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Résumé 

Les bactéries probiotiques doivent être en mesure de survivre pendant la digestion gastrique 

afin d’atteindre le côlon et ainsi conférer des bienfaits sur la santé humaine. Le potentiel des matrices 

d’origine laitière pour soutenir les probiotiques a souvent été décrit, mais celui des produits végétaux 

tels que la sève d'érable pour cette application reste peu connue, alors que l’engouement pour ces 

produits est en croissance. L'objectif de ce mémoire était d'évaluer la viabilité cellulaire par l’utilisation 

du propidium monoazide (PMA) couplé à la qPCR, ainsi que d'évaluer l'expression de cinq gènes reliés 

au stress atpA, dnaK, galK, groEL et hrcA par RT-qPCR lors de la digestion gastrique in vitro (TIM-1) 

de trois souches commerciales (Bifidobacterium animalis ssp. lactis A026, Lacticaseibacillus paracasei 

A234, Lacticaseibacillus rhamnosus A119) ainsi que de la souche de référence Lacticaseibacillus 

rhamnosus GG (ATCC 53103) contenues dans de la sève d'érable. Les résultats ont indiqué que toutes 

les souches ont maintenu un taux de survie élevé suite à la digestion gastrique; B. animalis ssp. lactis 

A026 (7.14 log de cellules viables/mL), L. paracasei A234 (8.12 log de cellules viables/mL), L. 

rhamnosus A 119 (8.48 log de cellules viables/mL) et L. rhamnosus GG (8.36 log de cellules viables/mL)  

et que l’expression de certains gènes de stress ciblés avait été modulée pendant la digestion gastrique. 

Seule la souche L. rhamnosus GG a montré une modulation au niveau de l’expression de tous les 

gènes ciblés. Dans l'ensemble, l’expression d’au moins un gène associé à la réponse au stress a été 

modulée pour toutes les souches probiotiques pendant la digestion gastrique dans la matrice de sève 

d’érable. Face aux stress de la digestion gastrique, les différentes réponses du métabolisme des 

bactéries probiotiques permettent une meilleure survie cellulaire. En définitive, ces quatre souches ont 

le potentiel d'être utilisées comme probiotiques dans une matrice de sève d'érable, ce qui pourrait 

mener au développement d'une boisson fonctionnelle. 
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Abstract 

The probiotic bacteria must be able to survive during gastric digestion in order to reach the 

colon and thus provide human health benefits. The potential of dairy matrices to support probiotics has 

often been described, but plant products such as maple sap for this application remains little known, 

while the interest for these products is growing. The objective of this thesis was to evaluate cell viability 

by the use of propidium monoazide (PMA) coupled to qPCR, as well as to evaluate the expression of 

five genes linked to stress atpA, dnaK, galK, groEL and hrcA by RT-qPCR during in vitro gastric 

digestion (TIM-1) of three commercial strains (Bifidobacterium animalis ssp. lactis A026, 

Lacticaseibacillus paracasei A234, Lacticaseibacillus rhamnosus A119) as well as the reference strain 

Lacticaseibacillus rhamnosus GG (ATCC 53103) delivered in maple sap. The results indicated that all 

strains maintained a high survival rate after gastric digestion; B. animalis subsp. lactis A026 (7.14 log of 

viable cells/mL), L. paracasei A234 (8.12 log of viable cells/mL), L. rhamnosus A119 (8.48 log of viable 

cells/mL), and L. rhamnosus GG (8.36 log of viable cells/mL) and that the expression of certain target 

stress genes was modulated during gastric digestion. Only L. rhamnosus GG strain showed modulation 

in the expression of all target genes. Overall, the expression of at least one gene associated with the 

stress response was modulated for all probiotic strains during gastric digestion in the maple sap matrix. 

Faced with the stress of gastric digestion, the different responses of the metabolism of probiotic 

bacteria allow better cell survival. Ultimately, these four strains have the potential to be used as 

probiotics in a maple sap matrix, which could lead to the development of a functional drink. 
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Avant-propos 

Le présent manuscrit s’inscrit comme mémoire avec l’insertion d’un article scientifique. L’article 

présenté sera soumis à la revue Probiotic and Antimicrobial Protein avec un comité de lecture et a été 

rédigé en anglais. Un résumé en français et en anglais l’accompagne. Les références bibliographiques 

de l’article sont listées à la fin de celui-ci alors que celles se présentant dans les autres chapitres se 

trouvent à la fin du manuscrit. 

Le document est divisé en trois chapitres. Le chapitre 1 constitue la revue de littérature en 

parcourant les connaissances générales, les bienfaits santé et les critères de sélection des bactéries 

probiotiques, ainsi que les matrices alimentaires avec un regard plus important sur les produits 

végétaux. Ensuite, la digestion gastrique et le mécanisme de défense des bactéries probiotiques seront 

présentés. Enfin, les hypothèses et les objectifs de ce mémoire seront exposés. 

Le chapitre 2 intitulé « Gene modulation in response to gastric stress in dynamic 

gastrointestinal simulator of four probiotic bacteria in maple sap » sera publié prochainement sous 

forme d’article dans Probiotic and Antimicrobial Protein dont je suis l’auteure principale. Les coauteurs 

sont Camille Cavestri, Patricia Savard, Émilie Desfossés-Foucault, Cyril Roblet et Denis Roy. Le projet 

a été conçu par Denis Roy en collaboration avec Émilie Desfossés-Foucault et Cyril Roblet. La 

méthodologie pour la digestion gastrique in vitro et l’extraction d’ARN a été réalisée par Patricia Savard 

ainsi que Camille Cavestri qui a également participé aux expériences. 

 En définitive, le chapitre 3 présente la discussion générale portant sur les méthodes de 

digestion in vitro, la viabilité par PMA-qPCR et l’expression de gènes des bactéries probiotiques. Des 

perspectives sont aussi apportées pour de futures expérimentations. 
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Introduction 

Le marché mondial des probiotiques est en constante croissance et devrait atteindre 61,1 

milliards de dollars d’ici 2024 [1]. Un grand nombre d’études a démontré que les produits probiotiques 

ont la capacité de conférer des bienfaits sur la santé humaine. Comme le mentionne la définition de 

l’Organisation Mondiale de la Santé et l’Organisation des Nations unies pour l’alimentation et 

l’agriculture, les bactéries bénéfiques doivent demeurer vivantes aux conditions de fabrication et 

d’entreposage pour ensuite passer dans le tractus gastro-intestinal (TGI), afin de se rendre au côlon 

[2].  

Jusqu’à présent, plusieurs études ont indiqué que les produits laitiers constituent des matrices 

favorables à la survie des probiotiques pendant leur passage dans le système digestif [3-5]. Cependant, 

l’engouement pour les produits d’origine non laitière est en croissance en raison du développement 

d’intolérances, d’allergies et de problèmes de santé, mais aussi par l’augmentation de l’intérêt vers des 

régimes alimentaires végétaliens ou par simple choix. Parmi les alternatives végétales se trouve la 

sève d’érable. Cette alternative végétalienne est constituée principalement d’eau, de saccharose et de 

minéraux. La sève d’érable dispose d’un fort potentiel comme matrice pour assurer la viabilité des 

bactéries probiotiques pendant la digestion par sa teneur en sucre et sa faible acidité [6-7]. Lors de la 

digestion gastrique, les bactéries probiotiques sont exposées à l’acidité de l’estomac qui peut aller d’un 

pH de 6,4 à 1,7 et qui peut s’avérer fatale pour leur survie [8]. Par conséquent, les bactéries 

probiotiques sont dotées de mécanismes de défense en condition de stress acide. De plus, la matrice 

dans laquelle elles sont ajoutées peut jouer un rôle protecteur. 

L’objectif de ce mémoire est d’évaluer la viabilité en corrélation à la modulation de gènes de 

stress ciblés de quatre souches probiotiques dans de l’eau d’érable pendant la digestion gastrique 

dans un simulateur de digestion in vitro dynamique, par des méthodes de microbiologie classiques et 

moléculaires. 
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Chapitre 1 – Revue de littérature 

1.1 Les probiotiques 

1.1.1 Aperçu historique et définition 

Avant même qu’une association soit découverte entre la consommation d’aliments fermentés, 

notamment les produits laitiers, et la santé humaine, la fermentation était déjà une méthode de 

conservation très utilisée en Égypte et par les civilisations du Moyen-Orient [9]. Cela fait plus d’un 

siècle qu’il est connu que les aliments fermentés confèrent des bénéfices sur la santé humaine. 

Autrefois, du lait sûr était ordonné comme traitement aux patients pour restaurer des troubles 

d’estomac et d’intestins [10]. Par la suite, en 1908, Eli Metchnikoff de l’Institut Pasteur en France a été 

le premier à démontrer l’effet bénéfique sur la santé des bactéries lactiques du lait fermenté [11-12]. 

Son postulat reposait sur le fait que la production d’acide lactique et d’autres produits par les bactéries 

lactiques repoussait les bactéries productrices de toxines retrouvées dans l’intestin. Par conséquent, 

cela expliquait pourquoi les individus qui consommaient en grande quantité du lait fermenté avaient 

une plus grande espérance de vie [11-13]. À la même époque, Tissier de l’institut Pasteur, avait 

également fait la découverte d’une dominance des bifidobactéries dans le microbiote intestinal humain, 

d’abord isolées dans les selles de nouveau-nés nourris au sein [12]. Par conséquent, il était 

recommandé de prescrire des bifidobactéries aux enfants qui souffraient de problèmes gastriques en 

pensant repousser les bactéries putréfactives [14]. Finalement, c’est en 1960 que les bactéries dites 

bénéfiques pour le tractus gastro-intestinal (TGI) ont été nommées comme probiotiques. La définition 

du terme probiotique a évolué au fil du temps grâce aux multiples recherches qui ont été menées. La 

définition la plus récente est celle donnée par l’Organisation des Nations unies pour l'alimentation et 

l'agriculture et l’Organisation mondiale de la santé définissant les probiotiques comme étant « des 

microorganismes vivants qui, lorsqu'administrés en quantité suffisante, confèrent des avantages 

bénéfiques à l'hôte » [15]. Plusieurs études ont fait la démonstration que certaines espèces 

bactériennes avaient les propriétés probiotiques et pouvaient contribuer non seulement à l’équilibre du 

microbiote intestinal, mais aussi d’autres bienfaits sur la santé [16]. Par conséquent, ces recherches 

ont eu un impact sur l’industrie alimentaire en raison d’une forte demande en produits probiotiques. 

Des produits laitiers ont d’abord été développés pour ensuite s’étendre à d’autres groupes alimentaires, 

notamment les produits carnés, céréaliers et végétaux, en passant par des capsules. En faisant face 

à des coûts de soins de santé qui sont en augmentation constante, à la promotion d’une alimentation 
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saine, l’engouement pour les aliments fermentés et aux nouvelles technologies, le marché des produits 

probiotiques est en constante croissance. En effet, la valeur du marché représentait 34 milliards de 

dollars en 2015, alors qu’il se chiffre à 50 milliards de dollars aujourd’hui [17]. 

1.1.2 Effets sur la santé humaine 

La consommation de probiotiques contribue à prévenir ou à guérir certains problèmes de santé 

en agissant comme traitement préventif ou complémentaire à la prise de médicaments [13]. En effet, 

plusieurs études ont démontré des résultats positifs sur des individus qui présentaient déjà certaines 

pathologies [16]. L’un des effets santé les plus connus est la prévention et le traitement de diarrhées 

infectieuses causées par les rotavirus surtout chez les enfants. L’activité probiotique permet le 

renforcement de la réponse immunitaire et l’inactivation de particules virales [18-19]. La prévention et 

le traitement de diarrhées associées à la prise d’antibiotiques sont aussi référencés. En effet, une 

altération du microbiote intestinal peut se manifester suite à la prise d’antibiotique. Par conséquent, 

cela laisse la place aux microorganismes pathogènes pour s’installer et provoquer un épisode de 

diarrhées [20-21]. Des études ont aussi démontré que l’exposition à une vaste gamme d’espèces 

microbiennes pendant la vie peut contribuer positivement à la barrière de la muqueuse et donc à la 

réponse immunitaire face aux différents allergènes [22]. Comme les probiotiques contribuent au 

maintien de la barrière intestinale, leur consommation réduit les risques d’infection pathogène à la suite 

de diarrhées qui peuvent arriver suite à la consommation de lactose si celui-ci n’est pas préalablement 

digéré par les enzymes bactériennes avant d’arriver au côlon [23]. Plusieurs auteurs indiquent aussi 

des liens entre le microbiote intestinal, l’obésité et le diabète [24]. En effet, il a été proposé que la prise 

de probiotiques contribuerait à contrer la dysbiose intestinale, c’est-à-dire des perturbations ou des 

différences au niveau de la composition de la communauté microbienne, des gènes fonctionnels et 

des activités métaboliques [24]. La prise de suppléments probiotiques chez les adultes en bonne santé, 

c’est-à-dire sans pathologie, permet principalement l’amélioration de l’équilibre du microbiote intestinal. 

Par contre, cet effet ne perdure pas dans le temps et nécessite une prise en continu afin de conserver 

le bienfait puisque les probiotiques ne colonisent pas le microbiote intestinal et sont plutôt de passage 

comme ils sont éliminés en quelques jours ou quelques semaines. D’autant plus, le microbiote 

intestinal est facilement perturbé par l’alimentation. Par ailleurs, une alimentation élevée en 

prébiotiques, majoritairement retrouvés dans les fruits et les légumes, est nécessaire pour les bactéries 

probiotiques puisqu’ils contribuent à leur survie et à leur croissance. Par conséquent, si les conditions 

intestinales ne permettent pas le maintien de la survie, un déséquilibre peut survenir. Il a été démontré 
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qu’une supplémentation de probiotiques chez les personnes âgées pouvait améliorer et/ou réduire la 

dysbiose [16]. En plus de favoriser le retour à l’équilibre du microbiote intestinal, la prise de probiotiques 

peut contribuer à l’amélioration du système immunitaire en diminuant l’incidence et la gravité 

d’infections des voies respiratoires communes. Par conséquent, cet effet permet de réduire ou 

d’éliminer la prise d’antibiotiques dans certains cas et donc de limiter la résistance aux antibiotiques 

[26]. D’ailleurs, le microbiote intestinal joue aussi un rôle protecteur contre les pathogènes surtout chez 

les personnes âgées qui ont un système immunitaire plus affaibli [27]. En revanche, des études 

supplémentaires seront nécessaires pour confirmer certains effets comme la réduction du niveau de 

lipides sanguins et d’insuline [16], la régularité du TGI [28], la prévention d’infections urogénitales [29] 

et la santé psychologique [30-31] chez les adultes en santé.  

1.1.3 Critères de sélection 

Les microorganismes détenant l’allégation de probiotiques doivent répondre à plusieurs 

critères santé et technologiques. Avant tout, comme les probiotiques sont destinés à la consommation, 

ceux-ci doivent être sécuritaires, c’est-à-dire de ne pas révéler de pathogénicité et sans résistance aux 

antibiotiques. Certains genres bactériens comme les bifidobactéries, les lactobacilles et les 

lactocoques sont consommés depuis très longtemps et sont considérés comme étant sécuritaires pour 

les personnes en bonne santé [32-33]. De plus, les souches probiotiques doivent être en mesure de 

survivre durant le passage du système digestif pour se rendre au côlon afin de conférer leurs effets 

bénéfiques. Par conséquent, celles-ci doivent être tolérantes à l’acidité de l’estomac et à la bile, être 

en mesure d’adhérer aux muqueuses et aux cellules épithéliales du côlon et de détenir une activité 

antimicrobienne face aux pathogènes afin d’être acheminées au côlon vivantes [34-36]. Au Canada, 

une quantité minimale de 1,0 x 109 unités formant colonies (UFC) d’un ou de plusieurs 

microorganismes probiotiques doit être contenue par portion dans le produit afin d’obtenir l’allégation 

relative aux probiotiques [37]. De plus, pour utiliser l’allégation « probiotiques », il doit y avoir la 

présence d’au moins une des espèces suivantes Bifidobacterium adolescentis, Bifidobacterium 

animalis ssp. animalis, Bifidobacterium animalis ssp. lactis, Bifidobacterium bifidum, Bifidobacterium 

breve, Bifidobacterium longum, Bifidobacterium longum ssp. infantis, Bifidobacterium longum ssp. 

longum, Lactobacillus acidophilus, Lacticaseibacillus casei, Lactobacillus fermentum, Lactobacillus 

gasseri, Lactobacillus johnsonii, Lacticaseibacillus paracasei, Lactiplantibacillus plantarum, 

Lacticaseibacillus rhamnosus, Lactobacillus salivarius [37]. 
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1.1.4 Les bifidobactéries 

Tel qu’expliqué précédemment, les bifidobactéries ont d’abord été isolées par Tissier (1900) 

dans les fèces de nouveau-nés nourris au sein, mais proviennent majoritairement des fèces, de la 

bouche, du vagin, du TGI et du lait maternel ainsi que du lait fermenté (Tableau 1.1) [38-39]. En effet, 

les bifidobactéries sont un genre dominant dans le TGI chez les humains et les animaux [40], ayant 

toutefois tendance à diminuer avec l’âge [41]. Par leur présence naturelle dans le microbiote intestinal 

et les effets bénéfiques qu’elles procurent sur la santé, les bifidobactéries sont communément utilisées 

comme probiotiques [42].  

Tableau 1.1 Origine de souches de bifidobactéries probiotiques adapté de Ventura et al. [2004] 

Espèces bactériennes Souche Origine 

Bifidobacterium adolescentis ATCC 15703 Intestin adulte 

Bifidobacterium animalis ssp. animalis ATCC 25527 Fèces animal 

Bifidobacterium animalis ssp. lactis DSM 10140 Yogourt 

Bifidobacterium bifidum ATCC 29521 Fèces enfant 

Bifidobacterium breve ATCC 15700 Intestin enfant 

Bifidobacterium longum ATCC 15717 Intestin adulte 

 

Ces microorganismes à Gram positif sont non-motiles, non-sporulants, non-producteurs de 

gaz, catalase négative, anaérobie et ont généralement une forme de V irrégulière ou de Y [38; 43-44]. 

Les bifidobactéries appartiennent au phylum des actinobactéries et sont hétérofermentaires. Par 

conséquent, ces bactéries saccharolytiques utilisent les différentes sources de carbone présentes 

dans leur environnement comme le glucose, le fructose et le galactose principalement [40] et les 

transforment en acide lactique et acétique via une voie métabolique unique nommée « Bifid shunt » ou 

bifidus [45]. De plus, la modification de leurs systèmes de transport des sucres leur permet de s’adapter 

au TGI [40]. En effet, les composés carbonés qui ne sont pas digérés par l’Homme, par exemple les 

fibres, sont utilisés par ces microorganismes au niveau du colon [46]. Parmi les gènes identifiés dans 

le génome des bifidobactéries, il y a 8% de ces gènes qui sont reliés au métabolisme du carbone. 

Cette proportion de gènes est 30% plus grande que pour les autres bactéries du TGI [40; 47-48]. 

Malgré les conditions stressantes de la digestion, les bifidobactéries probiotiques sont aussi reconnues 

pour leur aptitude à conserver leur viabilité et leurs propriétés métaboliques et ainsi conférer des effets 

bénéfiques chez l’hôte [49].  
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1.1.4.1 Bifidobacterium animalis ssp. lactis  

Comme la majorité des bifidobactéries, Bifidobacterium animalis ssp. lactis tient son origine 

du microbiote des mammifères, plus particulièrement isolée de fèces humaines et animales [50-51]. 

Bifidobacterium animalis ssp. lactis est une espèce de choix à ajouter dans les aliments comme 

probiotiques [52-53], entre autres en raison de ses propriétés technologiques [54-55]. Parmi les 

espèces de bifidobactéries étudiées comme probiotiques, c’est l’espèce qui a montré la meilleure 

résistance à l’acidité [55; 57]. C’est pour ces raisons que cette espèce est la plus retrouvée dans les 

produits laitiers fermentés en Amérique du Nord et en Europe [53; 56]. L’espèce B. animalis ssp. lactis 

est hautement tolérante aux stress du TGI et à l’oxygène [54; 58-59]. En plus de ces capacités à tolérer 

le stress, cette espèce s’adhère aux cellules épithéliales permettant l’équilibre du microbiote intestinal 

et la modulation le système immunitaire en prévenant la colonisation par des pathogènes [46; 51; 60-

62]. 

1.1.5 Les lactobacilles 

Les lactobacilles ont généralement été isolés d’humains, d’animaux, de plantes et d’aliments 

(Tableau 1.2). En effet, les espèces de ce genre bactérien sont utilisées depuis longtemps dans 

plusieurs secteurs agroalimentaires comme agents de conservation naturels ou ferments. Aussi, 

plusieurs espèces appartenant à la famille des Lactobacillaceae sont présentes dans le TGI des 

animaux et de l’Homme, notamment au niveau de la bouche, du système digestif, mais aussi du 

système urogénital chez la femme (Tableau 1.2) [63].  
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Tableau 1.2 Origine de souches de lactobacilles probiotiques 

Espèce Souche Origine1 

Lactobacillus acidophilus ATCC 4357 Intestins humains 

Lacticaseibacillus casei ATCC 393 Produits laitiers 

Lactobacillus gasseri ATCC 33323 Système digestif et urinaire humain 

Lactobacillus johnsonii ATCC 33200 Sang humain 

Lacticaseibacillus paracasei ATCC 25302 Animale et humaine 

Lactiplantibacillus plantarum ATCC 14917 Chou mariné 

Limosilactobacillus reuteri ATCC 23272 Fèces humaines 

Lacticaseibacillus rhamnosus ATCC 53103 Fèces humaines 

Ligilactobacillus salivarius ATCC 11741 Salive 

1 Site web de l’ATCC https://www.atcc.org/ 

Les lactobacilles sont non-motiles, Gram-positif, non sporulantes, ont une forme de bâtonnets 

ou de cocobacilles [43]. Le glucose est la principale source de carbone utilisée. D’ailleurs, certaines 

espèces sont homofermentaires par la transformation du glucose en acide lactique ou 

hétérofermentaires en produisant de l’acide lactique, mais aussi du CO2, de l’éthanol et/ou de l’acide 

acétique [45; 64]. Leur métabolisme nécessite des apports en glucides, acides aminés, peptides, 

esters d'acides gras, sels, dérivés d'acide nucléiques et vitamines. De plus, par leur production d’acide 

lactique et leur caractère acidophile, les lactobacilles peuvent s’adapter et croître dans des 

environnements plus extrêmes ou d’autres microorganismes ne sont pas adaptés [64]. Cette capacité 

d’adaptation permet de franchir le TGI en conservant leur viabilité confirmant ainsi leur statut de 

probiotiques. 

1.1.5.1 Lacticaseibacillus paracasei 

L’espèce Lacticaseibacillus paracasei est surtout retrouvée dans le microbiote intestinal chez 

les animaux et chez l’Homme [65]. Il a été démontré que L. paracasei avait de bonnes capacités de 

survie lorsqu’exposée à des conditions acides et aux sels biliaires [65-66]. Il a aussi été montré que la 

souche L. paracasei contribue à l’amélioration de l’hypercholestérolémie, de l’hypertension, des 

allergies, des lésions gastriques, de l’ostéoporose et de l’obésité [67]. D’un point de vue technologique, 

quelques souches de cette espèce sont utilisées comme ferments dans les yogourts et les fromages 

pour le développement de flaveurs et de textures [68], mais aussi pour son statut de probiotique [65]. 
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1.1.5.2 Lacticaseibacillus rhamnosus 

Lacticaseibacillus rhamnosus GG a été la première espèce du genre Lactobacillus à être brevetée 

comme probiotique en 1989 [69]. D’abord, isolée de fèces d’adultes en santé, celle-ci avait démontré 

d’excellentes capacités de survie lorsqu’exposée à l’acide gastrique et à la bile ainsi qu’un taux de 

croissance rapide [70-71]. Également, en plus d’avoir démontré une capacité antimicrobienne, celle-ci 

est en mesure de former des biofilms qui lui permettent de protéger la muqueuse intestinale de son 

hôte. Par ses différents attributs, il a été démontré dans plusieurs recherches que cette souche 

contribue positivement à la santé humaine notamment en traitement et en prévention de la diarrhée et 

des allergies [71]. En plus d’être bénéfique pour la santé, l’ajout de ce probiotique dans les aliments 

tels les produits laitiers, les jus, les fromages et les capsules est également d’intérêt pour améliorer 

certaines caractéristiques technologiques comme la texture, la flaveur, l’apparence et la qualité dans 

son ensemble [72]. 

1.2 Matrices alimentaires 

Les probiotiques sont retrouvés principalement sous la forme de suppléments comme les 

capsules ou dans les aliments fonctionnels comme les produits laitiers et les breuvages à base de 

végétaux. Les aliments dans lesquels les probiotiques sont ajoutés jouent un rôle de véhicule, afin 

d’acheminer les probiotiques à travers le TGI qui présente des conditions stressantes notamment 

l’acidité de l’estomac (pH 5 à 1,5) et les sels biliaires. Les caractéristiques de l’aliment comme son pH, 

sa teneur en oxygène, sa composition en carbones, lipides et protéines, son activité de l'eau et ses 

métabolites sont reliées à la viabilité des cellules bactériennes [13; 73-76]. En effet, la viabilité cellulaire 

est fortement influencée par l’environnement [76-77]. En milieu acide, les cellules bactériennes 

peuvent être endommagées en raison de l’accumulation de protons. Par conséquent, cela peut causer 

la dégradation de la membrane cellulaire, mais aussi de l’ADN et des protéines, et donc en diminuer 

leurs fonctions [78]. Certains aliments soutiennent la viabilité des cellules bactériennes permettant aux 

probiotiques de traverser le système digestif en restant viables et fonctionnels [76; 79].  

1.2.1 Matrices laitières 

Les produits d’origine laitière ont initialement été les véhicules les plus communs pour délivrer 

les probiotiques [80]. Le yogourt, la crème glacée, le fromage et les produits à base de fromages sont 

souvent utilisés comme matrices pour les probiotiques [76]. Principalement composés de matières 

grasses et de protéines, ceux-ci jouent un rôle de protection lors du passage dans le TGI en protégeant 
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l’intégrité de la cellule bactérienne jusqu’au colon [81-82].  

1.2.2 Matrices non-laitières 

La demande en aliments probiotiques sans produits laitiers est en hausse, notamment en 

raison d’allergies, d’intolérances, de problèmes de santé reliés au cholestérol, de diètes alimentaires 

comme le végétalisme et le véganisme ou simplement par choix. Par conséquent, l’industrie 

alimentaire doit se tourner vers des alternatives végétales pour répondre à ce besoin. Parmi la 

littérature, différentes bases végétales comme les fruits et légumes, le soya ainsi que les céréales se 

sont avérées efficaces pour maintenir la viabilité de bactéries probiotiques [83]. En effet, l’étude de Roy 

et al. [84] a démontré que les boissons de soya ainsi que les mélanges de jus ont la capacité de 

soutenir la viabilité de bactéries probiotiques dans des conditions de réfrigération [84]. Parmi les 

aliments d’origine végétale, les jus de fruits sont particulièrement intéressants en raison de leur flaveur 

et de leur aspect rafraîchissant [83]. D’un point de vue technologique, ceux-ci sont aussi avantageux 

puisqu’ils constituent une source de carbones, de vitamines, de minéraux et d’antioxydants propices à 

la croissance et à la survie des probiotiques [85-86]. Cependant, le pH très acide de certains fruits et 

leur contenu en antimicrobiens peuvent limiter la croissance des probiotiques. En effet, une étude de 

Sheehan et al. (2007) a démontré d’excellents taux de survie dans des jus d’orange et d’ananas pour 

les souches L. rhamnosus GG, L. casei DN-114 001, L. paracasei NFBC43338 et B. lactis BB-12, alors 

que le jus de canneberge s’est avéré létale pour ces quatre souches soit en raison de son faible pH 

(2,5), soit en raison de sa teneur en acide benzoïque et en lactones [87]. Par conséquent, l’utilisation 

de matrices plus neutres est à considérer pour soutenir la viabilité. Par ailleurs, plusieurs études ont 

montré que l’utilisation de la sève de certains végétaux principalement constituée d’eau, de sucres et 

de sels minéraux, comme le raphia, le bouleau et l’érable avaient la capacité de soutenir la viabilité de 

bactéries probiotiques en plus de valoriser la matière première locale [7; 88-89].  

1.2.2.1 La sève d’érable 

Le Canada est le principal pays transformateur de l’érable. Le marché des produits de l’érable 

représentait 384,4 millions de dollars en 2018 où 91% des produits dérivés proviennent de la province 

de Québec [90]. La sève de l’érable à sucre (Acer saccharum) provient de la transformation de l’amidon 

en sucre, le saccharose, pendant la croissance de l’arbre. Les sucres sont mélangés à l’eau qui est 

absorbée par les racines de l’arbre et forment une solution liquide. Au printemps, suite à l’entaillage 

des arbres, le phénomène de la coulée se produit en raison des changements de températures, soit le 



10 
 

gel et le dégel, qui permettent à cette eau sucrée, appelée la sève, d’être récoltée. La sève d’érable 

est composée majoritairement d’eau (95%-99%) et de saccharose (2,0-2,5%) ainsi que de faibles 

proportions de glucose et de fructose. Elle contient également des traces de potassium, de magnésium 

et de manganèse ainsi que des acides aminés, des acides organiques et des composés phénoliques 

[91-94]. En plus de contenir des nutriments favorables à la croissance et à la viabilité des probiotiques, 

la sève d’érable a un pH qui s’approche de la neutralité entre 6,5 et 7,0, favorable aux bactéries 

probiotiques [93]. En effet, plusieurs études ont démontré que la sève d’érable permet la survie des 

souches B. lactis ssp. lactis BB-12 et L. rhamnosus GG pendant 4 à 12 semaines à 4 °C [6-7]. En plus 

d’être stables dans cette matrice, ces deux bactéries probiotiques ont maintenu une concentration de 

cellules viables de 107 à 108 UFC/mL pendant la digestion gastro-intestinale in vitro, ce qui correspond 

à 109 à 1010 UFC par portion de 100 mL, soit une quantité suffisante pour avoir la désignation de produit 

probiotique [6]. 

1.3 La digestion gastrique et les mécanismes de défense des probiotiques 

1.3.1 Digestion gastrique 

Pendant le processus de la digestion, l’un des premiers obstacles pour les probiotiques est 

l’estomac. Cet organe du TGI procure une barrière de défense naturelle chez l’humain par ses 

conditions acides. Sa grande acidité provient de la sécrétion d’acide chlorhydrique qui est initiée lors 

de l’ingestion d’aliments [8]. En plus d’hydrolyser partiellement les protéines, cette acidité empêche le 

passage de certains microorganismes pathogènes, mais aussi de bactéries bénéfiques comme les 

probiotiques [95-96]. En effet, les protons H+ dissociés de l’acide chlorhydrique diffusent à travers la 

membrane cellulaire des bactéries, pénètre dans le cytoplasme et diminuent le pH intracellulaire. Par 

conséquent, cette diminution du pH peut affecter la viabilité et les fonctions des bactéries en 

endommageant la membrane des cellules, l’ADN et les protéines [79; 97]. Le métabolisme, la survie 

et les fonctions métaboliques peuvent donc être affectés jusqu’à mener à la mort cellulaire [79; 98-99].  

1.3.2 Mécanismes d’adaptation des probiotiques 

La niche principale des bifidobactéries et des lactobacilles est le microbiote des êtres vivants. 

Par conséquent, celles-ci se sont dotées au cours de leur évolution de certaines caractéristiques 

génétiques leur permettant de s’adapter aux stress du TGI comme l’acidité et les enzymes gastriques 

de l’estomac et la bile, la pancréatine et les autres enzymes du petit intestin [98; 100-101]. Afin de 

s’acclimater à ces conditions, les bactéries probiotiques ont la faculté de moduler l’activité de certaines 
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de leurs enzymes afin de survivre durant leur passage par le TGI [98]. En effet, en réponse aux 

conditions environnantes, le niveau d’expression d’un gène ou d’un groupe de gènes peut être modulé 

créant ainsi des changements dans la synthèse de protéines. Par exemple, les activités se déroulant 

au niveau de la division cellulaire, du métabolisme de l'ADN, des gènes de ménage, de la modulation 

de la composition membranaire et du transport des sucres par exemple peuvent en être affectées [102-

103]. 

Le mécanisme de défense le plus documenté dans la littérature est l’action de la pompe à 

protons F1F0-ATPase permettant la stabilisation du pH intracellulaire [104-105]. En condition acide, 

comme dans l’estomac par exemple, cette enzyme peut utiliser les protons extracellulaires afin de 

produire de l’ATP ou hydrolyser de l’ATP pour expulser des protons en dehors de la bactérie [105]. 

Cette dernière alternative permet de maintenir le pH intracellulaire près de la neutralité et de protéger 

la bactérie [106-107]. Selon la littérature, l’activité de la H+-ATPase est faible chez les espèces qui 

sont moins résistantes à l’acidité, alors qu’elle plus grande chez les espèces qui sont résistantes. La 

tolérance à l’acidité reposant principalement sur l’activité de cette enzyme [54; 108]. D’ailleurs, c’est le 

gène de ménage atpA qui est responsable de la régulation de l’activité de la sous-unité α de cette 

enzyme [106; 109]. En condition de stress, comme celui de l’acidité de l’estomac, d’autres protéines 

peuvent contribuer à la survie bactérienne. Notamment, les protéines dnaK, groEL et hrcA permettent 

le bon repliement des protéines qui sont naissantes ou dénaturées. L’action de ces protéines est 

régulée par l’entremise de gènes qui portent respectivement les mêmes noms [103; 106; 110-111]. 

Pareillement, les stress acides peuvent avoir des effets sur la régulation du métabolisme des sucres. 

Par exemple, le gène galK codant pour l’enzyme galactokinase, responsable de la dégradation du α-

gal en galactose-1-P, peut être modulé en condition de stress ou lors d’un changement des sources 

de sucres disponibles dans l’environnement [40;112]. Aussi, l’expression de certains gènes est reliée 

aux dommages liés à l’ADN, mais aussi à divers stress notamment la chaleur et l’oxygène, comme par 

exemple recA [113].  
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1.4 Hypothèses et objectifs 

1.4.1 Hypothèse générale 

La matrice de sève d’érable va permettre de maintenir la viabilité et les fonctions métaboliques 

des souches bactériennes probiotiques B. animalis ssp. lactis A026, L. paracasei A234, L. rhamnosus 

A119 et L. rhamnosus GG pendant la digestion gastrique. 

1.4.2 Objectif général 

L’objectif général est d’évaluer l’impact de la digestion gastrique sur la viabilité et la 

modulation de l’expression de gènes liés à la réponse aux stress acide et généraux dans une matrice 

de sève d’érable. 

1.4.3 Objectifs spécifiques 

• Évaluer la viabilité de quatre souches bactériennes probiotiques dans un véhicule de sève 

d’érable lors de la simulation in vitro dynamique d’une digestion gastrique (Tim-1) par des 

méthodes de microbiologie classiques et moléculaires. 

• Évaluer la modulation de l’expression des gènes des bactéries probiotiques liés à la réponse 

aux stress de la digestion gastrique par des méthodes de microbiologie moléculaires. 
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Chapitre 2 - L’expression de gènes de quatre bactéries probiotiques en réponse 

au stress acide pendant une simulation gastrointestinale dans une matrice de 

sève d’érable  

Gene Expression in Response to Gastric Stress in Dynamic Gastrointestinal Simulator of Four 

Probiotic Bacteria in a Maple Sap Matrix 

Laurie Hamelin1, Camille Cavestri1, Patricia Savard1, Émilie Desfossés-Foucault2, Cyril Roblet,3 Denis 

Roy1* 

1Département des sciences des aliments, Institut sur la nutrition et les aliments fonctionnels, 

Laboratoire de génomique microbienne, Université Laval, 2440 boulevard Hochelaga, Québec G1V 

0A6 Canada 

2Biena inc., 2955 Rue Cartier, Saint-Hyacinthe, Québec, Canada J2S 1L4 

3Fruit d’Or, 306 QC-265, Villeroy, Québec, Canada G0S 3K0 

*Auteur correspondant: Denis Roy, Département des sciences des aliments, Laboratoire de génomique 

microbienne, Université Laval, 2440 boulevard Hochelaga, Québec G1V 0A6 Canada, 418 656 2131 

ext. 403496, denis.roy@fsaa.ulaval.ca 

2.1 Résumé 

Les bactéries probiotiques doivent être en mesure de survivre pendant la digestion gastrique 

afin d’atteindre le côlon et ainsi conférer des bienfaits pour la santé humaine. Le potentiel des matrices 

d’origine laitière pour soutenir les probiotiques a souvent été décrit, mais celui des produits végétaux 

tels que la sève d'érable, pour cette application, reste peu connu, alors que l’engouement pour ces 

produits est en forte croissance. L'objectif de cette étude était d'évaluer la viabilité cellulaire par 

l’utilisation du propidium monoazide (PMA) couplé à la qPCR, ainsi que d'évaluer l'expression de cinq 

gènes reliés au stress atpA (stress et homéostasie de la cellule), galK (métabolisme des sucres), dnaK, 

groEL et hrcA (stress généraux) par RT-qPCR lors de la digestion gastrique in vitro (TIM-1) de trois 

souches commerciales (Bifidobacterium animalis ssp. lactis A026, Lacticaseibacillus paracasei A234, 

Lacticaseibacillus rhamnosus A119) ainsi que de la souche de référence Lacticaseibacillus rhamnosus 

GG (ATCC 53103) livrées dans de la sève d'érable. Les résultats ont indiqué que toutes les souches 
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ont maintenu un taux de survie élevé suite à la digestion gastrique; B. animalis ssp. lactis A026 (7.14 

log de cellules viables/mL), L. paracasei A234 (8.12 log de cellules viables/mL), L. rhamnosus A 119 

(8.48 log de cellules viables/mL) et L. rhamnosus GG (8.36 log de cellules viables/mL) ainsi que 

l’expression de certains gènes de stress ciblés avait été modulé pendant la digestion gastrique. Seule 

la souche L. rhamnosus GG a montré une modulation au niveau de l’expression de tous les gènes 

ciblés. Dans l'ensemble, l’expression d’au moins un gène associé à la réponse au stress a été modulé 

pour toutes les souches probiotiques pendant la digestion gastrique dans la matrice de sève d’érable. 

Face aux stress de la digestion gastrique, les différentes réponses du métabolisme des bactéries 

probiotiques permettent une meilleure survie cellulaire. En définitive, ces quatre souches ont le 

potentiel d'être utilisées comme probiotiques dans une matrice de sève d'érable, ce qui pourrait mener 

au développement d'une boisson fonctionnelle. 

2.2 Abstract 

Probiotic bacteria must be able to survive through the stomach to reach the colon and provide 

health benefits to the host. The potential of dairy products as vehicles for probiotics are often described, 

but little is known about the potential of vegetal products such as maple sap for this application. The 

objective of this study was to assess cell viability by propidium monoazide (PMA) coupled to qPCR, as 

well as to evaluate stress gene expression by RT-qPCR during in vitro gastric digestion (TIM-1) of three 

commercial strains (Bifidobacterium animalis subsp. lactis A026, Lacticaseibacillus paracasei A234, 

Lacticaseibacillus rhamnosus A119) and Lacticaseibacillus rhamnosus GG (ATCC 53103) delivered in 

the maple sap. The results indicated that all strains maintained a high survival rate after gastric diges-

tion; B. animalis subsp. lactis A026 (7.14 log of viable cells/mL), L. paracasei A234 (8.12 log of viable 

cells/mL), L. rhamnosus A119 (8.48 log of viable cells/mL), and L. rhamnosus GG (8.36 log of viable 

cells/mL) and that the expression of certain target stress genes was modulated during gastric digestion. 

Also, only L. rhamnosus GG has shown a modulation of all the targeted genes atpA (stress and cell 

homeostasis), galK (carbohydrate metabolism), dnaK, groEL et hrcA (general stress response). 

Overall, gastric digestion of all probiotic strains in maple sap had modulated the expression of at least 

one gene associated with general stress response. The metabolism of probiotic bacteria has different 

responses to gastric stresses and lead to better survivability. Overall, these four strains have the po-

tential to be used as probiotics in maple sap, which could lead to the development of a functional drink. 
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2.3 Introduction 

Public interest in probiotic products is constantly growing due to their benefits on human health 

[1-3]. Probiotic strain selection presents a complex challenge as it is necessary to maintain survival 

and the different properties of beneficial microorganisms throughout the production chain and the gas-

trointestinal tract (GIT). Probiotics must be viable before consumption to adequately confer their health 

benefits [4] as they are described by the FAO and the WHO [5]. Dairy products are currently used as 

food matrices for probiotics [6]. However, the demand for dairy-free products is increasing due to lac-

tose intolerance, allergies, diets, and medical issues [7-9]. Maple sap is an allergen-free-vegan alter-

native, and it is potentially a good vehicle to deliver viable probiotics. Indeed, maple sap can maintain 

a high viability of Bifidobacterium animalis subsp. lactis BB-12 and Lacticaseibacillus rhamnosus GG 

during storage and throughout digestion [10-12]. Probiotic bacteria must travel through the GIT and 

encounter the extreme stomach conditions to reach the colon. The highly acidic environment of this 

compartment is a natural defense against pathogens, but can also be fatal for beneficial bacteria [13]. 

Protons from gastric acids diffuse in the cell membrane, and enters the cytoplasm which decreased 

intracellular pH [14]. Many in vitro studies have documented gastric acid resistance of B. animalis 

subsp. lactis BB-12 [15-16], and several strains of Lacticaseibacillus rhamnosus [17], and Lacticaseiba-

cillus paracasei [18]. These bacteria possess a response system that is induced under stress condi-

tions. The transcription of those genes can be modulated according to their role to maintain cell me-

tabolism [19]. The gene atpA, which is present in most LABs, is often upregulated under acidic stress 

[20]. This gene regulates activity of the subunit-α of the F0F1-ATPase enzyme which uses protons to 

synthesize ATP or uses ATP to expulse protons, resulting in pH homeostasis in bacteria cells [21-22]. 

High acidity can lead to the deprivation of certain components by reducing or increasing carbon trans-

porters such as galK [19; 23-24]. The chaperone genes dnaK, groEL, and hrcA are linked to general 

stress response including acid stress, but also osmotic, thermal, and oxidative stress [25-26]. The reg-

ulation of these genes is triggered when bacterial cells are exposed to environmental stresses [19]. To 

our knowledge, the relation between gene expression related to gastric stress and probiotic strain via-

bility in maple sap has not been clearly defined. We hypothesize that maple sap is a favorable matrix 

for probiotics sustainability and that genes related to acid stress are modulated under gastric digestion 

to contribute to bacterial survival. This work aimed to evaluate the viability of four bacterial strains (B. 

animalis subsp. lactis A026, Lacticaseibacilllus paracasei A234, Lacticaseibacillus rhamnosus A119, 

and L.rhamnosus GG (ATCC 53103)) and to quantify the relative expression of acid stress genes in 
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maple sap under simulated gastric digestion using the in vitro dynamic GIT model (TIM-1). The TIM-1 

is a dynamic model allowing a better simulation of gastric digestion than conventional methods [27]. 

Cell viability was evaluated by using propidium monoazide (PMA) coupled to qPCR to distinguish viable 

but nonculturable and dead microorganisms according to their membrane integrity [28] and the gene 

expression was quantified by RT‐qPCR. 

2.4 Materials and methods 

2.4.1 Bacterial Strains, Growth Conditions and Viable Counts 

B. animalis subsp. lactis A026, L. paracasei A234, L. rhamnosus A119 isolated from human 

feces (Biena inc., QC, Canada), and L. rhamnosus GG ATCC 53103 (ATCC, Manassas, Virginia, USA) 

were the probiotic strains used in this study. Stock cultures were kept at -80ºC in MRS broth (Nutri Bact, 

QC, Canada) supplemented with 20% (v/v) glycerol (EMD Chemicals, Gibbstown, NJ).  

Before each experiment, the strains were reactivated by adding 1% frozen culture stock in fresh broth 

for 24h at 37ºC. Lactobacilli were cultivated in MRS broth (Nutri Bact, QC, Canada) under aerobic 

conditions. Bifidobacteria were cultivated in a mixed broth of 50% (w/w) Reinforced Clostridial Medium 

(HiMedia, Mumbai, India) and 50% (w/w) MRS supplemented with 0.05% (w/w) of L-cysteine 

hydrochloride (Sigma-Aldrich) with pH adjusted to 6.8 under anaerobic conditions using an anaerobic 

chamber (Plas-Labs Inc., Ml, USA) containing an atmosphere of 80% N2, 10% H2, and 10% CO2 

(Praxair, QC, Canada). After the first subculture of 24h, a second subculture was done by inoculating 

fresh medium (1%) for 24h. This second subculture was used to inoculate (1%) a volume of 100 mL of 

fresh media, and it was incubated until reaching the mid-logarithmic phase containing about 108 cfu/mL. 

The 100-mL bacterial suspension was centrifugated at 8,000 × g for 2 min and the pellet was 

resuspended in maple sap for a total TIM-1 meal of 300 g. 

Viable counts were performed by the drop-plate method as described by Herigstad et al. (2001) [29] 

with appropriate dilution in 0.1% (w/v) peptone water (Difco laboratories, Detroit, MI, USA) for 

lactobacilli and 0.1% (w/v) peptone water supplemented with 0.05% (w/v) of L-cysteine hydrochloride 

for bifididobacteria. They were incubated for 48h at 37ºC on MRS agar for lactobacilli and MRS/RCM 

agar supplemented with 0.05% (w/w) of L-cysteine hydrochloride under anaerobic conditions as 

described previously for bifidobacteria. 
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2.4.2 In vitro Dynamic Gastric Digestion  

The dynamic GIT system TIM-1 (TNO Nutrition and Food Research Institute, Zeist, 

Netherlands) was used in this study to simulate gastric digestion by a healthy adult (Table 1) in the 

stomach compartment and was operated as described by Uriot and al. (2014) [30]. Briefly, 300g of 

maple sap bacterial suspension, as described previously, was introduced in the stomach compartment 

and was digested 1h at 37ºC. One aliquot of 1 mL and one aliquot of 2 mL were taken in duplicate for 

bacterial survival and gene expression at 0, 20, 40, and 60 min from the stomach effluents. These 

effluents were kept at a temperature of 37ºC until collection times between each interval to limit 

changes induced by thermal shock. Survival curves were presented as relative to the total cells in the 

meal before introduction in Tim-1 (% of intake). In vitro digestions were done in duplicate for each strain.  

Table 2.1 Parameters of in vitro digestion for stomach compartment 

Initial volume (ml) 300 

t1/2 20 

β coefficient 1 

 

 

Time (min) /pH 

 

 

0/6 

10/4.7 

20/3.7 

30/2.9 

40/2.4 

60/1.7 

Initial secretion (gastric juice) 

 

10 ml of gastric juice (pH 2): 

2500 U of pepsin and 380 U of lipase in an electrolyte gastric 
solution (NaCl 6.2 g/L, KCl 2.2 g/L, CaCl2 0.3 g/L, NaHCO3 
1.5 g/L) 

 

Secretions 

 

0.25 mL/min of pepsin (500 U/mL), pH 4 

0.25 mL/min lipase (76 U/mL), pH 7 

HCl (3 M) if necessary 

The computer used the exponential f =1-2-(t/t1/2)^β where f represents the delivered meal fraction,  t the delivery 

time, t½ the half-time of delivery and β the coefficient describing the shape of the curve for gastric distribution. 

All the products came from Sigma-Aldrich (Oakville, ON, Canada) except for the lipase that came from Amano 

enzyme USA (Elgin, IL, USA). 
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2.4.3 Bacterial Viability 

The propidium monoazide (PMA) treatment was performed as described by Lupien-Meilleur et 

al. (2016) [10] which was based on Nocker et al. (2007) [28]. The PMA solution (Biotium, Hayward, CA, 

USA) was added to the 1-mL sample for a final concentration of 50 mM. Subsequently, theses samples 

were shaken in the dark for 5 min and were placed under the LED-Active Blue system (Ingenia 

Biosystems, Barcelona, Spain) for 15 min. The samples were centrifugated at 10,000 × g for 2 min to 

collect the pellet. Samples were stocked à -80ºC until DNA extraction.  

DNA extraction was performed using PowerSoil DNA kit (Qiagen, ON, Canada) with an additional 

enzymatic lysis step. Briefly, the pellet was suspended in 200 µl of lysis buffer containing 10 mM Tris 

HCl pH 8.0, 1 mM EDTA, 20 mg/ml of lysozyme (Sigma-Aldrich), 20 mg/ml of proteinase K (Millipore 

Sigma), and 2.5µL/mL of mutanolysin 20 U/µl (Sigma-Aldrich) and incubated at 37ºC during 1h. After 

the lysis, extraction kit instructions were followed. DNA was stored at −20°C. 

The qPCR was performed with 7500 Fast real-time PCR 2.0.1 (Thermofisher) in 96-well plates. The 25 

µl reaction mix contained 12.5 µl of Fast SYBR Green Master Mix (Thermofisher), 1 µl of appropriated 

primer set (Table 1), 5.5 µl of DNase-free water and 5 µl of DNA sample diluted 1:10. Primers used in 

this study (Table 1 and Table 2) were designed with Genious Pro R6 software (Biomatters, San Diego, 

USA) based on genes sequences of interest of B. animalis subsp. lactis, L. paracasei, and L. 

rhamnosus available in GenBank (National Center for Biotechnolgy Information). Negative controls 

were performed with DNase-free water and were included in each run. The cycling program consists 

of an initial denaturation at 95°C for 20 sec, followed by 40 cycles at 95°C for 3 sec and 60°C for 30 

sec. Each sample was analyzed in triplicate. The qPCR standard curves were obtained with pure 

cultures of the four probiotic strains as described by Gagnon et al. (2015) [31], with serial dilutions of 

the DNA in sterile water, and PMA treatment as described previously. The Ct obtained in standard 

curves were matched to the corresponding viable cells per mL. 
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Table 2.2 Primer sets for qPCR 

Gene Bacterial 
species 

Forward Primer 
(5'-3') 

Reverse Primer 
(5'-3') 

Product 
lengh (bp) 

Concentration 
(nM) 

Reference 

 
tal 

B.1 lactis GCGCTGGGCTG
CTCTGGAAGC 

TGGCGAGCTC
ATCGAC 

TACT 

116 0.8 and 0.4 Desfossés-Fou-
cault et al. [31] 

 
 

16S 

L.2 paracasei GCACCG 
GATTCAACATG

G 

GGTTCTTGG 
TYTATGCG 

TATTAG 

83 0.1 Byun et al. [44] 

L. rhamnosus GGCTCAGGA 
GAACGCTGG 

TCAAGATGCA
AGCACCTTTC

AA 

81 0.25 This study 

1B. : Bifidobacterium 
2L. : Lacticaseibacillus 

2.4.4 Gene Expressions 

The 2-mL samples collected from the TIM-1 stomach effluents were mixed with 4 mL of 

RNAprotect Bacteria Reagent (Qiagen, ON, Canada). After incubation at room temperature for 5 min, 

the samples were centrifugated at 5,000 × g for 10 min. The pellets were then stocked at -80°C until 

RNA extraction. RNA extraction was performed using RNeasy Mini kit (Qiagen, ON, Canada) with a 

preliminary step of enzymatic lysis. Briefly, the pellet was suspended in 100 µl of lyse buffer containing 

10 mM Tris HCl pH 8.0, 1 mM EDTA, 20 mg/ml of lysozyme, 20 mg/ml of proteinase K, and 20 U/ml of 

mutanolysin incubated for 10 minutes at 37°C with agitation each 2 min. Thereafter, manufacturer 

instructions were followed. Residual DNA was removed by TURBO DNA-Free Kit (Ambion, ON, 

Canada). DNA absence was verified by qPCR as previously described. RNA quantification and quality 

were measured by Bioanalyser Agilent 2100 (Agilent Technologies). RNA samples were kept at -80ºC 

until retro transcription. 

Retro-transcription from 40 ng/µL of RNA to cDNA was performed with the High-Capacity cDNA 

Reverse Transcription Kit with RNase Inhibitor (Thermo Fisher) following manufacturer’s instructions. 

Resulting cDNA was diluted 1:10 in DNase-free water and stored at -20ºC. 

Gene expressions were evaluated by qPCR of cDNA. The 25-µl reaction containing 12.5 µL of Fast 

SYBR Green Master Mix (Applied Biosystems), 0.25 µM of appropriated strain primers (Table 3), 9.5 

µl of DNase-free water and 1 µl of cDNA diluted 1:10. Reactions were performed in triplicate. The 

cDNA was denaturized at 95°C for 15 min, followed by 40 cycles of amplification at 95°C for 15 sec 

and 60°C for 1 min. Threshold values for each primer were fixed at 0.2 and amplification efficacity was 

controlled for data normalization. The software programs GENORM v3.4 to identify reference genes 

for each strain and REST 2009 v2.0.13 were used to calculate the level of expression of normalized 
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genes [32]. The selected reference genes for B. animalis subsp. lactis A026 were recA and rpoB, L. 

rhamnosus A119 were ldh and rpoB, L. paracasei A234 ldh and tuf and L. rhamnosus GG ATCC 23103 

gyrB and recA. 

Table 2.3 Definition, function and primer sets for selected reference and stress genes 
Gene Definition Function Bacterial 

species 

Forward Primer Reverse Primer Product 
length (bp) 

Reference 

atpA ATP synthase CF1 
alpha subunit  

Maintain pH 
homeostasis 
(Stress gene) 

B.1 lactis CAGTCCGATCT
GTTCAACGC 

AACATGGCGAA
GGATTCCAG 

161 This study 

L.2 rhamnosus 
and Lb. paracasei 

ATTGCGGTT 
GGATCTGGCAT

C 

GGAATTGGATC
AAG 

GAAGCCATG 

204 This study 

dnaK 
  

Chaperone protein 
  

Stress  
response 

(Stress gene) 

B. lactis GCAGCTCTGGC
CTACGGT 

ATAATGCGCTG
GTCCCAATC 

189 Solano et 
al. [45] 

L. paracasei TGACGAATT 
GCACA 

GATTAGC 

GCATCCCTTCA
ACAACAGAGAG 

194 Wu et al. 
[38] 

L. rhamnosus ACAAGCCGCTG 
GAACTCTTG 

ATCGG 
CAAAGGAC 
CTTGGTACT 

65 Aakko et 
al. [46] 

galK  Galactokinase  Carbohydrate 
transport and 
metabolism 

(Stress gene) 

B. lactis CTCCGATGT 
GATTGCCGAGG 

CTGAATGCCGC
ATCGAAACC 

141 This study 

L. paracasei ACAGATGTCA 
CAAAAGGTTT 

TACGG 

CAC CAAT 
TAAAT 

TAATGCGTCCT
GG 

89 This study 

L. rhamnosus GTCAGGA 
GATCTTAAAAC

CTTTGGC 

TTCCGG 
TCACTTCA 

TAATCAAAAGC 

81 This study 

groEL 

  

Chaperonin 
  

Stress  
response 

(Stress gene) 

B. lactis TCGTCAC 
CAATGCGGAAG

AC 

TGCTCGAGGTG
AGCAGAATGT 

66 Aakko et 
al. [46] 

L. paracasei TCCCGGTTT 
GAACGTCGCCT 

CCGTGCCGCG
GTTGAAGAAG 

107 Desfossés-
Foucault et 

al. [24] 

L. rhamnosus CCAAAGCCAGG
TGCTTTAACG 

CTGCCGACCT 
GGTTCTGAA 

71 Aakko et 
al. [46] 

gyrB  DNA topoisomerase 
subunit B 

ATP- 
hydrolyzing 
(Reference 

gene)  

B. lactis CAAAG 
CAAAGACGA 
CAATCTCTCC 

GAT 
GATGTTCTTCG

CCTCGTTC 

208 This study 

L. paracasei TTGG 
TCTGGGAAATC
ATTGATAACG 

TGT 
TACCGTCA 

CAC 
TATTATCTGGG 

102 This study 

L. rhamnosus AAAGAAGAACT
GGCAGCAGA 

TATG 

TCCCGT 
TATCAAT 

GATTTCCCAAA
C 

148 This study 

hrcA 
  

Heat-inducible 
transcription  

represor  

Transcription 
repressor 

(Stress gene)  

B. lactis TGTAGA 
GACTA 

TA 
TACGGCAGCAG 

GTGAGATAGCC
TTCATCCTCCA

G 

129 This study 

L. paracasei GGTCCGGAAGT
CAACA 

TATTAAGC 

TGAACACCT 
GATTTTCGA 

CATTACC 

115 This study 

L. rhamnosus AAATCATCCGC
CTGT 

TACTGAAAG 

TCGACCAGAT 
GATCAAGATA 

TAGC 

205 This study 

ldh 
  

Lactate  
dehydrogenase 

  

Conservate 
gene 

(Reference 
gene) 

 
  

B. lactis ATTCGCCAAT 
TAAGCCAACCA

AG 

GATGTCCTGCA
ATGCGATCTCA

C 

116 This study 

L. paracasei CATCCA 
GAAATCAAG 

GAAGACAAGC 

CCATATT 
GACCATCCATG

TAAACGG 

191 This study 
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L. rhamnosus GAAAGGTGACG
CAATTGATTTAA

GC 

GATAACAACC 
GATCAGCATCC

TTG 

106 This study 

recA  Recombinase A  DNA repair 
(Reference 

gene)  

B. lactis CGTT 
GAAGTTCTATG

CATCCGTC 

CATCTT 
GTTCTT 

GACCACCTT 
GAC 

113 This study 

L. paracasei ATGTCGTCTCA
ACAGGCATT 

TATC 

TTTCCCAGTACT
TTCAGGACC 

TAG 

104 This study 

L. rhamnosus ATTTTAGTGGTT 
GATTCAGTGGC

AG 

ATTGTTTTGG 
TCTTATT 

GATCGCCC 

146 This study 

rpoB  RNA polymerase 
beta subunit 

RNA  
polymerisation 

(Reference 
gene)  

B. lactis GTCAC 
GACTACGACGA

A 
TACCAC 

TTCTTT 
GATGGAGCCGA

AATTCAC 

106 This study 

L. rhamnosus L. 
paracasei 

CGGATCAAG 
GAAGTTTT 
GGATCTTC 

CAGCAGTT 
GATAGCCG 
CAAATTC 

162 This study 

tuf 
  

Vacuolar ATP  
synthase subunit E1 

  

Indispensable 
in protein 
synthesis 

(Reference 
gene)  

B. lactis TCACGA 
CAAGTGGGTT 

GCCA 

GTT 
GATCGGCAGCT

TGCCG 

178 Sheu et al.  
[47] 

L. paracasei ATCATGGAATT
GATGGATACCA 

TAGACTT 
GATAACATCTG

GCTT 

143 This study 

L. rhamnosus TTTCTT 
GATGCCTGTT 
GAAGATGTC 

GCTTCAAACCG
AT 

GATTTCAACTTC 

119 This study 

1B. : Bifidobacterium 
2L. : Lacticaseibacillus 

2.4.5 Statistical Analysis 

Statistical analysis for bacterial survival was performed using JMP 14 Software (SAS Institute 

Inc., Cary, NC) with analysis of variance (ANOVA) to find mean differences (P ≤ 0.05). Gene 

expressions were statistically analyzed by REST 2009 v2.0.13 software (P ≤ 0.05). 

2.5 Results 

2.5.1 Bacterial Viability 

Results obtained by PMA-qPCR indicated no significant differences (P < 0.05) in viability for B. 

animalis subsp. lactis A026 (F value = 2.38; P = 0.21), L. paracasei A234 (F value = 0.74; P = 0.58), L. 

rhamnosus A119 (F value = 2.14; P = 0.24), and L. rhamnosus GG (F value = 0.87; P = 0.53) delivered 

in maple sap during gastric digestion (Fig 1). The initial concentration of viable cells/ml of the strain B. 

animalis subsp. lactis (7.23 ± 0.13 log of viable cells/mL) was lower than L. paracasei A234 (8.34 ± 

0.13 log of viable cells/mL), L. rhamnosus A119 (8.76 ± 0.11 log of viable cells/mL), and L. rhamnosus 

GG (8.30 ± 0.17 log of viable cells/mL) but had no impact on maintaining viability. Subsequently, 

viability of each strain remained stable during gastric digestion despite a drastic decrease in acidity 

dropping from 6.2 to 1.6. Therefore, all the strains showed excellent survival capacity in an acid 
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environment. 

 

Fig 2.1 Survival curve of probiotic strains Bifidobacterium animalis subsp. lactis A026, 

Lacticaseibacillus paracasei A234, Lacticaseibacillus rhamnosus A119, and Lacticaseibacillus 

rhamnosus GG ATCC 53103 in maple sap during in vitro gastric digestion (TIM-1). Viable cells were 

determined by PMA-qPCR in gastric effluent each 20 min of digestion and are expressed as log viable 

cells/mL. Error bar represents standard error.  
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2.5.1 Modulation of Stress Genes 

Gastric digestion has significantly modulated relative gene expression of the five stress genes 

atpA, dnaK, galK, groEL, and hrcA (P < 0.05) in all four probiotic strains (Fig. 2). The gene galK involved 

in carbohydrate metabolism was modulated for all the strains, but was only downregulated for B. 

animalis subsp. lactis. Indeed, it was downregulated in B. animalis subsp. lactis after 20 min (Fig. 2A), 

upregulated in L. paracasei A234 after 40 min (Fig.2B), upregulated in L. rhamnosus A119 after 60 min 

(Fig. 2C), and upregulated in L. rhamnosus GG after 40 and 60 min (Fig. 2D). The gene atpA, involved 

in stress and cell homeostasis, was upregulated in L. paracasei A234 and was downregulated in L. 

rhamnosus GG for the first 40 min (Fig. 2D). The genes dnaK and groEL are involved in acid, alkaline, 

oxidative, heat, and salt stress. The dnaK gene was downregulated in L. rhamnosus A119 after 40 min 

(Fig. 2C) and was downregulated for L. rhamnosus GG after 40 and 60 min (Fig. 2D). Relative 

expression of groEL was modulated only for L. rhamnosus GG throughout digestion except at 40 min. 

Indeed, it was downregulated in B. animalis subsp. lactis after 20 min, upregulated in L. paracasei A234 

after 40 min, upregulated in L. rhamnosus A119 after 60 min, and upregulated in L. rhamnosus GG 

after 40 and 60 min. The gene hrcA coding for the heat-inducible transcription repressor and involved 

in heat and oxidative stress was downregulated in B. animalis subsp. lactis after 40 min, was 

upregulated in L. paracasei A234 after 20 min, and was downregulated in L. rhamnosus GG after 20 

and 40 min. All the targeted genes have been modulated in L. rhamnosus GG, which had a greater 

survival rate. 



24 
 

 

Fig 2.2 Relative expression of genes atpA (red horizontal), dnaK (orange wave), galK (green vertical), 

groEL (blue point) and hrcA (purple diagonal) during in vitro gastric digestion (TIM-1) for strains B. 

animalis subsp. lactis A026 (A), Lacticaseibacillus paracasei A234 (B), Lacticaseibacillus rhamnosus 

A119 (C), and Lacticaseibacillus rhamnosus GG ATCC 53103 (D). Expression levels were obtained by 

RT-qPCR and were expressed as fold-differences in gene transcript relative to time 0 after 

normalization with two reference genes. Means with an asterisk (*) were significantly different from their 

two reference genes (P ≤ 0.05) at time 0. Error bars represent the standard deviation calculated by 

REST software.  
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2.6 Discussion 

All probiotic strains studied had great viability in maple sap during gastric digestion, a fundamental 

characteristic for probiotics [33]. The viability results suggested that all the strains had a great capacity 

to survive in an acidic environment such as the stomach. Studies conducted by Vamanu et al. (2010) 

[34] also demonstrated the survival capacity of L. rhamnosus IL1 when exposed for 1 hour to pH 

between 2 and 3, but dropped drastically with pH below 2. In the context of our study, the two L. 

rhamnosus strains showed a high ability to survive since it was not exposed to a pH below 1.2 for very 

long. This maintenance of survival has also been documented by Khalf et al. (2010) for B. animalis 

subsp. lactis A026 and L. rhamnosus GG in maple sap during gastric digestion in TIM-1 [11]. The 

strains L. paracasei A234 and L. rhamnosus A119 also had good survival rates similar to the study of 

Verdenelli et al. (2009) [35]. The survival capacity of B. animalis subsp. lactis in acidic condition has 

also been documented by Matsumoto et al. (2004) [15].  

Our results confirmed that maple sap is a suitable vehicle for the passage of probiotics through the 

stomach and turns out to be an alternative to dairy products since it helps maintain viability. Maple sap 

mainly contains sucrose, which can be used as a carbon source for lactobacilli and bifidobacteria [10-

12]. Indeed, it was demonstrated that maple sap was a suitable matrix for fermentation and a favorable 

vehicle for GIT for B. animalis subsp. lactis BB-12 and L. rhamnosus GG strains [11].  

Sugar content in maple sap could be responsible for the good survival of the probiotic strains, 

contributing to carbohydrate metabolism under acid stress [36]. The gene galK, which codes for an 

enzyme responsible for carbohydrate transport, was upregulated for the lactobacilli strains. Several 

proteins linked to carbohydrate transport and metabolism can be modulated under acid stress [37-38]. 

The downregulation obtained for B. animalis subsp. lactis strain can be explained by a different 

reorganization of cell metabolism and different involvement of galK in the unique metabolic path of 

bifidobacteria called "Bifid shunt" [39]. Through glycolysis, glucose allows for ATP formation, which is 

used by the enzyme F0F1-ATPase to exclude intracellular protons [15-16, 40] and improve survival 

during gastric passage [41]. Several studies showed that the atpA gene in LAB is upregulated when 

subjected to acid stress [15; 22; 37], as for L. paracasei A234 in this study. However, it was 

downregulated in L. rhamnosus GG, which is in agreement with Lactococcus lactis ATCC 11454 [30]. 

Consequently, the modulation of the atpA gene can be different for various strains of the same species. 

Only one of the general stress genes coding for chaperone proteins has been modulated in all strains. 

However, for L. rhamnosus GG, all of these general stress genes have been modulated. The dnaK 
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gene was downregulated in both L. rhamnosus strains, and the same modulation was shown in this 

species by Koponen et al. (2012) [37]. The groEL and hrcA genes are involved in several types of 

stress such as heat, osmotic stress, so they may have been modulated to respond to gastric stress 

[42]. The B. animalis subsp. lactis strain also showed a modulation of its galK and hrcA genes which 

was different from the other strains, especially for the galK gene, perhaps by its different carbon 

metabolism. Overall, lactobacilli and bifidobateria modulated stress genes differently but also between 

strains of the same species. Although these strains have shown great viability in the stomach, but other 

stresses such as those caused by bile from the duodenum will occur during the rest of the GIT and 

need to be studied [43]. 

This work showed that each of these strains has a probiotic potential as they maintained high survival 

in the stomach compartment. This capacity can result from the modulation of stress genes as atpA, 

dnaK, galK, groEL, and hrcA. The responses induced by gastric stresses were species- and strain-

dependant. Now, we know that the probiotic strains used in this study can survive gastric digestion, 

their survival through duodenal digestion needs to be evaluated as well as well as their ability to survive 

storage conditions. Lastly, maple sap supplemented with probiotics should be a good functional food 

considering its capacity to deliver viable probiotic and its antioxidant capacity.  
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Chapitre 3 - Discussion générale 

Dans ce mémoire, il a été possible d’évaluer l’effet de la digestion gastrique sur les souches 

probiotiques B. animalis ssp. lactis A026, L. paracasei A234, L. rhamnosus A119 et L. rhamnosus GG 

dans une matrice alimentaire composée seulement de sève d’érable par l’entremise des deux objectifs 

qui ont été présentés dans le chapitre 2.  

Par le premier objectif, il a été démontré que les quatre souches probiotiques avaient 

d’excellentes capacités de survie pendant la digestion gastrique in vitro dans une matrice de sève 

d’érable. En effet, la concentration en cellules viables est restée stable tout au long de la digestion 

gastrique et ce, pour chacune des souches. Cette aptitude à survivre pendant le passage dans 

l’estomac est une caractéristique fondamentale pour les probiotiques. En effet, cela permettra aux 

souches d’atteindre le colon pour y conférer leurs propriétés bénéfiques à l’hôte, l’Homme. Leur survie 

en milieu acide comme dans l’estomac peut être en partie expliquée par le potentiel de la sève d’érable 

à fournir des nutriments essentiels au métabolisme des probiotiques expliqués par les résultats du 

deuxième objectif. Par celui-ci, il a été possible d’évaluer l’expression de cinq gènes communs 

associés à la réponse au stress chez les souches probiotiques pendant la digestion gastrique. Les 

résultats ont démontré que chacune des souches a eu la capacité de diminuer ou d’augmenter 

l’expression d’un ou de plusieurs gènes pendant la digestion. Par conséquent, ces résultats indiquent 

que les bactéries probiotiques ont la capacité de moduler l’expression de gènes contrôlant le pH 

intracellulaire, le métabolisme des sucres ainsi que des gènes ayant des fonctions plus générales en 

condition de stress afin d’assurer leur survie. De plus, la modulation de l’expression de ces gènes s’est 

avérée différente entre chacune des espèces et entre les souches. En d’autres termes, il n’y a pas de 

réponse générale, mais une réponse spécifique propre à chacune des souches, même si celles-ci 

appartiennent à la même espèce. 

Dans les prochaines sections, les résultats et les méthodes utilisées dans le cadre de ce 

mémoire seront discutés.  

3.1 Modèle de digestion dynamique in vitro TIM-1 

Afin de reproduire le plus fidèlement possible les conditions de l’estomac in vivo, un modèle 

de digestion dynamique in vitro TIM-1 a été employé. Ce modèle a permis de contrôler la variation de 

pH, de température, l’ajout des enzymes comme les lipases et les pepsines, mais aussi le transit du 
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repas et les mouvements péristaltiques de l’estomac. L’utilisation de ce simulateur pour l’évaluation de 

la viabilité et de l’expression de gènes de stress était plus adaptée que la méthode statique décrite par 

Laparra et al. (Tableau 3.1) [114]. En effet, la digestion gastrique par le TIM-1 permet une meilleure 

simulation du mélange du chyme puisque le compartiment provoque des mouvements de va-et-vient 

dans son ensemble qui est similaire au péristaltisme, alors que l’agitation par la méthode statique est 

réglée à une vitesse constante. De plus, le modèle dynamique permet une gradation du pH allant de 

6,4 à 1,7 en fonction du temps, alors que la méthode statique ne le permet pas. En effet, le pH est 

ajusté à 2 pendant toute la digestion, ce qui risque de biaiser les résultats puisqu’en réalité le repas 

est soumis à un gradient et non à un pH stable. De plus, l’ajout de bactéries directement dans un milieu 

très acide risque d’affecter davantage les bactéries probiotiques que lorsque le pH est ajusté par paliers, 

comme dans le cas d’un gradient d’acidité. Un autre avantage du TIM-1 est la vidange gastrique qui 

permet le passage du repas en fonction du temps de demi-vie dans les autres compartiments du 

système digestif qui n’est pas mimé par une méthode statique. Au niveau de l’utilisation, il est 

cependant moins dispendieux et plus facile d’utiliser une méthode statique, mais la plus grande 

précision des résultats obtenus compense largement pour ces deux désagréments. En bref, le 

simulateur dynamique TIM-1 est une méthode plus performante pour l’évaluation de la viabilité et de 

l’expression de gènes dans une matrice alimentaire en raison de son aspect plus réaliste. Cependant, 

des méthodes statiques peuvent être utilisées pour des examens préliminaires. 

  



34 
 

Tableau 3.1 Comparaison des conditions pour les modèles in vitro statiques et dynamiques adapté 
de Laparra et al. [114] 

Type de modèle Digestion SM TIM-1 

 Statique Dynamique 

Température d’incubation 37 ºC 37 ºC 

Agitation 120 coups/min Mélangé par péristaltisme 

Digestion gastrique 
 
Volume de repas 100 mL 250 mL 

pH 2 Temps = 0 min pH 6.4 
Temps = 15 min pH 5.7 
Temps = 45 min pH 4.5 
Temps = 90 min pH 2.9 
Temps = 120 min pH 2.3 
Temps = 300 min pH 1.7 

Temps d’incubation 2h Paramètre de la sortie 
gastrique : 
t ½ = 85 min 
β = 1.8 

Enzymes gastriques Pepsine  Pepsine et lipase 

t le temps de sortie, t½ le temps de demi-vie de la sortie et β le coefficient décrivant la forme de la 
courbe de la distribution gastrique 

3.2 La viabilité et le PMA-qPCR 

Dans le cadre de la présente étude, la viabilité des souches a été évaluée par une méthode 

de microbiologie moléculaire, le PMA-qPCR. L’utilisation du propidium monoazide (PMA) a permis de 

quantifier toutes les bactéries dites viables présentes dans les échantillons. En effet, le PMA est un 

agent colorant qui est capable de pénétrer dans les cellules dont la paroi est endommagée pour ensuite 

se fixer à l’ADN. Les cellules présentant une paroi inaltérée sont donc comptées comme viables. Une 

méthode de microbiologie classique comme le dénombrement sur boîte de Pétri n’aurait pas été 

d’intérêt puisque seules les cellules viables et cultivables auraient été dénombrées [115]. En effet, 

pendant la digestion, surtout au niveau gastrique, la viabilité des cellules est dans un état instable qui 

n’est pas distinguée par les méthodes conventionnelles puisque certaines cellules peuvent être 

toujours viables sans toutefois avoir la capacité d’être cultivées (aussi appelées « viable non cultivables 

»). Malgré cela, ces cellules auront possiblement la capacité de retrouver leur activité métabolique et 

ainsi de jouer leur rôle de bactéries probiotiques sur la santé de l’hôte qui les a ingérées. Par 

conséquent, les méthodes moléculaires comme le PMA-qPCR et la cytométrie de flux ont été 
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identifiées comme efficaces pour distinguer les cellules mortes des cellules vivantes, mais la cytométrie 

de flux permet aussi de distinguer les états physiologiques des cellules bactériennes [116]. Cependant, 

cette dernière méthode est deux fois plus coûteuse par échantillon, mais permet la collecte de plus 

d’informations sur l’intégrité des parois cellulaires. Par conséquent, la méthode du PMA-qPCR s’est 

avérée être la meilleure technique afin de comparer la viabilité des souches pendant la digestion 

gastrique lors de cette étude. 

Au niveau des résultats par PMA-qPCR dans cette étude, ceux-ci ont permis d’évaluer la 

concentration de cellules vivantes au niveau de l’effluent stomacal. Par ailleurs, des différences de 

concentrations initiales ont été notées pour la souche B. lactis A026, mais n’a pas eu d’influence sur 

le reste de la digestion. En effet, pour chacune des souches, la concentration en cellules viables est 

restée stable dans la matrice de sève d’érable. Donc, chacune des souches a une excellente capacité 

de survie pendant la digestion gastrique dans une matrice de sève d’érable. D’autant plus, comme la 

concentration en cellules vivantes dépasse la quantité de 109 UFC par portion de 100 mL, cela répond 

à la législation sur la quantité minimale de probiotiques dans les aliments homologués comme 

probiotiques. Par conséquent, la stabilité de leur viabilité en condition de conservation reste à être 

étudiée pour ces souches.  En effet, les études de Khalf et al. (2010) ainsi que de Lupien-Meilleur et 

al. (2016) avaient démontré une excellente stabilité pour les espèces B animalis ssp. lactis et L. 

rhamnosus GG [6-7]. Cependant, il reste à évaluer ce critère pour les souches qui ont été utilisées 

dans cette présente étude. 

Par sa définition, les probiotiques se doivent d’être viables. En effet, la viabilité des bactéries 

probiotiques est souvent un critère pour considérer des effets bénéfiques sur la santé puisque la 

majorité des études qui ont été faites jusqu’à présent utilisaient des probiotiques à l’état viable. 

Cependant, il y a certains cas où les probiotiques non viables pourraient aussi avoir des effets 

bénéfiques sur la santé humaine [2]. 

3.3 L’expression de gènes de stress 

Pour évaluer la réponse au stress de la digestion gastrique, cinq gènes communs aux quatre 

souches reliées au stress ont été ciblés et évalués par RT-qPCR. Avec cette technique, les gènes 

doivent d’abord être ciblés préalablement afin de produire les amorces spécifiques aux espèces 

bactériennes et ainsi effectuer les analyses. Donc, une connaissance des séquences est de mise et 

peut être fastidieuse. Par conséquent, il existe d’autres méthodes, notamment le séquençage de 
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nouvelle génération, comme le RNA-seq, qui permet de détecter tous les gènes exprimés connu ou 

non, sans avoir à connaître les séquences (Illumina, San Diego, United States). Cependant, cette 

méthode est plus coûteuse, mais sans limites en termes de connaissances des séquences et peut être 

appliquée sur toutes les souches même si celles-ci sont inconnues. D’autant plus, les analyses bio-

informatiques sont fastidieuses et demande une grande expertise. Dans le contexte de notre étude, 

une telle méthode n’était pas nécessaire puisque les séquences à étudier étaient déjà connues et que 

les gènes avaient préalablement été ciblés. 

Au niveau des résultats de notre étude, il a été démontré que le gène galK codant pour le 

métabolisme des sucres, au niveau de l’activité de la galactokinase, a été surexprimé pour toutes les 

souches de lactobacilles et sous-exprimé pour la souche de bifidobactérie. Cette différence entre les 

deux genres bactériens peut provenir de la contribution différente de ce gène au sein des 

bifidobactéries qui ont une voie métabolique des sucres (voie métabolique bifidus) distincte des 

lactobacilles. Quant au gène atpA responsable de la régulation de l’activité de la sous-unité α de 

l’enzyme FoF1-ATPase, il a été surexprimé chez la souche L. paracasei A234 et sous-exprimé chez L. 

rhamnosus GG, mais est resté constant chez les deux autres souches. En effet, une augmentation de 

l’expression de ce gène a été documentée dans plusieurs études en condition acide. L’inverse a aussi 

été documenté dans la littérature, ce qui démontre que l’activité de ce gène peut varier d’une espèce 

et d’une souche à l’autre. En ce qui concerne les trois autres gènes liés aux stress généraux soit dnaK, 

groEL et hrcA, seule la souche L. rhamnosus GG a montré un changement au niveau des trois gènes, 

alors qu’un ou deux gènes seulement ont été sur ou sous-exprimés pour B. lactis A026, L. paracasei 

A234 et L. rhamnosus A119. Par conséquent, il y a une modulation de l’expression des gènes liés au 

stress pendant le passage dans l’estomac dans une matrice de sève d’érable.  
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Conclusion générale 

 Pour répondre aux critères des produits probiotiques, les bactéries probiotiques doivent être 

retrouvées en quantité minimale de 109 UFC par portion comme le mentionne la règlementation 

canadienne pour les probiotiques. Ces microorganismes doivent être vivants pour conférer leurs effets 

bénéfiques chez l’Homme. Par conséquent, pour soutenir la viabilité des probiotiques, ceux-ci sont 

souvent ajoutés à des matrices laitières comme le lait et le yogourt afin de les protéger pendant le 

stockage mais également pendant la digestion gastro-intestinale et contribuer à la stabilité de leur 

viabilité et de leur métabolisme pendant qu’ils sont acheminés au côlon. Cependant, la demande en 

produits probiotiques non laitiers augmente en raison de problème de santé, de diètes, etc. Par 

conséquent, cette étude s’est concentrée sur l’effet de la digestion gastrique sur la viabilité et 

l’expression de gènes de quatre souches probiotiques dans une matrice végétale : la sève d’érable. 

L’hypothèse de cette étude était que la sève d’érable a permis le maintien de la viabilité et les fonctions 

métaboliques de bactéries probiotiques lors de la digestion gastrique. Cette hypothèse a été vérifiée 

en partie par l’évaluation de l’effet de la digestion gastrique sur la viabilité et l’expression de gènes liés 

au stress sur quatre souches probiotiques. Par l’analyse de la viabilité par PMA-qPCR dans un 

simulateur dynamique in vitro Tim-1, il a été démontré, pour les souches B. animalis ssp. lactis A026, 

L. paracasei A234, L. rhamnosus A19 et L. rhamnosus GG, que leur concentration en cellules viables 

est restée stable tout au long de la digestion gastrique dans la matrice de sève d’érable, une 

caractéristique essentielle pour les produits probiotiques. Aussi, ces travaux ont montré par les 

résultats RT-qPCR, une modulation de l’expression d’un ou de plusieurs gènes ciblés liés à l’adaptation 

de conditions stressantes chez chacune des souches. En définitive, il a été démontré que la sève 

d’érable permet le passage de ces souches probiotiques dans l’estomac sans perte de viabilité. Cet 

aliment végétal a un fort potentiel pour être utilisé comme ingrédient dans les aliments probiotiques 

pareillement aux produits laitiers. 

À la suite de cette étude, il serait intéressant de mesurer l'effet de la sève d'érable sur l'expression 

d'autres gènes d'intérêt en lien avec des propriétés probiotiques ainsi que d’évaluer la viabilité et 

l’expression de ces mêmes cinq gènes au niveau du duodénum qui est également un compartiment 

exerçant un stress majeur lors de la digestion gastro-intestinale, la bile, mais aussi d’utiliser la sève 

d’érable au sein d’un produit alimentaire probiotique.  
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