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Résumé 
L'épithélium de l’intestin grêle est atrophié après un jeûne court défini comme phase de mobilisation 

des réserves lipidiques (phase II), et surtout après un jeûne prolongé caractérisé par un catabolisme protéique 
élevé (phase III). Au niveau cellulaire cependant, alors que la phase II du jeûne est marquée par une diminution 
de la prolifération et de la migration cellulaires, la phase III présente une augmentation de ces mécanismes. La 
phase III se caractérise aussi par un arrêt de l’apoptose intestinale qui permettrait de préserver les entérocytes et 
donc l’absorption de nutriments dès réalimentation. La reprise de l’activité cellulaire et l’arrêt de l’apoptose en 
phase III seraient induits par une baisse des cytokines TNFα et TGFβ1 et du facteur de transcription intestinal 
Cdx2. L’augmentation de la prolifération cellulaire initiée déjà pendant la phase III du jeûne entraînerait une 
restauration de l’épithélium intestinal après réalimentation toute aussi rapide qu’après un jeûne plus court. 

L’expression des transporteurs actifs PepT1 et SGLT1 ainsi que l’activité néoglucogénique intestinale 
sont stimulées au cours de la phase III mais pas pendant la phase II du jeûne. L’augmentation de la protéine 
SGLT1 pendant la phase III du jeûne permet une absorption immédiate de glucose dès réalimentation. La 
présence en grande quantité de la protéine PepT1 en phase III du jeûne devrait permettre une absorption de 
peptides et donc un apport azoté dès réalimentation. La réalimentation enfin, stimule l’expression des 
transporteurs facilités GLUT5, GLUT2 et FATP4.  

Lorsque le jeûne se prolonge et que l’animal atteint un seuil critique de déplétion de ses réserves 
énergétiques, l’activation de mécanismes cellulaires et moléculaires spécifiques entraînerait une optimisation de 
la capacité d’absorption des nutriments par la muqueuse de l’intestin grêle dès réalimentation.  

 
Mots-Clés 
Jeûne, expression génique, quantité de protéines, immunolocalisation, prolifération cellulaire, apoptose, 
cytokines, transport de nutriments, néoglucogenèse 
 
Title 
Intestinal morphology, cellular dynamics and physiology according to body fuel availability in rats 
 
Abstract 

After the early adaptation to fasting (phase I), an atrophy of the intestinal mucosa occurs during the 
period which is characterized by the mobilization of fat stores and an efficient protein sparing. This atrophy is 
aggravated during the further rise in protein utilization (phase III). Cell proliferation and migration decrease 
during phase II, but strongly increase during a phase III fast and may therefore initiate mucosal repair well 
before food becomes available. Also, a phase III fast induces an arrest in intestinal epithelial apoptosis at the tip 
of the villi, suggesting preservation of absorptive cells. The lack of apoptosis and initiation of cell proliferation 
during phase III fasting may be triggered by a decrease in the cytokines TGFβ1, and TNFα and in the intestine 
specific transcription factor Cdx2. They are concomitant with a peak of locomotor activity in these animals 
induced by a rise in plasma corticosterone and reflecting the search for food.  

Intestinal gluconeogenesis is increased during a phase III fast, when the availability of amino acids used 
as precursors raises. At the same time, the active glucose and peptide transporters are enhanced. Glucose can 
then, be immediately absorbed at low concentrations through SGLT1. Glucose and peptides should be used as a 
source of energy and peptides should also provide body protein precursors. Finally, refeeding following either a 
phase II or a phase III fast stimulates facilitative fatty acids and glucose transports, so that large amounts of these 
metabolites can be transported from the intestinal lumen to the blood stream and provides energy.  

The unaltered and even increased absorption capabilities of the intestine during a phase III fast when the 
animal reaches a low threshold in nutrient reserves, coincides with a search for food activity and could permit 
food assimilation immediately after refeeding.  
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AVANT-PROPOS 
 

Afin d’assurer une balance énergétique équilibrée (cf. Revue Bibliographique 1.1.), 

l’apport énergétique par l’alimentation doit nécessairement couvrir les dépenses d’énergie 

pour la maintenance et / ou la croissance de l’organisme, le travail musculaire, les productions 

éventuelles (lait par exemple) et la thermogenèse. La rupture de cet équilibre se traduit soit 

par une augmentation de la masse corporelle liée à l’accumulation de réserves dans le cas 

d’une balance énergétique positive (cf. Revue Bibliographique 1.3.), soit par un 

amaigrissement dans le cas d’une balance énergétique négative (cf. Revue Bibliographique 

1.2.).  

Un amaigrissement lié à une diminution ou à un arrêt de la prise alimentaire survient 

dans les conditions naturelles lorsque la disponibilité du milieu en ressources alimentaires 

diminue ou lorsque l’activité de recherche alimentaire est incompatible avec le succès de la 

reproduction, de la mue, de l’hibernation ou de la migration. Trois phases ont été décrites en 

fonction de changements de la vitesse d’amaigrissement, de l’utilisation des réserves 

corporelles et de modifications hormonales et comportementales survenant lors d’un jeûne 

total spontané chez l’animal dans son milieu ou expérimental chez le rat de laboratoire.  

L’intestin grêle est un organe important, tant par sa taille et sa surface d’échange (cf. 

Revue Bibliographique 2.1.) que par ses fonctions d’hydrolyse et d’absorption des aliments 

(cf. Revue Bibliographique 2.3.), ainsi que par sa contribution à la synthèse endogène de 

glucose (cf. Revue Bibliographique 2.4). Les cellules constitutives de son épithélium 

absorbant sont en constant renouvellement (cf. Revue Bibliographique 2.2.). 

Un jeûne court (inférieur à 3 jours) suffit pour induire une atrophie de l’épithélium de 

l’intestin grêle. Celle-ci est liée à une diminution de la prolifération des cellules et à une 

augmentation de l’apoptose (cf. Revue Bibliographique 3.1.). La perméabilité de 

l’épithélium à l’eau et aux nutriments est accrue et la néoglucogenèse intestinale stimulée. 

Ces processus sont rapidement normalisés dès la restauration de l’alimentation (cf. Revue 

Bibliographique 3.2.). Les effets d’un jeûne prolongé sur la structure et la fonction 

intestinales sont cependant encore mal connus. Aucune étude tenant compte de l’état 

métabolique et hormonal des animaux à jeun et donc de la disponibilité en substrats 

énergétiques, notamment en précurseurs de la néoglucogenèse, n’a été réalisée.  

Le but de nos travaux a donc été de caractériser les changements induits par l’état 

métabolique et hormonal des animaux à jeun puis réalimentés sur la morphologie et sur le 

renouvellement cellulaire de l’épithélium intestinal, ainsi que sur certains transporteurs de 
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nutriments et les enzymes néoglucogéniques. Les méthodes employées et les résultats obtenus 

sont présentés en fonction des articles auxquels ils ont donné lieu, ainsi que dans une partie 

complémentaire. Ce mémoire s’achève par une conclusion générale faisant la synthèse de tous 

les résultats acquis et ouvre des perspectives d’études visant à prolonger et compléter ces 

travaux. 
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1. Le métabolisme énergétique 

 

Le métabolisme énergétique d’un animal est la somme des bilans énergétiques des 

cellules qui le constituent. L'énergie chimique contenue dans les nutriments est transformée 

au cours d’oxydations cellulaires aboutissant à la formation d’adénosine triphosphate (ATP). 

C’est la forme d’énergie directement utilisable par les cellules qui va permettre, entre autres, 

la contraction musculaire et le maintien des gradients trans-membranaires. Le rendement 

global de ces réactions est de l'ordre de 20%, d'où une dissipation de 80% de l'énergie 

chimique des aliments sous forme de chaleur (Kleiber, 1961). 

Au niveau de l’organisme entier, un animal absorbe l'énergie sous une forme chimique 

(aliments) qu'il restitue au milieu ambiant sous forme de travail et de chaleur (moins l’énergie 

contenue dans les fèces et les urines, la rétention d’énergie lors de la croissance, et l’énergie 

contenue dans une éventuelle production, comme le lait par exemple). Bien que la masse et la 

composition corporelle d’un animal puissent considérablement varier dans des situations 

telles que la reproduction, la préparation à la migration ou à l’hibernation, elles restent 

globalement stables à long terme, ce qui implique une régulation de la balance énergétique. 

L’équilibre de la balance énergétique est assuré lorsque l’entrée d’énergie (i.e. la prise 

alimentaire) est égale à la dépense énergétique. Toute rupture de cet équilibre, qu’elle soit le 

fait d’un dérèglement de la prise alimentaire et / ou d’un dérèglement du niveau de la dépense 

énergétique, conduit à une augmentation de la masse corporelle dans le cas d’une balance 

énergétique positive et à un amaigrissement dans le cas contraire.  

 

1.1. Balance énergétique équilibrée 
  

A long terme, la masse et la composition corporelle, et conséquemment la balance 

énergétique sont stables en dépit de fluctuations journalières de la prise alimentaire et du 

niveau de la dépense énergétique qui peuvent être très importantes. De même, la prise 

alimentaire est plus ou moins épisodique, alors que la dépense énergétique, bien que 

d’intensité variable, est continue. Ces deux constatations mettent en évidence la nécessité de 

stocker au moins temporairement des nutriments lors des épisodes de prise alimentaire, afin 
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d’assurer la continuité de la fourniture en nutriments aux cellules durant les phases inter-

prandiales. 

 

1.1.1. Réserves et substrats énergétiques 

 

Les réserves énergétiques de l’organisme sont constituées en partie de glucides 

(glucose sous forme de glycogène), situés dans le foie et dans les muscles, et de lipides 

(acides gras estérifiés en triglycérides) situés majoritairement dans le tissu adipeux blanc. Les 

acides aminés provenant de l’alimentation et du catabolisme des protéines corporelles 

représentent également une source d’énergie pour l’organisme. 

 

1.1.1.1. Le glucose 

 

1.1.1.1.1. Consommation du glucose 

Bien qu’étant le seul nutriment non indispensable, le glucose (qui est le représentant 

majeur des glucides) est le substrat énergétique privilégié des cellules. Certaines cellules, 

dépourvues de mitochondries comme les hématies, sont même strictement dépendantes du 

glucose pour leur apport énergétique, car leur synthèse d’ATP ne se fait que par la voie de la 

fermentation. Par ailleurs, au moins la moitié de la fourniture énergétique du système nerveux 

central provient du glucose, même en période de jeûne prolongé, et le transport intracellulaire 

de glucose est maintenu dans les cellules nerveuses pour assurer la formation d’ATP par le 

métabolisme aérobie. 

Le glycogène représente la forme de stockage du glucose dans les tissus, réserve 

utilisée en tant que source énergétique au cours des périodes post-absorptives et de jeûne 

court. Le glycogène musculaire permet de produire localement les substrats énergétiques 

nécessaires au travail musculaire, alors que le glycogène hépatique est utilisé pour la 

régulation de la glycémie (Steffens et al., 1990).  

Au niveau cellulaire, le glucose est transformé en énergie par la voie de la glycolyse 

(figure 1). La glycolyse est constituée d’une succession de réactions biochimiques au cours 

desquelles le glucose est transformé en acide pyruvique, avec production d’énergie (sous 

forme d’ATP) et d’éléments réduits. Ces réactions se déroulent dans le cytoplasme de la 

presque totalité des cellules de l’organisme. En condition aérobie, une mole de glucose est 

scindée en deux moles de pyruvate avec formation de deux moles d’ATP et de NADH + H+. 

La dégradation complète du pyruvate se poursuit par son entrée dans le cycle de Krebs. Au 
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total, la dégradation complète d’une mole de glucose produit trente huit moles d’ATP. En 

condition anaérobie, le pyruvate est réduit en lactate avec formation de NAD+. 

 

 

Figure 1. La glycolyse (d’après M.W. King, The Medical Biochemistry Page) 

 

 

1.1.1.1.2. La synthèse endogène de glucose ou néoglucogenèse 

Elle est essentielle pour l’homéostasie de la glycémie en période post-absorptive et 

durant le jeûne. Le glucose peut être synthétisé au cours de la néoglucogenèse dans le foie à 

partir du lactate (produit de la fermentation) et de l’alanine (acide aminé glucoformateur), 

dans le rein, et dans l’intestin grêle (Hanson & Garber, 1972 ; Anderson & Rosendall, 1973 ; 

Nordlie, 1976) à partir du glycérol et de la glutamine (Croset et al., 2001). Le lactate, le 

glycérol et les acides aminés glucoformateurs sont convertis en pyruvate qui entre dans la 

voie de la néoglucogenèse (figure 2).  
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Figure 2. La néoglucogenèse (extrait du site « bmedia » de l’Université Pierre et Marie Curie) 

 

Sur ses dix réactions enzymatiques, sept sont des réactions inverses de la glycolyse. Les 

étapes 1, 8 et 10 de la néoglucogenèse sont catalysées par des enzymes différentes de celles de 

la glycolyse. La transformation 1 nécessite plusieurs étapes catalysées par des enzymes 

mitochondriales et cytosoliques : le pyruvate est tout d’abord transformé en oxaloacétate par 

la pyruvate carboxylase, enzyme mitochondriale : 

pyruvate + HCO3
- + ATP → oxaloacétate + ADP + Pi 
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La décarboxylation de l'oxaloacétate par la phosphoénolpyruvate carboxykinase (PEPCK), 

enzyme cytosolique, fournit ensuite l'énergie nécessaire à la synthèse du phosphoénolpyruvate 

(PEP) : 

oxaloacétate + GTP → PEP + CO2 + GDP 

Les réactions 8 et 10 sont des hydrolyses. La glucose 6-phosphatase (Glc6Pase) catalyse la 

réaction d’hydrolyse du glucose 6-phosphate en glucose et phosphate inorganique (réaction 

10).  

 

Mécanismes impliqués dans la régulation de la PEPCK et de la Glc6Pase : 

Le glucagon stimule la transcription des gènes codant pour la PEPCK et la Glc6Pase 

(Band & Jones, 1980 ; Beale et al., 1984). L’insuline possède un élément de réponse (IRE) au 

niveau du promoteur des gènes codant pour la PEPCK et la Glc6Pase et inhibe la transcription 

de ces deux gènes (Streeper et al., 1997). Le promoteur du gène codant pour la Glc6Pase 

possède également un élément de réponse à l’AMPc (CRE) impliqué dans l’activation de la 

transcription de ce gène par l’AMPc et par les glucocorticoïdes (Schmoll et al., 1999). Enfin, 

ce promoteur contient des sites de liaison pour des HNFs (hepatocyte nuclear factors) qui 

interviennent dans l’activation de la transcription du gène par l’AMPc (Lin et al., 1997). Les 

niveaux de l’expression des gènes codant pour la Glc6Pase et la PEPCK sont aussi régulés par 

des métabolites. Ainsi, le glucose et le fructose 2,6-biphosphate stimulent la transcription du 

gène codant pour la Glc6Pase (Argaud et al., 1997), tandis que le glucose inhibe la 

transcription du gène codant pour la PEPCK (Scott et al., 1998). L’intensité de l’effet 

stimulateur du glucose dans le cas de la Glc6Pase et inhibiteur dans le cas de la PEPCK est 

modulée par la quantité de glucokinase (enzyme catalysant la réaction de phosphorylation du 

glucose en glucose 6-phosphate) présente dans la cellule (Argaud et al., 1997 ; Scott et al., 

1998). L’effet stimulateur du glucose sur la transcription du gène codant pour la Glc6Pase est 

paradoxal et suggère un rôle de cette enzyme dans le transport vésiculaire du glucose dans le 

cytoplasme des cellules (cf. 2.3.3.). Enfin, les acides gras non-estérifiés stimulent la 

transcription du gène codant pour la PEPCK et entraînent une augmentation de l’activité 

spécifique de cette enzyme (Forest et al., 1997 ; Tordjman et al., 2003). 
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1.1.1.2. Les autres substrats énergétiques  

 

1.1.1.2.1. Les lipides 

 

Les triacylglycérols constituent la forme de réserve d’énergie la plus importante chez 

les animaux. Ce sont des composés obtenus par estérification des fonctions alcool du glycérol 

par des acides gras. Ils sont principalement stockés dans le tissu adipeux blanc et y subissent 

continuellement synthèse (non présentée dans ce mémoire) et dégradation (lipolyse).  

Le clivage des triacylglycérols au cours de la lipolyse (figure 3) aboutit à la libération 

de molécules de glycérol et d’acides gras non estérifiés. Deux enzymes principales catalysent 

cette réaction dans le tissu adipeux blanc : la lipase hormono-sensible qui hydrolyse les acides 

gras des tri- (TAG) et diacylglycérols (DAG), et la monoacylglycérol lipase qui libère le 

dernier acide gras à partir du monoacylglycérol (MAG) (Belfrage et al., 1984 ; Yeaman, 

1990). L’activation de la lipase hormono-sensible est sous le contrôle hormonal des 

catécholamines : la liaison de l’adrénaline sur les récepteurs membranaires β-adrénergiques 

conduit à l’activation de l’adénylate cyclase. L’augmentation d’AMP cyclique qui en résulte 

active une protéine kinase A (PKA) qui phosphoryle et par conséquent active la lipase 

hormono-sensible (El Hadri et al., 1996). 

 

 
 

Figure 3. La lipolyse (M.W. King, 1996, The Medical Biochemistry Page) 
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Le glycérol et les acides gras libérés dans le cytosol diffusent librement dans l’espace 

interstitiel. Le glycérol est libéré dans le sang et acheminé vers le foie, le rein ou l’intestin 

grêle où il sert de précurseur à la néoglucogenèse. Les acides gras sont soit libérés dans la 

circulation sanguine, soit recaptés par les adipocytes, puis activés et réestérifiés 

(réestérification primaire) en triacylglycérols avec du glycérol provenant du glucose (Edens et 

al., 1990). Les acides gras libérés dans la circulation sont utilisés comme substrat énergétique 

par certains tissus comme le foie, les muscles ou le coeur, ou entrent dans la voie de la 

cétogenèse hépatique.  

Au niveau des tissus, les acides gras peuvent traverser la membrane plasmique des 

cellules soit par diffusion passive au travers de la bicouche lipidique, soit par l’intermédiaire 

de transporteurs protéiques présents dans la membrane. Trois principaux types de 

transporteurs ont étés identifiés : les FABPpm (plasma membrane Fatty Acid Binding 

Proteins), les FAT / CD36 (Fatty Acid Translocases) et les FATP (Fatty Acid Transport 

Protein) (Frohnert & Bernlohr, 2000). 

La β-oxydation est le processus par lequel les acides gras sont oxydés. Cette 

oxydation, lorsqu’elle est intense au niveau du foie, aboutit à l’accumulation d’acétyl-CoA 

dans la mitochondrie, ce qui déclenche alors la formation des corps cétoniques (cétogenèse). 

Les acides gras plasmatiques issus de la lipolyse et qui ne sont pas oxydés sont réestérifiés 

(réestérification secondaire) en triacylglycérols, essentiellement dans le foie (Eaton et al., 

1969 ; Basso & Havel, 1970). 

En présence de concentrations élevées d’acétyl-CoA, les mitochondries hépatiques 

synthétisent des corps cétoniques qui constituent un substrat énergétique significatif pour des 

tissus extra-hépatiques (en particulier le cerveau) lorsque la concentration plasmatique de 

glucose est faible (Robinson & Williamson, 1980). 

 

1.1.1.2.2. Les protéines  

 

 Les acides aminés provenant de l’alimentation ou du catabolisme des protéines 

musculaires peuvent servir de substrats énergétiques aux cellules. La première étape de 

l’utilisation des acides aminés est assurée par les réactions de transamination, de désamination 

ou de synthèse de l’urée, qui séparent le groupement alpha aminé du squelette carboné. Le 

squelette carboné participe ensuite à la synthèse de glucose via la néoglucogenèse ou de corps 

cétoniques via la cétogenèse.  
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La plupart des acides aminés sont glucoformateurs, c’est-à-dire qu’ils peuvent être convertis 

en pyruvate ou en produits intermédiaires du cycle de Krebs tels que l’α-cétoglutarate ou 

l’oxaloacétate avant d’entrer dans la voie de la néoglucogenèse.  

Par ailleurs, certains acides aminés (lysine, leucine, isoleucine, phénylalanine, thréonine, 

tryptophane, tyrosine) pourront être convertis en acétyl-CoA et participeront ainsi à la 

synthèse des corps cétoniques ou des acides gras. La conversion d’acides aminés en produits 

intermédiaires du cycle de Krebs et en acétyl-CoA produit de l’ATP (figure 4). 

 

 
Figure 4. Les réactions du cycle de Krebs, relations avec les glucides, les lipides et les protéines (extrait de 

Biochimie Générale, J.H. Weil, Ed. Masson) 
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1.1.2. Régulation de la balance énergétique 

 

Diverses hypothèses ont été émises pour attribuer un rôle éventuel aux réserves 

énergétiques dans la régulation de la balance énergétique. L'une d'elles met en avant la 

balance glucidique comme régulateur à court terme de la balance énergétique, essentiellement 

via des ajustements de la prise alimentaire. Ainsi, chez des souris nourries ad libitum et 

stables en masse, les ajustements de prise alimentaire au jour le jour correspondent à un 

équilibre de la balance glucidique, la prise alimentaire quotidienne impliquant une prise 

glucidique équivalente à la quantité de glucides oxydés (Flatt, 1991). La quantité de lipides 

corporels ne serait alors pas sous contrôle et ne serait que la résultante de la quantité d’énergie 

ingérée lors de la prise alimentaire et de la dépense énergétique (Jéquier, 1992). Cette 

hypothèse est toutefois remise en cause par la découverte du rôle limitatif de la leptine 

(synthétisée par le tissu adipeux blanc) sur la prise alimentaire (Maffei et al. 1995). 

Une seconde hypothèse privilégie un contrôle de la balance énergétique lié au statut 

énergétique hépatique. Une baisse des réserves en glycogène associée à une diminution de 

l’oxydation hépatique des acides gras serait alors le signal de prise alimentaire (Friedman, 

1995). Cette hypothèse est en accord avec les études montrant que l’inhibition simultanée de 

l’oxydation des lipides et des glucides a un effet stimulant sur la prise alimentaire plus 

marqué que la somme des effets d’inhibitions séparées du catabolisme glucidique et du 

catabolisme lipidique (Friedman & Tordoff, 1986). La branche hépatique du nerf vague 

pourrait être impliquée dans la transmission des informations sur le statut énergétique 

hépatique au système nerveux central (Rossi et al., 1996). 

Une troisième hypothèse met l'accent sur la dépense énergétique comme élément régulateur 

de la balance énergétique. Cette hypothèse se fonde, d'une part sur la corrélation inverse qui 

peut être observée entre la prise alimentaire et l’activité du système nerveux sympathique, et 

d'autre part sur le fait que l'activité du système nerveux sympathique est diminuée dans la 

plupart des modèles d'obésité (Bray, 1991). 

 

1.1.3. Hormones et réserves énergétiques 

 

Les hormones pancréatiques (insuline et glucagon) ont un rôle essentiel dans la 

gestion des réserves énergétiques de l’organisme. L’insuline, sécrétée par les cellules β des 

îlots de Langerhans du pancréas, a une action qui favorise le captage cellulaire du glucose 

circulant. Elle stimule la lipogenèse et la glycogenèse et inhibe la néoglucogenèse. La 
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sécrétion d’insuline est déclenchée par l’augmentation de la glycémie consécutive à un repas. 

L’insuline a donc une action anabolique périphérique qui conduit à une mise en réserve des 

nutriments aussi bien glucidiques que lipidiques et a un effet hypoglycémiant. L’injection 

répétée d’insuline a également un effet stimulant l’accrétion protéique et la prise alimentaire 

(Roberts et al., 1994).  

Le glucagon, sécrété par les cellules α des îlots de Langerhans du pancréas, a des 

effets antagonistes de ceux de l’insuline. Il stimule la glycogénolyse, la néoglucogenèse, la 

lipolyse et la production de corps cétoniques. Il inhibe par contre la glycogenèse, la glycolyse 

et la lipogenèse. Le glucagon a donc une action catabolique qui conduit à une mobilisation 

des réserves et il a un effet hyperglycémiant. La sécrétion de glucagon est stimulée par une 

baisse de la glycémie (Jiang & Zhang, 2003). 

Les catécholamines sont sécrétées dans le sang par les médullosurrénales et libérées 

localement au niveau tissulaire par les terminaisons nerveuses sympathiques lors d’une baisse 

de la glycémie. Au niveau du foie, l’adrénaline stimule la glycogénolyse et la 

néoglucogenèse. Au niveau rénal, les catécholamines stimulent la néoglucogenèse et la 

sécrétion de glucose. Enfin, les catécholamines stimulent la lipolyse des tissus adipeux 

(Coppack et al., 1994). Elles ont donc une action favorisant la mobilisation des réserves 

énergétiques. 

Les glucocorticoïdes (corticostérone chez le rat), sécrétés par les corticosurrénales, ont 

une action qui est dose-dépendante. L’action de la corticostérone à basse concentration serait 

anabolique et stimulerait l’accrétion lipidique (via les récepteurs de type I à haute affinité). 

L’action de la corticostérone à haute dose serait par contre catabolique (via les récepteurs de 

type II à basse affinité ; Woodward & Emery, 1989). Elle aurait pour effet d’inhiber la 

synthèse protéique, de stimuler le catabolisme protéique et la néoglucogenèse à partir des 

acides aminés libérés par l’hydrolyse des protéines.  

 

1.2. Balance énergétique négative 

 

Une balance énergétique négative se traduit par un amaigrissement. Hormis les 

modèles pathologiques, les modèles expérimentaux de balance énergétique négative 

consistent le plus souvent à réduire ou à supprimer la prise alimentaire des animaux. Il existe 

également des modèles expérimentaux de balance énergétique négative après lésion des aires 

hypothalamiques latérales (Hirvonen & Keesey, 1996) ou du fait d’une activité locomotrice 
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forcée induisant une anorexie (Burden et al., 1993). Ces deux derniers modèles ne seront pas 

abordés ici. 

 

1.2.1. Utilisation des réserves énergétiques au cours du jeûne 

 

1.2.1.1. Les trois phases métaboliques du jeûne  

 

 Trois phases de jeûne ont été initialement décrites chez des oiseaux jeûnant 

spontanément dans leur milieu naturel, en fonction de l’évolution de leur masse corporelle (Le 

Maho et al., 1976) et de changements métaboliques, hormonaux et comportementaux (Cherel 

& Le Maho, 1985 ; Cherel et al., 1988a). Ces variations sont également observées lors d’un 

jeûne expérimental chez le rat de laboratoire (figure 5) (Goodman et al., 1980 ; Goodman et 

al., 1982 ; Cherel et al., 1991). 

 
 

Figure 5. Evolution de la masse corporelle (a), de la perte de masse journalière dm/mdt (b) et de 

l’excrétion d’azote (c) au cours du jeûne chez le rat. L’excrétion d’azote reflète le catabolisme des 

protéines corporelles (d’après Cherel et al., 1991). 
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1.2.1.1.1. La première phase d’adaptation au jeûne (phase I)   

Cette phase est courte (quelques heures chez le rat). Elle se caractérise par une perte 

de masse très rapide liée à la vidange du tractus digestif et à l’utilisation des réserves 

glucidiques de l’organisme. Lorsque la quantité de glycogène hépatique s’avère insuffisante 

pour couvrir les besoins en substrats des cellules, les réserves adipeuses de l’organisme vont 

fournir des acides gras, la production de corps cétoniques restant basse. En conséquence, le 

taux circulant d’acides gras non-estérifiés est augmenté (Bnouham, 1995) et la glycémie 

légèrement diminuée (Rao, 1995).  

La restriction alimentaire induit également une diminution du développement musculaire par 

inhibition de la synthèse protéique (Schadereit et al., 1995), les muscles riches en fibres 

blanches étant plus sensibles que les muscles riches en fibres rouges (Shorey et al., 1992 et 

1993). 

 

1.2.1.1.2. La phase II   

Au cours de cette phase, la vitesse de perte de masse corporelle est constante. Les 

acides gras non-estérifiés fournissent la majorité de l’énergie utilisée par l’organisme, que ce 

soit par une oxydation directe ou par la transformation puis l’oxydation de corps cétoniques 

(Belkhou et al., 1991). Cette intense utilisation des lipides entraîne une forte augmentation du 

glycérol et surtout des acides gras, mais également des corps cétoniques plasmatiques 

(Goodman et al., 1980 ; Cherel et al., 1988b et 1992). Les acides gras libres et les corps 

cétoniques circulants auraient un effet inhibiteur sur la néoglucogenèse, favorisant ainsi une 

épargne protéique (Féry et al., 1996). L’épargne protéique pendant cette phase se traduit par 

une faible concentration plasmatique en urée et une faible excrétion azotée (Goodman et al., 

1980 ; Cherel et al., 1988b et 1992). 

 

1.2.1.1.3. La phase III   

Au-delà de la perte de 75% des réserves lipidiques initiales, la part des protéines dans 

la fourniture de substrat énergétique augmente fortement (Belkhou et al., 1991). Les protéines 

corporelles sont catabolisées, tandis que la synthèse protéique est réduite (Cherel et al., 1991). 

L’urémie est par conséquent augmentée (Goodman et al., 1980 ; Lowell & Goodman, 1987 ; 

Cherel et al., 1988b). Un accroissement du taux plasmatiques des acides aminés totaux a 

également été observé. Parallèlement, une diminution de la concentration plasmatique des 

corps cétoniques et des acides gras traduit une réduction de la contribution des lipides à la 

dépense énergétique (Goodman et al., 1980 ; Lowell & Goodman, 1987 ; Cherel et al., 
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1988b). Les acides aminés sont alors utilisés afin de fournir de l’énergie à l’organisme, en 

particulier sous forme de glucose (par la voie de la néoglucogenèse). La phase III est marquée 

par une augmentation soudaine et très rapide de la vitesse de perte de masse corporelle. 
 

1.2.2. Déséquilibre de la balance énergétique 

 

Le jeûne est accompagné d’une diminution de la dépense énergétique de l’organisme 

(Forsum et al., 1981). Cette diminution s’explique tout d’abord par la diminution de la masse 

protéique qui est la principale masse métaboliquement active. La diminution de la dépense 

énergétique est cependant plus importante que la valeur pouvant être estimée à partir de la 

réduction de la masse protéique et elle subsiste lors de la réalimentation (Dulloo & 

Calokatisa, 1991 ; Luke & Schoeller, 1992 ; Dulloo & Girardier, 1993). Lors d’une restriction 

alimentaire, la thermogenèse induite par l’alimentation est diminuée, améliorant ainsi 

l’efficacité alimentaire (Boyle et al., 1981). L’activité du système nerveux sympathique est 

également diminuée lors d’une restriction alimentaire (Rothwell & Stock, 1982) et lors d’un 

jeûne total (Gotoh, 1996). La diminution de l’activité du système nerveux sympathique peut 

expliquer la part de la diminution de la dépense énergétique qui n’est pas due à la diminution 

de la masse maigre durant la période de restriction alimentaire, ce qui ne semble pas être le 

cas durant la période de réalimentation (Dulloo et al., 1995). 

Une augmentation de l’activité locomotrice a été observée chez des rats en phase III 

de jeûne lors de l’atteinte d’un seuil critique de déplétion des réserves lipidiques (Sclafani & 

Rendel, 1978 ; Koubi et al., 1991 ; Challet et al., 1995). Cette activité est supprimée chez des 

rats surrénalectomisés et restaurée après traitement de ces rats à la corticostérone (Challet et 

al., 1995). L’augmentation de l’activité locomotrice dès l’entrée des animaux en phase III de 

jeûne correspond à un mécanisme général qui, chez l’animal dans son milieu naturel, va 

induire un comportement de recherche alimentaire (Robin et al., 1988). L’hypothèse d’un 

signal de réalimentation associé à la transition entre les phases II et III a été avancée (Koubi et 

al., 1991 ; Robin et al., 1998). Ce signal, qui stimulerait la réalimentation spontanée de 

l’animal avant la déplétion létale de ses réserves énergétiques, correspond très probablement à 

un ensemble coordonné de modifications métaboliques (cf. 1.2.1.1.2. et 1.2.1.1.3.) et 

hormonales (cf. 1.2.3.) et comprend aussi certainement une composante centrale comme en 

témoigne l’augmentation de l’expression génique des neuropeptides hypothalamiques 

orexigènes en début de phase III du jeûne (Bertile et al., 2003). 
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Parallèlement, une augmentation du métabolisme de repos a été mesurée chez des 

patientes en stade avancé d’anorexie mentale (Rigaud et al., 2000). Cette augmentation est 

associée à une importante excrétion azotée, à des concentrations plasmatiques d’acides gras et 

de glucose très basses et à un épuisement de la masse adipeuse. Elle pourrait être liée à une 

augmentation de la perméabilité des membranes mitochondriales qui induirait une baisse de 

l’efficacité de la phosphorylation oxydative et par conséquent une augmentation de la 

consommation d’oxygène. 

 

1.2.3. Modifications hormonales 

 

Une restriction alimentaire induit une baisse de l’insulinémie et de la glucagonémie, le 

rapport insuline / glucagon restant inchangé en dépit de l’hypoglycémie (Rao, 1995). Lors 

d’un jeûne total, l’insulinémie diminue régulièrement tout le temps que dure le jeûne (Cherel 

et al., 1988b). Par contre, la glucagonémie augmente lorsque le jeûne se prolonge, ce qui 

conduit à une diminution du rapport insuline / glucagon. 

La corticostéronémie augmente lors d’une restriction alimentaire (Pirke et al., 1993) et 

lors d’un jeûne total (Belkhou et al., 1991), notamment lors de l’accélération de l’utilisation 

des protéines corporelles en fin de jeûne. Cette accélération est supprimée par surrénalectomie 

et réapparaît après un traitement à la corticostérone (Challet et al., 1995) (figure 6). Le 

catabolisme protéique est réduit chez des rats à jeun traités au RU486, un antagoniste des 

récepteurs aux glucocorticoïdes de type II. Ce résultat indique que le catabolisme protéique 

est induit par la fixation de la corticostérone sur les récepteurs de type II (Challet et al., 1995). 

 
Figure 6. Effets du jeûne sur l’excrétion d’azote chez le rat. Jour 0 : état nourri. Jour 1 : début du jeûne. Adx : 

rats surrénalectomisés ; Cort : rats traités à la corticostérone après surrénalectomie ; RU486 : rats traités au 

RU486. Pendant toute la durée du jeûne, l’excrétion d’azote est plus basse chez les rats traités au RU486 et chez 

les rats surrénalectomisés. L’injection de corticostérone aux rats surrénalectomisés entraîne une augmentation de 
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l’excrétion d’azote qui est alors égale à la valeur contrôle. L’augmentation finale de l’excrétion d’azote chez les 

rats contrôles et traités au RU486 est caractéristique de la phase III. Les rats surrénalectomisés ne présentent pas 

cette augmentation. Par contre, l’injection de corticostérone la restaure (d’après Challet et al., 1995). 

 

Lorsque des animaux en restriction alimentaire reçoivent leur nourriture en un seul repas 

durant la phase diurne, il apparaît un pic de corticostérone anticipant la prise de nourriture. 

Chez le rat, ce pic s’ajoute au pic nocturne habituellement observé (Pirke et al., 1993; Challet, 

1996). 

 La diminution de la leptinémie dès le début du jeûne serait impliquée dans l’adaptation 

au jeûne (Ahima et al., 1996 ; Ahima, 2000). En effet, elle est parfaitement corrélée à la 

diminution de l’adiposité et est donc un bon indicateur de changements de l’état des réserves 

corporelles (Maffei et al., 1995 ; Frederich et al., 1995). Par ailleurs, la leptine stimule 

l’expression génique et la synthèse de neuropeptides anorexigènes et inhibe celles des 

neuropeptides orexigènes (Inui & Meguid, 2003). Elle entraîne notamment une diminution du 

niveau de l’expression des gènes codant pour les neuropeptides orexigènes orexine 

(Yamanaka et al., 2003) et neuropeptide Y (Ahima et al., 1996 ; Legradi et al., 1997). Une 

injection intracérébroventriculaire d’orexine à des rongeurs induit une augmentation de la 

corticostéronémie (Hagan et al., 1999), de l’activité locomotrice (Nakamura et al., 2000) et du 

métabolisme énergétique (Lubkin & Stricker-Krongrad, 1998). En phase III du jeûne 

cependant, alors que la leptinémie est très basse, seule l’expression génique du neuropeptide 

Y augmente, le niveau de l’expression génique de la prépro-orexine, peptide précurseur de 

l’orexine, restant inchangé par rapport à celui de rats nourris ad libitum (Bertile et al., 2003). 

La leptine est enfin à l’origine d’une hyperactivité chez des patientes souffrant d’anorexie 

nerveuse et chez des rats à jeun (Hebebrand et al., 2003). 

Le taux circulant de noradrénaline ne semble pas modifié par une restriction 

alimentaire (Burden et al., 1993) mais est diminué lors d’un jeûne total (De Boer et al., 1989). 

Le taux plasmatique de triiodothyronine est diminué lors d’une restriction alimentaire 

(Pirke et al., 1993) et lors d’un jeûne total (Belkhou et al., 1991).  
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1.3. Balance énergétique positive 

 

Une balance énergétique positive va se traduire par un gain de masse qui, à l’extrême, 

conduit à une obésité. Je n’aborderai pas ici le modèle de l’obésité et limiterai mon exposé à 

la restauration des réserves corporelles après un jeûne. 

 

1.3.1. Réserves et substrats énergétiques 

 

 La réalimentation consécutive à un jeûne total entraîne la restauration du glycogène 

hépatique puis musculaire, une accrétion lipidique, une réhydratation tissulaire et un gain de 

masse protéique (Bjorntorp et al., 1982).  

Bien que le glycogène hépatique soit restauré après seulement 8 à 24h de 

réalimentation suite à un jeûne de 48h, il existe au moment de la transition jeûne-

réalimentation une compétition entre la fourniture de glucose à l’organisme et la restauration 

des réserves de glycogène (Sugden et al., 1989). Les premiers sites d’utilisation du glucose 

sont donc extra-hépatiques.  

La quantité de glycogène stockée dans le foie et dans le muscle chez le rat après 24h de 

réalimentation atteint jusqu’à trois fois la quantité d’avant le jeûne (McDonald & Johnson, 

1965 ; Fréminet, 1981 ; Bjorntorp et al., 1982), puis elle retourne progressivement à la 

normale (Bjorntorp et al., 1982). 

 La quantité de lipides stockée est supérieure à la quantité ingérée. Ceci est dû à une 

importante lipogenèse hépatique à partir des glucides ingérés. Les lipides synthétisés de novo 

sont ensuite acheminés vers leur lieu de stockage (le tissu adipeux essentiellement) (Bjorntorp 

et al., 1982 ; Dulloo & Girardier, 1990). 

La composition de la réalimentation influence la restauration des réserves 

énergétiques. Une réalimentation enrichie en protéines et en oligopeptides en particulier, 

stimule par exemple la synthèse des protéines dans le muscle squelettique et le foie 

(Yoshizawa et al., 1998 ; Boza et al., 2000). 

 L’accrétion lipidique est plus rapide chez des rats réalimentés après un jeûne de phase 

III qu’après un jeûne de phase II, et ce grâce à une meilleure efficacité alimentaire (énergie 

stockée par rapport à l’énergie ingérée) (Decrock et al., 1998). A l’inverse, les protéines 

corporelles sont plus rapidement restaurées chez des rats ayant subi un jeûne de phase II que 

chez ceux ayant jeûné jusqu’en phase III. Lorsque les rats des deux groupes ont regagné leur 
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masse protéique d’avant le jeûne, leurs réserves lipidiques ne sont que partiellement 

restaurées (40% après un jeûne de phase II et 76% après un jeûne de phase III). 

 

1.3.2. Déséquilibre de la balance énergétique 

 

Au cours de la réalimentation, une augmentation de masse corporelle essentiellement 

liée à une accrétion lipidique permet le maintien à un niveau bas de la dépense énergétique 

(Dulloo et al., 1995). 

 

1.3.3. Modifications hormonales et du niveau de l’expression génique des neuropeptides 

 

La réalimentation consécutive à une phase III de jeûne entraîne le retour à un niveau 

basal de la concentration plasmatique de corticostérone (Belkhou et al., 1991). Par contre, 

l’insulinémie augmente chez des rats réalimentés 6h après 48h de jeûne et inhiberait l’activité 

de la glucose-6-phosphatase hépatique et par conséquent la production de glucose (Daniele et 

al., 1999).  

Le niveau de l’expression génique de neuropeptides orexigènes est normalisé après un 

jour de réalimentation suite à une phase II et à une phase III de jeûne (Bertile et al., 2003).  

 

 

2. L’intestin grêle 

 

L’intestin grêle est un organe important du système digestif, tant par sa taille et sa surface 

d’échange que par ses fonctions d’hydrolyse et d’absorption des aliments. Il synthétise 

jusqu’à 10% des protéines totales de l’organisme et son fonctionnement représente 20 à 30% 

du métabolisme de base (Cant et al., 1996). 

 

2.1. Anatomie et histologie 

 

Situé dans la cavité abdominale, l’intestin grêle se compose de trois parties présentant des 

caractéristiques structurales et fonctionnelles propres : le duodénum (il sécrète des enzymes 
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digestives et reçoit les sécrétions hépatiques et pancréatiques), le jéjunum (il sécrète des 

enzymes digestives et absorbe les nutriments), et l’iléum (il absorbe les aliments digérés).  

 

La digestion et l'absorption intestinales sont favorisées par l'amplification considérable de 

la surface d'échange grâce à l’importante longueur de l'intestin grêle replié en anses 

intestinales, à l'existence à la surface de la paroi intestinale de plis circulaires macroscopiques, 

les valvules conniventes, à la présence d'innombrables petites évaginations de la muqueuse, 

les villosités intestinales, et enfin aux microvillosités des entérocytes (figure 7). Chez le rat, 

les villosités permettent d’augmenter la surface de l’intestin grêle de 5 à 10 fois et les 

microvillosités de 50 à 80 fois (Ferraris et al., 1989). 

 

 

Figure 7. Structure de l’intestin grêle, amplification de la surface d’échange 

 

La paroi de l’intestin grêle est formée de plusieurs couches qui sont, de la lumière du tube 

vers la séreuse : la muqueuse, la muscularis mucosae, la sous-muqueuse et la musculeuse. La 

muqueuse est elle-même composée de trois couches : les villosités, les glandes ou cryptes de 

Lieberkühn et la couche lymphoïde, concentration de lymphocytes (figure 8).  
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Figure 8. Structure de la paroi intestinale (N. Vacheret, UCB Lyon) 
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Figure 9. Structure de la muqueuse intestinale 
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Chaque villosité comprend un épithélium de revêtement et un axe conjonctif, la lamina 

propria. L'épithélium des villosités est prismatique simple et comprend trois types 

cellulaires : les entérocytes, les cellules caliciformes et les cellules endocrines. L'épithélium 

des glandes de Lieberkühn comporte deux types de cellules : des cellules indifférenciées 

prolifératives et des cellules de Paneth situées au fond des glandes (figures 9 et 10).  

 

 
Figure 10. Types cellulaires constitutifs de l’épithélium intestinal : cellule endocrine (a), cellule à mucus 

(b), cellules de Paneth (c) (RER : réticulum endoplasmique rugueux, SV : vésicules sécrétoires), entérocytes 

(d) x3500 (photographies a, b et c extraites de Madara & Trier, 1987). 

 

Les entérocytes représentent plus de 90% de la population cellulaire de la muqueuse 

intestinale et assurent des fonctions de digestion et d’absorption des aliments. Les cellules 

caliciformes ou à mucus représentent moins de 10% des cellules totales, mais leur densité est 

plus élevée au niveau de l’iléon qu’au niveau du duodénum. Leur fonction principale est de 

synthétiser et sécréter du mucus qui protège l’épithélium intestinal des enzymes 

intraluminales, des substances nocives et de la flore pathogène, et qui permet la progression 

du bol alimentaire. De plus, elles synthétisent un peptide ITF (Intestinal Trefoil Factor), qui 
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est impliqué dans la régénération de l’épithélium lésé. Les cellules de Paneth élaborent des 

granules contenant des lysozymes, des immunoglobulines et des défensines : les cryptines. De 

par leur action sécrétoire dans la lumière intestinale, elles participent au maintien d’une 

barrière anti-microbienne et à la régulation de la flore intestinale. Les cellules endocrines 

dispersées dans tout l’épithélium intestinal produisent des peptides régulateurs de la fonction 

digestive [sérotonine (contraction du muscle lisse), entéroglucagon, gastrine (stimulation de la 

sécrétion pancréatique, contraction du muscle lisse), somatostatine, sécrétine (inhibition de la 

sécrétion d'HCl, stimulation de la sécrétion pancréatique), cholécystokinine, VIP (vasoactive 

intestinal peptide), GIP (gastric inhibitory peptide), substance P, bombésine]. 

La lamina propria est constituée de tissu conjonctif lâche, d’un chylifère central, 

capillaire lymphatique en cul de sac, et de fibres musculaires lisses issues de la couche interne 

de la muscularis mucosae, dont les contractions favorisent le contact de l'épithélium intestinal 

avec le chyme ainsi que le drainage lymphatique dans le chylifère central.  
 

2.2. Renouvellement cellulaire de l’épithélium intestinal 

 

2.2.1. Prolifération cellulaire 

 L'intestin grêle se caractérise par une grande plasticité morphologique et fonctionnelle, 

et ce, notamment grâce à son renouvellement cellulaire très rapide (Potten, 1994). Les cellules 

souches se divisent activement dans les cryptes de Lieberkühn (Potten et al., 1997 ; Potten, 

1998). Les cellules issues des divisions migrent ensuite des cryptes vers les villosités, grâce 

aux contractions des muscles lisses de la lamina propria (Moore et al., 1989 ; Blikslager & 

Roberts, 1997). A la base des villosités, les cellules se différencient en entérocytes, en cellules 

à mucus, ou en cellules endocrines (Madara & Trier, 1987).  

 

2.2.2. Apoptose 

Après trois à cinq jours d'existence, les entérocytes meurent par apoptose au sommet 

des villosités, et sont extrudés dans la lumière intestinale (Luciano et al., 1995 ; Shibahara et 

al., 1995 ; Wilson & Potten, 1997 ; Holt et al., 1998 ; Westcarr et al., 1999). A l'état nourri, la 

prolifération cellulaire dans les cryptes équilibre la destruction des cellules au sommet des 

villosités, ce qui contribue au maintien de l'intégrité de l'épithélium intestinal (Potten & Allen, 

1977). 
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Les changements morphologiques induits par l’apoptose au niveau des entérocytes 

sont bien connus (Luciano et al., 1997 ; Grossmann et al., 1998 ; Shibahara et al., 1995 ; 

Potten, 1997 ; Westcarr et al., 1999 ; Aschoff et al., 2000 ; Marshman et al., 2001, 

Grossmann et al., 2002). Ils se caractérisent par la perte des contacts cellulaires, le 

détachement de la bordure en brosse (Luciano et al., 1997), le rétrécissement de la cellule qui 

présente de nombreuses vacuoles intracytoplasmiques, ainsi que la condensation et la 

fragmentation de son noyau (Shibahara et al., 1995). Les entérocytes en apoptose sont 

principalement localisés au sommet des villosités (Westcarr et al., 1999 ; Grossmann et al., 

2002 ; Groos et al., 2003). Cela dit, quelques études décrivent également la présence de 

cellules en apoptose dans les cryptes (Potten, 1997 ; Marshman et al., 2001). 

Les changements morphologiques résultent d’une cascade d’événements biochimiques 

(Huppertz et al., 1999). Cette cascade est initiée par la liaison de cytokines ou de facteurs de 

croissance sur leurs récepteurs qui entraîne l’activation de caspases (Cysteinyl-aspartic acid 

proteases). Les caspases activées dégradent une variété de protéines du cytosquelette dont 

l’actine (Kayalar et al., 1996) et les cytokératines (Caulin et al., 1997), induisant ainsi le 

rétrécissement des entérocytes. Les caspases clivent également les protéines nucléaires et 

activent des nucléases qui fragmentent l’ADN de la cellule. L’action des caspases sur des 

translocases induit l’externalisation de phosphatidylsérine qui agit comme un signal de 

reconnaissance pour les macrophages (Martin et al., 1995). Enfin, les caspases sont 

responsables de la délocalisation de certaines protéines comme la transglutaminase II sous la 

membrane cytoplasmique, afin d’éviter l’efflux des composants cytoplasmiques (Fesus et al., 

1996). 

 

2.2.3. Régulation des mécanismes cellulaires de l’épithélium intestinal 

 

Les mécanismes contrôlant la prolifération, la migration et l’apoptose des cellules 

intestinales sont encore largement méconnus. Des nutriments, hormones, facteurs de 

croissance, cytokines et le système nerveux participeraient à cette régulation.  

 

2.2.3.1. Régulation nerveuse  

Les études portant sur le rôle du système nerveux autonome dans le renouvellement 

cellulaire de l’épithélium intestinal sont contradictoires. Une sympathectomie (Tutton & 

Helme, 1974 ; Lachat & Gonçalves, 1978 ; Klein, 1979) ou une parasympathectomie (Musso 

et al., 1975) inhiberaient l’activité mitotique dans les cryptes et ralentiraient la migration des 
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cellules des cryptes dans les villosités. Holle et al. (1989) ont montré à l’inverse, que la 

suppression des afférences sympathiques stimule la prolifération des cellules intestinales. 

Enfin, une lésion du plexus myentérique activerait la prolifération et la migration cellulaires 

(See et al., 1990 ; Holle, 1991 ; Hernandes et al., 2000). 

 

2.2.3.2. Régulation par des facteurs de croissance et de transcription 

IGF-I (Insulin-like Growth Factor I), EGF (Epidermal Growth Factor) et TGF-α 

(Transforming Growth Factor α) stimulent les divisions cellulaires de l’épithélium intestinal 

(Acra et al., 1998). TGF-β1 au contraire inhibe la synthèse de cycline D1, ce qui interrompt 

les divisions cellulaires (Ko et al., 1998). TGF-β1 exerce également un rôle pro-apoptotique 

en régulant la transcription de gènes de l’apoptose tels que ceux codant pour les protéines de 

la famille des Bcl-2 (Hague et al., 1998). TNF-α (Tumor Necrosis Factor α) est une autre 

cytokine qui entraîne également l’apoptose des entérocytes et qui inhibe (à hautes doses) ou 

stimule (à faible doses) la prolifération cellulaire (Trauth et al., 1989 ; Fesus, 1993; Hsu et al., 

1996 ; Kaiser & Polk, 1997 ; Diab-Assef et al., 2002). Cdx2 (Caudal-related homeodomain 

protein) enfin, entraîne une diminution de la prolifération des cellules intestinales et stimule 

leur différentiation et leur apoptose (Suh et al., 1994 ; Suh & Traber, 1996 ; Lorentz et al., 

1997 ; Freund et al., 1998). 

 

2.2.3.3. Régulation hormonale 

L’insuline régule la prolifération des cellules de l’épithélium intestinal en inhibant via 

TGF-β1, les effets pro-mitotiques d’IGF-I. Les cellules sont alors bloquées en phase G1 du 

cycle cellulaire et se différentient (Kojima et al., 1998). Des peptides intestinaux 

(entéroglucagon, glucagon-like peptide-2 GLP-2, etc…) stimulent la prolifération des cellules 

et exercent généralement un effet anti-apoptotique. Les glucocorticoïdes stimuleraient 

également la prolifération et inhiberaient l’apoptose des cellules épithéliales de l’intestin grêle 

(Foligne et al., 2001). 

 

2.2.3.4. Régulation par les nutriments 

Une malnutrition, des carences en protéines, acides gras essentiels, folate, zinc, vitamine 

A, B12, sont connues pour inhiber la croissance et le renouvellement cellulaire de 

l’épithélium intestinal (Williamson, 1978 ; Ziegler et al., 1999 et 2003). La quantité et la 

qualité des aliments ingérés interviennent en effet dans la régulation de la sécrétion des 
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hormones et des facteurs de croissance gastro-intestinaux impliqués dans la croissance de 

l’épithélium, telles que la gastrine, IGF-I et EGF (Ziegler et al., 1999). Le lait par exemple, 

est particulièrement riche en facteurs de croissance (Growth Hormone GH, IGF-I, insuline, 

prolactine, EGF) qui, par leur interaction avec des récepteurs spécifiques de la muqueuse, 

stimulent la régénération de l’épithélium et l’absorption intestinale. La glutamine est un 

substrat majeur pour les cellules de l’épithélium intestinal et stimule leur renouvellement 

(Ziegler et al., 2000). Les polyamines sont également indispensables aux cellules en division 

(Johnson, 1988). Elles sont apportées par l’alimentation mais sont aussi synthétisées par la 

flore microbienne intestinale ou proviennent de cellules apoptotiques. La synthèse endogène 

de polyamines est réalisée par l’ornithine décarboxylase qui est stimulée par l’alimentation 

(Tabata et al., 1986) mais aussi par EGF, l’insuline, la gastrine, etc... Les acides gras n-3 

diminuent les taux circulants de cytokines pro-inflammatoires (TNF, interleukine-1β IL-1β) et 

par conséquent leurs effets anti-prolifératif et pro-apoptotique sur la muqueuse intestinale 

(Nieto et al., 2002). Le zinc enfin, inhibe l’apoptose des cellules intestinales (Blanchard et al., 

2001). 

 

2.3. Mécanismes de l’absorption intestinale 

 

 En période postprandiale, les nutriments, les électrolytes et l'eau contenus dans la 

lumière intestinale sont absorbés au pôle apical des entérocytes puis repris par la circulation 

systémique au niveau de leur pôle basal, et distribués dans tout l'organisme.  

 

2.3.1. Absorption de l’eau et des électrolytes 

 

2.3.1.1. Perméabilité passive aux ions et à l’eau  

L’épithélium de l’intestin grêle est doté d’une très grande perméabilité passive aux sels et à 

l’eau, en raison de la perméabilité des jonctions qui unissent les cellules épithéliales. 

L’équilibre osmotique entre le plasma et la lumière intestinale est donc obtenu assez 

rapidement afin d’éviter des différences marquées de concentration ionique. Les jonctions 

intercellulaires sont plus perméables aux cations qu’aux anions, de sorte que les différences 

de concentration de Na+ et de K+ entre le sang et la lumière sont généralement plus petites que 

celles du Cl– et du HCO3
–.  
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Des aquaporines permettent un transport passif d’eau (Agre et al., 1993). Plusieurs isoformes 

ont été caractérisées dans l’intestin : AQP1, 3, 4, 7, 8, 9 et 10 (Koyama et al., 1999 ; Ma et al., 

1999). AQP1 est localisée dans la membrane des cellules constituant l’endothélium des 

vaisseaux lymphatiques, AQP4 dans la membrane baso-latérale des cellules des cryptes et 

AQP8 dans la membrane apicale des entérocytes (Elkjaer et al., 2001). Ces aquaporines sont 

des canaux hydriques stricts. Par contre, AQP3, AQP7, AQP9 et AQP10 sont également 

perméables à l’urée et au glycérol (Ishibashi et al., 2002). Ce sont des aquaglycéroporines. 

AQP3 est localisée dans la membrane baso-latérale des cellules absorbantes de l’épithélium 

(Ramirez-Lorca et al., 1999), AQP9 dans la membrane baso-latérale des cellules à mucus 

(Okada et al., 2003) et AQP10 est exprimée dans les entérocytes du sommet des villosités 

(Hatakeyama et al., 2001).  

 

2.3.1.2. Absorption active de l’eau et des électrolytes  

Dans l’intestin grêle, l’absorption active de l’eau et des électrolytes est soit dépendante, soit 

indépendante des nutriments. 

2.3.1.2.1. Absorption dépendante des nutriments   

L’absorption du glucose et des acides aminés neutres dépend du sodium, c’est-à-dire que 

chaque molécule de glucose ou d’acide aminé traverse la bordure en brosse accompagnée de 

sodium. La pompe à sodium (ATPase Na+ / K+), située exclusivement dans la membrane 

baso-latérale de l’entérocyte, extrait le Na+ qui a pénétré dans la cellule à partir de la lumière 

afin de maintenir dans la cellule une faible concentration en Na+, une forte concentration en 

K+ et un potentiel électrique négatif. Cette pompe procure l’énergie potentielle pour 

l’absorption en amont du sucre et des acides aminés. Pour chaque molécule de glucose 

absorbée par le cotransporteur sodium-glucose SGLT1, 2 molécules de sodium et 225 

molécules d’eau sont ainsi transportées. 

2.3.1.2.2. Absorption indépendante des nutriments   

La plupart des mécanismes impliqués dans l’absorption active de l’eau et des électrolytes 

indépendante des nutriments mettent en jeu l’ATPase Na+ / K+ baso-latérale. Ces mécanismes 

sont des échangeurs Na+ / H+ (NHE) et Cl-/HCO3
- situés dans la membrane apicale des 

entérocytes (Ainsworth et al., 1998). Une isoforme de NHE, NHE1, est localisée dans la 

membrane baso-latérale et régule le pH intracellulaire, tandis que NHE2 et NHE3 permettent 

l’absorption de sodium au pôle apical. 
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2.3.1.3. Sécrétion active des électrolytes  

L’entrée du chlore au pôle baso-latéral des entérocytes est jumelée à celle du sodium et du 

potassium par un cotransporteur triple (NaK2Cl) avec une stoechiométrie de 1 Na+, 1 K+et 2 

Cl-. Le sodium est sécrété au pôle baso-latéral par la pompe Na+ / K+. Le potassium entré par 

NaK2Cl et par la pompe Na+ / K+ est libéré au pôle baso-latéral par les canaux potassiques. 

Le chlore enfin, est sécrété dans la lumière intestinale ou au pôle baso-latéral par NaK2Cl ou 

par les canaux chlorures. La sécrétion du Cl- dans la lumière produit une différence de 

potentiel électrique positive vers la séreuse, ce qui assure une force de conduction nécessaire à 

la sécrétion du sodium par voie paracellulaire (Diamond, 1982).  

 

2.3.2. Absorption des vitamines et des sels minéraux 

Les vitamines hydrosolubles B1, B12, folate et C sont absorbées via des transporteurs 

lorsque leur concentration dans la lumière est faible, et par simple diffusion à des 

concentrations plus importantes (Basu & Donaldson, 2003). Les vitamines liposolubles A, D, 

E et K sont dissoutes dans les phases lipidiques du chyme alimentaire, puis dans les micelles 

qui fusionnent avec les membranes phospholipidiques des entérocytes, permettant ainsi la 

diffusion de leur contenu dans les cellules. 

Il existe un transporteur intestinal d’ions, DCT1, qui permet le passage de nombreux ions 

dont Fe2+, Zn2+, Mn2+, Co2+, Cd2+, Cu2+, Ni2+, et Pb2+ (Gunshin et al., 1997). Ce transporteur 

est couplé à une pompe à protons et est dépendant du potentiel de membrane des cellules. Le 

calcium est absorbé par un transport actif transcellulaire et par un transport passif 

paracellulaire (Bronner, 1998).  

 

2.3.3. Absorption des glucides 

Les oligosaccharides sont hydrolysés au niveau de la bordure en brosse des entérocytes 

par des saccharases, des maltases et des lactases sécrétées par les cellules (Eckert et al., 1978) 

(figure 11). La lactase est exprimée dans la bordure en brosse des entérocytes dès la naissance 

chez les mammifères. Son expression diminue ensuite, tandis que celle d’enzymes faiblement 

exprimées pendant les premières semaines de la vie, telles que la sucrase-isomaltase, 

augmente (Wang et al., 1998). Ces changements coïncident avec le sevrage. 
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Figure 11. Hydrolyse des disaccharides en monosaccharides (extrait de Principes fondamentaux de gastro-

entérologie). 

 

Le glucose, produit majeur de ces digestions est absorbé par diffusion facilitée et par transport 

actif. La diffusion dépend de la concentration en glucose et intervient quand la concentration 

en glucose dans la lumière intestinale est supérieure à celle dans le plasma sanguin. Le 

transport actif, dominant lorsque la concentration de glucose dans la lumière intestinale est 

faible, met en jeu un processus de cotransport avec le sodium. Le transporteur impliqué est 

SGLT1 (Ferraris, 2001). Le sodium facilite la captation du glucose en se liant avec ce dernier 

au transporteur. Afin d’assurer une concentration intracellulaire de sodium faible, l’ion Na+ 

est ensuite chassé à l’extérieur de la cellule au niveau de la membrane baso-latérale par 

l’ATPase Na+ / K+, processus actif qui utilise l’énergie produite par l’hydrolyse de l’ATP. Le 

gradient électrochimique ainsi généré par le sodium fournit l’énergie permettant l’entrée du 

glucose. Ce transporteur arrive à saturation pour des concentrations luminales de glucose de 

30-50mM (Debnam & Levin, 1975). A des concentrations supérieures, le glucose serait 

absorbé par le transporteur GLUT2, recruté du pôle baso-latéral au pôle apical des cellules 

(Helliwell et al., 2000a et 2000b ; Kellett & Helliwell, 2000 ; Au et al., 2002). La 

délocalisation de GLUT2 est en partie contrôlée par l’activation d’une protéine kinase C elle-

même dépendante de SGLT1 (Helliwell et al., 2000a et 2000b ; Kellett & Helliwell, 2000). 

GLUT2 possède un Km élevé pour le glucose (15-20mM ; Craik et al., 1979) et devrait donc 

permettre une absorption passive massive de glucose à des concentrations luminales élevées 

(Kellett, 2001). Les mécanismes de l’absorption intestinale de glucose en fonction de la 

concentration de glucose dans la lumière sont schématisés ci-dessous (figure 12).  
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Figure 12. Modèle de régulation de l’absorption facilitée du glucose après un repas (d’après Kellett, 2001) 

 

Avant un repas (figure 12A), le glucose est essentiellement absorbé par SGLT1. Le niveau 

d’expression et l’activité de GLUT2 dans la membrane apicale sont faibles. Après un repas 

(figure 12B), les concentrations en glucose dans la lumière sont très élevées et le passage de 

glucose par SGLT1 entraîne l’activation de la protéine kinase C βII et par conséquent le 

recrutement de GLUT2 dans la membrane apicale. Le transport de glucose par SGLT1 induit 

également la contraction du réseau d’acto-myosine au niveau des jonctions serrées. Ceci 

entraîne un changement de conformation de la cellule avantageux et devrait, en outre, 

permettre le passage paracellulaire de glucose. 

 

Dans l’entérocyte, le glucose est transporté au pôle baso-latéral soit directement, soit à 

l’intérieur de vésicules du réticulum endoplasmique (Stümpel et al., 2001 ; Santer et al., 

2003). Selon le modèle du transport vésiculaire, le glucose est phosphorylé en glucose-6 

phosphate avant d’entrer dans le réticulum endoplasmique où il est hydrolysé par la Glc6Pase 

en glucose et phosphate. Il est alors libéré dans le cytosol et diffuse hors de la cellule via 

GLUT2 ou passe dans la circulation générale après fusion de la membrane microsomale avec 

la membrane cellulaire (figure 13).  
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Figure 13. Modèle de transport du glucose dans l’entérocyte (d’après Santer et al., 2003) 

 

Un second transporteur d'hexoses localisé dans la membrane luminale des entérocytes est 

GLUT5 (Ferraris, 2001). Ce transporteur est spécifique du fructose et fonctionne par diffusion 

facilitée. Dans l'entérocyte, les sucres absorbés s'accumulent à une concentration supérieure à 

leur concentration dans l'espace extracellulaire. Ils sont évacués de la cellule à son pôle 

basolatéral par un processus de diffusion facilitée mettant en jeu GLUT2, transporteur du 

glucose, du fructose et du galactose (Ferraris, 2001). 

 

2.3.4. Absorption des protéines 

La digestion intraluminale des protéines se produit dans l'intestin grêle sous l'action 

séquentielle des endopeptidases et des exopeptidases pancréatiques (Eckert et al., 1978). Les 

peptidases de la bordure en brosse hydrolysent ensuite les oligopeptides résiduels en 

dipeptides et en acides aminés qui sont transportés dans les cellules intestinales.  

Plusieurs mécanismes impliqués dans le transport des acides aminés ont été caractérisés en 

fonction du type d’ion dont ils sont dépendants (sodium ou chlore) et de la nature des acides 

aminés qu’ils transportent (Munck, 1995 ; Palacin et al., 1998). Les principaux transporteurs 

d’acides aminés localisés dans la bordure en brosse des entérocytes sont le transporteur 

d’acides aminés neutres sodium-dépendant B0 (Munck & Munck, 1999 ; Munck et al., 2000), 

le transporteur d’acides aminés neutres et dibasiques sodium-dépendant B0,+ (Munck, 1995), 

le transporteur d’acides aminés anioniques sodium- et potassium-dépendant X-
AG (Munck et 

al., 2000), le transporteur de proline et glycine couplé à une pompe à protons PAT (Chen et 
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al., 2003), le transporteur d’alanine, sérine et cystéine sodium-dépendant ASC (Munck & 

Munck, 1999 ; Munck et al., 2000), et le transporteur d’acides aminés neutres et dibasiques 

sodium-indépendant b0,+ (Munck et al., 2000). Les acides aminés sont ensuite libérés dans 

l’espace extra-cellulaire ou dans le sang au pôle baso-latéral des entérocytes par différents 

transporteurs : les transporteurs sodium-dépendants A et N pour l’alanine et la glutamine 

(Wilde & Kilberg, 1991), y+L pour les acides aminés dibasiques (Desjeux et al., 1980), et les 

transporteurs sodium-indépendants asc et L pour les acides aminés neutres (Wilde & Kilberg, 

1991). Certains de ces transporteurs (L, asc, b0,+, y+L) appartiennent à la famille des 

transporteurs hétéromères (HATs) récemment identifiée (Chillaron et al., 2001 ; Wagner et 

al., 2001 ; Dave et al., 2004). Les HATs se distinguent des autres transporteurs d’acides 

aminés par leur structure en dimères constitués d’une chaîne lourde et d’une chaîne légère qui 

confère au transporteur sa spécificité. En outre, ce sont des antiports qui permettent donc le 

transport simultané de deux acides aminés en sens opposé en utilisant le gradient 

transmembranaire généré par un transport unidirectionnel voisin ou grâce au transport de 

sodium (Verrey et al., 2000) (figure 14). 

 

 
 

Figure 14. Modèle cellulaire de l’absorption des acides aminés par les HATs. La cystine ou un acide aminé 

cationique entre dans la cellule par b0,+ (constitué de b0,+AT et de rBAT) qui en échange transporte un acide 
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aminé neutre à l’extérieur de la cellule. Cet acide aminé neutre est réabsorbé par le transporteur unidirectionnel 

sodium-dépendant B0. Un acide aminé cationique est libéré au pôle baso-latéral par y+L (constitué de y+LAT1 et 

4F2hc) qui absorbe en échange un acide aminé neutre et une molécule de sodium. La cystine est clivée dans la 

cellule en deux résidus L-cystéines qui sont libérés au pôle baso-latéral par L (constitué de LAT2 et de 4F2hc). 

Les acides aminés neutres absorbés en échange peuvent ensuite être libérés au pôle baso-latéral par un 

transporteur unidirectionnel (d’après Verrey et al., 2000) 

 

Les di- et tripeptides sont transportés contre le gradient de concentration par un cotransporteur 

peptides / protons (PepT1) localisé dans les microvillosités des entérocytes (Ogihara et al., 

1996). Des auteurs ont par ailleurs suggéré l’existence d’un transporteur facilité de peptides 

situé au pôle baso-latéral des entérocytes qui, à l’inverse de PepT1 ne serait pas sensible au 

pH (Terada et al., 1999 ; Shepherd et al., 2002). 

 

2.3.5. Absorption des lipides 

Les lipides alimentaires sont constitués majoritairement de triglycérides, mais aussi de 

stérols, esters de stérols et phospholipides. Dans l’intestin grêle, les triglycérides sont 

hydrolysés par la lipase pancréatique en glycérol, en acides gras libres et en β-

monoglycérides. Les esters de cholestérol sont hydrolysés par la cholestérol estérase 

pancréatique, et le cholestérol libre ainsi produit est absorbé dans les entérocytes. La 

phosphatidylcholine, phospholipide prédominant dans l’alimentation, est clivée par la 

phospholipase A2 pancréatique en acide gras et lysophosphatidylcholine (Van den Bosch et 

al., 1965). Les produits de digestion des lipides forment des micelles avec les acides biliaires 

(Verger et al., 1996). Ils traversent alors la bicouche phospholipidique constitutive de la 

membrane des cellules par simple diffusion en fonction de la concentration en acides gras 

libres dans la lumière intestinale, et / ou par transport facilité. Dans la cellule, les acides gras 

et le cholestérol sont réestérifiés par l’acyl-CoA cholestérol acyltransferase (ACAT) et 

incorporés dans des chylomicrons avec des triglycérides, des phospholipides et des 

apolipoprotéines (Buhman et al., 2000). Les chylomicrons sont ensuite libérés par exocytose 

au pôle baso-latéral et pénètrent dans la circulation lymphatique (Tso & Balint, 1986) (figure 

15). 
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Figure 15. Modèle cellulaire de l’absorption des triglycérides (extrait de Physiologie Animale, R. Eckert, 

Ed. De Boeck Université) 

 

Les transporteurs de stérols sont CD36 / FAT (Fatty Acid Translocase), SR-BI (Scavenger 

Receptors-BI) (Hauser et al., 1998 ; Lobo et al., 2001 ; Werder et al., 2001) et les cavéolines 

(Field et al., 1998). Les cavéolines sont des protéines associées à des caveolae, invaginations 

non recouvertes de clathrine à la surface de la cellule, riches en glycolipides, cholestérol et 

protéines impliquées dans la potocytose. Les cavéolines participent à l’absorption et au 

transport du cholestérol dans les cellules intestinales (Field et al., 1998). SR-BI est localisé 

dans la membrane apicale des entérocytes et permet l’absorption du cholestérol contenu dans 

les micelles ou dans des vésicules phospholipidiques, ainsi que des esters de cholestérol, des 

triacylglycérols et des phospholipides (Hauser et al., 1998). Il peut aussi lier des HDLs (High 

Density Lipoproteins) et ainsi participer au transfert du cholestérol et des esters de cholestérol 
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des HDLs dans la membrane cellulaire (Werder et al., 2001) ou de la membrane cellulaire 

dans les HDLs (Ji et al., 1997). Dans ce dernier cas, les HDLs délivrent ensuite leur contenu 

au niveau des tissus stéroïdogènes (glandes surrénales, ovaires, testicules) pour la synthèse 

d’hormones et du foie pour la synthèse de bile (Glomset, 1968). L’efflux de cholestérol est 

également réalisé au pôle apical et au pôle baso-latéral de la cellule intestinale grâce à la 

présence de transporteurs ABC (ATP Binding Cassette) (Repa et al., 2000 ; Mulligan et al., 

2003). CD36 appartient à la famille des récepteurs SR-BI et peut lier des HDLs, des LDLs 

(Low DLs), des VLDLs (Very Low DLs) ou des phospholipides anioniques (Rigotti et al., 

1995 ; Calvo et al., 1998). Il intervient également dans le transfert de cholestérol dans les 

HDLs mais avec une efficacité sept fois moindre que SR-BI (Connelly et al., 1999). 

 

 
Figure 16. Modèle cellulaire de l’absorption des acides gras (d’après Stahl et al., 2001) 

 

Les protéines permettant l'absorption des acides gras par un processus de diffusion 

facilitée sont les FABPs (Fatty Acid Binding Proteins) (Ockner & Manning, 1974 ; Schroeder 

et al., 1998 ; Abumrad et al., 1998), les FATPs (Fatty Acid Transport Proteins) (Hirsch et al., 

1998 ; Stahl et al., 1999 et 2001), les LACS (Long Chain Acyl-CoA Synthetase, ligase) et 

CD36. CD36 permet l’absorption des acides gras présents à faible concentration dans la 

lumière intestinale, peut lier et concentrer un grand nombre d’acides gras à la surface de la 

cellule et enfin, peut transférer des acides gras à longues chaînes vers les FATPs. FATP4 est 
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l’unique isoforme intestinale des FATPs (Stahl et al., 1999). Elle est située au pôle apical des 

entérocytes et permet l’absorption des acides gras à longue chaîne. Dans la cellule, les LACS 

catalysent la réaction d’estérification des acides gras et du co-enzyme A en acyl-CoA, ce qui 

entraîne une diminution des acides gras libres dans la cellule et permet par conséquent une 

absorption d’acides gras supplémentaires dans le sens du gradient de concentration. Les 

FABPs et les ACBPs (Acyl-CoA Binding Proteins) jouent un rôle de tampon cytoplasmique 

en fixant, respectivement, les acides gras à longue chaîne et les acyl-CoA, ce qui évite leur 

efflux hors de la cellule et facilite leur transport cytoplasmique (figure 16).  

 

2.3.6. Régulation des processus impliqués dans l’absorption intestinale 

 

2.3.6.1. Régulation hormonale et par les neurotransmetteurs  

 

2.3.6.1.1. Absorption (et sécrétion) de l’eau et des électrolytes  

Les glucocorticoïdes stimulent l’absorption d’eau et de NaCl, induisent une 

augmentation des échanges Na+ / H+ et du niveau d’expression génique de NHE3 

(Wormmeester et al., 1998). 

Les canaux chlorures luminaux sont fermés au repos et s’ouvrent lorsque la sécrétion 

est stimulée par une hormone ou par un neurotransmetteur (VIP, prostaglandines, 

acétylcholine, sérotonine) (Stewart & Turnberg, 1989 ; Cooke, 2000). La sécrétion est inhibée 

sous l’action des adrénocorticoïdes, de la noradrénaline, de la somatostatine, des enképhalines 

et de la dopamine (Roberts et al., 1988 ; Cooke, 1998). Le système nerveux sympathique qui 

innerve la muqueuse intestinale en libérant de la noradrénaline inhibe la sécrétion des 

électrolytes et en stimule l’absorption (Cooke & Reddix, 1994). 

 

2.3.6.1.2. Absorption des sels minéraux et des vitamines  

La 1,25-dihydroxyvitamine D3, métabolite actif de la vitamine D3 est la principale 

hormone régulant l’absorption intestinale de calcium (Gallagher et al., 1979). L’absorption de 

calcium augmente avec la concentration plasmatique de 1,25-dihydroxyvitamine D3. Elle 

augmente aussi sous l’action de la prolactine, par un mécanisme mettant en jeu l’ATPase Na+ 

/ K+ dans le duodénum (Krishnamra et al., 1998). 

 

2.3.6.1.3. Absorption des glucides  
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Les glucocorticoïdes et la thyroxine ont une action synergique au moment du sevrage 

pour augmenter l’expression génique et l’activité de la sucrase-isomaltase dans les 

entérocytes. L’augmentation de la lactase observée chez le fœtus avant la naissance serait 

régulée par l’hydrocortisone (Villa et al., 1992). En revanche, les hormones thyroïdiennes, 

mais pas les glucocorticoïdes, entraîneraient une diminution de la lactase durant la lactation 

(Freund et al., 1991). Chez l’adulte, les glucocorticoïdes stimulent l’absorption de sucres au 

niveau de l’intestin normal (Batt & Peters, 1976 ; Batt & Scott, 1982 ; Iannoli et al., 1998) ou 

inflammé (Sundaram et al., 1999) ou encore après résection (Thiesen et al., 2003a). Dans ce 

dernier cas, l’absorption de glucose et de fructose augmente sans qu’il y ait de variation ni de 

l’expression génique, ni de la quantité de protéine de SGLT1, GLUT5, GLUT2 ou de 

l’ATPase Na+ / K+. Une alimentation enrichie en acides gras saturés renforce les effets des 

glucocorticoïdes sur l’absorption du fructose (Thiesen et al., 2003b) mais une alimentation 

riche en acides gras polyinsaturés prévient ces effets sur l’absorption de D-glucose (Thiesen 

et al., 2003c). Les hormones thyroïdiennes augmentent enfin de manière dose-dépendante le 

niveau de l’expression du gène codant pour GLUT5 dans des cellules Caco-2 / TC7 (Matosin-

Matekalo et al., 1999). 

Une injection de GIP ou de GLP-2 stimule l’absorption de glucose au pôle apical des 

entérocytes, mais n’entraîne pas d’augmentation de la quantité de protéine de GLUT2 dans la 

membrane baso-latérale (Cheeseman & O’Neill, 1998).  

EGF entraîne également une augmentation de l’absorption intestinale de glucose en 

stimulant le recrutement et l’insertion de SGLT1 dans la bordure en brosse des entérocytes, 

par un mécanisme impliquant la polymérisation de l’actine (Chung et al., 1999).  

Par contre, la leptine réduit l’absorption de glucose par les entérocytes (Lostao et al., 

1998) et la cholécystokinine entraîne une diminution de la synthèse de SGLT1 (Hirsh & 

Cheeseman, 1998).  

IL-1β réduirait également l’absorption intestinale de glucose en inhibant l’ATPase Na+ 

/ K+ dans la membrane baso-latérale des entérocytes (Kreydiyyeh et al., 1998), tandis que IL-

1α, IL-6 et IL-8 stimulent l’absorption de glucose in vitro (Hardin et al., 2000). 

 

2.3.6.1.4. Absorption des acides aminés et des peptides  

Les glucocorticoïdes stimulent l’absorption de la leucine, de la glutamine, de l’alanine 

et de l’arginine (Iannoli, 1998).  

La leptine produite par l’estomac entraîne une augmentation de la quantité de protéine 

PepT1 dans la bordure en brosse des entérocytes et donc une absorption accrue de peptides 
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(Buyse et al., 2001). La leptine stomacale préviendrait l’absorption intestinale de lipides en 

stimulant celle des protéines et pourrait ainsi contribuer à une diminution du stockage de 

lipides (Morton et al., 1998).  

L’insuline stimule également l’absorption intestinale de peptides en activant le 

recrutement de la protéine PepT1 dans la bordure en brosse à partir de son lieu de stockage 

cytoplasmique (Thamotharan et al., 1999a).  

Par contre, le VIP inhibe l’absorption intestinale d’alanine (Barada et al., 1998).  

L’hormone thyroïdienne T3 entraîne une diminution de l’expression génique et de la 

synthèse protéique de PepT1 chez l’adulte et serait également impliquée dans le déclin de 

PepT1 chez le jeune au moment du sevrage (Ashida et al., 2001).  

 

2.3.6.1.5. Absorption des acides gras et des stérols  

Une administration orale de stéroïdes à de jeunes rats au moment du sevrage stimule 

l’absorption intestinale de lipides (Thiesen et al., 2003d). L’effet des stéroïdes dépend de la 

nature des lipides contenus dans l’alimentation : il est renforcé par une alimentation riche en 

acides gras saturés et atténué par une alimentation enrichie en acides gras polyinsaturés. Chez 

l’adulte, la prise orale de glucocorticoïdes stimule également l’absorption de certains lipides 

dont les acides oléique et linoléique (Thiesen et al., 2002). 

Des récepteurs aux hormones nucléaires régulent l’absorption des stérols alimentaires 

en modulant la transcription de gènes impliqués dans le métabolisme du cholestérol (Chen, 

2001). L’activation de ces récepteurs par la fixation d’oxystérols ou d’acides biliaires stimule 

par exemple la transcription du gène codant pour un transporteur ABC ou inhibe celle du gène 

codant pour l’acyl-CoA cholestérol acyltransferase. Ces deux mécanismes de régulation 

auront pour conséquence une réduction de la quantité de cholestérol absorbée.  

 

2.3.6.2. Régulation par les nutriments 

 

2.3.6.2.1. Absorption des sels minéraux et des vitamines  

L’absorption intestinale des sels minéraux et des vitamines diminue généralement avec 

l’augmentation de la quantité de ces micronutriments dans l’alimentation (Ferraris & 

Diamond 1989). 

Le transporteur d’électrolytes DCT1 est surexprimé dans le cas d’une alimentation 

pauvre en sels minéraux (Gunshin et al., 1997). Le transport de calcium est stimulé lors d’une 

alimentation pauvre en calcium (Auchere et al., 1998) ou riche en fructo-oligosaccharides 
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(carbohydrates de faible masse moléculaire non digestibles) tels que l’inuline, la gomme de 

guar, ou la cellulose (Morohashi et al., 1998). 

 

2.3.6.2.2. Absorption des glucides  

Une alimentation riche en sucrose et en particulier en fructose entraîne, 3h après leur 

ingestion, une augmentation de l’expression génique de la sucrase-isomaltase et de la lactase-

phlorizine hydrolase dans l’intestin grêle (Goda, 2000). L’activation de la transcription de ces 

deux gènes se ferait via la fixation de Cdx2 sur leurs promoteurs (Goda, 2000). Le fructose 

stimule également l’activité de la sucrase-isomaltase et augmente les synthèses d’ARNm de 

SGLT1 et GLUT5 (Kishi et al., 1999 ; Goda, 2000). Le glucose stimule les synthèses de 

l’ARNm et de la protéine de SGLT1 in vivo (Miyamoto et al., 1993 ; Burant & Saxena, 1994) 

et augmente de manière dose-dépendante le niveau de l’expression du gène codant pour 

GLUT5 dans des cellules Caco-2 / TC7 (Matosin-Matekalo et al., 1999). Enfin, une 

alimentation enrichie en fructose ou en galactose stimulerait la transcription du gène codant 

pour GLUT2 (Miyamoto et al., 1993), tandis qu’une alimentation enrichie en fructose ou en 

glucose entraîne une augmentation de la quantité de protéine de GLUT2 dans la membrane 

baso-latérale des entérocytes (Burant & Saxena, 1994). 

Par ailleurs, l’absorption de glucose via SGLT1 est stimulée par la présence de 

polyamines dans la lumière intestinale (Uda et al., 2002). 

 

2.3.6.2.3. Absorption des acides aminés et des peptides  

Au moment du sevrage, le passage d’une alimentation lactée riche en protéines à une 

alimentation contenant davantage de carbohydrates que de protéines entraînerait une 

diminution de PepT1 (Shen et al., 2001). Chez l’adulte, une alimentation riche en protéines 

stimule l’absorption des acides aminés et des peptides dans les régions distales de l’intestin 

grêle (Erickson et al., 1995) en activant la transcription du gène codant pour PepT1. Shiraga 

et al. (1999) ont en effet montré l’existence d’un élément de réponse aux acides aminés et aux 

dipeptides situé dans la région promotrice du gène de PepT1. Enfin, la pré-incubation de 

cellules Caco-2 avec des dipeptides neutres, mono- ou dicationique entraîne une augmentation 

de l’influx de L-Arg dans les cellules via le transporteur b0, + (Wenzel et al., 2001).  

Une alimentation pauvre en protéines s’accompagne d’un transport accru des acides 

aminés essentiels mais pas de ceux non essentiels (Ferraris & Diamond, 1989). 
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2.3.6.2.4. Absorption des acides gras et des stérols  

L’absorption intestinale d’acides décanoique, dodécanoique, palmitique, stéarique, 

linoléique, de cholestérol et d’acides biliaires primaires (acides chénodésoxycholique et 

taurochénodésoxycholique) est augmentée dans le cas d’un régime alimentaire enrichi en 

acides gras saturés par rapport à un régime isocalorique riche en acides gras polyinsaturés 

(Thomson et al., 1986). Par ailleurs, une alimentation riche en acides gras à longue chaîne 

augmente le niveau de l’expression du gène codant pour FABP et FAT / CD36 (Ockner & 

Manning, 1974 ; Mallordy et al., 1995 ; Poirier et al., 1996 et 1997). Cependant, l’absence du 

gène codant pour CD36 n’affecte pas l’absorption intestinale de lipides (Goudriaan et al., 

2002).  

L’absorption de glucose et de galactose via SGLT1 stimule l’absorption de cholestérol 

par SR-BI au pôle apical des entérocytes et sa sécrétion au pôle baso-latéral (Play et al., 

2003). Par contre, des HDLs, des apolipoprotéines plasmatiques et de manière plus générale, 

des peptides possédant une structure en hélice α amphipathique composée d’au moins 18 

acides aminés, inhibent de manière compétitive l’absorption des stérols en se fixant sur SR-BI 

(Boffelli et al., 1997 ; Schulthess et al., 2000). 

 

2.4. Néoglucogenèse intestinale 

 

La PEPCK et la Glc6Pase sont exprimées dans l’intestin grêle qui produit donc du glucose 

par la voie de la néoglucogenèse (Anderson & Rosendall, 1973 ; Rajas et al., 1999 et 2000 ; 

Mithieux, 2001). Les principaux précurseurs de la néoglucogenèse dans l’intestin sont le 

glycérol et surtout la glutamine (Croset et al., 2001). 

Dans l’intestin grêle comme dans le foie de rats ayant un diabète induit par streptozotocine, 

le niveau de l’expression génique de la Glc6Pase est normalisé après une injection d’insuline. 

Par contre, l’activité de la Glc6Pase reste élevée dans le duodénum, ainsi que dans le foie et le 

rein, et diminue uniquement dans le jéjunum (Rajas et al., 1999). Le niveau de l’expression 

génique de la PEPCK diminue également, mais reste toutefois plus élevé que chez les 

animaux contrôles (Rajas et al., 2000). Enfin, l’activité de la PEPCK est normalisée dans le 

jéjunum mais pas dans le duodénum. 

Les facteurs de transcription intestinaux Cdx1 et Cdx2 participent au contrôle de 

l’expression du gène de la Glc6Pase dans l’intestin en se fixant sur le promoteur de ce gène 
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(Gautier-Stein et al., 2003). Cependant, seul Cdx1 stimule la transcription du gène de la 

Glc6Pase. Cdx2 inhibe l’effet de Cdx1 ou seul, est sans effet. 

 

3. Effets du jeûne et de la réalimentation sur l’intestin grêle 

 

3.1. Le jeûne 

 

3.1.1. Effets sur la morphologie intestinale 

 

 Au cours du jeûne, les mécanismes cellulaires au niveau de l'épithélium de l'intestin 

grêle sont transitoirement interrompus (Goodlad et al., 1988). Les mitoses sont en effet 

bloquées dans les cryptes de Lieberkühn (zones de prolifération cellulaire) et le taux de 

migration des cellules indifférenciées vers les zones fonctionnelles absorbantes que forment 

les villosités, est réduit (Brown et al., 1963). Par ailleurs, la plupart des travaux décrivent une 

augmentation du nombre de cellules en apoptose et de l’exfoliation des cellules dans la 

lumière intestinale après seulement un à trois jours de jeûne (Elmes, 1977 ; Boza et al., 1999 ; 

Iwakiri et al., 2001 ; Clarke 1975). Une étude montre cependant un arrêt des phénomènes 

apoptotiques après 3 jours de jeûne chez le rat (Luciano et al., 1995). Les modifications de 

l'activité cellulaire se traduisent au plan tissulaire par une importante résorption de 

l’épithélium intestinal au cours du jeûne (Altmann, 1972). Les observations en microscopie 

optique et en microscopie électronique à balayage montrent un raccourcissement des villosités 

intestinales, la destruction de certains sommets de villosités ainsi que des fissures au niveau 

de leurs bases (Altmann, 1972 ; Dunel-Erb et al., 2001). Ces phénomènes entraînent une 

réduction de moitié de la masse de la muqueuse intestinale chez des rats après 5 jours de 

jeûne (Dunel-Erb et al., 2001). 

 Les études concernant les effets du jeûne sur la bordure en brosse donnent des résultats 

contradictoires. La hauteur des microvillosités diminue chez des hamsters à jeun (Misch et al., 

1980). Par contre, la hauteur et le nombre de microvillosités par surface augmentent (Gupta & 

Waheed, 1992 ; Waheed & Gupta, 1997) ou ne sont pas affectés au cours du jeûne chez le rat 

(Mayhew, 1990). 
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3.1.2. Effets sur la fonction intestinale 

 

Le jeûne entraîne d'importantes modifications de l’absorption intestinale spécifiques 

ou non de la nature du transport considéré.  

 

3.1.2.1. Modifications non spécifiques 

 

La synthèse protéique est diminuée dans l’intestin grêle après cinq jours de jeûne 

(Samuels et al., 1996).  

La perméabilité de l’intestin grêle augmente au cours du jeûne, ce qui entraîne le 

passage d’ions, d’eau, mais également de macromolécules (>40 kDa) à travers l’épithélium 

par voie paracellulaire (Welsh et al., 1998). 

Le transport transcellulaire peut être affecté directement par une diminution de la 

surface de la muqueuse intestinale au cours du jeûne (Diamond et al., 1984) et par des 

changements de la composition de la bicouche phospholipidique des entérocytes. Le jeûne 

entraîne en effet une diminution des ratios de cholestérol / phospholipides, sphingomyéline / 

phosphatidylcholine, protéines / lipides, une réduction de la composition en acides oléiques et 

linoléiques, et une augmentation des phospholipides totaux de la bordure en brosse, du degré 

d’insaturation des acides gras, ainsi que du pourcentage en acides stéariques et arachidoniques 

(Waheed et al., 1998). Ces changements altèrent les propriétés physico-chimiques de la 

bordure en brosse et modifient par conséquent ses fonctions de transport. Un autre mécanisme 

pouvant influencer l’absorption intestinale de manière non spécifique au cours du jeûne est 

l’augmentation du ratio des cellules matures absorbantes par rapport aux cellules immatures 

(Ferraris & Diamond, 1997). La combinaison de ces mécanismes pourrait expliquer une 

augmentation du taux d’absorption par unité de masse intestinale (Ferraris & Carey, 2000). 

 

3.1.2.2. Le transport des ions et de l’eau 

 

Un jeûne de 48 à 72h entraîne une augmentation du transport transcellulaire d’ions et 

de la perméabilité entre les cellules jointives de l’épithélium intestinal (Young & Levin, 

1990a et b; Carey et al., 1994). Le flux sécrétoire net de chlore et éventuellement d’ions 

bicarbonate est ainsi accru dans le jéjunum et l’iléum. La sécrétion d’anions crée un gradient 

électrique qui entraîne un transport passif de sodium dans la lumière intestinale par voie 

paracellulaire. La présence des deux types d’ions dans la lumière génère une force osmotique 
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permettant la sécrétion d’eau. L’intestin perd ainsi une importante quantité d’eau et d’ions. 

Cette hypersécrétion au cours du jeûne est encore renforcée par une réponse accrue de 

l’intestin grêle aux agents sécrétagogues (AMPc, GMPc) (Young & Levin, 1990a et b; Carey 

et al., 1994). 

Bien qu’une hypersécrétion soit le phénomène le plus couramment observé, le jeûne 

peut entraîner une augmentation de l’absorption intestinale d’ions in vitro, notamment lorsque 

des nutriments dont l’absorption est couplée à celle du sodium comme le D-glucose sont 

ajoutés dans le milieu (Young & Levin, 1990b; Carey et al., 1994). 

Le jeûne entraîne enfin une diminution de l’activité de la pompe Na+ / K+ au pôle 

baso-latéral des entérocytes (Murray & Wild, 1980). 

 

Mécanismes impliqués :  

Des injections de glucagon entraînent chez l’animal nourri une augmentation de la 

sécrétion de chlore (Lane et al., 1992). Cette hormone augmente au début du jeûne (Marliss et 

al., 1970) et pourrait alors être à l’origine d’une hypersécrétion intestinale (Levin, 1992).  

Par ailleurs, l’augmentation du transport d’ions au cours du jeûne est induite par des 

altérations de l’activité du système nerveux entérique (Nzegwu & Levin, 1994 ; Hayden & 

Carey, 2000).  

Le jeûne cause enfin un stress oxydatif incluant des changements de l’expression des 

enzymes anti-oxydantes et la production de radicaux libres par les cellules immunitaires de la 

muqueuse intestinale (Darmon et al., 1993 ; Welsh et al., 1998). Ce stress oxydatif stimule la 

sécrétion de chlore et accroît la perméabilité de l’épithélium intestinal (Grisham et al., 1990 ; 

Darmon et al., 1993) 

 

3.1.2.3. Le transport des vitamines et des sels minéraux  

 

Les différentes études concernant les effets du jeûne sur l’absorption intestinale des 

vitamines et des sels minéraux ne suggèrent pas une tendance générale. L’absorption de folate 

in vivo n’est pas affectée par un jeûne nocturne chez le chien (Hakim et al., 1992). Au 

contraire, l’absorption de calcium in vitro augmente chez des rats dénutris (Chadha et al., 

1992). 
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3.1.2.4. L'absorption des oligosaccharides  

 

Une réduction de l'activité des saccharidases (maltases et saccharases) de la bordure en 

brosse a été observée au cours du jeûne (Ihara et al., 2000a). La lactase augmente pendant les 

premiers jours du jeûne puis diminue également (Raul et al., 1982).  

L’absorption intestinale de glucose augmente chez des rats après 72h de jeûne (Das et 

al., 2001). Cette augmentation pourrait être corrélée à la baisse de la concentration 

intracellulaire de sodium (Young & Levin, 1990a et b; Carey et al., 1994), à l’accroissement 

de la surface de la bordure en brosse (Gupta & Waheed, 1992 ; Waheed & Gupta, 1997) et de 

la fluidité de la membrane cellulaire (Gupta & Waheed, 1992), ou encore à des changements 

de l’expression de transporteurs. Le niveau de l’expression génique de SGLT1 augmente au 

cours du jeûne selon Gal-Garber et al. (2000). Ceci est cohérent avec la diminution de la 

concentration intracellulaire de sodium qui génère la force osmotique nécessaire au 

cotransport de sodium et de glucose dans la cellule. Ce résultat n’est cependant pas confirmé 

par Ihara et al. (2000b) qui n’observent pas de variation significative de la quantité d’ARNm 

de SGLT1 au cours du jeûne. 

Les effets du jeûne sur l’expression de GLUT5 et GLUT2 sont peu connus. Une 

restriction calorique chronique entraîne une augmentation de l’absorption de fructose par mg 

d’intestin via GLUT5 (Casirola et al., 1996). Par contre, le transport baso-latéral d’hexoses 

via GLUT2 n’est pas affecté par une restriction calorique (Marciani et al., 1987). 

 

Mécanismes impliqués :  

Une perfusion de glucagon chez l’animal nourri entraîne une augmentation de 

l’absorption intestinale de glucose (Debnam & Sharp, 1993). L’augmentation de la 

concentration plasmatique de glucagon au cours du jeûne (Marliss et al., 1970) pourrait 

expliquer l’augmentation de l’absorption de glucose.  

A notre connaissance, aucune étude ne traite à ce jour d’une régulation nerveuse des 

effets du jeûne sur l’absorption des sucres. Cependant, la lésion chimique des afférences 

vagales chez l’animal nourri supprime les changements de l’absorption de glucose induits par 

une alimentation enrichie en carbohydrates (Bates et al., 1998). Ce résultat suggère 

l’existence d’une régulation nerveuse intervenant lors de modifications de l’état nutritionnel. 

Le niveau de l’expression génique de SGLT1 semble être sous l’influence du rythme 

circadien (Rhoads et al., 1998). La quantité d’ARNm de SGLT1 est particulièrement élevée 
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au début de la nuit chez des rats et en début de matinée chez des singes diurnes, ce qui 

coïncide dans les deux cas avec le début de leur prise alimentaire. 

 

3.1.2.5. Le transport des acides aminés  

 

Un jeûne de 2 jours entraîne une diminution de l’activité de la glutaminase mais 

n’affecte pas la distribution de l’ARNm de cette enzyme (Kong et al., 2000). Les auteurs 

suggèrent que l’accumulation de l’ARNm de la glutaminase pendant le jeûne constituerait une 

préparation anticipée de l’intestin à l’absorption dès restauration de l’alimentation. Des études 

ont par ailleurs montré une augmentation de l'activité des peptidases après 5 jours de jeûne 

(Ihara et al., 2000a) et une augmentation du taux d'ARNm et de la quantité de protéines du 

transporteur PepT1 (Ogihara et al., 1999 ; Thamotharan et al., 1999b ; Ihara et al., 2000b). 

Pendant un jeûne enfin, le transport d’acides aminés par un mécanisme dépendant (proline, 

glycine, acide glutamique) ou indépendant (lysine) du sodium augmente (Waheed et Gupta, 

1997). Ces résultats pourraient corroborer l’hypothèse de Kong et al. (2000) indiquée ci-

dessus.  

 

3.1.2.6. L'absorption des lipides  

 

L'expression des FABPs impliquées dans le transport des acides gras augmente 

pendant le jeûne (Besnard et al., 1991).  

 

3.1.2.7. La néoglucogenèse  

 

L’expression génique et l’activité de la PEPCK et de la Glc6Pase augmentent dans 

l’intestin grêle chez des rats soumis à un jeûne de 48h, puis atteignent une valeur plateau à 

72h de jeûne (Rajas et al., 1999 ; Rajas et al., 2000 ; Mithieux et al., 2004). A 72h de jeûne, la 

production de glucose par l’intestin grêle représente 35% de la production endogène totale de 

glucose (Mithieux et al., 2004). 
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3.2. La réalimentation 

 

3.2.1. Restauration morphologique  

 

 Après réalimentation, la morphologie de l'épithélium intestinal est rapidement 

restaurée. Cette régénération cellulaire et tissulaire est partielle après un jour (Altmann, 1972 ; 

Blikslager & Roberts, 1997), et complète après trois jours de réalimentation (Boza et al., 

1999 ; Dunel-Erb et al., 2001). La régénération de la muqueuse intestinale est liée à une 

reprise quasi instantanée des mitoses dans les cryptes de Lieberkühn après quelques heures de 

réalimentation (Cameron et Cleffmann, 1964 ; Altmann, 1972). Les nouvelles cellules 

migrent ensuite le long de la membrane basale vers les villosités où elles se différencient en 

entérocytes. Ces mécanismes cellulaires permettent la restauration de la surface absorbante de 

l'intestin grêle. 

Il semble que ce soit l'absorption entérale des nutriments qui stimule la régénération 

morphologique des villosités intestinales, et non pas la présence des nutriments dans la 

lumière intestinale, ni la réalimentation parentérale (Tarachai & Yamauchi, 2000). Par 

ailleurs, la composition de la nourriture semble intervenir dans la reprise de l'activité 

cellulaire lors de la réalimentation. Cameron et Cleffmann (1964) ont observé que la synthèse 

d'ADN n'augmente pas chez des animaux nourris avec de la gélatine et du sucrose, et 

suggèrent qu'il faut un apport nutritionnel complet pour stimuler la prolifération cellulaire 

après un jeûne de 3 jours. Rampal (1993) a par ailleurs suggéré que certains acides aminés, 

dont la glutamine, constitueraient une source énergétique indispensable pour le métabolisme 

de l'entérocyte. Il a observé qu'une carence protéique entraîne une réduction de la vitesse de 

migration des cellules des cryptes vers les villosités, bien que l'index mitotique mesuré dans 

les cryptes soit normal. Parallèlement, une alimentation enrichie en peptides et en glutamine 

est sans effet sur la prolifération cellulaire dans les cryptes de Lieberkühn (Mandir et 

Goodlad, 1999), mais stimule la migration des cellules et probablement leur différenciation en 

entérocytes. Botsios et al. (1993) ont également montré qu'après 3 jours de jeûne, une 

réalimentation enrichie en peptides est rapidement absorbée et permet de préserver la bordure 

en brosse des cellules. Par contre, Buts et al. (1990) ont montré que les lipides stimulent la 

régénération de la muqueuse après 4 jours de jeûne. Ils ont en effet mesuré des villosités 

intestinales plus longues chez des animaux réalimentés avec une nourriture enrichie en 

lipides. 
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3.2.2. Restauration fonctionnelle 

 

La synthèse et l'expression des enzymes intestinales et des transporteurs impliqués 

dans l'absorption des nutriments semblent également varier en fonction de la composition 

nutritionnelle de la réalimentation. Les activités de l’aminopeptidase et de la saccharase 

intestinales sont ainsi stimulées par leurs substrats respectifs (protéines et oligosaccharides) 

(Raul & Schleiffer, 1996), tandis qu'une réalimentation enrichie en lipides provoque une 

diminution de l'activité des sucrases (Goda & Takase, 1994).  

Une réalimentation de 48h après un jeûne de 4 jours chez le poulet stimule la synthèse 

de l'ARNm de SGLT1 (Gal-Garber et al., 2000).  

Une ingestion de lipides après 12h de jeûne entraîne une délocalisation de SR-BI. Le 

transporteur, qui est principalement localisé dans la membrane apicale chez les animaux à 

jeun, pénètre dans le cytoplasme par endocytose au cours de l’absorption de lipides et 

s’accumule au niveau de gouttelettes lipidiques (Hansen et al., 2003). 

Les niveaux d’expression génique de la PEPCK et de la Glc6Pase sont normalisés 

après 7h de réalimentation chez des animaux ayant préalablement subi un jeûne de 48h (Rajas 

et al., 1999 ; Rajas et al., 2000). 

Les effets de réalimentations de compositions nutritionnelles différentes sur la 

synthèse et l'expression des autres transporteurs cependant ne sont pas encore très bien 

connus. En outre, tous ces résultats ont été obtenus lors de réalimentations après des jeûnes 

courts correspondants à la phase II (phase d'utilisation des réserves lipidiques). Les effets de 

la réalimentation après la phase de jeûne caractérisée par l'utilisation des protéines pour 

satisfaire les besoins énergétiques (phase III) sont par contre très peu connus. 
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Problématique et approche expérimentale 
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1.  Problématique et objectifs 
 

 L’objectif de ces travaux de thèse était de comprendre les mécanismes permettant 

l’absorption intestinale optimale des nutriments après un jeûne, en particulier lorsque l’animal 

atteint une phase critique d’utilisation de ses réserves énergétiques se traduisant par un 

catabolisme protéique important et une synthèse protéique diminuée. 

 Les données bibliographiques témoignent de l’importance des altérations induites par 

le jeûne sur la morphologie de l’intestin grêle et sur la fonction intestinale (cf. Revue 

Bibliographique 3.1.). Le nombre de cellules fonctionnelles absorbantes diminue et la 

synthèse protéique est réduite. Cependant, les études des effets du jeûne sur l’absorption 

intestinale suggèrent généralement une augmentation de l’absorption chez les animaux à jeun. 

Cette augmentation pourrait s’expliquer par l’accroissement de la perméabilité intestinale et / 

ou du ratio des cellules matures absorbantes par rapport aux cellules immatures. Les effets du 

jeûne sur les transports spécifiques des nutriments sont encore largement méconnus. Des 

études montrant une augmentation du niveau de l’expression génique et / ou de la quantité de 

protéines de certains transporteurs n’ont pas été confirmées. 

Par ailleurs, les effets du jeûne sur la structure et la fonction intestinales ont toujours été 

étudiés sans prendre en compte l’état métabolique et hormonal des individus à jeun, alors 

même que le niveau de déplétion des réserves énergétiques de l’organisme est susceptible 

d’influencer le métabolisme de l’entérocyte et ses fonctions de transport. Ainsi, les jeûnes 

étudiés sont souvent des jeûnes courts présentant les caractéristiques d’une phase I, voire 

éventuellement d’une phase II, mais jamais d’une phase III de jeûne. 

Au cours de cette thèse, nous avons étudié les altérations tissulaires induites par les 

phases II et III du jeûne sur la muqueuse de l’intestin grêle (Articles 1 et 2). Malgré 

l’intensité des dommages causés par un jeûne de phase III sur la muqueuse intestinale, celle-ci 

est restaurée aussi vite après un jeûne de phase III qu’après un jeûne de phase II (Dunel-Erb et 

al., 2001). Nous avons alors recherché les mécanismes cellulaires pouvant expliquer cette 

restauration particulièrement rapide, en étudiant la prolifération cellulaire dans les cryptes de 

Lieberkühn, la migration des cellules indifférenciées des cryptes dans les villosités et 

l’apoptose au sommet des villosités (Article 2). Afin d’approfondir nos travaux concernant 

les effets des phases II et III sur l’apoptose, nous avons mesuré l’expression génique et la 

quantité de protéine de cytokines (TNFα, TGFβ1) et d’un facteur de transcription intestinal 
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(Cdx2) pro-apoptotiques (Article 3). Dans la dernière partie de la thèse enfin, nous nous 

sommes intéressés aux changements des niveaux d’expression génique et des quantités de 

protéines des transporteurs d’hexoses, SGLT1, GLUT2 et GLUT5, et des enzymes 

néoglucogéniques, la PEPCK et la Glc6Pase, en fonction de l’utilisation des réserves 

énergétiques des animaux à jeun et donc de la nature et la disponibilité en précurseurs de la 

néoglucogenèse (glycérol en phase II, acides aminés en phase III) (Article 4).  

 

 

2.  Approche expérimentale 

 

2.1. Modèle animal et traitements nutritionnels 

 

 Les expériences ont été réalisées sur des rats mâles de souche Wistar (Iffa Credo, 

L’Arbresle, France) âgés de 7 à 10 semaines, pesant 200-300g à la réception.  

A l’issue d’une période d’acclimatation d’une semaine, un groupe de rats a été sacrifié et 

considéré comme groupe contrôle (Ctrl). Les autres ont été mis à jeun. Ces animaux 

disposaient d'eau ad libitum, mais n’avaient pas accès à la nourriture ou à leurs fèces. La 

cinétique correspondant à la perte de masse journalière spécifique dM/Mdt (g/kg/j) a été 

déterminée pour chaque animal (dM représente la masse perdue par l’animal pendant une 

durée dt=t1-t0 et M est la masse corporelle de l’animal à t0) et a permis de caractériser trois 

phases distinctes de durée variable selon les individus (cf. Revue Bibliographique 1.2.1.1.). 

Un groupe de rats a été sacrifié en phase II de jeûne (P2r0), et trois autres groupes en phase II 

ont été réalimentés pendant 2h (P2r2), 6h (P2r6), ou 24h (P2r24), puis sacrifiés. Quatre autres 

séries de rats ont poursuivi le jeûne jusqu'au second jour de phase III. Un groupe a été sacrifié 

immédiatement (P3r0) et les 3 autres groupes ont été nourris pendant 2h (P3r2), 6h (P3r6), ou 

24h (P3r24) avant d'être sacrifiés (figure 17).  

Pour l'étude de la prolifération et de la migration cellulaires, une injection intrapéritonéale 

(1ml/100g de masse corporelle) d'une solution de BrdU à 3mg/ml a été pratiquée chez une 

partie des animaux, 1h, 12h ou 24h avant le sacrifice (Article 2). 
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BrdU 1h (n=25) 

P3r24 n=20 BrdU 1h (n=5) 

P3r6 n=20 dont BrdU 1h (n=5) 

P3r2 n=20 dont BrdU 1h (n=5) 

BrdU 24h (n=5)

BrdU 12h (n=5) 
P3r0 
n=60

Début du 
jeûne 

Phase IIIPhase II Phase I 

BrdU 1h (n=10) 

BrdU 24h (n=5) 

BrdU 12h (n=5) Ctrl 
n=45 

BrdU 1h (n=10) 

P2r24 n=20 BrdU 1h (n=5)

P2r6 n=20 dont BrdU 1h (n=5)

P2r2 n=20 dont BrdU 1h (n=5) 

BrdU 24h (n=5) 

BrdU 12h (n=5) 
P2r0 
n=45

 

Figure 17. Protocole expérimental. Quarante cinq rats ont été nourris ad libitum (Ctrl). Parmi ces animaux, dix 

ont eu une injection de BrdU 1h avant d’être sacrifiés, cinq 12h avant et cinq 24h avant. Les autres rats ont été 

mis à jeun. Quarante cinq rats ont été sacrifiés en phase II dont certains 1h (n=10), 12h (n=5) ou 24h (n=5) après 

une injection de BrdU. Des rats en phase II ont été réalimentés 2h (n=20), 6h (n=20) ou 24h (n=20). Cinq rats de 

chaque condition expérimentale (P2r2, P2r6 ou P2r24) ont eu une injection de BrdU 1h avant le sacrifice. Les 

autres rats ont poursuivi le jeûne jusqu’en phase III. Soixante rats ont été sacrifiés en phase III, dont certains 1h 

(n=25), 12h (n=5) ou 24h (n=5) après une injection de BrdU. Les autres rats en phase III ont été réalimentés 2h 

(n=20), 6h (n=20) ou 24h (n=20). Dans chaque cas (P3r2, P3r6, P3r24), cinq animaux ont reçu une injection de 

BrdU 1h avant d’être sacrifiés. Une expérience d’absorption intestinale de glucose a été réalisée in vivo chez dix 

rats contrôles, dix rats en phase II et douze rats en phase III. La muqueuse intestinale a été prélevée chez tous les 

animaux (n=270) en vue des différents traitements histologiques, biochimiques et de biologie moléculaire. 

 

2.2. Analyses réalisées 

 

2.2.1. Dosages plasmatiques  

 

Afin de confirmer a posteriori l’état métabolique des animaux, un échantillon de sang a 

été prélevé au moment du sacrifice pour le dosage des métabolites plasmatiques (glucose, β-

hydroxybutyrate et urée), de la corticostérone et de l’insuline. Le β-hydroxybutyrate est un 

produit de la cétogenèse qui est importante en phase II, tandis que l’urée provient de la 

dégradation des protéines en phase III (cf. Revue Bibliographique 1.2.1.1.). Les 

concentrations plasmatiques de glucose, de β-hydroxybutyrate et d’urée ont été dosées par des 
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méthodes enzymatiques colorimétriques, tandis que la corticostéronémie et l’insulinémie ont 

été dosées par méthode ELISA (Articles 2, 3 et 4). 

 

2.2.2. Prélèvements de tissus 

 

Le duodénum et le jéjunum ont été prélevés à la sortie du pylore, pesés, puis découpés en 

segments qui ont été traités séparément selon les différents types d’analyse envisagés. 

 

2.2.3. Analyses moléculaires 

 

Le niveau de l’expression des gènes codant pour SGLT1, GLUT5, GLUT2, la PEPCK, et 

la Glc6Pase a été mesuré sur des échantillons de muqueuse intestinale de rats à jeun, nourris 

et réalimentés, par northern blot (Article 4). 

Etant donnée la faible quantité d’ARNm des cytokines dans les tissus non-inflammés, les 

niveaux d’expression des gènes codant pour TNFα, TGFβ1 et Cdx2 ont été mesurés par RT-

PCR (transcription réverse et réaction de polymérisation en chaîne) semi-quantitative (Article 

3). 

 

2.2.4. Analyses biochimiques 

 

Les quantités de protéine de SGLT1, GLUT5, GLUT2, la PEPCK, la Glc6Pase (Article 4) 

et de TNFα, TGFβ1 et Cdx2 (Article 3) ont été mesurées par western blot. 

Des mesures d’activités enzymatiques de la lactase, de la sucrase-isomaltase, de la 

PEPCK et de la Glc6Pase (Article 4) ont été réalisées. 

Dans tous les cas, les protéines totales ont été dosées par la technique de l’acide 

bicinchoninique (Article 3 et 4). 

 

2.2.5. Mesures in vivo 

 

Des mesures d’absorption intestinale de glucose ont été réalisées in vivo (Article 4). 
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2.2.6. Analyses morphologiques et histologiques 

 

Des observations de la structure de la muqueuse intestinale en fonction de l’état 

nutritionnel des animaux (à jeun, nourri, réalimenté) ont été réalisées en microscopie 

électronique à balayage conventionnelle (CSEM) et environnementale (ESEM) (Articles 1, 2 

et 3).  

Des marquages immunocytochimiques du BrdU (Article 2), de TGFβ1 et de Cdx2 

(Article 3), des transporteurs d’hexoses et des enzymes néoglucogéniques (Article 4) et une 

détection par méthode TUNEL des cellules en apoptose (Article 2 et 3) ont été réalisés sur 

des coupes transversales d’intestin de 6µm. 

La coloration de coupes semi-fines (1,5µm) a permis le comptage des cellules en mitose 

(Article 2). 

Enfin, l’utilisation d’un microscope électronique à transmission a permis une observation 

sur des coupes ultra-fines (60nm) des changements ultrastructuraux induits par l’apoptose 

(Article 2 et 3). 
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Résultats – Discussion 
 
 

Article 1 : Utilisation de l’ESEM en biologie, comparaison avec le CSEM 

 

 

Article 2 : Effets du jeûne et de la réalimentation sur la morphologie et les mécanismes 

cellulaires jéjunaux chez le rat en fonction du niveau de déplétion des réserves 

corporelles 

 

 

Article 3 : Apoptose intestinale chez des rats à jeun et réalimentés en relation avec l’état 

métabolique et hormonal 

 

 

Article 4 : Néoglucogenèse intestinale et absorption du glucose chez le rat en fonction de 

la disponibilité des réserves énergétiques 

 

 

Résultats complémentaires 
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Article 1 : Utilisation de l’ESEM en biologie, comparaison avec le 
CSEM 

 
 

1.  Introduction 
 

Ce premier article est méthodologique. Il présente les avantages et les inconvénients de 

l’utilisation en biologie du mode conventionnel (CSEM) et du mode environnemental 

(ESEM) du microscope électronique à balayage. 

Le microscope électronique à balayage permet l’observation de surfaces à un grossissement 

important (jusqu’à 300 000 fois pour certains appareils). Classiquement, les échantillons 

biologiques sont observés dans une chambre en vide poussé (0 Torr), ce qui nécessite une 

préparation préalable : fixation, déshydratation et métallisation. Il s’agit là du mode 

conventionnel, appelé ainsi depuis qu’est apparue au début des années 90 une innovation 

technologique permettant de modifier les conditions « environnementales », c’est-à-dire les 

paramètres de pression, température et composition en gaz dans la chambre de l’échantillon. 

Grâce à ce nouveau mode environnemental, les tissus biologiques peuvent être observés à 

l’état frais, sans préparation préalable, immédiatement après prélèvement.  

Dans cette étude, nous avons réalisé une observation en CSEM et en ESEM de la muqueuse 

jéjunale de rats contrôles, à jeun (en phase II ou III) et réalimentés.  
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3. Résultats – Discussion 

 

L’ESEM a permis d’observer la muqueuse de l’intestin grêle immédiatement après 

prélèvement, sans préparation préalable et par conséquent, sans dommages artéfactuels liés à 

la manipulation des échantillons. Il s’agit donc d’un instrument très intéressant pour une étude 

des altérations induites par un jeûne sur le tissu. Cependant, en l’absence de préparation, les 

villosités sont recouvertes d’un film muqueux fortement hydraté, qui limite le pouvoir de 

résolution. De plus, chaque observation est unique, l’échantillon ne pouvant être conservé. En 

CSEM par contre, les échantillons sont fixés, déshydratés et métallisés, ce qui permet leur 

observation à de très forts grossissements ainsi que leur conservation. ESEM et CSEM sont 

donc deux techniques complémentaires pour l’observation des changements subis par un tissu 

tels que les effets induits par le jeûne sur la muqueuse intestinale. 
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Article 2 : Effets du jeûne et de la réalimentation sur la morphologie 
et les mécanismes cellulaires jéjunaux en fonction du niveau de 

déplétion des réserves corporelles chez le rat 
 

1. Introduction 

 

Un jeûne entraîne une atrophie de la muqueuse intestinale avec une diminution de la 

hauteur des villosités induite par une réduction de la prolifération cellulaire dans les cryptes et 

de la migration des cellules des cryptes dans les villosités. De plus, l’apoptose au sommet des 

villosités et l’extrusion des cellules dans la lumière intestinale augmentent (cf. Revue 

Bibliographique 3.1.1). Malgré l’importance de cette atrophie tissulaire qui augmente avec la 

durée du jeûne, la muqueuse intestinale est totalement restaurée après trois jours de 

réalimentation suite à un jeûne de trois à quatre jours mais aussi après une phase III de jeûne 

comme le montre l’étude préliminaire de Dunel-Erb et al. (2001). 

Dans notre étude, nous avons pu comparer les effets des phases II et III de jeûne sur la 

morphologie et sur la prolifération de l’épithélium jéjunal, et nous avons recherché les 

mécanismes cellulaires impliqués dans sa restauration après réalimentation. 
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3. Résultats – Discussion  

 

Les observations à l’ESEM ont permis de confirmer l’augmentation de l’atrophie des 

villosités intestinales au cours du jeûne. Cependant, alors que la prolifération et la migration 

cellulaires diminuent au cours de la phase II de jeûne, le nombre de cellules en phase S et en 

mitose et la vitesse de migration cellulaire augmentent en phase III, jusqu’à être 

significativement supérieurs aux valeurs des animaux nourris. D’autre part, des cellules en 

apoptose sont observables au sommet des villosités chez les animaux nourris et en phase II, 

mais pas en phase III de jeûne. Ces résultats confirment l’hypothèse d’une phase II qui serait 

une phase d’économie d’énergie avec l’épargne des protéines corporelles, tandis que la phase 

III serait une phase d’anticipation de la réalimentation marquée par une augmentation de la 

prolifération des cellules épithéliales intestinales et un arrêt de l’apoptose pouvant signifier la 

préservation des entérocytes matures. Ainsi, la muqueuse intestinale serait prête à absorber les 

nutriments dès que l’alimentation serait restaurée. Ceci coïncide avec un comportement de 

recherche alimentaire de l’animal et l’utilisation des protéines structurales pour la dépense 

énergétique. De plus, la reprise des divisions cellulaires déjà pendant la phase III de jeûne 

permet d’expliquer pourquoi la restauration de la muqueuse intestinale est complète après 

trois jours de réalimentation suite à une phase III comme à une phase II de jeûne malgré une 

atrophie des villosités plus importante. 

Cette étude montre par ailleurs un épaississement des villosités intestinales chez des 

rats nourris seulement une demi-heure après une phase II de jeûne. Comme la prolifération 

cellulaire n’a pas repris à ce moment-là, cet épaississement doit être causé par un phénomène 

mécanique comme l’extension de la lamina propria qui serait induite par des contractions des 

myofibrilles (Moore et al., 1989 ; Blikslager & Roberts, 1997) ou par une augmentation de la 

pression sanguine et lymphatique (Starck & Beese, 2002). Cette hypothèse devrait être 

confirmée par une étude plus approfondie de la lamina propria après réalimentation. Nous 

avons déjà pu observer une dilatation des vaisseaux lymphatiques chez les animaux 

réalimentés, ainsi que la présence d’AQP1 au niveau de l’endothélium de ces vaisseaux 

(Figure 18).  
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Figure 18. Immunomarquage d’AQP1 au niveau de l’endothélium des vaisseaux lymphatiques. 

 

L’extension de la lamina propria entraînerait alors la migration d’entérocytes immatures des 

cryptes dans les villosités intestinales chez les rats réalimentés après une phase II de jeûne, 

avant même que la prolifération dans les cryptes ne reprenne (Goodlad et al., 1988). La 

restauration de la muqueuse intestinale est enfin parachevée par une importante prolifération 

cellulaire dans les cryptes. 
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Article 3 : Apoptose intestinale chez des rats à jeun et réalimentés 
en relation avec l’état métabolique et hormonal 

 

1. Introduction 

 

L’étude précédente nous a permis de montrer l’existence d’une corrélation entre l’état 

métabolique des animaux à jeun et l’occurrence des phénomènes apoptotiques au sommet des 

villosités intestinales. La disparition de l’apoptose en phase III coïncide avec l’augmentation 

du catabolisme protéique induit par l’élévation de la concentration plasmatique de 

corticostérone.  

L'interaction de cytokines (TNFα et TGFβ1) ou de facteurs de transcription (Cdx2) avec leur 

récepteur joue un rôle majeur dans le déclenchement des voies de signalisation conduisant à 

l'apoptose (cf. Revue Bibliographique 2.2.2. et 2.2.3.). Cependant, la sécrétion de ces 

cytokines est diminuée par les glucocorticoïdes (Elitsur et al., 1998 ; Schaeffer et al., 2000). 

Nous avons donc mesuré le niveau de l’expression des gènes ainsi que la quantité de protéine 

de TNFα, TGFβ1 et Cdx2 au cours des phases II et III du jeûne et après réalimentation. 
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Summary 

 

 

Intestinal apoptosis and expression of apoptosis inducers TNFα, TGFβ1, and Cdx2, were 

studied according to the two different metabolic and hormonal phases which characterize 

long-term fasting: the long period of protein sparing during which energy expenditure is 

derived from lipid oxidation (phase II), and the later phase characterized by a rise in body 

protein utilization and in plasma corticosterone (phase III). Apoptosis was further studied in 

2, 6 and 24h refed rats. Morphological apoptotic events were observed through environmental 

and conventional scanning electron microscopy and TUNEL test was used to characterize the 

final stages of apoptotic death. The gene and protein expressions of TNFα, TGFβ1, and Cdx2 

were measured. Apoptotic events and TNFα, TGFβ1, and Cdx2 gene and protein expressions 

did not vary significantly during phase II compared to normally-fed animals. However, phase 

III fasting induced an arrest in intestinal epithelial apoptosis, along with a 92%, 58% and 25% 

decrease in TNFα, TGFβ1 and Cdx2 mRNAs, respectively (P<0.05). The amounts of TNFα, 

TGFβ1 and Cdx2 protein decreased by 70%, 36% and 25%, respectively (P<0.05). Apoptosis 

was restored rapidly after 2h refeeding following phase III, accompanied by a significant 

increase in TNFα, TGFβ1 and Cdx2 mRNA and protein levels, compared to the phase III 

fasting values (P<0.05). The concomitant decreases in cytokines plus Cdx2 and in apoptotic 

cells during phase III suggest the preservation of enterocytes during this critical fasting period 

in order to optimize nutrient absorption as soon as food is available and thus, to rapidly 

restore body mass. 

 

Keywords: Body reserves depletion, apoptosis, corticosterone, cytokines. 
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Introduction 

 

Three distinct metabolic phases have been described during a fast (Goodman et al., 1980; Le 

Maho et al., 1981; Cherel et al., 1988; Koubi et al., 1991). During the first phase (phase I), 

glycogen stores are completely exhausted and fat stores are progressively used. This phase 

lasts only a few hours in rats. The second phase (phase II) corresponds to a phase of economy 

with the mobilization of fat stores for energy expenditure whereas body proteins are 

efficiently spared. The third phase (phase III) is characterized by an increasing protein 

catabolism caused by a rise in plasma corticosterone levels. During this later phase, there is a 

clear change in behavior which promotes food foraging, therefore anticipating a lethal 

depletion of energy stores (Koubi et al., 1991). In rats, fasting during either phase II or phase 

III induces a significant decrease in the size of intestinal villi and thus, in the small intestine 

mass (Dunel-Erb et al., 2001). Also, during the phase of protein sparing (phase II), cell 

proliferation in crypts and cell migration along the crypt-villus axis decrease, whereas 

apoptosis at the tip of the villi is maintained (Habold et al., 2004). In phase III however, when 

the rat has reached a critical threshold in body reserves utilization, intestinal cell proliferation 

and migration increase significantly compared to phase II fasted and normally-fed rats. In 

parallel, we observed an arrest of apoptotic events at the tip of the villi. The increase in cell 

proliferation and the preservation of absorptive cells are concomitant with a rise in locomotor 

activity reflecting the search for food (Koubi et al., 1991) and should prepare the mucosa to 

nutrient absorption as soon as food is available. The aim of the current work is to further 

evaluate the intestinal apoptotic changes linked to the metabolic state of fasted rats. 

Intestinal epithelial cell renewal rate is dependent on a tightly-regulated balance between cell 

proliferation in crypts and apoptosis at the tip of the villi (Potten and Allen, 1977; Luciano et 

al., 1997; Grossmann et al., 1998). The well-described apoptotic process in enterocytes 

(Shibahara et al., 1995; Luciano et al., 1997; Potten, 1997; Grossmann et al., 1998; Westcarr 

et al., 1999; Aschoff et al., 2000; Marshman et al., 2001; Grossmann et al., 2002) is identified 

by morphological changes such as loosening of epithelial cell contacts, shedding of brush 

border (Luciano et al., 1997), shrinkage of enterocytes with numerous vacuoles and nuclear 

condensation and fragmentation (Shibahara et al., 1995). Apoptotic enterocytes are mainly 

localized at the tip of the villi (Westcarr et al., 1999; Grossmann et al., 2002; Groos et al., 

2003). Some studies also relate the localization of apoptotic cells in intestinal crypts (Potten, 

1997; Marshman et al., 2001). The cellular morphological changes are the final results of a 
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cascade of biochemical events (Huppertz et al., 1999) leading to the activation of caspases 

(Cysteinyl-aspartic acid proteases). Once activated, caspases degrade a variety of cytoskeletal 

proteins (Kayalar et al., 1996; Caulin et al., 1997) responsible for enterocytes shrinkage and 

activate nucleases, inducing DNA fragmentation. During the normal course of the 

development of the animal, apoptosis is activated as a response to specific endogenous factors 

such as TNFα, TGFβ1, and caudal-related homeodomain protein Cdx2 (Oberhammer et al., 

1992; Fesus, 1993; Freund et al., 1998). Apoptosis can increase after exposure to cytotoxic 

compounds, hypoxia, viral infection, changing levels of specific hormones, and fasting. A 

short period of starvation (less than 3 days) has been shown to increase apoptosis in the small 

intestine mucosa (Jeschke et al., 2000; Fukuyama et al., 2001; Iwakiri et al., 2001). However, 

other authors (Luciano et al., 1995) have related a decrease in apoptosis following a 3-day 

starvation period. The effects of longer periods of fasting and also refeeding on apoptotic 

events in the small intestine remain almost unknown and intestinal apoptosis has never been 

studied by other authors in relation to whole body metabolism.  

In this study, we evaluate the effects of phase II and phase III fast and refeeding on apoptotic 

events in the jejunal epithelium. Apoptosis was studied at the level of cell morphology 

through Scanning Electron Microscopy (SEM), and cell biology using the TUNEL test to 

characterize the final stages of apoptotic death. The concomitant variation of proapoptotic 

cytokines (TNFα, TGFβ1) and intestine specific transcription factor Cdx2 were analyzed by 

RT-PCR in order to determine gene expressions, and by western blot in order to quantify 

TNFα, TGFβ1 and Cdx2 protein level. Finally, TGFβ1 and Cdx2 protein distribution along 

the crypt-villus axis was investigated by immunohistochemical detection. Since apoptotic 

events may also be affected by glucocorticoids, plasma corticosterone was determined by 

enzyme immunoassay. 
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Materials and methods 

 

Animals 

Male Wistar rats weighing 300g were obtained from Iffa-Credo (Lyon, France). The animals 

were housed individually in leucite cages with a wire mesh floor to minimize coprophagia, 

and were maintained at 23°C with a 12-hour light period. They had free access to the control 

diet (A03 pellets from UAR, Epinay-sur-Orge, France) consisting of 23% (by mass) protein, 

51.1% carbohydrates, 4.3% fat, 4% cellulose, 5.6% minerals, and 12% water. The rats had 

free access to water throughout the experiments. They were weighed every day between 9.00 

and 10.00 a.m. Our experimental protocol followed the Centre National de la Recherche 

Scientifique (CNRS) guide for care and use of laboratory animals. 

 

Experimental procedures 

After a one week acclimatization, rats were killed as control animals (Ctrl, n=15), whereas the 

other rats were food-deprived. The fasting phases (II, III) were determined by calculating the 

specific daily rate of body mass loss dM/Mdt (g/kg/day) for each animal (dM represents the 

loss of body mass during dt=t1-t0 and M is the rat body mass at t0). Phase II lasted between 

one and ten days. A first group of rats was killed in the fifth day of phase II (P2r0, n=15), 

whereas three other groups were refed during 2h (P2r2, n=5), 6h (P2r6, n=5), or 24h (P2r24, 

n=5) following phase II, and then killed. Four other groups continued fasting until the second 

day of phase III, reaching an average of twelve days of fasting. One group was killed in phase 

III (P3r0, n=15), whereas the three others were refed during 2h (P3r2, n=5), 6h (P3r6, n=5), or 

24h (P3r24, n=5) following phase III, and then killed. All animals survived the phase II and 

phase III fasting procedure. 

The animals were killed between 9.00 and 10.00 a.m. The jejunum was removed, weighed, 

and cut into segments. The segments were then treated separately depending on the analysis 

considered (CSEM, ESEM, immunohistochemistry, RT-PCR, western blotting). 

 

Plasma parameters 

Blood samples were collected immediately after sacrifice to measure plasma concentrations of 

urea and corticosterone in all experimental groups. To assess the metabolic state for each 

animal, plasma urea was determined with an Urea Nitrogen Kit (Sigma Diagnostics, St Louis, 

USA), according to the manufacture's guidelines. The plasma concentration of corticosterone 

was determined with an Enzyme Immunoassay Kit (Assay Designs Inc., Ann Arbor, USA). 
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Environmental Scanning Electron Microscopy 

Samples of jejunal mucosa were placed in 1% glutaraldehyde and buffered saline for 30s to 

block mucus secretion, and then viewed with a Philips XL-30 ESEM. The pressure in the 

sample chamber was maintained at 5 Torr and the temperature at 4°C, in order to hold a 

relative humidity rate of 80% at the sample surface. 

 

Conventional Scanning Electron Microscopy 

Jejunal mucosal samples were fixed for 2h at 4°C in 5% glutaraldehyde in 0.05M cacodylate 

buffer (pH=7.4), post-fixed 1h in 1% osmium tetroxide, and dehydrated. Pieces were then 

dried with hexamethyldisilazane. After being mounted on stubs, the samples were coated with 

gold and examined with a Philips XL-30 ESEM. 

 

TUNEL assay procedure 

Samples were fixed 2h in 3% paraformaldehyde, dehydrated and embedded in paraffin for 

tissue sectioning. 6-µm-thick tissue sections were then cleared of paraffin and rehydrated. The 

tissue sections were treated with 2N HCl for 30min at 37°C and with 0.1% trypsin 30min at 

37°C, and then, analyzed with an in situ Cell Death Detection Kit, fluorescein (Roche, USA) 

according to the manufacture's guidelines. Each experiment set up by TUNEL reaction 

mixture without terminal transferase served as negative control. Samples pre-treated with 

DNAse (2mg/mL) served as positive controls. Sections were examined with a fluorescent 

microscope (Zeiss Axioplan) equipped with the appropriate filter set (450-590nm bandpass 

excitation filter). 

 

RT-PCR analysis 

Total RNA from jejunal mucosa was extracted by the method of Chomczynski and Sacchi 

(1987). cDNA was synthesized from 2µg total RNA in 25µL reaction buffer (Finnzymes OY, 

Finland) containing 1µL of avian myeloblastosis virus reverse transcriptase (Finnzymes OY, 

Finland), oligo(dT)17 primer (50pM, Eurogentec, Belgium) and 0.2mM of deoxynucleotide 

triphosphate (Promega, France), (60min at 42°C). cDNA was then amplified by Polymerase 

Chain Reaction (PCR) using specific primers (Table I). The PCR reactions were carried out in 

10µL Red’Y’StarMix (Eurogentec, Belgium) diluted to a final volume of 20µL, 50pM of each 

primer and 1µL of the cDNA mixture. cDNAs were amplified for a determined number of 

cycles (Table I) as follows: hot starting for 10min at 95°C, denaturation for 45s at 94°C, 
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annealing at 50°C for 45s, and elongation at 72°C for 45s. PCR products were resolved on a 

3% agarose gel and visualized by ethidium bromide staining. The staining intensity was 

evaluated using the Molecular Analyst software (Bio-Rad Laboratories, USA). Results were 

expressed as relative densitometric units, normalized to the values of a phosphoribosomal 

protein mRNA used as internal control. 

 

Western blotting 

Jejunal mucosa was scraped free of the underlying tissue and thoroughly homogenized in 10% 

(wt./vol.) ice-cold sample buffer [10mmol/L Tris-HCl, 10% SDS, 0.10mol/L DTT, 1% 

protease inhibitor cocktail (Sigma, Saint Louis, USA), pH 7.4]. After centrifugation (90min, 

30000g), the supernatant containing mucosal proteins was collected. Protein concentrations 

were determined by the bicinchoninic acid method and western blotting was conducted using 

standard techniques (Hames, 1996). In brief, samples (40µg protein) were solubilized and 

denaturated by incubation at 80°C for 10min in a buffer comprising 62.5mmol/L Tris-HCl, 

10% glycerol, 2% SDS, and 45mmol/L β-mercaptoethanol, pH 6.8, and denaturated proteins 

separated by SDS-PAGE using 12% polyacrylamide gels (Laemmli, 1970). Proteins were 

electroblotted onto PVDF membranes and immediately processed for immunodetection at 

room temperature. After blocking the membranes for 1 hour with PBS buffer containing 2.5% 

BSA (to block non-specific binding sites), the membranes were incubated for 1hour with the 

primary antibody (polyclonal rabbit anti-rat TGFβ1 [anti-LC-(1-30] generously provided by 

Dr. K. C. Flanders; monoclonal mouse anti-human Cdx2, BioGenex, San Ramon, Ca, USA; 

polyclonal rabbit anti-human TNFα, Genzyme Diagnostics, Cambridge, USA) diluted in PBS 

containing 1% BSA. Control blots were also run simultaneously using equivalent dilutions of 

either pre-immune serum or immune serum pre-incubated for 1 hour at room temperature with 

the peptide antigen. Following washes (3x15min) in PBS containing 0.1% BSA, membranes 

were incubated for 2 hours with an alkaline phosphatase-conjugated secondary antibody 

diluted 1/10000 in PBS. Bound antibodies were visualized by incubating the blots in a 

substrate (5-bromo-4-chloro-3-indolyl phosphate/p-nitro blue tetrazolium, Chemicon) for 

3min at room temperature. The level of immunoreactivity was then measured as peak intensity 

(arbitrary units) using an image capture and analysis system (Scion Image Analysis). 
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Immunohistochemistry 

Immunohistochemistry was performed on paraffin sections. For the immunohistochemical 

study of the distribution of Cdx2, rehydrated sections were treated with HCl and then, 

preincubated for 30min with a blocking solution containing 10% normal goat serum in PBS. 

Sections were incubated with a mouse anti-human Cdx2 antibody (BioGenex, San Ramon, 

Ca, USA) for 2h at room temperature. After washes in PBS, the sections were incubated for 

1h with Alexa 488-conjugated goat anti-mouse IgG (Molecular Probes). Sections were 

mounted with anti-bleaching mounting medium and examined with a fluorescent microscope. 

TGFβ1 immunolocalization was performed by the standard extravidin-biotin-peroxidase 

complex technique. Briefly, endogenous peroxidase was inactivated by incubating the 

sections with 3% hydrogen peroxide for 10min at 37°C. Tissue was then preincubated with 

10% normal goat serum before incubation 2h at 37°C with rabbit anti-rat TGFβ1 polyclonal 

antibody anti-LC-(1-30) (generously provided by Dr. K. C. Flanders). Sections were then 

treated with biotinylated goat anti-mouse IgG and labeled with horseradish peroxidase-

conjugated extravidin. Diamino-benzidine was used for color development (3min). Sections 

were mounted with Eukitt and examined with a Zeiss microscope. 

 

Statistical analysis 

Data are presented as mean value +/- SEM. Statistical comparisons of experimental data were 

performed by one-way analysis of variance (ANOVA) and Tukey post-hoc test by using the 

software Sigmastat (Jandel). The level of statistical significance was set at P<0.05. 
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Results 

 

Determination of the metabolic status  

Body mass loss 

The calculation of the specific daily rate of body mass loss dM/Mdt (g/kg/day) permitted the 

determination of the three fasting phases and a daily monitoring of the physiological status for 

each animal through fasting (figure 1). With this monitoring, all the animals survive the 

prolonged starvation procedure and can be successfully refed. The first fasting phase (phase I) 

lasted only a few hours and was characterized by a rapid decrease in dM/Mdt. The specific 

daily body mass loss then reached a steady rate (approximately 55g/kg/day) representing 

phase II and finally, strongly increased which was characteristic of phase III. 

 

Plasma urea 

Plasma urea, a product of protein catabolism, is reported in Table II. There were no 

differences in plasma urea concentration between control, phase II fasted rats and refed rats 

following phase II. A phase III fast induced a 3.7-fold significant increase in urea 

concentration. Uremia then decreased in rats after 6h refeeding following phase III. 

 

ESEM and CSEM observations of apoptotic events on jejunal samples 

Environmental Scanning Electron Microscopy makes it possible to examine fresh, lightly 

fixed biological specimens (neither dehydrated, nor gold coated) without artifacts linked to 

sample manipulation and treatment. A morphological study of apoptotic events at the tip of 

the villi was therefore possible for our 9 experimental groups (figure 2, a to i). These 

observations were made along the jejunum for 5 animals per group. Apoptotic zones were 

observed at the villi tips in control (figure 2a) and phase II fasted rats (figure 2b), but very 

few apoptotic events could be seen in phase III fasted rats (figure 2c) and in rats refed 2 and 

6h following phase II (figure 2, d and e). In animals refed 24h following phase II (figure 2f), 

and in those refed following phase III (figure 2, g to i), the intestinal villi tips looked like 

those in controls. Observations made at higher magnifications with Conventional Scanning 

Electron Microscopy (figure 2, j to l) showed apoptotic cells being extruded from the 

epithelium and losing their microvilli in control (figure 2j) and in phase II fasted rats (figure 

2k) but not in phase III fasted rats (figure 2l).  
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TUNEL detection of apoptotic cells 

TUNEL reaction was used to characterize apoptotic cells with genomic DNA fragmentation. 

TUNEL-positive cells could be observed at the tips of the villi in control and phase II fasted 

rats (figure 3, a and b). Only a few apoptotic cells could be seen in animals refed 2h and 6h 

after a phase II fast (figure 3, d and e). Numerous TUNEL-positive cells could be seen again 

after 24h refeeding following phase II (figure 3f). In phase III, no apoptotic cells could be 

detected at the tip of intestinal villi (figure 3c). However, after refeeding following phase III, 

numerous TUNEL-positive cells could be observed in the whole epithelium of the villi (figure 

3, g to i). 

 

TNFα and TGFβ1 gene expressions and protein levels 

To evaluate the possible role of TNFα and TGFβ1 in intestinal apoptosis during phase II and 

phase III fasting and after refeeding, their gene and protein expressions were analyzed using a 

semi-quantitative RT-PCR and western blotting techniques. TNFα and TGFβ1 were 

expressed in the small intestine mucosa (figures 4 and 5). However, TNFα was only lightly 

expressed, as indicated by the high number of PCR cycles needed to detect its mRNA (Table 

I).  

TNFα gene expression and protein level (figure 4A and B) did not vary during a phase II fast 

compared to control animals. However, TNFα mRNA levels were very low in animals refed 

2h and 6h after phase II compared to controls and phase II fasted rats, but no significant 

difference in the amounts of TNFα protein could be detected. A phase III fast strongly 

reduced TNFα gene expression and protein level. After 2h refeeding following phase III, the 

amount of TNFα mRNA exhibited a 7.5-fold increase compared to the control value, and a 

94-fold increase compared to the phase III value. It then decreased during 6h and 24h 

refeeding following phase III, but was still higher than in control rats. TNFα protein level 

rose to control value after only 2h refeeding following phase III.  

TGFβ1 (figure 5A and B) gene expression and protein level did not vary during a phase II fast 

compared to controls, but a significant increase was observed between animals refed 2h 

following phase II and control and phase II fasted animals. TGFβ1 gene expression and 

protein level were then lowered to control values in 6h and 24h refed rats following phase II. 

During phase III fasting, TGFβ1 mRNA level and protein amount were decreased by 58% and 

36%, respectively. After refeeding following phase III, TGFβ1 gene expression and protein 

level increased and rapidly reached the control values. 
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TGFβ1 localization 

TGFβ1 was localized in the cytoplasm of intestinal epithelial cells, and particularly in the 

apical part of the enterocytes (figure 5C). It was observed in the upper third of the intestinal 

villi in control and refed rats, but was weakly expressed in phase III fasted rats. 

 

Cdx2 gene expressions and protein levels 

Cdx2 gene expression and protein level (figure 6A and B) did not change during a phase II 

fast. However, a significant increase was observed after 2h refeeding following phase II. After 

6h refeeding, Cdx2 gene expression and protein level were then lowered to control values. A 

phase III fast induced a 25% decrease in Cdx2 mRNA level and protein amount. After 

refeeding following phase III, Cdx2 gene expression and protein level increased and rapidly 

reached the control values. 

 

Cdx2 localization 

Cdx2 was localized in the nuclei of intestinal cells and showed a decreasing gradient along 

the crypt-villus axis (figure 6C). A decrease in the expression of Cdx2 protein was observed 

in phase III fasted animals compared to controls, accompanied by an uniform distribution 

along the crypt-villus axis. The number of labeled nuclei increased in animals refed 2h 

following either phase II or phase III. In P2r2 animals, the labeling was higher in the crypts 

and lower in villus tips resulting in a crypt-villus gradient more pronounced than in controls, 

whereas it was observed along the whole crypt-villus axis in the P3r2 group. 

 

Plasma corticosterone 

Plasma corticosterone reported in table II was measured in order to evaluate the contribution 

of glucocorticoids in apoptotic changes during fasting. Plasma corticosterone concentration 

showed a 13-fold increase in P2r0 fasted animals compared to controls, but it was not 

significant. After refeeding following a phase II fasting period, plasma corticosterone 

concentration was lower compared to control values. In phase III fasted rats, plasma 

corticosterone concentration exhibited a 370-fold significant increase compared to controls, 

and a 29-fold increase compared to P2r0 fasted rats. Refeeding following phase III induced a 

rapid decrease in plasma corticosterone. 
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Discussion 

 

This study provides evidence that the different apoptotic events described in the small 

intestinal epithelium during fasting and refeeding is closely related to the different metabolic 

states of prolonged fasting. During phase II fasting, i.e. when the energy requirements are 

mostly derived from lipid oxidation, changes in intestinal villus apoptosis were not obvious 

compared to normally-fed animals. However, a phase III fast, characterized by an increase in 

protein utilization as a substitute fuel for lipids, induced an arrest of apoptotic events 

accompanied by significant modifications in the expression of the proapoptotic cytokines 

TNFα and TGFβ1 and of the intestinal specific transcription factor Cdx2. Whereas refeeding 

after phase II induced a reduction in apoptosis, refeeding following phase III rapidly restored 

apoptosis at the villi tips and normalized TNFα, TGFβ1 and Cdx2 expressions. This study 

together with the previous one (Habold et al, 2004) show the specificity of the epithelial cell 

kinetics during a phase III fast characterized by an arrest of apoptotic events and by a renewal 

of enterocytes preparing a physiologically functional epithelium able to digest and absorb 

nutrients at a novel period of refeeding. All these cellular events (arrest of apoptosis and 

increased proliferation) are deferred to the time of refeeding after a phase II fast. 

 

We clearly demonstrate a difference in the occurrence of apoptotic events in the intestinal 

mucosa according to the different metabolic phases through fasting. During the phase of lipid 

oxidation (phase II), apoptosis was observed at the villi tips like in normally-fed animals. In 

phase III however, when the depletion in lipid reserves has reached about 80% of the initial 

stores, no apoptotic cells could be observed at the tips of the villi. This may explain the 

conflicting results obtained in previous studies. Apoptosis appeared to increase after a very 

short (1-day) starvation period (Iwakiri et al., 2001). Because of such a small fasting duration, 

the rats used in this study and weighing 250-300g were most probably in a phase of lipid 

oxidation (phase II). During a longer starvation period (3 days), data obtained in younger rats 

(200-250g) with less adiposity showed on the contrary, an arrest in DNA fragmentation 

(Luciano et al., 1995). These animals may not have been in the same hormonal and metabolic 

state as in the Iwakiri’s study (2001), and were likely in a phase of protein catabolism (phase 

III).  
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From these data, it appeared necessary to further evaluate the effects of phase II and phase III 

starvation periods on early apoptotic markers and particularly on TNFα, TGFβ1, and Cdx2 

normally present in the gastrointestinal mucosa. TNFα is a cytokine involved in enterocytes 

apoptosis. Mice treated with TNFα show an important villus atrophy (Piguet et al., 1999). 

TNFα also promotes epithelial cell proliferation at low doses and inhibits cell growth at high 

concentrations (Trauth et al., 1989; Fesus, 1993; Hsu et al., 1996; Kaiser and Polk, 1997; 

Diab-Assef et al., 2002). It is secreted in the intestinal mucosa by immune competent cells 

present in the lamina propria, by intraepithelial lymphocytes (Fiocchi, 1997) and also by 

enterocytes (Ruemmele et al., 2002). The changes in TNFα protein expression in fasted and 

refed rats are concomitant with those in the number of TUNEL-positive cells. The decrease in 

TNFα protein during phase III may induce the arrest of enterocyte apoptosis at the tip of the 

villi thus preventing the intestinal mucosa from further degradation during long-term fasting. 

In addition, the decrease in TNFα may also favor the increase in crypt cell proliferation 

previously observed in phase III (Habold et al., 2004). Finally, by its effects on both apoptosis 

and proliferation, TNFα may contribute to the preservation of the mucosal integrity during 

phase III. Just 2h after refeeding following phase III, the increase in TNFα gene and protein 

levels may explain the occurrence of apoptotic cells. During phase II fasting, the absence of 

significant changes in TNFα expression is well correlated with the absence of variations in 

apoptotic events. However, the lack of TNFα modifications during refeeding following phase 

II shows that this cytokine may not be implied in the reduction of apoptosis at this stage. 

TGFβ1 is a multipotent cytokine playing an important role in regulating intestinal epithelial 

cell growth and differentiation (Roberts and Sporn, 1993; Massague, 1996). It is an inhibitor 

of crypt cell proliferation (Kurokowa et al., 1987; Barnard et al., 1989) and has a proapoptotic 

role by regulating gene transcription of proteins associated with apoptosis such as Bcl-2 

family members (Hague et al., 1998). In our study, TGFβ1 gene and protein expressions did 

not vary during the phase II fast. This result is in accordance with the absence of 

modifications in apoptotic events during a phase II fast. However, despite the marked drop in 

villus apoptosis after 2h refeeding following phase II, a rapid increase in TGFβ1 mRNA level 

and protein expression was observed. In our previous study (Habold et al., 2004), we 

demonstrated that refeeding after a phase II fast induces a rapid restoration of villus 

morphology. At this stage, TGFβ1 could stimulate mucosal repair by increasing extracellular 

matrix protein synthesis (Ignotz and Massague, 1986), and epithelial cell restitution (Ciacci et 

al., 1993; Dignass et al., 1993). A similar increase in the gene expression of TGFβ1 has also 
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been reported in aberrant crypt foci and in the surrounding mucosa of refed rats (Caderni et 

al., 2002). After 6h of refeeding following phase II, when mucosal morphology has almost 

completely recovered (Habold et al., 2004), the levels of TGFβ1 mRNA and protein returned 

to the control value of normally-fed animals. The severe decrease in TGFβ1 gene and protein 

expressions and the faint epithelial labeling observed in phase III fasting animals could partly 

explain the disappearance of intestinal apoptotic cells and the increase in crypt cell 

proliferation (DNA synthesis and mitosis) occurring during this metabolic phase (Habold et 

al.). TGFβ1 mRNA level and protein expression returned to control value after only 2h 

refeeding following a phase III accompanied by a more intense epithelial labeling. This result 

correlates the rapid restoration of apoptotic events in the intestinal epithelium after refeeding.  

The homeobox gene Cdx2 is known to reduce intestinal cell proliferation, and to stimulate 

cell differentiation and apoptosis (Suh et al., 1994; Suh and Traber, 1996; Lorentz et al., 

1997; Freund et al., 1998; Domon-Dell et al., 2002). To our knowledge, the effects of short-

term and prolonged fasting on Cdx2 in vivo are still scanty. Only one study indicates a 

decrease in Cdx expression in 48h fasted chicks (Geyra et al., 2002). Our results show that 

Cdx2 is located in the nuclei of crypt cells and of differentiating enterocytes with a decreasing 

crypt-villus gradient. The amount of Cdx2 protein decreased during the phase III fast and the 

crypt-villus gradient became barely detectable. This suggests that the absence of Cdx2 in 

epithelial cells from the villi tips may be involved in the arrest of apoptosis during phase III 

and its faint expression in crypt cells may favor the increase in cell proliferation previously 

observed during this fasting phase (Habold et al., 2004). An increase in Cdx2 gene and 

protein expressions was observed after 2h of refeeding following a phase II. This increase in 

Cdx2 expression in crypt cells may delay the rise in cell proliferation to 6h after refeeding 

following a phase II fast (Habold et al., 2004). In addition, the decrease in the expression of 

Cdx2 at the villi tips may favor the arrest of apoptosis after a phase II fast. In contrast, Cdx2 

was equally expressed along the whole crypt-villus axis in rats refed 2h following a phase III. 

These changes may restore apical apoptosis and delay the increase in cell mitosis (Habold et 

al., 2004). 

From these results, it seems that the decrease in TNFα, TGFβ1 and Cdx2 mRNA and protein 

levels could induce the arrest of apoptosis during phase III and increase crypt cell 

proliferation therefore preserving differentiated cells and regenerating the epithelium in order 

to optimize absorption as soon as food is available.  
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The phase III fasting period is characterized by a strong increase in plasma corticosterone 

(Belkhou et al., 1994; this study) and is also concomitant with the decrease in cytokine 

expression in the jejunum, the increased cell proliferation rate in intestinal crypts and the 

arrest in apoptotic events at the villi tips. Furthermore, the role of glucocorticoids on 

cytokines secretion is well known since injection of glucocorticoids in vivo induces a decrease 

in TGFβ1 gene expression (Schaeffer et al., 2000). Glucocorticoids also, negatively regulate 

TNFα expression in cultured myofibroblats isolated from the jejunum (Schaeffer et al., 2000) 

and suppress TNFα secretion by human lamina propria lymphocytes (Elitsur et al., 1998). 

Finally, it has been shown that adrenalectomy leads to partial atrophy and disorganization of 

the villi architecture, associated with a decrease in crypt cell proliferation, and an increase in 

apoptotic cells at the tip of the villi (Foligne et al., 2001). However, additional studies are 

needed to demonstrate the regulation of small intestinal cytokine expression by 

glucocorticoids during long-term fasting. 

Therefore, in light of all these data, the level of energy depletion reached by fasting animals 

must be involved in the occurrence and disappearance of apoptosis in intestinal villi through 

fasting and after refeeding. The lack of apoptosis during phase III must preserve differentiated 

epithelial cells and could, therefore, optimize nutrient absorption after refeeding. Also, this 

arrest in apoptosis seems strongly correlated with the decreased expression of the 

homeoprotein Cdx2 and cytokines TNFα and TGFβ1. Finally, the decrease in Cdx2, TGFβ1 

and TNFα gene and protein expressions may lead to the already observed increased cell 

proliferation rate inducing mucosal repair during the phase III fast, before food becomes 

available (Habold et al., 2004). Preservation of absorptive cells and initiation of cell 

proliferation during phase III fasting is concomitant with a peak of locomotor activity in these 

animals induced by a rise in plasma corticosterone and reflecting the search for food (Koubi 

et al., 1991; Challet et al., 1995). The unaltered absorption capabilities of the intestine could 

then permit rapid food assimilation immediately after refeeding and thus, the restoration of 

the whole body condition. This could be crucial for surviving prolonged fasting, since animals 

entering phase III, have reached a critical depletion level in their lipid reserves and body 

proteins. 
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Table I: 
 
Synthetic oligonucleotides and experimental conditions used in reverse transcription-
polymerase chain reaction analysis 
 

Gene Position Size 
(bp) 

Sequence Cycling 
number 

Ribosomal 
phosphoprotein 

340-360 
847-828 

486 5’-GTTCACCAAGGAGGACCTCA-3’ 
3’-AGACACCTCTGCCTAATGTG-3’ 

23-25 

Cdx2 
 

578-600 
649-672 

250 5’-CCCAGCGGCCAGCGGCGAAACCT-3’ 
3’-TATTTGTCTTTTGTCCTGGTTTTC-5’ 

28 

TGFβ1 
 

731-752 
1415-1392 

661 5’-GAAGTCACCCGCGTGCTAATGG-3’ 
3’-GGATGTAAACCTCGGACCTGTGTG-5’ 

28 

TNFα 3033-3055 
3178-3155 

122 5’-TTCTGTGAAAACGGAGCTAAAC-3’ 
3’-TTTATTACGACTAAACCACTGGT-5’ 

37 

 
 
 
Table II: 
Plasma urea and corticosterone concentrations in control, fasted and refed rats 
 
 Urea g.L-1 Corticosterone 10-9g.L-1 
Ctrl 0.189 ± 0.007a 83.98 ± 61.06a 
   
P2r0 0.203 ± 0.011a 1077.42 ± 312.80ab 
P2r2 0.319 ± 0.025ab 51.90 ± 29.35a 
P2r6 0.282 ± 0.014ab 160.34 ± 72.61a 
P2r24 0.176 ± 0.015a 607.31 ± 243.19ab 
   
P3r0 0.708 ± 0.068b 31101.09 ± 6269.80b 
P3r2 0.598 ± 0.067b 708.24 ± 175.74ab 
P3r6 0.448 ± 0.009ab 1467.44 ± 523.99ab 
P3r24 0.243 ± 0.017ab 678.42 ± 384.57ab 
 
Results are means ± SEM, n=6 rats per group. Within the same column, values with no letter 
in common are significantly different (P<0.05) 
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Figure 1: Rate of body mass loss (dM/Mdt, g/kg/day) in fasted rats. Mean ± SEM (n=5). 
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Figure 2: ESEM (a to i) and CSEM (j to l) observations of the morphological apoptotic 
changes in the jejunal mucosa of control (a, j), phase II fasted (b, k), phase III fasted (c, l) rats 
and in refed rats 2h (d), 6h (e), 24h (f) after a phase II fast and 2h (g), 6h (h), 24h (i) after a 
phase III fast. V: villus, VT: villus tip, ZA: zone of apoptosis, MO: mucus orifice, VB: villus 
base, M: mucus, AC: apoptotic cell, MV: microvilli. Apoptotic zones are particularly evident 
at the villus tip in control (a, j), phase II fasted animals (b, k) and in 24h refed animals 
following phase II (f) and 2, 6 and 24h refed animals following phase III (g to i). 
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Figure 3: Localization of TUNEL-positive cells in the jejunal mucosa of control (a), phase II 
(b) and phase III fasted (c) rats, and in refed rats 2h (d), 6h (e), 24h (f) after a phase II fast and 
2h (g), 6h (h), 24h (i) after a phase III fast. Bar=20µm. LP: lamina propria, E: epithelium, 
VT: villus tip, TP: TUNEL-positive nucleus, NS: non-specific labeling corresponding to red 
blood cells and immune cells. In control (a) and phase II fasted rats (b), and in 24h refed 
animals following phase II (f) and 2, 6 and 24h refed animals following phase III (g to i), the 
epithelial cells in the upper region of the villi were TUNEL-positive. In phase III fasted rats 
(c), there were no TUNEL-positive cells. Only a few TUNEL-positive cells could be seen in 
rats refed 2h (d) and 6h (e) following a phase II fast. 
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Figure 4: RT-PCR (A) and western blot (B) analysis of TNFα in Ctrl, P2r0 and P3r0 rats and 
after refeeding (P2r2, P2r6, P2r24, P3r2, P3r6, P3r24). Mean +/- SEM (n=5 per group). 
Values with no letters in common were significantly different (P≤ 0.05). 
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Figure 5: RT-PCR (A) and western blot (B) analysis of TGFβ1 in Ctrl, P2r0 and P3r0 rats and 
after refeeding (P2r2, P2r6, P2r24, P3r2, P3r6, P3r24). Mean +/- SEM (n=5 per group). (C) 
TGFβ1 immunohistochemical localization in Ctrl, P2r0, P3r0, P2r2 and P3r2 rats. TGFβ1 is 
localized in the cytoplasm of intestinal epithelial cells and is mainly observed in the intestinal 
villi of control and refed animals (6h and 24h refeeding data not shown).
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Figure 6: RT-PCR (A) and western blot (B) analysis of Cdx2 in Ctrl, P2r0 and P3r0 rats and 
after refeeding (P2r2, P2r6, P2r24, P3r2, P3r6, P3r24). Mean +/- SEM (n=5 per group). (C) 
Cdx2 immunohistochemical localization in Ctrl, P2r0, P3r0, P2r2 and P3r2 rats. Cdx2 is 
located in the nuclei of intestinal cells and is weakly expressed in phase III fasting animals. 
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3. Résultats – Discussion 

 

Les observations en ESEM, CSEM, microscopie optique et électronique à transmission 

(TEM) confirment l’absence en phase III de jeûne de cellules en apoptose au sommet des 

villosités intestinales, comme cela avait déjà été montré par la technique TUNEL dans notre 

étude précédente. Cet arrêt de l’apoptose en phase III coïncide avec une diminution des 

niveaux d’expression des gènes codant pour TGFβ1, Cdx2 et TNFα et avec une baisse de la 

quantité de ces protéines. TGFβ1, Cdx2 et TNFα possèdent un effet pro-apoptotique et 

inhibent la prolifération des cellules de l’épithélium intestinal (cf. Revue Bibliographique 

2.2.3.2.). L’effet de TNFα sur la prolifération cellulaire est dépendant de sa concentration : 

une forte concentration de TNFα inhibe la prolifération cellulaire, tandis qu’une concentration 

basse la stimule. La diminution de TGFβ1, Cdx2 et TNFα en phase III pourrait donc être à 

l’origine de l’arrêt des phénomènes apoptotiques au sommet des villosités, mais expliquerait 

aussi l’augmentation de la prolifération cellulaire dans les cryptes. La préservation des 

entérocytes matures et l’accroissement de la prolifération cellulaire en phase III de jeûne 

suggèrent une préparation anticipée de la muqueuse intestinale à la réalimentation qui 

coïncide avec une augmentation de l’activité locomotrice chez le rat. Cette activité est induite 

par l’élévation de la corticostéronémie (Challet et al., 1995) et correspond à un comportement 

de recherche alimentaire de l’animal dans son milieu naturel (Robin et al., 1998).  

La baisse de TGFβ1 et TNFα pourrait également être causée par l’augmentation de la 

concentration plasmatique de corticostérone, puisque les glucocorticoïdes ont un effet 

inhibiteur sur la sécrétion des cytokines (Elitsur et al., 1998 ; Schaeffer et al., 2000). Pour 

vérifier cette hypothèse, nous envisageons de réaliser des surrénalectomies et des injections 

de corticostérone chez des rats en phase III avant de mesurer à nouveau les niveaux 

d’expression génique et les quantités de ces cytokines et d’étudier la prolifération cellulaire et 

l’apoptose.  

La réalimentation des rats en phase III de jeûne entraîne une augmentation du niveau 

de l’expression génique et de la quantité de TGFβ1, Cdx2 et TNFα, et la restauration de 

l’apoptose au sommet des villosités. 

Cette étude devrait être complétée par le dosage des cytokines circulantes notamment 

afin d’expliquer certaines différences observées entre le niveau d’expression génique et les 

quantités de TNFα. Il serait également intéressant d’utiliser des outils supplémentaires pour la 
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caractérisation de l’apoptose tels qu’une mesure de la quantité de caspases ou de produits de 

dégradation de ces enzymes.  
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Article 4 : Néoglucogenèse intestinale et absorption du glucose 
chez le rat en fonction de la disponibilité des réserves énergétiques 

 

1. Introduction 

 

Pendant un jeûne, le glucose est synthétisé par les voies de la néoglucogenèse à partir du 

glycérol libéré par la lipolyse (phase II) et des acides aminés issus du catabolisme protéique 

(phase III). Les organes néoglucogéniques sont le foie, le rein et l’intestin grêle. Ce dernier, à 

lui seul, synthétise plus d’un tiers de la production endogène totale de glucose au cours d’un 

jeûne de 72h chez le rat (Mithieux et al., 2004). Les principaux précurseurs de la 

néoglucogenèse dans l’intestin grêle étant la glutamine et à un moindre degré le glycérol 

(Croset et al., 2001), nous avons étudié la néoglucogenèse intestinale en fonction des phases 

II et III du jeûne et après réalimentation. Dans ce but, nous avons mesuré les niveaux 

d’expression génique, la quantité de protéines et l’activité de deux enzymes clés de la 

néoglucogenèse (cf. Revue Bibliographique 1.1.1.1.2.), la PEPCK et la Glc6Pase. 

D’autre part, nous avons accordé un intérêt particulier à l’étude du transport intestinal de 

glucose qui est un substrat privilégié bien que non indispensable pour beaucoup de cellules. 

Nous avons donc mesuré les quantités d’ARNm et de protéine du transporteur apical de 

glucose sodium-dépendant SGLT1, du transporteur apical de fructose GLUT5, et du 

transporteur baso-latéral d’hexoses GLUT2, en fonction de l’état métabolique des animaux 

(nourris, en phase II ou III du jeûne, et après réalimentation). Nous avons également quantifié 

l’absorption de glucose in vivo chez des rats nourris, en phase II et en phase III de jeûne.  
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Summary 

 

Intestinal hexose absorption and gluconeogenesis have been studied in relation to refeeding 

after two different fasting phases: a long period of protein sparing during which energy 

expenditure is derived from lipid oxidation (phase II), and a later phase characterized by a rise 

in plasma corticosterone triggering protein catabolism (phase III). Such a switch in body fuel 

uses, leading to changes in body reserves and gluconeogenic precursors could modulate the 

intestinal gluconeogenesis and glucose transport. The sodium-glucose cotransporter 1 

(SGLT1) gene and protein expressions are enhanced by a phase III fast, therefore allowing 

glucose absorption even at low concentrations as soon as food is available. Furthermore, an 

increase in epithelial permeability due to fasting may induce a paracellular movement of 

glucose. Intestinal gluconeogenesis is also enhanced by a phase III fast, as shown by the 

increased PEPCK and Glc6Pase gene expressions, protein levels and activities. The 

facilitative hexose transporters GLUT5 and GLUT2 are downregulated throughout the fast. In 

the absence of GLUT2, Glc6Pase could be involved in glucose release to the blood stream via 

membrane trafficking. Finally, refeeding triggered GLUT2 and GLUT5 synthesis and apical 

recruitment of GLUT2, to absorb larger amounts of hexoses.  
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Introduction 

 

Glucose is transferred across the brush-border membrane of intestinal cells either by an 

energy-dependent Na+-dependent glucose transporter 1 (SGLT1) when its concentration does 

not exceed 30-50mM, or by diffusion at a higher concentration (1-3). Fructose is transported 

by a facilitative glucose transporter (GLUT5) (4). At the baso-lateral membrane of the cell, 

hexoses exit to the blood stream by facilitated diffusion via GLUT2 (5). GLUT2 can also be 

recruited to the brush-border membrane where it contributes to the absorption of glucose from 

the lumen (6, 7).  

Adult rats fed diets enriched in glucose show a specific upregulation of glucose transport 

activity in both the brush border membrane (8) and the basolateral membrane (9). Also, 

during dietary restriction, the affinity of the carriers for sugars increases (10) and a 72h-fast 

causes an overall increase in glucose absorption in rats (11). 

Fasting also induces an increase in gluconeogenesis in the small intestine which produces up 

to one third of endogenous glucose after 72 hours of fasting (12). The main precursors of 

gluconeogenesis in the small intestine are glutamine and glycerol to a much lesser extent (13). 

Two key gluconeogenic enzymes, the rate-limiting phosphoenolpyruvate carboxykinase 

(PEPCK, EC 4.1.1.32) involved in glucose production from glutamine, and glucose-6 

phosphatase (Glc6Pase, EC 3.1.3.9) which catalyzes the dephosphorylation of glucose-6-

phosphate to glucose, are expressed in the small intestine and are upregulated in 48h fasted 

rats (14, 15). After refeeding for 7h, PEPCK and Glc6Pase mRNA levels and activities are 

then restored to normally-fed values in the jejunum (14, 15). 

Studies on intestinal hexose absorption and on intestinal gluconeogenesis during food 

deprivation have hitherto been restricted to relatively short periods of fasting and have never 

been carried out according to the metabolic changes occurring through fasting. However, 

during fasting, the glucose sources and gluconeogenic precursors vary in relation with 

changes in body fuels utilization characterizing three distinct phases (16, 17): after a rapid 

period of adaptation marked by the depletion of glycogen reserves (phase I), lipid stores are 

progressively oxidized whereas body proteins are efficiently spared (phase II). The later 

fasting phase is characterized by both a strong increase in protein utilization as a substitute 

fuel for lipids (phase III) and a rise in plasma corticosterone level. Also, changing hormone 

levels through fasting may play a role in the regulation of gluconeogenic enzymes in the small 

intestine and on intestinal glucose transporters. The aim of this work, therefore, is to examine 
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intestinal glucose absorption and production during distinct fasting phases and refeeding 

characterized by metabolic and hormonal changes (16-19).  

Intestinal SGLT1, GLUT5 and GLUT2 gene and protein expressions were measured in phase 

II and phase III fasted rats. Since the energy load could first come from carbohydrate 

absorption after refeeding (11), gene and protein expressions of these transporters were also 

studied in 2, 6 and 24h refed rats following either phase II, or phase III. To further examine 

glucose absorption, intestinal glucose uptakes were measured in vivo in normally-fed, phase II 

and phase III fasting rats. Finally, intestinal gluconeogenesis was studied during phase II, 

during which the glycerol released from lipid oxidation may be the main gluconeogenic 

precursor, and during phase III, when the delivery of amino acids (as glucose precursors) to 

the gluconeogenic tissues increased markedly. In that way, PEPCK and Glc6Pase gene 

expressions, protein levels and activities were examined during the fasting phases and after 

refeeding. 
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Materials and methods 

 

Animals 

Male Wistar rats weighing 300g were obtained from Iffa-Credo (Lyon, France). Animals were 

housed individually in leucite cages with a wire mesh floor to prevent coprophagia, and were 

maintained at 23°C with a 12-hour light period. They were fed a standard diet (A03 pellets 

from UAR, Epinay-sur-Orge, France) and had free access to water throughout the 

experiments. They were weighed every day between 9.00 and 10.00h a.m. Our experimental 

protocol followed the Centre National de la Recherche Scientifique (CNRS) guide for care 

and use of laboratory animals. 

 

Experimental procedures 

After one week acclimatization, rats were killed as control animals (Ctrl), whereas the other 

rats were food deprived. The fasting phases (II, III) were determined by calculating the 

specific daily rate of body mass loss dM/Mdt (g/kg/day) for each animal (dM represents the 

loss of body mass during dt=t1-t0 and M is the rat body mass at t0). Phase II lasted on average 

ten days. A first group of rats was killed in phase II (P2r0) after five days fasting, whereas 

three other groups were refed during 2h (P2r2), 6h (P2r6), and 24h (P2r24) following phase 

II, and then killed. Four other groups continued fasting until the second day of phase III, 

reaching an average of twelve days fasting. One group was killed in phase III (P3r0), whereas 

the three others were refed during 2h (P3r2), 6h (P3r6), and 24h (P3r24) following phase III, 

and then killed. The duodenum and the jejunum were removed, weighed, and cut into 

segments. The segments were then treated separately depending on the analysis considered. 

 

Plasma parameters and intestinal enzyme activities 

Blood samples were collected immediately after sacrifice to measure plasma concentrations of 

urea, corticosterone, insulin and glucose in all experimental groups. Plasma urea was 

determined with an Urea Nitrogen Kit (Sigma Diagnostics, St Louis, USA) and plasma 

concentrations of corticosterone and insulin with Enzyme Immunoassay Kits (Assay Designs 

Inc. (Ann Arbor, USA) and Eurobio (Les Ulis, France), respectively). The plasma glucose 

concentration was measured using a glucose oxydase-peroxydase kit (Roche Diagnostics). 
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Glc6Pase activity was determined in the small intestinal mucosa as described by Rajas et al. 

(14), and the Jomain-Baum and Schramm (20) protocol was followed to measure PEPCK 

activity.  

 

Northern blot analysis 

Total RNA from duodenal and jejunal mucosa was isolated by the method of Chomczynski 

and Sacchi (21). Of total RNA, 5µg was electrophoresed per lane in an agarose gel. After 

electrophoresis, RNA was transferred to a nylon membrane (Roche Diagnostics, Mannheim, 

Germany) by vacuum blotting and then fixed on the membrane by UV light. Blots were 

probed with specific digoxigenin-end-labeled (5') antisense oligonucleotide probes 

(Eurogentec, Seraing, Belgium) using the method of Trayhurn et al. (22). The following 

probes were used: 5’-TGCCAGTCCCCCTGTGATGGTGTAAAGGGCGG-3’ for SGLT1 

(GenBank D16101), 5’-GGACTGGGCCCCACGGCGTGTCCTATGACGTA-3’ for GLUT5 

(GenBank L05195), 5’-CCGCCCCGCCTTCTCCACAAGCAGCACAGAGA-3’ for GLUT2 

(GenBank J03145), 5’-GGGTCAGCTCGGGGTTGCAGGCCCAGTTGTTG-3’ for PEPCK 

(GenBank XM_342593), 5’-CGGGACAGACAGACGTTCAGCTGCACAGCCCA-3’ for 

Glc6Pase (GenBank U07993). Slot-blots were stripped and re-probed with an 18S rRNA 

probe to correct for variations in RNA loading or blotting. The blots were analyzed by 

densitometry using Scion Image Software. 

 

Western blot analysis 

Total duodenal and jejunal proteins were isolated from the mucosa after centrifugation 

(90min, 30000g) in 10vol. (wt./vol.) ice-cold sample buffer [10mM Tris-HCl, 10% SDS, 

15mg/mL DTT, 1% protease inhibitor cocktail (Sigma, Saint Louis, USA), pH 7.4], whereas 

the plasma membrane fractions were isolated by discontinuous sucrose density gradient 

centrifugation as described previously (23). Protein concentrations were determined by the 

Bicinchoninic Acid method. Western blotting was conducted using standard techniques (24). 

Proteins (25µg per lane) were separated by SDS-PAGE using 7% poly-acrylamide gels and 

electroblotted onto PVDF membranes before immunodetection processing. The membranes 

were incubated with the primary antibody [rabbit anti-rat SGLT1, Glut5, Glut2 (Chemicon), 

sheep anti-rat PEPCK (generously provided by Dr. D. K. Granner), rabbit anti-rat Glc6Pase 

(generously provided by Dr. G. Mithieux)]. Control blots were also run simultaneously using 

equivalent dilutions of either pre-immune serum or immune serum pre-incubated with the 

peptide antigen. Membranes were finally incubated with an alkaline phosphatase-conjugated 
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secondary antibody and the bound antibodies were visualized by incubating the blots in BCIP-

NBT (Chemicon). The level of immunoreactivity was then measured as peak intensity 

(arbitrary units) using an image capture and analysis system (Scion Image Analysis). 

 

Immunohistochemistry 

Formalin-fixed intestinal samples embedded in paraffin were cut 6-µm-thick and collected on 

poly-L-lysine-coated slides. Sections were cleared of paraffin, rehydrated and pre-incubated 

with a blocking solution containing normal goat serum. Sections were then incubated with the 

primary antibody [rabbit anti-rat SGLT1, Glut5, Glut2 (Chemicon) and Glc6Pase (generously 

provided by Dr. G. Mithieux)] and finally, with Alexa Fluor-labeled goat anti-rabbit IgG 

(Molecular Probes). As controls, we used primary antibodies pre-absorbed with the respective 

peptides and preimmune serum. Sections were examined with a fluorescent microscope (Zeiss 

Axioplan 2) equipped with the appropriate filter set. 

 

Glucose uptake measurements 

Glucose uptake rate into the small intestine was determined by using the in vivo perfused 

intestinal segments technique. Normally-fed and phase II and phase III fasted rats were 

anesthetized prior to surgery using IP sodium pentobarbital (60mg/kg body mass) and placed 

on a heated (37°C) surgical table. After performing a laparotomy, the small intestine was 

isolated and the lumenal contents removed by gently flushing with warm saline (0.9%) at 

37°C. An intestinal loop was cannulated and a recirculating perfusion was started at a flow 

rate of 2mL/min with 10mL saline solution at 37°C containing 5mM glucose. The animals 

were killed after an absorptive period of 20min. The small intestine was excised and the 

mucosa was scraped free of the underlying tissue and weighed. Glucose concentration was 

estimated in the luminal content using a glucose oxydase-peroxydase kit (Roche Diagnostics). 

The absorption rate was calculated from the difference between the total amount of glucose 

injected initially and that recovered after the end of experiment. Blood glucose concentration 

was also measured before and after luminal perfusion.  

 

Statistical analysis 

Data are presented +/- SEM. Statistical comparisons of experimental data were performed by 

one-way and two-way analysis of variance (ANOVA) and Tukey post-hoc test by using the 

software Sigmastat (Jandel). The level of statistical significance was set at P<0.05. 
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Results 

 

Body mass loss 

The calculation of the specific daily rate of body mass loss dM/Mdt (g/kg/day) permitted the 

determination of the three fasting phases and a daily monitoring of the physiological status for 

each animal through fasting (figure 1). With this monitoring, all the animals survive the 

prolonged starvation procedure and can be successfully refed. The first fasting phase (phase I) 

lasted only a few hours and was characterized by a rapid decrease in dM/Mdt. The specific 

daily body mass loss then reached a steady rate (approximately 55g/kg/day) representing 

phase II and finally, strongly increased which was characteristic of phase III. 

 

Plasma parameters 

Plasma corticosterone was 13-fold not significantly higher in phase II fasted (P2r0) than in 

normally-fed rats (Ctrl), and 375- and 29-fold higher in phase III fasted (P3r0) than in 

controls and P2r0 rats, respectively (table I). It diminished after only 2h refeeding.  

Uremia did not vary between control and P2r0 rats (table I). In phase III fasting, plasma urea 

concentration was 3.75- and 3.5-fold higher than in control and P2r0 rats, respectively. After 

refeeding following a phase III, urea concentration progressively decreased compared to the 

P3r0 value, but was still higher than in controls.  

Plasma insulin concentration dropped in phase II and phase III fasted rats (table I). It 

increased after 2h refeeding following phase II and after 6h refeeding following phase III but 

remained lower than in the control group even after 24h refeeding. 

Glycemia decreased by 2.5-fold in phase II and by 4.5-fold in phase III fasted rats compared 

to controls (table I). While plasma glucose concentration rapidly increased after only 2h 

refeeding following phase II, it was still significantly lower in animals refed for 24h following 

a phase III than in control animals. 

 

SGLT1 gene and protein expressions 

The level of SGLT1 gene (figure 2A) and protein (figure 2B) expressions did not significantly 

vary between control, phase II fasted and refed rats following phase II. In phase III, SGLT1 

gene expression increased 1.6- and 2.1-fold compared to the control and P2r0 values, 

respectively. Also, the amount of SGLT1 protein rapidly rose in phase III and was more than 

3-fold higher than in control and phase II fasted rats. The high level of SGLT1 gene 
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expression was maintained in refed animals following phase III, whereas its protein amount 

was lowered to control values. Changes in SGLT1 protein expression during fasting and after 

refeeding could also be observed through immunohistochemical labeling. As shown in figure 

2C, SGLT1 was highly expressed in the brush border membrane of phase III fasted rats. 

 

GLUT5 gene and protein expressions 

While GLUT5 gene expression (figure 3A) did not vary, neither in phase II, nor in phase III 

fasted rats compared to controls, its protein amount (figure 3B) was significantly decreased by 

one half in these animals. The amounts of GLUT5 mRNA and protein were higher in rats 

refed following a phase III than following a phase II fast. GLUT5 immunolabeling (figure 

3C) decreased during fasting, whereas it increased in the apical membrane of refed animals 

following phase III. 

 

GLUT2 gene and protein expressions 

GLUT2 gene expression (figure 4A) was decreased by 3.1- and 2.2-fold in phase II and phase 

III fasted rats, respectively, compared to controls, and its protein (figure 4B) was no more 

detectable in phase II and phase III fasted rats. After refeeding, the level of GLUT2 mRNA 

rapidly increased and the protein was already detected after 2h refeeding following either 

phase II, or phase III. The highest increase in GLUT2 mRNA and protein after refeeding 

could be observed in the P3r2 rats, where the values were no more different than the control 

ones. In control rats, GLUT2 was localized in the enterocytes baso-lateral membranes (figure 

4C). In refed animals following phase III, an intense staining of GLUT2 could also be 

observed in the apical membrane. 

 

In vivo glucose uptake measurements 

Glucose absorption rate was expressed per milligram tissue and not per centimeter length, 

since intestinal villi and small intestine diameter were very reduced during fasting. Glucose 

was more absorbed in the small intestine of phase II and phase III fasted rats than of 

normally-fed rats (table II). Expressed per milligram of proteins, the results were virtually the 

same. Compared to normally-fed animals, glucose was 1.3- and 2.1- more absorbed in phase 

II and phase III fasted rats, respectively. As already shown, plasma glucose levels decreased 

progressively during fasting (table II). The glycemia rose in glucose perfused fasted rats but 

remained still lower than in controls.  
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PEPCK gene expression, protein level and activity 

PEPCK mRNA (figure 5A) and protein levels (figure 5B) and PEPCK activity (figure 5C) did 

not vary between control, P2r0 and refed rats following phase II. However, a phase III fast 

induced a 4-, 13- and 30-fold increase in PEPCK mRNA, protein level and activity, 

respectively. These values remained still high after 2h refeeding following phase III. In these 

animals, the amount of PEPCK protein was even 2.5- and 32-fold higher compared to phase 

III fasted and control rats, respectively. PEPCK protein expression then decreased in rats 

refed 6h following phase III and was lower than in controls after 24h refeeding. 

 

Glc6Pase gene expression, protein level and activity 

Glc6Pase gene expression (figure 6A) did not vary between control and phase II fasted rats. 

The phase III fast induced a 10-, 2.3- and 2.1-fold increase in Glc6Pase mRNA, protein level 

(figure 6B) and activity (figure 6D), respectively. In refed animals following phase III, 

Glc6Pase mRNA level and activity decreased to control values, while no changes occurred 

after phase II. In refed animals following both phases, protein abundance decreased to levels 

lower than in controls. In control rats, Glc6Pase appeared to be in the epithelial cells along the 

whole villus axis and in all the intestinal villi (figure 6C). A cytoplasmic staining restricted to 

the apical part of the enterocytes immediately under the microvilli could be observed. In 

phase III fasted rats, the localization was similar but the staining appeared more intense. 
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Discussion 

 

To our knowledge, it is the first study to investigate intestinal glucose absorption and 

gluconeogenesis according to body fuel availability. It appeared that during protein 

catabolism (phase III fast), the active way of glucose absorption is induced by an increase in 

SGLT1 in the brush border membrane, whereas the facilitated component of intestinal 

glucose transport is triggered at refeeding by an increase in GLUT2 translocated to the apical 

membrane. The study also shows an increase in intestinal gluconeogenesis during the phase 

III fasting period, during which the gluconeogenic precursors may be amino acids coming 

from protein catabolism, compared to the phase II fasting period, i.e. when glycerol may be 

the main gluconeogenic precursor. 

 

Glucose transport 

While a phase of lipid oxidation (phase II) did not induce any changes in SGLT1 gene and 

protein expressions, their levels were upregulated by a phase of protein catabolism (phase III). 

These results suggest that the metabolic status of phase III fasted rats, rather than the duration 

of fasting, enhanced SGLT1 gene expression and protein synthesis. Such an increase in active 

glucose transporter level may allow intestinal glucose absorption immediately after refeeding 

even at low concentrations. As illustrated by the in vivo glucose uptake measurements, 

glucose is massively absorbed in the intestine of phase III fasted rats. This increase in 

intestinal glucose uptake during the phase III fasting period may at least partly involved 

SGLT1. It can be related to the high level of corticosterone, as reported in the normal (25-27) 

and in the inflamed small intestine (28). Noteworthy, in the inflamed intestine glucocorticoids 

are able to restore the levels of SGLT1 (28). However, SGLT1 may not be solely involve in 

glucose absorption during fasting, since the 5mM glucose solution was also more absorbed 

during phase II fasting compared to normally-fed rats, without any increase in SGLT1 gene 

and protein expressions. GLUT2 was not detected and can also not be involved in glucose 

absorption during fasting. However, an increase in intestinal permeability which allows 

paracellular movement of macromolecules such as ovalbumin and bovine serum albumin has 

been observed during fasting and malnutrition (29-31). Therefore, in addition to the increase 

in glucose absorption through SGLT1 during a phase III fast, glucose could be absorbed 

through a paracellular pathway during phase II and phase III fasting. Refeeding following the 

phase III fast induced a decrease in SGLT1 protein amount which paralleled the decrease in 
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plasma corticosterone concentration. In contrast, the level of SGLT1 mRNA remained 

unchanged after refeeding suggesting a post-transcriptional mechanism of regulation induced 

by refeeding. 

The amount of the facilitative hexose transporter GLUT5 protein was lowered during fasting 

and increased during refeeding. This is in accordance with previous studies showing that food 

ingestion involves de novo synthesis of GLUT5 mRNA and protein (32). However, the levels 

of mRNA did not parallel the level of protein except for the refeeding period following the 

phase III fast, suggesting that regulation of GLUT5 is at least partly post-transcriptional. It 

must be noticed that the rapid increase in GLUT5 protein amount following refeeding allows 

intestinal absorption of dietary fructose. 

The protein and gene expressions of the facilitative glucose transporter GLUT2 were 

downregulated during phase II and phase III fasting and upregulated by refeeding. 

Furthermore, GLUT2 was recruited from the baso-lateral enterocytes membrane to the apical 

brush border membrane of refed rats. Recruitment of GLUT2 to the apical membrane has 

been reported in previous studies and is partly controlled by the SGLT1-dependent activation 

of a protein kinase C (6, 33, 34). GLUT2 is characterized by a high Km and provides a 

passive component of glucose absorption from the intestinal lumen detectable at high 

concentrations (7).  

During fasting, the concentration of glucose in the intestinal lumen is lower than in the blood. 

However, the absence of GLUT2 and the upregulation of SGLT1 during phase III may 

exclude the loss of glucose from the blood through the enterocytes into the intestinal lumen. 

Immediately after food ingestion following phase III, glucose should be first absorbed 

through SGLT1. GLUT2 synthesis may be triggered by refeeding and is then rapidly recruited 

to the brush-border membrane where it permits massive absorption of glucose. 

 

Gluconeogenesis 

During the short phase I fasting period, glycogen stores are completely exhausted (16, 17). 

Glucose is then produced by gluconeogenesis from various precursors coming essentially 

from adipose tissue lipolysis during phase II (glycerol) and from protein catabolism during 

phase III. PEPCK and Glc6Pase mRNA levels and enzymatic activities have been shown to 

increase in the small intestine in 48h fasted rats and then to reach a plateau after 72h fasting 

(12, 14, 15). In our study, PEPCK and Glc6Pase gene expressions, protein levels and 

activities did not vary during phase II fasting (5 days fasting) compared to normally-fed 

animals. Plasma levels of ketone bodies, which have been shown to inhibit specific CoA-
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dependent enzymes involved in gluconeogenesis in the liver (35-38) are elevated during this 

fasting phase (16, 39). In phase II fasted rats however, plasma insulin (known to inhibit 

gluconeogenesis) dropped, whereas plasma corticosterone (known to stimulate 

gluconeogenesis) was slightly increased. As a whole, these effects would lead to a lack of 

significant change in intestinal gluconeogenesis after a 5-day fast (phase II). During a phase 

III fasting period, the strong increase in gluconeogenesis may be a direct consequence of the 

elevated plasma corticosterone level and the decrease in ketone bodies (16, 39) in relation to 

the switch in the gluconeogenic precursors from glycerol to amino acids. Glucocorticoids are 

known to stimulate gluconeogenesis by induction of PEPCK (40) and Glc6Pase (41-43) gene 

transcription in the liver. Also, corticosterone induced protein catabolism and thereby, the 

release of gluconeogenic amino acids. Refeeding rapidly induced normalization of 

gluconeogenesis, despite a low glycemia. This might be explained by the rapid decrease in the 

level of plasma corticosterone and by the increase in the level of plasma insulin. A decrease in 

Glc6Pase activity to base-line values has been shown previously in the liver (44) and in the 

small intestine (14) in rats refed after short fasting periods. Normalization of PEPCK activity 

is also rapidly achieved in the jejunum in these animals (15).  

Finally, the observation of Glc6Pase in the apical part of the enterocytes suggests that this 

enzyme could also be involved in the transepithelial transport of glucose, as shown previously 

(45, 46). According to these studies, glucose absorbed through SGLT1 is phosphorylated into 

glucose-6 phosphate before entering the endoplasmic reticulum where it is hydrolyzed by 

Glc6Pase to glucose and phosphate. Glucose then re-enters the cytosol and diffuses out of the 

enterocytes through GLUT2 or is released into the blood stream by a membrane traffic 

pathway. This latter mechanism could permit glucose secretion into the blood when GLUT2 

is absent like in phase II and phase III fasted rats. 

In light of all this data, it appears that energy depletion in relation with body fuel uses and 

gluconeogenic precursors availability increases the ability of the intestine to absorb sugar 

from its lumen and stimulates intestinal gluconeogenesis. A phase II fast, associated with a 

high availability of glycerol as gluconeogenic precursor leads to an impaired ability of the 

small intestine to absorb glucose and to no change in intestinal gluconeogenesis. A phase III 

fast however, associated with a high availability of amino acids used as gluconeogenic 

precursors, leads to an increase in the ability of active glucose absorption. Glucose can then, 

be immediately absorbed at low concentrations at refeeding. At the same time, intestinal 

gluconeogenesis is increased. In the absence of GLUT2, Glc6Pase could also play a role in 

glucose transport through the cell and thereby, in its secretion into the blood stream. Finally, 
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refeeding induces facilitative transport, so that large amounts of fructose and glucose can be 

transported from the intestinal lumen to the blood stream.  
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Table I 
 
Plasma corticosterone, urea, insulin and glucose concentrations in control, fasted and refed 
rats 
 Corticosterone 10-7g.L-1 Urea g.L-1 Insulin 10-6g.L-1 Glucose mM 
Ctrl 0.83 ± 0.61a 0.189 ± 0.007a 3.20 ± 0.46a 11.42 ± 0.73a 
P2r0 10.77 ± 3.12ab 0.203 ± 0.011a 0.20 ± 0.06b 4.57 ± 0.87b 
P2r2 0.51 ± 0.29a 0.319 ± 0.025ab 1.20 ± 0.41bc 9.88 ± 0.72ac 
P2r6 1.60 ± 0.72a 0.282 ± 0.014ab 1.31 ± 0.46bc 8.58 ± 0.54cd 
P2r24 6.07 ± 2.43ab 0.176 ± 0.015a 1.84 ± 0.31c 9.43 ± 0.27ad 
P3r0 311.01 ± 62.69b 0.708 ± 0.068b 0.34 ± 0.11b 2.57 ± 0.31b 
P3r2 7.08 ± 1.75ab 0.598 ± 0.067b 0.39 ± 0.13b 3.59 ± 0.27b 
P3r6 14.67 ± 5.23ab 0.448 ± 0.009ab 1.33 ± 0.29bc 4.22 ± 0.39b 
P3r24 6.78 ± 3.84ab 0.243 ± 0.017ab 1.51 ± 0.26bc 7.51 ± 0.68d 
Results are means ± SEM, n=6 rats per group. Within the same column, values with different 
letters are significantly different (P<0.05). 
 
 
 
 
Table II:  
 
In vivo glucose uptake measurements and glycemia after 5mM intestinal glucose perfusion in 
control, phase II and phase III fasted rats 
 Ctrl P2r0 P3r0 
Glucose absorption (5mM perfusate) 
(10-4mmol glucose/mg mucosa/min) 

3.03 ± 0.23a 3.91 ± 0.51b 6.29 ± 0.56c 

Glycemia mM (not perfused) 11.42 ± 0.73a 4.57 ± 0.87c 2.57 ± 0.31c 
Glycemia mM (5mM perfusate) 14.33 ± 2.46b 9.24 ± 0.97d 6.27 ± 1.21d 
 
Results are means ± SEM, n=5 rats per group. Values with different letters are significantly 
different (P<0.05). Glucose absorption was compared according to the metabolic status (Ctrl, 
P2r0, P3r0). Glycemia was compared according to the metabolic status (Ctrl, P2r0, P3r0) and 
to the perfusion condition (none, 5mM perfusate). 
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Figure 1: Rate of body mass loss (dM/Mdt, g/kg/day) in fasted rats. Mean ± SEM (n=5). 
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Figure 2: SGLT1 gene (A) and protein (B) expressions in Ctrl, P2r0 and P3r0 rats and after 
refeeding (P2r2, P2r6, P2r24, P3r2, P3r6, P3r24). The upper panels show representative 
northern (A) and western (B) blots and the lower panels show the densitometric analysis (Ctrl 
to P3r24 from the left to the right). (C) shows SGLT1 immunolocalization in control, phase II 
and phase III fasted rats. The immunofluorescence in the lamina propria is non-specific. 
Mean +/- SEM (n=5 per group). 
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Figure 3: GLUT5 gene (A) and protein (B) expressions in Ctrl, P2r0 and P3r0 rats and after 
refeeding (P2r2, P2r6, P2r24, P3r2, P3r6, P3r24) and GLUT5 immunolocalization (C) in 
control, phase III fasted and 2h refed rats following phase III. Mean +/- SEM (n=5 per group). 

 

 143



 

 
Figure 4: GLUT2 gene (A) and protein (B) expressions in Ctrl, P2r0 and P3r0 rats and after 
refeeding (P2r2, P2r6, P2r24, P3r2, P3r6, P3r24) and GLUT2 immunolocalization (C) in 
control, phase III fasted and 2h refed rats following phase III. Mean +/- SEM (n=5 per group). 
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Figure 5: PEPCK gene expression (A), protein level (B) and activity (C) in Ctrl, P2r0 and 
P3r0 rats and after refeeding (P2r2, P2r6, P2r24, P3r2, P3r6, P3r24). Mean +/- SEM (n=5 per 
group). 

 

 145



 

 
Figure 6: Glc6Pase gene expression (A), protein level (B) and activity (D) in Ctrl, P2r0 and 
P3r0 rats and after refeeding (P2r2, P2r6, P2r24, P3r2, P3r6, P3r24). (C) shows Glc6Pase 
immunolocalization in control and phase III fasted rats. Mean +/- SEM (n=5 per group). 
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3. Résultats – Discussion 

 

Cette étude a montré une augmentation du niveau de l’expression génique et de la quantité 

de protéine SGLT1 en phase III mais pas en phase II de jeûne. Pourtant, l’absorption 

intestinale de glucose augmente en phase II et en phase III du jeûne. Un second mécanisme 

interviendrait par conséquent dans l’absorption intestinale de glucose chez les rats à jeûn. Il 

s’agirait d’un passage paracellulaire de glucose lié à l’augmentation de la perméabilité 

épithéliale au cours du jeûne. 

Les glucocorticoïdes stimulent l’absorption intestinale des sucres (Batt & Peters, 1976 ; 

Batt & Scott, 1982 ; Iannoli et al., 1998) et la néoglucogenèse (Ashmore et al., 1956 ; Nordlie 

et al., 1965 ; Friedman et al., 1993 ; Voice et al., 1997). Par contre, l’insuline inhibe la 

néoglucogenèse et les acides gras libres et les corps cétoniques suppriment l’activité 

néoglucogénique hépatique (Balasse et al., 1967 ; Shaw & Wolfe, 1984 ; Fery et al., 1996). 

Pendant la phase II du jeûne, les taux plasmatiques d’acides gras libres et de corps cétoniques 

augmentent. Dans l’intestin grêle, toutefois, les niveaux de l’expression génique, les quantités 

et les activités des protéines PEPCK et Glc6Pase sont maintenus à des valeurs basales, 

probablement en raison d’une baisse brutale de l’insulinémie et d’une légère augmentation de 

la corticostéronémie. En phase III de jeûne, l’augmentation de SGLT1 et des enzymes 

néoglucogéniques pourrait être induite par l’élévation importante de la corticostéronémie. 

L’activité néoglucogénique intestinale serait alors également stimulée par la baisse des 

concentrations plasmatiques des acides gras libres et des corps cétoniques. 

La localisation de la Glc6Pase sous la membrane apicale des entérocytes chez les rats en 

phase III de jeûne suggère que cette enzyme pourrait également jouer un rôle dans le transport 

intracellulaire de glucose mis en évidence par Stümpel et al. (2001) et Santer et al. (2003). Ce 

transport intracellulaire permettrait la libération du glucose dans le sang au pôle baso-latéral 

de la cellule, en l’absence de GLUT2 c’est-à-dire en phase II et en phase III du jeûne. En 

effet, notre étude montre que la glycémie augmente à la fin des vingt minutes de perfusion 

intestinale de glucose. 

La réalimentation consécutive à une phase III de jeûne entraîne une baisse rapide de la 

quantité de protéines mais pas de l’ARNm de SGLT1, ce qui suggère un contrôle post-

transcriptionnel de ce transporteur chez les rats après réalimentation. Par contre, la 

réalimentation stimule la synthèse des transporteurs GLUT2 et GLUT5, ce qui suggère 
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qu’elle agit au niveau transcriptionnel. Chez les animaux réalimentés, GLUT2 est recruté au 

pôle apical des entérocytes par un mécanisme dépendant de SGLT1. L’absorption de glucose 

serait donc beaucoup plus importante chez les rats réalimentés que chez les rats contrôles, 

sans doute en vue de compenser les pertes énergétiques subies au cours du jeûne. 

La baisse de la corticostéronémie et l’augmentation de l’insulinémie chez les rats 

réalimentés après un jeûne de phase III entraînent une diminution rapide de la néoglucogenèse 

dans l’intestin grêle. 

 

4. Résultats complémentaires à cet article 

 

4.1. Introduction 

 

Nous avons mesuré les activités enzymatiques de la sucrase-isomaltase et de la lactase 

dans le jéjunum des rats contrôles, en phase II et III de jeûne, puis après 2h, 6h et 24h de 

réalimentation après chaque phase. La sucrase-isomaltase est une molécule hybride constituée 

de deux enzymes, l’une hydrolysant le sucrose en glucose et fructose, et l’autre les points de 

ramification α-1, 6 des α-dextrines résiduelles. La lactase catalyse l'hydrolyse du lactose en 

glucose et en galactose.  

Chez les mammifères, la lactase est exprimée dès la naissance dans la bordure en brosse des 

entérocytes. Son expression génique diminue lors du sevrage tandis que celle de la sucrase-

isomaltase augmente (Wang et al., 1998). Ces changements sont sous le contrôle des 

hormones thyroïdiennes et des glucocorticoïdes (cf. Revue Bibliographique 2.3.6.1.3.). 

Le niveau de l’expression génique et l’activité de ces deux enzymes sont également régulés 

par la prise alimentaire. Une alimentation enrichie en sucrose ou en fructose entraîne une 

augmentation de la quantité d’ARNm de la sucrase-isomaltase et de la lactase (Goda, 2000). 

La transcription de ces deux gènes serait activée par la liaison de Cdx2 sur leurs promoteurs 

respectifs situés en amont de la séquence à transcrire (Goda, 2000). Par contre, l'activité de la 

sucrase-isomaltase diminue au cours du jeûne (Ihara et al., 2000a), tandis que l’activité de la 

lactase augmente pendant les premiers jours du jeûne puis diminue également (Raul et al., 

1982). 
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4.2. Méthodes 

 

Les activités de la sucrase-isomaltase et de la lactase ont été mesurées dans des 

échantillons de la membrane de la bordure en brosse préalablement isolés à partir de la 

muqueuse totale en utilisant la méthode de Schmitz et al. (1973). La mesure de l’activité a 

consisté à incuber à 37°C les fractions membranaires contenant les deux enzymes avec leurs 

substrats respectifs, saccharose et lactose, puis à doser par méthode colorimétrique le glucose 

produit. Les activités enzymatiques ont été exprimées en milliunités par milligrammes de 

protéines (une unité hydrolyse une micromole de substrat par minute à 37°C). Les protéines 

ont été dosées par la méthode de l’acide bicinchoninique. 

 

4.3. Résultats et discussion 

 

L’activité de la sucrase-isomaltase diminue pendant la phase II du jeûne, mais de manière 

non significative par rapport au contrôle (figure 19). En phase III de jeûne par contre, 

l’activité de la sucrase-isomaltase est significativement inférieure à celle mesurée chez des 

animaux contrôles. Elle est normalisée après 6h de réalimentation. 

 
Figure 19. Activité de la sucrase-isomaltase dans le jéjunum de rats Ctrl, P2r0, P2r2, P2r6, P2r24, P3r0, 

P3r2, P3r6, P3r24. Chaque barre représente la moyenne ± SEM de 5 rats. 

 

L’activité de la lactase augmente au cours des phases II et III du jeûne, puis diminue dès 

2h de réalimentation (figure 20). 
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Figure 20. Activité de la lactase dans le jéjunum de rats Ctrl, P2r0, P2r2, P2r6, P2r24, P3r0, P3r2, P3r6, 

P3r24. Chaque barre représente la moyenne ± SEM de 5 rats. 

 

Ces résultats confirment ceux de Galluser et al. (1991) obtenus chez des rats ayant 

jeûné pendant 8 (phase II) et 15 jours (phase III). L’étude de ces auteurs montre par ailleurs 

qu’une thyroïdectomie prévient la diminution de l’activité de la sucrase-isomaltase chez des 

rats ayant jeûné 15 jours mais pas chez ceux ayant jeûné 8 jours. De plus, la thyroïdectomie 

renforce les effets stimulateurs du jeûne sur l’activité de la lactase. Les hormones 

thyroïdiennes auraient donc un effet inhibiteur sur l’activité de la sucrase-isomaltase pendant 

un jeûne de 15 jours et sur l’activité de la lactase pendant un jeûne de 8 ou de 15 jours. Un 

autre mécanisme est donc impliqué dans l’augmentation de l’activité de la lactase au cours 

des phases II et III du jeûne et dans le maintien d’une activité de la sucrase-isomaltase au 

cours du jeûne de phase III. Comme les glucocorticoïdes stimulent l’absorption intestinale de 

sucres (Batt & Peters, 1976 ; Batt & Scott, 1982 ; Iannoli et al., 1998), ils pourraient avoir cet 

effet antagoniste de celui des hormones thyroïdiennes en phase III du jeûne, en stimulant 

l’activité des oligosaccharidases localisées dans la bordure en brosse des entérocytes.  
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Résultats complémentaires 
 

1. Introduction 

 

Notre étude des effets du jeûne sur l’absorption intestinale en fonction de l’état 

métabolique et hormonal des animaux s’est poursuivie par la mesure de la quantité de 

transporteurs d’acides gras (FATP4) et de peptides (PepT1).  

FATP4 permet l’absorption facilitée des acides gras dans l’entérocyte. L’absorption 

intestinale des acides gras est stimulée par l’administration orale de glucocorticoïdes (Thiesen 

et al., 2002) ou dans le cas d’une alimentation enrichie en acides gras saturés (Thomson et al., 

1986) (cf. Revue Bibliographique 2.3.6.). Les mécanismes régulant la transcription et la 

synthèse protéique de FATP4 sont peu connus. Par ailleurs, seule l’étude de Besnard et al. 

(1991) a porté sur les effets du jeûne sur l’absorption intestinale des lipides et montre une 

augmentation de l’expression génique des FABPs chez des rats soumis à un jeûne de trois 

jours. Nous avons mesuré, par la technique de western blot (décrite dans les articles 3 et 4), la 

quantité de protéine FATP4 chez des rats nourris, ayant subi un jeûne de phase II ou III puis 

réalimentés suite au jeûne. Nous avons également réalisé un marquage immunofluorescent de 

cette protéine (technique également décrite dans les articles 3 et 4). L’anticorps utilisé nous a 

été offert par le Dr. A. Stahl (Whitehead Institute for Biomedical Research, 9 Cambridge 

Center, Massachusetts 02142, USA). 

Les di- et tripeptides sont transportés contre le gradient de concentration par le 

cotransporteur peptides / protons PepT1 (Ogihara et al., 1996). Une alimentation enrichie en 

protéines stimule la transcription du gène codant pour PepT1 (Erickson et al., 1995) (cf. 

Revue Bibliographique 2.3.6.). La leptine stimule la synthèse de la protéine PepT1 (Buyse et 

al., 2001) et l’insuline induit son recrutement dans la bordure en brosse à partir de son lieu de 

stockage cytoplasmique (Thamotharan et al., 1999a). Par contre, l’hormone thyroïdienne T3 

inhibe la transcription et la synthèse de la protéine PepT1 (Ashida et al., 2001). Un jeûne de 

quelques jours entraîne une augmentation du niveau de l’expression du gène et de la quantité 

de la protéine PepT1 (Ogihara et al., 1999 ; Thamotharan et al., 1999b ; Ihara et al., 2000b). 

Nous avons mesuré la quantité (par western blot) et réalisé un marquage immunofluorescent 

de la protéine PepT1, grâce à un anticorps qui nous a été offert par le Dr. D. E. Smith 

(University of Michigan, Ann Arbor Michigan 48109, USA). 
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2. Résultats et discussion 

 

2.1. Effets du jeûne et de la réalimentation sur la quantité de protéine 
FATP4 

 

 La quantité de protéine FATP4 diminue significativement chez des rats en phase II du 

jeûne par rapport à la quantité mesurée chez des animaux contrôles (figure 21). Elle augmente 

après réalimentation et atteint une valeur supérieure, bien que statistiquement non différente 

de la valeur contrôle après 6h et 24h. En phase III du jeûne, la quantité de protéine FATP4 est 

significativement inférieure à celle des rats contrôles et en phase II du jeûne. Elle augmente 

cependant très vite après réalimentation et atteint la valeur contrôle dès 2h. 

 

 
Figure 21. Quantité de protéine FATP4 dans le jéjunum de rats Ctrl, P2r0, P2r2, P2r6, P2r24, P3r0, P3r2, 

P3r6, P3r24. Chaque barre représente la moyenne ± SEM de 5 rats. 

 

 FATP4 est localisée dans la membrane apicale des entérocytes sur toute la hauteur des 

villosités chez les rats contrôles, mais semble être présente en quantité plus importante en leur 

sommet (figure 22). Le marquage est très faible chez des rats à jeun. Après réalimentation, 

FATP4 est à nouveau visible sur toute la hauteur de la villosité, de manière uniforme. Le 

marquage est très intense chez des rats réalimentés 6h et 24h après la phase II du jeûne. 
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Figure 22. Immunolocalisation de la protéine FATP4 dans le jéjunum de rats Ctrl, P2r0 et P2r24 

 

 Ces résultats suggèrent par conséquent que le jeûne inhiberait la synthèse de la 

protéine FATP4, en particulier chez des rats en phase III du jeûne. Besnard et al. (1991) ont 

montré que le jeûne entraîne une augmentation du niveau de l’expression des gènes codant 

pour les FABPs. Cependant, FATP4 et les FABPs agissent généralement conjointement pour 

permettre l’absorption des acides gras, FATP4 en permettant leur passage transmembranaire 

et les FABPs en évitant leur efflux du cytoplasme de l’entérocyte dans la lumière intestinale 

(cf. Revue Bibliographique 2.3.5.). En fait, les différences entre les deux études pourraient 

s’expliquer par un effet du jeûne qui stimulerait la transcription et / ou inhiberait la synthèse 

des protéines impliquées dans l’absorption des acides gras. Pour tester cette hypothèse, nous 

envisageons de mesurer le niveau de l’expression génique de FATP4 et de déterminer la 

quantité des protéines FABPs au cours du jeûne. Il serait par ailleurs intéressant d’étudier la 

protéine CD36 qui joue un rôle analogue à celui de FATP4 et qui pourrait être régulée de 

manière différente au cours du jeûne. 

 Ces travaux montrent également que la réalimentation induit une rapide augmentation 

de la quantité de protéine FATP4 chez des rats en phase II et en phase III de jeûne permettant 

une absorption d’acides gras et donc de combler le déficit énergétique subi au cours du jeûne. 

L’étude de Thouzeau et al. (1995) montre que des rats en phase II et en phase III du jeûne 

pouvant choisir entre trois types de réalimentation (enrichie en glucides, en protéines ou en 

lipides) ingèrent préférentiellement des lipides et sont en outre hyperphagiques. A partir du 

troisième jour de réalimentation, les rats ayant jeûné jusqu’en phase III ingèrent davantage de 

lipides que ceux en phase II (Thouzeau et al., 1995). Au vu de ces résultats, il serait 

intéressant de rechercher si l’augmentation de la quantité de protéine FATP4 se poursuit au-
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delà de 24h de réalimentation chez nos rats en fonction du seuil de déplétion des réserves 

lipidiques atteint au moment de la réalimentation.  

Les rats ayant jeûné jusqu’en phase III nécessitent en outre un apport azoté important afin de 

restaurer les protéines corporelles. Ces rats ingèrent en effet davantage de protéines que des 

rats en phase II (Thouzeau et al., 1995). 

 

2.2. Effets du jeûne sur la quantité de protéine PepT1 

 

Par rapport aux animaux nourris, la protéine PepT1 est présente en quantités 34 et 55 fois 

supérieures chez des rats en phase II et III du jeûne, respectivement (figure 23). 

 

 
Figure 23. Quantité de protéine PepT1 dans le jéjunum de rats Ctrl, P2r0 et P3r0. Chaque barre représente 

la moyenne ± SEM de 5 rats. 

 
 PepT1 est localisée dans la membrane apicale des entérocytes chez des rats contrôles, 

en phase II et en phase III du jeûne (figure 24). Elle est surtout présente dans le tiers 

supérieur des villosités chez les rats contrôles et en phase II du jeûne, alors qu’elle est 

localisée sur toute la hauteur de la villosité chez des rats en phase III du jeûne. Chez certains 

rats, contrôles ou à jeun, un marquage supranucléaire a également été observé (photo du bas à 

droite). 
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Figure 24. Immunolocalisation de la protéine PepT1 dans le jéjunum de rats Ctrl, P2r0 et P3r0 

 

L’augmentation de la quantité de protéine PepT1 au cours du jeûne est en accord avec 

les études antérieures (Ogihara et al., 1999 ; Thamotharan et al., 1999b ; Ihara et al., 2000b). 

La présence de PepT1 en grande quantité en phase III du jeûne devrait permettre une 

absorption massive de peptides, et par conséquent d’azote, dès que l’alimentation est 

restaurée. Les rats reconstitueraient ainsi rapidement leurs protéines corporelles. 

La leptine et l’insuline stimulent la synthèse de PepT1 et son recrutement dans la 

bordure en brosse des entérocytes (Buyse et al., 2001 ; Thamotharan et al., 1999a). 

L’augmentation de PepT1 en phase III du jeûne n’est donc pas cohérente avec la diminution 

de la leptinémie (Bertile et al., en préparation) et de l’insulinémie. Il serait donc intéressant de 

rechercher quels sont les mécanismes induisant cette augmentation et en premier lieu 

d’étudier les effets de la corticostérone sur l’expression génique et la synthèse de PepT1. Une 

étude montre en effet que la dexaméthasone entraîne une légère augmentation du niveau de 

l’expression génique de PepT1 (Shu et al., 2002).  

L’observation de PepT1 au niveau supranucléaire, dans ce qui est probablement son 

lieu de stockage cytoplasmique, est indépendante de l’état nutritionnel des animaux (nourris 
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ou à jeun) et témoigne d’une synchronisation de la synthèse et du recrutement apical de la 

protéine entre tous les entérocytes d’une villosité et entre toutes les villosités d’un animal. 
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Conclusion générale et perspectives 
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1. Conclusion générale 
 
 Malgré une importante atrophie de la muqueuse de l’intestin grêle au cours du jeûne 

chez le rat (Dunel-Erb et al., 2001 ; Articles 1 et 2), la réalimentation des animaux est 

efficace et permet une restauration très rapide de leur condition corporelle, ce quels que soient 

la durée du jeûne et / ou l’état de leurs réserves corporelles (Bjorntorp et al., 1982 ; Decrock 

et al., 1998). Des mécanismes cellulaires et moléculaires permettant l’absorption intestinale 

sont en effet préservés lorsque le jeûne se prolonge voire même stimulés quand l’animal 

atteint un seuil critique de déplétion de ses réserves énergétiques caractérisant la phase III. 

Dans cette étude, nous avons en effet pu mettre en évidence l’augmentation de la réplication 

de l’ADN et des divisions cellulaires dans les cryptes intestinales, ainsi qu’une accélération de 

la migration des cellules des cryptes dans les villosités, au cours de la phase III du jeûne chez 

le rat, c’est-à-dire alors que les réserves lipidiques de l’animal sont épuisées à plus de 80% et 

que les protéines structurales sont peu à peu catabolisées (Article 2). Cette prolifération 

cellulaire accrue s’accompagne de l’arrêt de l’apoptose au sommet des villosités intestinales, 

ce qui assure la préservation des entérocytes différenciés. Par contre, au cours de la phase II 

du jeûne, phase d’épargne protéique, la prolifération cellulaire est réduite, tandis que 

l’apoptose au sommet des villosités intestinales est maintenue.  

Pendant la phase III, c’est-à-dire après 10 à 12 jours de jeûne en moyenne, les mécanismes 

cellulaires de l’épithélium intestinal concourent donc à la préparation de la muqueuse 

intestinale à la réalimentation et coïncident avec ce qui est interprété comme un 

comportement de recherche alimentaire de l’animal induit par une corticostéronémie élevée 

(Challet et al., 1995). En outre, nous avons montré l’implication de la diminution des 

cytokines TGFβ1 et TNFα et du facteur de transcription intestinal Cdx2 dans l’arrêt de 

l’apoptose intestinale et la reprise de la prolifération cellulaire en phase III (Article 3). Ceci 

suggère un contrôle de TGFβ1, TNFα et Cdx2 par la corticostérone, hypothèse qu’il faudra 

vérifier par des expériences complémentaires. 

Outre le maintien des cellules absorbantes au sommet des villosités intestinales en phase III 

du jeûne, nous avons mesuré une augmentation des transporteurs apicaux PepT1 et SGLT1 et 

du transport de glucose aux pôles apical et baso-latéral des entérocytes (Résultats 

complémentaires, article 4). L’absorption de peptides via PepT1 dès réalimentation 

représente un apport azoté indispensable à la reconstitution des protéines corporelles chez des 

rats ayant subi un jeûne de phase III. L’absorption de glucose au cours des phases II et III du 
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jeûne est réalisée via SGLT1 et par voie paracellulaire. Les mécanismes permettant la 

libération du glucose dans le sang au niveau du pôle baso-latéral des entérocytes, en l’absence 

de GLUT2, ne sont pas clairement identifiés mais ils pourraient impliquer la Glc6Pase. Cette 

enzyme intervient en effet dans le transport intracytoplasmique du glucose à l’intérieur de 

vésicules microsomales qui fusionneraient avec la membrane baso-latérale pour libérer leur 

contenu dans la circulation générale (Stümpel et al., 2001 ; Santer et al., 2003). Une 

absorption rapide de glucose dès restauration de l’alimentation après une phase III de jeûne 

correspond à l’apport d’un substrat énergétique rapidement assimilable par toutes les cellules 

de l’organisme. 

La Glc6Pase et la PEPCK, deux enzymes néoglucogéniques impliquées dans la synthèse de 

glucose par l’intestin grêle (Anderson & Rosendall, 1973 ; Rajas et al., 1999 et 2000), 

augmentent avec la disponibilité en acides aminés glucoformateurs en phase III du jeûne 

(Article 4). Pendant la phase III du jeûne (après 10 à 12 jours de jeûne), mais pas en phase II 

après 5 jours de jeûne, l’intestin grêle participe donc à la fourniture en glucose aux cellules de 

l’organisme. 

 La réalimentation entraîne une restauration rapide de la muqueuse de l’intestin grêle, 

qui est observable à l’ESEM dès une demi-heure de réalimentation suite à un jeûne de phase 

II. Cette restauration semble être mécanique tout d’abord, avec une élongation de la lamina 

propria qui entraîne les entérocytes vers le sommet des villosités et provoque par conséquent 

un accroissement des villosités. L’allongement de la lamina propria serait induit par des 

contractions des fibres musculaires lisses (Moore et al., 1989 ; Blikslager & Roberts, 1997) et 

/ ou par une augmentation de la pression sanguine et lymphatique (Starck & Beese, 2002). 

Chez ces rats réalimentés consécutivement à une phase II de jeûne, la restauration se poursuit 

par l’augmentation des divisions cellulaires dans les cryptes de Lieberkühn et s’achève après 

3 jours de réalimentation (Dunel-Erb et al., 2001). Chez les animaux en phase III de jeûne, la 

restauration est initiée déjà pendant le jeûne avec l’augmentation de la prolifération et de la 

migration cellulaires (Article 2). En conséquence, malgré une atrophie évidemment plus 

importante en phase III, la muqueuse intestinale de ces rats est également complètement 

restaurée après 3 jours de réalimentation (Dunel-Erb et al., 2001 ; Articles 1 et 2).  

La réalimentation stimule la synthèse des transporteurs facilités d’hexoses GLUT5 et GLUT2 

et le recrutement de GLUT2 dans la membrane apicale des entérocytes. Elle induit ainsi une 

absorption massive de glucose et de fructose après une phase II et une phase III de jeûne 

(Article 4). La réalimentation consécutive à une phase II et à une phase III de jeûne entraîne 

 160



également l’augmentation de la quantité de protéine FATP4 permettant un apport énergétique 

conséquent avec l’absorption des acides gras (Résultats complémentaires). 

Tous nos résultats tendent donc à confirmer l’hypothèse d’une phase II peu coûteuse 

en énergie, caractérisée par une épargne des protéines corporelles et par un arrêt de la 

prolifération des cellules de l’épithélium intestinal et de la synthèse de transporteurs 

intestinaux. Au cours de la phase III du jeûne par contre, la prolifération cellulaire est accrue 

dans l’intestin grêle et la synthèse de certains transporteurs, en particulier des transporteurs 

actifs possédant une très haute affinité pour leurs substrats, est augmentée. Il y aurait donc 

une préparation de la muqueuse intestinale à la réalimentation en phase III du jeûne, qui 

coïnciderait avec le comportement de recherche alimentaire des animaux et permettrait donc 

l’absorption de nutriments, même à de faibles concentrations, dès leur arrivée dans la lumière 

intestinale. De plus, la néoglucogenèse intestinale est stimulée pendant cette phase du jeûne, 

ce qui assure un apport en glucose aux cellules de l’organisme. 

 

2. Perspectives 

 

2.1. Effets des phases ou de la durée du jeûne ? 
 

Bien que l’on puisse conclure à un effet de l’état métabolique et hormonal des 

animaux sur les mécanismes impliqués dans le renouvellement cellulaire de l’épithélium 

intestinal (réplication de l’ADN, mitoses, migration cellulaire), sur l’expression de SGLT1 et 

sur la néoglucogenèse intestinale, d’autres mécanismes varient uniquement avec la durée du 

jeûne, indépendamment des trois phases (expressions de PepT1 et FATP4, activités de la 

sucrase-isomaltase et de la lactase). Il serait toutefois intéressant de compléter l’étude avec 

une nouvelle condition expérimentale, à savoir des rats entrant en phase III après seulement 

cinq jours de restriction alimentaire totale (ce qui correspond à la durée de jeûne des rats 

sacrifiés en phase II), ce qui permettrait de distinguer avec certitude les effets des phases de 

ceux de la durée du jeûne. 

 

2.2. Rôle de la corticostérone ? 
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Nos travaux, à la lumière des données de la littérature, suggèrent l’implication de 

l’élévation de la corticostéronémie en phase III du jeûne dans la régulation de certains 

mécanismes (diminution de l’expression des cytokines et de Cdx2, augmentation de 

l’expression de SGLT1, augmentation de la néoglucogenèse intestinale). Pour confirmer cette 

hypothèse, les mesures que nous avons réalisées pourraient être réitérées chez des rats 

surrénalectomisés puis recevant une injection de corticostérone. 

 

2.3. Etude de l’apoptose 

 
Il serait intéressant de quantifier les phénomènes apoptotiques au sommet des 

villosités intestinales par des mesures de l’expression génique et de la quantité des protéines 

impliquées dans ces phénomènes (caspases, produits de clivage des caspases, …). 

 

2.4. Mesures de l’absorption des protéines et des lipides 
 

Par manque de temps, nous n’avons pu déterminer l’expression génique et la quantité 

de protéines des transporteurs d’acides aminés, d’acides gras et de cholestérol. De telles 

études devraient bien sûr être menées, ainsi qu’une mesure in vivo de l’absorption de ces 

nutriments. 

 

2.5. Effets de réalimentations différenciées 
 

Du point de vue biomédical, une connaissance approfondie de l’expression de tous les 

transporteurs intestinaux en fonction de l’état de déplétion des réserves énergétiques des 

animaux à jeun devrait permettre le choix d’une réalimentation adaptée, d’éviter ainsi un 

syndrome de renutrition inappropriée (Crook et al., 2001) et de favoriser par conséquent une 

restauration rapide de la condition corporelle. Dans cette optique, il serait donc intéressant de 

comparer les effets de réalimentations isocaloriques enrichies soit en glucides (hexoses ou 

polysaccharides), soit en protéines, soit en lipides (acides gras saturés ou polyinsaturés) sur 

l’absorption intestinale et la composition corporelle de rats en phase II et III du jeûne. 
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MICROSCOPIE ELECTRONIQUE A BALAYAGE MICROSCOPIE ELECTRONIQUE A BALAYAGE 
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L’ESEM (Environmental Scanning Electron Microscope) 
est avant tout un  microscope électronique à balayage 
conventionnel (SEM).

En microscopie électronique à balayage, un faisceau primaire d’électrons 
parcourt la surface de l’échantillon à observer. En chacun des points 
frappés par le faisceau, des électrons secondaires sont émis. Les 
trajectoires de ces électrons secondaires sont analysées électroniquement, 
et l’image de l’échantillon est ainsi reconstituée sur un écran.

Sommet de villosité intestinale, SEM         Bordure en brosse d’entérocyte, SEM 

En SEM, pour que les électrons ne soient pas déviés, l’intérieur du 
microscope, y compris la chambre de l’échantillon, doit être placé en 
haut vide. Ceci implique une préparation particulière des objets : 
fixation, déshydratation, métallisation. 
Ce traitement est long, délicat, et risque de détériorer les échantillons. 
En outre, on observe souvent des phénomènes de charge liés à la 
métallisation.

L’ESEM ne présente pas ces inconvénients.Villosités intestinales détériorées, SEM         Phénomènes de charge, SEM 

Les performances de l’ESEM :

1) Grâce à un système de pompage différentiel, l’ESEM crée et maintient une 
pression comprise entre 1 et 20 Torr dans la chambre de l’échantillon. On 
s’affranchit ainsi de la contrainte de haut vide, c’est-à-dire que les échantillons ne 
nécessitent pas de préparation préalable. Ils sont observés dans leur état naturel: 
frais, vivants, fragiles, humides, sales, huileux… Ils restent par conséquent intacts, 
et on n’observe pas les artefacts liés à la métallisation.

2) L’ESEM permet de modifier les paramètres de pression (jusqu’à 50 Torr), 
température (de 0 à 1500 °C), humidité relative, et composition gazeuse, dans la 
chambre de l’objet. Il offre donc de nombreuses possibilités d’étude d’un 
spécimen.

3) L’ESEM est doté d’un détecteur insensible à la lumière. Ceci permet 
d’observer un objet quelle que soit la lumière qu’il émet.

Villosités 
intestinales, ESEM 

Et ses limites :

Elles sont liées à la fraîcheur de l’échantillon, surtout s’il s’agit d’un 
objet biologique. Ainsi, l’humidité d’un objet limite fortement le 
grossissement. D’autre part, un échantillon vivant est dynamique, 
mobile, ce qui rend l’observation, et en particulier la mise au point, 
parfois délicate. Enfin, l’observation d’un échantillon biologique doit 
être immédiate et rapide. Elle ne peut être renouvelée sur cet 
échantillon.

Echantillon humide 
de muqueuse 
intestinale, ESEM 

Photographies : applications de l’ESEM au CEPE (villosités de la muqueuse intestinale de rats soumis à divers régimes alimentaires).



Changes in jejunal structure according to body store depletion
Caroline Habold & Jean-Hervé Lignot

Cepe-Cnrs Strasbourg France

Procedure Jejunal cellular dynamics were studied in control (ctrl), phase II (P2r0) and phase III (P3r0) fasting rats.
Pieces of jejunum were processed for light and environmental scanning electron microscopy (ESEM). 
Immunohistochemistry was used for detection of replicating cells (BrdU labelled) and apoptotic cells (TUNEL-positive).

Observations

Fasting induced thinning and 
shortening of the villi.
These phenomena were worse in 
phase III, so that villus bases and 
crypt orifices became apparent.

Background
& aims

Fasting -> changes in body composition: 

-metabolic shift
-food foraging
-> signal of refeeding ?

Phase III
use of protein

Phase II
use of lipid 

reserves
Phase I

use of glycogen

3 metabolic phases:
-ceasing of mitosis
-ceasing of cell migration
-increase in apoptosis
-as a consequence: shortening of villi

What are the effects of a prolonged 
fast ?

Is there a relation between 
metabolic phases and jejunal

atrophy ?

The effects of a short fast (4-5 days) 
on jejunal morphology are  well-known:

However, in phase III,

increase 
in DNA 
synthesis

increase 
in mitosis

increase 
in cell 
migration

12h 24h 12h 24h 12h 24h

ctrl P2r0 P3r0

ceasing 
of apoptosis

Fasting -> jejunal mucosal atrophy

Phase II: phase of economy -body proteins are efficiently spared 
-jejunal cellular proliferation is stopped

Phase III: anticipation of refeeding -rise in locomotor activity, food foraging 
-use of structural protein 
-high jejunal cell proliferation rate and preservation of 
mature enterocytes to optimise absorption when food is 
available -> could be related to an endogenous signal of refeeding.  

Conclusions



How is jejunal mucosa restored after refeeding following phase II and phase III ?Aim

Animals were refed 1/2h, 2h, 6h and 24h following phase II, and 2h, 6h and 24h following phase III.Procedure

Villi thickened as early as 30min 
after refeeding following phase II 

After P2r6, villi were similar
as in control animalsObservations

Villi were still thin and short after P3r2 and P3r6; tips
seemed to be restored

Villi appeared thickened
after P3r24

Mechanisms involved ?

phase II, refed

phase III, refedno DNA synthesis
increase Cellular proliferation is not 

involved in the structural 
restoration observed at the
beginning of refeeding.

Role of mechanical effects
(extension of the lamina propria, 
rehydration) ?

late increase in mitosis

apoptosis ceased in the first hours of refeeding
following phase II -> preservation of mature cells to 
optimise absorption

apoptosis after 24h 
refeeding -> normal cell 
renewal

refeeding following phase III induced apoptosis -> pronounced cell renewal rate

Jejunal structural restoration could be rapidly observed after food ingestion. Refeeding following phase II induces 
disappearance of apoptosis and cell preservation, but does not increase cell proliferation rate. After refeeding
following phase III, apoptosis is induced and cell proliferation (DNA synthesis and mitosis) is still pronounced.
Cell renewal is enhanced during refeeding following phase III. As a consequence, jejunal cellular 
proliferation is complete after 3 days of refeeding following phase II and III, despite the larger 
morphological atrophy in phase III.

Conclusions



Caroline Habold, Charlotte Foltzer-Jourdainne, Christine Arbiol, 
Yvon Le Maho, Jean-Hervé LignotCepe-Cnrs Strasbourg France

Does long-term fasting induce intestinal apoptosis?

RT-PCR
% relative densitometric units

Western blotting
% relative densitometric units

TNFα

100 92 8

*

100 79 29

*

100 93 76 Control Phase II Phase III

Immunohistochemistry

Intestinal apoptosis has been studied in the jejunum of fasted rats according to body fuel depletion
and hormonal changes:  TUNEL assay procedure Scanning Electron Microscopy

3 fasting phases:

Phase III
Protein

catabolism

Phase II
Lipid oxydation

Phase I
Glycogen

exhaustion

Rate of body mass loss vs fasting duration

Changes in body reserves:

Gene  and protein expressions of proinflammatory cytokines known to trigger jejunal epithelial apoptosis: 

100 79 42
Control Phase II Phase III

50µm

Phase II Phase IIIControl

Controls

Phase II

Ceasing of 
apoptosis in 
phase III

Phase III
Also, phase III: 370-fold increased

plasma corticosterone level

Abbreviations: 
TGFβ1: Transforming Growth Factor β1, TNFα: Tumor Necrosis
Factor α, CDX2: Caudal-related homeodomain protein, RT-PCR: 
Reverse Transcription – Polymerase Chain Reaction

Decrease in pro-
apoptotic cytokines 

gene expression and
protein level

TGFβ1

CDX2

So, absorptive cells are preserved in the late phase III in order to absorb nutrients 
as soon as food is available. 

Phase III Rise in plasma corticosterone level Decrease in cytokines gene expression and protein level

Ceasing of apoptosis
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