit exact 

de la vraisemblance, dans la mesure où ils ne font pas appel à une vraisemblance approchée, mais 

reposent sur une approximation qui peut être rendue aussi bonne que voulu, au prix d’un temps de 

calcul augmenté. Ces méthodes ont été rendues possibles grâce à l’amélioration de la puissance des 

ordinateurs.  

Les premières méthodes d’estimations reposent sur l’intégration numérique pour le calcul de la 

vraisemblance. Une méthode basée sur une approximation de Laplace initialement proposée (161) a 

ensuite été étendue pour le développement de la quadrature de Gauss, basée sur un développement 

de l’approximation de Laplace à un ordre plus élevé. Ces méthodes présentent cependant 

l’inconvénient d’un temps de convergence long, et une méthode de quadrature de Gauss adaptative 

a été proposée par Pinheiro et Bates, permettant – outre un temps de calcul plus faible – une 

estimation plus précise et moins biaisée des paramètres du modèle (162). 

D’autres méthodes, basées sur une intégration stochastique, font appel à la méthode de Monte Carlo. 

L’algorithme Stochastic Approximation Expectation Maximisation (SAEM), développé par Kuhn et 

Lavielle, s’appuie sur cette méthode (163). Il s’agit d’une version stochastique de l’algorithme EM dans 

laquelle les paramètres individuels sont considérés comme des valeurs manquantes. L’étape 

d’estimation se décompose en une simulation de paramètres individuels avec une méthode de Monte 

Carlo par chaînes de Markov, suivie du calcul de statistiques suffisantes de la vraisemblance des 

données complètes. La maximisation de ces statistiques suffisantes permet d’obtenir de nouvelles 

valeurs des paramètres, réutilisées à la première étape de l’itération suivante jusqu’à convergence de 

l’algorithme. 

L’algorithme SAEM est implémenté dans le logiciel MONOLIX (http://www.lixoft.eu). L’algorithme 

SAEM est également implémenté dans le logiciel NONMEM depuis la version 7, dans S-ADAPT depuis 

la version 1.56 et dans le package R saemix (www.saemix.biostat.fr) depuis juillet 2011 (164). 

Au cours de cette thèse, nous utiliserons l’algorithme SAEM implémenté dans MONOLIX pour analyser 

des données expérimentales par modélisation non linéaire à effets mixtes. 

4.2.3. Evaluation du modèle 

De nombreuses hypothèses sont faites lors du développement d’un modèle, qu’il s’agisse du choix 

du modèle mathématique structural, du modèle de variabilité ou du modèle de l’erreur résiduelle. Ces 

hypothèses doivent être évaluées et validées. Différents critères numériques et graphiques sont 
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utilisés pour l’évaluation (165). Nous présenterons ici les critères liés à la précision d’estimation des 

paramètres, et évoquerons les principales évaluations graphiques. 

L’erreur standard (SE, Standard Error) associée à l’estimation de chaque paramètre du modèle 

quantifie la précision de cette estimation. Le résultat mesurant la précision d’estimation généralement 

reporté est l’erreur standard relative (RSE, Relative Standard Error), calculée comme le ratio de la SE 

sur l’estimation du paramètre associé. Cette métrique est exprimée en pourcentage. Une faible 

précision d’estimation, qui se traduit par une SE élevée, est due à un manque d’information, c’est-à-

dire à un manque de données, pour l’estimation du paramètre. Cela peut être le signe que le modèle 

est sur-paramétré, mais également que le protocole de prélèvement de l’étude n’a pas été 

suffisamment bien conçu pour permettre l’estimation de ce paramètre. C’est pourquoi la précision 

d’estimation doit être évaluée au regard des données disponibles. 

L’évaluation graphique des modèles comprend des évaluations basées sur les prédictions et 

d’autres basées sur les résidus du modèle. 

Les diagnostics graphiques les plus simples sont basés sur la comparaison des observations aux 

prédictions du modèle. Il peut s’agit de l’ajustement pour chaque individu, qui permet de vérifier que 

le modèle décrit correctement les données observées en comparant pour chaque individu les 

observations aux profils prédits par le modèle, ou des graphiques des prédictions de population ou 

individuelles en fonction des observations, qui permettent d’évaluer la qualité du modèle structural et 

les hypothèses faites sur les modèles de variabilité et d’erreur résiduelle. De la même manière, le 

graphique des résidus pondérés en fonction du temps ou des prédictions individuelles permettent de 

détecter des anomalies de modèle structural ou de modèle d’erreur résiduelle. 

D’autres diagnostics graphiques, plus complexes, sont basés sur des simulations faites à partir du 

modèle ajusté aux données. L’idée est de considérer graphiquement la correspondance entre les 

observations à partir desquelles le modèle a été ajusté et les données simulées sous le modèle obtenu. 

Si le modèle décrit correctement ces données, alors les données simulées doivent être similaires aux 

observations. Le graphique le plus couramment utilisé est le Visual Predictive Check (VPC), qui 

superpose la distribution des observations (habituellement, le 10ème percentile, la médiane et le 90ème 

percentile) à celle de données simulées, ou à l’intervalle de confiance à 95% des percentiles des 

données simulées. D’autres métriques sont également utilisées, telles que les NPDE (Normalized 

Prediction Distribution Errors) (166).  
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4.1. Modèles mathématiques de cinétique bactérienne 

Les modèles de cinétique bactérienne sont en général composés de modèles décrivant (i) la 

croissance bactérienne, (ii) la pharmacocinétique de l’antibiotique et (iii) la relation entre la dose (ou 

la concentration) de l’antibiotique et son effet.  

Le modèle de croissance bactérienne le plus simple ne comporte qu’un seul compartiment 

bactérien, noté B, et des constantes de croissance (𝑘𝑔𝑟𝑜𝑤𝑡ℎ) et de mort (𝑘𝑑𝑒𝑎𝑡ℎ) bactériennes du 

premier ordre (voir Figure 8) (167) : 

𝑑𝐵

𝑑𝑡
= 𝑘𝑔𝑟𝑜𝑤𝑡ℎ × 𝐵 −  𝑘𝑑𝑒𝑎𝑡ℎ × 𝐵 

Figure 8. Exemple schématique d’un modèle 
de cinétique bactérienne avec une réplication 
saturable dans lequel l’élimination des 
bactéries est due à l’élimination naturelle 

 

 

En général cependant, le nombre de bactéries ne croît pas de manière exponentielle, et la 

croissance bactérienne observée est un phénomène saturable, dans lequel le nombre maximal de 

bactéries supporté par le système s’écrit 𝐵𝑚𝑎𝑥. Cette croissance saturable peut être modélisée à l’aide 

d’une fonction logistique 1 −
𝐵

𝐵𝑚𝑎𝑥
, qui limite la croissance bactérienne (168-170). Le modèle s’écrit 

alors : 

𝑑𝐵

𝑑𝑡
= 𝑘𝑔𝑟𝑜𝑤𝑡ℎ × (1 −

𝐵

𝐵𝑚𝑎𝑥
) × 𝐵 −  𝑘𝑑𝑒𝑎𝑡ℎ × 𝐵 

Une autre méthode permettant de rendre compte d’une croissance saturable consiste à modifier 

l’expression de la vitesse de croissance bactérienne 𝑘𝑔𝑟𝑜𝑤𝑡ℎ en fonction d’une vitesse maximale de 

croissance, notée 𝑉𝑚𝑎𝑥, et du nombre de bactéries 𝐵50 correspondant au nombre de bactéries 

présentes à 50% de la vitesse de croissance maximale (171, 172) : 

𝑑𝐵

𝑑𝑡
=

𝑉𝑚𝑎𝑥

𝐵 + 𝐵50
× 𝐵 − 𝑘𝑑𝑒𝑎𝑡ℎ × 𝐵 

Ces deux méthodes se sont révélés comparables pour la modélisation d’une croissance 

bactérienne saturable (172). 
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L’effet antibactérien de l’antibiotique est la réduction du nombre total de bactéries. Cet effet peut 

être modélisé par une diminution de la vitesse de croissance bactérienne – l’antibiotique étant alors 

caractérisé comme ayant une activité bactériostatique – ou par l’augmentation de la vitesse de mort 

bactérienne – l’antibiotique étant alors qualifié de bactéricide. Ces effets sur les constantes de 

croissance et de mort bactérienne sont modélisés de la même façon que pour les modèles de turnover, 

à l’aide d’un modèle 𝐼𝑚𝑎𝑥 (169, 170) ou d’un modèle 𝐸𝑚𝑎𝑥 (167, 168, 171, 172). 

En supposant que la population des bactéries est composée de sous-populations de bactéries 

sensibles (S) et résistantes (R), l’évolution de celles-ci au cours du temps peut être modélisée par un 

système de deux équations différentielles décrivant dS/dt et dR/dt respectivement. Cependant, peu 

d’études disposent des données adaptées à une analyse complète de toutes ces mesures, et peu 

d’applications sont publiées (8, 169, 170, 172, 173). 

 

Les travaux publiés ne se sont penchés de manière quasi-exclusive que sur l’effet d’un antibiotique 

sur une seule population bactérienne, présente au sein d’un site infecté. Peu d’études se sont 

intéressées à la modélisation de la relation dose – effet des antibiotiques sur les microbiotes. 

Récemment, cette méthode a été appliquée pour l’analyse dynamique du lien entre les concentrations 

de ciprofloxacine et la cinétique d’entérobactéries sensibles et résistantes aux quinolones dans les 

selles (8). L’initiation du traitement conduisait à une élimination rapide des entérobactéries sensibles 

et à l’augmentation des comptes de bactéries résistantes, qui persistaient à des niveaux élevés jusqu’à 

3 semaines après l’arrêt du traitement. Cette observation a été expliquée par la très faible sensibilité 

des bactéries résistantes à l’antibiotique, qui avaient une vitesse de croissance importante. En 

conséquence, les auteurs ont prédit que de très faibles concentrations d’antibiotiques dans les selles 

(jusqu’à 10 fois plus faibles que les concentrations atteintes avec des doses administrée en pratique 

clinique) sont suffisante pour perturber profondément le microbiote, et favoriser l’augmentation 

rapide de la résistance. Cependant, cette étude – réalisée chez l’animal – n’a étudié que l’évolution 

des comptes d’entérobactéries, qui ne constituent qu’une faible proportion des bactéries constitutives 

du microbiote intestinal.  

A notre connaissance, aucune étude n’a analysé la dynamique du microbiote intestinal après une 

perturbation antibiotique en utilisant les méthodes de séquençage à haut débit. Les modèles de 

cinétique bactérienne décrits plus haut ne sont pas adaptés aux données obtenues à l’aide de ces 

techniques, qui ne fournissent que la composition d’un échantillon en termes d’abondance relative et 

ne peuvent apporter la quantification absolue des différents taxons bactériens.  
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Concernant l’analyse de la diversité au sein du microbiote, la plupart des études quantitatives se 

sont focalisées sur la comparaison d’échantillons à l’aide d’analyses factorielles des indices de diversité 

bactérienne (174), ou à l’aide de comparaisons statistiques de 2 échantillons (175). Différentes 

méthodes d’analyse ont été développées pour la comparaison de l’abondance des OTUs dans deux 

échantillons, mais elles se sont jusque-là restreintes à l’analyse d’échantillons indépendants, et aux cas 

où un seul prélèvement fécal était disponible pour chaque sujet. Elles ne peuvent être appliquées aux 

cas où plusieurs échantillons sont disponibles pour le même individu, car ne prennent pas en compte 

la corrélation intra-individuelle des données. La modélisation non linéaire à effets mixtes permet, 

comme nous l’avons vu, de contourner cette difficulté. 
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Objectifs de cette thèse 

 L’objectif global de cette thèse est de mieux caractériser l’impact des antibiotiques sur le 

microbiote intestinal.  

Dans un premier temps, nous avons cherché à quantifier la relation entre les concentrations 

fécales d’antibiotique, la perte de diversité bactérienne au sein du microbiote intestinal et ses 

conséquences cliniques. Ce travail s’est appuyé sur les résultats de plusieurs études conduites dans un 

modèle animal de colite à Clostridium difficile induite soit par une fluoroquinolone, la moxifloxacine, 

soit par un lincosamide, la clindamycine. Nous avons d’abord analysé le lien entre la concentration 

fécale de moxifloxacine libre et la probabilité de décès de l’animal, puis avons étudié l’effet de la 

moxifloxacine et de la clindamycine sur la diversité bactérienne au sein du microbiote intestinal. Nous 

avons enfin évalué les capacités de plusieurs indices de diversité bactérienne à prédire le décès des 

animaux. Ce travail est présenté dans le chapitre 2. 

Dans un second temps, nous avons exploité les données de deux essais cliniques randomisés 

conduits chez des volontaires sains afin d’étudier l’impact de la moxifloxacine et de deux 

céphalosporines de 3ème génération, la ceftriaxone et le céfotaxime, sur le microbiote intestinal. Ces 

antibiotiques ont été administrés selon des schémas posologiques mimant ceux utilisés en pratique 

clinique. Ces travaux sont présentés dans le chapitre 3.  

Concernant le travail sur l’effet de la moxifloxacine, nous avons évalué la capacité de modèles de 

turnover à décrire l’effet de l’administration de moxifloxacine à des volontaires sains sur la diversité 

au sein du microbiote intestinal, et son évolution au cours du temps. Deux indices de diversité ont été 

étudiés, à partir des résultats obtenus dans les travaux menés chez l’animal présentés dans la première 

partie de cette thèse.  

Pour l’étude des deux céphalosporines de 3ème génération, nous avons analysé le rôle de la voie 

d’élimination des antibiotiques sur la perturbation du microbiote intestinal. Nous avons tout d’abord 

comparé l’impact des deux antibiotiques sur l’émergence de la résistance au sein du microbiote 

intestinal mesurée par la culture bactérienne, et sur la colonisation du tube digestif par des bactéries 

non commensales. Ensuite, nous avons comparé l’effet de ces deux antibiotiques sur la diversité 

bactérienne au sein du microbiote intestinal, en utilisant les deux indices de diversité dont l’évolution 

a été modélisée précédemment. 

Enfin, nous discutons de l’ensemble de ces travaux et des perspectives de cette thèse dans le 

chapitre 4. 
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Chapitre 2. Concentrations fécales d’antibiotique, diversité 

bactérienne et mortalité : analyses dans un modèle animal 

Nous avons vu en introduction que les antibiotiques sont la principale cause de colite à Clostridium 

difficile. La physiopathologie de l’infection est liée à l’effet perturbateur que les antibiotiques exercent 

sur le microbiote intestinal. Afin d’étudier le lien entre le niveau d’exposition fécale aux antibiotiques, 

son impact sur la diversité bactérienne au sein du microbiote et ses conséquences cliniques, nous 

avons utilisé un modèle animal de colite à Clostridium difficile induite par les antibiotiques dans les 

deux premiers travaux de cette thèse. 

Dans ce modèle, les animaux sont traités par un antibiotique, une fois par jour pendant 5 jours, 

administré par voie sous cutanée. Ils sont exposés au 3ème jour de traitement à des spores d’une souche 

de Clostridium difficile productrice de toxines. La dose d’antibiotique administrée est choisie de telle 

sorte que la mortalité des animaux est de 100% au bout de 16 jours après le début du traitement 

antibiotique. Tous les animaux ont été traités par la même dose d’antibiotique. La réduction des 

concentrations fécales d’antibiotique a été obtenue en administrant des doses variables d’un 

adsorbant non spécifique à base de charbon actif, DAV131A, (0 à 1800 mg/kg/j), pendant 8 jours. Ce 

produit est actuellement en cours de développement clinique – sous la forme de DAV132 – par la 

société de biotechnologie Da Volterra (Paris, France). Les schémas d’administration de DAV131A 

étaient spécifiques à chaque travail. 

Des échantillons de selles ont été collectés pour chaque animal juste avant le début du traitement 

et au 3ème jour de traitement, pour détermination des concentrations fécales d’antibiotique libre par 

méthode microbiologique et des comptes de Clostridium difficile. Dans le deuxième travail, nous avons 

également analysé les échantillons de selles recueillis par métagénomique ciblée du gène de l’ARN 

ribosomique 16S, afin de mesurer la diversité bactérienne dans le microbiote intestinal. 

Dans le premier travail chez l’animal, nous nous sommes intéressés à l’effet d’une fluoroquinolone, 

la moxifloxacine, sur la mortalité animale, et dans le deuxième travail, nous nous sommes intéressés à 

l’effet de la moxifloxacine et à celui de la clindamycine, un antibiotique de la classe des lincosamides. 

Ces deux classes d’antibiotiques étudiées sont parmi les plus pourvoyeuses de l’infection à Clostridium 

difficile chez l’homme. La moxifloxacine a été administrée à la dose de 30 mg/kg, et la clindamycine à 

la dose de 5 mg/kg. 
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1. Réduction des concentrations fécales d’antibiotique et protection contre la 

mortalité 

1.1. Résumé 

Dans ce premier travail, l’objectif était d’étudier le lien entre les concentrations fécales de 

moxifloxacine libre et la mortalité animale, et d’évaluer l’effet du schéma d’administration du 

DAV131A. 

Au total, 215 animaux ont été répartis dans plusieurs groupes, qui différaient selon le schéma 

d’administration du DAV131A : selon l’administration d’une dose supplémentaire de DAV131A aux 

animaux 10 heures avant le début du traitement par moxifloxacine, l’horaire de la première 

administration de l’adsorbant par rapport à la 1ère administration d’antibiotique (quelques heures 

avant, en même temps ou quelques heures après), la dose totale quotidienne d’adsorbant administré 

(entre 0 et 1800 mg/kg/j) et le nombre d’administrations quotidiennes (2 ou 3). Un groupe contrôle 

traité par moxifloxacine mais non inoculé par Clostridium difficile a également été constitué. 

Nous avons comparé le taux de mortalité animale en fonction de la dose totale de DAV131A 

administrée, et observé une relation significative entre l’augmentation de la dose de DAV131A 

administrée et la réduction de la mortalité animale (p<10-15). Les concentrations fécales de 

moxifloxacine étaient négativement corrélées à la dose totale de DAV131A (coefficient de corrélation 

de Spearman r=-0.9, p<10-15), et étaient significativement plus élevées chez les hamsters dont l’issue 

de l’infection était fatale que chez les hamsters survivants (médiane [min ; max], 46.0 µg/g [12.3 ; 

463.4] vs. 6.8 µg/g [0.3 ; 42.9], p<10-15). 

Afin d’explorer la relation observée entre le régime d’administration du DAV131A, les 

concentrations de moxifloxacine libre dans les selles et le statut vital, et d’analyser le rôle des 

caractéristiques du schéma posologique du DAV131A dans la survenue du décès, nous avons analysé 

les données par modélisation. Le lien entre la dose totale de DAV131A administrée et la concentration 

fécale de moxifloxacine libre a été modélisé à l’aide d’un modèle d’inhibition totale, en supposant que 

l’effet maximal du DAV131A était de réduire à 0 les concentrations de moxifloxacine libre. L’impact 

des différents schémas posologiques d’administration du DAV131A a été étudié en testant une 

covariable sur le paramètre D50, dose de DAV131A nécessaire pour réduire de 50% la concentration de 

moxifloxacine libre. Le lien entre la concentration de moxifloxacine libre dans les selles prédite par le 

modèle et la probabilité de décès de l’animal a été modélisé à l’aide d’une régression logistique. Les 

paramètres du modèle ont été estimés avec le logiciel R par la méthode du maximum de 

vraisemblance. Nous avons ensuite réalisé des simulations afin de déterminer la réduction de la 
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concentration de moxifloxacine libre et la dose de DAV131A nécessaires pour réduire la mortalité à 

10%, et estimé leurs intervalles de confiance à 95% à l’aide de la delta méthode. 

L’utilisation d’un modèle d’inhibition totale décrivait correctement les données observées. La 

concentration de moxifloxacine libre obtenue en l’absence de traitement par DAV131A était de 58 

µg/g (IC95%, 50 ; 66), et la D50 était de 405 mg/kg/j (IC95%, 318 ; 393). L’administration d’une dose de 

DAV131A 10 heures avant la première administration de moxifloxacine permettait de réduire la D50 

d’environ 40% (IC95%, 30%-50%). La réduction de la concentration de moxifloxacine libre à 15 µg/g 

(IC95%, 11 ; 18) permettait de réduire la mortalité animale à 5%, ce qui était obtenu en administrant 

une dose de DAV131A de 818 mg/kg/j (IC95%, 647 ; 989). 

Les résultats de ce travail ont permis de montrer l’existence d’une relation croissante entre les 

concentrations de moxifloxacine libre dans les selles et la probabilité de décès suite à une infection à 

Clostridium difficile dans un modèle animal. Nous avons également montré que l’administration d’un 

adsorbant non spécifique réduit la mortalité de l’infection à Clostridium difficile, de façon dose-

dépendante. Le schéma d’administration n’avait pas d’impact sur l’effet protecteur du produit, et 

l’administration d’une dose supplémentaire permettait l’obtention d’un surcroît d’efficacité. Ce 

résultat peut s’avérer important dans les cas où l’administration d’antibiotiques peut être 

programmée, comme c’est le cas dans le contexte de la chirurgie programmée. Ces résultats sont 

encourageants pour le développement de DAV132, pendant de DAV131A formulé pour une libération 

spécifique de l’adsorbant au niveau de l’iléon terminal et du colon chez l’homme. 

L’ensemble de ce travail a fait l’objet d’une publication en 2017 dans Antimicrobial Agents and 

Chemotherapy. 
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1.2. Article 1 
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2. Préservation de la diversité bactérienne et protection contre la mortalité 

2.1. Résumé 

Dans le premier travail, nous avons pu mettre en évidence le lien entre la réduction des 

concentrations fécales d’antibiotique et la réduction de la mortalité liée à l’infection dans un modèle 

animal d’infection à Clostridium difficile. Dans ce second travail, nous avons poursuivi l’étude du lien 

entre l’administration d’antibiotiques et la mortalité dans le modèle hamster d’infection à Clostridium 

difficile induite par les antibiotiques, en analysant l’effet de la moxifloxacine et celui de la clindamycine 

sur la diversité bactérienne au sein du microbiote intestinal. Nous avons également quantifié le lien 

entre l’intensité de la dysbiose induite par ces deux antibiotiques et la mortalité, afin de compléter le 

travail présenté dans le chapitre précédent. 

Pour cela, nous avons conduit deux études ayant un design très similaire, une avec chacun des 

antibiotiques étudiés. Au total, 80 animaux ont été inclus dans l’étude sur la moxifloxacine, et 70 

animaux ont été inclus dans l’étude sur la clindamycine. Dans chaque étude, un groupe contrôle de 10 

animaux non traités par antibiotique a été constitué. Plusieurs indices de diversité bactérienne ont été 

calculés : pour la diversité α (au sein d’un échantillon), nous avons déterminé le nombre de taxons 

bactériens observés, l’indice de Shannon et l’indice de Chao 1 et calculé, pour chaque animal, la 

variation de l’indice de diversité entre J0 et J3. Pour la diversité β (entre deux échantillons), nous avons 

calculé les distances UniFrac (pondérées et non pondérées) ainsi que l’indice de dissimilarité de Bray 

Curtis pour chaque animal entre les échantillons recueillis à J0 et à J3.  

De même que pour le premier travail, pour chacune des deux études nous avons mis en évidence 

une relation inverse entre la dose de DAV131A administrée et la proportion de décès (p<10-11 pour 

l’étude moxifloxacine, et p<10-10 pour l’étude clindamycine), et une différence significative entre les 

concentrations d’antibiotique libres dans les selles à J3 chez les hamsters pour lesquels l’infection était 

fatale et celles mesurées chez les hamsters survivants (p<10-3 pour l’étude moxifloxacine, et p<10-6 

pour l’étude clindamycine).  

Dans les groupes traités par antibiotique seul, la variation de l’indice de Shannon entre le début du 

traitement et 3 jours après le début du traitement était de -1.7 (-3.0 ; -1.0) dans l’étude moxifloxacine, 

et -3.9 (-4.3 ; -2.6) dans l’étude clindamycine. Dans les deux études, il existait une relation croissante 

entre la concentration d’antibiotique libre dans les selles et la perte de diversité. Cette relation était 

significative pour tous les indices de diversité analysés. L’intensité de la dysbiose était significativement 

différente entre les hamsters morts et les hamsters survivants à J16. Par exemple, la variation médiane 

(min ; max) de l’indice de Shannon entre J0 et J3 était de -1.7 (-3.0 ; -1.0) chez les hamsters morts à J16 

et de -1.0 (-1.9 ; -0.1) chez les hamsters survivants (p<10-4) dans l’étude moxifloxacine. Dans l’étude 
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clindamycine, la variation médiane (min ; max) de l’indice de Shannon entre J0 et J3 était de -2.2 (-4.3 ; 

-0.4) chez les hamsters morts à J16 et de -1.1 (-2.6 ; 0.0) chez les hamsters survivants (p<10-7). 

Afin d’analyser les capacités des différents indices de diversité à prédire la mortalité, nous avons 

calculé l’aire sous la courbe ROC (AUROC) de chaque indice. Ces AUROC étaient supérieures à 0.8 pour 

tous les indices dans les 2 études, attestant de très bonnes capacités prédictives. La variation de l’indice 

de Shannon présentait pour les 2 antibiotiques la meilleure capacité prédictive parmi les indices de 

diversité α, tandis que la distance UniFrac non pondérée présentait les meilleures capacités prédictives 

parmi les indices de diversité β. 

Nous avons ensuite poolé les résultats obtenus avec les deux antibiotiques et quantifié le lien entre 

l’intensité de la dysbiose, mesurée soit par la variation de l’indice de Shannon soit par la distance 

UniFrac, et la probabilité de décès à l’aide d’une régression logistique. L’AUROC de l’indice de Shannon 

était estimée à 0.89 (IC95%, 0.82 ; 0.95) et l’AUROC de la distance UniFrac non pondérée était estimée 

à 0.95 (IC95%, 0.90 ; 0.98). La différence entre ces deux AUROC n’était pas significative (p=0.10). Le 

modèle logistique nous a permis d’estimer qu’une petite variation de diversité, telle que la perte de 

0.7 unités de Shannon (IC95%, 0.4 ; 1.1) entre J0 et J3 ou une distance UniFrac non pondérée de 0.51 

(IC95%, 0.47 ; 0.55) entre les échantillons J0 et J3 était associée à une mortalité de 5% chez les 

animaux. 

Ce travail a permis de mettre en évidence les liens entre les concentrations d’antibiotiques dans 

les selles et la perte de diversité bactérienne, et entre l’intensité de la dysbiose et le risque de décès 

dans un modèle animal d’infection à Clostridium difficile. Nous avons observé que tous les indices de 

diversité étudiés ont de bonnes capacités prédictives de la mortalité, l’indice de Shannon et la distance 

UniFrac non pondérée semblant avoir les meilleures capacités prédictives. Nous avons également pu 

quantifier ce lien, et prédire qu’une faible perte de diversité était associée à une mortalité non 

négligeable des animaux. Par ailleurs, nous avons montré que l’administration de DAV131A, en 

réduisant les concentrations d’antibiotique libre dans les selles de manière dose dépendante, 

permettait une réduction de la dysbiose induite par deux antibiotiques de deux classes différentes, et 

une réduction de la mortalité.  

L’ensemble de ce travail a été soumis pour publication dans Antimicrobial Agents and 

Chemotherapy 

. 
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Abstract 47 

Background 48 

Antibiotic disruption of the intestinal microbiota favors colonization by Clostridium difficile. Using a 49 

charcoal-based adsorbent to decrease intestinal antibiotic concentrations, we studied the relationship 50 

between antibiotic concentrations in feces and the intensity of dysbiosis, and quantified the link 51 

between this intensity and mortality. 52 

Methods 53 

We administered either moxifloxacin (n=70) or clindamycin (n=60) to hamsters by subcutaneous 54 

injection from day 1 (D1) to D5, and challenged them with a C. difficile toxigenic strain at D3. Hamsters 55 

received various doses of a charcoal-based adsorbent, DAV131A, to modulate intestinal antibiotic 56 

concentrations. Gut dysbiosis was evaluated at D0 and D3 using diversity indices determined from 16S 57 

rRNA gene profiling. Survival was monitored until D16. We analyzed the relationship between fecal 58 

antibiotic concentrations and dysbiosis at the time of C. difficile challenge and studied their capacity 59 

to predict subsequent death of the animals. 60 

Results 61 

Increasing doses of DAV131A reduced fecal concentrations of both antibiotics, lowered dysbiosis and 62 

increased survival from 0% to 100%. Mortality was related to the level of dysbiosis (p<10-5 for the 63 

change of Shannon index in moxifloxacin-treated animals and p<10-9 in clindamycin-treated animals). 64 

The Shannon diversity index and unweighted UniFrac distance best predicted death, with areas under 65 

the ROC curve of 0.89 [95%CI, 0.82;0.95] and 0.95 [0.90;0.98], respectively. 66 

Conclusions 67 

Altogether, moxifloxacin and clindamycin disrupted the diversity of the intestinal microbiota with a 68 

dependency to the DAV131A dose; mortality after C. difficile challenge was related to the intensity of 69 

dysbiosis in a similar manner with the two antibiotics. 70 
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Background 72 

Antibiotics disrupt the structure and composition of the intestinal microbiota, and alter metabolic 73 

processes occurring in the gut with possible acute and long-term consequences [1-5]. Short-term 74 

effects include diarrhea in 5-25% of antibiotic-treated patients, and antibiotics are the main risk factor 75 

of C. difficile infection [6], which causes a wide range of symptoms from mild diarrhea to toxic 76 

megacolon with an annual mortality estimated to 29,000 deaths in the United States [7, 8]. The 77 

lincosamide antibiotic clindamycin, as well as fluoroquinolones are among the main antibiotic classes 78 

associated with C. difficile infection [9]. 79 

The burden of C. difficile infection increases [10], and C. difficile is considered by the US CDC as an 80 

urgent threat [11]. C. difficile pathophysiology is related to the perturbation of the intestinal 81 

microbiota and its metabolism, which allows C. difficile spores to germinate and colonize the gut, and 82 

cytotoxic toxins to be released. Various animal models have been developed to delineate the 83 

pathophysiology of C. difficile infection [12]; including the golden Syrian hamster model [13]. In this 84 

model, hamsters treated with antibiotics and colonized by C. difficile are highly susceptible to lethal 85 

infection, and the degree of susceptibility to develop infection varies between classes of antibiotics 86 

[14, 15].  87 

There is however no precise and quantitative analysis of the relationship between antibiotics effect on 88 

the global bacterial diversity within the intestinal microbiota and the development of severe C. difficile 89 

infection. Yet diversity is the first descriptor of the structure of a community and is believed to be a 90 

major determinant of its dynamics. The analysis of complex bacterial communities was made possible 91 

by the development of efficient sequencing technologies applied to 16S rRNA genes [16]. These genes 92 

are found in all bacterial species and contain regions which are highly conserved and others which are 93 

highly variable in sequence and can be used as molecular fingerprints. Several metrics are available for 94 

measuring diversity in bacterial communities. Alpha-diversity refers to within-sample diversity and is 95 

usually analyzed using the number (richness) and the distribution (evenness) of bacterial taxa observed 96 

within a single population, e.g., the Shannon diversity index, number of observed operational 97 
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taxonomic units (OTUs) and the Chao1 index [17, 18]. Beta-diversity, which refers to diversity between 98 

samples, measures the distance between pairs of samples, e.g., UniFrac distances based on bacterial 99 

taxonomy and Bray-Curtis dissimilarity index [19, 20].  100 

However whether the intensity of the dysbiosis, as it can be reflected by the variations of these global 101 

indices is quantitatively related to the occurrence of C. difficile infection has not be explored so far. 102 

This is important for a better understanding of the pathophysiology of C. difficile infection and to 103 

determine whether various degrees of dysbiosis are associated with various degrees of risk of C. 104 

difficile infection. Here we explored this relationship in an animal model of C. difficile infection in 105 

hamsters. We had previously showed that DAV131A, a charcoal-based adsorbent with the same 106 

principle of action than the DAV132 product which has recently proven to be highly effective to reduce 107 

fecal antibiotic concentrations and dysbiosis in human volunteers treated with moxifloxacin [21], 108 

reduced mortality through a decrease of fecal antibiotic concentrations in a hamster model of lethal 109 

moxifloxacin-induced C. difficile colitis [22]. We induced various degrees of dysbiosis by treating 110 

hamsters either with clindamycin or moxifloxacin, which have different antibacterial spectra but are 111 

both highly associated with the occurrence of C. difficile infection, and we modulated intestinal 112 

antibiotic concentrations by using various doses of DAV131A.  113 

Results 114 

In order to further analyze the pathophysiology of severe C. difficile colitis, we treated hamsters with 115 

either moxifloxacin (total number of 70 animals) or clindamycin (total of 60 animals) for 5 days in 2 116 

separate studies with similar designs (see Figure 1). Some groups received various doses of DAV131A 117 

given orally bis in die (bid) concomitantly with the antibiotic and for an additional 3 days after 118 

(corresponding to a total of 8 days). All hamsters were challenged with 104
 spores of a toxigenic C. 119 

difficile strain on the 3rd day of antibiotic treatment. We analyzed the quantitative relationship 120 

between antibiotic-induced dysbiosis at the time of the C. difficile challenge and the occurrence of 121 

subsequent death from infection. 122 
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Among antibiotic-treated animals, 10 (12.5%) died in the moxifloxacin study, and 28 (40.6%) in the 123 

clindamycin study. One hamster from one of the control groups died during the acclimation period, 124 

but none did after the beginning of antibiotic treatment. Significant differences in mortality rates were 125 

observed between groups which received various doses of DAV131A in addition to the antibiotic (p<10-126 

11 in the moxifloxacin study and p<10-10 in the clindamycin study). In both studies, all hamsters treated 127 

with antibiotic + DAV131A placebo died. In the moxifloxacin study, all hamsters receiving 200 mg/kg 128 

DAV131A bid and greater survived, whereas in the clindamycin study, there was a dose-dependent 129 

reduction of mortality from 90% at 300 mg/kg DAV131 bid to 100% survival reached at 750 mg/kg 130 

DAV131 bid and above. Full results are presented in Table 1 and Figure 2.  131 

Fecal concentration of active antibiotics, as measured by a microbiological assay, decreased as 132 

expected with increasing doses of DAV131A (p<10-9 in the moxifloxacin study and p<10-4 in the 133 

clindamycin study). These concentrations were significantly lower in hamsters which survived than in 134 

those which died during the study (p=0.00025 in the moxifloxacin study and p<10-6 in the clindamycin 135 

study, see Table 2). 136 

The structure of the bacterial intestinal microbiota was studied by 16S rRNA gene profiling using 137 

Illumina sequencing technology. Several α- (within sample) and β- (between samples) diversity metrics 138 

were computed for investigating the individual-specific change of diversity between the time of 139 

antibiotic initiation and the time of C. difficile inoculation. The loss of diversity between the beginning 140 

of antibiotic treatment and C. difficile inoculation was lower in DAV131A-treated hamsters than in 141 

those treated with antibiotic and DAV131A placebo (Table 1 and Supplementary Table 1). Indeed, loss 142 

of diversity increased with increasing concentrations of active antibiotic in feces, attesting of a direct 143 

relationship between antibiotic exposure of the microbiota and the extent of dysbiosis (Spearman r=-144 

0.25, p=0.043 for the change of Shannon index between D0 and D3 and r=0.71, p<10-10 for unweighted 145 

UniFrac distance between D0 and D3 in the moxifloxacin study, and r=-0.49, p<10-4 for the change of 146 

Shannon index between D0 and D3 and r=0.57, p<10-5 for unweighted UniFrac distance between D0 and 147 

D3 in the clindamycin study, see Supplementary Figure 1 and in Supplementary Table 2). 148 
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We also compared the changes in diversity within the intestinal microbiota between D0 and D3 149 

according to the vital status at D16. Diversity at the time of C. difficile challenge was significantly less 150 

affected in hamsters which survived (Table 2 and Figure 3). In the moxifloxacin study, the median (min; 151 

max) change of the Shannon index was -1.7 (-3.0; -1.0) in hamsters which died by D16, versus -1.0 (-1.9; 152 

-0.1) in those which survived (p<10-4). In the clindamycin study, the median (min; max) change of the 153 

Shannon index was -2.2 (-4.3; -0.4) in hamsters which died by D16, versus -1.1 (-2.6; 0.0) in those which 154 

survived (p<10-7). Interestingly, the median change of Shannon index in hamsters which died was 155 

rather similar for the 2 antibiotics, in spite of their different spectra of activity and mode of action. In 156 

order to further assess the ability of diversity indices to predict death by D16, we computed for each 157 

diversity index the area under the Receiver Operating Curve (AUROC), which can be interpreted as the 158 

probability that the index correctly ranks 2 randomly chosen animals. AUROCs were above 0.8 for all 159 

diversity indices studied (Table 2), attesting that they are highly predictive of the outcome [23]. Each 160 

index also exhibited a similar predictability of death for both antibiotics. Changes in the Shannon index 161 

at the time of challenge had the best predictability of death by D16 among α-diversity indices (AUROC 162 

0.91 [95%CI, 0.80; 0.98] for moxifloxacin and 0.88 [0.78; 0.96] for clindamycin), whereas unweighted 163 

UniFrac was the most predictive β-diversity index (AUROC 0.95 [0.90; 0.99] for moxifloxacin and 0.94 164 

[0.88; 0.99] for clindamycin). These two indices were further studied after pooling data from the two 165 

different antibiotic treatments. Overall, data from 130 antibiotic-treated animals were available, 166 

among which 38 died by D16 (29.2%). Logistic models of mortality by D16 for both diversity indices are 167 

presented in Figure 4. The AUROC of the Shannon index change was 0.89 [0.82; 0.95], and that of the 168 

unweighted UniFrac distance was 0.95 [0.90; 0.98] (see Supplementary Figure 2), thus also indicative 169 

of their high predictive value. The difference between the 2 AUROCs was not significant (p=0.10). 170 

As these two indices were highly predictive of mortality, we further studied them by determining their 171 

optimal cut-off value best discriminating between death and survival by D16 using the Youden index.  172 

The value of the Shannon index change best discriminating between death and survival at D16 was -1.7 173 

[-1.8; -1.2] (Supplementary Figure 3). The probability of observing a loss of diversity higher than -1.7 in 174 
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hamsters which would die by D16 (sensitivity) was 0.71 [0.63; 0.95] and the probability of observing a 175 

loss of diversity lower than -1.7 in hamster which survived at D16 (specificity) was 0.96 [0.76; 0.99]. The 176 

best cut-off value of the unweighted UniFrac distance was 0.61 [0.58; 0.64] (Supplementary Figure 3). 177 

Associated sensitivity and specificity were 0.87 [95%CI, 0.79; 1.00] and 0.88 [0.72; 0.97], respectively. 178 

These values of sensitivity and specificity further illustrate the high predictability of these two diversity 179 

indices for the occurrence of the death of hamsters in these experiments. 180 

Finally, in order to quantify the relationship between the loss of diversity and mortality, and to 181 

determine the maximal change of diversity required to limit the mortality rate to predefined values, 182 

we developed a logistic model of the probability of death according to the diversity observed in the 183 

intestinal microbiota. The model showed that small losses of diversity were sufficient to allow the 184 

development of severe colitis and death in a substantial number of animals. For instance, a reduction 185 

of the Shannon index between D0 and D3 by as little as 0.7 [95%CI, 0.4; 1.1] predicted to result in the 186 

death of 5% of the animals. The same mortality rate was predicted by an unweighted UniFrac distance 187 

of 0.51 [0.47; 0.55] between D0 and D3. Results for other mortality rates are presented in Table 3. 188 

Discussion 189 

Our main result was the evidence of an association between the probability of hamster death and the 190 

antibiotic-induced loss of diversity of the intestinal microbiota at the time of C. difficile inoculation. 191 

Seemingly such a quantitative relationship had never been described. In this animal model, antibiotics 192 

perturb the structure and function of the intestinal microbiota, allowing the germination and growth 193 

of C. difficile spores, and the production of cytotoxic toxins leading to death of the animals [12]. The 194 

protection provided by DAV131A through lowering the fecal concentration of active antibiotic, 195 

previously shown for moxifloxacin [22] was here extended to clindamycin, an antibiotic from a 196 

different class with a very different mode of action and spectrum of activity.  197 

Our observations showed a clear relation between the loss of intestinal microbiota diversity and the 198 

development of C. difficile associated death in this model. Both α- and β-diversity indices studied had 199 

high predictive capacities for the ability of C. difficile spores to generate a lethal infection, the change 200 
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of Shannon index between the beginning of antibiotic treatment and the time of C. difficile inoculation 201 

(for α-diversity) and the unweighted UniFrac distance (for β-diversity) appearing as the most predictive 202 

metrics. A link between the reduction of intestinal microbiota diversity after treatment with the 203 

glycylcycline antibiotic tigecycline has previously been reported in mice [24] but the precise 204 

quantitative relationship was not analyzed. In humans, the occurrence of C. difficile infection has been 205 

associated with a reduced diversity within the intestinal microbiota [25, 26]. Here, we extend these 206 

observations to hamsters treated with either of two very different antibiotics moxifloxacin and 207 

clindamycin. We showed using various metrics, that individual-specific loss of diversity within the 208 

intestinal microbiota induced by antibiotics prior to C. difficile inoculation was highly predictive of the 209 

animals’ susceptibility to C. difficile infection, thus providing further insight into C. difficile 210 

pathophysiology. Furthermore, we were able to quantify this link, with even a small loss of diversity 211 

significantly increasing the risk of mortality. Indeed, a 0.7 reduction of the Shannon diversity index was 212 

associated with a 5% risk of death.  213 

Furthermore, we observed that the loss of diversity was correlated to the concentration of active 214 

antibiotic in the fecal content. By adsorbing antibiotic residues reaching the colon after subcutaneous 215 

administration, DAV131A protected the microbiota against antibiotic-induced dysbiosis and reduced 216 

mortality in a dose dependent-manner. This approach appears to be promising as it might be extended 217 

to most classes of antibiotics, in addition to the two tested here, due to the wide adsorbing capacities 218 

of the product [21]. Transposition to humans is currently ongoing. In a phase 1 clinical trial, DAV132, 219 

the human counterpart of DAV131A, was shown to reduce by more than 99% the fecal exposure to 220 

moxifloxacin in healthy volunteers, while the plasma concentration of the antibiotic remained 221 

unaffected; in subjects co-treated by moxifloxacin and DAV132, the diversity of the microbiota was 222 

protected from moxifloxacin-induced disruption [21]. Further developments of this strategy to protect 223 

patients from the deleterious consequences of antibiotic treatments on the microbiota are currently 224 

ongoing. 225 

Material and Methods 226 
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Hamster model of antibiotic-induced C. difficile infection 227 

A previously developed hamster model of antibiotic-induced C. difficile infection was adapted to 228 

moxifloxacin (a fluoroquinolone antibiotic) and clindamycin (a lincosamide antibiotic) [27]. After an 8-229 

day acclimation period, male Golden Syrian hamsters (80-120 grams) received antibiotic by 230 

subcutaneous injection at a time designated as H0, once a day from day 1 (D1) to day 5 (D5). 231 

Administered doses were 30 mg/kg for moxifloxacin and 5 mg/kg for clindamycin. These doses were 232 

chosen as the lowest dose resulting in a 100% mortality rate in treated hamsters infected with C. 233 

difficile spores. 234 

Animals were infected orally on day 3 (D3), 4 hours after antibiotic administration (H4), with 104 spores 235 

of the non-epidemic C. difficile strain UNT103-1 (VA-11, REA J strain), TcdA+, TcdB+, cdtB−, vancomycin 236 

MIC = 2 µg/mL, moxifloxacin MIC = 16 µg/mL, clindamycin MIC > 256 µg/mL, ceftriaxone MIC = 128 237 

µg/mL, obtained from Dr. Curtis Donskey, Ohio VA Medical Centre.  238 

Vital status of the animals was evaluated daily until the end of the study at D16. Animals judged in a 239 

moribund stated were euthanized. All surviving hamsters were euthanized at D16. 240 

Ethics statement 241 

Animals were housed in conformity with NIH guidelines [28]. All procedures were conducted at the 242 

University of North Texas Health Science Center in Fort Worth (Texas, USA) in accordance with Protocol 243 

IACUC-2016-0015 approved by the local Institutional Animal Care and Use Committee. 244 

DAV131A 245 

DAV131A is an activated charcoal-based adsorbent with high adsorption capacity [29]. It was 246 

administered to hamsters by oral gavage after mixing with 0.25% w/v Natrosol® 250 247 

Hydroxyethylcellulose. Hamsters from placebo groups received Natrosol® alone. 248 

Study design 249 

Two studies with rather similar design were performed each with one antibiotic, moxifloxacin or 250 

clindamycin, in order to assess the protection provided by DAV131A against lethal antibiotic-induced 251 



Préservation de la diversité bactérienne et protection contre la mortalité 

Page 85 sur 215 

C. difficile infection. DAV31A was administered bis in die (bid) to hamsters for 8 days, at H0 and H5 on 252 

D1, then at H-4 and H1 from D2 to D8.  253 

In the moxifloxacin study, 70 animals were treated with moxifloxacin and 10 animals were left 254 

untreated. Groups of 10 or 20 antibiotic-treated animals were constituted according to the DAV131A 255 

unit dose administered: DAV131A placebo (MXF/0, n=10), 200 mg/kg (MXF/200, n=20), 300 mg/kg 256 

(MXF/300, n=20), 600 mg/kg (MXF/600, n=10) or 900 mg/kg (MXF/900, n=10). The control group was 257 

not treated by antibiotic and received DAV131A placebo. 258 

In the clindamycin study, 60 animals were treated with clindamycin and 10 were left untreated. Groups 259 

of 10 antibiotic-treated animals were constituted according to the DAV131A unit dose administered: 260 

DAV131A placebo (CLI/0, n=10), 300 mg/kg (CLI/300, n=10), 450 mg/kg (CLI/450, n=10), 600 mg/kg 261 

(CLI/600, n=10), 750 mg/kg (CLI/750, n=10) or 900 mg/kg (CLI/900, n=10). The control group was not 262 

treated by antibiotic and received DAV131A placebo. 263 

Sample collection 264 

For each animal, 2 fecal samples were collected, at D0 and D3. On D0, the fecal sample comprised 265 

pellets emitted in the 12 hours preceding the first antibiotic administration. On D3, samples were 266 

constituted by pellets emitted in the 12 hours following the third antibiotic administration; this 267 

surrounds the time at which animals were challenged by gavage with C. difficile spores (at 4h after 268 

antibiotic administration). Coprophagy of hamsters was not controlled, as this is a natural behavior in 269 

rodents. Fecal samples were stored at -80°C until further analysis. 270 

Measure of antibiotic concentrations 271 

Fecal concentrations of active antibiotic were determined on fecal samples collected at D0 and D3 by 272 

a microbiological bioassay. On the day of the assay, feces were weighted, homogenized in sterile saline, 273 

and debris were eliminated by centrifugation. Fecal active moxifloxacin concentrations were measured 274 

using B. subtilis ATCC 6633 after incubation at 37°C for 24 hours [30]. Fecal concentrations of active 275 

clindamycin were measured using M. luteus ATCC 9341 after incubation at 37°C for 24 hours [31]. Data 276 

below the limit of quantification were imputed to 0. 277 
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16S rRNA gene bacterial community profiling 278 

Microbial DNA was extracted using an extraction protocol optimized at GenoScreen, partially based on 279 

commercially available extraction kits (QIAamp DNA stool Kit, Qiagen, Germany) with the addition of 280 

chemical and mechanical lysis steps.   281 

The V3-V4 region of the 16S rRNA gene was then amplified using an optimized and standardized 282 

amplicon-library preparation protocol (Metabiote®, GenoScreen, Lille, France). Positive (Artificial 283 

Bacteria Community comprising 17 different bacteria, ABCv2) and negative (sterile water) controls 284 

were also included. Briefly, PCR reactions were performed using 5 ng of genomic DNA and in-house 285 

fusion barcoded primers (final concentrations of 0.2 μM), with an annealing temperature of 50°C for 286 

30 cycles. PCR products were purified using Agencourt AMPure XP magnetic beads (Beckman Coulter, 287 

Brea, CA, USA), quantified according to GenoScreen’s protocol, and mixed in an equimolar amount. 288 

Sequencing was performed using 250-bp paired-end sequencing chemistry on the Illumina MiSeq 289 

platform (Illumina, San Diego, CA, USA) at GenoScreen.   290 

Raw paired-end reads were then demultiplexed per sample and subjected to the following process: (1) 291 

search and removal of both forward and reverse primer using CutAdapt, with no mismatches allowed 292 

in the primers sequences; (2) quality-filtering using the PRINSEQ-lite PERL script [32], by truncating 293 

bases at the 3′ end with Phred quality score <30; (3) paired-end read assembly using FLASH [33], with 294 

a minimum overlap of 30 bases and >97% overlap identity. 295 

Taxonomic and diversity analysis were performed using the Metabiote Online v2.0 pipeline 296 

(GenoScreen, Lille, France) which is partially based on the QIIME software v1.9.1 [34]. Following the 297 

steps of pre-processing, chimera sequences were detected and eliminated (in-house method based on 298 

the use of Usearch 6.1). Then, clustering of similar sequences (97% identity threshold for an affiliation 299 

at the genus level on the V3-V4 regions of the 16S rRNA gene) was performed with Uclust v1.2.22q 300 

[35] through an open-reference OTU picking process and complete-linkage method, finally creating 301 

groups of sequences or "Operationnal Taxonomic Units" (OTUs). An OTU cleaning step corresponding 302 

to the elimination of singletons was performed. For each OTU, the most abundant sequence was 303 
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considered as the reference sequence and taxonomically compared to the Greengenes database, 304 

release 13_8 (www.greengenes.gov) by the RDP classifier method v2.2 [36].  305 

Various diversity indices were computed using QIIME [34]. α-diversity metrics included the Shannon 306 

diversity index, the number of observed OTUs and the Chao1 index. In order to study the evolution of 307 

the bacterial diversity after the beginning of antibiotic treatment, we computed for each animal the 308 

difference between the values of these indices at D3 and D0. For β-diversity metrics, we computed the 309 

unweighted and weighted UniFrac distances, as well as Bray-Curtis dissimilarity for each animal 310 

between the samples collected at D3 and D0. 311 

Statistical analysis 312 

For each study, we compared mortality rates at D16 and diversity indices across groups using 313 

nonparametric Fisher exact or Kruskall-Wallis tests, as appropriate. Fecal active antibiotic 314 

concentrations were compared according to DAV131A unit dose in antibiotic-treated hamsters using 315 

the Kruskall-Wallis test. In case of significant difference, post-hoc comparisons of each of the 316 

antibiotic-treated groups to the control group were performed using non parametric Fisher exact or 317 

Wilcoxon test with Benjamini-Hochberg’s correction for multiple testing. The correlations between 318 

active moxifloxacin or clindamycin fecal concentrations and diversity indices were studied using the 319 

Spearman rank correlation coefficient among antibiotic-treated hamsters. 320 

We then compared for each study the fecal active antibiotic concentrations or diversity indices at D3 321 

according to the vital status at D16 in antibiotic-treated hamsters, using the non-parametric Wilcoxon 322 

test. The predictability of death by D16 of the fecal active antibiotic concentration and of each studied 323 

diversity index was evaluated using the area under the Receiving Operator Curve (ROC) curve (AUROC) 324 

and its 95% confidence interval, computed using 2000 paired-bootstrap replicates. In the context of 325 

the present work, the AUROC can be interpreted as the probability that the diversity index will 326 

correctly rank 2 randomly chosen animals, 1 which would die by D16, and 1 which would survive [37]. 327 

In order to further analyze the link between microbial diversity and mortality by D16, we pooled the 328 

data of the 2 studies and performed a logistic regression of mortality by D16 according to diversity 329 
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index in all antibiotic-treated hamsters. Diversity indices studied were those with the best predictive 330 

capacity among α- and β-diversity indices. Predictability was estimated using the AUROC and its 95% 331 

confidence interval. AUROCs of the 2 indices were compared using 2000 paired-bootstrap replicates. 332 

The best cut-off value for discriminating between hamsters which died and which survived at D16 was 333 

determined as the value allowing the maximization of both sensitivity and specificity, using the Youden 334 

index [38] and its 95% confidence interval. In the frame of the present study, sensitivity represents the 335 

probability of change of diversity between D0 and D3 being higher than a cut-off value in hamsters who 336 

will die by D16, and specificity is the probability of the change of diversity being lower than a cut-off 337 

value in hamsters who will survive until D16. The Youden index is computed as sensitivity + specificity 338 

– 1, and ranges between -1 and 1. A logistic model was then used to determine the diversity index 339 

values required to reduce mortality to various rates ranging from 1% to 10%. 340 

Data are presented as number of observations n (%) or median (min; max). All tests were 2-sided with 341 

a type-I error of 0.05. All analyses were performed using R software v3.2.2. 342 

  343 
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Tables 431 

Table 1. Mortality rates, fecal concentrations of active antibiotic at D3, change of Shannon index 432 

between D0 and D3 and unweighted UniFrac distances between D0 and D3 according to treatment 433 

groups in the moxifloxacin and clindamycin studies. Data are presented as n (%) or median (min; max) 434 

as appropriate. q-values refer to the comparison of the corresponding treatment group with the 435 

antibiotic + DAV131A placebo treatment group (MXF/0 or CLI/0), after Benjamini-Hochberg correction. 436 

The p-values for the comparison of all treatment groups using Fisher exact or Kruskall-Wallis tests are 437 

reported in the “All groups” line. In the analysis of concentrations, only antibiotic-treated groups were 438 

included. 439 

Treatment 
group 

n Mortality q-value Concentration (µg/g) q-value 
Shannon index 

change 
q-value 

Unweighted 
UniFrac  

q-value 

Moxifloxacin study 
controls 10 0 (0) - - - -0.1 (-0.6; 2.3) - 0.28 (0.24; 0.69) - 
MXF/0 10 10 (100) - 110.0 (70.5; 172.7) - -1.7 (-3.0; -1.0) - 0.61 (0.56; 0.76) - 

MXF/200 20 0 (0) <10-7 94.6 (43.0; 162.1) 0.14 -1 (-1.9; 0.1) 0.00065 0.56 (0.49; 0.65) 0.00075 
MXF/300 20 0 (0) <10-7 57.2 (20.2; 107.4) <10-4 -1 (-1.5; -0.2) 0.00026 0.51 (0.45; 0.57) <10-6 
MXF/600 10 0 (0) <10-4 4.2 (1.1; 20.3) <10-4 -0.8 (-1.3; -0.3) 0.00023 0.45 (0.42; 0.56) <10-4 
MXF/900 10 0 (0) <10-4 0.0 (0.0; 1.3) 0.00033 -0.8 (-1.6; -0.2) 0.0022 0.41 (0.37; 0.51) <10-4 
All groups 80 10 (12.5) <10-11 59.4 (0.0; 172.7) <10-9 -1 (-3; 2.3) <10-5 0.51 (0.24; 0.76) <10-9 

Clindamycin study 
controls 9 0 (0) - - - 0.0 (-0.3; 0.5) - 0.31 (0.27; 0.38) - 

CLI/0 10 10 (100) - 10.1 (0.0; 37.8) - -3.9 (-4.3; -2.6) - 0.77 (0.72; 0.84) - 
CLI/300 10 9 (90) >0.99 4.2 (0.0; 14.2) 0.061 -2.1 (-2.6; -1.5) <10-4 0.69 (0.62; 0.74) <10-4 
CLI/450 10 6 (60) 0.11 0.0 (0.0; 6.5) 0.0041 -1.4 (-2.5; -1.0) <10-4 0.66 (0.63; 0.71) <10-4 
CLI/600 10 3 (30) 0.0052 0.0 (0.0; 30.0) 0.024 -1.1 (-1.6; -0.4) <10-4 0.61 (0.55; 0.65) <10-4 
CLI/750 10 0 (0) <10-4 0.0 (0.0; 0.0) 0.0019 -0.8 (-1.4; 0.0) <10-4 0.57 (0.55; 0.61) <10-4 
CLI/900 10 0 (0) <10-4 0.0 (0.0; 0.0) 0.0019 -0.9 (-1.5; 0.7) <10-4 0.57 (0.49; 0.63) <10-4 

All groups 69 28 (40.6)  <10-10 0.0 (0.0; 37.8) <10-4 -1.1 (-4.3; 0.5)  <10-9 0.62 (0.27; 0.84)  <10-10 

  440 
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Table 2. Median (min; max) values of active antibiotic concentration and change of α- (Shannon index, 441 

number of OTUs and Chao1 index) and β- (unweighted and weighted UniFrac distances, and Bray-442 

Curtis dissimilarity) diversity indices between D0 and D3 according to vital status at D16 in antibiotic-443 

treated groups for each study, and their respective area under the ROC curve (AUROC) for predicting 444 

occurrence of death by D16. P-values refer to non-parametric Wilcoxon test. 445 

  Died Survived 
p-value  AUROC [95% CI] 

Moxifloxacin study N=10 N=60 

Concentration 110.0 (70.5; 172.7) 52.9 (0.0; 162.1) 0.00025 0.87 [0.76; 0.95] 
α-diversity 
Change of Shannon index -1.7 (-3.0; -1.0) -1.0 (-1.9; 0.1) <10-4 0.91 [0.80; 0.98] 
Change of Number of OTUs -135.9 (-207.3; -52.2) -72.9 (-201.0; 74.5) 0.001 0.83 [0.67; 0.95] 
Change of Chao1 index -137.9 (-213.4; -46.2) -75.5 (-229.3; 83.5) 0.002 0.81 [0.64; 0.93] 
β-diversity 
Unweighted UniFrac 0.61 (0.56; 0.76) 0.51 (0.37; 0.65) <10-5 0.95 [0.90; 0.99] 
Weighted UniFrac 0.33 (0.24; 0.48) 0.26 (0.13; 0.57) 0.02 0.73 [0.58; 0.87] 
Bray-Curtis dissimilarity 0.78 (0.63; 0.86) 0.60 (0.31; 0.87) <10-4 0.91 [0.81; 0.99] 

Clindamycin study N=28 N=32     

Concentration 5.0 (0.0; 37.8) 0.0 (0.0; 4.4) <10-6 0.81 [0.72; 0.91] 
α-diversity 
Change of Shannon index -2.2 (-4.3; -0.4) -1.1 (-2.6; 0.0) <10-6 0.88 [0.78; 0.96] 
Change of Number of OTUs -223.9 (-344.6; -75.8) -106.8 (-202.2; -22.0) <10-5 0.86 [0.75; 0.95] 
Change of Chao1 index -227.7 (-358.2; -73.8) -110.0 (-209.0; -22.7) <10-6 0.86 [0.76; 0.95] 
β-diversity 
Unweighted UniFrac 0.71 (0.59; 0.84) 0.60 (0.49; 0.68) <10-10 0.94 [0.88; 0.99] 
Weighted UniFrac 0.42 (0.24; 0.62) 0.30 (0.24; 0.59) <10-6 0.87 [0.76; 0.96] 
Bray-Curtis dissimilarity 0.86 (0.71; 0.98) 0.70 (0.61; 0.87) <10-9 0.92 [0.84; 0.97] 

  446 
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Table 3. Estimated change of Shannon index and unweighted UniFrac distances between D0 and D3 447 

(and their 95% confidence intervals) needed to decrease the mortality rate to 50%, 10%, 5% and 1% in 448 

the hamster model of moxifloxacin-induced Clostridium difficile infection. 449 

Mortality 
rate 

Change of  
Shannon index 

unweighted 
UniFrac 
distance 

10% -1.0 [-1.2; -0.8] 0.58 [0.55; 0.60] 
5% -0.7 [-1.1; -0.4] 0.55 [0.53; 0.58] 
1% -0.2 [-0.7; 0.3] 0.51 [0.47; 0.55] 

  450 
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Figures 451 

Figure 1. Experimental design of the studies. Male Syrian Golden hamsters were treated with 452 

moxifloxacin (MXF, n=70) or clindamycin (CLI, n=60) once a day (OAD) by the subcutaneous route for 453 

5 days and received various doses of DAV131A bis in die (BID) by the oral route for 8 days, that would 454 

result in the exposition of the microbiota to various antibiotic concentrations and different bacterial 455 

environment. Toxigenic strain of C. difficile UNT103-1 was inoculated at D3. Fecal samples were 456 

obtained just before the beginning of treatment, and at the 3rd treatment day. Microbiota analysis was 457 

performed by 16S rRNA gene sequencing on both samples, and fecal concentration of active antibiotic 458 

was determined at D3 by microbiological assay. Survival was monitored up to D16. 459 

  460 
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Figure 2. Mortality rate, fecal concentration of active antibiotic, change of Shannon index and 461 

unweighted UniFrac distance between D0 and D3 according to treatment group in the moxifloxacin (left 462 

panel) and clindamycin (right panel) studies. Barplots of the mortality rates are presented with their 463 

95% binomial confidence intervals. For concentrations, Shannon index and unweighted UniFrac 464 

distances, the boxes present the 25th and 75th percentiles and the horizontal black bar report the 465 

median value, while whiskers report 5th and 95th percentiles.  466 

  467 
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Figure 3. Change of Shannon index (top panel) and unweighted UniFrac distance (bottom panel) 468 

between D0 and D3 according to the occurrence of death by D16 in the moxifloxacin (left panel) or 469 

clindamycin (right panel) study. The boxes present the 25th and 75th percentiles and the horizontal 470 

black bar report the median value, while whiskers report 5th and 95th percentiles. 471 

  472 
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Figure 4. Logistic models of mortality according to the change of Shannon index (left panel, p<10-15) 473 

and unweighted UniFrac distance (right panel, p<10-15) between D0 and D3 after pooling data from 474 

antibiotic-treated animals in the moxifloxacin and clindamycin studies. Red bars represent the 475 

mortality rates and their 95% confidence intervals of deciles of the observed diversity indices. The 476 

shadded area present the 95% confidence interval of the predicted probability of death. 477 

  478 
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Supplementary Material 479 

Supplementary Tables 480 

Supplementary Table 1. Change of number of OTUs, change of Chao1 index, Bray-Curtis dissimilarity 481 

and weighted UniFrac distances between D0 and D3 according to treatment groups in the moxifloxacin 482 

and clindamycin studies. q-values refer to the comparison of the corresponding treatment group with 483 

the antibiotic + DAV131A placebo treatment group, after Benjamini-Hochberg correction. The p-values 484 

for the comparison of all treatment groups are reported in the “All groups” line. In the analysis of 485 

concentrations, only antibiotic-treated groups were included. Data are presented as n (%) or median 486 

(min; max) as appropriate.  487 

Treatment 
group 

n 
Change of 

number of OTUs 
q-value 

Change of 
Chao-1 index 

q-value 
Bray-Curtis 
dissimilarity 

q-value 
Weighted UniFrac 

distance  
q-value 

Moxifloxacin 
controls 10 -5.75 (-97.6; 183.5) - -4.1 (-107.0; 190.1) - 0.34 (0.28; 0.88) - 0.14 (0.08; 0.48) - 
MXF/0 10 -135.85 (-207.3; -52.2) - -137.9 (-213.4; -46.2) - 0.78 (0.63; 0.86) - 0.33 (0.24; 0.48) - 

MXF/200 20 -89.75 (-201; 74.5) 0.044 -99.7 (-229.3; 83.5) 0.091 0.70 (0.57; 0.87) 0.0062 0.31 (0.20; 0.57) 0.53 
MXF/300 20 -65.15 (-131.8; 63.8) 0.0036 -70.7 (-140.1; 75.0) 0.0025 0.56 (0.35; 0.72) <10-4 0.24 (0.14; 0.40) 0.011 
MXF/600 10 -65.5 (-129.1; -2.1) 0.0069 -66.6 (-141.0; -0.8) 0.0078 0.57 (0.41; 0.72) 0.00017 0.25 (0.15; 0.38) 0.1 
MXF/900 10 -58.05 (-131.5; -7.4) 0.0056 -53.2 (-147.3; 6.0) 0.0091 0.47 (0.31; 0.67) <10-4 0.22 (0.13; 0.36) 0.011 
All groups 80 -72.9 (-207.3; 183.5) <10-4 -75.5 (-229.3; 190.1) <10-4 0.61 (0.28; 0.88) <10-8 0.26 (0.08; 0.57) 0.00028 

Clindamycin 
controls 9 24.7 (-2.1; 62.9) - 27.1 (-3.0; 71.9) - 0.38 (0.24; 0.45) - 0.15 (0.09; 0.24) - 

CLI/0 10 -270.1 (-344.6; -220.0) - -274.0; -358.2; -218.7) - 0.96 (0.87; 0.98) - 0.60 (0.41; 0.62) - 
CLI/300 10 -195.5 (-242.6; -129.1) 0.00073 -201.3 (-252.7; -127.8) 0.0029 0.86 (0.71; 0.88) <10-4 0.41 (0.36; 0.59) 0.00073 
CLI/450 10 -137.1; -227.7; -87.3) <10-4 -137.6 (-236.7; -90.0) <10-4 0.83 (0.80; 0.85) <10-4 0.40 (0.35; 0.45) 0.00016 
CLI/600 10 -99.6 (-186.7; -33.6) <10-4 -102.6 (-191.6; -34.3) <10-4 0.76 (0.66; 0.79) <10-4 0.30 (0.24; 0.35) <10-4 
CLI/750 10 -96.1 (-159.1; -22.0) <10-4 -98.1 (-170.6; -22.7) <10-4 0.70 (0.63; 0.74) <10-4 0.28 (0.26; 0.39) <10-4 
CLI/900 10 -107.8 (159.5; -35.1) <10-4 -116.1 (-163.3; -38.7) <10-4 0.67 (0.61; 0.75) <10-4 0.30 (0.24; 0.34) <10-4 

All groups 69 -129.1 (-344.6; 62.9) <10-8 -132.8 (-358.2; 71.9) <10-8 0.75 (0.24; 0.98) <10-10 0.34 (0.09; 0.62) <10-9 

  488 
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Supplementary Table 2. Spearman rank correlation coefficient between the fecal concentration of 489 

active antibiotic and the change of number of OTUs, the change of Chao1 index, the Bray-Curtis 490 

dissimilarity or the weighted UniFrac distances between D0 and D3, in antibiotic-treated hamsters of 491 

the 2 studies. p-values are presented for the comparison of the Spearman rank correlation coefficient 492 

to 0. 493 

Antibiotic n 
Change of number 

of OTUs 
Change of Chao-1 

index 
Bray-Curtis 
dissimilarity 

Weighted UniFrac 
distance 

Moxifloxacin 70 -0.24 (p=0.052) -0.25 (p=0.043) 0.65 (p<10-8) 0.46 (p<10-4) 
Clindamycin 60 -0.45 (p=0.00035) -0.43 (p=0.00053) 0.53 (p<10-4) 0.46 (p=0.00018) 

  494 
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Supplementary Figures 495 

Supplementary Figure 1. Scatterplot of the evolution of the change of Shannon index (top panel) and 496 

unweighted UniFrac distance (bottom panel) between D0 and D3 according to fecal concentration at 497 

D3 of active moxifloxacin (left) or clindamycin (right). Spearman rank correlation coefficients were -498 

0.25 (p=0.043) and 0.71 (p<10-10) between the concentration of active moxifloxacin and the change of 499 

Shannon index or the unweighted UniFrac distance, respectively. Correlation coefficients between the 500 

concentration of active clindamycin and the change of Shannon index or the unweighted UniFrac 501 

distance were -0.49 (p<10-4) and 0.57 (p<10-5), respectively. Black lines correspond to the linear 502 

regressions of the diversity index according to the fecal concentration of antibiotic, estimated using 503 

the least squares method. 504 

 505 

  506 
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Supplementary Figure 2. Receiving operator curves for the change of Shannon index (red curve) and 507 

unweighted UniFrac distance (green curve) between D0 and D3 after pooling data from antibiotic-508 

treated animals in the moxifloxacin and clindamycin studies. AUROC for the normalized Shannon index 509 

was 0.89 [95%CI, 0.82; 0.95] and AUROC for the unweighted UniFrac distance was 0.95 [95%CI, 0.90; 510 

0.98]. 511 

  512 
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Supplementary Figure 3. Evolution of sensitivity, specificity and Youden index of the normalized 513 

change of Shannon index and unweighted UniFrac distance between D0 and D3 for prediction of death 514 

by D16 according to observed values of both diversity index, after pooling data from antibiotic-treated 515 

animals in the moxifloxacin and clindamycin studies. The grey shaded areas represent the 95% 516 

confidence intervals of the best cut-off values of both indices. 517 

 518 



 

Page 105 sur 215 

Chapitre 3. Exposition fécale, diversité et résistance bactériennes : 

analyses chez le volontaire sain 

La dysbiose induite par l’administration d’antibiotiques est donc associée, au moins chez l’animal, 

à la sévérité de l’infection à Clostridium difficile, et ce selon une relation croissante. Un certain nombre 

de données publiées rendent compte de l’association chez l’homme entre la perturbation du 

microbiote intestinal et la survenue d’une infection à Clostridium difficile. 

Afin de poursuivre les travaux existants concernant l’effet des antibiotiques sur le microbiote 

intestinal chez l’homme, et compte tenu de la nécessité de redéfinir l’impact que les antibiotiques 

exercent à l’aide des outils actuellement disponibles en bactériologie, nous avons exploité les données 

de deux essais cliniques randomisés ouverts, conduits en groupes parallèles. Dans ces essais, les sujets 

éligibles étaient des volontaires sains ayant un transit intestinal considéré normal, non exposés aux 

antibiotiques et non hospitalisés dans les mois précédant l’inclusion. Les études conduites chez le 

volontaire sain, et non chez des patients recevant une antibiothérapie dans le cadre du soin, s’éloigne 

de la pratique habituelle en recherche clinique. Cependant, afin de conclure sur l’effet propre des 

antibiotiques sur le microbiote intestinal, il est impératif que les sujets n’aient pas été exposés aux 

antibiotiques dans les mois qui précèdent l’administration du traitement, afin d’éviter les biais liés à 

l’effet d’une antibiothérapie préalable récente sur le microbiote intestinal.  

Dans l’essai DAV132-CL-1002 « Impact de l’administration de DAV132 7.5g trois fois par jour 

pendant 7 jours sur les concentrations fécales de moxifloxacine 400mg administrée oralement pendant 

5 jours chez des volontaires sains », nous avons analysé l’effet de la moxifloxacine sur le microbiote 

intestinal. La moxifloxacine était administrée pendant 5 jours par voie orale, à la dose de 400 mg par 

jour en une prise quotidienne. Cette dose est celle habituellement administrée en pratique clinique. 

Dans l’essai Cérémi, « Impact du choix des Céphalosporines de 3ème génération sur l'Émergence 

de la RÉsistance dans le Microbiote Intestinal », nous avons comparé l’impact de la ceftriaxone et du 

céfotaxime sur le microbiote intestinal. Les deux antibiotiques ont été administrés par voie 

intraveineuse, au cours d’une perfusion de 30 minutes, pendant 3 jours. La ceftriaxone était 

administrée à la dose de 1 gramme par jour, et le céfotaxime était administré à la dose de 1 gramme 

toutes les 8 heures. Ces schémas posologiques sont ceux utilisés couramment en pratique clinique 

pour la majorité des infections non graves. 

Ces deux essais ont été conduits au Centre d’Investigation Clinique de l’hôpital Bichat. Leur 

investigateur principal était le Pr Xavier Duval, et la responsable de la méthodologie était le Pr France 

Mentré. 
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1. Co-évolution de l’exposition aux antibiotiques et de la diversité bactérienne  

1.1. Résumé 

L’objectif principal de l’essai DAV132-CL-1002 était d’évaluer l’influence de l’administration de 

DAV132 sur les concentrations fécales de moxifloxacine libre entre le début du traitement et 16 jours 

après le début du traitement. DAV132 est un adsorbant à base de charbon actif, homologue du 

DAV131A utilisé dans le chapitre précédent, conçu pour être spécifiquement libéré au niveau de l’iléon 

terminal et du colon chez l’homme.  

Dans cet essai, 44 volontaires sains ont été randomisés dans 4 groupes de traitement 

(moxifloxacine seule, n=14 ; moxifloxacine + DAV132, n=14 ; DAV132 seul, n=8 ; contrôle, n=8). 

DAV132 a été administré à la dose de 7.5 g toutes les 12 heures, pendant 8 jours. Plusieurs échantillons 

de plasma ont été recueillis à J1 et J5 pour la mesure des concentrations plasmatiques de moxifloxacine 

totale, et plusieurs échantillons de selles ont été recueillis entre J-15 et J37 pour la mesure de la 

concentration fécale de moxifloxacine libre et l’analyse métagénomique du microbiote intestinal. Les 

résultats de l’essai ont été récemment publiés (176). Brièvement, l’administration de DAV132 

entraînait une réduction de 99% de l’exposition fécale à la moxifloxacine, sans impact sur les 

concentrations plasmatiques. Chez les sujets traités par moxifloxacine + DAV132, la richesse et la 

composition du microbiote intestinal étaient préservés de l’effet délétère de la moxifloxacine. 

Dans le cadre de cette thèse, nous avons exploité une partie des données de l’essai DAV132-CL-

1002 pour développer un modèle mathématique semi-mécanistique permettant de décrire la 

coévolution de l’exposition plasmatique et de l’exposition fécale à la moxifloxacine, et de la diversité 

bactérienne au sein du microbiote intestinal. Les paramètres ont été estimés par modélisation non 

linéaire à effets mixtes à l’aide de l’algorithme SAEM, implémenté dans le logiciel MONOLIX. Les 

échantillons fécaux recueillis au screening, juste avant le début du traitement antibiotique, à J3, J6, J9, 

J16 et J37 ont été analysés par séquençage du gène de l’ARN ribosomique 16S, et deux indices de 

diversité α ont été analysés : l’indice de diversité de Shannon, et le nombre observé de taxons 

bactériens. 

Nous avons développé un modèle de la coévolution des concentrations plasmatiques et fécales de 

moxifloxacine (voir la section 4.1.1 du chapitre 1). Les concentrations plasmatiques de moxifloxacine 

totale étaient bien décrites par un modèle à 2 compartiments, avec des compartiments de transit pour 

modéliser le délai entre l’administration de la moxifloxacine et l’apparition de concentrations 

plasmatiques détectables. Les concentrations fécales de moxifloxacine libre ont été modélisées à l’aide 

de compartiments de transit entre le plasma et les fèces, avec une réabsorption de la moxifloxacine 

du compartiment fécal vers le compartiment plasmatique. La concentration fécale médiane (min ; 
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max) de moxifloxacine libre variait de 56.9 µg/g (21.7 ; 95.4) 24 heures après la première 

administration d’antibiotique à 130.4 µg/g (79.2 ; 250.6) au 5ème jour de traitement. La demi-vie 

d’élimination de la moxifloxacine dans le compartiment fécal était 1.0 jour (0.76 ; 1.49). 

Nous avons ensuite utilisé les paramètres pharmacocinétiques individuels estimés à partir du 

modèle pharmacocinétique final pour déduire les profils individuels de concentrations fécales au cours 

du temps. En supposant une réduction concentration-dépendante de la diversité dans le microbiote 

intestinal, nous avons utilisé un modèle de turnover pour décrire l’effet de la moxifloxacine sur la 

diversité et l’évolution des deux indices de diversité étudié (voir la section 4.1.2 du chapitre 1). 

L’évolution des deux indices de diversité était bien décrite par un modèle Emax, dans lequel les 

concentrations de moxifloxacine augmentent l’élimination de l’indice. Le meilleur modèle était un 

modèle dans lequel l’EC50 était identique pour les deux indices. Ce paramètre a été estimé à 0.1 µg/g 

(IC95%, 0.01 ; 2). La réduction maximale médiane (min ; max) de l’indice de Shannon était de 1.2 unités 

(0.8 ; 1.3), et celle du nombre de taxons était de 77 taxons (47 ; 100). Le délai médian pour que l’indice 

de Shannon retrouve 95% de sa valeur initiale était de 16.3 jours (8.7 ; 25.3), tandis que celui nécessaire 

pour le nombre de taxons était de 21.3 jours (13.3 ; 30.4). 

Ce travail méthodologique a permis de montrer que l’évolution au cours du temps d’indices 

synthétiques de diversité au sein du microbiote peut être décrite de façon adéquate à l’aide de 

modèles mathématiques et de l’utilisation de modèles non linéaire à effets mixtes. Il s’agit là d’une 

analyse originale car l’évolution longitudinale de la diversité bactérienne mesurée par des méthodes 

de séquençage de nouvelle génération n’avait jamais été modélisée. C’est un résultat important car – 

outre une meilleure compréhension de l’effet des médicaments étudiés – ces modèles permettent le 

calcul précis de l’aire sous la courbe d’une réponse biologique en fonction du temps. Ce calcul nécessite 

habituellement un grand nombre d’échantillons, et l’utilisation de modèles mathématiques, par 

l’interpolation qu’ils permettent entre plusieurs observations, peut permettre de réduire la fréquence 

des prélèvements requis. Cette simplification peut s’avérer très utile notamment dans le contexte 

clinique, lorsque l’obtention de plusieurs échantillons par sujet est difficile ou coûteuse. 

Un autre résultat important de ce travail est la mise en évidence d’une grande sensibilité du 

microbiote intestinal à la moxifloxacine. En effet, l’EC50 de la moxifloxacine a été estimée à 0.1 µg/g. 

Le manque de précision de cette estimation (IC95%, 0.01 ; 2) doit être mis en perspective avec les 

concentrations fécales très élevées de moxifloxacine observées, dès la première administration. Nous 

avons également pu observer que l’effet maximal de la moxifloxacine n’était pas le même sur les deux 

indices de diversité, suggérant que plusieurs indices de diversité doivent être étudiés simultanément 

pour rendre compte de l’effet global d’une intervention sur le microbiote intestinal. 

Ce travail a été soumis pour publication dans BMC Medical Research Methodology.
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Abstract 24 

Background 25 

While the deleterious impact of antibiotic treatments on intestinal bacterial diversity has been well 26 

studied, there is no quantative description of the temporal changes in microbial diversity during and 27 

after antibiotic treatment. We developped a mathematical model to characterize the impact of 28 

antibiotic exposure on diversity of the intestinal microbiota. 29 

Methods 30 

We analysed the data of 22 healthy volunteers of a randomized clinical trial, among which 14 received 31 

moxifloxacin (400 mg/day orally) from D1 to D5, and 8 did not receive any intervention and served as 32 

controls. Total moxifloxacin plasma concentrations were measured at D1 and D5. Fecal samples were 33 

collected before treatment and up to D37 for the measure of free moxifloxacin concentrations and 34 

microbiota analysis by 16S rRNA gene profiling. Bacterial diversity was evaluated using the Shannon 35 

index and the number of operational taxonomic units (OTUs). We developed a pharmacokinetic model 36 

to characterize plasma and fecal concentrations over time, and a pharmacodynamic model to 37 

characterize the impact of fecal moxifloxacin concentrations on bacterial diversity. Parameters were 38 

estimated using nonlinear mixed-effects models.  39 

Results 40 

Moxifloxacin plasma concentrations were best described by a 2-compartment model with transit 41 

compartments for absorption delay and linear elimination. Fecal concentrations were modeled using 42 

transit compartments between plasma and feces, with reabsorption from the fecal compartment to the 43 

central compartment. Fecal moxifloxacin concentrations increased the loss rate of each diversity index. 44 

Baseline value of the Shannon index and number of observed OTUs were 4.75 (relative standard error, 45 

r.s.e, 2%) and 163 (r.s.e 5%), respectively. Moxifloxacin had a highly variable effect on the diversity 46 

indices with a median maximal reduction equal to 1.2 units (min;max, 0.8;1.3) and 77 OTUs (47;100) for 47 

the Shannon index and the number of OTUs, respectively. The time needed to return to 95% of the pre-48 
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tretament value was 16.3 days (8.7; 25.3) and 21.3 days (13.3; 30.4) for the Shannon index and the 49 

number of OTUs, respectively. 50 

Conclusions   51 

This is the first mathematical model developed to characterize moxifloxacin-induced dysbiosis during 52 

and after treatment. Mathematical analysis can be relevant to measure the impact of a therapeutic 53 

intervention of the intestinal microbiota. 54 

Clinical Trials Registration 55 

NCT02176005 56 

Keywords 57 

moxifloxacin; intestinal microbiome; diversity; dysbiosis; metagenomics; pharmacokinetics; 58 

pharmacodynamics; nonlinear mixed effect modelling 59 

Declarations 60 

Ethics approval and consent to participate 61 

Subjects were included in this clinical trial after obtention of written informed consent to participate. 62 

The study was carried out after authorizations from French Health Authorities and the Independent 63 

Ethics Committee (“Comité de Protection des Personnes Ile-de-France IV,” Paris, France) had been 64 

obtained (January and February 2014, respectively). 65 

Consent for publication 66 

Not applicable 67 

Availability of data and materials 68 

The datasets used and analysed during the current study are available from the corresponding author 69 

on reasonable request. 70 

Competing interests 71 

Annie Ducher and Marina Varastet are employees of the Da Volterra Company. Antoine Andremont, 72 

Charles Burdet, Jean de Gunzburg and France Mentré are consultants for the Da Volterra Company. Thu 73 



Co-évolution de l’exposition aux antibiotiques et de la diversité bactérienne 

Page 112 sur 215 

Thuy Nguyen performed statistical work for the Da Volterra Company through a contract with INSERM 74 

UMR 1137. 75 

Funding 76 

The randomized clinical trial was sponsored by Da Volterra (Paris) and funded in part by the European 77 

Union Seventh Framework Programme (FP7-HEALTH-2011-single-stage) under grant agreement number 78 

282004, EvoTAR. 79 

Authors' contributions 80 

JDG, AD, AA and FM designed the clinical trial. 81 

AD, XD and MV performed the research. SF performed the metagenomic analysis. 82 

CB, TTN, JG and FM performed the statistical analysis of the data. 83 

CB, TTN, JDG, JG and FM wrote the paper. All authors agreed on the final version of the manuscript. 84 

Acknowledgements 85 

The authors thank the Da Volterra Company for providing the data. 86 

  87 



Co-évolution de l’exposition aux antibiotiques et de la diversité bactérienne 

Page 113 sur 215 

BACKGROUND 88 

The gastrointestinal tract is the location of the human body that contains the largest number and 89 

greatest diversity of microbes: healthy humans harbor in their gut over 1014 bacterial cells from 90 

hundreds of species, with large inter-individual diversity [1, 2]. A large body of data describes the role 91 

of the intestinal microbiome in various host processes, including metabolic, nutritional and 92 

immunological processes, although it remains challenging to identify the precise elements of the 93 

microbiome that mediate these effects [3, 4]. Further, the intestinal microbiome provides an important 94 

host-defense mechanism by inhibiting the growth in the intestines of potentially pathogenic 95 

microorganisms (colonization resistance), either already present or exogenous [2]. A clear 96 

demonstration of this phenomenon is provided by fecal microbiota transplantation, which is able to 97 

restore resistance to colonization by Clostridium difficile [5]. 98 

These insights into the prominent role of the intestinal microbiome on human health have been unveiled 99 

by the growing use of next generation sequencing technologies, and in particular their application to 100 

16S ribosomal RNA (rRNA) gene profiling, which allowed to investigate the role in health and disease of 101 

uncultivable bacteria. 16S rRNA gene profiling consists in sequencing a subset of the 9 hypervariable 102 

regions of the bacterial genes encoding the 16S rRNA. The huge amount of sequences obtained can be 103 

clustered into operational taxonomy units (OTUs), whose relative abundance in each sample can be 104 

determined. OTUs are used for characterizing the composition of the bacterial community [6]. This 105 

composition can be summarized for each sample using synthetic indices of diversity, such as the the 106 

total number of observed OTUs, which characterizes its richness from an ecological perspective, or the 107 

Shannon diversity index [7], which is a composite index taking into account the richness and the 108 

evenness of taxa representation in the community. 109 

One of the most dramatic causes of microbiome disruption, called dysbiosis, is the administration of 110 

antibiotics [8-11]. This phenomenon enables colonization of the gut by resistant, opportunistic and 111 

potentially pathogenic microbes [9, 12, 13].  Despite the numerous reports highlighting the role of the 112 

intestinal microbiome in health maintenance and the deleterious effect of antibiotics on its equilibrium, 113 
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we still lack of a precise longitudinal description of intestinal microbiome perturbations during and after 114 

antibiotic treatments [14].  115 

One of the main difficulties in analyzing longitudinal microbiome data is the high level of both 116 

interindividual and intraindividual variability. This difficulty can be in part circumvented by the use of 117 

mixed effect models. By using all the information available from a dataset and building semi-mechanistic 118 

mathematical models of the interaction between the treatment and the bacterial population, this 119 

statistical approach allows to estimate model parameters, including interindividual variability, even in 120 

the case of sparse data, as done frequently in the field of pharmacokinetics/pharmacodynamics [15]. 121 

This approach has been used for instance to describe the effect of antibiotic on reducing the bacterial 122 

growth rate or on increasing their death rate [16-18]. Further, by using mathematical models to 123 

reconstruct the full time-dependent process of bacterial dynamics, one can also calculate global metrics 124 

of antibiotic pharmacokinetics and pharmacodynamics, such as the cumulated diversity in a given 125 

period. In addition, these methods avoid the intensive sampling strategy required to compute precisely 126 

areas under the curve, which could be very valuable as the collection of fecal samples for metagenomic 127 

analysis can be challenging and expensive in a clinical setting. 128 

These models cannot be directly applied to diversity indices, as the latter are synthetic indices. However, 129 

the response of biomarkers following treatment administration is commonly analyzed using turnover 130 

models [19]. In these semi-mechanistic models, the biomarker is assumed to be produced at a constant 131 

rate and eliminated from the body with a first-orter rate, and the drug modulates either its production 132 

or its elimination rate. 133 

Here, we propose to use this approach to characterize bacterial diversity indices obtained through 134 

metagenomic analysis of the intestinal microbiome. Using longitudinal data from a clinical trial 135 

performed in healthy volunteers, we developed a semi-mechanistic mathematical model of intestinal 136 

microbiome diversity to characterize the dysbiosis observed during and after antibiotic tretament. 137 

METHODS  138 

Patients 139 
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We used data from the CL-1002 trial (NCT02176005), a prospective, open label, randomized clinical trial 140 

conducted in 2014 at the Clinical Investigation Center of the Bichat hospital, Paris (France) (see more 141 

details on the study in [20]). We here focused on 22 subjects of this trial that received moxiflixacin alone 142 

(n=14) or were not treated (negative control group, n=8) and on a new fecal microbiome analysis based 143 

on 16S rRNA gene profiling. 144 

Healthy volunteers and sample collection 145 

In the CL-1002 trial, human healthy volunteers over 18-year-old who had not been exposed to antibiotics 146 

in the preceeding 3 months were prospectively included after obtention of their informed consent.  147 

Subjects in the moxifloxacin group received 400 mg of moxifloxacin by the oral route, once a day for 5 148 

days (from D1 to D5). Subjects were followed up until D37. 149 

Blood samples were collected on D1 (just before treatment administration and at 0.5h, 1h, 1.5h, 2h, 3h, 150 

4h, 6h, 12h, and 24h post administration) and at the last day of treatment, i.e. on D5 (just before 151 

treatment administration and at 0.5h, 1h, 1.5h, 2h, 3h, 4h, 6h, 12h, 24h, 32h, 48h, 56h, and 72h post 152 

administration). Total plasma moxifloxacin concentrations were determined by reverse phase HPLC 153 

coupled with fluorescence detection (limit of quantification, 0.01 µg/mL). 154 

Fecal samples were collected at screening (between D-21 and D-3), just before the first administration 155 

of moxifloxacin (baseline), once a day from D2 to D9, and then at D12, D16, D37.  Fecal concentrations 156 

of free moxifloxacin were determined on samples from baseline to D16 by tandem mass spectrometry 157 

detection (limit of quantification, 0.04 µg/g). 158 

Targeted metagenomic analysis of the intestinal microbiota 159 

Fecal samples from screening, baseline, D3, D6, D9, D16 and D37 were analysed by 16S rRNA gene 160 

profiling. Microbial DNA was extracted using an extraction protocol optimized at GenoScreen, partially 161 

based on commercially available extraction kits (QIAamp DNA stool Kit, Qiagen, Germany) with the 162 

addition of chemical and mechanical lysis steps.   163 

The V3-V4 region of the 16S rRNA gene was then amplified using an optimized and standardized 164 

amplicon-library preparation protocol (Metabiote®, GenoScreen, Lille, France). Positive (Artificial 165 
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Bacteria Community comprising 17 different bacteria, ABCv2) and negative (sterile water) controls were 166 

also included. Briefly, PCR reactions were performed using 5 ng of genomic DNA and in-house fusion 167 

barcoded primers (final concentrations of 0.2 μM), with an annealing temperature of 50°C for 30 cycles. 168 

PCR products were purified using Agencourt AMPure XP magnetic beads (Beckman Coulter, Brea, CA, 169 

USA), quantified according to GenoScreen’s protocol, and mixed in an equimolar amount. Sequencing 170 

was performed using 250-bp paired-end sequencing chemistry on the Illumina MiSeq platform (Illumina, 171 

San Diego, CA, USA) at GenoScreen.   172 

Raw paired-end reads were then demultiplexed per sample and subjected to the following process: (1) 173 

search and removal of both forward and reverse primer using CutAdapt, with no mismatches allowed in 174 

the primers sequences; (2) quality-filtering using the PRINSEQ-lite PERL script [21], by truncating bases 175 

at the 3′ end with Phred quality score <30; (3) paired-end read assembly using FLASH [22], with a 176 

minimum overlap of 30 bases and >97% overlap identity. 177 

Diversity analysis was performed using the Metabiote Online v2.0 pipeline (GenoScreen, Lille, France) 178 

which is partially based on the QIIME software v1.9.1 [23]. Following the steps of pre-processing, 179 

chimera sequences were detected and eliminated (in-house method based on Usearch v6.1). Then, 180 

clustering of similar sequences (97% identity threshold for an affiliation at the genus level on the V3-181 

V4 regions of the 16S rRNA gene) was performed with Uclust v1.2.22q [24] through an open-reference 182 

OTU picking process and complete-linkage method, finally creating groups of sequences or 183 

"Operationnal Taxonomic Units" (OTUs). An OTU cleaning step corresponding to the elimination of 184 

singletons was performed.  185 

Indices of bacterial diversity 186 

Diversity in each fecal sample was estimated using 2 indices of diversity, the Shannon diversity index 187 

and the number of observed OTUs. The Shannon diversity index was computed as 𝑆 =188 

− ∑ 𝑝𝑖 × log(𝑝𝑖)𝑛
𝑖=1 , where 𝑝𝑖  is the relative abundance of the OTU 𝑖 and 𝑛 is the number of unique 189 

OTUs observed in each sample following the clustering step described above. Both indices were 190 

computed using QIIME [23]. 191 
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Mathematical model 192 

We developed mathematical models based on ordinary differential equations in order to 1) analyze 193 

the evolution of plasma and fecal concentrations of moxifloxacin, and 2) to evaluate the impact of 194 

these evolutions on bacterial diversity. 195 

In order to model the pharmacokinetics of total moxifloxacin in plasma, both one- and two- 196 

compartment(s) models with first order absorption and first order elimination were tested. The 197 

absorption delay of moxifloxacin in the central compartment was modelled using either a lagtime or 198 

transit compartments [25]. We assumed an absolute bioavailability of moxifloxacin of 100% [26].  199 

Moxifloxacin elimination from the central compartment was divided into an intestinal elimination and 200 

an extra-intestinal elimination, both being assumed to have first order rates. Several structural models 201 

with various numbers of transit compartments between plasma and feces were tested. As 202 

enterohepatic recirculation had been reported for fluoroquinolones [27], we also tested several 203 

models for moxifloxacin reabsorption, occuring either from one of the transit compartments between 204 

plasma and feces or from the fecal compartment to the plasma compartment. 205 

We modelled the effect of fecal concentrations of free moxifloxacin in reducing the bacterial diversity 206 

in feces, using semi-mechanistic turnover models [19]. Applying these models to the present work, the 207 

evolution of the diversity index 𝐷 in the absence of the drug can be written as: 208 

𝑑𝐷

𝑑𝑡
=  𝑅𝑖𝑛 − 𝑘𝑜𝑢𝑡 × 𝐷 209 

where 𝑅𝑖𝑛 is a zero-order constant for the production of the diversity, and 𝑘𝑜𝑢𝑡 is a first-order rate 210 

constant for elimination of diversity. At steady state, 
𝑑𝐷

𝑑𝑡
=  0, and thus 𝐷0 =

𝑅𝑖𝑛

𝑘𝑜𝑢𝑡
 in the absence of 211 

treatment or perturbation. The initiation of antibiotic treatment perturbs this equilibrium and can alter 212 

either lead to a reduction of 𝑅𝑖𝑛 (𝑅𝑖𝑛
′ , equation 1) or to an increase of 𝑘𝑜𝑢𝑡 (𝑘𝑜𝑢𝑡

′ , equation 2):  213 

𝑅𝑖𝑛
′ = (1 −

𝐼𝑚𝑎𝑥×𝐶𝑓

𝐼𝐶50+𝐶𝑓
) × 𝑅𝑖𝑛 (equation 1) 214 

𝑘𝑜𝑢𝑡
′ = (1 +

𝐸𝑚𝑎𝑥×𝐶𝑓

𝐸𝐶50+𝐶𝑓
) × 𝑘𝑜𝑢𝑡 (equation 2) 215 
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with 𝐶𝑓 being the fecal concentration of free moxifloxacin, 𝐼𝑚𝑎𝑥 the maximal reduction of 𝑅𝑖𝑛, and 216 

𝐼𝐶50 the concentration leading to 50% of the maximal effect of moxifloxacin, 𝐸𝑚𝑎𝑥 the maximal 217 

increase of 𝑘𝑜𝑢𝑡, and 𝐸𝐶50 the concentration leading to 50% of the maximal effect of moxifloxacin. 218 

Statistical model 219 

Nonlinear mixed effects models were used to analyse the different markers followed over time. A 220 

nonlinear mixed effects model for multiple responses is defined as follows. Let 𝑦𝑖  denote the vector of 221 

observations for all responses and 𝑦𝑖𝑘  the vector of observations for the 𝑘𝑡ℎ response (e.g., 𝑘 = 1 222 

corresponds to plasma, 𝑘 = 2 to feces, etc.) for the individual 𝑖. Let 𝑓 denote the global structural 223 

model characacterizing all responses, based on a system of ordinary differential equations, similar for 224 

all individuals.  Then one can define 𝑦𝑖𝑘 =  𝑓𝑘(𝜃𝑖, 𝜉𝑖𝑘) + 𝜀𝑖𝑘  , where 𝑓𝑘 is the component of the global 225 

model 𝑓describing the 𝑘𝑡ℎ repsonse, 𝜃𝑖 is the vector of individual parameters, 𝜉𝑖𝑘  is the vector of 𝑛𝑖𝑘 226 

sampling times and 𝜀𝑖𝑘  is the vector of residual errors for the 𝑘𝑡ℎ response in individual 𝑖. Each 227 

individual parameter 𝜃𝑖 can be decomposed as a fixed effect 𝜇, which represents the mean value of 228 

the parameter in the population, and a random effect 𝑏𝑖 ∼  𝒩(0, Ω) where Ω accounts for the 229 

interindividual variability. Assuming an exponential random effect model, the individual parameters 230 

are modeled as: 𝜃𝑖 = 𝜇 × 𝑒𝑏𝑖.  231 

Lastly we assumed that 𝜀𝑖𝑘 ∼  𝒩(0, 𝛴𝑖𝑘) where  𝛴𝑖𝑘  is a 𝑛𝑖𝑘 × 𝑛𝑖𝑘-diagonal matrix with 𝑘𝑡ℎ elements 232 

equal to (𝜎𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟,𝑘 + 𝜎𝑠𝑙𝑜𝑝𝑒,𝑘 × 𝑓𝑘(𝜃𝑖, 𝜉𝑖𝑘))2, with 𝜎𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟,𝑘 being the parameter for the additive part and 233 

𝜎𝑠𝑙𝑜𝑝𝑒,𝑘 the parameter for the proportional part of the variance error model. Constant (𝜎𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟,𝑘 ≠ 0, 234 

𝜎𝑠𝑙𝑜𝑝𝑒,𝑘 = 0), proportional (𝜎𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟,𝑘 = 0, 𝜎𝑠𝑙𝑜𝑝𝑒,𝑘 ≠ 0) or combined (𝜎𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟,𝑘 ≠ 0, 𝜎𝑠𝑙𝑜𝑝𝑒,𝑘 ≠ 0) variance 235 

error models were tested for each response 𝑘.  236 

Parameters estimation  237 

Estimation of population parameters was performed using the stochastic approximation expectation 238 

maximisation algorithm (SAEM) [28] with 10 Markov chains, implemented in MONOLIX v4.3.2 (Lixoft, 239 

Orsay, France, www.lixoft.eu), a software devoted to parameter estimation by maximum likelihood in 240 

nonlinear mixed effect models. This algorithm handles data below the limit of quantification [29]. It 241 

http://www.lixoft.eu/
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was for instance used to analyse viral load data under HCV treatment or joint modelin oncology [30, 242 

31]. 243 

First, we analysed total concentrations of moxifloxacin in plasma, then both total plasma and free fecal 244 

concentrations in moxifloxacin-treated subjects. Fecal weight was fixed to 200 g in all subjects. Then, 245 

individual pharmacokinetic parameters were estimated as the maximum of the a posteriori 246 

distribution, also called empirical Bayes estimates, and used to predict individual pharmacokinetic 247 

profiles. We used individual predicted fecal concentrations in the analysis of the diversity indices in 248 

moxifloxacin-treated subjects, and assumed the diversity indices were stable in the absence of 249 

moxifloxacin treatment. The two studied diversity indices were fitted simultaneously using data from 250 

moxifloxacin-treated subjects and controls, with a similar structural model for the effect of fecal 251 

concentration of free moxifloxacin on the 2 indices. As both indices were related to similar physical 252 

quantity, we also tested a simplified model assuming that they shared the same 𝐼𝐶50 or 𝐸𝐶50.  253 

For fixed effects, in case of high relative standard error (r.s.e.) (>60%), we computed the 95% 254 

confidence interval of the parameter by likelihood profiling [32]. The profile likelihood function was 255 

obtained by fixing the parameter of interest at different values within a chosen range, and by 256 

maximizing the likelihood over the other parameters. The 95% confidence interval was deduced from 257 

the asymptotic χ2 distribution with 1 degree-of-freedom. For random effects, in case of low estimated 258 

standard deviation (<0.1) and high relative standard error, parameter variability was set to 0.  259 

Finally, in order to draw the evolution of plasma and fecal concentration of moxifloxacin, and of the 260 

two studied diversity indices, we performed Monte Carlo simulations using the final pharmacokinetic 261 

and pharmacodynamic models. We simulated 10’000 vectors of random effects using the estimated 262 

distribution of the parameters and predicted the individual profiles of the Shannon index and number 263 

of OTUs over time for a 5 day course of 400 mg/day of moxifloxacin. 264 

Model selection and evaluation 265 

At each step, the best model was chosen using the Bayesian information criteria (BIC), derived for each 266 

model from the likelihood computed by importance sampling with 2.105 iterations [28]. Model 267 
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evaluation was conducted by investigating several goodness-of-fit plots: individual fits, plots of 268 

predictions versus observations, distribution of the individual weighted residuals (IWRES) and 269 

normalized prediction distribution errors (NPDE) versus time and versus model predictions, as well as 270 

the visual predictive check (VPC). NPDE and VPC were generated using 500 Monte Carlo simulations. 271 

Computation of derived parameters 272 

Derived parameters were computed for each subject 𝑖 treated by moxifloxacin using the individual 273 

parameters. 274 

Using the pharmacokinetic model, we computed the mean residence time of moxifloxacin in the 275 

compartment 𝑘 (𝑘 = {1,2}, with 1 is the plasma and 2 is the feces) at steady state as: 𝑀𝑅𝑇𝑖𝑘 =
𝐴𝑈𝑀𝐶𝑖𝑘

𝐴𝑈𝐶𝑖𝑘
. 276 

Let 𝐶𝑖𝑘(𝑡) be the function depicting the evolution of the concentration of moxifloxacin over time in 277 

the compartment 𝑘, then 𝐴𝑈𝑀𝐶𝑖𝑘 = ∫ 𝐶𝑖𝑘(𝑡) 𝑡 𝑑𝑡
∞

𝑡=0
 is the area under the first moment curve of the 278 

concentration of moxifloxacin in the compartment 𝑘 over time at steady state and 𝐴𝑈𝐶𝑖𝑘 =279 

∫ 𝐶𝑖𝑘(𝑡)  𝑑𝑡
∞

𝑡=0
 is the area under the curve of the concentration of moxifloxacin in the compartment 𝑙 280 

over time at steady state. The elimination half-life from compartment 𝑘 was computed as: 𝑡1/2,𝑖𝑘 =281 

𝑀𝑅𝑇𝑖𝑘 × log (2). The mean transit time between the plasma and fecal compartments (𝑀𝑇𝑇𝑝𝑓,𝑖) was 282 

computed as 𝑀𝑇𝑇𝑝𝑓,𝑖 = ∑
1

𝑘𝑡,𝑖𝑙

𝐿
𝑙=1 , where 𝑘𝑡,𝑖𝑙 is the first order elimination rate for the 𝐿 compartments 283 

identified between the plasma and the fecal compartments. 284 

We determined the maximal loss of each bacterial diversity index in the intestinal microbiome after 285 

the beginning of treatment (nadir) and the time for which this maximal loss was achieved (time to 286 

nadir). We then determined the time at which each diversity index returned to 95% of its baseline 287 

value. 288 

We finally quantified the impact of moxifloxacin on diversity by computing the area under the curve 289 

for each diversity index up to 42 days after the beginning of treatment (𝐴𝑈𝐶𝐷,𝑖). This metric takes into 290 

account both the extent of the loss of diversity following moxifloxacin administration, and the duration 291 

of the dysbiosis. This period was chosen because the risk of developing severe antibiotic-associated 292 
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diarrhea such as Clostridium difficile colitis has been reported to be maximal in the first few weeks 293 

following antibiotic administration [33]. It was computed as: 294 

𝐴𝑈𝐶𝐷,𝑖 = ∫ (𝐷𝑖(𝑡) − 𝐷𝑖0) 𝑑𝑡
42

𝑡=0

 295 

where 𝐷𝑖(𝑡) is the function depicting the evolution of the diversity index over time and 𝐷𝑖0 is the value 296 

of the diversity index at baseline for the subject 𝑖 and 𝑡 is in days.    297 

RESULTS 298 

Within the 22 volunteers included in the analysis, median age was 33.2 years (min; max 23.3; 59.5) and 299 

8 were males (36.4%). Full characteristics of included subjects can be found in [20]. 300 

Pharmacokinetic model of moxifloxacin in plasma and feces 301 

A total of 322 values of total moxifloxacin plasma concentration and 138 values of fecal concentration 302 

of free moxifloxacin were collected in the 14 treated patients (see Supplementary Figure S1). 303 

Moxifloxacin was still detectable in plasma 3 days after the last administration, and in feces free 304 

moxifloxacin was detectable up to 10 days after the last administration. 305 

Plasma concentrations were best described by a two-compartment model with first order elimination 306 

and first order absorption using transit compartments to model the absorption delay (Figure 1). A 307 

compartmental model including two transit compartments between plasma and feces best fitted the 308 

fecal data, with enterohepatic recirculation of moxifloxacin from the fecal compartment to the plasma 309 

compartment (Figure 1). The mathematical expression of the final model is presented in Supplementary 310 

Text S1, and the evolution of moxifloxacin concentration in plasma and feces is presented in Figure 2 311 

(panels A and B). 312 

Nearly all parameters of the pharmacokinetic model could be estimated with a reasonable precision, 313 

relative standard errors (r.s.e.) being below 30% for fixed effects and 40% for variabilities (Table 1). 314 

Absoprtion related parameters (noted 𝑘𝑡𝑟 and 𝑘𝑎, see Figure 1) had higher relative standard errors and 315 

should therefore be interpreted with caution. The model well characterized the concomitant evolution 316 

of both plasma and fecal concentrations of moxifloxacin over time (Figure 3). Other goodness-of-fit plots 317 
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for this pharmacokinetic model were satisfactory, showing good adequacy between observations and 318 

predictions, the residuals were centered to zero and did not show any trend over time or model 319 

predictions (Supplementary Figure S2). The VPC did not show any model misspecification 320 

(Supplementary Figure S3). 321 

Moxifloxacin mean volume of distribution 𝑉 was estimated to 99.6 L (r.s.e., 6%). The mean 322 

extraintestinal elimination rate of moxifloxacin 𝑘𝑒 was equal to 1.63 day-1 (r.s.e., 4%), and the mean 323 

intestinal elimination rate of moxifloxacin 𝑘𝑐𝑡1 was equal to 0.21 day-1 (r.s.e., 10%) (Table 1).  324 

Among the 14 subjects treated with moxifloxacin, the median (min; max) concentration of free 325 

moxifloxacin in feces observed 24 hours after the first administration of moxifloxacin was 56.9 µg/g 326 

(21.7; 95.4), and increased up to 130.4 µg/g (79.2; 250.6) on the 5th day of treatment. Median elimination 327 

half-lives from the plasma and fecal compartments were 0.53 day (0.43; 0.67) and 1.0 day (0.76; 1.49), 328 

respectively. The median transit time of moxifloxacin between plasma and feces was 0.59 days (0.35; 329 

1.23). The median time for fecal concentrations of free moxifloxacin to be below the limit of 330 

quantification (<0.04 µg/g) was 14.1 days (11.7; 19.3). 331 

Pharmacodynamic model of intestinal diversity 332 

A total of 142 samples were analysed by 16S rRNA gene profiling (90 in subjects treated by moxifloxacin 333 

and 52 in controls). Individual profiles of the Shannon index and number of OTUs are presented in 334 

Supplementary Figure S4. Both indices rapidly dropped after initiation of moxifloxacin treatement and 335 

slowly returned towards their baseline value after treatment cessation, whereas they were stable in 336 

controls. The kinetics of the 2 indices were best fitted by a model in which the elimination of bacterial 337 

diversity from feces was increased by moxifloxacin using an 𝐸𝑚𝑎𝑥 model and the two diversity indices 338 

shared the same 𝐸𝐶50 (Figure 1 and Supplementary Text S1), found equal to 0.13 µg/g of feces, with a 339 

relative standard error of about 140%, and a large interindividual variability (470%, see Table 2). Due to 340 

the poor precision for the estimated mean value of this parameter, we estimated its 95% confidence 341 

interval by likelihood profiling: [0.01 µg/g; 2 µg/g] (Supplementary Figure S5). Other parameters of the 342 

pharmacodynamic model were well estimated (Table 2). The individual fits of this model were 343 
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satisfactory (Figure 4), as well as the other goodness of fit plots (Supplementary Figure S6 and 344 

Supplementary Figure S7). The evolution of the Shannon index and of the number of OTUs is presented 345 

in Figure 2 (panels C and D). 346 

At baseline, in the absence of antibiotic perturbation, the mean value 𝑆0 of the Shannon index was equal 347 

to 4.75 Shannon units (r.s.e., 2%), and the mean value 𝑂𝑇𝑈0 was equal to 163 OTUs (r.s.e., 5%). 348 

Interindividual variability on both indices was estimated to relatively low values (Table 2). The maximal 349 

effect of moxifloxacin was a 38% (r.s.e. 14%) increase of the Shannon index elimination rate, and a 94% 350 

(r.s.e., 4%) increase of the elimination rate of the number of OTUs.  351 

Pharmacodynamic indices derived from the model for the 14 subjects treated by moxifloxacin are 352 

presented in Table 3 and Supplementary Figure S8. A median loss of 0.6 units of Shannon index (0.3; 0.7) 353 

and 26 OTUs (11; 41) was achieved at 24 hours after the beginning of treatment. 354 

DISCUSSION 355 

In the present work, we aimed to evaluate the ability of semi-mechanistic models to characterize the 356 

evolution over time of synthetic indices of global bacterial diversity in the intestinal microbiome. Using 357 

nonlinear mixed effects models to analyse longitudinal data in all subjects, we were able to estimate 358 

mean values and interindividual variability with satisfactory precision for almost all parameters. 359 

Despite the complexity of the measures done, relying on metagenomic analysis targeted to the 16S rRNA 360 

gene, relatively simple mathematical models provided satisfactory description of variation in  time of 361 

the diversity indices within the intestinal microbiome. In our model, diversity indices were considered 362 

as biomarkers, whose elimination rate are increased by antibiotic exposure in a concentration-363 

dependent manner. Such models are very appealing considering their simplicity and are widely used in 364 

the field of pharmacometrics. They also allow to compute precisely the area under the curve of the 365 

bacterial diversity over time, a metric which allows a global view of antitiobics impact on the microbiota 366 

as it takes into account both the extent and the duration of dysbiosis. Coupled with the use of mixed-367 

effect modelling, this approach allowed to estimate the global dysbiosis of the intestinal microbiome 368 

following an antibiotic treatment, even in the case of sparse data, and to better characterize 369 
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interindividual variabilities. This might prove to be very useful as microbiome data on multiple days are 370 

usually difficult to obtain reliably in the clinical context. A limited number of samples per patient could 371 

thus be sufficient to adequately describe the effect of an intervention on the microbiome and to 372 

compute metrics for global dysbiosis of the microbiome over various time periods. In addition, such an 373 

approach is attractive for comparing the impact of various treatment strategies by simulation.  374 

The pharmacokinetic study revealed that fecal concentrations of moxifloxacin rapidly reached a high 375 

plateau value, and their decrease after treatment cessation was rather slow. Indeed, we could infer 376 

from the pharmacokinetic model that fecal concentrations of free moxifloxacin increased up to 56.9 377 

µg/g (21.7; 95.4) 24 hours after the first administration, and increased up to 130.4 µg/g (79.2; 250.6) 378 

on the 5th day of treatment. Fecal concentrations slowly decreased afterwards, being higher than 2 379 

µg/g up to 4.7 days (2.9; 8.4) after the last administration of moxifloxacin. This is concerning as 380 

previous observations from our group suggested that the time period during which antibiotic 381 

concentration decreases in feces after the end of treatment is critical for the emergence of 382 

fluoroquinolone-resistant strains within the fecal flora [34]. This slow decrease may partly be explained 383 

by the pronounced enteric recycling after systemic intake [27]. Interestingly, the structural model of 384 

moxifloxacin plasma and fecal pharmacokinetics included a reabsorption of moxifloxacin from the fecal 385 

compartment into the central compartment. This is in line with a previous study performed in patients 386 

undergoing gastro-intestinal surgery who received moxifloxacin as preoperative antibioprophylaxis 387 

[35]. In this study, authors observed that moxifloxacin concentrations within the colonic mucosa were 388 

higher than those measured in the small bowel mucosa, thereby providing biological support to our 389 

mathematical model. This reabsorption process might explain the longlasting fecal excretion observed 390 

after treatment cessation. 391 

From this work, we can estimate that the intestinal microbiome is highly susceptible to moxifloxacin. 392 

Initiation of treatment led to a rapid decrease of diversity within the microbiome, with a median loss of 393 

0.6 units of Shannon index (0.3; 0.7) and 26 OTUs (11; 41) 24 hours after the beginning of treatment. 394 

This rapid impact of moxifloxacin is related to the small value of the 𝐸𝐶50 parameter. Although it could 395 
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not be estimated with a satisfactory precision (relative standard error of 140%), we determined that its 396 

95% confidence interval was [0.01 µg/g; 2 µg/g]. This rather large range of values (1:100 ratio) should 397 

be interpreted in the light of the fecal concentration of moxifloxacin obtained following treatment with 398 

a clinical dose. Indeed, fecal concentration of free moxifloxacin were above the upper bound of this 95% 399 

confidence interval as soon as 5 hours after the first administration of moxifloxacin, and stayed above 400 

this value up to 10 days after the last administration. 401 

Interestingly, the maximal effect of moxifloxacin was different on the two diversity indices. We 402 

estimated a 27.5% maximal loss of the baseline value of the Shannon index, while the estimated maximal 403 

loss of the number of OTUs was estimated to 47.4% of its baseline value. Both indices had different 404 

times to return to 95% of their baseline values after treatment cessation: 16.3 days for the Shannon 405 

index and 21.3 days for the number of OTUs. The Shannon index refers to the evenness of the bacterial 406 

community within the microbiome, whereas the number of OTUs is a direct measure of its richness. 407 

From this result we can infer that although being both indices of diversity, an intervention can exhibit a 408 

different impact, depending on the diversity index studied. We thus believe that microbiome studies 409 

should include several indices of diversity, in order to draw a complete picture of the microbiome 410 

dysbiosis induced by the intervention. 411 

Our work has some limitations. The main one is that only healthy subjects were included. Model 412 

parameters, in particular interindividual variability of the pharmacodynamic parameters but also 413 

possibly gut microbiota, could differ in clinical context. However, we aimed here at developing a 414 

mathematical model relating antibiotic individual exposure and subsequent dysbiosis. We could 415 

precisely estimate most parameters, thereby providing evidence that mathematical models can 416 

adequately depict the time course of complex data summarized in a synthetic index. Another limitation 417 

is that we could not model the evolution of each specific OTUs over time. This would be very valuable 418 

for providing a deeper insight on the impact of moxifloxacin treatment on the microbiome. Such 419 

analysis was prevented by the small number of subjects included in the analysis and by the high 420 

correlation existing between the relative abundance of the OTUs. Furthermore, next generation 421 
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sequencing only provides relative abundances, whereas absolute counts of each OTUs would be 422 

necessary to apply usual pharmacodynamics models of antibiotic effect. To that end, coupling data 423 

from newt generation sequencing together with flow cytometric counts of bacterial cells has recently 424 

ben proposed for obtaining quantitative data of microbiome profiling [36]. 425 

 In spite of these limitations, we believe that we provide here a structural framework for refining 426 

the impact of antibiotics on the intestinal microbiome. Diversity indices obtained through next 427 

generation sequencing offer a simplified view of the dynamics of the bacterial community within the 428 

microbiome, and mathematical modeling allowed to precisely estimate the global dysbiosis induced 429 

by moxifloxacin. This encourages to extend these results to the clinical setting for estimating the 430 

unwanted effects of drugs on the microbiome. 431 

CONCLUSION 432 

We present here the first model of the evolution of bacterial diversity within the intestinal microbiome 433 

over time, following an antibiotic perturbation. We used a powerful approach that takes into account 434 

both individual fecal exposure to the antibiotic resulting from plasma kinetics, and individual 435 

longitudinal measurement of bacterial diversity through next generation sequencing. This approach is 436 

able to circumvent the need for intensive sampling of each subject, and appears as a powerful tool for 437 

estimating the global impact over time of an intervention on the intestinal microbiome.  438 
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Tables 532 

Table 1. Estimated population parameters and their relative standard errors (r.s.e) for the final 533 

pharmacokinetic model of moxifloxacin in the plasma and feces.  534 

The model was fitted on the data from the 14 subjects treated by moxifloxacin. 𝑀𝑡𝑡 is the mean transit 535 

time between the first transit compartment to the absorption compartment; 𝑘𝑡𝑟 is the transfer rate 536 

bewteen each compartment for the absorption delay; 𝑘𝑎 is the absorption rate to the central 537 

compartment; 𝑉 is the volume of distribution;  𝑘𝑒 is the extraintestinal elimination rate from the 538 

central compartment; 𝑘12 and 𝑘21 are the transfer rates between the central compartment and the 539 

peripheral compartment; 𝑘𝑐𝑡1 is the elimination rate from the central compartment to the intestinal 540 

tract; 𝑘𝑓𝑐 is the transfer rate between the fecal compartment and the central compartment; 𝑘𝑡 is the 541 

transfer rate between the intestinal transit compartments; 𝑘𝑓 is the elimination rate from the fecal 542 

compartment; σslope,c is the proportional component of the residual error for the plasma 543 

pharmacokinetic model; σinter,f  and σslope,f  are the additive and proportional components of the 544 

residual error for the fecal pharmacokinetic model, respectively. 545 

 

Parameter 
Fixed effects 

Standard deviation of the 
exponential random effects 

Model Estimate r.s.e. (%) Estimate r.s.e. (%) 

P
la

sm
a 

𝑀𝑡𝑡 (day-1) 0.014 30 0.923 26 

𝑘𝑡𝑟 (day-1) 151 52 1.66 24 

𝑘𝑎 (day-1) 101 47 1.6 22 

𝑉 (L) 99.6 6 0.172 27 

𝑘𝑒 (day-1) 1.63 4 0.108 26 

𝑘12 (day-1) 0.125 11 0 (fixed) - 

𝑘21 (day-1) 1.06 <1 0 (fixed) - 

𝑘𝑐𝑡1 (day-1) 0.205 10 0.312 27 

Fe
ca

l 𝑘𝑓𝑐 (day-1) 0.407 18 0.524 27 

𝑘𝑡 (day-1) 3.46 15 0.485 23 

𝑘𝑓 (day-1) 1.23 16 0.572 20 

R
es

id
u

al
 

er
ro

r 

σslope,c 0.216 5   

σinter,f (µg/g) 0.0557 36   

σslope,f 0.481 8   

  546 
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Table 2. Estimated population parameters and their relative standard errors for the final 547 

pharmacodynamic model of moxifloxacin on the bacterial diversity in the intestinal microbiome. 548 

The model was fitted on the data from all subjects. 𝑆0 is the value of the Shannon index at steady state; 549 

𝑂𝑇𝑈0 is the number of OTUs at steady state; 𝑘𝑜𝑢𝑡,𝑆 the elimination rate of the Shannon index from the 550 

fecal compartment; 𝑘𝑜𝑢𝑡,𝑂𝑇𝑈 is the elimination rate of the number of OTUs from the fecal compartment; 551 

𝐸𝑚𝑎𝑥,𝑆 is the maximal effect of moxifloxacin on the elimination rate of the Shannon index; 𝐸𝑚𝑎𝑥,𝑂𝑇𝑈 is 552 

the maximal effect of moxifloxacin on the elimination rate of the number of OTUs, 𝐸𝐶50 is the 553 

concentration of moxifloxacin leading to 50% of the maximal effect, σ𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟,𝑆 is the additive component 554 

of the residual error for the pharmacodynamic model of the Shannon index; σ𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟,𝑂𝑇𝑈 is the additive 555 

component of the residual error for the pharmacodynamic model of the number of OTUs. 556 

Parameter 
Fixed effects 

Standard deviation of the 
exponential random effects 

Estimate r.s.e. (%) Estimate r.s.e. (%) 

𝑆0 (Shannon unit) 4.75 2 0.0729 22 

𝑂𝑇𝑈0 (OTU) 163 5 0.203 17 

𝑘𝑜𝑢𝑡,𝑆 (day-1) 0.585 27 0 (fixed) - 

𝑘𝑜𝑢𝑡,𝑂𝑇𝑈 (day-1) 0.275 26 0 (fixed) - 

𝐸𝑚𝑎𝑥,𝑆 0.384 14 0 (fixed) - 

𝐸𝑚𝑎𝑥,𝑂𝑇𝑈 0.938 4 0 (fixed) - 

𝐸𝐶50 (µg/g) 0.128 137 4.74 21 

σ𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟,𝑆 (Shannon unit) 0.506 7   

σ𝑖𝑛𝑡𝑒𝑟,𝑂𝑇𝑈 (OTU) 23.2 7   

  557 
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Table 3. Pharmacodynamic indices derived from the estimated individual pharmacodynamic 558 

parameters. 559 

Pharmacodynamic indices Shannon index Number of OTUs 

Time to maximal loss (days) 7.0 (5.1; 11.4) 8.5 (5.5; 13.8) 
Maximal loss (unit or number of OTUs) 1.2 (0.8; 1.3) 77 (47; 100) 
Maximal loss (% of baseline value) 27.5 (17.5; 27.7) 47.4 (30.4; 48.3) 
Time to return to 95% of baseline value (days) 16.3 (8.7; 25.3) 21.3 (13.3; 30;4) 
AUC between day 0 and day 42 
(unit.day or number of OTUs.day) 

-16.7 (-28.7; -5.2) -1084 (-2323; -378) 

  560 
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Figures 561 

Figure 1. Final compartmental model for plasma and fecal moxifloxacin pharmacokinetics (red) and for 562 

bacterial diversity indices (orange).  563 

𝑘𝑡𝑟 is the transfer rate bewteen each compartment for the absorption delay; 𝑘𝑎 is the absorption rate 564 

to the central compartment; 𝑘𝑒 is the extraintestinal elimination rate from the central compartment; 565 

𝑘12 and 𝑘21 are the transfer rates between the central compartment and the peripheral compartment; 566 

𝑘𝑐𝑡1 is the elimination rate from the central compartment to the intestinal tract; 𝑘𝑓𝑐 is the transfer 567 

rate between the fecal compartment and the central compartment; 𝑘𝑡 is the transfer rate between 568 

the intestinal transit compartments; 𝑘𝑓 is the elimination rate from the fecal compartment; 𝑅𝑖𝑛 is the 569 

zero-order constant for production of the diversity index; 𝑘𝑜𝑢𝑡 is the elimination rate of the diversity 570 

index from the fecal compartment. 571 

𝐶𝑓 is the concentration of free moxifoxacin in the fecal compartment; 𝐸𝑚𝑎𝑥 is the maximal effect of 572 

moxifloxacin on the elimination rate of the diversity index, and 𝐸𝐶50 is the concentration of 573 

moxifloxacin leading to 50% of the maximal effect. 574 

Data were available for the 3 compartments with bold boxes.  575 

  576 
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Figure 2. Simulated profiles of the concentration of total moxifloxacin in plasma (panel A), of free 577 

moxifoxacin in feces (panel B), of the Shannon index (panel C) and of the number of OTUs (panel D) 578 

following a course of 400 mg/day moxifloxacin for 5 days. Plain lines represent the median of 10’000 579 

simulations, whereas ribbons represent the 90% prediction intervals. In panels C and D, orange dashed 580 

lines represent the median baseline value of diversity indices without moxifloxacin treatment. 581 

  582 
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Figure 3. Individual fits for the plasma total (panel A) and fecal free (panel B) moxifloxacin 583 

concentrations for the final pharmacokinetic model in the 14 subjects treated by moxifloxacin. Black 584 

dots represent observed moxifloxacin concentrations. Red curves represent the individual 585 

pharmacokinetic profiles predicted by the model using estimated individual parameters. 586 

  587 
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Figure 4. Individual fits for the Shannon index (panel A) and number of OTUs (panel B) for the final 588 

pharmacodynamic model. Individual plots are represented for moxifloxacin-treated subjects, whereas 589 

negative control subjects are all represented on the same plot. Black dots represent observed values 590 

of the diversity indices of moxifloxacin-treated subjects, and black dotted lines represent observed 591 

values of the diversity indices of negative control subjects. Orange curves represent the individual 592 

pharmacodynamic profiles predicted by the model using estimated individual parameters. 593 

  594 
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Supplementary Figures 595 

Supplementary Figure S1. Spaghetti plot of the observed concentrations of free moxifloxacin in plasma 596 

(panel A) and feces (panel B) for the 14 subjects treated with moxifloxacin. Blue arrows represent 597 

moxifloxacin administration. 598 

  599 
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Supplementary Figure S2. Goodness of fit plots for the pharmacokinetic model. Plots of the individual 600 

weighted residuals (iWRES) and normalized prediction distribution errors (NPDE) over time (left) or 601 

model predictions (right) for the plasma (panel A) or fecal (panel B) concentrations. The iWRES and 602 

NPDE are shown as black points, and spline lines are also added as red curves. 603 

  604 



Co-évolution de l’exposition aux antibiotiques et de la diversité bactérienne 

Page 140 sur 215 

Supplementary Figure S3. Visual predictive checks for pharmacokinetic model. Plasma concentrations 605 

are depicted in the panel A and fecal concentrations are depicted in the panel B. The blue and red lines 606 

are the observed percentiles (10th, 50th, and 90th percentiles), the blue and red ribbons are the 607 

corresponding 95% confidence intervals. The dashed black lines are predicted percentiles. Black points 608 

are the individual observations. 609 

  610 
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Supplementary Figure S4. Spaghetti plots of the bacterial diversity within the intestinal microbiome 611 

(Shannon index, panel A, and number of OTUs, panel B). Subjects treated with moxifloxacin (N=14) are 612 

represented with plain line and black points, and subjects from the negative control group (N=8) are 613 

represented with dashed lines and grey points. Blue arrows represent moxifloxacin administration. 614 

  615 
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Supplementary Figure S5. Profile of the log-likelihood according to the value of the 𝐸𝐶50 parameter. 616 

The profile was obtained by fixing the 𝐸𝐶50 parameter at different values ranging from 10-3 to 10, while 617 

maximizing the likelihood over the other parameters. Horizontal dashed line represent the value for 618 

which the variation of the log-likelihood from its maximum is 
3.84

2
, where 3.84 is the 95th percentile of 619 

a 1-degree of freedom χ2 variable. The blue shaded ares represent the 95% confidence interval of the 620 

𝐸𝐶50 parameter computed using the Student’s t-distribution. 621 

  622 
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Supplementary Figure S6. Goodness of fit plots for the pharmacodynamic model (Shannon index, 623 

panel A, and number of OTUs, panel B). Individual weighted residuals (iWRES) and normalized 624 

prediction distribution errors (NPDE) over time (left) or model predictions (right) for moxifloxacin-625 

treated subjects are shown as black points and spline lines are added as red curves, whereas iWRES 626 

and NPDE are shown as grey points and spline lines are added as grey curves for negative controls. 627 

  628 
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Supplementary Figure S7. Visual predictive checks for pharmacodynamic model. The Shannon index is 629 

depicted in the panel A (moxifloxacin-treated subjects) and panel B (untreated subjects) and the number 630 

of OTUs is depicted in the panel C (moxifloxacin-treated subjects) and panel D (untreated subjects). The 631 

blue and red lines are the observed percentiles (10th, 50th, and 90th percentiles), the blue and red ribbons 632 

are the corresponding 95% confidence intervals. The dashed black lines are predicted percentiles. Black 633 

points are the individual observations. 634 

  635 
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Supplementary Figure S8. Estimated impact of moxifloxacin on intestinal microbiome in the 14 subjects 636 

treated with moxifloxacin. The impact was measured as the area under the curve (AUC) of the change 637 

of the Shannon index (panel A) or number of OTUs (panel B) from baseline over time, between day 1 638 

and day 42. The AUC is a metric which allows a global view of antibiotics impact on the microbiota as it 639 

takes into account both the extent and the duration of dysbiosis 640 

  641 
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Supplementary Text. Mathematical model 642 

Pharmacokinetic model 643 

The evolution of the amount of moxifloxacin in the various compartments is described using the 644 

following system of ordinary differential equations: 645 

𝑑𝐴𝑎

𝑑𝑡
= 𝐷𝑜𝑠𝑒 × 𝐹 × 𝑘𝑡𝑟 ×

(𝑘𝑡𝑟 × 𝑡)𝑛 × 𝑒−𝑘𝑡𝑟×𝑡

𝑛!
− 𝑘𝑎 × 𝐴𝑎 646 

𝑑𝐴𝑐

𝑑𝑡
= 𝑘𝑎 × 𝐴𝑎 + 𝑘𝑓𝑐 × 𝐴𝑓 + 𝑘21 × 𝐴𝑝 − (𝑘𝑒 + 𝑘𝑐𝑡1 + 𝑘12) × 𝐴𝑐 647 

𝑑𝐴𝑝

𝑑𝑡
= 𝑘12 × 𝐴𝑐 − 𝑘21 × 𝐴𝑝 648 

𝑑𝐴𝑡1

𝑑𝑡
= 𝑘𝑐𝑡1 × 𝐴𝑐 − 𝑘𝑡 × 𝐴𝑡1 649 

𝑑𝐴𝑡2

𝑑𝑡
= 𝑘𝑡 × 𝐴𝑡1 − 𝑘𝑡 × 𝐴𝑡2 650 

𝑑𝐴𝑓

𝑑𝑡
= 𝑘𝑡 × 𝐴𝑡2 − (𝑘𝑓𝑐 + 𝑘𝑓) × 𝐴𝑓 651 

where 𝐴𝑎 is the amount of moxifloxacin in the absorption compartment; 𝐴𝑐 is the amount of 652 

moxifloxacin in the central compartment; 𝐴𝑝 is the amount of moxifloxacin in the peripheral 653 

compartment; 𝐴𝑡1 is the amount of moxifloxacin in the first transit compartment between the central 654 

compartment and the fecal compartment; 𝐴𝑡2 is the amount of moxifloxacin in the second transit 655 

compartment between the central compartment and the fecal compartment; 𝐴𝑓 is the amount of 656 

moxifloxacin in the fecal compartment. We denote 𝑛 the number of compartments between the depot 657 

compartment and the absorption compartment; 𝑀𝑡𝑡 the mean transit time from the depot 658 

compartment to the absorption compartment; 𝑘𝑡𝑟 the transfer rate between each compartment for 659 

the absorption delay; 𝑘𝑎 the absorption rate to the central compartment; 𝑘𝑒 the extraintestinal 660 

elimination rate from the central compartment; 𝑘12 and 𝑘21 the transfer rates between the central 661 

compartment and the peripheral compartment; 𝑘𝑐𝑡1 the elimination rate from the central 662 

compartment to the intestinal tract; 𝑘𝑓𝑐 the transfer rate between the fecal compartment and the 663 
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central compartment; 𝑘𝑡 the transfer rate between the intestinal transit compartments; and  𝑘𝑓 the 664 

elimination rate from the fecal compartment;  665 

The relationship between 𝑛, 𝑀𝑡𝑡 and 𝑘𝑡𝑟 is: 𝑛 = (𝑀𝑡𝑡 × 𝑘𝑡𝑟) − 1.  666 

Initial conditions of these equations are: 𝐴𝑎,0 = 0; 𝐴𝑐,0 = 0; 𝐴𝑝,0 = 0; 𝐴𝑡1,0 = 0; 𝐴𝑡2,0 = 0 and 𝐴𝑓,0 =667 

0. 668 

The concentration of total moxifloxacin in the central compartment 𝐶𝑐 is computed as: 𝐶𝑐 =
𝐴𝑐

𝑉
, where 669 

𝑉 is the volume of distribution. 670 

The concentration of free moxifloxacin in the fecal compartment 𝐶𝑓 is computed as: 𝐶𝑓 =
𝐴𝑓

𝑃𝑓
, where 671 

𝑃𝑓 is the fecal weight.  672 

Pharmacodynamic model. 673 

The evolution of the diversity indices in the fecal compartment is described using the following system 674 

of ordinary differential equations: 675 

𝑑𝑆

𝑑𝑡
= 𝑅𝑖𝑛,𝑆 −  (1 +

𝐸𝑚𝑎𝑥,𝑆 × 𝐶𝑓

𝐸𝐶50 + 𝐶𝑓
) × 𝑘𝑜𝑢𝑡,𝑆 × 𝑆 676 

𝑑𝑂𝑇𝑈

𝑑𝑡
= 𝑅𝑖𝑛,𝑂𝑇𝑈 −  (1 +

𝐸𝑚𝑎𝑥,𝑂𝑇𝑈 × 𝐶𝑓

𝐸𝐶50 + 𝐶𝑓
) × 𝑘𝑜𝑢𝑡,𝑂𝑇𝑈 × 𝑂𝑇𝑈 677 

where 𝑆 is the value of the Shannon index in the fecal compartment; 𝑂𝑇𝑈 is the number of OTUs in 678 

the fecal compartment; 𝑅𝑖𝑛,𝑆 is the zero-order constant for production of the Shannon index; 𝑘𝑜𝑢𝑡,𝑆 is 679 

the elimination rate of the Shannon index from the fecal compartment; 𝑅𝑖𝑛,𝑂𝑇𝑈 is the zero-order 680 

constant for production of the number of OTUs; 𝑘𝑜𝑢𝑡,𝑂𝑇𝑈 is the elimination rate of the number of OTUs 681 

from the fecal compartment; 𝐸𝑚𝑎𝑥,𝑆 is the maximal effect of moxifloxacin on the elimination rate of 682 

the Shannon index; 𝐸𝑚𝑎𝑥,𝑂𝑇𝑈 is the maximal effect of moxifloxacin on the elimination rate of the 683 

number of OTUs, and 𝐸𝐶50 is the concentration of moxifloxacin leading to 50% of the maximal effect. 684 

𝑆0 is the value of the Shannon index at baseline; 𝑂𝑇𝑈0 is the number of OTUs at baseline. 685 

Initial conditions of these equations are: 𝑆0 =
𝑅𝑖𝑛,𝑆

𝑘𝑜𝑢𝑡,𝑆
  and 𝑂𝑇𝑈0 =

𝑅𝑖𝑛,𝑂𝑇𝑈

𝑘𝑜𝑢𝑡,𝑂𝑇𝑈
. 686 
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2. Elimination biliaire et impact sur la diversité et la résistance bactériennes 

2.1. Résumé 

Nous avons vu en introduction que les caractéristiques pharmacocinétiques des antibiotiques 

pouvaient avoir une influence sur l’effet qu’exercent les antibiotiques sur le microbiote intestinal (voir 

la section 3.3 du chapitre 1). Notamment, l’excrétion biliaire des antibiotiques est pressentie comme 

facteur pouvant influencer cet impact, et nous avons vu qu’un certain nombre d’arguments de 

littérature appuyait cette hypothèse. Parmi les antibiotiques de la classe des céphalosporines de 3ème 

génération, la ceftriaxone – dont l’excrétion biliaire est estimée à 50% – et le céfotaxime – dont 

l’excrétion biliaire n’est estimée qu’à 10% – partagent le même spectre d’activité mais leurs différences 

pharmacocinétiques laissent supposer un impact différent sur le microbiote. Les données 

actuellement publiées vont en faveur de cette différence. 

Dans le cadre de travaux préparatoires de cette thèse, nous avons ainsi conçu et mené l’essai 

clinique Cérémi, en réponse à l’appel d’offres Contrat de Recherche Clinique 2013. Son objectif 

principal était de comparer l’effet de la ceftriaxone et du céfotaxime sur l’émergence 

d’entérobactéries résistantes aux céphalosporines de 3ème génération dans le microbiote intestinal 

jusqu’au 7ème jour après le début du traitement. Les objectifs secondaires incluaient la comparaison de 

l’impact de ces deux molécules sur les comptes d’entérobactéries totales et sur les comptes de germes 

non commensaux du microbiote intestinal, et sur la diversité bactérienne. 

Plusieurs recueils de selles étaient prévus avant (J-15, J-7, J-1) et après (J1, J2, J3, J4, J7, J10, J15, 

J30, J90 et J180) la première administration d’antibiotique, pour la détermination des concentrations 

fécales de l’antibiotique administré par méthode microbiologique et pour la détermination des 

comptes bactériens et fongiques par méthode phénotypique. L’analyse métagénomique a été réalisée 

par séquençage du gène de l’ARN ribosomique 16S. Deux indices de diversité α ont été analysés : 

l’indice de diversité de Shannon, et le nombre observé de taxons bactériens. 

Au total, 22 sujets ont été inclus dans l’essai (11 par groupe). A l’inclusion, 5 sujets du groupe 

ceftriaxone (45.5%) et 1 sujet du groupe céfotaxime (9.7%) étaient colonisés par une entérobactérie 

résistante aux céphalosporines de 3ème génération. Nous avons calculé l’aire sous la courbe des 

comptes d’entérobactéries résistantes aux céphalosporines de 3ème génération entre J0 et J7, et la 

variation de l’aire sous la courbe des comptes d’entérobactéries totales et des comptes de germes non 

commensaux du tube digestif entre J0 et J7. Nous n’avons pas mis en évidence de différence pour 

l’analyse des critères de jugement des différents germes étudiés. Cependant, dans les deux groupes 

de traitement, une diminution rapide et marquée des comptes d’entérobactéries totales était 
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observée. Le retour à l’état initial n’était pas immédiat, et les comptes d’entérobactéries totales 

étaient normalisés environ 10 jours après la fin du traitement. 

Nous avons également calculé l’aire sous la courbe de la variation des comptes d’entérobactéries 

résistantes aux céphalosporines de 3ème génération, des comptes d’entérobactéries totales et des 

comptes de germes non commensaux du tube digestif entre J0 et J15, et avons normalisé ces aires 

sous la courbe afin de tenir compte de la durée écoulée entre le début du traitement et l’émission de 

la selle de J15. Là encore, nous n’avons pas mis en évidence de différence entre les aires sous la courbe 

normalisées étudiées.  

La valeur médiane (min ; max) observée à J0 de l’indice de diversité de Shannon était 3.9 (3.2 ; 4.3) 

dans le groupe ceftriaxone et 3.9 (3.0 ; 4.3) dans le groupe céfotaxime. La réduction maximale médiane 

de l’indice de Shannon était de 0.8 unités (0.1 ; 2.9) dans le groupe ceftriaxone, et de 1.0 unité dans le 

groupe céfotaxime (0.3 ; 1.7). Nous avons calculé les aires sous la courbe normalisées de la variation 

de l’indice de diversité de Shannon entre J0 et J30, la différence observée n’était pas statistiquement 

significative. De la même manière, la différence entre les aires sous la courbe normalisée de la variation 

du nombre observé de taxons bactériens entre J0 et J30 n’était pas significativement différente entre 

les deux groupes de traitement. 

Les concentrations d’antibiotiques étaient indétectables pour la quasi-totalité des sujets. Dans le 

groupe ceftriaxone, 1 sujet avait des concentrations de ceftriaxone mesurables, sur les échantillons 

collectés entre J2 et J7. Les concentrations variaient entre 5.0 µg/g et 93.7 µg/g. Dans le groupe 

céfotaxime, 1 sujet avait une concentration de céfotaxime mesurable, sur l’échantillon obtenu à J4 (1.6 

µg/g). 

Les résultats de cet essai ont permis pour la première fois d’analyser et de comparer l’impact de 

la ceftriaxone et du céfotaxime administrés selon un schéma posologique courant en pratique clinique. 

Les deux antibiotiques avaient un effet marqué de réduction des comptes d’entérobactéries et de la 

diversité bactérienne. De façon surprenante, nous n’avons mis en évidence aucune différence d’impact 

entre les deux antibiotiques, ni par l’analyse phénotypique ni par l’analyse métagénomique. Cela 

conforte les données existantes sur le caractère superposable de leurs spectres antibactériens. 

Globalement, les résultats de cet essai n’ont pas permis d’étayer l’hypothèse selon laquelle la prise en 

compte de l’excrétion biliaire des antibiotiques pourrait permettre d’en limiter l’impact sur le 

microbiote intestinal. 

Ce travail est en cours de rédaction pour le Journal of Infectious DIseases. 
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Abstract 26 

Background 27 

Ceftriaxone and cefotaxime are two third generation cephalosporins with the same antibacterial activity 28 

but distinct pharmacokinetic characteristics. There is a debate whether ceftriaxone biliary elimination 29 

might result in a more pronounced impact than cefotaxime on the intestinal microbiota. 30 

Methods 31 

We performed a prospective, monocenter, open, randomized clinical trial in 22 healthy volunteers with 32 

a 3-day clinical course of either ceftriaxone (1g/24 hours) or cefotaxime (1g/8 hours) by the intravenous 33 

route. We collected several fecal samples before and up to 30 days after treatment initiation, for 34 

phenotypic and metagenomic analyses by 16S rRNA gene profiling, and to measure antibiotic 35 

concentration by microbiological bioassay. Bacterial diversity was studied using the Shannon index and 36 

the number of operational taxonomic units. Using non parametric tests, we compared between the two 37 

groups the area under the curve of studied micro-organisms counts over time between day 0 and day 7 38 

or day 15, and of indices of bacterial diversity between day 0 and day 30. 39 

Results 40 

Ceftriaxone did not exhibit a significantly different impact on the emergence of 3rd generation 41 

cephalosporin resistant enterobacteria, Enterococcus spp., Staphylococcus aureus, Pseudomonas 42 

aeruginosa, Clostridium difficile or moulds. Although both antibiotics reduced the counts of total 43 

enterobacteria, the difference was not significant. Similar results were observed for diversity indices. All 44 

but 1 volunteer from each group exhibited undetectable levels of antibiotic in feces.  45 

Conclusions 46 

The impact of ceftriaxone and cefotaxime on the intestinal microbiota was not significantly different 47 

after a 3-day course of either antibiotic. Both antibiotics had a marked impact on the bacterial diversity. 48 

These results suggests the undistinct use of the 2 antibiotics in the clinical context, although further 49 

studies including the resistome would be of interest.   50 
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INTRODUCTION 56 

The rise in bacterial resistance to antibiotics, in particular that of Gram-negative bacteria, constitutes a 57 

serious threat to our medical system (1). The prevalence of bacterial strains resistant to usual β-lactam 58 

antibiotics has been increasing since the 1980s (2-6). Initially restrained to nosocomial infections, 59 

antibiotic resistance has spread worldwide (7), affecting treatment of community-acquired infections. 60 

The major driver of this evolution is the impact that antibiotics, in particular β-lactams, exert on the 61 

intestinal commensal microbiota of both humans and animals (8). Indeed, during treatment, huge loads 62 

of resistant intestinal bacteria are selected and excreted, leading to carriage in the hosts and 63 

dissemination of resistant strains in the environment. 64 

In the same time, using the recent developments in next generation sequencing, the gut microbiome 65 

has been shown to contribute to the host metabolism and to the induction of immune responses and to 66 

be involved in the development of various pathological conditions, such as obesity, allergies or 67 

inflammatory bowel diseases (9). In addition to cause resistance selection and dissemination, antibiotics 68 

could also have profound and prolonged effects on the composition of the microbiome and on hosts 69 

health maintenance (10-15). In their studies of healthy volunteers receiving 5-day courses of 70 

ciprofloxacin, Dethlefsen et al. observed that antibiotic administration had a rapid effect in reducing the 71 

bacterial diversity and in modifying the composition of the gut microbiome (13, 15). These results are a 72 

strong incentive to better document the impact of antibiotics on the gut microbiome (16), and to identify 73 

the drivers of its disruption. 74 

A limited number of studies suggested that taking into account antibiotics pharmacokinetic 75 

characteristics might help to reduce their impact on the microbiome (17, 18). The importance of the 76 

elimination pathway has been highlighted by the analysis of the phenotypic effect of 4 broad spectrum 77 

cephalosporins on mice intestinal microbiota (19). In their study, authors showed that the impact 78 

increases with the biliary elimination of the antibiotic. Another experimental scheme is the comparison 79 

of the impact of the two widely used 3rd generation cephalosporins ceftriaxone and cefotaxime. These 80 

two antibiotics share their antibacterial spectrum, indications, and intravenous administration route, 81 
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but have different pharmacokinetics characteristics: ceftriaxone is administered once daily and has a 82 

50% biliary elimination, while cefotaxime needs thrice-in-day administrations and has a 10% biliary 83 

elimination. Two randomized controlled trials have been conducted so far to compare their effect on 84 

the intestinal microbiota (17, 18). In both studies, female patients requiring gynaecological surgery 85 

received a unique, high dose (2 grams of ceftriaxone or 2 grams of cefotaxime) antibiotic prophylactic 86 

treatment. Both studies suggested a more pronounced impact of ceftriaxone on the gut microbiota 87 

regarding the emergence of bacterial resistance. Similar trends were reported in ecological studies (20, 88 

21). However, no study dealing with usual antibiotic regimens administered in the clinical practice is 89 

available. Next generation sequencing methods were not used to investigate this question despite the 90 

precise description of the microbiome they provide. 91 

Here, we report the results of a prospective randomized clinical trial performed in healthy volunteers 92 

receiving a clinical course of ceftriaxone or cefotaxime for 3 days, and compared antibiotic impact on 93 

the gut microbiome from a phenotypic and a metagenomic perspective. 94 

METHODS  95 

Study design 96 

We conducted a prospective, open label, randomized clinical trial from March 2016 to August 2017 in 97 

adult healthy volunteers in the Centre d’Investigations Cliniques at Bichat – Claude Bernard Hospital 98 

(Paris, France). All participants received oral and written information, and provided signed consent 99 

before inclusion. The trial obtained approval from the Independent Ethics Committee “Île-de-France 1” 100 

on 12/21/2015 (2015-oct-14028) and from the National Agency for Security of Medicinal Products on 101 

07/24/2015 (150527A-41), and was conducted in respect with Good Clinical Practice and the Declaration 102 

of Helsinki as last amended. It was sponsored by Assistance Publique – Hôpitaux de Paris. 103 

Subjects selection criteria 104 

Male and female healthy volunteers between 18 and 65 years old were eligible if their body mass index 105 

was comprised between 18.5 and 30 kg/m2, if they had a normal digestive transit and if they were 106 

considered healthy by medical history, vital signs, physical examination, electrocardiogram and blood 107 
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laboratory results at a screening visit 16 – 26 days prior to randomization. Female in child-bearing age 108 

were eligible if they had a contraceptive treatment and had a negative pregnancy test at screening.  109 

Subjects with a history of hospitalization within the last 6 months or with antibiotic exposure within the 110 

past 3 months were not eligible, as well as those with any history of chronic active disease including HIV, 111 

HCV or HBV infection, with a history of allergy to β-lactams or who were legally protected. Subjects’ 112 

household should have neither active chronic disease nor have received any antibiotic treatment in the 113 

preceeding 15 days. They were secondary exluded if they did not provide any fecal sample before 114 

randomization, or if more than 1 fecal sample was missing between day 1 and day 7 after antibiotic 115 

treatment initiation. 116 

Treatments 117 

Volunteers were randomised (1:1 ratio) to receive either ceftriaxone or cefotaxime as 30-minute 118 

intravenous infusions for 3 days. Ceftriaxone was administered at the dose of 1 gram every 24 hours, 119 

and cefotaxime was administered at the dose of 1 gram every 8 hours. Antibiotics were administered 120 

via an automatic high-precision infusion pump. Day 1 was defined as the day of the first infusion of 121 

antibiotic, and H0 was the time of the beginning of the first infusion of antibiotic. We collected the actual 122 

dates and times of antibiotic treatment administration. 123 

Fecal sampling and analyses 124 

A total of 11 fecal samples was obtained from each participant (between day -15 and day -11, between 125 

day -8 and day -4, and at days -1, 1, 2, 3, 4, 7, 10 +/-1, 15 +/- 1 and 30 +/-3). 126 

Determination of bacterial counts in feces 127 

All bacteriological analysis were performed following the PROBE guidelines. Fecal samples were stored 128 

at 4°C after emission and transmitted to the bacteriologic laboratory after blinding. One hundred mg of 129 

feces were conserved in 1 mL of Brain Heart Infusion medium at -80°C. On the day of the assay, fecal 130 

samples were plated on specific agars and incubated for 48 hours in appropriate atmosphere, for 131 

determination of the counts of micro-organisms expressed in colony forming units (CFU) per gram of 132 

stool. Both ChromID ESBL (bioMérieux, France) and BLSE AES (AES Chemunex, France) agars were used 133 
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for identification of 3rd generation resistant enterobacteria, and total enterobacteria were counted after 134 

plating on Drigalski agar (bioMérieux, France). Enterococcus spp. were studied using Enterococcosel agar 135 

(Becton, Dickinson and Company, USA). Intestinal colonisation by noncommensal microorganisms were 136 

studied using the following agars: Cétrimide (bioMerieux, France) for P. aeruginosa, Chapman (Becton, 137 

Dickinson and Company, USA) for S. aureus, ChromID Clostridium difficile (bioMerieux, France) for C. 138 

difficile and ChromID Candida (bioMerieux, France) for moulds. In case of positivity, counts were 139 

determined by serial dilution on the appropriate agar. The limit of quantification was 2.0 log10 CFU/g 140 

for all microorganisms. 141 

Analysis of the bacterial diversity within the microbiota 142 

Samples obtained at days -15, -1, 4, 7, 10, and 30 were also analysed by 16S rRNA gene profiling. 143 

Microbial DNA was extracted using QIAamp DNA stool Kit (Qiagen, Germany). The V3-V4 region of the 144 

16S rRND gene was then amplified using primers selected from (22). The PCR amplicons were sequenced 145 

on a Illumina MiSeq platform according to the manufacturer’s specifications (Illumina, San Diego, CA, 146 

USA). Demultiplexing and quality filtering were performed using mothur (23). No mismatch was allowed 147 

in the primers sequences in both forward and reverse primers, and quality-filtering was performed by 148 

truncating bases at the 3′ end with Phred quality score <25. Paired-end read assembly was then 149 

performed with 100% overlap identity. 150 

Following these pre-processing steps, chimera sequences were detected and eliminated using Vsearch 151 

(24). Then, clustering of similar sequences (97% identity threshold for an affiliation at the genus level on 152 

the V3-V4 regions of the 16S rRNA gene) was performed through an open-reference OTU picking process 153 

and complete-linkage method, finally creating groups of sequences or "Operational Taxonomic Units" 154 

(OTUs). A final OTU cleaning step corresponding to the elimination of singletons and doubletons was 155 

performed. Diversity in each fecal sample was estimated using 2 indices of diversity, the Shannon 156 

diversity index (25) and the number of observed OTUs. 157 

Determination of fecal antibiotic concentration 158 
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Active concentrations of ceftriaxone and cefotaxime in feces were measured by microbiological assay 159 

(E. coli ATCC25922 for both antibiotics) on fecal samples collected between day -1 and day 10 after 160 

incubation at 37°C for 24 hours, with a limit of quantification of 1.25 µg/g for both antibiotics. 161 

Endpoints 162 

Primary endpoint 163 

The primary endpoint was the area under the curve between baseline and day 7 (AUCD0D7) of the log-164 

counts of 3rd generation cephalosporins resistant enterobacteria. 165 

Secondary endpoints 166 

Secondary endpoints included the followings: AUCD0D15 of the variation from baseline of the log-counts 167 

of 3rd generation cephalosporins resistant enterobacteria, AUCD0D7 and AUCD0D15 of the variation from 168 

baseline of the log-counts of total enterobacteria, of Enterococcus spp. and of noncommensal 169 

microorganisms of the digestive tract (P. aeruginosa, S. aureus, C. difficile and moulds) and proportion 170 

of uncolonized subjects with the emergence 3rd generation cephalosporins resistant enterobacteria 171 

(either on AES or ChromID ESBL agar) or noncommensal microorganisms in the intestinal tract between 172 

day 1 and day 15.  173 

Exploratory endpoints 174 

In an exploratory analysis, we studied the bacterial diversity in the intestinal microbiota using the 175 

Shannon index and the number of OTUs. For each subject, we computed the AUCD0D15 of the variation 176 

from baseline of these two indices of bacterial diversity.  177 

Statistical methods 178 

The sample size was computed using data from the study by Michea-Hamzehpour et al. (17). In this 179 

study, a median difference of 3 log10 CFU/g was observed in the log-counts of the aerobic flora resistant 180 

to 3rd generation cephalosporins, 7 days after a unique administration of either 2 g of ceftriaxone or 2 g 181 

of cefotaxime. Assuming a common standard deviation of 2.2 log10 CFU/gram of stool, the inclusion of 182 

12 subjects in each group was required to evidence a difference between treatment groups, with a 90% 183 

power and a type-I error of 0.05. Due to recruitment difficulties, inclusions were stopped on 04/18/2017. 184 
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At this date, 22 volunteers had been recruited (11 in each group). With this number, the power of the 185 

trial was estimated to 86% using the above hypotheses.  186 

We computed the variation from baseline (defined as day 0) of the bacterial and fungal counts in feces, 187 

and determined the AUCD0D7 and AUCD0D15 using actual date and time of stools emission and the 188 

trapezoidal method. For each subject, the baseline value was computed as the arithmetic mean of the 189 

log10 counts observed on available pre-treatment samples at days -15, -7 and -1. AUCD0D30 of diversity 190 

indices were similarly computed. For each subject, the AUCD0D15 (respectively AUCD0D30) was normalized 191 

using the observed delay between day 0 and the actual time of collection of the day 15 (respectively day 192 

30) sample. 193 

Endpoints were compared between groups using bilateral non parametric Wilcoxon or Fisher exact’s 194 

tests, as appropriate, and a type-I error of 0.05. 195 

Data are presented as median (min; max) or n (%), as appropriate. Statistical analyses were performed 196 

using the SAS 9.4 software (SAS Institute, Cary, NC, USA). 197 

RESULTS 198 

Subjects 199 

Thirty three subjects were screened and 22 subjects were randomized (11 in each treatment group). 200 

None was secondary excluded and all participated to the trial until the end of follow up.  201 

Overall, 6 (27.3%) were men. Median age was 28 years (18; 61), median weight was 71.1 kg (49.9; 87.0) 202 

and median body mass index was 24.0 kg/m2 (20.0; 28.9). Baseline characteristics according to 203 

treatment group are presented in Table 1. No serious adverse events was reported, but one subject from 204 

the cefotaxime group presented a vasovagal malaise while laying the last perfusion of cefotaxime. 205 

Treatment was stopped for this subject who thus did not receive the last perfusion of antibiotic. 206 

Overall, 3 fecal samples were missing among the 22 included subjects (one at day -15, one at day 3 and 207 

one at day 30). 208 

3rd generation cephalosporins resistant enterobacteria 209 
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At baseline, the median counts of resistant enterobacteria were <2.0 log10 CFU/g (<2.0; 5.4) in the 210 

ceftriaxone group and <2.0 log10 CFU/g (<2.0; 2.8) in the cefotaxime group after plating on the AES agar 211 

(Table 1). After plating on the ChromID ESBL agar, median counts of resistant enterobacteria at baseline 212 

were <2.0 log10 CFU/g (<2.0; 5.7) and <2.0 log10 CFU/g (<2.0; <2.0) in the ceftriaxone and cefotaxime 213 

groups, respectively. At baseline, 5 subjects (45.5%) and 1 subject (9.7%) were colonized with resistant 214 

enterobacteria after plating either on AES or ChromID ESBL agars in the ceftriaxone and cefotaxime 215 

groups, respectively.  216 

The evolution of the variation of the log-counts of resistant enterobacteria according on the studied 217 

agar is presented in the panels A and B of the Figure 1. No major change in the counts of resistant 218 

enterobacteria was observed in any of the two treatment groups. The AUCD0D7 and normalized AUCD0D15 219 

of resistant enterobacteria were not significantly different between groups on both agars (Table 2). 220 

Among uncolonized subjects, 1 subject (16.7%) and 2 subjects (20%) acquired a resistant enterobacteria 221 

between the beginning of treatment and day 15 in the ceftriaxone and cefotaxime groups, respectively 222 

(Table 3). This difference was not statistically significant (p>0.99). 223 

Total enterobacteria 224 

The median counts of total enterobacteria at baseline were 7.7 log10 CFU/g (5.8; 8.7) and 7.8 log10 225 

CFU/g (3.3; 9.1) in the ceftriaxone and cefotaxime groups, respectively (Table 1). The evolution of the 226 

change of total enterobacteria counts from baseline over time is presented in the Figure 1 (panel C). 227 

Change from baseline of total enterobacteria counts was maximal on day 4 in both groups and reached 228 

-3.7 log10 CFU/g (-7.4; -1.1) in the ceftriaxone group and -3.8 (-8.1; -1.6) in the cefotaxime group. 229 

AUCD0D7 and AUCD0D15 of the variation of total enterobacteria counts were not significantly different 230 

between treatment groups (p=0.26 and p=0.066, respectively, Table 2). 231 

Other microorganisms 232 

Observed counts at baseline of the other studied microorganisms are presented in Table 1. There was 233 

no significant difference between groups in the AUCD0D7 and AUCD0D15 of the variation from baseline of 234 

the counts of Enterococcus spp., S. aureus, P. aeruginosa, C. difficile or moulds (Table 2 and Figure 1, 235 
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panels D-H). Of note, none of the 22 included subjects was colonized by C. difficile before the beginning 236 

of treatment. C. difficile carriage was detected in 3 patients, 1 (at day 10) in the ceftriaxone group and 2 237 

(1 at day 4 and 1 at day 15) in the cefotaxime group, although the difference was not significant (p>0.99). 238 

Results regarding the emergence of other noncommensal microorganism of the intestinal tract are 239 

presented in Table 3. 240 

Bacterial diversity in feces 241 

In the ceftriaxone and cefotaxime groups, the median value of the Shannon index at baseline were 3.9 242 

(3.2; 4.3) and 3.9 (3.0; 4.3), respectively. The median values of the number of OTUs were 441 (308; 577) 243 

and 431 (282; 512) in the ceftriaxone and cefotaxime groups, respectively. The evolution of the changes 244 

from baseline of the Shannon index and of the number of OTUs are presented in the Figure 2. The 245 

maximal loss of the Shannon index was achieved at day 7 in the ceftriaxone group (-0.8 Shannon unit [-246 

2.9; 0.1]) and at day 4 in the cefotaxime group (-1.0 Shannon unit [-1.7; -0.3]). The AUCD0D30 of the 247 

Shannon index was -11.5 (-25.7; 2.2) in the ceftriaxone group and -7.3 (-20.1; 12.1) in the cefotaxime 248 

group. This difference was not significant (p=0.40). The maximal loss of the number of OTUs was -109 (-249 

275; 3) OTUs at day 7 in the fectriaxone group, and -137 (-170; -48) OTUs at day 4 in the cefotaxime 250 

group. The AUCD0D30 of the number of OTUs was -1391 (-5931; 682) in the ceftriaxone group and -1132 251 

(-2372; 650) in the cefotaxime group. This difference was not significant (p=0.52). Detailed results are 252 

presented in Table 2. 253 

Fecal active concentrations of antibiotics 254 

Most subjects exhibited undetectable concentrations of antibiotics in feces. In the ceftriaxone group, 1 255 

subject had detectable concentrations of ceftriaxone between day 2 and day 7. Concentrations ranged 256 

between 5.0 µg/g and 93.7 µg/g. The maximal concentration was measured at day 4. In the cefotaxime 257 

group, 1 subject had detectable concentrations of antibiotic in feces at day 4 (1.6 µg/g). 258 

DISCUSSION 259 

We present here the result of the CEREMI trial, aiming at comparing the impact of ceftriaxone and 260 

cefotaxime on the intestinal microbiota using a standard dosing regimen in the clinical practice. Despite 261 
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known distinct biliary elimination (50% for ceftriaxone and 10% for cefotaxime), we did not observe any 262 

significant difference, either in terms of phenotypic resistance emergence, or regarding the counts of 263 

commensal or noncommensal microorganisms in the intestinal tract over time. The impact of antibiotic 264 

treatment on bacterial diversity was not significantly different between treatment groups.  265 

Preclinical and clinical data reported differences in cefotaxime and ceftriaxone pharmacokinetic 266 

characteristics, in particular regarding their biliary elimination. Ceftriaxone biliary elimination has been 267 

estimated to approximately 50% (26, 27), being 4 times higher than that of cefotaxime (28, 29). In their 268 

animal study, van Ogtrop and colleagues treated mice either with cefoperazone, ceftriaxone, cefepime 269 

or ceftazidime, whose intestinal elimination ranges from 0.2% to 37% of the administered dose (19). 270 

Although all 4 cephalosporins exhibited similar effects on Gram negative bacteria, some differences 271 

were observed. In particular, when higher doses were administered, the impact of antibiotics increased 272 

with the fractional intestinal elimination, in particular regarding the overgrowth of antibiotic-resistant 273 

Citrobacter freundii. However, differences in antibacterial spectrum and dosing regimens of studied 274 

antibiotics in these animals might be part of these differences. In the CEREMI trial, we compared the 275 

impact of two 3rd generation cephalosporins, whose antibacterial spectrum has previously been 276 

reported to be similar to analyse specifically the impact of pharmacokinetic differences (30).  277 

The most plausible explanation for the absence of difference might thus be that standard dosing 278 

regimens of both antibiotics lead to intestinal concentrations that are high enough for the two 279 

antibiotics to have similar impact. Nevertheless, this explanation is weakened by data of antibiotic 280 

concentration measured in feces. Indeed, all but one volunteer from each treatment group exhibited 281 

undetectable levels of antibiotic activity in feces. This might be due to the presence of endogenous 282 

betalactamases in the feces. In the present trial, we measured the active concentration of antibiotics 283 

using a microbiological assay. Several authors reported that betalactam antibiotics can be inactivated 284 

by the enzymatic activity of the feces (31). In particular, using a semiquantitative test for measuring the 285 

betalactamase activity in the fecal content, Leonard et al. observed that 2 of 6 volunteers treated by 286 

ceftriaxone exhibited undetectable levels of antibiotic when betalactamase activity was detectable in 287 
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feces (32). This has been further illustrated by the administration of an oral betalactamase, which was 288 

shown to reduce fecal concentrations of ceftriaxone (33). We cannot exclude that antibiotics impact the 289 

microbiota in the upper part of the gastro-intestinal tract, while betalactamases located in the lower 290 

part inactivate the antibiotic and decrease their fecal concentrations. 291 

Despite the presence of low antibiotic concentrations at the distal part of the gut, total enterobacteria 292 

were deeply affected by the 3-day course of both antibiotics. Their decrease was estimated to -30.7 293 

CFU.day/g (-79.2; -12.4) and to -21.8 CFU.day/g (-37.5; 17.4) in the ceftriaxone and cefotaxime groups, 294 

respectively. Similar findings were observed regarding bacterial diversity analysed through 295 

metagenomic sequencing. We observed a maximal decrease of -0.8 (-2.9; 0.1) and -1.0 (-1.7; -0.3) units 296 

of the Shannon index and -109 (-275; 3) and -137 (-170; -48) OTUs in the ceftriaxone and cefotaxime 297 

groups, respectively.  298 

The absence of difference regarding the emergence of phenotypic resistance among enterobacteria 299 

might be explained by the design of the trial, which was performed in healthy volunteers. Included 300 

subjects were young (median age of 28 years), and had not been exposed to the healthcare system in 301 

the last preceeding 6 months nor exposed to repeated antibiotic treatments in the months before 302 

inclusion in the trial. This community setting probably results in a low selective pressure, thereby limiting 303 

the risk of colonisation with resistant bacterial strains. The exposition to the healthcare system of 304 

patients requiring intravenous antibiotic therapy might be an additional factor that may explain the 305 

differences observed in existing ecological studies between the 2 antibiotics (20, 21). Deeper analysis of 306 

the resistance within the microbiota, such as the use of shotgun metagenomics for studying the fecal 307 

content in resistance-conferring genes, would be of high value in order to draw a complete picture of 308 

the possible difference of selective pressure between these 2 antibiotics. 309 

Overall, our results suggest that the microbiota is highly susceptible to both ceftriaxone and cefotaxime, 310 

which is in line with our results obtained regarding bacterial resistance. 311 

This work has some limitations. First, we included only healthy volunteers. Our results might thus not 312 

reflect the global effect of both antibiotics on the intestinal microbiota. Here, we aimed at analysing the 313 
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intrinsic impact of ceftriaxone and cefotaxime, avoiding confounding factors such as repeated antibiotic 314 

treatments or frequent contact with the healthcare system. Another limitation is the absence of data 315 

regarding the betalactamase activity in feces. This would have brought further details on the results 316 

regarding fecal concentrations of antibiotics. This activity might also be used as a proxy of the exposure 317 

of the intestinal microbiota to betalactam antibiotics. 318 

This trial brings further insights on the comparison of ceftriaxone and cefotaxime impact on the 319 

intestinal microbiota. Despite a rather low biliary elimination, cefotaxime exhibits a marked impact on 320 

the microbiota. Under our experimental conditions, our results suggest that both drugs exert a similar 321 

impact on the intestinal microbiota, extending what is already known on their antibacterial spectrum 322 

for cultivable bacteria. They do not support the preferred choice of one of the two 3rd generation 323 

cephalosporins in terms of either antibiotic selective pressure or microbiota dysbiosis. The extrapolation 324 

of these results to a population of patients frequently exposed to antibiotics needs a specific study.  325 
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Tables 326 

Table 1. Baseline characteristics of the 22 included subjects. Baseline counts of microorganisms were 327 

computed as the arithmetic mean of the log10 counts observed on available pre-treatment samples at 328 

days -15, -7 and -1. Diversity indices at baseline were computed as the arithmetic mean of indices 329 

measured on samples obtained at days -15 and -1. 330 

  
Ceftriaxone 

(n=11) 
Cefotaxime 

(n=11) 

Clinical characteristics 
Gender : men (%) 2 (18) 4 (36) 
Age (years) 30 (24; 55) 24 (18; 61) 
Total body weight (kg) 72.0 (57.9; 78.4) 63.4 (49.9; 87.0) 
Body mass index (kg/m2) 24.6 (20.0; 28.7) 22.0 (18.6; 28.9) 

Counts of microorganisms in feces (log10 CFU/g) 
Resistant enterobacteria (AES agar) <2.0 (<2.0; 5.4) <2.0 (<2.0; 2.8) 
Resistant enterobacteria (ChromID ESBL agar) <2.0 (<2.0; 5.7) <2.0 (<2.0; <2.0) 
Total enterobacteria 7.7 (5.8; 8.7) 7.8 (3.3; 9.1) 
Enterococcus spp. 6.2 (3.4; 9.2) 6.7 (3.3; 7.8) 
S. aureus <2.0 (<2.0; 4.2) <2.0 (<2.0; 3.0) 
P. aeruginosa <2.0 (<2.0; 5.1) <2.0 (<2.0; 2.7) 
C. difficile <2.0 (<2.0; <2.0) <2.0 (<2.0; <2.0) 
Moulds <2.0 (<2.0; 2.7) <2.0 (<2.0; 2.4) 

Bacterial diversity indices 
Shannon index 3.9 (3.2 ; 4.3) 3.9 (3.0 ; 4.3) 
Number of OTUs 441 (308 ; 577) 431 (282 ; 512) 

 
  331 
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Table 2. Area under the curve (AUC) of the variations from baseline of the counts of studied 332 

microorganisms between baseline and day 7 or day 15 in the fecal samples of the 22 included subjects. 333 

Baseline counts were computed as the arithmetic mean of the log10 counts observed on pre-334 

treatment samples. AUCD0D15 were normalized by the actual time observed between baseline and day 335 

15. 336 

  
Ceftriaxone 

(n=11) 
Cefotaxime 

(n=11) 
p-value 

AUCD0D7 of raw bacterial counts (log10 CFU.day/g) 
Resistant enterobacteria (AES agar) 0.0 (0.0; 23.4) 0.0 (0.0; 2.7) 0.40 
Resistant enterobacteria (ChromID ESBL agar) 0.0 (0.0; 24.3) 0.0 (0.0; 1.5) 0.28 

AUCD0D7 of counts change from baseline (log10 CFU.day/g) 
Total enterobacteria -14.8 (-30.0; -7.0) -11.2 (-26.0; -6.2) 0.26 
Enterococcus spp. -0.3 (-8.6; 2.6) -0.9 (-3.5; 4.1) 0.56 
S. aureus 0.0 (-9.7; 1.3) 0.0 (-2.7; 1.7) 0.23 
P. aeruginosa 0.0 (-8.4; 5.5) 0.0 (-4.0; 2.9) 0.87 
C. difficile 0.0 (0.0; 0.0) 0.0 (0.0; 7.0) 0.36 
Moulds 0.0 (-3.9; 18.4) 0.0 (-2.5; 2.4) 0.85 

AUCD0D15 of counts change from baseline (log10 CFU.day/g) 
Resistant enterobacteria (AES agar) 0.0 (-50.7; 40.3) 0.0 (-12.2; 4.9) >0.99 
Resistant enterobacteria (ChromID ESBL agar) 0.0 (-6.5; 44.6) 0.0 (0.0; 3.6) 0.79 
Total enterobacteria -30.7 (-79.2; -12.4) -21.8 (-37.5; 15.9) 0.066 
Enterococcus spp. 7.6 (-19.2; 14.2) 6.2 (0.5; 17.4) 0.74 
S. aureus 1.2 (-18.5; 6.6) 0.0 (-7.3; 21.2) 0.82 
P. aeruginosa 0.0 (-25.5; 13.6) 0.0 (-8.4; 7.0) 0.69 
C. difficile 0.0 (0.0; 23.4) 0.0 (0.0; 9.0) 0.66 
Moulds 0.0 (-10.5; 45.7) 0.0 (-6.5; 6.9 0.72 

AUCD0D30 of the change of diversity indices from baseline (unit.day) 
Shannon index -11.5 (-25.7 ; 2.2) -7.3 (-20.1 ; 12.2) 0.40 
Number of OTUs -1391 (-5931 ; 682) -1132 (-2372; 650) 0.52 
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Table 3. Emergence of 3rd generation cephalosporins resistant enterobacteria or noncommensal 338 

microorganisms of the intestinal tract between day 1 and day 15 in included subjects. Only subjects 339 

who were not colonized before the beginning of treatment were included in the analysis. For resistant 340 

enterobacteria, results from either AES or ChromID ESBL agars were considered for definition of the 341 

emergence of resistance. 342 

  
Ceftriaxone Cefotaxime 

p-value Subjects 
at risk 

Subjects 
colonized 

Subjects 
at risk 

Subjects 
colonized 

Resistant enterobacteria 6 1 (16.7%) 10 2 (20%) >0.99 
S. aureus 7 6 (85.7%) 8 3 (37.5%) 0.12 
P. aeruginosa 8 1 (12.5%) 9 1 (11.1%) >0.99 
C. difficile 11 1 (9.1%) 11 2 (18.2%) >0.99 
Moulds 9 3 (33.3%) 10 4 (40%) >0.99 
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Figures 344 

Figure 1. Evolution of the variations of the counts of the studied microorganisms from baseline to day 345 

30 in the fecal samples of included subjects treated by ceftriaxone (orange) or cefotaxime (green). 346 

Studied microorganisms included 3rd generation cephalosporin enterobacteria (measured on AES agar, 347 

panel A or ChromID ESBL agar, panel B), total enterobacteria (panel C), Enterococcus spp. (panel D), S. 348 

aureus (panel E), P. aeruginosa (panel F), C. difficile (panel G) and moulds (panel H). Dashed lines 349 

represent individual values, and plain thick lines represent the mean variation of the log-counts at each 350 

time. 351 
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Figure 2. Evolution of the variations of the Shannon index (panel A) and number of OTUs (panel B) 353 

from baseline to day 30 in the fecal samples of included subjects treated by ceftriaxone (orange) or 354 

cefotaxime (green). Dashed lines represent individual values, and plain thick lines represent the mean 355 

of the counts variation at each time. 356 
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Chapitre 4. Discussion et perspectives 

Les antibiotiques sont des médicaments essentiels en médecine humaine et vétérinaire, mais leur 

efficacité est compromise par l’émergence de la résistance aux antibiotiques, dans laquelle le 

microbiote intestinal est pressenti pour avoir un rôle important (177, 178). Par ailleurs, les méthodes 

récentes d’analyse des communautés bactériennes par séquençage de nouvelle génération ont permis 

d’apporter une lumière supplémentaire sur la composition des flores bactériennes, et sur l’effet 

dévastateur que les antibiotiques exercent sur ces communautés. Les travaux menés dans le cadre de 

cette thèse visaient à quantifier l’effet des antibiotiques sur le microbiote intestinal, à la lumière des 

données apportées par ces nouvelles méthodes d’analyse, en particulier par le séquençage du gène 

de l’ARN ribosomique 16S.. 

 

Dans un premier temps, nous avons utilisé les données d’études conduites dans un modèle animal 

de colite létale à Clostridium difficile induite par les antibiotiques pour analyser la relation entre la 

concentration fécale d’antibiotiques observée le jour de l’inoculation par Clostridium difficile, la perte 

de diversité induite par l’administration d’antibiotiques entre le début du traitement antibiotique et 

l’inoculation, et le décès des animaux.  

Dans un premier travail, nous avons analysé la relation entre les concentrations fécales de 

moxifloxacine et le risque de mortalité dans ce modèle animal. Nous avons utilisé l’aptitude du 

DAV131A, un adsorbant à base de charbon actif, à réduire les concentrations fécales de moxifloxacine. 

Nous avons ainsi pu confirmer la relation concentration-dépendante du risque de décès animal et la 

quantifier précisément. Ce travail a par ailleurs permis de montrer que de faibles concentrations 

fécales de moxifloxacine conduisent à une perturbation suffisamment importante du microbiote 

intestinal pour permettre le développement de l’infection par Clostridium difficile, suggérant une forte 

sensibilité du microbiote intestinal des animaux à la moxifloxacine. 

Dans le deuxième travail, nous avons utilisé l’effet du DAV131A sur les concentrations fécales 

d’antibiotiques pour analyser le lien entre les concentrations d’antibiotiques et la perte de diversité 

bactérienne mesurée par séquençage du gène de l’ARN ribosomique 16S, et entre la perte de diversité 

bactérienne et la mortalité dans le modèle animal. Le résultat principal de ce travail est la mise en 

évidence d’une association entre la probabilité de décès et la perte de diversité bactérienne secondaire 

à l’administration d’antibiotiques. Une association entre la perte de diversité suite à une 

antibiothérapie et le développement d’une infection à Clostridium difficile avait déjà été rapportée 

(179). Dans un modèle murin d’infection à Clostridium difficile, des souris traitées par tigécycline, une 
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glygylcycline, ou par céfopérazone, une céphalosporine de 3ème génération, présentaient une chute de 

la diversité bactérienne au sein du microbiote intestinal, persistante après l’arrêt du traitement 

antibiotique. L’inoculation de spores de Clostridium difficile chez ces animaux était par ailleurs associée 

à l’apparition de signes d’infection, alors que des animaux contrôles non traités par antibiotiques ne 

développaient pas l’infection. L’originalité de notre travail réside dans le fait que la relation entre le 

niveau de perturbation du microbiote intestinal et le risque de mortalité n’avait pas été précisément 

quantifiée. Par ailleurs, le hamster doré est l’animal de laboratoire le plus sensible à l’infection à 

Clostridium difficile, le rendant ainsi particulièrement adapté aux travaux que nous avons menés. Nous 

avons ainsi pu prédire qu’une diminution relativement faible de la diversité bactérienne du microbiote 

intestinal était suffisante pour entraîner la mort de certains animaux. Nous avons également montré 

que la perte de diversité bactérienne au sein du microbiote intestinal augmente avec les 

concentrations fécales d’antibiotiques, et est associée à un risque croissant de décès dans le modèle 

d’infection utilisé.  

Par ailleurs, un grand nombre d’indices de diversité, issus pour la plupart du champ de l’écologie, sont 

actuellement disponibles et appliqués aux données provenant de l’analyse des microbiotes. Nous 

avons ainsi évalué les capacités des indices les plus couramment utilisés dans la littérature à prédire 

l’issue de l’infection à Clostridium difficile, afin de déterminer si certains indices apparaissaient comme 

de meilleurs prédicteurs que d’autres. Cette analyse a été réalisée à l’aide de la courbe ROC, qui permet 

l’évaluation globale des performances d’un prédicteur pour un évènement binaire, tel que la survenue 

du décès au cours de l’étude. Nous avons observé que tous les indices de diversité étudiés avaient de 

bonnes capacités prédictives du décès suite à l’inoculation de spores de Clostridium difficile. Parmi les 

indices de diversité α étudiés – qui correspond à la diversité mesurée au sein d’un échantillon – l’indice 

de diversité de Shannon et le nombre de taxons bactériens présentaient les capacités prédictives les 

plus élevées. Ce travail a également guidé le choix des indices de diversité α analysés dans les deux 

travaux menés chez l’homme. 

Ces travaux menés chez l’animal comportent malgré tout certaines limites qui méritent d’être 

discutées. Tout d’abord, les données bactériologiques de comptes fécaux de Clostridium difficile n’ont 

pas été prises en compte pour l’analyse du lien entre les concentrations fécales d’antibiotiques et la 

survenue du décès. Dans le premier travail en effet, nous avons observé que les comptes fécaux de 

Clostridium difficile avaient une capacité plus faible que les concentrations fécales de moxifloxacine à 

prédire le décès des animaux. Par ailleurs, l’existence de porteurs asymptomatiques de Clostridium 

difficile a été rapportée, et le mécanisme par lequel Clostridium difficile induit le développement d’une 

colite est la sécrétion de toxines dans la lumière intestinale (38). Dans le travail mené sur les hamsters, 

la prise en compte de ce paramètre n’a pas été possible. En effet, la variabilité de l’exposition du 
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microbiote intestinal aux antibiotiques a été obtenue en administrant conjointement à l’antibiotique 

des doses variables d’un adsorbant non spécifique – DAV131A – sur lequel les toxines de Clostridium 

difficile pouvaient s’adsorber, empêchant leur quantification précise. La méthode de mesure de la 

quantité de toxine n’était pas développée, empêchant ainsi l’intégration dans l’analyse de ce 

paramètre clé pour le développement de l’infection. Il n’est par ailleurs pas possible d’exclure que la 

réduction de la mortalité observée selon les groupes de doses d’adsorbant soit liée à une réduction de 

la quantité fécale de toxine bactérienne. Une perspective de ce travail mené chez l’animal est ainsi 

d’intégrer l’effet de l’adsorbant sur la réduction de la toxine pathogène pour l’estimation de son effet 

protecteur. 

Ensuite, ces résultats n’ont été obtenus que dans un modèle animal d’infection à Clostridium 

difficile, et leur extrapolation directe à l’homme est difficile. Notamment, les analyses ont été menées 

en utilisant comme critère de jugement la mortalité animale au cours de l’étude. L’extrapolation entre 

mortalité animale et risque d’infection chez l’homme pour un certain degré de dysbiose n’est pas 

connue. De manière intéressante, la variation de l’indice de Shannon observée chez l’animal après 3 

jours de traitement par moxifloxacine dans le deuxième travail de cette thèse (-1.7 [-3.0 ; -1.0]) était 

proche de la diminution maximale de l’indice de Shannon prédite par le modèle de l’évolution de 

l’indice de Shannon au cours du temps chez des volontaires sains, après un traitement de 5 jours par 

moxifloxacine (-1.2 [-1.3 ; -0.8]). Par ailleurs, dans une étude de type cas-témoins conduite auprès de 

patients présentant une infection à Clostridium difficile et de témoins indemnes de l’infection, la 

diversité bactérienne du microbiote intestinal était significativement moins élevée chez les cas que 

chez les témoins (180). Des éléments de réponses complémentaires pour l’analyse du lien entre 

dysbiose intestinale et survenue de l’infection chez l’homme devraient être apportés prochainement 

par l’étude européenne Anticipate, dont l’objectif principal est la détermination de l’incidence de 

l’infection à Clostridium difficile chez des patients de plus de 50 ans traités par antibiotiques. Dans 

cette étude observationnelle promue par l’Université d’Utrecht, conduite auprès de 1000 patients 

dans 6 pays européens, des échantillons fécaux ont été recueillis à l’initiation du traitement 

antibiotique, au 6ème jour de traitement et lors de l’éventuelle survenue d’une infection à Clostridium 

difficile, pour analyse métagénomique. Cette étude permettra ainsi d’analyser le niveau de dysbiose 

associé à un risque de développement de l’infection en le considérant comme un biomarqueur. 

 

Dans une deuxième partie de cette thèse, nous nous sommes attachés à analyser l’impact des 

antibiotiques sur le microbiote intestinal et son évolution au cours du temps, en utilisant des données 

générées aux cours d’essais cliniques conduits chez des volontaires sains. A la différence des travaux 

menés chez l’animal, nous avons utilisé des mesures de diversité bactérienne répétées dans le temps. 



Discussion et perspectives 

Page 178 sur 215 

Le travail méthodologique de cette thèse a porté sur l’étude de la capacité de modèles 

mathématiques semi-mécanistiques à caractériser l’effet des concentrations fécales d’antibiotique sur 

la diversité bactérienne, et l’évolution d’indices de diversité bactérienne au sein du microbiote au 

cours du temps. A l’aide de modèles non linéaires à effets mixtes permettant l’analyse de l’ensemble 

des données longitudinales de tous les sujets simultanément, nous avons pu estimer les valeurs 

moyennes ainsi que la variabilité interindividuelle avec une bonne précision pour presque tous les 

paramètres. Cette estimation a été permise grâce à l’utilisation de l’algorithme d’estimation SAEM, 

implémenté dans le logiciel Monolix. Malgré la complexité des analyses bactériologiques utilisées, 

reposant sur l’analyse métagénomique ciblant le gène de l’ARN ribosomique 16S, nous avons pu 

montrer que des modèles mathématiques classiques en analyse pharmacocinétique-

pharmacodynamique peuvent prédire de façon satisfaisante l’évolution au cours du temps des indices 

de diversité du microbiote intestinal. Dans ces modèles, la diversité a été considérée comme un 

biomarqueur, dont la vitesse d’élimination est augmentée par la présence d’antibiotiques de manière 

concentration-dépendante. Ces modèles mathématiques basés sur des équations différentielles 

ordinaires sont particulièrement intéressants. Ils permettent de calculer précisément l’aire sous la 

courbe de la diversité bactérienne au cours du temps. Cette métrique fournit une mesure globale de 

l’impact des antibiotiques sur le microbiote, qui tient compte à la fois de l’ampleur de la perturbation 

et de la durée pendant laquelle la perturbation persiste. En fournissant une valeur unique pour chaque 

sujet, elle permet par ailleurs de contourner le problème d’inflation du risque de première espèce 

introduit par la répétition des tests statistiques dans le cas de données longitudinales. 

Couplée à l’utilisation d’effets mixtes, ce modèle mathématique nous a permis d’estimer la dysbiose 

globale induite par un traitement antibiotique, malgré le nombre limité d’échantillons par sujets, et de 

caractériser sa variabilité interindividuelle. Les effets mixtes sont particulièrement utiles du fait de la 

difficulté à obtenir des échantillons de selles répétés en recherche biomédicale, notamment chez des 

patients. Un nombre limité d’échantillons par sujet apparaît ainsi suffisant pour caractériser de 

manière satisfaisante l’impact d’une intervention sur le microbiote intestinal. Cette approche de 

modélisation permet également la comparaison de l’impact de différentes stratégies thérapeutiques 

par simulation.  

Une limite de ce travail méthodologique est que nous nous sommes restreints à l’analyse d’indices 

de diversité, sans analyser l’évolution individuelle des différents taxons bactériens. En effet, plusieurs 

travaux ont rapporté l’association entre certains taxons bactériens et la survenue d’un évènement, 

telle que la présence de Faecalibacterium praunitzii et la récurrence de maladie de Crohn iléale (181). 

Cette analyse permettrait en effet une meilleure visualisation des modifications de la composition du 

microbiote intestinale suite à un traitement antibiotique. Elle a été limitée par le faible nombre de 
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sujets inclus dans l’analyse. Par ailleurs, les méthodes d’analyse métagénomique ne fournissent que 

des quantifications relatives des différents taxons bactériens, alors que des comptes absolus sont 

nécessaires pour l’application de modèles pharmacodynamiques tels que ceux présentés en 

introduction et utilisés ici pour l’analyse de la diversité. Cette difficulté pourrait être contournée par le 

couplage de ces données à celles issues de l’analyse par cytométrie en flux, récemment proposée 

(182). Malgré tout, l’utilisation d’indices de diversité, relativement simples à déterminer, apparaît 

séduisante pour une application clinique ou pour guider les cliniciens dans le choix du traitement 

antibiotique dont l’effet sur le microbiote intestinal est le plus faible. 

Le modèle mathématique développé dans le cadre de ce travail de thèse permettra également 

une meilleure individualisation des traitements antibiotiques. Dans le champ des maladies 

infectieuses, la modélisation pharmacocinétique-pharmacodynamique est de plus en plus utilisée afin 

de déterminer la dose d’antimicrobien permettant de maximiser l’efficacité thérapeutique. Cette 

efficacité est le plus souvent déterminée à l’aide de paramètres intégrant l’exposition des patients à 

l’antibiotique et la sensibilité bactérienne vis-à-vis de l’antibiotique, mesurée au travers de la 

concentration minimale inhibitrice (CMI). Cette dernière, facilement mesurable en routine au 

laboratoire, correspond à la plus petite concentration de l’antibiotique capable in vitro d’empêcher la 

croissance bactérienne après un contact de 18 à 24 heures. Trois paramètres pharmacocinétiques-

pharmacodynamiques sont principalement utilisés : le pourcentage de temps passé au-dessus de la 

CMI, le rapport entre la concentration plasmatique maximale de l’antibiotique et la CMI, et le rapport 

entre l’aire sous la courbe des concentrations plasmatiques de l’antibiotique en fonction du temps et 

la CMI (ASC/CMI). Plusieurs études ont montré que ces paramètres pharmacocinétiques-

pharmacodynamiques étaient prédictifs de l’efficacité thérapeutique, notamment concernant les 

aminosides, les fluoroquinolones et les β-lactamines (183, 184). En utilisant les données collectées 

dans le cadre d’un essai thérapeutique multicentrique chez des patients traités par amikacine, un 

antibiotique de la classe des aminosides, suspects de pneumopathie acquise sous ventilation 

mécanique, nous avons développé un modèle de l’évolution des concentrations plasmatiques 

d’antibiotique au cours du temps à l’aide de modèles non linéaires à effets mixtes. Nous avons ensuite 

pu évaluer par simulation la probabilité d’atteindre la cible pharmacocinétique-pharmacodynamique 

habituellement utilisée lors d’un traitement par aminoside, pour différentes doses et selon différentes 

CMI théoriques (voir l’article 5 en annexe). Nous avons ainsi pu montrer qu’une dose d’amikacine de 

25 mg/kg était nécessaire pour obtenir une probabilité d’atteinte de la cible thérapeutique supérieure 

à 90%, dans le cas d’une souche bactérienne sensible.  

Ces modèles sont de plus en plus utilisés pour tenir compte des modifications des paramètres 

pharmacocinétiques des antibiotiques observés notamment chez les patients hospitalisés en 



Discussion et perspectives 

Page 180 sur 215 

réanimation (185), dans le but de maximiser l’efficacité thérapeutique. Afin de prendre en compte à 

la fois l’impératif de maximisation de la réponse aux traitements antibiotiques et de minimisation de 

l’effet néfaste des antibiotiques sur le microbiote intestinal, les perspectives des travaux de 

modélisation réalisés chez l’homme sont de développer un algorithme d’optimisation des traitements 

antibiotiques tenant compte de ces deux contraintes. 

 

Dans le contexte actuel d’antibiorésistance croissante, il est nécessaire d’identifier des solutions 

permettant la protection du microbiote intestinal afin de prévenir l’acquisition et la sélection de 

souches bactériennes résistantes. Les cliniciens utilisent habituellement les antibiotiques dont l’impact 

sur le microbiote intestinal est minimal, compte tenu des données disponibles sur la sensibilité aux 

antibiotiques de la souche bactérienne responsable de l’infection. Cependant, les données soutenant 

le choix de la molécule sont le plus souvent parcellaires. Un certain nombre d’études ont fait état de 

l’impact que les antibiotiques exercent sur le microbiote intestinal, mais ces études ont le plus souvent 

utilisé des protocoles expérimentaux différents, et se sont appliquées à caractériser l’impact des 

antibiotiques sur le plan phénotypique. Peu d’études ont utilisé les méthodes de séquençage de 

nouvelle génération pour analyser l‘impact d’un antibiotique donné (85, 96, 186-188). Le classement 

des antibiotiques selon l’impact qu’ils exercent sur le microbiote intestinal est ainsi difficile. En effet, 

le spectre clinique usuel des antibiotiques ne semble pas être un bon reflet de l’impact des 

antibiotiques sur le microbiote intestinal. Par exemple, l’érythromycine est un macrolide dont le 

spectre clinique est habituellement considéré étroit du fait d’une efficacité sur les seules bactéries à 

Gram positif chez l’homme, mais les concentrations atteintes dans les selles sont suffisamment élevées 

pour observer un impact sur certaines bactéries à Gram négatif, telles que les entérobactéries (189). 

Par ailleurs, l’utilisation de données issues d’études conduites chez des patients rendent difficile 

l’interprétation des résultats, du fait de facteurs de confusion, de l’administration fréquente de multi-

antibiothérapies notamment en réanimation, ou d’antibiothérapies répétées. L’utilisation d’un 

modèle expérimental tel que les volontaires sains exempts d’exposition récente aux antibiotiques est 

ainsi bien adaptée pour estimer l’impact intrinsèque des antibiotiques sur la diversité bactérienne au 

sein du microbiote intestinal. 

Dans le cadre de l’identification de stratégies permettant la limitation de l’impact des antibiotiques 

sur le microbiote intestinal, le 4ème travail de cette thèse visait à comparer l’impact de la ceftriaxone et 

du céfotaxime administrés à des doses standard en pratique clinique sur le microbiote intestinal. 

Malgré des différences notables en termes de propriétés pharmacocinétiques de ces deux 

antibiotiques (50% d’élimination biliaire pour la ceftriaxone contre 10% pour le céfotaxime), nous 

n’avons pas observé de différence significative, tant sur le plan de l’émergence phénotypique de la 
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résistance, que sur celui de l’impact sur les germes commensaux ou non commensaux du microbiote 

intestinal. L’impact sur la diversité bactérienne n’était pas non plus différent entre les deux molécules. 

Globalement, ces résultats suggèrent que les deux molécules exercent un effet similaire sur le 

microbiote intestinal, étendant ainsi ce qui est déjà connu concernant leur spectre phénotypique. Une 

explication possible de cette absence de différence entre les deux antibiotiques est que les doses 

utilisées conduisent à des niveaux d’exposition fécale suffisamment élevés pour que l’impact des deux 

molécules soit similaire, de la même façon que les concentrations fécales de moxifloxacine mesurées 

dans le 3ème travail de cette thèse dépassaient largement l’EC50. Cependant, les concentrations fécales 

des deux céphalosporines n’atteignaient des niveaux détectables que chez un seul volontaire de 

chaque groupe, y compris au dernier jour de traitement. Dans ce travail, les concentrations fécales 

d’antibiotique ont été mesurées par méthode microbiologique. Cette observation peut être expliquée 

par la présence de β-lactamases endogènes dans les selles des volontaires. Plusieurs auteurs ont en 

effet rapporté que les β-lactamines peuvent être inactivées par l’activité β-lactamase présente dans 

les fèces (190, 191). Malgré ces faibles concentrations fécales, les deux céphalosporines de 3ème 

génération présentaient un effet marqué de réduction des comptes d’entérobactéries totales et de la 

diversité bactérienne. Le retour de ces deux paramètres au niveau pré-thérapeutique n’était pas 

immédiat après l’arrêt du traitement. Les perspectives de ce travail sont de poursuivre la comparaison 

des deux molécules à un niveau plus fin, notamment concernant l’analyse du résistome et de la 

composition du microbiote intestinal. En effet, dans le cadre du projet PrediRes retenu à l’appel d’offre 

générique 2016 de l’Agence Nationale de la Recherche, nous avons prévu de réaliser une analyse par 

métagénomique non ciblée des échantillons fécaux, afin d’étudier l’évolution du contenu en gènes de 

résistance du microbiote intestinal. L’analyse de la diversité intra-espèce est également prévue, en 

prenant l’exemple de la bactérie Escherichia coli, de même que l’analyse du rôle des phages dans la 

modification de la composition du microbiote et du contenu en gènes de résistance. Ces analyses sont 

actuellement en cours, en lien avec l’unité IAME de l’Inserm pour l’analyse de la métapopulation 

d’Escherichia coli, avec l’Institut Pasteur pour l’analyse des phages du tube digestif et avec l’Institut 

National pour la Recherche Agronomique pour le résistome. Une autre perspective de ce travail est la 

modélisation de l’évolution longitudinale des données de comptes d’entérobactéries totales et des 

indices de diversité bactérienne au cours du temps.  

Les travaux menés dans cette thèse chez les volontaires sains ont permis de montrer que le 

microbiote intestinal est très sensible à l’administration d’antibiotiques. En effet, nous avons pu 

observer que la réduction de la diversité bactérienne survient rapidement après le début du traitement 

antibiotique, dès la première dose administrée. Dans le 3ème travail, malgré une estimation peu précise 

du paramètre de sensibilité EC50, nous avons observé que les concentrations fécales de moxifloxacine 
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dépassent très rapidement et très largement la valeur estimée, et restaient supérieures à la borne 

supérieure de son intervalle de confiance à 95% près de 10 jours après la dernière administration 

d’antibiotique. Dans les deux travaux menés chez l’homme, la réduction maximale observée de l’indice 

de Shannon était similaire pour les 3 antibiotiques étudiés, de l’ordre d’une unité. Ces résultats ont 

été observés malgré des plans expérimentaux différents, la moxifloxacine étant administrée pendant 

5 jours par voie orale tandis que les deux céphalosporines étaient administrées pendant seulement 3 

jours par voie intraveineuse. Le nombre de taxons bactériens semblait cependant affecté de façon 

différente entre les deux essais. De ces travaux, nous pouvons conclure que les résultats de l’étude de 

l’impact d’une intervention sur le microbiote intestinal peuvent varier selon l’indice de diversité étudié, 

et qu’il est nécessaire d’inclure plusieurs de ces indices lors de ce type d’évaluation, afin d’avoir une 

vision globale de la perturbation induite. 

Dans cette thèse, nous nous sommes concentrés sur l’analyse du lien entre l’exposition fécale aux 

antibiotiques, la dysbiose intestinale secondaire et – pour les études conduites chez l’animal – la 

mortalité dans un modèle d’infection à Clostridium difficile. Un résultat important de ces deux études 

animales est la protection apportée par DAV131A vis-à-vis du développement de l’infection et de la 

mortalité. En effet, les connaissances accumulées sur le rôle clé du microbiote intestinal sur la santé 

humaine ont souligné l’importance de l’homéostasie du microbiote, et un certain nombre d’approches 

sont actuellement à l’étude afin de protéger le microbiote notamment de l’effet délétère des 

antibiotiques. Citons notamment l’administration de l’adsorbant DAV132, équivalent de DAV131A 

formulé spécifiquement pour être libéré au niveau de l’iléon terminal et du colon chez l’homme (176), 

de la β-lactamase recombinante SYN-004, dont l’utilisation s’est avérée efficace pour réduire l’impact 

d’un traitement par ceftriaxone sur la diversité du microbiote (192), ou de la transplantation fécale, 

qui permet de traiter efficacement les récurrences d’infection à Clostridium difficile résistantes aux 

traitements médicamenteux (193).  

Dans les deux études animales, nous avons montré que l’administration de DAV131A fournit une 

protection dose-dépendante contre la dysbiose induite par les antibiotiques et la mortalité qui en 

résulte. Dans le premier travail, nous avons mis en évidence que l’horaire de l’administration du 

DAV131A par rapport au début du traitement antibiotique n’avait pas d’influence significative sur 

l’effet protecteur vis-à-vis de la mortalité, et sur la réduction des concentrations fécales. Le nombre 

d’administrations quotidiennes ne semblait pas non plus influencer l’effet de l’adsorbant, bien que ces 

résultats n’aient été obtenus que sur un petit nombre d’animaux. Un point particulièrement 

intéressant sur le plan clinique est l’effet protecteur supplémentaire résultant de l’administration 

d’une dose supplémentaire de DAV131A plusieurs heures avant le début du traitement antibiotique. 
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En effet, si cet effet était également observé chez l’homme, cela permettrait d’apporter une protection 

supplémentaire du microbiote intestinal vis-à-vis des effets néfastes des antibiotiques, au moins dans 

les situations dans lesquelles l’antibiothérapie peut être programmée, comme c’est le cas par exemple 

en antibioprophylaxie. La transposition de ces résultats à l’homme, notamment de la dose d’adsorbant 

permettant d’obtenir chez l’homme un niveau de protection similaire à celui observé chez l’animal, 

reste toutefois très difficile : les deux espèces diffèrent en termes de transit intestinal, et 

probablement de pharmacocinétique. Les concentrations maximales de moxifloxacine mesurées dans 

les études hamsters sont cependant comparables aux concentrations observées chez l’homme suivant 

un traitement usuel en pratique clinique. 

Chez l’homme, le développement de l’adsorbant est actuellement en cours. Dans l’essai de phase 1 

dont une partie des données ont été utilisées pour le 3ème travail de cette thèse, les résultats sont très 

encourageants. En effet, l’administration de 7.5 g de DAV132 trois fois par jour a permis une réduction 

de 99% de l’exposition fécale aux antibiotiques, mesurée par l’aire sous la courbe des concentrations 

entre le début du traitement et le 16ème jour après le début du traitement (176). Les concentrations 

plasmatiques de moxifloxacine n’étaient pas modifiées par l’administration de l’adsorbant. En utilisant 

la méthode de séquençage non ciblé des génomes bactériens, nous avons montré que la richesse 

bactérienne était préservée par la co-administration de DAV132 au cours du traitement antibiotique. 

Cette approche semble ainsi particulièrement prometteuse, du fait du large spectre d’activité potentiel 

de ce produit. 

Dans le cadre du développement clinique du DAV132, une étude dose-réponse réalisée chez des 

volontaires sains a récemment été terminée. Dans cette étude, 12 groupes de 12 volontaires ont été 

constitués. Parmi eux, 11 groupes ont été traités par moxifloxacine (400 mg/j) pendant 5 jours, soit 

seule, soit associée à différentes doses de DAV132 (entre 2g/j et 22.5 g/j). Le critère principal de cet 

essai était l’aire sous la courbe des concentrations fécales de moxifloxacine libre entre le début du 

traitement et 16 jours après le début du traitement. Certains échantillons fécaux ont par ailleurs été 

analysés par séquençage du gène de l’ARN ribosomique 16S. Les résultats de cet essai seront présentés 

à l’ECCMID en avril 2018. De même que dans les études animales, une réduction dose-dépendante des 

concentrations fécales de moxifloxacine a été observée. Une protection dose-dépendante de la 

diversité bactérienne a également été mise en évidence. Une perspective de cette thèse, dans la 

continuité du travail réalisé dans le 3ème article, est le développement d’un modèle de l’effet protecteur 

de l’administration de DAV132 sur la diversité bactérienne, intégrant l’effet dose-réponse de DAV132 

sur les concentrations fécales de moxifloxacine. Ce travail aidera à identifier, dans le cas d’un 

traitement par moxifloxacine chez l’homme, la dose de DAV132 nécessaire pour réduire l’impact de la 

moxifloxacine sur le microbiote intestinal, en utilisant par ailleurs les résultats de l’étude Anticipate 
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présentée plus haut. Il permettra également de pallier aux limites du 3ème travail de cette thèse, en 

améliorant l’estimation des paramètres du modèle de l’effet de la moxifloxacine sur le microbiote 

intestinal, notamment concernant la sensibilité du microbiote intestinal à la moxifloxacine, au travers 

du paramètre EC50. Des concentrations fécales de moxifloxacine de niveau intermédiaires sont en effet 

observées dans certains groupes de dose. 

 

Une autre perspective de cette thèse, dans la continuité du travail sur l’analyse des moyens de 

protéger le microbiote intestinal contre l’impact des antibiotiques, s’inscrit dans le cadre du 

programme transversale « Microbiote » de l’Inserm, lancé en 2016. Dans ce programme, nous avons 

proposé de conduire un essai clinique randomisé en plan factoriel visant à comparer l’impact de deux 

durées de traitement par moxifloxacine, 3 jours et 7 jours, sur le microbiote intestinal, et à analyser 

l’effet correcteur de la transplantation fécale autologue administrée plusieurs jours après l’arrêt du 

traitement antibiotique. Dans ce projet, outre l’analyse de la diversité bactérienne et du contenu du 

microbiote intestinal en gènes conférant la résistance aux antibiotiques, nous avons prévu une 

collaboration avec le Laboratoire d'Etudes du Métabolisme des Médicaments du Comité à l’Energie 

Atomique, dirigé par le Dr François Fenaille, pour analyser les métabolites du microbiote intestinal et 

leur évolution au cours du traitement antibiotique, ainsi que l’effet de la transplantation fécale 

autologue pour en restaurer l’état pré-thérapeutique. Ce travail, qui a fait l’objet d’une demande de 

financement auprès de l’Agence Nationale de la Recherche en mars 2018, est actuellement en 

développement. Il permettra notamment une analyse à un niveau plus fin de l’impact des 

antibiotiques. En effet, si les études utilisant l’analyse métagénomique réalisées jusque-là ont révélé 

une grande variabilité intrer-individuelle de la composition taxonomique du microbiote intestinal, les 

voies métaboliques codées présentes dans cet écosystème bactérien semblent relativement peu 

variables entre les individus (194). Ce niveau d’analyse supplémentaire permettra ainsi de compléter 

l’analyse de l’impact d’une antibiothérapie sur le microbiote intestinal. Les données répétées de 

microbiote recueillies dans cet essai seront également analysées par modélisation, afin de fournir une 

information quantitative sur le lien entre la durée de traitement antibiotique et l’impact observé sur 

le microbiote intestinal. Cela permettra de générer des données préliminaires pour le design d’essais 

cliniques visant à réduire les durées d’antibiothérapies actuellement recommandées. 

 

En conclusion, ce travail de thèse se situe dans le cadre de la lutte contre les effets néfastes des 

antibiotiques sur le microbiote intestinal. Nous espérons avoir contribué à mieux comprendre les 

mécanismes de l’impact des antibiotiques sur le microbiote intestinal et sa diversité bactérienne. Nous 
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avons exploré le lien entre la perte de diversité bactérienne et la survenue du décès dans un modèle 

animal à Clostridium difficile, en montrant l’existence d’une relation quantitative entre les deux 

paramètres, appuyant ainsi l’utilisation de données issues de l’analyse métagénomique du microbiote 

intestinal comme biomarqueurs d’un évènement clinique. Nous avons également proposé un modèle 

de l’évolution de ce biomarqueur au cours du temps, en analysant la relation entre la concentration 

fécale d’antibiotique et la diversité bactérienne, et analysé l’impact de différents antibiotiques sur le 

microbiote intestinal. Ces travaux contribueront au développement de stratégies limitant l’impact des 

antibiotiques sur le microbiote intestinal, tant sur le plan de l’optimisation des traitements 

antibiotiques, pour le choix de la molécule ou de la dose administrée, que sur celui du développement 

d’interventions visant à réduire l’effet des concentrations résiduelles d’antibiotiques qui atteignent le 

tube digestif après administration. 
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