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Abréviations
ACTH : Adrenocorticotropic hormone, hormone corticotrope
AGCC : Acide gras a chaine courte
AgRP : Agouti-related peptide
AMPK : AMP-activated protein kinase, kinase activée par I’AMP
Angpltd : Angiopoietin-like protein 4
AP : Area postrema
ARC : Arcuate nucleus, noyau arqué
CART : Cocaine- and amphetamine-regulated transcript, transcrit régulé par la cocaine et les
amphétamines
CCK : Cholécystokinine
DMN : Dorsal medial nucleus, noyau dorso-médian
dmnX : Noyau moteur du nerf vague
DVC : Dorsal vagal complex, complexe dorsal vagal
FFAR : Free fatty acid receptor, récepteur des acides gras libres
FXR : Farnesoid X Receptor
F-1,6-BPase : Fructose-1,6-bisphosphatase
GIP : Glucose-dependent insulinotropic peptide, peptide insulinotrope dépendant du glucose
GLP-1 : Glucagon-like peptide 1
GLP-2 : Glucagon-like peptide 2
GHS-R : Growth-hormone-secretagogue receptor, récepteur au sécrétagogue de I’hormone de
croissance
G6Pase : Glucose-6-phosphatase
IMC : Indice de masse corporelle
LPL : Lipoprotéine lipase
MOR : Mu-opioid receptor, récepteur p-opioide
MSH : Melanocyte-stimulating hormone, hormone mélanotrope
mTOR : Mammalian target of rapamycin
LHA : Lateral hypothalamic area, hypothalamus latéral
NAcc : Noyau accumbens
NGI : Néoglucogenese intestinale
NO : Monoxyde d’azote
NPY : Neuropeptide Y






NTS : Nucleus of the solitary tract, noyau du tractus solitaire

OLETF : Otsuka Long-Evans Tokushima Fatty

OMS : Organisation Mondiale de la Santé

PBN : Parabrachial nucleus, noyau parabrachial

PEG : Production endogene de glucose

PEPCK : Phosphoénolpyurvate carboxykinase

P;: Phosphate inorganique

PIG : Production intestinale de glucose

POMC : Pro-opiomélanocortine

PVN : Paraventricular nucleus, noyau paraventriculaire

PYY : Peptide YY

SGLTS3 : Sodium/glucose transporter 3, transporteur de glucose et de sodium 3
SNP : Systéme nerveux périphérique

TMA : Triméthylamine

TMAO : Triméthylamine-N-oxyde

VIP : Vasoactive intestinal peptide, peptide vasoactif intestinal

VLDL : Very low-density lipoprotein, lipoprotéine a trés faible densité
VMN : Ventral medial nucleus, noyau ventro-médian

VTA : Ventral tegmental area, aire tegmentaire ventrale

5-HT : 5-hydroxytryptamine (sérotonine)
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L’obésité correspond, selon la définition de 1’Organisation Mondiale de la Santé
(OMS), a une « accumulation excessive de graisses présentant un risque potentiel pour la
santé ». Une personne ayant un indice de masse corporelle (IMC) supérieur ou égal a 30 est
considérée comme obése, alors que le surpoids est défini par un IMC supérieur a 25.
Considérée comme un phénomene épidémique par ’OMS depuis 1997, on estimait en 2008
qu’il existait plus d'l,4 milliard d’adultes en surpoids, parmi lesquels 500 millions étaient
obéses. L’obésité résulte d’une dérégulation entre dépenses et apports énergétiques, avec la
balance penchant nettement vers ces derniers.

Chaque année, 2,8 millions de personnes au moins meurent des conséquences du
surpoids ou de I’obésité, avec une prévalence presque doublée entre 1980 et 2008. Probleme
autrefois réservé aux pays a revenu élevé, 1’obésité existe aussi désormais dans les pays a
revenu faible ou intermédiaire. A ’échelle mondiale, 44% du diabéte, 23% des cardiopathies
ischémiques et 7 a 41% de certains cancers peuvent étre imputés au surpoids et a 1’obésité. La
complication majoritaire associée a 1’obésité est le diabéte de type 2, défini par une glycémie
a jeun supérieure ou égale a 126 mg/dL (soit 7,0 mmol/L) et/ou une hémoglobine glyquée
(HbAlc) supérieure a 6,5%. Cette maladie s’instaure par le développement d’une résistance a
I’action hypoglycémique de I’insuline, compensée dans un premier temps par une hyper-
insulinémie permettant le maintien d’une glycémie normale (Martin et al., 1992; Warram et
al., 1990). Le passage a 1’état diabétique est caractérisé par une diminution de la sécrétion
d’insuline par le pancréas et une augmentation de la production hépatique de glucose (Clore et
al., 2000; Magnusson et al., 1992).

Parmi les recommandations pour combattre 1’épidémie, il a été convenu que la
promotion d’une alimentation saine et de I’exercice physique reste la priorité pour les états
membres de ’OMS (Plan d’action 2008-2013 pour la Stratégie mondiale de lutte contre les
maladies non transmissibles). Dans ce contexte particulier, la relation a 1’environnement
alimentaire constitue une question d’étude essentielle. Chez I’'Homme, cette relation implique
des facteurs aussi bien externes (culturels, socio-économiques) qu’internes (physiologiques et
psychologiques). Ceci multiplie les stratégies de recherche et d’action visant a réduire la
prévalence de I’obésité, en particulier par I’éducation alimentaire. Le risque de devenir obése
est considérablement amoindri en diminuant les apports en lipides, en limitant la

consommation de sucres rapides et en réduisant la teneur en sel des aliments. Il est






particuliérement recommand¢ de consommer davantage de fruits et l1égumes, ainsi que de
légumineuses, de céréales completes et de fruits secs.

Une amélioration de la qualité de I’alimentation constitue donc un moyen efficace de
prévention et lutte contre 1’obésité et les maladies métaboliques associées. Parmi les divers
régimes reconnus pour leurs effets bénéfiques, nos études ont particuliérement porté sur les
régimes riches en protéines et les régimes riches en fibres solubles. Ces régimes sont connus
pour leurs effets bénéfiques chez ’Homme (Larsen et al., 2010; Mendeloff, 1977), mais les

mécanismes associés a ces améliorations restaient jusqu’alors mal connus.

Dans la premiere partie de ce manuscrit figure une introduction bibliographique qui
décrit tout d’abord la régulation de la production endogéne de glucose dans les organes
producteurs (foie, rein et intestin); ensuite sont présentés les mécanismes connus de
communication entre I’intestin et le cerveau contrdlant la prise alimentaire. Les effets des
régimes évoqués précédemment sont décrits par la suite a partir de données bibliographiques.

Dans la deuxiéme partie sont présentés les deux articles publiés pendant mon doctorat,
qui proposent des mécanismes physiologiques rendant compte des améliorations
métaboliques lors des régimes riches en protéines et en fibres solubles (Duraffourd et al.,
2012; De Vadder et al., 2014). Ces ¢études portent particulieérement sur le role clé de la
production intestinale de glucose dans les améliorations observées. Un troisiéme article
(soumis a ce jour) propose un mécanisme d’activation de la NGI par les neurones entériques
lors des régimes précédemments évoqués.

Enfin, dans une troisiéme partie, une discussion générale analyse les résultats de ces
articles en rapport avec d’autres données publiées et ouvre sur les possibilités de poursuite de

ces études.
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Figure 1. L’équilibre glycémique dans I’organisme.
La glycémie est maintenue stable a une valeur autour de 1 g/L. Lors d’un déséquilibre (hypo- ou hyperglycémique),
I’organisme adapte sa réponse, ramenant la glycémie vers 1’équilibre.

(Illustration réalisée avec l’aide de Servier Medical Art)



1. LA PRODUCTION ENDOGENE DE GLUCOSE

La concentration plasmatique de glucose est finement régulée par 1’organisme autour
d’une valeur de 1 g/L (soit 5,56 mmol/L). Le glucose est la source principale d’énergie pour
les cellules de I’organisme, permettant notamment le fonctionnement des hématies, du
cerveau et des muscles a contraction rapide. L’équilibre glycémique (Figure 1) est notamment
le résultat d’une balance entre :

* la consommation de glucose par les organes et le stockage énergétique sous forme de
glycogéne (glycogénogenese) et de triglycérides (lipogeneése),

* les apports alimentaires de glucose et la production endogéne de glucose d’autre part.

La production endogene de glucose (PEG) permet 1’apport de glucose lors d’épisodes
hypoglycémiques non compensés par un apport exogene. Elle est possible par deux voies
métaboliques : la glycogénolyse dans le foie et la néoglucogenese dans le foie, le rein et

I’intestin (Croset et al., 2001; Rajas et al., 1999).

1.1 Les voies métaboliques de production

1.1.1. La glycogénolyse

La glycogénolyse (Figure 2) est le processus permettant la libération de glucose a
partir des stocks de glycogeéne endogene. Alors que le muscle utilise son stock de glycogene
pour un apport d’énergie in situ, le foie fournit le glucose nécessaire au fonctionnement de
I’organisme.

La glycogene phosphorylase clive le glycogéne par addition d’un phosphate (P;) pour
former du glucose-1-phosphate selon 1’équation :

Glycogene,; + P; -> glycogene, + glucose-1-phosphate

Le glucose-1-phosphate libéré par cette dégradation peut étre converti en glucose-6-
phosphate par la phosphoglucomutase. Le clivage phosphorolytique du glycogéne est
énergétiquement avantageux car le sucre libéré est déja phosphorylé. La phosphorylase ne
peut cliver les branchements du glycogeéne : une enzyme débranchante a double activité
(glucosyltransférase et a-1,6 glucosidase) remodele le glycogéne pour la dégradation par la

phosphorylase (Figure 2).
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Figure 2. La glycogénolyse.
La dégradation du glycogéne est le résultat de 3 réactions catalysées, chez les Mammiferes, par deux enzymes : une

glycogeéne phosphorylase et une enzyme débranchante a double activité (en vert dans la figure).



La glycogénolyse hépatique est majoritairement déclenchée lorsque 1’organisme a
besoin de produire du glucose a court terme. En effet, les réserves de glycogene hépatique

s’épuisent apres environ 24 h de jeline chez I’Homme et 12 h chez la souris (Nilsson, 1973).

1.1.2. La néoglucogenese

La néoglucogenése correspond a la production de novo de glucose a partir de
précurseurs endogenes non glucidiques (Figure 3). Bien que cette voie soit présente dans trois
organes différents, il existe une sélectivité¢ des organes pour les substrats.

* Dans le foie, les substrats principaux sont le lactate et 1’alanine (Benoy et Elliott,
1937). Ces deux molécules sont converties en pyruvate par respectivement la lactate
déshydrogénase et 1’alanine transaminase. Le pyruvate est par la suite converti en
oxaloacétate par la pyruvate carboxylase.

* Dans le rein et I’intestin, le précurseur principal identifié¢ est la glutamine (Croset et
al., 2001; Stumvoll et al., 1998, 1999), qui est d’abord transformée en glutamate puis
en o-cétoglutarate par la glutamate déshydrogénase (dans le rein) ou [’alanine
transaminase (dans I’intestin). Cette derni¢re molécule est transformée lors du cycle
du Krebs, fournissant in fine de I’oxaloacétate, utilisable lors de la néoglucogenése.

* Le glycérol provenant de I’hydrolyse des triglycérides peut étre, en moindre mesure,
¢galement utilisé dans les trois organes (Bowman, 1970; Cochrane et Ottaway, 1970;
Croset et al., 2001). Il est converti en glycérol-3-phosphate puis en dihydroxyacétone
phosphate lors de la néoglucogenese.

* Chez la plupart des ruminants, le substrat principal de la néoglucogenése est le
propionate, produit lors de la fermentation des fibres solubles par les bactéries
commensales intestinales (Aschenbach et al., 2010; Landau et al., 1993). Le
propionate est d’abord converti en propionyl-coA puis en méthylmalonyl-coA dans la
mitochondrie. Cette derniére molécule est convertie en succinyl-coA par Ia
méthylmalonyl-coA mutase.

La plupart des étapes de la néoglucogenése sont les réactions inverses de celles de la
glycolyse. Cependant, dans la glycolyse, trois réactions sont fortement exergoniques et donc
irréversibles. Elles sont remplacées dans la néoglucogenése par des réactions
thermodynamiquement plus favorables. Ces réactions font intervenir des enzymes spécifiques

de la PEG, donc des cibles clés de sa régulation. Il s’agit de la phosphoénolpyruvate
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Figure 3. Les voies de la néoglucogenése chez les Mammiféres.
Les substrats néoglucogéniques sont indiqués en rouge, les enzymes spécifiques de la voie en vert. Les réactions couplées a
des coenzymes redox/ATP sont indiquées avec des fleches bleues. Les fleéches vertes indiquent la navette malate/aspartate,

permettant I’export de 1’oxaloacétate dans le cytosol.



carboxykinase (PEPCK), qui transforme 1’oxaloacétate en phosphoénolpyruvate, la fructose-
1,6-bisphosphatase (F1,6BPase), qui transforme le fructose-1,6-bisphosphate en fructose-6-
phosphate, et la glucose-6-phosphatase (G6Pase), qui transforme le glucose-6-phosphate en
glucose. Ce systéme de controle permet une inhibition réciproque de la glycolyse et la
néoglucogencese, et donc évite la formation de cycles futiles.

Contrairement a la PEPCK et la F1,6BPase, exprimées dans un grand nombre de
tissus, I’expression de la G6Pase est restreinte a trois organes : le foie, le rein et I’intestin
(Rajas et al., 1999). Cette spécificité confére a ces trois organes la capacité de produire du
glucose par la néoglucogencese.

Ces organes n’ont cependant pas la méme importance ni le méme réle dans le

maintien de I’homéostasie glucidique.

1.2 Réles complémentaires des organes producteurs de glucose dans I’homéostasie

glucidique

1.2.1. Le foie

Le foie est le seul organe pouvant mobiliser a la fois la glycogénolyse et la
néoglucogenese. Il est généralement considéré comme le principal producteur de glucose a
jeun. Lors d’un jelne court, le foie utilise principalement ses réserves de glycogéne et, si le
jetine se prolonge, la néoglucogenése devient majoritaire a partir principalement de lactate et
d’alanine (Nordlie et al., 1999). A 1’état post-absorptif (5 & 6h apres la fin d’un repas), le foie
est responsable de prés de 80% de la PEG (Figure 4).

Une trop forte induction de la production hépatique de glucose présente des effets
déléteres sur I’organisme. En effet, lors du diabéte de type 2, la néoglucogenese hépatique est
fortement induite (Clore et al., 2000; Magnusson et al., 1992). De méme, la surexpression de
la G6Pase hépatique chez le rat est responsable d’un déséquilibre de ’homéostasie glucidique

(Trinh et al., 1998).

1.2.2. Lerein

A T’état post-absorptif, le rein est responsable de 15 a 20% de la PEG chez le rat

(Mithieux et al., 2006) et de 5 a 20% chez I’Homme (Cersosimo et al., 1999; Ekberg et al.,
1999).
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Figure 4. Les parts respectives de chaque organe producteur de glucose lors de I’état post-absorptif et le jeiine
prolongé.

(Illustration réalisée avec [’aide de Servier Medical Art)



Cependant, lors du jeline prolongé, la part de la production rénale de glucose est
drastiquement augmentée chez le rat et ’'Homme (Ekberg et al., 1999; Mithieux et al., 2006)
(Figure 4). De facon intéressante, le rein est également 1’organe majeur de la PEG a 1’état
post-absorptif lors des régimes riches en protéines (Pillot et al., 2009). Dans ces conditions,
une redistribution de la PEG est observée, avec une diminution de la part hépatique au profit
des parts rénale et intestinale (pour le rein : 15-20% en régime standard contre environ 45%

en régime riche en protéines).

1.2.3. L’intestin

Depuis environ 15 ans, P'intestin a été identifié comme un organe producteur de
glucose (Croset et al., 2001). Il exprime en effet la PEPCK et la G6Pase, localisées dans la
partie supérieure des villosités intestinales (Rajas et al., 1999, 2000). La Go6Pase est
¢galement localisée dans les cryptes, ou le nouvel épithélium est formé (Rajas et al., 2007).

La part de I’intestin dans la PEG est faible lors des périodes post-absorptives (Figure
4), mais monte a 20%, voire 35% lors du jeline prolongé chez le rat (Croset et al., 2001;
Mithieux et al., 2004a, 2006). Une induction similaire de la production intestinale de glucose
(PIG) a également été démontrée dans deux autres conditions : lors d’un régime enrichi en
protéines (Mithieux et al., 2005) et apres une chirurgie bariatrique de type by-pass gastrique
(Troy et al., 2008). Chez le rat nourri avec un régime riche en protéines, la PIG représente
environ 20% de la PEG post-absorptive. D’autre part, aprés un by-pass gastrique, une
augmentation de 1’expression de la G6Pase et de la PEPCK a été observée dans le jéjunum et
I’iléon.

L’induction de la PIG se traduit par une libération de glucose dans la veine porte, qui
collecte le sang provenant de I’intestin. A I’état nourri post-absorptif, le glucose libéré par la
PIG est détecté par un capteur portal qui transmet le signal au cerveau (Delaere et al., 2012,
2013), activant en retour un arc réflexe central responsable d’une augmentation de la
sensibilité périphérique a I’insuline et de la sensation de satiété. Ces améliorations sont
particulierement observées lors des régimes riches en protéines (Mithieux et al., 2005; Pillot
et al.,, 2009). Le role joué¢ par la PIG dans la satiété initiée par les régimes enrichis en
protéines a été confirmé récemment. En effet, les souris invalidées spécifiquement pour la
sous-unité catalytique de la G6Pase (G6pc) dans I’intestin sont insensibles aux améliorations

observées lors de ces régimes (Penhoat et al. 2011). De méme, le signal glucose portal induit
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par une augmentation de la PIG est responsable de I’amélioration du profil glycémique de

souris ayant subi une intervention de type by-pass gastrique (Troy et al., 2008).

2. L’AXE INTESTIN-CERVEAU ET LE CONTROLE DE LA PRISE
ALIMENTAIRE

2.1 Innervation de I’intestin par le systéme nerveux périphérique (SNP)

Du point de vue anatomique, le SNP peut étre divisé en trois réseaux interconnectés :
* le réseau parasympathique porté par les nerfs vagues
* le réseau sympathique porté en particulier par le nerf splanchnique
* le réseau entérique situé dans la paroi gastro-intestinale.
Chacun des réseaux comporte des composantes efférentes (motrices) et afférentes
(sensorielles). Par convention, les appellations « systéme sympathique» et « systeme
parasympathique » sont réservées aux fibres efférentes, tandis que les afférences sont

désignées par le nerf qui les porte (ex : afférences vagales).

2.1.1. L’innervation vagale

Les nerfs vagues (nerfscraniens X) sont des nerfs mixtes; presque toutes les
neurofibres motrices sont des efférences parasympathiques. Les neurofibres motrices
parasympathiques desservent le cceur, les poumons et les viscéres abdominaux, et elles
contribuent a la régulation de la fréquence cardiaque, de la respiration et de I’activité¢ du
systeme digestif. Les nerfs vagues transmettent aussi des influx sensitifs provenant des
viscéres thoraciques et abdominaux, des barorécepteurs de la crosse de 1’aorte, des
chémorécepteurs de la crosse de 1’aorte et des glomus carotidiens (chémorécepteurs pour la
respiration) et des calicules gustatifs de la partie postérieure de la langue.

Les deux nerfs vagues (ventral et dorsal) fournissent des neurofibres au cou et aux
plexus nerveux, qui desservent pratiquement tous les organes des cavités thoracique et
abdominale (Berthoud, 2004; Furness, 2012). Les axones pré ganglionnaires des nerfs vagues
émergent principalement des noyaux dorsaux et ambigus du bulbe rachidien et font synapse
avec des ganglions terminaux situés dans les parois de 1’organe cible. Lorsque les principaux

troncs des nerfs vagues atteignent 1’cesophage, leurs neurofibres s’entremélent et forment les
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Figure 5. L’innervation du tractus gastro-intestinal par le systéme nerveux autonome.
Le systéme nerveux sympathique est indiqué en vert, le parasympathique en rouge.

(Illustration réalisée avec I’aide de Servier Medical Art)



troncs vagaux antérieur et postérieur, qui contiennent chacune des neurofibres provenant des
nerfs vagues. Ces troncs descendent ensuite le long de I’cesophage jusque dans la cavité
abdominale, et ils émettent des neurofibres par I’intermédiaire du plexus aortique abdominal
(formé par un certain nombre de petits plexus - par exemple ceeliaque, mésentérique supérieur
et hypogastrique - attachés a 1’aorte abdominale) avant de donner des ramifications aux
viscéres abdominaux (Figure 5). Les nerfs vagues innervent le foie, la vésicule biliaire,
I’estomac, I’intestin gréle, les reins, le pancréas et la moiti¢ proximale du gros intestin (le

rectum étant innervé par les nerfs splanchniques pelviens).

2.1.2. L’innervation sympathique

L’innervation sympathique de [’abdomen est assurée par des neurofibres pré
ganglionnaires provenant de TS5 (5¢me nerf thoracique) a L2 (2éme nerf lombaire), qui
empruntent certains nerfs splanchniques et font synapse principalement dans le ganglion
ceeliaque et mésentérique supérieur (Furness, 2012). La plupart des neurofibres pré-
ganglionnaires a partir de T5 vers le bas font synapse dans des ganglions prévertébraux. Ces
neurones pénetrent dans les troncs sympathiques, en sortent sans faire synapse et forment les
nerfs splanchniques. Comme tous les nerfs spinaux, les nerfs splanchniques sont mixtes (i.e.
contiennent des fibres motrices sympathiques et des fibres sensitives). Les nerfs
splanchniques se joignent a un certain nombre de plexus enchevétrés qui forment I’ensemble
du plexus aortique abdominal. Ce plexus nerveux complexe contient plusieurs ganglions:
ceeliaque, mésentérique supérieur et mésentérique inférieur, appelés suivant les artéres
auxquels ils sont associés. Les neurofibres issues de ces ganglions atteignent habituellement
leurs organes cibles en compagnie des artéres qui les desservent. Elles desservent 1’estomac,

les intestins (sauf la moiti¢ distale du gros intestin), le foie, la rate et les reins (Figure 5).

2.1.3. Le systeme nerveux entérique

Le tube digestif posséde son propre réseau nerveux interne formé par les neurones
entériques. Ces neurones sont étroitement interconnectés et entretiennent d’intenses
communications grace auxquelles ils assurent ainsi la régulation de I’activité du systeme
digestif. Les deux principaux plexus nerveux intrinseques (ganglions reliés par des voies
nerveuses non my¢linisées) des parois du tube digestif, soit le plexus sous-muqueux et le

plexus myentérique, sont composés en grande partie de neurones entériques semi-autonomes
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Figure 6. Anatomie du systéme nerveux entérique.

A. Localisation du systeme nerveux entérique (représenté par les plexus d’Auerbach, myenteric plexus, et de Meissner ou
sous-muqueux, SMP), (Furness, 2012).

B. Relation du systéme nerveux entérique avec les afférences autonomes, (Furness et al., 1998). La plupart des afférences
intrinséques et extrinséques qui innervent I’intestin projettent vers la lamina propria de la muqueuse. Celles-ci incluent des
fibres afférentes vagales provenant du ganglion inférieur du nerf vague, des afférences spinales des ganglions spinaux
dorsaux, et des neurones intrinséques (AH, after-hyperpolarizing) localisés dans les plexus entériques. Il existe également

une classe S de neurones mécanosenseurs dans le plexus myentérique qui ne projette pas vers la muqueuse.



(Furness, 2012) (Figure 6).

* Le plexus sous-muqueux, ou plexus de Meissner, fait partie de la sous-muqueuse. Il
est composé de neurones sensoriels et de neurones moteurs. Ce plexus contient
uniquement des fibres parasympathiques et régit I’activité des glandes et des muscles
lisses de la muqueuse.

* Le plexus myentérique, ou plexus d’Auerbach, plus développé, se trouve entre les
couches circulaire et longitudinale de la musculeuse. Les neurones de ce plexus
constituent le principal réseau nerveux de la paroi du tube digestif et en régissent la
motilité.

Le systéme nerveux entérique est reli¢ au systéme nerveux central par des neurofibres
viscérales afférentes et par des branches sympathiques et parasympathiques du systéme
nerveux autonome, qui pénétrent dans la paroi de I’intestin et forment des synapses avec les
neurones des plexus intrinséques. Ainsi, les neurofibres du systéme nerveux autonome
exercent également une régulation extrinséque sur la digestion par 1’intermédiaire d’arcs
réflexes longs. De fagon générale, 1’action du systéme parasympathique accroit la motilité et
la sécrétion d’eau, d’électrolytes et de protéines, alors que celle du systéme sympathique
inhibe I’activité digestive.

Les ganglions entériques, qui sont largement indépendants, sont bien plus que de
simples relais du systéme nerveux autonome, comme c’est le cas dans les autres systemes. En
effet, le systéme nerveux entérique contient plus de 100 millions de neurones, soit davantage

que la moelle épiniére.

2.2 Les hormones gastro-intestinales et la régulation de I’homéostasie énergétique

Le tractus gastro-intestinal est 1’organe endocrine le plus grand de I’organisme. Il
libere plus de 20 hormones différentes qui influencent un nombre de processus
physiologiques et agissent sur les tissus tels que les glandes exocrines, le muscle lisse et le
systéme nerveux périphérique (Figure 7). La plupart de ces peptides sont sensibles au contenu
nutritif du tube digestif. Les sensations a court terme de faim et satiété sont en grande partie
régulées par des changements coordonnés dans les concentrations d’hormones gastro-
intestinales circulantes (Berthoud, 2008; Murphy et Bloom, 2006). Le message est alors
transmis par la circulation sanguine ou les afférences vagales en fonction de la localisation

dans I’organe (Figure 8).
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processus physiologiques.
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2.2.1. La ghréline

La ghréline est une hormone peptidique libérée dans la circulation par 1’estomac,
découverte en tant que ligand endogéne du récepteur a sécrétagogue de 1’hormone de
croissance (growth-hormone-secretagogue receptor, GHS-R). La ghréline est composée de 28
acides aminés et est modifiée de fagcon post traductionnelle par I’addition d’un groupe
octanoyl a la sérine localisée en position trois. Cette acylation est nécessaire pour la liaison au
GHS-R et pour traverser la barriére hémato-encéphalique (Kojima et Kangawa, 2005). A ce
jour, la ghréline est le seul facteur gastro-intestinal décrit qui est capable d’augmenter
I’appétit. La concentration de ghréline circulante est augmentée par le jeline, et décroit apres
un repas (Janssen et al., 2011b; Kamegai et al., 2000). L’administration centrale ou
périphérique de ghréline acylée augmente fortement la prise alimentaire. Ces effets valent
souvent I’appellation de la ghréline comme « hormone de la faim » (Kojima et Kangawa,
2005).

Les modeles de signalisation anormale par la ghréline montrent des phénotypes
complexes liés a I’homéostasie énergétique. Les souris déficientes pour le gene de la ghréline
ou pour son récepteur sont résistantes a 1’obésité induite par un régime riche en graisses et en
sucres. Les souris déficientes en ghréline ont également une préférence alimentaire modifiée,
favorisant la graisse comme source d’énergie par rapport aux souris sauvages (Cummings,
2006). L’administration d’antagonistes GHS-R a pour effet de réduire la prise alimentaire
chez des souris (Cummings, 2006). D’autres études ont montré que les souris diabétiques
invalidées pour la ghréline ont une hyperphagie atténuée (Dong et al., 2006), et que la perte
de ghréline réduit le diabéte chez les souris 0b/ob (Sun et al., 2006).

Le géne qui code pour la ghréline code également pour un autre peptide appelé
obestatine. Des études ont montré que 1’administration centrale ou périphérique du peptide
réduisait la prise alimentaire et la prise de poids (Zhang et al., 2005). Cependant, des études
postérieures ne soutiennent pas 1’idée d’un role de 1’obestatine dans le contrdle de la prise

alimentaire (Gourcerol et al., 2006; Nogueiras et al., 2007).

2.2.2. La cholécystokinine

Dans ’intestin proximal, lipides et protéines induisent la sécrétion de cholécystokinine

(CCK) par les cellules I. La CCK est libérée en postprandial depuis le duodénum et le

Jéjunum. Cette sécrétion active les afférences vagales via le récepteur CCK1 (Moriarty et al.,
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1997; Smith et al., 1985). Les antagonistes CCK1 augmentent la prise alimentaire chez le rat
et ’'Homme, et le rat Otsuka Long-Evans Tokushima Fatty (OLETF), déficient en récepteur
CCK1, est hyperphagique et obése, suggérant un role physiologique de la CCK dans le
contrdle de la prise alimentaire (Bi et Moran, 2002). Cependant, la perfusion continue de
CCK n’a pas d’influence sur la prise alimentaire aprés 24 h, et bien que 1’administration
intermittente réduise la prise alimentaire de fagon aigué€, cet effet est compensé par une
augmentation de la prise alimentaire entre les injections (Crawley et Beinfeld, 1983; West et
al., 1984, 1987). Certaines études montrent que la CCK ne peut pas activer les circuits vagaux
aux concentrations physiologiques circulantes, suggérant que les actions de la CCK sur la
prise alimentaire résultent d’une action plutot paracrine ou neurocrine qu’endocrine (Moran,

2000).

2.2.3. Lepeptide YY

Le peptide YY (PYY) est une hormone intestinale proche du neuropeptide Y (NPY).
Les deux peptides présentent un motif structural PP et exercent leurs effets a travers la famille
de récepteurs Y. Le PYY entier se lie avec la méme affinit¢ a tous les récepteurs Y.
Cependant, la plupart du PYY circulant est la forme tronquée du c6té N-terminal, PYY3;_s6,
qui se lie préférentiellement au récepteur Y2R.

Le PYY est sécrété par les cellules L de I’intestin distal (iléon et surtout célon). Sa
sécrétion est augmentée suite a un repas et est réduite par le jeline. Une administration aigué
de PYY3.36 réduit la prise alimentaire chez les rongeurs et les humains (Batterham et al.,
2002). Cependant, le stress peut réduire la prise alimentaire de base, ce qui peut limiter I’effet
des agents anorexigenes. L’administration périphérique de PYY3.36 ne réduit pas la prise
alimentaire chez les rongeurs qui ne sont pas acclimatés aux conditions expérimentales, ou
lors d’un changement d’environnement (Abbott et al., 2006; Halatchev et al., 2004). Le
récepteur Y2R sert probablement d’intermédiaire des effets anorexigénes du PYY3;.s, car ils
sont atténués par les antagonistes Y2R (Abbott et al., 2005a) et abolis chez les souris
invalidées pour le gene Y2r (Batterham et al., 2002).

Les individus obéses ont une sensibilité normale aux effets anorexigenes du PYY3.36,
et les taux circulants de PYY ne sont pas augmentés chez les obéses, contrairement aux taux
de leptine (Batterham et al., 2003), ce qui suggére que la libération de PYY n’est

probablement pas impliquée dans I’étiologie de 1’obésité.
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2.2.4. Le glucagon-like peptide-1 (GLP-1)

Le méme type cellulaire qui produit le PYY produit également un grand précurseur
protéique appelé proglucagon. Celui-ci subit un nombre de modifications post-
traductionnelles, dont plusieurs clivages aboutissant a des peptides d’activité biologique, tels
que le glucagon, le glucagon-like peptide-1 (GLP-1), le glucagon-like peptide-2 (GLP-2) et
I’oxyntomoduline.

Le GLP-1 existe sous plusieurs formes, mais la forme circulante la plus commune est
la forme GLP-17.36. Le GLP-1 est libéré dans la circulation aprés un repas et est une puissante
incrétine : son administration centrale ou périphérique stimule fortement la sécrétion
d’insuline. L’administration intracérébroventriculaire de GLP-1 réduit drastiquement la prise
alimentaire chez les rongeurs, et 1’administration périphérique inhibe [I’appétit chez les
rongeurs et I’Homme (Drucker, 2006).

La salive du monstre de Gila, Heloderma suspectum, un 1ézard venimeux, contient un
peptide appelé exendine-4, qui est un puissant agoniste du récepteur du GLP-1. Une forme
tronquée du peptide, 1’exendine 9-39, agit comme antagoniste compétitif sur le méme
récepteur. Une administration intracérébroventriculaire aigué d’exendine 9-39 augmente la
prise alimentaire, et une administration chronique augmente la prise de poids. Il semble donc
que la signalisation périphérique par le GLP-1 intervienne dans les mécanismes
physiologiques qui réduisent 1’appétit et la prise alimentaire suite a un repas. Cependant, la
prise alimentaire et le poids des souris invalidées pour le récepteur du GLP-1 ne sont pas
modifiés (Drucker, 2006).

Le GLP-1 et le PYY ont la particularité d’étre clivés rapidement dans la circulation
par la dipeptidyl peptidase IV (Eberlein et al., 1989; Mentlein et al., 1993), ce qui participe a
la complexité des mécanismes associés a ces facteurs. Dans le cas du GLP-1, son clivage
provoque son inactivation, ce qui suggere que la fixation du peptide intestinal aux afférences
vagales abdominales (Kakei et al., 2002; Nakagawa et al., 2004) est le support majeur de ses
effets physiologiques.

Dans le cadre d’un by-pass gastrique, une augmentation de la sécrétion du GLP-1 est
observée (Shah et al., 2014). Cependant, il ne semble pas que cette sécrétion soit responsable

de la perte de poids, mais serait associée a une amélioration de la sécrétion d’insuline (Troy et

al., 2008).
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2.2.5. Le glucose-dependent insulinotropic peptide (GIP)

Le GIP est un peptide a 42 acides aminés libéré par les cellules K du duodénum apres
I’ingestion des aliments (Buchan et al., 1978; Carr et al., 2008). Les souris invalidées pour le
récepteur du GIP sont résistantes a 1’obésité lorsqu’elles sont nourries avec un régime riche en
graisses (Miyawaki et al., 2002). Les explications de ce phénotype sont peu claires. Il est
probable que la résistance a 1’obésité soit le fait d’un effet du GIP sur le métabolisme des
adipocytes, via des effets sur la lipolyse notamment (Timper et al., 2013).

Contrairement aux hormones précédentes, le GIP ne semble pas impliqué dans la

modulation de la prise alimentaire.

2.2.6. La sérotonine

La majorité (environ 90%) de la sérotonine (5-HT) de 1’organisme est synthétisée,
stockée et libérée a partir d’'une population de cellules entéroendocrines appelées cellules
entérochromaffines (Mawe et Hoffman, 2013). Les premicres tentatives pour enregistrer
I’activité des afférences extrinséques de ’intestin se sont révélées infructueuses jusqu’aux
années 1950. Une étude a alors démontré que les fibres sensorielles quiescentes innervant
I’estomac et I’intestin pouvaient étre activées par une infusion vasculaire de phényldiguanide
(Paintal, 1954). Cet agent a été par la suite identifié comme un puissant agoniste du récepteur
de la sérotonine 5-HT3.

Les afférences vagales du tractus gastro-intestinal supérieur sont activées par la
sécrétion de 5-HT dans ’intestin. Des études pharmacologiques et immunohistochimiques ont
démontré que les afférences vagales dans la muqueuse intestinale expriment le récepteur 5-
HT3 (Glatzle et al., 2002; Hillsley et Grundy, 1998). De plus, I’infusion de solutions
hyperosmotiques ou de produits de dégradation des glucides dans le lumen du duodénum
induit la libération de 5-HT par les cellules entérochromaffines, agissant sur les récepteurs 5-
HT3 et stimulant ainsi les afférences vagales (Zhu et al., 2001). La présence de glucose dans
le lumen stimule également la libération de 5-HT, et active un réflexe vago-vagal qui inhibe la
vidange gastrique (Raybould et al., 2003). Ces stimuli résultent aussi en une sécrétion
pancréatique. La réponse inhibitrice gastrique et la sécrétion pancréatique sont sensibles aux
antagonistes des récepteurs 5-HT3 (Li et al., 2000). Les signaux de satiété¢ en provenance de
I’intestin impliquent de méme la libération de 5-HT : la suppression de la prise alimentaire

par les lipides fait appel a une action conjointe des récepteurs 5-HT3 et CCK1 (Savastano et
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Covasa, 2007). Chez I’Homme, I’inhibition des récepteurs 5-HT3 augmente le volume
d’ingestion d’un repas liquide (Janssen et al., 2011a), suggérant un rdle des récepteurs 5-HT3
et de la signalisation par les afférences vagales dans le contrdle des sensations de faim et de
satiété.

Bien que peu d’études aient été faites sur 1’activation des fibres afférentes spinales par
la 5-HT, des études in vivo et ex vivo montrent que les afférences spinales expriment le
récepteur 5-HT3 dans les terminaisons périphériques. Des études sur la distension colorectale
chez le rat ont montré que 1’alosétron, un antagoniste 5-HT3, inhibe les réponses réflexes et

I’immunoréactivité c-Fos dans la corne dorsale de la moelle épinicre (Kozlowski et al., 2000).

2.3 La détection des nutriments et le contréle de la prise alimentaire par le systéme

nerveux hépato-portal

2.3.1. La détection des nutriments

La zone hépato-portale posseéde une triple innervation périphérique assurée par les
deux branches du nerf vague et le nerf splanchnique (Berthoud, 2004) (Figure 9). La branche
hépatique commune est par ailleurs la voie de circulation des neurofibres vagales ventrales
qui innervent également une partie de I’estomac, le pancréas et le duodénum. La veine porte
est donc en position idéale pour détecter une grande partie des informations nutritionnelles
issues des repas, avant que les nutriments ne soient métabolisés par le foie.

Bien que les nutriments soient capables d’induire des réponses post-absorptives
influengant la prise alimentaire et le métabolisme apres le passage dans le foie (Lutz et al.,
2001; Trayhurn et Wood, 2005), seule la région hépato-portale est exposée a I’ensemble des
signaux issus de I’alimentation, et tous les autres organes recoivent ces informations apres
une utilisation partielle des nutriments dans le foie, cceur et poumons.

De plus, les effets métaboliques des hormones gastro-intestinales sont abolis par
I’ablation chirurgicale du nerf vague abdominal. L’augmentation de la prise alimentaire et de
la sécrétion d’hormone de croissance, dont la ghréline est le médiateur, sont abolis par une
vagotomie (Date et al., 2002). C’est également le cas des effets de satiété initiés par la CCK
(Smith et al., 1985), le GLP-1 et le PYY (Abbott et al., 2005b). De plus, les effets
hypoglycémiants du GLP-1 font intervenir les récepteurs localisés dans le systeme nerveux
périportal. Ainsi, lors d’une inhibition de la signalisation du GLP-1 dans la veine porte, les

améliorations de I’homéostasie glycémique sont atténuées (Vahl et al., 2007).
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Une augmentation des taux de lipides, protéines et glucose, peu de temps apres
I’ingestion d’un repas, active les neurones localisés dans la paroi de la veine porte (Breen et
al., 2011; Delaere et al., 2012; Rasmussen et al., 2012), altérant ainsi I’appétit et le flux de
glucose produit par le foie. Ces mécanismes pourraient étre a I’origine des effets rapides sur la
faim et la régulation de la glycémie observés aprés un by-pass gastrique chez les rongeurs

(Breen et al., 2012; Troy et al., 2008).

2.3.2. Le glucose portal et la sensation de satiété

Le flux d’apparition du glucose dans la veine porte lors de la digestion d’un repas
riche en glucides (environ 50% des apports caloriques) est €levé. Il représenterait une a deux
fois I’équivalent de la PEG totale (Delaere et al., 2012).

Les études initiales sur I’effet de la perfusion de glucose en veine porte ont été
effectuées avec des flux égaux a la PEG (Tordoff et al., 1989). Dans ces conditions, la
perfusion de glucose induit des réponses physiologiques et comportementales complexes
telles qu’une diminution de la prise alimentaire, une modification de la préférence alimentaire
et une modification de I’activité électrique des afférences hépato-portales vagales et spinales
associée a un changement de 1’activit¢ des neurones hypothalamiques impliqués dans le
controle de la faim (Delaere et al., 2010). Cependant, la perfusion a des flux nettement
inférieurs (environ un sixiéme a un tiers de la PEG) est suffisante pour initier a la fois une
diminution de la prise alimentaire et une activation des régions centrales controlant
I’homéostasie énergétique (Delaere et al., 2013; Mithieux et al., 2005). Bien que les deux flux
de glucose portal puissent représenter ce qui a lieu en période post prandiale, plusieurs études
ont démontré que ’arrivée de glucose en veine porte ne détermine pas la fin d’un repas en
cours mais conditionne plutdt la taille du repas suivant (Baird et al., 1997). Ceci suggere
fortement une relation entre détection du glucose portal et satiété. En accord avec cette
hypothese, la région portale est un lieu crucial de la détection d’une hypoglycémie transitoire

(Saberi et al., 2008), semblable a la transition entre un état nourri et un état post-absorptif.

2.3.3. Mécanismes moléculaires de détection du glucose portal

Si I’on considere le glucose comme une molécule porteuse d’un signal, le mécanisme

le plus simple de détection est celui de la fixation a un récepteur cellulaire. Récemment, une

étude a permis de discriminer parmi trois mécanismes distincts (Figure 10):
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Figure 10. Trois modéles de détection du glucose par les neurones de la veine porte.

A. Le modele classique de détection par Glut 2 et la glucokinase (d'apres Thorens et Larsen, 2004).

B. Mod¢le de détection par les récepteurs du gout (d'aprés Depoortere, 2014).

La fixation d’un composé au gott sucré sur le dimeére TIR2/T1R3 activée la protéine G couplée (gustducine), et active la
phospholipase C 2 (PLCB2). Celle-ci dissocie le phosphatidylinositol-4,5-biphosphate (PIP,) en diacylglycérol et inositol-
1,4,5-triphosphate (IP;). La fixation de celui-ci sur son récepteur induit la libération de calcium par le réticulum
endoplasmique, activant le canal a cations transient receptor potential member 5 (TRPMS), conduisant a la dépolarisation de
la cellule.

C. Mode¢le de détection dans la cellule entérochromaffine intestinale (d'aprés Freeman et al., 2006).

La fixation de glucose & SGLT3 induit I’entrée de 2 Na*, conduisant a la sécrétion de sérotonine (5-HT) via I’entrée de ca®".

(Illustration réalisée avec I’aide de Servier Medical Art)



* la détection via le transporteur a faible affinité Glut 2, couplé a la phosphorylation du
glucose par la glucokinase et possiblement responsable de la sécrétion de glucose
stimulée par I’insuline dans les cellules B pancréatiques (Thorens et Larsen, 2004) ;

* les récepteurs intestinaux du gout, qui répondent aux mémes stimuli que ceux de la
langue (sucré, salé, acide, amer et umami) et qui peuvent coordonner la libération
d’hormones impliquées dans I’homéostasie énergétique (Depoortere, 2014) ;

e et le cotransporteur glucose/sodium 3 (SGLT3), un récepteur (et non transporteur) de
glucose, responsable des sécrétions stimulées par le glucose dans les cellules

entérochromaffines (Freeman et al., 2006).

Un grand nombre d’arguments suggere un role clé de SGLT3 par rapport a Glut2 et les
récepteurs du golt dans la détection de l’apparition du glucose portal a de faibles flux
physiologiques. En effet, la détection de glucose portal est inhibée par la phlorizine (un
inhibiteur spécifique des protéines de la famille des SGLT), alors que la perfusion de 3-O-
méthylglucose (un analogue du glucose non phosphorylable), qui est capable de se lier a
SGLTS3 active le systéme de détection du glucose portal (Delaere et al., 2012). Il semblerait
donc que SGLT3 soit la molécule impliquée dans la détection du signal glucose portal.

Alors que la région portale est innervée par les voies vagale et spinale (Berthoud,
2004), la détection de glucose portale n’est pas altérée par une ablation chirurgicale du nerf
vague (Delaere et al., 2012). Ceci suggere que le signal porté par le glucose portal peut étre

relayé par les fibres afférentes des voies vagale et spinale.

2.4 Controle central de la prise alimentaire

Le contrdle physiologique de la prise alimentaire implique un grand nombre de
régions cérébrales et de neurotransmetteurs. En particulier, I’hypothalamus, le tronc cérébral
et les régions cortico-limbiques (impliquées dans les circuits de récompense) occupent une

place centrale (Berthoud, 2002).

2.4.1. Intégration des signaux par l’hypothalamus et le tronc cérébral

L’hypothalamus et le tronc cérébral sont les régions historiquement les plus étudiées

par rapport au contrdle de la prise alimentaire et du métabolisme énergétique. Ces deux

régions contiennent des organes circumventriculaires (éminence médiane et area postrema —
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Figure 11. Schéma des voies afférentes relatives au contréle de la prise alimentaire (Berthoud, 2002).

Le long du canal alimentaire, les afférences nerveuses transmettent au tronc cérébral des informations de différentes natures :
M = mécaniques (Ms = tension ; Mf = toucher), T = gustatives, Temp = thermiques, C = chimiques.

Abréviations : BST, noyau du lit de la strie terminale; CeA, noyau central de I’amygdale ; Hyp, hypothalamus ; IML, noyau
intermédiolatéral (neurones pré-ganglionnaires sympathiques) ; Mot, noyau oral moteur du tronc ; NTS, noyau du tractus

solitaire ; PBN, noyau parabrachial ; S5, noyau sensoriel principal du nerf trijumeau ; RVLM, bulbe rachidien ventrolatéral
rostral.



AP) qui possedent des capillaires fénestrés et une permeéabilité plus grande que les autres
structures isolées de la circulation par la barriere hémato-encéphalique (Duvernoy et Risold,
2007; Ganong, 2000). A proximité de ces zones, les neurones sont susceptibles de détecter les
hormones et les nutriments dans la circulation a des concentrations supérieures a celles
mesurées dans le cerveau. Le tronc cérébral, quant a lui, est le siége de I'intégration des
informations nerveuses issues du SNP, notamment les afférences gustatives (via le nerf
glosso-pharyngien, ou nerf cranien [X) et les afférences vagales (Figure 11). Il constitue un
centre intégrateur des informations, relayées par la suite au reste du cerveau, et

particuliérement a 1I’hypothalamus.

2.4.2. L’hypothalamus

Dans les années 1940 et 1950, des expériences de lésion avaient suggéré un role
globalement anorexigene et catabolique de certaines aires hypothalamiques (Anand et
Brobeck, 1951; Brobeck et al., 1943). Depuis ces travaux, 1’identification des
neurotransmetteurs dans ces noyaux a confirmé le role central de I’hypothalamus, mais a

surtout révélé une grande diversité neuronale.

2.4.2.1.Les noyaux impliqués dans la prise alimentaire

L’hypothalamus des Mammiferes est constitu¢ de plus de 40 noyaux histologiquement
distincts, sous-divisés en sous-noyaux (Figure 12). La zone péri-ventriculaire est
principalement impliquée dans la détection des signaux sanguins et I’organisation et le
contrdle des réponses endocrines. La zone médiane est essentiellement composée de grands
noyaux (noyau dorso-médian — DMN, noyau ventro-médian — VMN) qui recoivent des
informations sensorielles et sont fortement interconnectés avec le reste de 1’hypothalamus.
Cette zone est impliquée dans 1’organisation des comportements adaptatifs. La zone latérale
(LHA) possede un systeme de communication intra- et extra-hypothalamique et peut étre
définie comme D’interface entre les régions plus médianes et les régions cortico-limbiques
d’une part, et entre les systtmes moteurs somatique et autonome d’autre part. Le noyau
paraventriculaire (PVN) de I’hypothalamus représente un microcosme a D’intérieur de
I’hypothalamus, dans le sens ou plusieurs sous-noyaux sont connectés aux trois systémes
effecteurs : le systéme endocrine (groupes magnocellulaires), le systéme autonome et le

systéme comportemental (groupes parvocellulaires) (Berthoud, 2002).
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Figure 12. Organisation anatomique et fonctionnelle de I’hypothalamus et du complexe dorsal vagal (DVC) (d'apres
Berthoud, 2002).

Carte fonctionnelle de I’hypothalamus et du DVC avec les éléments de détection humorale et nerveuse.

Abréviations : AP, area postrema ; ARC, noyau arqué de I’hypothalamus ; dmnX : noyau moteur dorsal du nerf vague ;
DMN/VMN, noyaux dorso-médian/ventro-médian de I’hypothalamus ; LHA, hypothalamus latéral ; NTS, noyau du tractus
solitaire ; PVN, noyau paraventriculaire de I’hypothalamus.

Les récepteurs a la ghréline (GHS-R), au GLP-1 (GLP1-R), a la leptine (LepR), a la CCK (CCK1), a I’insuline (InsR) et aux
NPY/PYY (Y1R/Y2R/Y5R) sont indiqués.



De nombreuses ¢tudes depuis une vingtaine d’années ont vis€¢ a identifier les
populations neuronales hypothalamiques qui contiennent des neurotransmetteurs et récepteurs
spécifiques d’importance cruciale dans le comportement alimentaire et le développement de
I’obésité. Parmi les noyaux hypothalamiques, le noyau arqué (ARC) occupe un role
intégrateur, avec des connections a la zone latérale, le tronc cérébral et le systéme cortico-

limbique entre autres (Guan et al., 2001; Li et al., 1999) (Figure 12).

2.4.2.2 Les neurotransmetteurs associés

Plusieurs populations neuronales ont été identifiées dans I’hypothalamus, sur la base
de leur contenu en neurotransmetteurs. Dans I’ARC, deux populations neuronales principales
répondent rapidement aux informations nutritionnelles. L’une exprime le géne de la pro-
opiomélanocortine (POMC) et le transcrit régulé par la cocaine et les amphétamines (CART),
et induit un effet anorexigeéne (Boston et al., 1997). La forme active de POMC est le résultat
de son clivage en plusieurs neuropeptides, parmi lesquels la B-endorphine, la corticotropine
(ACTH) et les hormones mélanotropes a et f (a- et f-MSH) (Cone, 2005). a- et B-MSH
exercent leur effet anorexigéne par la liaison aux récepteurs MC4R et MC3R (Adan et al.,
1994). Contrairement aux neurones POMC/CART, ’autre population de neurones de I’ARC
co-exprime le neuropeptide Y (NPY) et ’Agouti-related peptide (AgRP) et induit un effet
orexigéne (Ollmann et al., 1997). Tout comme PYY, NPY se fixe aux récepteurs Y1IR, Y2R
et YSR (Bouali et al., 1995; Gerald et al., 1996; Lopez-Valpuesta et al., 1996). Ces neurones
s’opposent a 1’action des neurones POMC/CART notamment par 1’effet antagoniste de
I’AgRP sur les récepteurs MC3/4R (Ollmann et al., 1997). Les neurones NPY/AgRP et
POMC/CART de I’ARC expriment de multiples récepteurs aux hormones. La leptine (Glaum
et al., 1996; Hékansson et al., 1996), les glucocorticoides (Hisano et al., 1988) , I’insuline et
les métabolites tels que le glucose (Lynch et al., 2000; Muroya et al., 1999) ont directement
acces a I’ARC par leurs récepteurs spécifiques.

L’hypothalamus est par ailleurs fortement impliqué dans d’autres fonctions
physiologiques que la prise alimentaire. Les comportements sexuels, la soif, la température
corporelle et la défense immunitaire sont par exemple régulés dans diverses parties de
I’hypothalamus.

L’hypothalamus joue un rdle crucial dans le contréle de la prise alimentaire et la
régulation de la balance énergétique, mais 1’explication actuelle n’est plus compatible avec

une hypothéese simple de deux centres, I’un responsable de la faim et ’autre de la satiété. I est
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aujourd’hui clair que des signaux internes ont accés aux noyaux hypothalamiques par diverses
routes : les récepteurs d’hormones, les senseurs de métabolites et les voies nerveuses
afférentes. Cette information sur 1’état interne est traitée a 1’intérieur de 1’hypothalamus et est
a I’origine d’effecteurs autonomes et endocrines-hypophysaires par des voies bien décrites.
Ce qui reste incompris est la facon dont une telle information interagit avec
I’information externe et cognitive au niveau de structures télencéphaliques comme le cortex.
En particulier, chez I’Homme, I’initiation d’un repas démarre souvent sans un signal clair de
déplétion énergétique, comme un ordre exécutif démarrant dans le cortex (Berthoud, 2002).
Ainsi, méme en présence de signaux de satiété et de réserves énergétiques remplies, il est
possible que le cortex et le systéme limbique puissent se superposer au controle exercé par

I’hypothalamus.

2.4.3. Le tronc cérébral

Le tronc cérébral contient de nombreuses voies sensitives et motrices en provenance et
a destination des visceres. L’intégration des signaux sur 1’état énergétique de I’organisme a
¢galement lieu dans cette région de I’encéphale. Le complexe dorsal vagal (DVC) et le noyau
parabrachial (PBN) sont les deux structures les plus étudiées relativement au contrdle de la

prise alimentaire et la régulation de ’homéostasie énergétique.

2.4.3.1.Le complexe dorsal vagal

Le complexe dorsal vagal est composé du noyau du tractus solitaire (NTS), de I’area
postrema (AP) et du noyau dorsal moteur du nerf vague (dmnX). Depuis le début des années
1990, des études ont montré que le tronc cérébral caudal est capable d’organiser certains
aspects du comportement alimentaire en absence d’informations hypothalamiques (Flynn et
al., 1991; Grill et al., 1998; Williams et al., 2000). Hormis I’ARC, le NTS est une des seules
régions du cerveau a posséder une population de neurones 8 POMC, et le NTS et dmnX ont la
concentration la plus élevée de MC4R dans I’encéphale (Mountjoy et al., 1994). L’injection
de ligands MC3/4R dans le NTS et le 4°™ ventricule est aussi efficace pour moduler la prise
alimentaire que 1’injection dans I’hypothalamus et le 3°™ ventricule (Williams et al., 2000).
Le DVC exprime également fortement le récepteur a la leptine (Buyse et al., 2001). Une autre
similarité avec I’hypothalamus est la possibilité de I’ AP (et certaines parties trés vascularisées

du NTS) de détecter des hormones circulantes et d’autres facteurs. Ainsi, I’information des
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A. Communications vagales-parasympathiques vers les principales cibles impliquées dans la balance énergétique. Les
neurones pré-ganglionnaires sont localisés dans les noyaux moteur dorsal (dmnX) et ambigu (AMB) du nerf vague, et dans le
noyau salivaire (SAL).

B. Communications spinales-sympathiques vers les principales cibles impliquées dans la balance énergétique. Les neurones
pré-ganglionnaires sont localisés dans la colonne intermédio-latérale le long de la moelle épiniére.

Abréviations : AP, area postrema; ARC, noyau arqué de I’hypothalamus; AV3V, aire antéro-ventrale du troisi¢éme
ventricule ; DMN, noyau dorso-médian de 1’hypothalamus ; DVC, complexe dorsal vagal ; LC, locus cceruleus ; LHA,
hypothalamus latéral ; NTS, noyau du tractus solitaire ; PAG, matiére grise péri-aqueductale ; PBN, noyau parabrachial ;
PVN, noyau paraventriculaire de 1’hypothalamus; VLM, bulbe rachidien ventrolatéral ; VMN, noyau ventro-médian de
I’hypothalamus.

Les neurotransmetteurs impliqués dans la transmission du signal sont indiqués en vert : A, adrénaline ; Ach, acétylcholine ;

NA : noradrénaline ; NO, monoxyde d’azote ; VIP, peptide intestinal vasoactif ; 5-HT, sérotonine.



hormones gastro-intestinales a acces directement au NTS (Figure 12) par I’intermédiaire de
récepteurs dans I’AP et les nombreuses projections de I’AP au NTS. De plus, tout comme
dans I’hypothalamus, le NTS posseéde des neurones sensibles au glucose (Ritter et al., 2000).
Enfin, le NTS est connect¢ avec d’autres acteurs importants du contrdle de la prise
alimentaire et la régulation de la balance énergétique (Figure 13). Bien qu’il n’y ait pas de
projections directes du NTS au cortex, il existe de nombreuses connections poly-synaptiques
via le PBN, le thalamus et I’amygdale. Le cortex regoit également les informations du NTS
via les systémes d’excitation du tronc cérébral tels que le noyau du raphé et le locus cceruleus

(Berthoud, 2002).

2.4.3.2.Le noyau parabrachial

Le PBN, localisé dans le pont dorsal, intégre plusieurs informations sensorielles telles
que le golt (Spector, 1995) , les informations mécano- et chimio-viscérales (Baird et al.,
2001) et la douleur (Gauriau et Bernard, 2002) via des connections réciproques avec le tronc
cérébral, le diencéphale et le cerveau antérieur. Les parties médiane et latérale du PBN
recoivent des afférences viscérales des parties caudale et rostrale du NTS respectivement
(Figure 11). Ces régions du PBN ont a leur tour des projections vers de nombreux noyaux
hypothalamiques tels que le PVN, ’ARC, le VMN et le LHA (Li et al., 1999).

Les projections descendantes du PBN ont leur origine dans la partie la plus latérale et
sont dirigées vers le NTS latéral et la moelle épiniére (Figure 13).

D’apres la localisation stratégique et les connections anatomiques du NTS et du PBN,
ces structures font partie du circuit processeur central qui contrdle la prise alimentaire et

I’homéostasie énergétique.

2.4.4. Le choix alimentaire : la récompense et [’aversion

Hormis un controle purement homéostatique basé sur 1’état énergétique de
I’organisme, les préférences alimentaires sont également influencées par des facteurs
dépendant notamment de deux processus physiologiques, récompense et aversion, dont le
support neuro-anatomique est le systeme cortico-limbique (cf. discussion a la fin du

paragraphe 2.4.2).
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Figure 14. Composantes centrales de la notion de récompense (Berthoud et Morrison, 2008).

Sont indiquées les régions impliquées ainsi que les grandes fonctions et les neurotransmetteurs utilisés.

Abréviations : ARC, noyau arqué de I’hypothalamus ; BNST, noyau du lit de la strie terminale ; DA, dopamine ; GABA,
acide y-aminobutyrique ; GLU, glutamate ; LH, aire hypothalamique latérale ; MCH, hormone concentratrice de mélanine ;
NA, noradrénaline ; NTS, noyau du tractus solitaire ; PVN, noyau paraventriculaire de I’hypothalamus; VLM, bulbe

rachidien ventrolatéral ; VTA, aire tegmentaire ventrale.



2.4.4.1.La récompense

Depuis de nombreuses années, des études montrent que la transition entre la faim
précédant un repas et la sensation de rassasiement est altérée chez les sujets obeses,
notamment par rapport a la nourriture riche en lipides (Covasa, 2010; Little et Feinle-Bisset,
2011). Une composante clé de ces défauts pourrait venir d’altérations dans le « systéme de
récompense » (Berridge, 2009; Berthoud et Morrison, 2008). En effet, la nourriture est I’'une
des récompenses nécessaires et intenses. Trois différentes composantes ont pu étre isolées de
cette notion de récompense tirée d’une consommation d’aliments: le plaisir hédonique
(liking), 1a motivation & manger (wanting) et 1’apprentissage (learning) (Berridge, 2009). Ces
composantes font intervenir un réseau complexe qui permet 1’association entre les trois
(Figure 14).

Le plaisir hédonique et la motivation ont des substrats neuro-anatomiques différents.
D’une part, le plaisir fait intervenir des systémes tels que les systémes opioides et
GABAergiques, et des structures anatomiques telles que les relais gustatifs du PBN comme le
suggerent des études sur des rats décérébrés ayant golité une solution sucrée (Grill et Norgren,
1978). D’autre part, la motivation a consommer de la nourriture repose sur les systemes
dopaminergiques méso- et télencéphaliques, ainsi que sur des structures prosencéphaliques
comme le noyau accumbens (NAcc), le pallidum ventral et I’amygdale (Berridge et al., 2010).

Le récepteur p-opioide (MOR) joue un role crucial dans ces systemes de plaisir.
L’injection locale de I’agoniste DAMGO dans le NAcc induit une prise alimentaire vorace,
particulicrement de nourriture palatable riche en sucres et en graisses (Kelley et al., 2002;
Will et al.,, 2003). Cette augmentation de la prise alimentaire semble étre due a une
augmentation du plaisir hédonique, puisque les injections de morphine dans cette méme
région augmentent le nombre de réactions affectives positives (Pecifia et Berridge, 2005),
alors que I’injection d’antagonistes réduit la consommation d’une boisson sucrée (Kelley et
al., 1996). Contrairement a ce qui est couramment admis, le systéeme méso-limbique
dopaminergique n’affecte pas le plaisir des stimuli mais est crucial pour la mobilisation du
comportement moteur pour obtenir des stimuli plaisants, ce qui constitue un systéme
différent, celui de la motivation & manger (Berridge et Robinson, 2003).

La motivation a manger, bien que généralement conséquence du plaisir, constitue un
¢lément distinct de la valeur hédonique. Cette distinction des substrats repose principalement
sur des recherches concernant la dépendance aux drogues, ou les stimuli n’offrent souvent pas

de plaisir mais sont pourtant trés désirés. La motivation repose sur un aspect conscient
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explicite et un aspect inconscient implicite. La motivation n’a pas de composante affective de
récompense. Son attribution transforme des informations sensorielles (vue, odeurs, sons) en
des récompenses désirées et attirantes (Berridge et Robinson, 2003). Des projections
dopaminergiques de [’aire tegmentaire ventrale (VTA) vers le NAcc (le systéme méso-
limbique) sont la composante cruciale du systéme de motivation inconsciente (Dayan et
Balleine, 2002; Kaczmarek et Kiefer, 2000; Wyvell et Berridge, 2000). Le systéme méso-
limbique est intimement connecté a des ¢léments du systéme de régulation métabolique
(Figure 14). La leptine et I’insuline peuvent agir directement sur des neurones
dopaminergiques méso-limbiques pour moduler la motivation a manger (Fulton et al., 2006;
Hommel et al., 2006). La leptine peut également indirectement moduler les neurones
dopaminergiques méso-limbiques a travers son action sur le LHA, dont les neurones a orexine

ont des projections vers la VT A (Harris et al., 2005).

2.4.4.2 L’aversion

La premiere étape face a la nourriture dans un environnement donné est le processus
d’apprentissage qui permettra la distinction entre ce qui est bénéfique et ce qui ne ’est pas.
L’aversion gustative conditionnée (conditioned taste aversion) est le processus de mémoire et
d’apprentissage gustatif le mieux caractérisé. De nombreuses études ont €élucidé les structures
participant dans ce processus, les neurotransmetteurs et récepteurs associés ainsi que les voies
de signalisation intracellulaires (Berman et Dudai, 2001; Desmedt et al., 2003).

L’aversion gustative conditionnée fait intervenir des structures nombreuses et
intégratives. Tout comme les voies de perception viscérale et post-absorptive, elle fait
intervenir le PBN, le NTS, le LHA et le cortex insulaire (Berthoud et Morrison, 2008).
L’interaction entre alimentation, métabolisme et aversion est évidente en ce qui concerne la
perception sensorielle. Cependant, le contenu nutritif du repas peut étre source d’aversion
indépendamment des propriétés gustatives (généralement plus agréables pour les sucres et les
graisses). Un exemple bien étudié est celui de I’aversion a un régime carencé en un acide
aminé, ou la détection du déséquilibre plasmatique par le cortex piriforme antérieur induit un
détournement du régime en question et la préférence envers une autre source compensatoire

quand elle est disponible (Gietzen, 1993).

Qu’il s’agisse d’aversion ou de récompense, il existe des systémes innés et acquis qui

peuvent se renforcer ou s’opposer dans le contrdle de la prise alimentaire. De fagon
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intéressante, la perfusion de glucose dans la veine porte active les régions responsables des
circuits de récompense. Tout comme le glucose portal, les régimes riches en protéines
semblent activer les mémes cibles centrales (Delaere et al., 2013; Mithicux et al., 2005).
Contrairement aux régimes riches en protéines, les régimes riches en graisses et en sucres
rapides n’activent pas 1’expression de la protéine c-Fos (un marqueur reconnu d’activation

neuronale) dans les régions corticales (Delaere et al., 2013).

3. LES REGIMES RICHES EN PROTEINES ET LE ROLE DES
RECEPTEURS p-OPIOIDES DANS LA SATIETE

3.1 Les effets métaboliques des régimes riches en protéines
3.1.1. Satiété et induction de la thermogenese

Lorsque I’on considére les différents effets inducteurs de satiété des macronutriments,
les protéines sont les nutriments qui coupent le plus la faim, alors que les lipides sont ceux qui
la coupent le moins (Eisenstein et al., 2002; Latner et Schwartz, 1999; Pullar et Webster,
1977; Raben et al., 2003). Une relation possible entre la perception de la satiété et les effets
métaboliques liés a I’absorption des macronutriments a été établie dans une situation
contrdlée de 24h dans une chambre métabolique. Des volontaires ont été nourris avec des
régimes différents régimes isocaloriques isovolumiques de compositions variables : un régime
riche en protéines et riche en glucides (30% des calories provenant des protéines, 60% des
glucides, 10% des lipides) et un régime riche en lipides (60% des calories provenant des
lipides, 30% des glucides, 10% des protéines). La satiété était alors plus élevée chez les
individus ayant regu le régime riche en protéines et en glucides. De plus, une augmentation de
la dépense énergétique a été observée chez le groupe nourri avec le régime riche en protéines
(Westerterp-Plantenga et al., 1999).

Ces observations sont cependant dépendantes de la source de protéines. L’apport de
protéines animales induit, par exemple, une augmentation de 2% de la dépense énergétique
par rapport aux protéines végétales (Mikkelsen et al., 2000). De méme, une différence dans la
satiété induite par les protéines a pu étre observée entre les protéines de lactosérum et la
caséine. Le lactosérum induit une plus forte satiété que la caséine, associée a une

augmentation de la sécrétion de CCK et GLP-1 (Boirie et al., 1997; Hall et al., 2003).
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Chez le rat, les protéines sont également plus efficaces que les glucides pour réduire
I’appétit (Bensaid et al., 2002, 2003). Un autre effet des régimes riches en protéines concerne
le choix des macronutriments. Ainsi, des rats Wistar ayant le choix des macronutriments du
sevrage a la maturité choisissent spontanément une nourriture riche en protéines et en lipides

(Jean et al., 2002).

3.1.2. Contréle de ['homéostasie glucidique

Les effets bénéfiques des protéines sur I’homéostasie glucidique sont connus depuis
bientdt un siecle. En 1922, le Dr. MacLean a remarqué que lorsqu’un homme diabétique,
ayant une glycémie a jeun de 280 mg/dL, était nourri avec 250 g de viande (soit environ 50 g
de protéines), ceci ne produisait pas d’augmentation de la glycémie, contrairement a I’idée
répandue a 1I’époque que les protéines étaient hyperglycémiques par leurs effets sur la
néoglucogenese (MacLean, 1922).

Les effets insulinotropes des acides aminés et des protéines ont été décrits pour la
premicre fois dans les années 1960 (Pallotta et Kennedy, 1968), et ont depuis été confimés
chez des sujets sains (Nuttall et al., 1985) ou diabétiques de type 2 (Nuttall et al., 1984). La
perfusion combinée de glucose et des acides aminés a chaine branchée leucine et arginine a
permis de démontrer une synergie entre ces acides aminés et le glucose dans la stimulation de
la sécrétion d’insuline (Floyd et al., 1970). Ces données sont en accord avec des récentes
études in vivo, montrant que la co-ingestion de petites quantités de leucine augmentait la
sécrétion d’insuline suite & un régime hyperglycémiant (Koopman et al., 2005). Bien que la
sécrétion d’insuline suite a 1’ingestion de glucides soit déficiente chez les diabétiques de type
2, plusieurs études ont montré que I’ingestion combinée de protéines et de glucides peut
quadrupler la concentration d’insuline plasmatique (van Loon et al., 2003; Manders et al.,
2005).

De plus, des individus diabétiques nourris pendant 5 semaines avec un régime
hyperprotéique ont une réduction de I’hémoglobine glyquée comparable a la réduction induite
par la metformine et les thiazolidinediones (Gannon et al., 2003). Cette réduction est d’autant
plus forte que la quantité de glucides ingérés dans le régime est faible (Gannon et Nuttall,

2004).
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Figure 15. Les récepteurs p-opioides centraux et la récompense alimentaire (d'aprés Berridge et al., 2010).
Les « points chauds » d’hédonisme sont représentés dans le noyau accumbens, le pallidum ventral et le noyau parabrachial.
Ces régions se connectent a d’autres régions par I’intermédiaire de médiateurs p-opioides, amplifiant les réactions de plaisir

hédonique par rapport au gotit sucré.



3.1.3. Meécanismes centraux activés par les régimes hyperprotéiques

Comme discuté précédemment, une alimentation hyperprotéique induit une
augmentation de la sécrétion de CCK par I’intestin. Cette sécrétion induit 1’activation de
neurones noradrénergiques dans le NTS (Rinaman, 2003). De facon intéressante, ces mémes
neurones sont activés lors de I’ingestion de régimes hyperprotéiques. La détection de
protéines dans l’intestin active des mécanismes dépendants de la CCK dans les afférences
vagales qui transmettent I’information au NTS (Faipoux et al., 2008).

Dans I’hypothalamus, un régime riche en protéines inhibe les neurones NPY/AgRP et
active les neurones POMC/CART (Faipoux et al., 2008; Kinzig et al., 2007; Ropelle et al.,
2008). Les mécanismes intracellulaires de réponse a une telle alimentation impliquent les
kinases antagonistes mTOR (mammalian target of rapamycin) et AMPK (kinase activée par
I’AMP). L’AMPK est dépendante du ratio ATP/AMP. Les régimes hyperprotéiques induisent
une augmentation de I’ATP, inhibant ’AMPK et activant mTOR (Cota et al., 2006; Ropelle
et al., 2008). De facon intéressante, ce mécanisme semble étre activé par la présence de
leucine, un acide aminé a chaine branché dont I’administration centrale coupe la faim (Cota et

al., 2006; Morrison et al., 2007).

3.2 La régulation de la balance énergétique par les récepteurs p-opioides (MOR)

3.2.1. Les récepteurs u-opioides centraux

Comme discuté au paragraphe 2.4.4.1, la signalisation via les MOR dans le systeme
nerveux central joue un role crucial dans le systeéme de plaisir hédonique associé a la prise
alimentaire. Les systémes impliqués sont résumés en Figure 15.

L’administration centrale d’agonistes MOR augmente la prise alimentaire, alors que
les antagonistes la diminuent (Echo et al., 2002; Smith et Berridge, 2007; Yeomans et Gray,
2002). L’activation de « points chauds » MOR, identifiés dans le pallidum ventral et le NAcc,
augmente les réactions hédoniques aux saveurs sucrées (Peciia et Berridge, 2005) ainsi que la
prise alimentaire d’aliments palatables riches en graisses et en sucres (Kelley, 2004). A
I’opposé, 'injection centrale d’antagonistes MOR réduit les réactions gustatives positives
(Shin et al., 2010) et interrompt la recherche d’aliments et I’alimentation compulsive
(Giuliano et al., 2012). De méme, la naloxone, un puissant antagoniste MOR, supprime la

prise d’une boisson sucrée (Levine et al., 1982) et bloque la préférence pour la saccharine
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Dynorphine B
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Phe-Gly-Gly-Phe-Thr-Gly-Ala-Arg-Lys-
Ser-Ala-Arg-Lys-Leu-Ala-Asn-Gln

Figure 16. Les peptides opioides endogénes et leur structure primaire.




(Lynch et Burns, 1990).

En plus du récepteur p, des récepteurs opioides k et o ont été¢ décrits (Kosterlitz et
Paterson, 1980). Leur role dans le contréle de la prise alimentaire est moins bien établi. 11
semblerait, par exemple, que le récepteur k agisse dans 1’hypothalamus via la signalisation

liée a la sécrétion de ghréline (Romero-Pico et al., 2013).

3.2.2. Les récepteurs u-opioides périphériques

Apres le cerveau, les MOR sont principalement exprimés dans la région gastro-
intestinale, spécialement dans 1’intestin gréle, ou ils controlent la motilité du tractus digestif
(Hedner et Cassuto, 1987; Sternini, 2001; Sternini et al., 2004). Plusieurs observations
suggerent un role des MOR de I’intestin dans la modulation de la prise alimentaire :

* La morphine, un agoniste MOR, est souvent administrée chez les patients atteints de
cancer pour atténuer la douleur. Un effet secondaire souvent constaté est une
constipation causée par une inhibition de la motilité intestinale. Lorsque les patients
sont également traités oralement a la naloxone, un antagoniste MOR, la motilité
intestinale est restaurée sans pour autant affecter I’effet analgésique central de la
morphine (Meissner et al., 2000; Sykes, 1996). Ceci suggere que la drogue peut étre
active en tant qu’antagoniste MOR a la périphérie, sans atteindre le cerveau.

* En accord avec I’observation précédente, la naloxone diminue la prise alimentaire
lorsqu’elle est donnée oralement chez ’Homme (Yeomans et Gray, 2002). Cependant,
la drogue est métabolisée activement dans le foie (Greenwood-Van Meerveld et al.,

2004; Reimer et al., 2009).

3.3 Les peptides opioides

3.3.1. Les opioides endogenes

Peu de temps apres la découverte des récepteurs opioides, des études ont identifié des
composés dans le cerveau ayant une activité opioide et une affinité pour les récepteurs (Figure
16). Depuis le séquencage des premiers enképhalines pentapeptidiques (Hughes et al., 1975),
les substances opioides endogeénes ont été classées en trois familles, chacune avec un peptide
précurseur et un récepteur opioide préférentiel: les enképhalines (précurseur :

préproenképhaline ; récepteur k), les dynorphines (préprodynorphine ; d) et les f-endorphines
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B-casomorphine 1-7 | Tyr-Pro-Phe-
Pro-Gly-Pro-lle

B-casomorphine 1-5 | Tyr-Pro-Phe-
Pro-Gly

B-casomorphine 1-4 | Tyr-Pro-Phe-
Pro

Agonistes p-opioides

Casoxine A Tyr-Pro-Ser-
Tyr-Gly-Leu-
Asp

Casoxine B Tyr-Pro-Tyr-Tyr Antagonistes p-opioides

Casoxine C Tyr-lle-Pro-lle-
GIn-Tyr-Val-
Leu-Ser-Arg

Figure 17. Les peptides opioides exogénes (exorphines) provenant de la digestion protéolytique des caséines du lait.



(B-lipotropine, p et d). Les trois familles sont appelées endorphines (une contraction
d’endogenous morphine).

Tous les peptides opioides endogeénes partagent la séquence enképhaline (Tyr-Gly-
Gly-Phe-Leu ou Tyr-Gly-Gly-Phe-Met) en N-terminal, avec des différentes extensions en C-
terminal.

Un autre groupe d’opioides endogeénes a ¢été identifié, les endomorphines 1 et 2
(Figure 16) (Zadina et al., 1997). Ces peptides sont assez différents des autres peptides
opioides dans le sens ou ils sont hautement sélectifs pour le récepteur p et ne contiennent pas
la séquence enképhaline en N-terminal. Ces peptides ont été extensivement étudiés (Fichna et
al., 2007) mais de nombreuses questions subsistent. Particuliérement, aucun mécanisme ne
permet jusqu’a présent de rendre compte de la biosynthése de ces peptides car aucun

précurseur n’a été jusqu’a présent identifié (Terskiy et al., 2007).

3.3.2. Les opioides provenant de la protéolyse : une connexion entre la digestion protéique

et les MOR ?

I1 est aujourd’hui bien établi, chez I’Homme et les rongeurs, que les régimes riches en
protéines diminuent la sensation de faim et la prise alimentaire (Booth et al., 1970; Larsen et
al., 2010; Rolls et al., 1988). Les mécanismes par lesquels ces effets ont lieu ont longtemps
¢été mal compris. Une propriété intrigante des protéines par rapport aux MOR est le fait que
certaines protéines, particuliecrement celles impliquées dans la nutrition humaine comme la
caséine du lait ou le gluten, libérent des peptides a activité p-opioide in vitro aprés une
protéolyse partielle, appelés exorphines par analogie avec les endorphines (Zioudrou et al.,
1979). Suivant la source, I’effet résultant est agoniste ou antagoniste (Figure 17). De plus, de
nombreuses études soulignent 1’activité p-opioide de certains oligopeptides, dont la structure
minimale est un dipeptide (Capasso et al., 1997; Moritoki et al., 1984; Shiomi et al., 1981).
Comme les exorphines, certains peptides jouent un role agoniste MOR (Moritoki et al., 1984;
Shiomi et al., 1981), d’autres un role antagoniste (Capasso et al., 1997).

Les protéines alimentaires sont absorbées a partir de la lumiére intestinale apres
protéolyse incompléte. Il a donc été supposé que les protéines alimentaires (par exemple les
caséines) pourraient exercer une signalisation systémique via leurs résidus de protéolyse ayant
une activité p-opioide (Meisel et FitzGerald, 2000; Zioudrou et al., 1979). Cependant, il
semble peu probable que ces oligopeptides puissent atteindre le cerveau suite a 1’ingestion

orale de protéines. Par exemple, la B-casomorphine 1-7, un agoniste MOR libéré par la
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digestion de la B-caséine, est activement dégradée par le foie (Kreil et al., 1983) et n’est pas
détectée dans le sang systémique aprés I’ingestion de lait ou de produits laitiers
(Teschemacher et al., 1986). Alternativement, il est possible que les agonistes ou antagonistes
MOR exercent leurs effets au niveau mésentérique ou gastro-intestinal (Holzer, 2009; Meisel
et FitzGerald, 2000). La possibilit¢ pour les MOR périphériques de moduler la prise
alimentaire n’a cependant pas été étudiée. Une telle modulation pourrait avoir lieu par un
mécanisme de communication entre l’intestin et le cerveau impliquant les MOR dans la

sphére gastrointestinale.

3.4 La néoglucogenése intestinale, lien entre digestion protéique et satiété

De nombreux arguments ont suggéré que la connexion entre les protéines alimentaires
et leur effet coupe-faim est dépendante d’un processus métabolique, la néoglucogenese
intestinale (NGI). Tout comme le foie et le rein, I’intestin est un organe capable de synthétiser
du glucose a partir de précurseurs non glucidiques (cf. paragraphe 1.2.3). De facon
intéressante, une induction forte de 1’expression des geénes de la néoglucogenése (glutaminase,
G6Pase, PEPCK) a lieu chez des rats ou des souris nourris avec un régime riche en protéines
(Mithieux et al., 2005). Ceci aboutit a une production de glucose dans la veine porte pendant
la période post-absorptive. La détection de glucose portal active un systeme de détection
nerveux (le signal « glucose portal »), connu depuis des décennies pour son effet coupe-faim
et I’activation de cibles hypothalamiques via des afférences nerveuses portales (Delaere et al.,
2010). Comme discuté précédemment, le glucose active un signal via la protéine SGLT3
(Delaere et al., 2012), et sa détection centrale se traduit par 1’activation des régions
impliquées dans I’homéostasie énergétique (hypothalamus, tronc cérébral) et le systéme de
récompense (Delaere et al., 2013).

L’utilisation de souris déficientes dans ’intestin pour la sous-unité catalytique de la
G6Pase, G6PC, a permis de démontrer que la NGI a un role causal dans les effets bénéfiques
des régimes riches en protéines. En effet, ces souris sont insensibles a I’effet coupe-faim des
régimes hyperprotéiques (Penhoat et al., 2011). Enfin, I’effet coupe-faim des protéines est
toujours présent chez des souris dont les composantes hypothalamiques principales controlant
la prise alimentaire (les récepteurs et neuromédiateurs du systeme a mélanocortine, cf.
paragraphe 2.4.2.2) sont invalidés (Pillot et al., 2011).

L’induction de la NGI est un processus dont 1’établissement prend du temps, vu

qu’elle est dépendante de I’induction de genes. Ainsi, la NGI peut perdurer apres
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Figure 18. L’effet des régimes protéiques sur la satiété passe par une induction de la néoglucogenése intestinale.

La consommation de régimes riches en protéines active la production intestinale de glucose chez le rongeur (Mithieux et al.,
2005). Le glucose libéré dans la veine porte est détecté par la protéine SGLT3 au niveau des terminaisons nerveuses portales
(Delaere et al., 2012), activant les régions cérébrales responsables de la régulation de la balance énergétique (hypothalamus
et tronc cérébral) (Delaere et al., 2013; Mithieux et al., 2005) et des circuits de récompense (Delaere et al., 2013). Un arc

réflexe central aboutit alors a la sensation de satiété.



I’assimilation des nutriments, puisqu’elle dépend de I’induction forte de certaines activités
enzymatiques. Ceci pourrait expliquer pourquoi les régimes hyperprotéiques diminuent la
faim a une période postérieure au repas qui précede, c’est-a-dire pourquoi ils induisent la

satiété, et non le rassasiement (Figure 18).

4. INTERACTIONS FONCTIONNELLES ENTRE LE MICROBIOTE
INTESTINAL ET LE METABOLISME DE L’HOTE LORS DES
REGIMES RICHES EN FIBRES SOLUBLES

L’intestin d’un Mammifére abrite un grand nombre de micro-organismes (le
microbiote intestinal, anciennement appelé flore intestinale). Chez I’Homme, par exemple, le
nombre de ces micro-organismes est environ 10 fois supérieur au nombre de cellules
humaines (Flint et al., 2012). La relation entre I’hote Mammifere et les micro-organismes qui
colonisent le tractus intestinal est le résultat d’une coévolution longue et complexe (Ley et al.,
2008). D’une part, I'impératif principal de 1’hote est de se défendre contre la menace
constante d’une infection posée par les micro-organismes de l’intestin. D’autre part, les
Mammiféres possédent la capacit¢ de bénéficier des nutriments produits par les micro-
organismes. Le développement de I'intestin et du systéme immunitaire est en effet
conditionné par la présence d’un microbiote complexe (Hooper et Macpherson, 2010; Sekirov
et al., 2010). La balance entre bénéfices et dommages dépend notamment de 1’état du

microbiote en termes de distribution, diversité et activité métabolique.

4.1 Microbiote intestinal et nutrition

4.1.1. Développement et composition du microbiote intestinal

Le foetus est microbiologiquement stérile et est colonis¢ a la naissance par des
bactéries provenant de la mére et de 1’environnement. Le microbiote initial est instable et
subit de grands changements avant la stabilisation lors du sevrage (Mackie et al., 1999;
Palmer et al., 2007; Turnbaugh et al., 2009a). Le microbiote est compos¢ d’environ 200
especes bactériennes principales et plus de 1000 espéces moins communes, et ressemble donc
a un organe multicellulaire qui a coévolu¢ avec I’hote et qui fournit des fonctions

métaboliques a celui-ci. Ces fonctions sont notamment le métabolisme de composés
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Figure 19. Microenvironnements microbiens a ’intérieur du gros intestin (Flint et al., 2012).

Plusieurs microenvironnements dans lesquels les micro-organismes peuvent résider existent dans le gros intestin :
1. lasurface épithéliale et la couche de mucine interne (colonisation minimale chez le sujet sain) ;
2. la couche de mucine diffuse (colonisateurs spécialisés, par exemple Akkermansia muciniphila) ;
3. laphase liquide luminale (communauté microbienne diverse) ;

4. les particules de substrat luminales (colonisateurs primaires spécialisés, par exemple Ruminococcus spp.).



xénobiotiques, d’acides aminés et de glucides (Gill et al., 2006; Kurokawa et al., 2007,
Turnbaugh et al., 2009a).

L’environnement intestinal différe fortement entre les différentes régions anatomiques
en termes de physiologie, flux digestifs, disponibilité de substrats, sécrétions de 1’hote, pH et
teneur en dioxygeéne. Le microbiote intestinal apparait donc comme un ensemble de
communautés écologiques exploitant des niches distinctes. Le gros intestin, qui est caractérisé
par des flux faibles et un pH neutre a légérement acide, abrite de loin la plus grande
communauté bactérienne (dominé par des bactéries anaérobiques obligatoires). Il existe
d’importantes différences dans 1’environnement intestinal (entre la partie proximale et la
partie distale et entre la partie luminale et la surface de la muqueuse), correspondant a une
répartition différente des bactéries (Figure 19).

Le microbiote intestinal humain est dominé par des bactéries appartenant a trois
phylums majeurs : les Firmicutes (surtout Gram positif: Clostridia, Mollicutes), les
Bacteroidetes (surtout Gram négatif : Flavobacterium, Bacteroides et Cytophaga) les
Actinobactéries (Gram positif : Bifidobactéries notamment). Ces trois familles représentent

plus de 95% de la distribution totale du microbiote (Gill et al., 2006).

4.1.2. Modulation de la composition du microbiote par [’alimentation

Le microbiote intestinal est un organe dynamique, comparé a d’autres organes de
I’organisme, car la composition cellulaire et le réseau de transcription sont rapidement
modifiés en réponse a des variations de 1’alimentation (Hildebrandt et al., 2009; Sonnenburg
et al., 2005; Turnbaugh et al., 2008, 2009b; Walker et al., 2011). Par exemple, quand des
souris sont nourries avec un régime riche en graisses, la composition du microbiote intestinal
est altérée en 24 heures, augmentant la proportion de Firmicutes, et particulicrement de la
classe Erysipelotrichi (Hildebrandt et al., 2009; Turnbaugh et al., 2008, 2009b). L’altération
du microbiote est due a I’augmentation des graisses alimentaires, plutot qu’a 1’état obese
(Hildebrandt et al., 2009). Cependant, le microbiote altéré associé¢ a la nourriture riche en
graisses serait suffisant pour induire une augmentation de 1’obésité apres la transplantation
dans des souris axéniques (Turnbaugh et al., 2008).

En 2011, une étude a montré que lorsque I’on donne des régimes différant par le type
et le contenu en glucides non digestibles a des individus obeéses pendant 3 semaines, les
profils du microbiote fécal sont déterminés plutot par I’individu que par le régime (Walker et

al., 2011). Ces changements ont lieu en quelques jours, et sont réversibles lors du retour au
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régime initial. Les especes affectées sont principalement celles qui utilisent les glucides non
digestibles, mais la méme espéce ne répond pas de la méme facon chez chaque individu.
D’autres études ont montré une forte augmentation de 1’abondance des Bifidobactéries suite a
un régime riche en inuline ou en galacto-oligosaccharides, mais de nouveau certains individus
ne répondent pas au changement (Davis et al., 2011; Ramirez-Farias et al., 2009). Ainsi, les
changements de composition en glucides non digestibles affectent la composition du
microbiote fécal, mais ces réponses sont notamment influencées par la composition initiale du
microbiote. La plasticit¢ du microbiote intestinal et les altérations fortes en réponse au
changement d’alimentation pourraient expliquer les résultats divergents obtenues lors

d’études chez ’'Homme (Ley, 2010).

4.2 Métabolisme bactérien dans I’intestin

Les activités métaboliques des micro-organismes intestinaux ont des conséquences
majeures pour I’hdte. Le métabolisme dans les colonies microbiennes anaérobie est hautement
interactif, et de nombreuses bactéries se nourrissent d’autres bactéries présentes dans I’intestin
(Flint et al., 2007). Bien que la composition du microbiote joue un role dans la réponse
métabolique (Walker et al., 2005), c’est la disponibilité des substrats qui détermine largement
la résultante métabolique (Louis et al., 2007).

La Figure 20 présente un apercu des effets du métabolisme bactérien sur le

métabolisme de 1’hote.

4.2.1. Controle microbien du métabolisme des acides biliaires

Les acides biliaires primaires cholique et chénodéoxycholique sont synthétisés a partir
de cholestérol, et jouent un rdle essentiel dans la solubilisation et I’absorption du cholestérol,
des graisses alimentaires et des vitamines liposolubles. Les acides biliaires primaires sont
conjugués a la taurine chez la souris et a la glycine chez ’Homme, et sont réabsorbés dans
I’iléon distal pour étre transportés dans le foie. Cependant, les bactéries présentes dans cette
partie de I’iléon déconjuguent ces acides biliaires. Les acides biliaires déconjugués échappent
a I’absorption intestinale et peuvent étre métabolisés par les bactéries en acides biliaires
secondaires. Etant donné le role du microbiote dans la transformation des acides biliaires, les
rongeurs axéniques ont une plus grande quantité d’acides biliaires et un profil moins

diversifi¢ qu’un rongeur élevé en animalerie conventionnelle (Swann et al., 2011; Wostmann,
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1973).

Les acides biliaires agissent également en tant que molécules de signalisation et se
lient a des récepteurs cellulaires (Hylemon et al., 2009), tels que le récepteur Farnesoid X
Receptor (FXR) (Sinal et al., 2000) et le récepteur a 7 domaines transmembranaires TGRS.
FXR et TGRS sont tous les deux impliqués dans I’homéostasie glucidique chez la souris (van
Dijk et al., 2009; Thomas et al, 2009). Contrairement a FXR, qui est activé
préférentiellement par les acides biliaires primaires, TGRS se lie également aux acides
biliaires secondaires tels que I’acide déoxycholique (formé a partir d’acide cholique) et
I’acide lithocholique (formé a partir d’acide chénodéoxycholique). Par ailleurs, une étude a
montré que le microbiote régule I’expression des génes de synthése des acides biliaires

primaires dans le foie par des mécanismes dépendant de FXR (Sayin et al., 2013).

4.2.2. Métabolisme microbien de la choline

La choline est un composant important des membranes cellulaires. Elle est
principalement obtenue par I’alimentation (notamment la viande rouge et les ceufs), mais peut
étre également synthétisée par I’hote (Vance, 2008). La choline est également importante pour
le métabolisme lipidique et la synthése de lipoprotéines a tres faible densité¢ (VLDL) dans le
foie. Des taux insuffisants de choline sont associés a une altération de 1’écologie microbienne
et une stéatose hépatique chez la souris (Henao-Mejia et al., 2012) et ’'Homme (Spencer et
al., 2011). Particuliérement, une faible abondance de Gamma-protéobactéries et un fort taux
d’Erysipelotrichi dans le microbiote fécal humain sont associés a la stéatose hépatique
(Spencer et al., 2011). Les activités enzymatiques de 1’hote et du microbiote interagissent
dans la transformation de la choline en méthylamines toxiques, de telle sorte que la
triméthylamine (TMA) produite par les micro-organismes intestinaux est métabolisée en
triméthylamine-N-oxyde (TMAO) dans le foie de 1’hote (Dumas et al., 2006; Prentiss et al.,
1961). Ces transformations peuvent diminuer les quantités de choline disponible et pourraient
étre a I’origine de stéatose hépatique non alcoolique chez la souris (Dumas et al., 2006).

Une preuve forte de I’implication du microbiote dans les maladies cardio-vasculaires
provient de 1’étude de 1’étude des souris déficientes en apolipoprotéine E. Par rapport aux
souris sauvages, ces souris ont tendance a développer de ’athérosclérose. Le phénotype est
d’ailleurs plus sévére (augmentation de la proportion de cellules spumeuses et de 1ésions
aortiques) si les souris sont nourries avec un régime supplémenté en choline (Wang et al.,

2011). Cependant, le traitement de ces mémes souris avec un large spectre d’antibiotiques,
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ayant pour effet de diminuer considérablement la population du microbiote intestinal, inhibe

I’athérosclérose induite par la supplémentation en choline (Wang et al., 2011).

4.2.3. Meétabolisme microbien des polysaccharides

4.2.3.1.Les polysaccharides non solubles

Une grande partie du résidu digestif qui arrive dans le gros intestin est sous la forme
de particules insolubles (parois cellulaires des plantes et amidon résistant) (Van Wey et al.,
2011), appelées fibres insolubles ou non fermentescibles. Des modeles in vitro suggerent que
des groupes spécialisés de bactéries sont impliqués dans la transformation de ces structures
(Leitch et al., 2007). L’analyse d’échantillons fécaux de volontaires sains a par ailleurs révélé
une plus grande fraction de séquences de Ruminococcaceae associées a la fraction particulaire
qu’a la fraction liquide (Walker et al., 2008), alors que les séquences de Bacteroides Gram-
négatives sont plutot associées a la partie liquide. Ces résultats suggerent que certaines
bactéries sont préférentiellement associées a la partie non digestible et pourraient étre des
décomposeurs primaires de ces substrats. Bien que de nombreuses espeéces de Bacteroides
spp. possedent des génomes riches en genes codant des protéines a activité glycoside
hydrolase (Martens et al., 2009), ces bactéries semblent mieux équipées pour utiliser les

glucides solubles que les glucides non solubles (Flint et al., 2008).

4.2.3.2.L utilisation de substrats provenant de 1’hote

La mucine constitue une barriére protective pour I’épithélium intestinal, mais
¢galement un substrat potentiel de croissance pour les bactéries intestinales. Le décomposeur
de mucine Akkermansia muciniphila est un membre important du microbiote colique sain. La
dégradation du mucus par cette bactérie produit notamment des acides gras a chaine courte
(AGCC), acétate et propionate (Derrien et al., 2004). Des études ont montré un rdle de cette
espece dans la modulation de la réponse immunitaire chez la souris (Derrien et al., 2011; van
Passel et al., 2011). De plus, I’administration journaliere d’4. muciniphila pendant 4 semaines
chez la souris réduit I’obésité et le diabéte associés a une alimentation riche en graisses et en
sucres (Everard et al., 2013).

D’autres espeéces du microbiote, notamment Bacteroides spp., ont la capacité d’utiliser

des polysaccharides provenant de 1’hote (Martens et al., 2009).
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4.2.3.3.Le métabolisme des acides gras a chaine courte (AGCC)

Bien que certains glucides présents dans la lumiére du coélon soient le résultat d’une
digestion incompléte en amont, de nombreux glucides apportés par la digestion ne peuvent
pas étre digérés par la machinerie enzymatique de 1’hote. C’est notamment le cas de certains
oligosaccharides, dont les liaisons B-glucosidiques, fructosidiques et galactosidiques sont
uniquement hydrolysées par le microbiote. Ces substances portent le nom de fibres
alimentaires solubles ou fermentescibles (Figure 21).

Dans les conditions anaérobiques du gros intestin, les glucides non digestibles sont
principalement fermentés en AGCC (acétate, propionate et butyrate) et en gaz (dihydrogene,
dioxyde de carbone, méthane et sulfure d’hydrogeéne). Généralement, I’acétate est I’ AGCC
avec les concentrations plasmatique et fécale les plus élevées, suivi du propionate puis du
butyrate (Cummings et al., 1987; Macfarlane et Macfarlane, 2003). Les AGCC ont des effets
variés sur I’hote, en tant notamment que source d’énergie pour 1’hote. Le butyrate est
essentiellement consommé par les cellules épithéliales du cdlon, alors que 1’acétate est
disponible dans la circulation systémique (Pomare et al., 1985). Les effets détaillés des
AGCC sur le métabolisme de I’hote seront discutés ultérieurement. Cette partie se concentrera
notamment sur la synthése d’AGCC par le microbiote.

Des progres considérables dans la détermination des especes a rdles clés dans le
métabolisme anaérobie ont été effectués grace a la détection moléculaire basée sur I’ARNr
16S et de nouvelles approches de métagénomique (Louis et al., 2007). Deux bactéries
productrices de butyrate appartenant au phylum des Firmicutes, Faecalibacterium prausnitzii
et Eubacterium rectale, par exemple, sont parmi les bactéries les plus abondantes dans la
communauté microbienne d’un individu sain (Louis et al., 2010; Walker et al., 2011). Bien
que ces deux espéces utilisent des voies métaboliques semblables pour la synthése de
butyrate, basées sur la butyryl-coA:acétyl-coA transférase (Louis et Flint, 2009), des données
expérimentales indiquent qu’elles exploitent des niches écologiques distinctes. E. rectale et
Roseburia spp., phylogénétiquement proche de cette dernic¢re, sont des bactéries flagellées
capables d’utiliser une variété¢ de polysaccharides, spécialement ’amidon (Aminov et al.,
2006; Ramsay et al., 2006; Scott et al., 2011). F. prausnitzii n’est pas flagellée et est
incapable d’utiliser de nombreux polysaccharides, y compris I’amidon (Lopez-Siles et al.,
2012). Des données obtenues sur des volontaires humains montrent que les régimes

amaigrissants pauvres en glucides diminuent la proportion de butyrate parmi les AGCC

42



Arabinogalactane Xylanes

Fructane N K
Amidon \ A Pectines
Cellulose \
: \\1 Voie des
Galactomannane ] . pentoses-
\ h . phosphates
,/” Phosphoénolpyruvate
Fermenteurs de glucides

v

1
1 1
' 1L * Bacteroidetes
! ! *  Firmicutes
1 1

Glycolyse
* Actinobactéries
A - O A » ate
O ate
B oJA O
Producteurs de butyrate
*  Faecalibacterium
prausnitzii c
*  Eubacterium rectale, Hfl
Roseburia spp. : . (Arche?s d
Eubacterium hallii méthanogenes)
(Firmicutes)
*  Anaerostipes spp. Producteurs de propionate
«€— ° Bacteroidetes
¢ Veillonellaceae
Propionate

Butyrate
Acétogenes
A4 *  Blautia
hydrogenotrophica

A o o

*  Marvinbryantia
formatexigenes
(Firmicutes)

Figure 22. Groupes fonctionnels et phylogénétiques impliqués dans le métabolisme des acides gras a chaine courte

(d'apres Flint et al., 2012; Macfarlane et Macfarlane, 2003).
Les principales sources de glucides fermentescibles sont représentées selon la voie métabolique de dégradation : glycolyse

(en rouge) et voie des pentoses-phosphates (en vert).



(Brinkworth et al., 2009; Duncan et al., 2007), en corrélation avec une diminution des
bactéries productrices de butyrate Roseburia et E. rectale (Duncan et al., 2007; Russell et al.,
2011). A I'opposé, I’abondance de F. prausnitzii est peu affectée par les régimes pauvres en
glucides (Duncan et al., 2007; Walker et al., 2011). A P’inverse, un régime riche en fibres

solubles augmente 1’abondance de F. prausnitzii (Dewulf et al., 2013).

Des acides organiques tels que le lactate, le succinate et le formate servent
généralement d’intermédiaires dans le métabolisme microbien, étant donné les possibilités
d’interconversion (Figure 22). Certains Firmicutes dominants dans le colon sain, Eubacterium
hallii et Anaerostipes spp., ont la capacité de convertir le lactate et I’acétate en butyrate
(Duncan et al., 2004). La proportion d’E. hallii est notamment augmentée dans des cultures
fécales in vitro en présence de lactate (Belenguer et al., 2007). Etant donné la formation
généralisée de lactate et son pKa faible (3,9), les activités de ces bactéries utilisatrices de
lactate ont probablement un réle majeur dans le maintien de ’homéostasie du microbiote. Le
lactate peut s’accumuler dans des conditions de dysbiose (par exemple dans des cas de colite
sévere) (Vernia et al., 1988), probablement a cause de la croissance de bactéries productrices
de lactate a un pH réduit (Belenguer et al., 2007). L’acétate, ’AGCC a la plus forte
concentration parmi les AGCC fécaux, est également un intermédiaire qui est consomme¢ par
les bactéries majeures productrices de butyrate (Louis et Flint, 2009).

Bien que la plupart des glucides soient fermentés par des voies communes aboutissant
a la production d’AGCC, certains requicrent des voies alternatives. Les désoxyhoses tels que
le fucose et le rhamnose, par exemple, sont fermentés par certaines bactéries intestinales via la
production de propanediol, aboutissant a terme a la production de propionate et propanol
(Scott et al., 2006). La production de propionate a partir d’hexoses est principalement
associée aux Bacteroidetes et aux Veillonellaceae (Firmicutes). La voie majeure de formation
du propionate se fait a partir de succinate (Linehan et al., 1978; Paynter et Elsden, 1970).
Quelques types de bactéries sont capables de produire du propionate par une voie alternative,
a partir de lactate, qui est converti en acrylate (Baldwin et al., 1963).

D’autres AGCC peuvent étre produits par le microbiote lors de la fermentation des
molécules alimentaires. La fermentation d’acides aminés dérivés de protéines alimentaires ou
de protéines de I’hdte aboutit a un grand nombre de produits (Smith et Macfarlane, 1997). Les
acides gras a chalne branchée (isobutyrate, 2-méthylbutyrate et isovalérate) fécaux sont
indicatifs de la fermentation des acides aminés a chaine branchée (valine, leucine, isoleucine).

Leur concentration fécale est notamment augmentée lors d’une alimentation riche en
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protéines (Russell et al., 2011).

4.3 Le microbiote intestinal et le métabolisme de I’hote

4.3.1. Microbiote et obésité

Le microbiote intestinal est altéré chez les personnes obéses, et peut répondre a des
variations de poids corporel. Le microbiote du caecum des souris ob/ob, génétiquement
obéses en raison d’un déficit de production de leptine, contient plus de Firmicutes et moins de
Bacteroidetes que celui des souris sauvages ¢levées dans les mémes cages, méme lorsque les
souris sont nourries avec le méme régime pauvre en graisses et riche en polysaccharides (Ley
et al., 2005). Des changements similaires ont été également observés dans le microbiote fécal
d’Hommes obéses (Ley et al., 2006). La proportion de Bacteroidetes augmente lors de la perte
de poids, que ce soit par une restriction de graisses ou de glucides (Ley et al., 2006), ce qui
suggere que les Bacteroidetes répondent a la quantité de calories alimentaires. Un effet
semblable est constaté apres la perte de poids consécutive a une chirurgie de type by-pass
gastrique. Chez ces patients, des proportions accrues de Bacteroides et Prevotella sont
négativement corrélées a la prise alimentaire et I’adiposité (Furet et al., 2010). Cependant,
d’autres études ne montrent pas un changement du ratio Firmicutes/Bacteroidetes (Duncan et
al., 2008; Schwiertz et al., 2010; Zhang et al., 2009). Deux ¢études récentes ont montré que les
individus sains avaient un enrichissement génétique du microbiote, comparé au microbiote
des individus obeses (Le Chatelier et al., 2013; Cotillard et al., 2013). Bien que ’obésité et la
prise alimentaire affectent la composition du microbiote, la contribution claire du microbiote
a I’obésité n’a a ce jour pas été démontrée.

Le by-pass gastrique occasionne une perte de poids durable et réduit fortement le
risque de diabete de type 2 et de maladies cardio-vasculaires pour une personne obese. Ces
caractéristiques ont permis d’explorer plus amplement la relation entre le microbiote et
I’obésité. Aprés un by-pass gastrique, par exemple, ’abondance fécale de la bactérie
productrice de butyrate Faecalibacterium prausnitzii est fortement augmentée (Furet et al.,
2010). L’abondance de cette bactérie est négativement corrélée avec des marqueurs
inflammatoires, suggérant que la bactérie module 1’inflammation systémique (commune au
diabéte et a ’obésité) et contribue a I’amélioration des maladies métaboliques. De plus, les
souris axéniques sont résistantes au développement de 1’obésité, et le traitement de souris

obéses avec des antibiotiques réduit ’adiposité et 1’inflammation du tissu adipeux, tout en
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améliorant le métabolisme glucidique (Backhed et al., 2004; Caesar et al., 2012; Membrez et

al., 2008).

4.3.2. Le microbiote intestinal et la récolte d’énergie

Comme expliqué au paragraphe 4.2.3.3, la fermentation des polysaccharides par le
microbiote aboutit essentiellement a la formation d’AGCC.

Les modalités de fermentation intestinale, et par conséquent les types et quantités
d’AGCC produits, sont déterminées par la quantité de polysaccharides consommés et la
composition du microbiote intestinal. Par exemple, la fermentation de fructanes (fructo-
oligosaccharides) augmente lorsque des souris axéniques colonisées avec Bacteroides
thetaiotaomicron sont co-colonisées avec Methanobrevibacter smithii (Samuel et Gordon,
2006). B. thetaiotaomicron produit plus de formate et d’acétate, et M. smithii utilise le
formate pour la méthanogenése. Ces interactions induisent une fermentation glucidique plus
efficace et une augmentation de [’absorption intestinale d’énergie, résultant en une
augmentation de I’adiposité chez les souris co-colonisées par rapport aux souris colonisées
seulement avec B. thetaiotaomicron. La composition du microbiote intestinal et les
interactions métaboliques entre les espeéces peuvent ainsi affecter la digestion et la récolte
d’énergie.

Des données directes sur le réle du microbiote dans la récolte d’énergie proviennent
des données sur les rats axéniques, qui ont des taux intestinaux réduits d’AGCC (Hoverstad et
Midtvedt, 1986), et un contenu calorique dans les feéces et 1’urine doublé par rapport a des rats
nourris avec le méme régime riche en polysaccharides (Wostmann et al., 1983). Les rongeurs
axéniques compensent la récolte énergétique réduite par une augmentation de la prise
alimentaire (Wostmann et al., 1983). Les souris axéniques ont également une adiposité
réduite, mais cette caractéristique est perdue 14 jours apres la colonisation avec une flore
provenant d’animaux conventionnels (Bickhed et al., 2004; Caesar et al., 2012). La récolte
énergétique microbienne a été étudiée chez des souris ob/ob, qui ont un contenu accru
d’AGCC dans le caecum et un contenu calorique fécal réduit par rapport aux souris sauvages
¢levées dans la méme cage (Turnbaugh et al., 2006). Les données métagénomiques ont révélé
un enrichissement en fonctions géniques liées a la dégradation de polysaccharides chez les
souris ob/ob (Turnbaugh et al., 2006). Ces résultats sont également vrais chez I’Homme : le
microbiote fécal de personnes obéses a une capacité de récolte énergétique accrue (Turnbaugh

et al., 2009a). Chez les souris, le phénotype obese est transmissible par des transplantations de

45



Intestinal transit rate * ? Insulin secretion
Energy harvest f f Satiety

Hepatic lipogenesis f * Gasltnc emptying

TRENDS in Endocrinology & Metabobsm

Figure 23. Contréle du métabolisme de I’hote par le microbiote intestinal (Greiner et Backhed, 2011).

Le microbiote inhibe 1’expression de la protéine Angplt4 dans I’intestin, ayant pour conséquence le stockage de graisses dans
le tissu adipeux. De plus, cette inhibition, associée a une inhibition d’AMPK, réduit 1’oxydation des acides gras dans le
muscle squelettique. Le microbiote a également des effets sur les cellules L entéroendocrines : les acides gras a chaine courte
(SCFAs) se lient au récepteur GPR41, stimulant la sécrétion de PYY. La sécrétion de PYY réduit le transit intestinal,
augmente la récolte d’énergie et stimule la lipogenése hépatique. De plus, la production d’acides biliaires secondaires par le
microbiote aboutit a leur liaison au récepteur TGRS. La stimulation de TGRS induit la libération de GLP-1, activant la

sécrétion d’insuline, la satiété et inhibant la vidange gastrique.



microbiote, et les souris axéniques colonisées avec un microbiote provenant de souris obeses
ont une prise de poids doublée par rapport a des souris colonisées avec un microbiote
provenant de donneurs maigres (Turnbaugh et al., 2006). Toutefois, cette étude ne détermine
pas si ces changements sont dus a un microbiote propre aux individus obéses ou si celui-ci est

la conséquence d’une ingestion accrue de calories.

4.3.3. Microbiote intestinal et lipogenése de novo

La colonisation de souris axéniques augmente la fermentation de polysaccharides en
AGCC, ainsi que I’absorption de glucose dans I’intestin gréle (Béackhed et al., 2004). Les taux
accrus d’AGCC sont associés a une augmentation de la lipogenese dans le foie et de la
production de VLDL (Bickhed et al., 2004; Velagapudi et al., 2010). Le microbiote intestinal
module I’expression de protéines sécrétées par l’intestin gréle. L’une de ces protéines est
I’inhibiteur de la lipoprotéine lipase (LPL) angiopoietin-like protein 4 (Angptl4, également
connu sous le nom de fasting-induced adipose factor, Fiaf). La colonisation de souris
axéniques inhibe 1’expression d’Angplt4 dans 1’iléon, accompagné d’une augmentation de
I’activité LPL et du stockage de graisses dans le tissu adipeux blanc (Béckhed et al., 2004,
2007). De méme, les souris axéniques déficientes en Angptl4 ont une adiposité semblable aux
souris colonisées (Bédckhed et al., 2004). Ces résultats suggerent que la dégradation

microbienne des polysaccharides en AGCC peut directement influencer 1’adiposité de I’hote.

La compréhension des mécanismes permettant la définition d’un « intestin sain » a
subi une avancée avec les découvertes récentes du rdle du microbiote dans le métabolisme de
I’hote. Mis a part leur effet sur la récolte énergétique, peu de données sont disponibles sur les
réseaux de signalisation contrdlés par le microbiote intestinal. Certains mécanismes ont été
proposés a ce jour (Greiner et Bickhed, 2011) (Figure 23) pour rendre compte des effets

métaboliques du microbiote intestinal.

4.4 Les AGCC et leurs effets bénéfiques lors des régimes riches en fibres

4.4.1. Les régimes riches en fibres

Chez les individus obeses, des modifications de la composition du microbiote ont lieu

non seulement au niveau des phylums, mais également au niveau d’espéces (Ley, 2010). Par






exemple, un nombre décru de Bifidobactéries a la naissance a été corrélé a un surpoids
postérieur pendant I’enfance (Kallioméki et al., 2008). Chez les adultes, le nombre de
Bifidobactéries est légérement augmenté chez les obéses (Schwiertz et al., 2010). Cette
modification est également présente chez les sujets diabétiques de type 2, comparés aux sujets
sains (Wu et al., 2010).

L’idée de modifier la composition en Bifidobactéries a été a 1’origine du concept de
prébiotiques (Roberfroid et al., 2010), défini comme «une stimulation sélective de la
croissance ou des activités d’un certain nombre de genres/especes de bactéries du microbiote
intestinal, conférant des effets bénéfiques a 1’hote». Les fructanes, ou fructo-
oligosaccharides, présents naturellement dans certains fruits, sont utilisés comme substrat
énergétique par certaines bactéries (Figure 22), dont Bifidobacterium spp., qui expriment la -
fructofuranosidase. La présence de ces polysaccharides dans [’intestin stimule le
développement de ces bactéries. Une augmentation remarquable du nombre de
Bifidobacterium spp. a été observée chez des souris diabétiques (par 1’alimentation ou
génétiquement) suite a une supplémentation du régime avec des fructanes de type inuline
(Cani et al., 2007, 2009; Dewulf et al., 2011). L’augmentation de Bifidobactéries était, dans
ce cas, inversement corrélée au développement de la masse grasse et I’intolérance au glucose
(Cani et al., 2007). La supplémentation en fructanes induit par ailleurs une augmentation du
nombre de cellules L dans le colon et le jéjunum, et active la sécrétion de GLP-1 dans la veine
porte (Cani et al., 2006; Delzenne et al., 2007).

Chez ’'Homme, les bénéfices des régimes riches en fibres solubles telles que les
fructanes sont connus depuis longtemps. Ces régimes améliorent la sensibilité¢ a 1’insuline et
la tolérance au glucose chez des sujets sains (Robertson et al., 2003, 2005) et diabétiques
(Mendeloff, 1977; Ray et al., 1983). Les AGCC sont souvent considérés comme responsables
des bénéfices des régimes riches en fibres, par leur capacit¢ a réguler I’homéostasie

énergétique (Layden et al., 2013).

4.4.2. Les AGCC et leur role sur le metabolisme

Paradoxalement, les concentrations fécales en AGCC sont plus élevées chez les
individus obeses que chez les individus sains (Schwiertz et al., 2010). Etant donné que les
régimes riches en fibres sont efficaces pour la perte de poids, de nombreuses études ont
cherché a déterminer I’impact d’un régime enrichi en AGCC. Des souris nourries avec un

régime riche en graisses supplémenté avec du butyrate ont une dépense énergétique et une
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thermogenese augmentée, et résistent a I’obésité (Gao et al., 2009). De la méme manicre,
I’injection orale d’acétate chez le rat OLETF (cf. paragraphe 2.2.2) réduit la prise de poids et
augmente la tolérance au glucose (Yamashita et al., 2007). Une autre étude a montré que
I’acétate, le propionate et le butyrate sont chacun séparément protecteurs contre 1’obésité
induite par I’alimentation (Lin et al., 2012). Ces études sur les rongeurs suggerent qu’une
concentration accrue d’AGCC circulants protége, au moins partiellement, contre 1’obésité,
bien que ces études n’aient pas déterminé les concentrations d”’AGCC circulants.

Peu d’études ont examiné le role des AGCC dans la régulation de la glycémie chez
I’Homme. Une étude de 1988 a montré qu’un traitement oral avec de 1’acétate n’améliore pas
la tolérance au glucose chez ’Homme (Scheppach et al., 1988). Une autre étude a démontré
que la perfusion gastrique d’acétate et de propionate n’influence pas la production hépatique
de glucose chez I’ Homme (Laurent et al., 1995).

Des études supplémentaires in vivo suggerent un rdle indirect des AGCC dans
I’homéostasie glucidique. Une étude a montré que la sécrétion de glucagon peut étre régulée
par les AGCC lorsque ceux-ci sont perfusés dans le caeccum (Wolever et al., 1991). De plus, la
concentration plasmatique de PYY et GLP-1 est augmentée par des perfusions rectales ou
intraveineuses d’acétate (Freeland et Wolever, 2010), suggérant un lien entre AGCC et
homéostasie glucidique.

En plus des études in vivo précédentes, des études in vitro ont étudié¢ les effets des
AGCC sur la sécrétion d’insuline. Par exemple, le propionate inhibe la sécrétion d’insuline
stimulée par le glucose dans des ilots de rat en culture (Ximenes et al., 2007). Cependant, des
¢tudes sur des ilots de ruminants ont montré au contraire que les AGCC induisent une
augmentation de la sécrétion d’insuline (Horino et al., 1968). Il est important de noter que,
chez les ruminants, le propionate est un substrat énergétique majeur (cf. paragraphe 1.1.2), ce
qui pourrait expliquer ces différences. Bien que ces données suggerent un role des AGCC sur
la sécrétion d’insuline, il ne semble pas clair que ces effets soient aussi présents in vivo.

D’autre part, des études ont montré un effet hypocholestérolémiant du propionate chez
le rongeur (Anderson et Chen, 1979; Anderson et Siesel, 1990; Wright et al., 1990). Peu
d’études ont exploré les effets du butyrate sur le métabolisme lipidique. Une étude a montré
qu’un régime supplémenté en butyrate réduit les taux plasmatiques de triglycérides et de
cholestérol chez la souris (Gao et al.,, 2009), mais ces effets sont peut-étre le résultat
secondaire de I’amélioration d’autres parametres (réduction de 1’adiposité et sensibilité accrue

a I’insuline). L’administration d’acétate, quant a elle, décroit le taux de triglycérides
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circulants chez ’Homme, que ce soit par voie orale (Crouse et al., 1968) ou intraveineuse
(Akanji et Hockaday, 1990; Fernandes et al., 2012).

Ces études montrent bien des effets bénéfiques des AGCC sur le métabolisme
énergétique, mais jusqu’a ce jour aucun mécanisme n’a été proposé pour rendre compte de
ces améliorations. Une augmentation de la dépense énergétique et une réduction de la prise
alimentaire ont été observées dans certaines études (Arora et al., 2011; Gao et al., 2009; Lin et
al., 2012), mais aucune ¢étude n’a permis de démontrer si ces effets étaient la cause ou la

conséquence des améliorations métaboliques.

4.4.3. Les récepteurs des AGCC et leur role dans le métabolisme

En plus de leurs effets sur le métabolisme, les AGCC ont été identifiés comme des
ligands endogenes des récepteurs orphelins GPR41 et GPR43 (Brown et al., 2003). Ces deux
récepteurs ont depuis été rebaptisés free fatty acid receptor 3 (FFAR3) et free fatty acid
receptor 2 (FFAR2) respectivement. FFAR2 a une affinité préférentielle pour les AGCC plus
courts (acétate et propionate), alors que FFAR3 se lie au butyrate, au propionate et a
I’isovalérate, avec une affinité moindre pour 1’acétate (Stoddart et al., 2008). Ces récepteurs
sont exprimés dans de nombreuses cellules, comme les cellules immunitaires (Brown et al.,
2003), les adipocytes (Hong et al., 2005), les neurones sympathiques (Kimura et al., 2011),
les entérocytes (Tazoe et al., 2009) et les cellules L entéroendocrines (Tolhurst et al., 2012).
FFAR?2 et FFAR3 sont couplés a des protéines Gai/o (i.e. qui inhibent la synthése d’AMPc),
mais FFAR2 peut étre également couplé a des protéines Gaq comme la gustducine (i.e. qui
activent la synthese de diacylglycérol et d’inositol triphosphate) (Li et al., 2013).

Les modé¢les de souris transgéniques ont permis d’étudier de fagcon plus précise les
implications de ces récepteurs dans I’homéostasie énergétique. Les souris invalidées pour
FFAR?2 ont, par exemple, une prise de poids ralentie par rapport aux souris sauvages souries
avec un régime riche en graisses, avec une masse grasse réduite mais une masse maigre
accrue (Bjursell et al., 2011). Cependant, ce modele ne semble pas approprié pour I’étude du
récepteur, car l’expression de FFAR3 est fortement altérée, suggérant des effets
compensatoires dus a 1’absence de FFAR2 (Bjursell et al., 2011; Tolhurst et al., 2012). De
plus, d’autres études ont montré que les souris déficientes en FFAR2 sont obéses sous un
régime standard, mais ces différences pourraient étre dues a une différence de fond génétique

entre les souris (Kimura et al., 2013).
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Une étude a démontré que les souris recolonisées déficientes en FFAR3 étaient plus
maigres que les souris sauvages, alors qu’il n’y avait pas de différence lorsque ces souris
¢taient axéniques (Samuel et al., 2008). De méme, une activation accrue de FFAR3 chez des
souris sauvages recolonisées induit une augmentation de la sécrétion de PYY (Figure 23),
associée a une augmentation de la lipogenése hépatique (Samuel et al., 2008). Une
augmentation similaire de la sécrétion de GLP-1 suite a I’activation de FFAR2 a été observée
chez la souris (Tolhurst et al., 2012). Cependant, une étude récente a également montré que
des effets bénéfiques des AGCC pouvaient prendre place en absence de FFAR3 (Lin et al.,
2012), suggérant des effets compensatoires permanents entre FFAR2 et FFAR3. A ce jour,
aucune équipe n’a étudié¢ de souris invalidée pour FFAR2 et FFAR3, ce qui pourrait apporter
une vision plus compléte de I"implication de ces récepteurs dans la régulation de la balance

énergétique.
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Etant donné 1’augmentation globale des cas d’obésité et des co-morbidités associées
telles que le diabéte de type 2, une meilleure compréhension des mécanismes controlant
I’homéostasie énergétique est nécessaire. Un champ d’application de plus en plus important
implique la recherche sur les signaux hormonaux que D’intestin produit en réponse a
I’assimilation des nutriments, et qui modulent la faim et I’appétite (cf. paragraphes 2.2 et 2.3).

La NGI est un processus physiologique qui influence le controle de I’homéostasie
énergétique dans 1’état nourri post-absorptif (Mithieux et al., 2009). L’induction de la NGI se
traduit par une libération de glucose dans la veine porte. Sa détection par un capteur portal et
la transmission de ce signal au cerveau initient une diminution de la faim et une augmentation
de la sensibilit¢ a D’insuline. Ce processus a lieu particulierement lors des régimes
hyperprotéiques (Mithieux et al., 2005; Pillot et al., 2009) et a la suite d’une opération de type
by-pass gastrique (Troy et al., 2008). Le role causal de la NGI dans la satiété induite par les
régimes hyperprotéiques a été démontré par 1’étude de souris invalidées spécifiquement pour
le géne de la G6pc dans D’intestin (Penhoat et al., 2011). Cependant, un lien manquant
concernait le mécanisme par lequel les protéines induisent la NGI.

L’une des propriétés connues depuis longtemps des protéines est la capacité de
certaines d’entre elles (par exemple la caséine) a libérer des oligopeptides a activité p-opioide
aprés digestion protéolytique (Zioudrou et al., 1979). La littérature fait aussi mention de
I’activité p-opioide de plusieurs oligopeptides, dont la structure minimale est un dipeptide
(Capasso et al., 1997; Moritoki et al., 1984; Shiomi et al., 1981). Etant donné le role clé des
MOR dans la régulation de la prise alimentaire et la forte expression de ceux-ci dans ’intestin
(cf. paragraphe 3.2), nous nous sommes posé la question de la relation entre digestion
protéolytique, signalisation par les MOR et induction de la NGI.

En effet, les protéines alimentaires pourraient exercer une signalisation systémique a
travers leurs résidus protéolytiques a activité p-opioide (Meisel et FitzGerald, 2000; Zioudrou
et al., 1979). Cependant, il semble douteux que ces résidus puissent atteindre le cerveau. En
effet, la B-casomorphine 1-7, un agoniste MOR libéré par la dégradation de la B-caséine du
lait, est dégradée entierement par le foie (Kreil et al., 1983) et n’es pas détectée dans le sang
systémique apres ingestion de lait ou de produits laitiers (Teschemacher et al., 1986). En
accord avec cette idée, la naloxone, un antagoniste MOR activement dégradé par le foie
(Greenwood-Van Meerveld et al., 2004; Reimer et al., 2009), est capable de supprimer la
prise alimentaire lorsqu’elle est administrée oralement chez ’Homme (Yeomans et Gray,
2002). Ceci suggere que la drogue pourrait moduler la faim a partir d’un site localisé dans le

tractus gastrointestinal.
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Dans cette ¢tude, nous utilisons dans un premier temps des perfusions d’agonistes et
antagonistes MOR dans la veine porte. Nous concluons ainsi que les MOR présents dans la
veine porte initient un circuit neural intestin-cerveau contrdlant la NGI. Par la suite, nous
démontrons que les protéines alimentaires agissent dans ce site gastrointestinal pour induire la

NGI et la satiété via les propriétés antagonistes MOR de leurs résidus protéolytiques.
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SUMMARY

Intestinal gluconeogenesis is involved in the control
of food intake. We show that mu-opioid receptors
(MORs) present in nerves in the portal vein walls
respond to peptides to regulate a gut-brain neural
circuit that controls intestinal gluconeogenesis and
satiety. In vitro, peptides and protein digests behave
as MOR antagonists in competition experiments.
In vivo, they stimulate MOR-dependent induction
of intestinal gluconeogenesis via activation of
brain areas receiving inputs from gastrointestinal
ascending nerves. MOR-knockout mice do not carry
out intestinal gluconeogenesis in response to
peptides and are insensitive to the satiety effect
induced by protein-enriched diets. Portal infusions
of MOR modulators have no effect on food intake in
mice deficient for intestinal gluconeogenesis. Thus,
the regulation of portal MORs by peptides triggering
signals to and from the brain to induce intestinal
gluconeogenesis are links in the satiety phenomenon
associated with alimentary protein assimilation.

INTRODUCTION

Given the worldwide increase in cases of obesity and associated
illnesses such as type 2 diabetes, the scientific community has
been urged to improve our understanding of the mechanisms
underlying energy homeostasis. An increasingly important area
of investigation involves the hormonal signals that the gut
produces in response to nutrient assimilation and that modulate
hunger, such as cholecystokinin (CCK), glucagon-like peptide 1,
and peptide YY (Gibbs et al., 1976; Morley et al., 1983; Turton
et al., 1996). In particular, the enteric neural system plays a key
role in sensing and transmitting signals to the brain (Berthoud,
2004; Moran, 2000; Vahl et al., 2007).

Intestinal gluconeogenesis is a newly described process
(Croset et al.,, 2001; Mithieux et al., 2004a; Mithieux et al.,
2004b; Rajas et al., 1999; Rajas et al., 2000) that influences the
control of glucose and energy homeostasis in the fed postab-
sorptive state (for review see Mithieux, 2009). The induction of
intestinal gluconeogenesis translates into a release of glucose
in the portal vein, which collects blood from the whole gut. Its
detection by a portal glucose sensor and the transmission of
this signal to the brain by the peripheral neural system initiate
a decrease in hunger and an improvement in the insulin sensi-
tivity of hepatic glucose production. This above all takes
place in two particular nutritional situations, i.e., feeding with
a protein-enriched diet (PED) (Mithieux et al., 2005; Pillot et al.,
2009) and after gastric bypass surgery (Troy et al., 2008). The
role played by intestinal gluconeogenesis in the satiety initiated
by PED has been confirmed recently. Indeed, mice with an
intestinal-specific knockout of the catalytic subunit (G6PC) of
glucose-6 phosphatase (G6Pase, the essential enzyme of gluco-
neogenesis) proved insensitive to PED-induced satiety (Penhoat
et al., 2011).

A long-known and intriguing property of proteins is that
a number of them, especially those involved in human nutrition
such as caseins from milk, release oligopeptides exhibiting
u-opioid activity in vitro upon partial proteolytic digestion (Ziou-
drou et al.,, 1979). Moreover, the literature on the subject
mentions the p-opioid activity of various oligopeptides, of which
the minimal structure required is a dipeptide (Capasso et al.,
1997; Moritoki et al., 1984; Schiller et al., 2002; Shiomi et al.,
1981). It is also known that the modulation of p-opioid receptors
(MORs) can interfere with the control of food intake. Agonists
enhance food intake, whereas antagonists inhibit it (see the
review by Yeomans and Gray, 2002). Interestingly, MORs are
most widely expressed in two organs of the body: the brain,
especially in the regions implicated in the control of food intake
and reward-driven appetite (Ding et al., 1996; George et al.,
1994; Will et al., 2003), and the small intestine, where they control
gut moatility, including bowel movements (Hedner and Cassuto,
1987; Sternini, 2001; Sternini et al., 2004). Food proteins are
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absorbed from the intestinal lumen after incomplete proteolysis.
It has been hypothesized that food proteins (e.g., caseins) might
exert a systemic signaling role via their proteolytic digests with
u-opioid activity (Meisel and FitzGerald, 2000; Zioudrou et al.,
1979). However, that the latter might reach the brain following
oral ingestion seems questionable. Indeed, f-casomorphin 1-7
(B1-7), an MOR agonist released by the digestion of B-casein,
is degraded by the liver (Kreil et al., 1983) and is not detected
in systemic blood after the ingestion of milk or dairy products
(Teschemacher et al., 1986). Alternatively, MOR modulators
from an alimentary origin might act at a gastrointestinal or
mesenteric portal site (Holzer, 2009; Meisel and FitzGerald,
2000). In line with this rationale, naloxone (Nalox), a chemical
MOR antagonist that is actively degraded by the liver (Green-
wood-Van Meerveld et al., 2004; Reimer et al., 2009), can
suppress food intake when given orally in humans (Yeomans
and Gray, 2002). This suggests that the drug might modulate
hunger sensations from a gastrointestinal site.

In this work, we first use intraportal infusions of MOR agonists
and antagonists to establish that MORs present at a portal site
initiate a gut-brain neural circuit of intestinal gluconeogenesis
regulation. Then, we demonstrate that alimentary proteins act
at this gastrointestinal site to induce gut gluconeogenesis-
dependent satiety via the MOR antagonist properties of their
oligopeptide digests.

RESULTS

Portal MORs Regulate Intestinal Gluconeogenesis

via a Gut-Brain Neural Circuit

To elucidate the role of the portal neural system in the induction
of intestinal gluconeogenesis gene expression by food protein,
we initially studied the effect of a PED in rats after periportal
treatment by capsaicin, a drug that inactivates afferent nerves.
Interestingly, there was no induction of either G6Pase activity
or PEPCK-C (phosphoenolpyruvate carboxykinase-cytoplasmic
form) protein expression in capsaicin-treated rats fed on a PED,
unlike what occurred in sham-operated rats in which strong
induction was observed (Figures S1A and S1B, available online).
We studied the abundance of neuronal fibers, visualized via the
presence of the neuronal marker PGP9.5, around the portal vein
walls after capsaicin treatment. In agreement with the observa-
tion that portal nerves are mainly composed of afferents
(Berthoud, 2004), the number of neuronal fibers was dramatically
reduced after administration of the drug (Figure S1C). This
confirmed the suppression of the afferents by the drug. Then,
to test the putative role of MORs in this induction, we infused
MOR-regulators in conscious rats with a catheter implanted in
a mesenteric vein, as described previously (Mithieux et al.,
2005). Three infusion rates were studied. The intermediate rate
approximately matched (on a 1:1 molar basis) the appearance
of B1-7 from a protein-enriched meal representative of the PED
used above. It is noteworthy that both $1-7 and a selective
MOR agonist D-Ala2, N3-Me-Phe4, Gly5-ol (DAMGO) signifi-
cantly suppressed intestinal G6Pase activity after an 8 hrinfusion
(Figure 1A). On the contrary, both Casoxin C (CasoC), an MOR
antagonist stemming from kappa-casein (Chiba et al., 1989)
and Nalox markedly enhanced G6Pase activity (Figure 1A).
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Comparable results were obtained for the expression of the
PEPCK-C protein (Figure 1B). When a metabolic glucose tracer
(tritiated on carbon 3) was associated with the Nalox infusion
at the end of the experiment, there was a decrease in 3[°H]
glucose-specific activity in the portal vein compared to that in
artery (Figure 1C). This revealed that newly synthesized unla-
beled glucose had been released in the blood by the intestine.
Intestinal glucose production (IGP) represented 25%-30% of
total endogenous glucose production (EGP) after the infusion
of Nalox (Figure 1C). IGP was sufficient to counterbalance intes-
tinal glucose uptake (IGU), so no lowering of plasma glucose was
observed in the portal vein (Figure 1C). We previously showed
that this is sufficient to initiate portal glucose sensing and
suppression of food intake (Mithieux et al., 2005; Troy et al.,
2008). On the contrary, no such appearance of unlabeled
glucose was observed in rats infused with DAMGO (Figure 1C).
In this case, there was no decrease in the 3[*H]glucose-specific
activity and the level of plasma glucose was lower in the
portal vein compared to that in the artery (Figure 1C), reflecting
glucose utilization by the gut. It must be noted that we did not
determine IGP after infusion of saline. Because of the low accu-
racy of the tracer dilution method (this is a weakness of this
approach), the flux of glucose released by the intestine under
basal condition is hardly distinguishable from nil (see e.g.,
Mithieux et al., 2005; Pillot et al., 2009 for discussion of this
point). In agreement with what could be expected from the effect
of MOR effectors on intestinal gluconeogenesis, rats infused
with MOR antagonist (CasoC) in the portal vein exhibited
decreased food intake, whereas those infused with MOR agonist
(B1-7) exhibited increased food intake (Figure S1D).

We used three approaches to further determine the role played
by portal MORs. Immunohistochemical studies using the
neuronal marker PGP9.5 (Figure 2A, in red) revealed the pres-
ence of neuronal fibers in the walls of the portal vein both in
rats (Figure 2A) and in mice (not shown). In addition, the presence
of MOR-1 (green fluorescence) was also detected in close
vicinity to the portal vein (Figure 2A). Merging both fluorescence
channels (Figure 2A, in yellow) revealed close colocalization of
both proteins in certain neuronal structures. Interestingly, we
observed comparable colocalization of MOR-1 and PGP9.5 in
the portal branches irrigating the portal spaces of the human liver
(Figure 2A). Furthermore, the presence of MOR-1 within the
portal vein walls was confirmed by western blot (Figure 2B). In
contrast, MOR-1 was not detected in the ileum of MOR-KO
mice, which confirmed the specificity of the detection (Figure 2B).
Then, we studied the effect of $1-7 and CasoC separately on
intestinal gluconeogenesis gene expression in capsaicin-treated
rats. There was no effect of either effector on gluconeogenic
enzymes in rats with portal denervation (Figure S1E), strongly
suggesting that the periportal neural system is crucial for the
transmission of the MOR-signal. Lastly, we evaluated the impact
of B1-7 and Nalox on the regions of the brain implicated in the
reception of the signals from the portal area. This is linked to
the dorsal vagal complex (DVC), which is the main receiver of
inputs from the vagus nerve, and to the parabrachial nucleus
(PBN), which mainly receives afferents from the spinal cord (for
a review see Berthoud, 2004). Using immunohistochemistry,
we studied the expression of the immediate-early gene protein
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Figure 1. Effect of Portal Infusion of MOR Effectors on Gut Gluconeogenesis in Rats
(A and B) The rats (fed on an SED) were infused via the portal vein with saline or MOR effectors at the indicated rates, for 8 hr. (A) G6Pase activity. (B) PEPCK-C
protein amount estimated by western blot. The data are expressed as the means + SEM of six to eight rats per group. *, different from saline infusion, p < 0.05

(Tukey’s post hoc test).

(C) EGP and intestinal glucose fluxes were determined after portal infusions of metabolites (8.3 x 10~® mmol/kg/min). The results are the means + SEM of five rats
per group. @Different from value in artery, p < 0.05, Student’s two tailed test for paired values. Different from DAMGO, p < 0.05, one-way ANOVA followed by

Tukey’s post hoc test.
See also Figure S1.

product C-FOS, a well-recognized marker of neuronal activation
(Bullitt, 1990; Sagar et al., 1988). The portal infusion of 1-7 did
not elicit significant C-FOS activation in any of these regions,
compared to saline infusion (Figures 3 and S2). On the contrary,
Nalox infusion caused a 2- to -3-fold induction of C-FOS in the
DVGC, i.e., the area postrema (AP) and the nucleus of the tractus
solitaris (NTS), and in the PBN (Figures 3 and S2). Interestingly,
no activation took place in any of these nuclei in rats whose
portal vein had been treated by capsaicin at the time of surgery
for catheter implantation (Figures 3 and S2). A very similar
pattern of C-FOS activation (and of denervation effect) took
place in the main hypothalamic regions, where neurons are pro-
jected from the NTS, notably the paraventricular nucleus (PVN),
the lateral hypothalamus (LH) and the arcuate nucleus (ARC)

(Figure S2). In the same manner, C-FOS activation occurred in
the periaqueductal gray (PAG), a nucleus receiving inputs from
the PBN, following Nalox infusion, whereas activation did not
take place in this nucleus in capsaicin-denervated rats (Fig-
ure S2). When surgical disruption of the common hepatic branch
of vagus was performed instead of capsaicin denervation,
C-FOS activation induced by Nalox was cancelled in the NTS
and in the downstream PVN but was still present in the PBN
and in the PAG (Figure S3).

Proteolytic Digests and Oligopeptides Exhibit MOR
Antagonist Properties

When rats were previously fed on a PED for 3 days, there was
a marked increase in amounts of G6PC and PEPCK-C protein
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(compare Figure 4 and Figures 1A and 1B). Infusing MOR
agonists in the portal vein of PED-fed rats reversed increases
of G6PC and PEPCK-C protein. On the contrary, no additional
induction effect took place when infusing MOR antagonists
(Figure 4). The same pattern was observed with a PED contain-
ing a mixture of milk caseins (which might possibly release 1-7
or CasoC into the blood) (Figure 4), or with a PED from plant
proteins (i.e., soy, which did not contain these moieties) (Fig-
ure S4). This suggests that MOR antagonists and PED from
any origin could induce intestinal gluconeogenesis gene expres-
sion via the same mechanistic pathway.

To document the above assumption, we combined several
approaches. First, we infused a proteolytic digest (peptones)
and selected oligopeptides (di- or tripeptides) separately into
the mesenteric-portal vein of rats. The following structures
were selected to match the di- or tripeptides with or without
a lateral chain (Tyr-Ala and Gly-Gly, respectively) or with an
electric charge in the lateral chain (Phe-Pro-Arg). In all cases,
a marked induction of G6Pase was observed in both the jejunum
(Figure 5A) and the ileum, a gut portion of weaker G6Pase activity
in the basal state, but inducible in the case of PED feeding
(Mithieux et al., 2005) (Figure 5B). In Figure 5, peptones were
from a mixture of caseins. However, peptones from meat protein
had the same effect (not shown). In addition, glucose tracer dilu-
tion studies revealed that IGP took place after the portal infusion
of Tyr-Ala and peptones separately (Figure 1C). Finally, as
observed previously for MOR antagonists (Figure S1), no induc-
tion of G6Pase by oligopeptides took place in rats with capsaicin
denervation of the periportal area (Figure 5). Second, in rats
infused with Tyr-Ala, there was a 3-fold increase in C-FOS
expression in the DVC (Figures 3B and 3G) and in the hypothal-
amus, the PBN and the PAG (Figure S2), just like the rats infused
with Nalox. Furthermore, no increase in C-FOS took place after
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Figure 2. Presence of MORs within the Walls of the
Portal Veins in Rats and Humans

(A) MORs (green, left) colocalized with specific neuronal
marker ubiquitin carboxy-terminal hydrolase PGP9.5
(red, middle) in the walls of the portal vein of both rats and
humans. Right: merged images. The arrows point out
the neural fibers innervating the wall of the portal vein. The
arrowheads point out nerve bundles in the vicinity of the
portal vein. Bottom:, MOR was visualized in the Auer-
bach’s plexus (the nervous system innervating the
muscular layers of the intestinal wall, which controls
motility) as a positive control. White bar: 50 um in portal
veins, 25 umin the Auerbach’s plexus. The data shown are
representative of portal veins from three rats and portal
branches from four different human samples.

(B) Western blot analysis of the presence of MOR-1 in the
ileum and the portal vein of rats and its absence in the
ileum of MOR-KO mice as a control of specificity.

inactivation of portal afferents (Figures 3B, 3H,
and S2). Third, we tested whether or not oligo-
peptides could behave as MOR antagonists in
a neuroblastoma cell constitutively expressing
MOR (Lorentz et al., 1988; Yang et al., 2000).
(1) We checked that labeled (tritiated) DAMGO
bound to N1E-115 cells and that unlabeled DAMGO competed
for binding with a 50% inhibitory concentration (ICso) of about
10~"M, thus confirming previous results (Zhang et al., 20086).
Then, we showed that Tyr-Ala and Gly-Gly competed for the
binding of tritiated DAMGO with 1C5, means of 3.107°M and
9.107"M, respectively. Peptones also competed efficiently with
tritiated DAMGO (data not shown). (2) We studied the effect of
oligopeptides on the coupling of MOR to adenylate cyclase in
the same cells. Concomitant with the fact that MOR is coupled
via G-protein-inhibiting adenylate cyclase, the agonist DAMGO
strongly decreased cell cAMP content (Figure S5). On the
contrary, the antagonists CasoC and Nalox dramatically
increased cell cAMP content. This is in keeping with a previous
observation: an endogenous activity of MOR may exist,
constantly depressing the cAMP level even in the absence of
an agonist. This endogenous activity may be eliminated on
antagonist binding, thus promoting an increase of cAMP (Kotz
et al., 2000). It is noteworthy that all oligopeptides increased
the cAMP content and could prevent the decrease of DAMGO-
induced cAMP in coincubation experiments (Figure S5). This
strongly suggests that oligopeptides exhibited MOR antagonist
properties.

MOR-Dependent Induction of Intestinal
Gluconeogenesis Is a Causal Link in the Satiety Effects
of Food Proteins

To demonstrate the causal role of MORs in the protein-digest-
dependent induction of intestinal gluconeogenesis and its
role in associated satiety, we performed experiments of portal
infusion on mice with deletion of Mor (MOR-knockout) and
on mice with intestine-specific deletion of G6Pase (I-G6pc-
knockout, G6PC being the catalytic subunit of G6Pase). There
was a slight basal induction of gluconeogenic enzymes in
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Figure 3. Effect of Portal Infusion of MOR Agonists and Antagonists on C-FOS Expression in the Dorsal Vagal Complex of Rats

(A, C, E and G) C-FOS immunoreactive cells in the DVC of rats infused via the portal vein with saline only (A), B1-7 (C), Nalox (E), and Tyr-Ala (G) (at a rate of
8.3.10~% mmol/kg/min).

(B) Quantification of C-FOS neurons in all areas of the DVC: saline (white bar), B1-7 (black bar), Nalox (gray bar). Open bars: sham-treated rats; dashed bars:
capsaicin-treated rats. Data are expressed as means + SEM (n = 3) of immunoreactive cells per brain hemisphere. The values with different letters differed
significantly (p < 0.05, Kruskal-Wallis nonparametric test, followed by Dunn’s post hoc test).

(D, F, and H) Comparable infusions of p1-7 (D), Nalox (F) and Tyr-Ala (H) in rats previously treated by capsaicin around the portal vein.

Scale bar: 200 um. The following abbreviations are used: AP, area postrema; NTS, nucleus of the solitary tract; dmnX, dorsal motor nucleus of the vagus. See also
Figures S2 and S3.
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Figure 4. Effect of Portal Infusions of MOR Effectors on Gut Gluco-
neogenesis Gene Expression in Rats Fed with PED

Rats with portal catheters were fed the PED diet for 2 weeks before infusion.
Infusion with MOR effectors was performed as in Figure 1.

(A) G6Pase activity.

(B and C) Quantification of GBPC and PEPCK-C proteins by western blotting.
The data are expressed as the means + SEM (n = 5). *, value significantly
different from the saline infusion group, p < 0.05.

See also Figure S4.

MOR-KO mice (Figures S6A and S6B). Again, this is in line with
the basal tone of MORs in wild-type (WT) mice (see above),
which would not exist in MOR-KO mice. When infused in WT
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Figure 5. Effect of Oligopeptides and Protein Digests on G6Pase
Enzyme Expression in the Rat Intestine

Rats with portal catheters (fed on SED) were infused for 8 hr with the indicated
metabolites at the indicated rates. The rate of infusion of peptones was
calculated to match the rate of appearance of protein digests derived from the
assimilation of an SED (low dose) or PED (high dose). The shaded bars refer to
experiments in rats treated locally with capsaicin around the portal vein.

(A) Glc6Pase activity in jejunum.

(B) Comparable determinations performed in a distal ileum segment. The data
are the means + SEM (n = 6). Statistics are as described in the legend of
Figure 1.

See also Figure S5.

mice, di- and tripeptides and peptones induced G6Pase activity
in the jejunum (Figure 6A). On the contrary, DAMGO suppressed
G6Pase activity, and this was inversed by peptones in coinfusion
experiments (Figure 6A). It is noteworthy that none of these
effectors induced any effect on gut gluconeogenesis in MOR-
KO mice (Figure 6B). Furthermore, we studied food intake in
MOR-KO and WT mice after a switch from starch-enriched diet
(SED) to PED. Food intake per day for both groups was not
different with SED. After a transient drop, a classic response to
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Figure 6. Effect of MOR Modulators and Oligopeptide Fractions on Intestinal G6Pase Enzyme Expression and Features of Food Intake in

Wild-Type and MOR-KO or I-G6pc-KO Mice

(A) G6Pase activity was determined in WT mice (fed on SED) with a portal catheter, which were infused with the indicated metabolites at a rate of 8.3 x
10~® mmol/kg/min for 8 hr. The expression of the data and statistical analysis are as described in the legend of Figure 1 (n = 6 mice per group).

(B) Comparable experiments performed on MOR-KO mice.

(C) Food intake was monitored each day during the first period of feeding SED to WT (open circles) and MOR-KO (gray squares) mice. At day 0, the mice were
switched to PED and food intake was monitored for a further 2 weeks. The data are expressed as the means + SEM of eight mice per group. The error bars are not
shown for the sake of graph clarity. All values on day 4 were different between the WT and MOR-KO mice (p < 0.05, Student’s t test for unpaired values).

(D) Saline or Nalox (8.3 x 10~® mmol/kg/min) were infused alternatively in WT and I-G6pc-KO mice for 24h. The amount of food ingested was quantified at the end
of the infusion. The data are expressed as mean + SEM (WT: n = 6; I-G6pc-KO: n = 6). **, different from saline, p < 0.01 (Student’s two tailed test for paired values).

See also Figure S6.

changes in food type in rodents, food intake was reduced by
about 20% in WT mice fed with a PED. On the contrary, MOR-
KO mice resumed their previous food intake (Figure 6C). It is
noteworthy that this insensitivity to PED was linked to an
absence of modulation of intestinal G6Pase. This highlights
a dramatic difference from the induction effect shown in WT
mice (Figure S6C). Lastly, we studied the food intake in WT
and 1-G6pc-KO mice infused with an MOR antagonist via the
portal vein. There was a 15% decrease in the amount of food
ingested in WT mice infused with Nalox (Figure 6D), i.e., mice
exhibiting increased intestinal gluconeogenesis (Figure 6A). In
contrast, no effect was observed upon the infusion of Nalox
in I-G6pc-KO mice, i.e., in the absence of intestinal gluconeo-
genesis (Figure 6D). Comparable results were obtained when
Tyr-Ala was infused instead of Nalox (13% decrease in the
amount of food ingested in WT mice, no diminution in |I-G6pc-
KO mice). Taken together, these data strongly suggest that
MOR-mediated intestinal gluconeogenesis and MOR-mediated
modulation of hunger are closely linked phenomena, which

may account for the satiety effect of food protein following their
assimilation.

DISCUSSION

By combining infusions of MOR effectors in the portal vein in
conscious rats and experiments of denervation of the portal
vein walls, we demonstrate that MORs associated with portal
neuronal fibers initiate a gut-brain neural circuit of induction of
intestinal gluconeogenesis, a function controlling food intake
(Mithieux et al., 2005). An infusion into the gut lumen would better
mimick the in vivo appearance of protein digests. However, the
flux of native peptide metabolites is difficult to monitor from
the gut lumen due to its high protease content. The neural
system immediately surrounding the intestinal mucosa is by-
passed under the experimental conditions of portal infusion.
Therefore, even if infused metabolites are sensed in the portal
area under the experimental conditions studied here, it cannot
be excluded that MOR-dependent sensing may also, under
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physiological conditions, take place upstream in the neural
system surrounding the gut mucosa or in the gut muscular layer
(Hedner and Cassuto, 1987; Sternini, 2001).

Neural afferents traveling along the ventral trunk of the vagus
nerve are likely to be involved in the transmission of the MOR
signal to the brain. In support of this view, the activation of
both the NTS and hypothalamus induced by MOR antagonists
(revealed by C-FOS expression) is suppressed either by capsa-
icin treatment or by surgical vagotomy. However, the signals
conveyed via the spinal cord, i.e., spino-mesencephalic route
(PBN and PAG), are likely to be involved as well. In agreement
with this assumption, both the PBN and the PAG, which connect
afferents from the spinal cord, are activated via portal MOR
antagonists. Moreover, the activation in these nuclei is sup-
pressed via periportal treatment by capsaicin (a treatment that
ablates the afferents of either route) and not by surgical
vagotomy (a treatment that preserves the spinal afferents). Inter-
estingly, the NTS, hypothalamus, and spino-mesencephalic
pathways are all known to be involved in the control of energy
homeostasis (see Berthoud, 2004 for a review).

It is established that proteins are partially digested within the
gut lumen to oligopeptide moieties mainly composed of di- or tri-
peptides (Daniel, 2004). These oligopeptides are then trans-
ported within enterocytes by means of a specific transporter
(PepT1) of the luminal membrane (Boll et al., 1994; Nielsen and
Brodin, 2003). A fraction undergoes further proteolysis to amino
acids to feed the intestinal amino acid pool. Another fraction is
released into the portal blood, together with amino acids, via
specific oligopeptide and amino acid transporters located at
the basolateral membrane (Lee, 2000). A number of proteins
have been shown to release proteolytic digests with p-opioid
activity (see above). However, the assumption that any food
protein could induce intestinal gluconeogenesis via a MOR-
dependent pathway implied that the proteolytic digests or
peptides of any protein origin could exhibit MOR antagonist
activity. This inference is strongly supported by the observation
herein that peptides, either alone or in mixture (peptones),
behave as MOR antagonists both in vivo to induce gut gluconeo-
genesis and in vitro in experiments of coupling to adenylate
cyclase. The absence of these regulations in MOR-KO mice
and their insensitivity to PED feeding, along with the incapacity
of MOR antagonists to modulate food intake in mice with ablated
intestinal gluconeogenesis, together confirm a causal link
between MOR antagonism by oligopeptides and the satiety
effect induced by food protein.

These findings may appear difficult to reconcile with the liter-
ature reporting that oligopeptides and food protein digests could
behave as either MOR agonists or MOR antagonists (Capasso
et al., 1997; Moritoki et al., 1984; Schiller et al., 2002; Shiomi
et al., 1981, Zioudrou et al., 1979). However, following ligand-
receptor interaction, various MOR-initiated cellular processes
occur, such as receptor internalization, intracellular sorting and
recycling (Béhm et al., 1997; Sternini et al., 2000). This results
in complex adaptations including receptor downregulation,
desensitization, and resensitization, depending on the concen-
tration of the ligand and on the time of exposure. These cumula-
tive phenomena make the resulting downstream effects of
MOR-modulators (i.e., agonist-like or antagonist-like) almost
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unpredictable (for a review see Taylor and Fleming, 2001). Alto-
gether, this probably accounts for some of the inconsistent
results published in the field and may also explain, at least
partially, why the different metabolites studied herein did not
always elicit clear dose-dependent effects (see e.g., Figure 1
or Figure 5). In addition, the Mor gene family is highly complex
and includes multiple splice variants and various promoters, de-
pending on its expression site (Pan, 2005). These splice variants
may be functionally distinct, regarding their regulation by various
agonists or antagonists, or depending on their location (Pan,
2005; Pasternak et al., 2004). Therefore it is possible that the
general antagonist behavior of peptides and protein hydroly-
sates revealed here is a specific feature of MORs expressed in
the mesenteric-portal system.

Another intriguing question relates to the complexity of the
sequence of events, which allows the alimentary protein to exert
their satiety end-point action. Indeed, a number of known
factors, e.g., intestinal hormones, arise from the gut driven by
the meal and are assumed to affect food intake by binding their
receptors directly in the hypothalamus. These are rapidly acting
mechanisms. In the case of food proteins, a series of events initi-
ates the gluconeogenesis gene program in the intestine, via
a reflex arc with the brain. This is progressive and takes place
over the postprandial period (Figure 7). After that, the glucose
released may initiate its central action via portal-sensing driven
mechanisms (Mithieux et al., 2005). This is a lasting phenomenon
because it depends on gene induction and thus may endure after
food assimilation. This is in line with the fact that protein feeding
decreases hunger some time from the preceding meal, which is
the definition of the phenomenon called “satiety” (Booth et al.,
1970; Rolls et al., 1988). This might explain why protein feeding
decreases food intake in the long term, i.e., for several days or
weeks (Jean et al., 2001; Mithieux et al., 2005; Penhoat et al.,
2011). Hence, advantages exist in terms of reduction of body
weight and adipose tissue mass (Jean et al., 2001, Mithieux
et al., 2005). On the contrary, rodents treated before meals
with the satiation hormone CCK, which is involved in the meal
termination, do not reduce their global food intake. Indeed,
they compensate the CCK-initiated decrease of meal size by
increasing the number of meals per day (West et al., 1984). To
evaluate the long-term potential effect of MOR modulators,
lasting portal infusion experiments would have been of interest.
It is likely that benefits on the adipose tissue mass and body
weight would be similar to those observed with protein feeding.
Unfortunately, technical problems (portal catheters blocked or
pulled out) are very frequent after a few days, making such
experiments infeasible.

In conclusion, we report that MORs expressed in the mesen-
teric-portal area control a gut-brain neural circuit of regulation
of intestinal gluconeogenesis. The latter controls food intake
(Mithieux et al., 2005; Penhoat et al., 2011, Troy et al., 2008).
The regulatory role of MORs in the control of food intake has
been largely documented for the central nervous system, related
to their roles in the so-called “reward” system (Glass et al., 1999;
Shin et al., 2010). Here, we report that MORs play a role in medi-
ating the satiety effects of alimentary proteins, acting within
a neural gut-brain circuit (Figure 7). Remarkably, various p-opioid
antagonists given orally decrease hunger in humans (Yeomans
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Figure 7. Sequence of MOR-Dependent Induction of Satiety by Food Protein

(A) During the postprandial period, the oligopeptides resulting from proteolysis of alimentary proteins are released in the portal blood and antagonize MORs
expressed in the periportal neural system. The ascending nerves controlled by MORs, traveling via both the vagus nerve and the spinal cord, convey the
information to their respective brain targets, driving the induction of intestinal gluconeogenesis gene expression. *, refers to the site of appearance of the

metabolites infused in this study.

(B) During the postabsorptive period, glucose released in the portal blood is sensed by the portal glucose sensors and exerts its satiety effects (Mithieux et al.,

2005).

and Gray, 2002), despite the fact that they do not reach the brain
due to extensive first-pass hepatic metabolism (Reimer et al.,
2009). Gastric bypass, an increasingly popular surgical opera-
tion treating morbid obesity, promotes a dramatic reduction
of hunger sensation in a few days. This is true in obese mice
(Troy et al., 2008) and in obese humans (for a review see Thaler
and Cummings, 2009). Although intestinal gluconeogenesis was
revealed to be involved in the decreased food intake after gastric
bypass in mice (Troy et al., 2008), a net portal release of glucose
under postabsorptive conditions has been observed several
days after gastric bypass in nondiabetic obese patients (Hayes
et al., 2011). This suggests that intestinal gluconeogenesis could
be sufficient to compensate and even surpass gut glucose utili-
zation. As MOR-positive neural fibers are present in the wall of
the human portal vein branches (Figure 2A), the mechanisms
uncovered here may also take place in humans. This knowledge
may thus pave the way for future approaches in the treatment
and/or prevention of metabolic diseases.

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Animals and Tissue Sampling

Adult male Sprague-Dawley rats (Charles River), aged 6 to 8 weeks and weigh-
ing 260-280 g at the time of their arrival, were housed in a climate-controlled
room (22 + 2°C) subjected to a 12 hr light/dark cycle with lights on at
7:00 AM and lights off at 7:00 PM, with free access to water and an SED

diet. Mice were housed under similar conditions. A colony of MOR-KO mice
(Jackson Laboratories) was generated in our facilities from two couples of
mice. I-G6pc-KO mice were described previously (Penhoat et al., 2011). The
experiments were performed 5 weeks after gene deletion. PED composition
was based on SED (SAFE A04, France), with a modification of starch-glucose:
protein ratio from 50:23 to 23:50 (weight basis). Proteins were an equimolar
ratio of soy proteins and casein. However, soy proteins were used for only
a few experiments. The intestine was sampled as described previously
(Mithieux et al., 2004a). Enzyme expression analyses were performed in prox-
imal jejunum in all but a few experiments (Figure 5B). Glc6Pase activity was
assayed under conditions of maximal velocity. All procedures were described
in detail previously (Mithieux et al., 2004a; Rajas et al., 1999).

Studies in Conscious Animals

Animals were anesthetized with 2% isoflurane. A catheter was implanted in the
inferior left mesenteric vein after laparotomy and secured with biological glue.
A passage under the skin up to the neck was done to recover the other end of
the catheter, which was secured with a Dacron mesh button tether (Harvard
apparatus). The procedure to implant a portal catheter (PE10, Fine-Bore
Polyethylene Tubing, Smiths Medical) in WT and I-G6pc-KO mice was compa-
rable. In rats intended for portal vein denervation, a gauze compress moist-
ened with 80 pl of a capsaicin solution (10 mg/ml) dissolved in water, ethanol,
and Tween at a ratio of 8:1:1 was applied around the portal vein for 15 min.
Regarding vagotomy studies, the left and caudal lobes of the liver were gently
deflected, and the hepatic branch of the vagus, along with the fascia
surrounding the nerve, was sectioned with fine scissors. Animals were allowed
to recover from the surgery for 1 week, with free access to SED and water.
A marbocyl/ketofen solution was infused each day, in order to prevent
coagulation, infection, and pain.
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Portal infusions (at a rate of 125 pl/hr for rats and 15 pl/hr for mice) were
carried out for 8 hr, starting at 9 A.M., in animals with free access to food
and water. Saline was infused as a control vehicle. The following metabolites
were infused: [D-Ala;, N3-Me-Phe,, Glys-ol]-enkephalin (DAMGO), human
B1-7, Nalox, peptones from meat protein (Sigma-Aldrich), CasoC (kindly
provided by Damien Ficheux, IBCP, Lyon, France), dipeptides H-Tyr-Ala-OH
and H-Gly-Gly-OH, and tri-peptide H-Phe-Pro-Arg-OH (Bachem). Following
the infusions, the animals were anesthetized with sodium pentobarbital for
tissue sampling.

To study food intake in WT and MOR-KO mice (Figure 6C), basal consump-
tion was determined for 5 days before switching to PED. Then, we measured
food intake every day for 15 days. To study the effect of Tyr-Ala in WT and
1-G6pc-KO mice (Figure 6E), portal infusions were carried out for 24 hr and
the amount of food ingested quantified at the end. Each mouse was studied
alternatively for saline or Nalox infusion, including 1 day without experiment
between infusions.

Determination of Intestinal Glucose Fluxes

After an 8 hr infusion of metabolites, as described above (but with no food for
the last 6 hr), rats were anesthetized and fitted with polyethylene catheters
inserted into the right jugular vein for 3[*H]glucose infusion and into the left
carotid artery for blood sampling, as described previously (Croset et al.,
2001; Mithieux et al., 2005; Rajas et al., 1999). At the end of the additional infu-
sion time (for 90 min), blood was sampled from the carotid artery and the portal
vein. Blood plasma was separated and deproteinized and used to determine
glucose concentration and specific activity (SA). All calculations were done
by using the formulas described in detail by Croset et al. (2001).

Microscopy Studies

Animals were deeply anesthetized with intraperitoneal injection of sodium
pentobarbital, and transcardially perfused with 0.9% NaCl followed by ice-
cold phosphate-buffered (pH 7.4) paraformaldehyde (PFA). Tissues were
postfixed in PFA for 2-3 hr and cryoprotected in 30% sucrose in phosphate-
buffered saline (PBS) with thimerozal (0.01% v/v). Before freezing, the samples
were embedded in Tissue-Tek (Sakuro Finetek), and vessels and portions of
the intestine were injected with the same substance. Human portal branches
were sampled from healthy portions of hepatectomized livers and immediately
postfixed by immersion in PFA as described above. Serial 20 um thick sections
were cut on a freezing cryostat.

Immunofluorescence

Sections were preincubated in PBS with 0.3% Triton X-100 (PBST) containing
5% bovine serum albumin (blocking solution) for 2 hr and further incubated
with the primary antibody in the blocking solution overnight at room tempera-
ture. After several rinses in PBST, sections were incubated in the secondary
antibody for 2 hr at room temperature. For double labeling, the protocol
was repeated with the other antibodies after three 15 min washes in PBST.
Staining was absent in the control experiment with omission of primary anti-
bodies. Furthermore, we checked that no cross-reactivity between antibodies
occurred, as assessed by inverting the order of staining and omitting the
second primary antibody (data not shown). Images were generated by using
a fluorescence microscope (Carl Zeiss Axiovert 200M).

See also Table S1.

C-FOS Labeling

Prior to any incubation, endogenous tissue peroxidase activities were
quenched with 1% H,O, in PBS for 30 min. The procedure was then the
same as described before for primary and secondary antibody incubations.
Following PBS washes, the ABC Elite reagent (Vector Laboratories) was
applied for 45 min. The sections were then incubated in 3,3'-diaminobenzidine
(DAB), in conjunction with 5 mg/ml nickel and ammonium sulfate (Sigma-
Aldrich) for 15 to 30 min at a concentration of 0.5 mg/ml in PBS with 0.03%
H>0,. Sections were thoroughly washed, air-dried, dehydrated, and coverslip-
ped. For the quantitative assessment of C-FOS expression in the brain, four
to six sections were chosen in areas in the hypothalamus, PBN, and PAG,
as well as in the brain stem, according to Paxinos and Watson (1998). Images
were generated with a light microscope (Nikon Eclipse E400) and FOS-positive
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nuclei were counted by using a calibrated macro as described before (Zheng
et al., 2002) with ImageJ software (U. S. National Institutes of Health, Be-
thesda, Maryland, USA, http://imagej.nih.gov/ij/). All data are expressed as
FOS-positive neurons per hemisphere of the brain.

See also Table S1.

Statistical Analyses

Data are expressed as means + SEM. One-way ANOVA followed by Tukey’s
post hoc test was used for multiple parametric comparisons. Student’s two-
tailed paired t test was used for paired comparisons. The nonparametric
Kruskal-Wallis test followed by Dunn’s post hoc test was used for C-FOS posi-
tive neuron counting. Statistical significance was set at p < 0.05.

SUPPLEMENTAL INFORMATION

Supplemental Information includes Extended Experimental Procedures, six
figures, and one table and can be found with this article online at http://dx.
doi.org/10.1016/j.cell.2012.05.039.
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EXTENDED EXPERIMENTAL PROCEDURES

Binding Studies to MORs in N1E115 Cells
The N1E115 cells were grown in Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM) containing 4.5 g/l glucose, 11 g/l sodium pyruvate,
supplemented with 15% fetal calf serum (FCS), 2 mM glutamine, penicillin (100 U/ml) and streptomycin (0.1 mg/ml), in a humidified
incubator at 37°C and 5% CO, in air. All culture products were purchased from Life Technologies SAS (Villebon sur Yvette, France).
The cells were seeded onto 12-well dishes at a high density (50,000-65,000 cells/cm?) and plated for 48 hr.
[Tyrosyl-3-5-3H(N)]-DAMGO (SA: 1.976 TBg/mmol (Perkin Elmer SAS, Courtaboeuf, France) was used to assess peptide binding
affinity. After 48 hr plating of N1E115 cells, the medium was removed and the cells were incubated for 1 hr at 37°C with 10 nM [3H]-
DAMGO, as previously described (Zhang et al., 2006), and increasing concentrations of either unlabeled DAMGO or peptides in
DMEM containing 0.5% bovine serum albumin. Binding reactions were stopped on ice by removing the media and quickly washing
the cells three times with 0.9% NaCl. The cells were solubilized in 0.5 ml of 0.5M NaOH and 0.4% sodium deoxycholate, as described
previously (Penhoat et al., 1989). The radioactivity of the lysate was quantified in a Packard Liquid Scintillation Analyzer (Perkin Elmer)
with 60% efficiency.

Coupling to Adenylate Cyclase in N1E115 Cells

The N1E115 cells were grown in Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM) containing 4.5 g/l glucose, 11 g/l sodium pyruvate,
supplemented with 15% fetal calf serum (FCS), 2 mM glutamine, penicillin (100 U/ml) and streptomycin (0.1 mg/ml), in a humidified
incubator at 37°C and 5% CO, in air. All culture products were purchased from Life Technologies SAS (Villebon sur Yvette, France).
The cells were seeded onto 12-well dishes at a high density (50,000-65,000 cells/cm?) and plated for 48 hr.

In order to study the coupling of MOR to adenylate cyclase, N1E115 cells were incubated in media containing various metabolites,
either alone or in combination at a concentration of 10~"M, in the presence of 1 mM 3-isobutyl-1-methyl-xanthine (IBMX) (Sigma-
Aldrich) to inhibit the phosphodiesterase activity. After a 20 min incubation at 37°C, the cells were recovered, and solubilized (Pen-
hoat et al., 1989), and the intracellular accumulation of cAMP was measured by using a radioimmunoassay with '2%|-labeled cAMP
(Beckman Coulter, Roissy, France).
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Figure S1. Effect of PED or of MOR-Modulators on Intestinal Gluconeogenesis Enzymes and Food Intake in Normal and Capsaicin-Treated
Rats, Related to Figure 1

(A and B) Rats were treated by capsaicin around the portal vein or sham-operated. After recovery for 1 week fed on SED, they were switched on PED for 3 days
and studied in comparison with a sham-operated group fed on SED. G6Pase activity (A) and PEPCK-c protein (B) were quantified in jejunum. The data are
expressed as the means + SEM of three rats per group. *, significantly different from SED-sham, p < 0.05.

(C) Disappearance of nerve fibers in the walls of portal vein after capsaicin treatment. Immunofluorescence labeling of nerve fibers (neuronal marker PGP9.5) of
portal vein was carried out in rats after sham (left) or capsaicin (right) treatment. Capsaicin effectively abolished the neural marker PGP9.5 immunoreactivity. L =
luminal part of the vein. Scale bar, 200 um.

(D) Rats with portal catheters were infused for two days with the indicated metabolites at a rate of 8.3 x 10~ mmol/kg/min and the food intake was monitored at
the end of the first and second days. The data are expressed as the means + SEM of six to eight rats per group. *, significantly different from saline infusion, p <
0.05.

(E) Rats underwent surgery for a portal catheter implantation. In rats aimed at portal vein neural inactivation, capsaicin treatment was performed at the time of
surgery. After one week of recovery on SED, they were infused with the indicated metabolites for 8h at a rate of 8.3 x 10~® mmol/kg/min. G6Pase activity was
quantified as above. The data are expressed as the means + SEM of five rats per group. *, significantly different from saline infusion, p < 0.05.
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Figure S2. Effects of the Portal Infusion of MOR Modulators on C-FOS Expression in the PBN/ PAG and Hypothalamus of Rats, Related to
Figure 3

(A, C, E, and G) C-FOS immunoreactive cells in the PBN of rats infused via the portal vein with saline only (A), 8 1-7 (C), Nalox (E) and Tyr-Ala (G). Rate of infusion:
8.3 x 10~® mmol/kg/min.

(B) Quantification of C-FOS neurons in the PBN and PAG: saline (white bar), 8 1-7 (black bar), Nalox (gray bar). Open bars: infusions in sham-treated rats; dashed
bars: infusions in capsaicin-treated rats. Data are expressed as means + SEM of immunoreactive cells per brain hemisphere (n = 3 per experimental group). The
values with different letters differed significantly (p < 0.05, Kruskal and Wallis nonparametric test, followed by Dunn’s post hoc test). PBN: parabrachial nucleus,
PAG: periaqueductal gray.

(D, F, and H) Comparable infusions of p 1-7 (D), Nalox (F) and Tyr-Ala (H) in rats previously treated by capsaicin around the portal vein. Scale bar, 200 um.

(I, K, M, and O) C-FOS immunoreactive cells in the PVN of rats infused via the portal vein with saline only (1), 8 1-7 (K), Nalox (M) and Tyr-Ala (O).

(J) Quantification of C-FOS neurons in the LH, ARC and PVN: symbols, expression of data and statistics as above. LH: lateral hypothalamus, ARC: arcuate
nucleus, PVN: paraventricular nucleus.

(L, N, and P) Comparable infusions of § 1-7 (L), Nalox (N) and Tyr-Ala (P) in rats treated by capsaicin. Scale bar, 100 pm.
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Figure S3. Effect of Portal Infusion of Nalox on C-FOS Expression in Rats with Surgical Vagotomy, Related to Figure 3

(A-D) Rats underwent a surgical vagotomy. After recovery, they were infused with saline (left) or Nalox (right). C-FOS immunoreactive cells were quantified in the

NTS (A and B) and in the PBN (C and D). Infusion rates were as in Figure 3. Scale bars, 200 pm.

(E) Quantification of C-FOS positive cells in the NTS, PVN, PAG and PBN: saline (white bar) and Nalox (gray bar). Data are expressed as means + SEM (n = 3) of

immunoreactive cells per brain hemisphere. *p < 0.05, using Mann-Whitney’s nonparametric test.
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Figure S4. Effect of Portal Infusions of MOR Modulators on Gut Gluconeogenesis Enzyme Expression in Rats Fed on a PED from Soy Protein,

Related to Figure 4
(A) Rats with portal catheters were fed on a PED from soy protein for two weeks before infusions. Infusions with MOR-effectors were done as described in

Figure 4. G6Pase enzyme activity was determined in a jejunum sample.
(B) Quantification of PEPCK-C protein by western blotting. The data are expressed as the means + SEM of five rats per group. *, significantly different from saline

infusion, p < 0.05.
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Figure S5. Effect of MOR Modulators and Oligopeptides on the Coupling of MOR to Adenylate Cyclase in N1E115 cells, Related to Figures 5

N1E115 cells were incubated for 20 min at 37°C in the presence of the indicated metabolites (10~"M). cAMP was assayed by radioimmunoassay by using

125

labeled cAMP. The effect of forskolin was studied as a positive control. The data are expressed as the means + SEM of four incubation experiments. *,

significantly different from saline; °, Significantly different from DAMGO alone; p < 0.05.
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Figure S6. Determination of Gluconeogenic Enzyme Expression in Wild-Type And MOR-KO Mice, Related to Figure 6

(A and B) Wild-type and MOR-KO mice (fed on SED) were killed for intestine sampling. G6Pase activity (A) and PEPCK-C protein amount (B) determined from
a jejunum sample. The data are expressed as the means + SEM of 5 mice per group. *, significantly different from WT mice (p < 0.05).

(C) Jejunal G6Pase activity was assayed at the end of the experiment in WT and MOR-KO mice fed on PED (relating to Figure 6C) and compared to two groups
studied in parallel, continuously fed on SED. The data are expressed as the means + SEM of 6 mice per group. *, significantly different from SED fed mice (p <
0.05).
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Des facteurs extrinseques tels qu’un mode de vie sédentaire et une prise alimentaire
hypercalorique augmentent grandement le risque de développer des maladies telles que
I’obésité et le diabéte de type 2. I1 est bien établi que la qualité du régime alimentaire peut étre
améliorée par une réduction de la consommation de graisses et de sucres rapides, tout en
augmentant la consommation de fibres alimentaires. Les fibres alimentaires constituent la
portion non digestible des aliments végétaux. Elles peuvent étre séparées en deux
composantes : les fibres insolubles (cellulose et lignine) et les fibres solubles telles que les
fructo-oligosaccharides (FOS). Comme discuté précédemment, ce dernier type de fibres est
fermenté par le microbiote en AGCC : acétate, propionate et butyrate principalement. Les
régimes riches en fibres améliorent la sensibilité¢ a I’insuline et la tolérance au glucose chez
des sujets maigres (Robertson et al., 2003, 2005) et obeses diabétiques (Mendeloff, 1977; Ray
et al., 1983).

Les AGCC sont souvent considérés comme étant responsables des effets bénéfiques
des fibres alimentaires solubles, a travers la régulation de I’homéostasie énergétique (Layden
et al.,, 2013). Les AGCC sont également des molécules de signalisation, agissant non
seulement comme des modulateurs de 1’épigénome a travers I’acétylation d’histones mais
¢galement comme des ligands endogénes des récepteurs FFAR2 et FFAR3 (Brown et al.,
2003). La signalisation a travers ces récepteurs induit de nombreux effets comme la synthése
de GLP-1 dans les cellules L entéroendocrines (Tolhurst et al., 2012), la modulation de
I’adiposité et des changements dans le transit intestinal (Samuel et al., 2008).

A certains égards, les bénéfices des fibres solubles sur les homéostasies glucidique et
énergétique paraissent paradoxaux. D’une part, le butyrate est en effet un substrat énergétique
préférentiel des colonocytes et des entérocytes (Donohoe et al., 2011). Comment une
augmentation de la récolte énergétique pourrait-elle étre réconciliée avec un bénéfice sur
I’homéostasie énergétique ? Des études récentes ont décrit un role bénéfique du butyrate dans
I’induction de la dépense énergétique (Gao et al., 2009; Lin et al., 2012), mais les mécanismes
sous-jacents restaient mal compris. D’autre part, le propionate est classiquement décrit
comme un substrat de la néoglucogenese (Anderson et Bridges, 1984). Une augmentation de
la production hépatique de glucose est reconnue comme étant un facteur causal de la
résistance a ’insuline (Clore et al., 2000; Magnusson et al., 1992), aboutissant au diabéte de
type 2. Cet aspect est donc en contradiction avec les effets bénéfiques des fibres solubles sur
le métabolisme.

Il faut souligner que la plupart des études sur la capacité du propionate a étre

transformé en glucose ont ét¢ menées avant la découverte de I’intestin comme organe
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néoglucogénique (Croset et al., 2001; Mithieux et al., 2004a; Rajas et al., 1999). Des ¢études
de notre laboratoire suggerent que la NGI induit des effets bénéfiques sur la balance
glycémique et I’homéostasie énergétique. Nous avons montré que la NGI est détectée par un
capteur de glucose portal qui transmet ce signal au cerveau via le SNP, aboutissant a terme a
des effets bénéfiques (Delaere et al., 2012). Comme indiqué précédemment, cette voie de
signalisation est particulierement importante lors des régimes riches en protéines (Duraffourd
et al., 2012; Mithieux et al., 2005; Pillot et al., 2009) et suite a un by-pass gastrique (Troy et
al., 2008). Nous avons formulé I’hypothése que le propionate est un substrat de la NGI parce
que les métabolites produits lors de son catabolisme entrent dans la voie de la néoglucogeneése
par la voie du cycle de Krebs, qui est la voie majeure de formation du glucose dans I’intestin
(Croset et al., 2001; Mithieux et al., 2004b), et parce que le propionate est produit dans la
lumiére de I’intestin.

De nombreuses ¢études s’intéressent a nouveau aux effets métaboliques des AGCC
depuis la découverte de I’association entre la composition du microbiote intestinale et
I’incidence de I’obésité (Flint et al., 2012). Comparé au microbiote d’individus maigres, le
microbiote des individus obéses a une capacité de récolte d’énergie accrue (Schwiertz et al.,
2010; Turnbaugh et al., 2009a). De plus, plusieurs études montrent une influence majeure des
régimes riches en graisses dans la composition du microbiote des rongeurs (Hildebrandt et al.,
2009; Parks et al., 2013; Turnbaugh et al., 2008, 2009b). Une autre étude récente chez des
humains obeses montre que la composition du microbiote peut étre associée a des défauts
d’homéostasie glucidique (Karlsson et al., 2013).

Dans cette ¢tude, nous combinons des études d’expression de génes et de traceurs
métaboliques pour évaluer si les fibres solubles et/ou les AGCC peuvent induire la NGI, soit
par la régulation des geénes de la NGI, soit, pour le propionate, en agissant comme précurseur
du glucose produit. Nous avons également évalué¢ si la NGI avait un rdle causal dans les
bénéfices associés aux fibres solubles et aux AGCC. En utilisant des souris spécifiquement
invalidées pour le geéne de la G6pc dans I’intestin, nous avons également déterminé la part
relative de la NGI de I’hote et de la composition du microbiote dans les bénéfices

métaboliques conférés par la présence de fibres solubles dans le régime alimentaire.
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SUMMARY

Soluble dietary fibers promote metabolic benefits on
body weight and glucose control, but underlying
mechanisms are poorly understood. Recent evi-
dence indicates that intestinal gluconeogenesis
(IGN) has beneficial effects on glucose and energy
homeostasis. Here, we show that the short-chain
fatty acids (SCFAs) propionate and butyrate, which
are generated by fermentation of soluble fiber by
the gut microbiota, activate IGN via complementary
mechanisms. Butyrate activates IGN gene expres-
sion through a cAMP-dependent mechanism, while
propionate, itself a substrate of IGN, activates IGN
gene expression via a gut-brain neural circuit
involving the fatty acid receptor FFAR3. The meta-
bolic benefits on body weight and glucose control
induced by SCFAs or dietary fiber in normal mice
are absent in mice deficient for IGN, despite similar
modifications in gut microbiota composition. Thus,
the regulation of IGN is necessary for the metabolic
benefits associated with SCFAs and soluble fiber.

INTRODUCTION

Extrinsic factors such as a sedentary lifestyle and excessive
caloric intake contribute to the increasing incidence of obesity
and type 2 diabetes. It is well-established that diet quality can
be improved by reducing the intake of fat and simple sugars
while increasing the intake of dietary fiber. Dietary fiber is the
indigestible portion of plant foods and has two main compo-
nents: insoluble fiber (principally cellulose and lignin) and soluble
fiber such as galacto-oligosaccharides and fructo-oligosaccha-
rides (FOS), which are fermented by the gut microbiota into
short-chain fatty acids (SCFAs) acetate, propionate, and buty-
rate (Flint et al., 2012). Fiber-enriched diets improve insulin sensi-

84 Cell 156, 84-96, January 16, 2014 ©2014 Elsevier Inc.

tivity and glucose tolerance in lean (Robertson et al., 2003, 2005)
and obese diabetic subjects (Mendeloff, 1977; Ray et al., 1983).

The beneficial effects of soluble fiber are often considered
to be mediated by SCFAs through regulation of whole-body
energy homeostasis (Layden et al., 2013). SCFAs are also
signaling molecules, acting not only as important modulators
of the epigenome through altering histone acetylation but also
as endogenous ligands for the G-protein-coupled receptors
FFARS3 and FFAR2 (Brown et al., 2003). Signaling through these
receptors mediates numerous effects such as synthesis of
glucagon-like peptide 1 in enteroendocrine cells (Tolhurst
et al., 2012), modulation of adiposity, and changes in gut transit
time (Samuel et al., 2008). In some aspects, the benefits of
soluble fiber on glucose and energy homeostasis appear
paradoxical. First, butyrate is a key energy substrate for both
colonocytes and enterocytes (Donohoe et al., 2011). How could
an increase in energy harvest be reconciled with a benefit on
energy homeostasis? Recent studies have described a role of
butyrate in enhancing energy expenditure (Gao et al., 2009; Lin
et al., 2012), but mechanistic insights into how this is achieved
are less understood. Second, propionate is classically described
as an efficient hepatic gluconeogenic substrate (Anderson and
Bridges, 1984). An increase in hepatic glucose production is
recognized as a causal factor of insulin resistance (Clore et al.,
2000; Magnusson et al., 1992), leading to type 2 diabetes, and
thus it is unclear how this could be reconciled with a metabolic
benefit of soluble fibers.

It is noteworthy that most studies featuring propionate as a
gluconeogenic substrate were carried out before the intestine
was described as a gluconeogenic organ (Croset et al., 2001;
Mithieux et al., 2004a; Rajas et al., 1999). Studies from our lab
suggest that intestinal gluconeogenesis (IGN) induces beneficial
effects on glucose and energy homeostasis. We have shown that
glucose released by IGN is detected by a portal vein glucose
sensor that transmits its signal to the brain by the peripheral
nervous system to promote beneficial effects on food intake
and glucose metabolism (Delaere et al., 2012). This chain of
events is of particular relevance with protein-enriched diets
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Figure 1. Effects of Dietary SCFAs and FOS on Body Weight and Glucose Homeostasis in Rats

(A-G) Food intake (A) and body weight gain (B) of rats fed standard or butyrate-, propionate- or FOS-enriched diet. Glucose (C) and insulin (F) tolerance tests were
performed respectively 11 and 13 days after switching to the indicated diets. Blood glucose levels and total glucose area under the curve (AUC) (D and G) are
shown. (E) Insulin plasma levels were determined in samples taken during the glucose tolerance test. $, p < 0.05 standard versus all groups; §, p < 0.05 standard
versus butyrate and FOS; *p < 0.05 versus standard; **p < 0.01 versus standard (ANOVA followed by Dunnett’s post hoc test). Data are mean + SEM, n = 6 rats per
group. St, standard; Pr, propionate; Bu, butyrate; FOS, fructo-oligosaccharides. See also Figure S1.

(Duraffourd et al., 2012; Mithieux et al., 2005; Pillot et al., 2009)
and after gastric bypass surgery (Troy et al., 2008). We hypo-
thesized that propionate is a substrate of IGN because its
downstream metabolites enter the gluconeogenic pathway via
the citric acid cycle, which is the main route of glucose formation
in the small intestine (Croset et al., 2001; Mithieux et al., 2004b),
and because propionate is produced in the gut lumen.

Renewed interest in SCFAs has emerged because of the
recently identified association between gut microbiota composi-
tion and obesity and associated pathologies (Flint et al., 2012).
Microbiota from obese individuals might have a higher capacity
for energy harvest than those from lean individuals (Schwiertz
et al., 2010; Turnbaugh et al., 20092), and several studies have
shown a major influence of high-fat diets on the composition of
gut microbiota in rodents (Hildebrandt et al., 2009; Parks et al.,
2013; Turnbaugh et al., 2008, 2009b). Furthermore, a recent
study in obese humans indicates that specific microbiota com-
positions may be associated with impaired glucose control
(Karlsson et al., 2013).

Here we combined gene expression and metabolic tracer
studies to evaluate whether soluble fiber and/or SCFAs could

induce intestinal glucose production, either by regulating gluco-
neogenic gene expression, or, for propionate, by serving as a
substrate. We also tested whether IGN might account for the
benefits of soluble fiber, and specifically whether it had a causal
role in the protection against diet-induced deregulation of
glucose homeostasis. Finally, using mice with an intestinal-spe-
cific knockout of the catalytic subunit (G6pc) of glucose-6-phos-
phatase (G6Pase, the essential enzyme of gluconeogenesis), we
evaluated the respective roles of the host IGN function and the
gut microbiota composition in the metabolic benefits conferred
by the presence of soluble fiber in the diet.

RESULTS

Dietary SCFAs and FOS Increase Glucose Tolerance and
Insulin Sensitivity in Rats

We first confirmed the beneficial effects of SCFAs (propionate
and butyrate) and FOS on body weight gain in rats. Body weight
of rats on a standard diet increased by 30 + 2.5 g over 10 days;
despite a similar food intake, SCFA- and FOS-fed rats showed
significantly less weight gain over this time period (Figures 1A
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Figure 2. Effect of Dietary SCFAs and FOS on IGN in Rats

(A) Endogenous glucose production (EGP) and intestinal glucose fluxes were determined in rats fed a standard, butyrate-, propionate-, or FOS-enriched diet for

2 weeks.

(B) Determination of intestinal incorporation of '*C-labeled propionate into glucose in 24-hr-fasted rats. 2Different from value in artery (p < 0.05, Student’s two-

tailed test for paired values). SA, specific activity.

(C-H) G6Pase activity and Pck1 and Mut expression were evaluated in the jejunum (C to E) and colon (F to H) of rats fed the indicated diets. *p < 0.05; **p < 0.01;

***p < 0.001 versus standard (ANOVA followed by Dunnett’s post hoc test).

Data are mean + SEM of n = 6 rats per group. St, standard; Pr, propionate; Bu, butyrate; FOS, fructo-oligosaccharides; N.D., not detected.

and 1B). Importantly, SCFAs and FOS did not influence fat
absorption by the gastrointestinal tract (data not shown). To
confirm that SCFAs and FOS also improve glucose homeostasis,
we performed intraperitoneal glucose (GTT) and insulin (ITT)
tolerance tests. The SCFA- and FOS-fed rats exhibited improved
glucose tolerance compared with rats fed a standard diet (Fig-
ures 1C and 1D), with no associated increase of insulin secretion
(Figure 1E). In addition, basal glucose levels after a 16 hr fast
were about 15% lower in butyrate- and FOS-fed rats compared
with rats fed a standard diet (Figure 1C, time 0). Similarly, insulin
tolerance was significantly enhanced in the SCFA- and FOS-fed
rats (Figures 1F and 1G). Furthermore, hepatic G6Pase activity
was lower in FOS-fed rats compared with rats on a standard
diet (Figure S1 available online), which was in line with the
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improvement of glucose control, as previously observed after
IGN induction by gastric bypass surgery (Troy et al., 2008).

Dietary SCFAs and FOS Induce Intestinal Glucose
Production and IGN Gene Expression

We next quantified intestinal glucose production (IGP) in rats fed
propionate, butyrate or FOS for 2 weeks. In all three groups,
[3-2H] glucose specific activity was lower in the portal vein
than in the artery (Figure 2A). This indicated that newly synthe-
sized, unlabeled glucose had been released by the intestine.
Moreover, plasma glucose concentrations were slightly higher
in the portal vein than in the artery (Figure 2A), indicating that
IGP was able to counterbalance intestinal glucose utilization.
Of note, propionate had the strongest capacity to induce IGP,
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accounting for 23% of total endogenous glucose production
(Figure 2A). We therefore investigated whether ['“C]-propionate
carbons could be incorporated into newly synthesized glucose.
['“C]-glucose specific activity after a 24 hr fast was significantly
higher in portal venous blood than in arterial blood (Figure 2B),
suggesting that the small intestine is able to efficiently convert
propionate into glucose.

We then studied the effect of SCFA- and FOS-enriched diets
on G6Pase activity and IGN gene expression. Rats fed SCFAs
or FOS for 2 weeks had about 2-fold higher G6Pase activity in
the jejunum compared with rats fed a standard diet (Figure 2C);
similar increases in both mRNA and protein levels of phospho-
enolpyruvate carboxykinase (cytosolic form, Pck1) in response
to SCFAs and FOS were also observed (Figure 2D). Interestingly,
only propionate induced the expression of methylmalonyl-coA
mutase (Mut), the key enzyme for its incorporation into glucose
(Figure 2E). In rats fed SCFAs or FOS for 2 weeks, there was a
dramatic induction of G6Pase activity in the colon (where the mi-
crobiota produces SCFAs in greatest concentrations), resulting
in an activity similar to that observed in the jejunum of rats fed
a standard diet; G6Pase activity was not detected in the colon

Pr Bu TA MA

In vivo

MUT Figure 3. Butyrate Directly Activates IGN
Genes, Whereas Propionate Action Is
Dependent on the Integrity of Periportal
Afferents

(A .and B) Caco-2 cells were cultured at confluence
for 3 weeks and mRNA levels of G6PC, PCK1 and
MUT were evaluated using quantitative RT-PCR
(A) and intracellular cAMP was measured (B). Kr,
Krebs-Ringer; Pr, propionate; Bu, butyrate; PT,
pertussis toxin; U, U73122; TA, tiglic acid; MA,
1-methylcyclopropanecarboxylic acid; For, for-
skolin. Values with different letters differ signifi-
cantly (p < 0.05, ANOVA followed by Tukey’s post
hoc test). n = 9 wells per experimental group.

(C) Rats were fed standard or butyrate-enriched
diet for two weeks and cAMP content was
measured in the jejunum.

I (D and E) G6Pase activity and PCK1 protein
expression were analyzed in the jejunum (D) and
colon (E) of capsaicin-treated animals fed the
indicated diets. **p < 0.01; ™p < 0.001 versus
standard (ANOVA followed by Dunnett’s post hoc
test). Data are mean + SEM, n = 6 rats per group.
St, standard; Pr, propionate; Bu, butyrate; FOS,
fructo-oligosaccharides; N.D., not detected. See
also Figure S2.

Butyrate

COLON

of rats fed a standard diet (Figure 2F).
The pattern of induction of Pck? and
Mut expression in the colon in response
to SCFAs and FOS was similar to
that observed in the jejunum (Figures 2G
and H).

*kk
*kk

Fos Butyrate but Not Propionate Is Able

to Directly Induce IGN Genes

We next investigated if SCFAs could

directly induce IGN genes using Caco-2
cells, which have a phenotype that resembles the enterocytes
of the small intestine (Hidalgo et al., 1989). Expression of
G6PC, PCK1, and MUT in Caco-2 cells was not affected by
24 hr incubation with propionate or specific agonists of FFAR2
(tiglic acid [TA]) or FFAR3 (1-methylcyclopropanecarboxylic
acid [MA]) (Schmidt et al., 2011) (Figure 3A). However, expres-
sion of G6PC and PCK1 was increased 2- to 3-fold in cells
incubated with butyrate (Figure 3A). Neither pertussis toxin nor
U73122 (inhibitors of Gi- and Gg-mediated signaling, respec-
tively) was able to counterbalance the effect of butyrate (Fig-
ure 3A, dashed bars), indicating that induction of G6PC and
PCK1 expression by butyrate was not dependent on any Gi-
or Gg-mediated mechanism. Intracellular cAMP content was
increased 3-fold in butyrate-treated cells compared with control
cells, while no cAMP increase was observed in cells treated with
propionate, TA, or MA (Figure 3B). Interestingly, a similar cAMP
increase was observed in the jejunum of rats fed a butyrate-
enriched diet (Figure 3C). These data suggest that butyrate-
mediated induction of G6PC and PCK1 gene expression could
be mediated by cAMP, a known activator of these genes (Gaut-
ier-Stein et al., 2006; Mutel et al., 2011).
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Propionate Induction of IGN Depends on Gut-Brain
Neural Communication

Since only butyrate can directly activate IGN genes in vitro, we
hypothesized that propionate-mediated induction of IGN could
depend upon a gut-brain communication axis. To question the
role of the portal neural afferents in the induction of IGN gene
expression by propionate, we performed periportal nervous
deafferentiation with capsaicin in rats before feeding with
SCFAs- and FOS-enriched diets for 2 weeks. G6Pase activity
and PCK1 protein expression were not increased in the intes-
tine of capsaicin-treated rats fed propionate compared with
the expression in rats fed a standard diet (Figures 3D and 3E).
By contrast, dietary butyrate and FOS could still increase
G6Pase activity and PCK1 expression in capsaicin-treated
rats (Figures 3D and 3E). However, these responses were
clearly not associated with improvements in glucose homeosta-
sis since the beneficial effects of dietary SCFAs and FOS on
body weight gain and improvement in glucose and insulin toler-
ance were abolished by denervation (Figures S2A-S2E). These
results are consistent with the crucial role of the periportal
nervous system in transducing the beneficial effects of IGN
and portal glucose sensing (Mithieux et al., 2005; Troy et al.,
2008). Moreover, no inhibition of G6Pase activity was observed
in the liver of capsaicin-treated rats fed SCFAs or FOS; in fact,
a slight increase was observed in propionate-fed animals
(Figure S2F).

Since the propionate receptor FFARS is expressed in the
peripheral nervous system (Kimura et al., 2011; Nohr et al.,
2013), we used immunofluorescence studies to examine the
presence of FFARS3 in the nerve fibers of the portal vein. As
shown in Figure 4A, the neuronal marker PGP9.5 (left) and
FFARS (right) were expressed in the rat portal vein wall and found
in close proximity (bottom, in yellow).

Next, we tested whether propionate-induced IGN activation
depended on FFARS signaling in vivo. When propionate was
infused in the portal vein at a rate mimicking that of a FOS-
enriched meal, G6Pase activity showed a 2.5-fold increase in
the jejunum when compared to the activity level after a saline
infusion (Figure 4B). In contrast, the ketone body B-hydroxybuty-
rate (B-HB), an antagonist of FFAR3 (Kimura et al., 2011),
induced a slight decrease in G6Pase activity when infused alone
and reversed the propionate-mediated induction when infused
together with propionate (Figure 4B).

Lastly, we evaluated the impact of propionate feeding on
the regions of the central nervous system implicated in signaling
from the portal area: the dorsal vagal complex (DVC), which
receives inputs from the vagal pathway, the C1 segment of
the spinal cord and the parabrachial nucleus (PBN), which
receive inputs from the spinal pathway, and the hypothalamus,
which receives inputs from both the PBN and the DVC
(Berthoud, 2004). Dietary propionate caused a 2- to 3-fold induc-
tion of c-Fos (a well-recognized marker of neuronal activation;
Sagar et al., 1988) in all areas of the DVC (Figures 4C-4E), as
well as in the spinal C1 segment and the PBN (Figures S3A-
S3D). Interestingly, such activation was absent in capsaicin-
treated rats (Figures 4D and 4F). A similar pattern of c-Fos
activation (and of denervation effect) occurred in the main hypo-
thalamic regions, which receive inputs from both the PBN and
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the DVC, namely the paraventricular nucleus (PVN), the lateral
hypothalamus (LH) and the arcuate nucleus (ARC) (Figures
S3E-S3H).

Taken together, these data suggest that FFAR3 is a major
actor in the gut-brain communication mechanism leading to
propionate-mediated induction of IGN.

IGN Plays a Causal Role in SCFA- and FOS-Induced
Metabolic Benefits under Both Normal and Insulin-
Resistant Conditions

To determine whether IGN has a causal role in SCFA- and FOS-
induced metabolic improvements, we used mice deficient in IGN
(i.e., with specific disruption of the G6Pase catalytic subunit in
the intestine, I-G6pc—/— mice, Penhoat et al., 2011). When fed
SCFA- or FOS-enriched diets, wild-type (WT) mice exhibited
the same metabolic benefits as those observed in rats, i.e.,
enhanced glucose and insulin tolerance (Figure 5, left). In
contrast, these metabolic benefits were not observed in
I-G6pc—/— mice (Figure 5, right), and glucose tolerance was
even slightly impaired in I-G6pc—/— mice fed a propionate-
enriched diet (Figures 5B and 5D). We observed no differences
in body weight gain on standard diet (data not shown) or food
intake between |-G6pc—/— and WT mice (Figure S4A). Further-
more, when compared to WT mice, body weight gain in
I-G6pc—/— mice was significantly higher after switching to
SCFA- and FOS-enriched diets (Figure S4B).

To elucidate the role of IGN in the well-known FOS-mediated
resistance to diet-induced obesity and deregulation of glucose
control, we fed WT and I-G6pc—/— mice a high-fat/high-sucrose
(HF-HS) diet (composition available in Table S1) with or without
FOS. In WT mice, addition of FOS to a HF-HS diet abolished
the development of diet-induced obesity without an effect on
food intake (Figures 6A and 6B), dramatically improved glucose
and insulin tolerance (Figures 6C-6F), and significantly
decreased fat mass in the subcutaneous, epididymal and
visceral adipose tissues (Figures S5A-S5C). In contrast, in
I-G6pc—/— mice fed a HF-HS diet, FOS supplementation
resulted in increased body weight (Figure 6A), no change in
glucose tolerance (Figures 6C and 6D), decreased insulin toler-
ance (Figures 6E and 6F), and no change in fat mass in the
subcutaneous and visceral adipose tissues (Figures S5A-S5C).
Thus, the FOS-mediated resistance to diet-induced obesity
and improvement of glucose control was absent in I-G6pc—/—
mice. In fact, these mice experienced increased body weight
gain and worsened insulin tolerance in response to FOS
supplementation.

We used two-way ANOVA to evaluate the relative effects of
genotype and diet on the total observed variability between
WT and |-G6pc—/— mice on a HF-HS diet with or without
FOS. Regarding glucose tolerance and insulin sensitivity, there
was a strong interaction between diet and genotype (p =
0.0261 for GTT; p = 0.0004 for ITT), with genotype accounting
for almost 50% of the total variance. This strong effect of geno-
type was also found for adiposity (29.43% of variance, p =
0.0017 in visceral adipose tissue), suggesting that IGN ac-
counts for most of the metabolic improvements observed in
FOS feeding. Moreover, intestinal G6Pase activity was induced
in FOS-fed WT mice, whereas only residual nonspecific activity
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Figure 4. Propionate Initiates a Gut-Brain Circuit Dependent on FFARS in the Portal Nerves
(A) Neuronal marker PGP9.5 (red, left) colocalized with FFAR3 (green, right) in the walls of the portal vein of rats. Lower, merged image. Scale bar, 50 pm. L, vein

lumen.

(B) G6Pase activity in the jejunum of rats after a 6 hr-perfusion of saline (Sa), propionate (Pr) or B-hydroxybutyrate (3-HB). Values with different letters differ
significantly (p < 0.05, one-way ANOVA followed by Tukey’s post hoc test). Data are mean + SEM, n = 5 rats per group.
(C, E and F) c-Fos immunoreactive cells in the DVC of rats fed standard (C) or propionate-enriched diet, after treatment of the portal area with vehicle (E) or

capsaicin (F).
(D) Quantification of c-Fos neurons in all areas of the DVC.

St, standard, Pr, propionate, Pr+C, propionate + capsaicin. AP, area postrema; NTS, nucleus of the solitary tract; dmnX, dorsal motor nucleus of the vagus. Scale
bar, 200 um. Data are mean + SEM per hemisphere, on 4 to 6 sections per area, n = 3 rats per group. *p < 0.05 versus all groups (Kruskal-Wallis test followed by

Dunn’s post hoc test). See also Figure S3.

was observed in |-G6pc—/— mice (Figure 6G). We also
observed a weak decrease in hepatic G6Pase activity (p =
0.07) accompanied by dramatic increases in liver glucose-6-
phosphate (G6P) and glycogen content in FOS-fed WT mice
(Figures S5D-S5F), suggesting a suppression of hepatic
glucose release. By contrast, FOS supplementation did not
induce a change in the parameters of hepatic glucose release
in I-G6pc—/— mice (Figures S5D-S5F). Again, there was a
strong interaction between diet and genotype accounting for
FOS feeding-induced changes in these parameters (e.g.,
26.94% of total variance, p < 0.0001 for liver G6P content).
Taken together, these data strongly suggest that IGN plays a

mandatory role in the beneficial metabolic effects of SCFA-
and FOS-enriched diets.

FOS Feeding Induces a Genotype-Independent Shift in
the Microbiota Composition

Diet is a major factor that drives gut microbiota composition
and its fermentative capacity. To investigate how FOS supple-
mentation of HF-HS diet affected the colonic microbial ecology
in WT and I-G6pc—/— mice, we performed 454-based pyrose-
quencing. By estimating B-diversity between samples with pair-
wise unweighted Unifrac distance (Lozupone and Knight, 2005)
and performing principal coordinates analysis, we found that
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diet had a profound effect on the ecology in both genotypes (Fig-
ure 7A). The changes associated with diet (PC1, 41%) were pre-
ponderant compared to those associated with genotype (PC2,
11%). Firmicutes and Bacteroidetes were the most abundant
phyla, representing more than 80% of the reads (Figure 7B).
Diet had a major effect on the relative abundance of the main
phyla in the colonic microbiota and FOS feeding was associated
with a significant decrease in Firmicutes and increase in Bacter-
oidetes in both WT and I-G6pc—/— mice (Figures 7C and 7D).
Actinobacteria abundance was significantly increased by FOS
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Figure 5. SCFA- and FOS-Mediated Meta-
bolic Improvements Are Absent in
I-G6pc—/— Mice

(A-D) Glucose tolerance tests were performed in
16-hr-fasted wild-type (A) or I-G6pc—/— (B) mice
after 11 days on standard or butyrate-, propionate-
or FOS-enriched diet. Blood glucose levels and
total glucose area under the curve (AUC) (C and D)
are shown.

(E-H) Insulin tolerance tests were performed on
6-hr-fasted wild-type (E) or I-G6pc—/— (F) mice
after 13 days of indicated diet. Blood glucose
levels and total glucose AUC (G and H) are shown.
$, p < 0.05 standard versus all groups; *p < 0.05;
**p < 0.01 versus standard (ANOVA followed by
Dunnett’s post hoc test). Data are mean + SEM,
n = 6 mice per group.

St, standard; Pr, propionate; Bu, butyrate; FOS,
fructo-oligosaccharides. See also Figure S4.
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only in I-G6pc—/— mice (Figure 7E), with
a significant interaction between diet
and genotype (two-way ANOVA, p =
0.0155).

To assess the metabolic conse-
quences of FOS incorporation in the
diet, we measured total SCFA content in
portal and peripheral blood from WT and
I-G6pc—/— mice. As expected, total
SCFA content was higher in portal blood
after FOS supplementation, with diet
accounting for almost 60% of the vari-
ance (p = 0.001, two-way ANOVA) and
no influence of the mouse genotype (p =
0.66, two-way ANOVA) (Figure 7F). Buty-
rate proportions did not vary in any of the
groups (Figure 7G). However, the contri-
bution of propionate to the total content

of SCFAs in portal blood increased with
FOS supplementation in [|-G6pc—/—
mice but not in WT mice (Figure 7G); this
result is consistent with the assumption
that propionate is used as a substrate of
gluconeogenesis in the gut of WT but
not I-G6pc—/— mice. Notably, the abun-

Bu FOS dance of Bacteroidetes positively corre-

lated with the changes in portal blood

propionate (Figure 7H, R® = 0.53, p =
0.0002). No significant variation of SCFA content was observed
in peripheral blood (Figure S6), which is consistent with the fact
that most SCFAs are metabolized by the liver (Cummings et al.,
1987).

Bu FOS

45 60 75 90
Time after insulin injection (min)

DISCUSSION
Here we examined the metabolic activities of SCFAs and FOS,

focusing particularly on IGN, a regulator of glucose and energy
homeostasis (Mithieux et al., 2005; Troy et al., 2008). We found
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Weight and Glucose Homeostasis in WT
and I-G6pc—/— Mice Fed a HF-HS Diet

(A) Evolution of body weight gain in mice fed high-
fat/high-sucrose (HF-HS) or FOS-supplemented
(HF-HS + FOS) diet.

(B) Mean food intake over 2 weeks.

(C~F) Glucose (C) and insulin (E) tolerance tests
were performed 16 and 18 days after switching to
indicated diets, respectively. Total glucose areas
under the curve (AUC) (D and F) were calculated.
(G) Effect of FOS enrichment on intestinal G6Pase
activity in wild-type and I-G6pc—/— mice fed a
high-fat/high-sucrose diet. Immunoblotting was
performed to confirm the deletion.

*p < 0.05 (when not indicated versus HF-HS);
***p < 0.001, two-way ANOVA followed by Bon-
ferroni’s post hoc test. Data are mean + SEM of
n =5to 6 mice per group. WT, wild-type mice. See
also Figure S5.
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via an increase in cAMP and not via
FFAR2 (Figures 3A-3C). An FFAR2-inde-
pendent butyrate-initiated intracellular
increase of CAMP has been described
earlier in enterocytes and shown to be
driven by the increase in ATP that accom-
panies utilization of butyrate as a key
energy substrate (Wang et al., 2012). In
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that SCFAs produced from microbial fermentation of polysac-
charides improve various features of energy metabolism both
in insulin-sensitive and insensitive states through stimulation of
IGN. A major finding is that propionate can directly initiate a
gut-brain neural circuit that has beneficial effects on host
physiology.

SCFAs have been described as key signaling molecules, with
activation of both FFAR2 and FFARS (preferentially activated by
propionate) leading to modulation of host adiposity (Samuel
et al., 2008) or GLP-1 secretion (Tolhurst et al., 2012). Here, we
show that propionate and butyrate activate IGN genes using
different and complementary processes. Our data suggest that
butyrate directly activates IGN gene expression in enterocytes

-G6pc -~ contrast, we show that propionate acts

as an agonist of FFAR3 in the periportal
afferent neural system to induce IGN via
a gut-brain neural circuit. The brain
targets of the portal propionate signal
include the DVC, which receive inputs
from the ventral vagus nerve, and the
C1 segment of the spinal cord and
the PBN, which transmit inputs from the
dorsal sympathetic ganglions and the
spinal pathway. Such a double neural
transmission has been observed for
portal signals initiated by protein-digests
via the p-opioid receptors (Duraffourd
et al., 2012). Thus, our data highlight the
key role of the spinal pathway in nutrient
signaling to the brain in addition to the vagal pathway, which is
often considered as preponderant (Mithieux, 2013).

Beneficial effects of dietary fiber and SCFAs have been
described in several studies, all showing resistance to diet-
induced obesity and increased energy expenditure (Cani et al.,
2007; Gao et al., 2009; Lin et al., 2012; Neyrinck et al., 2012). Pro-
pionate has long been described as a hepatic gluconeogenic
substrate (Anderson and Bridges, 1984). However, here we
show that propionate is converted into glucose by IGN (i.e., in
the intestine before it reaches the liver). This promotes metabolic
benefits in energy homeostasis, illustrated here through
decreased adiposity and body weight despite comparable
food intake, and better glucose control, including a decrease
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(A) Principal coordinates analysis (PCoA) plot of unweighted UniFrac distances. Each dot represents a colonic community. The percentage of variation explained
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(B) Abundance plot of the most important phyla in each mouse.
(C-E) Relative abundance of phyla in the colonic microbiota.

(F and G). Total SCFA content in portal blood of mice fed regular high-fat/high-sucrose (HF-HS) or FOS-supplemented (HF-HS + FOS) diet (F) and SCFA
proportions (G) in the portal blood of aforementioned mice.
(H) Bacteroidetes abundance positively correlates with the plasma propionate measured in the portal blood circulation.
*p < 0.05; *p < 0.01; # indicates statistical significance in the interaction between diet and mouse genotype; values with different letters differ significantly, two-
way ANOVA followed by Bonferroni’s post hoc test. Data are mean + SEM of n = 5 to 6 mice per group. WT: Wild-type mice. See also Figure S6.
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of hepatic glucose production, as described earlier (Mithieux
et al., 2005, Troy et al., 2008). We directly confirmed the role of
IGN in promoting the metabolic benefits of propionate by using
I-G6pc—/— mice (i.e., mice that cannot convert propionate into
glucose in the intestine), and show that metabolism is even
slightly impaired by FOS feeding in these mice. We also show
that FOS addition to a HF-HS diet increases the proportion of
propionate in the total SCFA content in the portal blood of
I-G6pc—/— mice. We thus propose that increased conversion
of propionate into glucose by the liver contributes to the wors-
ening of glucose tolerance in I-G6pc—/— mice.

Dietary fibers have been linked to marked alterations in the gut
microbiota composition (Neyrinck et al., 2012). In addition,
recent studies have shown a strong interaction between gut
microbiota and host metabolism (El Aidy et al., 2013a, 2013b),
including modulation of intestinal G6pc expression (Larsson
et al., 2012, data available at http://microbiota.wall.gu.se).
Here we show that the abundance of the two major phyla in
the colonic microbiota is dramatically altered by FOS supple-
mentation, regardless of the genetic background. FOS feeding
increases the abundance of Bacteroidetes while decreasing
the abundance of Firmicutes. Interestingly, the elevated levels
of Bacteroidetes observed after FOS feeding strongly correlate
with the increased levels of propionate in the plasma, confirming
previous observations (Bindels et al., 2012). Although compara-
ble changes in microbiota composition have been previously
associated with beneficial effects for the host (Bindels et al.,
2012; Roberfroid et al., 2010; Schwiertz et al., 2010; Turnbaugh
et al., 2006), our data show that these changes are not sufficient
to induce improvements in glucose and energy homeostasis in
the absence of IGN. We also show that FOS feeding strongly in-
creases the abundance of Actinobacteria, but only in I-G6pc—/—
mice in which the beneficial effects of SCFAs or FOS are not
observed. To date, we have no explanation for the link between
FOS feeding and Actinobacteria levels, but as this association
was not observed in WT mice, it is unlikely to have a role in the
benefits linked to FOS feeding.

In conclusion, we report a mechanism linking microbial degra-
dation of dietary fiber into SCFAs and host nutrient sensing
through induction of IGN. We show that IGN has a causal role
in the metabolic benefits that have long been ascribed to fiber-
enriched diets. This reveals a key mechanistic rationale by which
SCFAs, and especially propionate, may positively influence host
metabolism. Since both the beneficial effects of dietary fiber on
glucose control (Mendeloff, 1977; Ray et al., 1983; Robertson
et al.,, 2003, 2005) and IGN (Battezzati et al., 2004; Hayes
et al., 2011; Mithieux, 2012) are known to be present in humans,
these findings may open novel perspectives in the treatment as
well as prevention of metabolic diseases.

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Animals

Adult male Sprague-Dawley rats (Charles River), aged 6 to 8 weeks and weigh-
ing 275-300 g at the time of their arrival, were housed in a climate-controlled
room (22 + 2°C) subjected to a 12 hr light/dark cycle (7:00 AM-7:00 PM),
with free access to water and food. Mice were housed under similar condi-
tions. I-G6pc—/— mice were generated as described previously (Penhoat
et al., 2011), and experiments were performed 5 weeks after gene deletion.

Sodium propionate, sodium butyrate (Sigma) or FOS (Orafti P95, kindly
donated by Beneo) was incorporated into the diet at 5% wt/wt (SCFAs) or
10% wt/wt (FOS). Standard diet was SAFE A04 (Augis, France) and HF-HS
diet was prepared at Unité de Préparation des Aliments Expérimentaux
(INRA Jouy-en-Josas, France; see also Table S1). Prior to diet change, animals
were fed standard diet and groups were designed to match food intake and
body weight.

Glucose and Insulin Tolerance Tests

After 10 to 14 days of special or standard diet, animals were fasted for 16 (GTT)
or 6 hr (ITT) and then received an injection of glucose (1 g/kg b.w., i.p.) or insulin
(0.5 U/kg b.w., Insulatard, Novo Nordisk). Blood glucose was monitored for
90 min using a glucometer (Accu-Check, Roche) on samples collected from
the tip of the tail vein. Insulin was quantified using an ELISA kit (Mercodia).

Tissue Sampling

Rats were fasted for 6 hr and were then euthanized by pentobarbital injection
(100 mg/kg b.w., i.p.). The intestine and liver were sampled as described pre-
viously (Mithieux et al., 2004a). G6Pase activity was assayed under maximal
velocity conditions. Western blot was performed using antibodies described
in Table S2, using B-actin as a housekeeping gene. All procedures were
described in detail previously (Mithieux et al., 2004a; Rajas et al., 1999).

Surgical Procedures

Rats were anesthetized with 2% isoflurane. Portal catheter implantation was
performed as described earlier (Duraffourd et al., 2012). For portal denerva-
tion, a gauze compress moistened with either a capsaicin (10 mg/ml in saline,
DMSO and Tween at a ratio of 8:1:1) or a vehicle solution was applied around
the portal vein for denervation. Sodium propionate and B-hydroxybutyrate
(Sigma) were dissolved in saline and perfused at a rate of 2.5 umol/min for
6 hr in fasted rats. Rats were allowed to recover for 1 week, with free access
to food and water. A marbocyl/ketofen solution was injected each day to pre-
vent coagulation, infection, and pain.

Determination of Intestinal Glucose Fluxes

After a 6 hr fast, rats were anesthetized with 2% isoflurane and fitted with poly-
ethylene catheters inserted into the right jugular vein for [3-*H] glucose (Perkin-
Elmer) infusion and the left carotid artery for blood sampling. For propionate
incorporation studies, rats were fasted for 24 hr to enhance IGN (Mithieux
et al., 2004b) and fitted with catheters as described above. [1-'%C] Propionic
acid sodium salt (Hartmann Analytic) was infused for 90 min. Sampling and cal-
culations are described in detail by Croset et al. (2001).

Immunofluorescence
Immunofluorescence was performed as described by Duraffourd et al. (2012),
with prior incubation of slides in citrate buffer at 95°C for 40 min for antigen
retrieval.

See also Table S1.

c-Fos Labeling
Brain sampling, labeling, and counting are described in detail by Duraffourd
et al. (2012).

Sample Collection for Microbial and SCFA Analysis

Mice were fasted for 6 hr and euthanized by cervical dislocation. Blood
samples were collected from the portal vein and via intracardiac puncture.
The intestine (including the colon) and liver were sampled and immediately
put in liquid nitrogen. For plasma analysis, blood samples were centrifuged
and plasma collected and stored at —80°C before the assay.

SCFA Assay

SCFAs were measured in 50 pl of plasma samples after acidification and
extraction into diethyl ether by gas chromatograph coupled with mass spec-
trometer detector (7890A and 5975C, Agilent Technologies). A mix of 1 M
[1-13C] acetate, 0.2 M [6-2H] propionate, and 0.2 M [4-'3C] butyrate was added
as internal standard. Prior to injection, the samples were derivatized with
N-tert-butyldimethylsilyl-N-methyltrifluoracetamide (MTBSTFA; Sigma) at
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room temperature. Quantitation of the measured metabolites was completed
in selected ion monitoring acquisition mode by comparison to labeled internal
standards. The m/z ratios of monitored ions were as follows: 117 (acetic acid),
131 (propionic acid), 145 (butyric acid), 121 ([1-'3C]-acetate), 136 ([6-H] pro-
pionate), and 149 ([4-'3C] butyrate).

Genomic DNA Purification, 16S rRNA Gene Amplification, and
Sequence Analyses

After isolation of genomic DNA from colon segments (repeated bead-beating
method, Salonen et al., 2010), the V1-V2 region of bacterial 16S rRNA
gene was amplified using the 27F and 338R primers fused with 454 Titanium
sequencing adapters. Three independent 25 pul PCR reactions were performed
for each sample using 1.5 U of FastStart Tag DNA Polymerase (Roche)
and PCR was performed at conditions: one cycle of 3 min at 95°C, 25 cycles:
20sat95°C, 30 s at52°C, and 60 s at 72°C, and 10 min at 72°C. The resulting
product was checked for size and purity on 0.8% Agarose-GelRed gel, further
purified (NucleoSpin 740609, Macherey-Nagel, Germany), and quantified
with the Quant-iT PicoGreen dsDNA kit (Invitrogen, Carlsbad, CA). All samples
were pooled in equal amounts (20 ng/ul) and purified again with magnetic
beads (AMPure XP, Beckman, Danvers, MA) to remove short amplification
products. The purified pooled products were sequenced (Roche 454 GS-
FLX system, Titanium chemistry, by GATC, Konstanz, Germany). 454 reads
were denoised using the denoiser_preprocess.py and denoiser.py, tools avail-
able in QIIME and sequences were further analyzed as described in detail by
Larsson et al. (2012). We retained 111,693 sequences for 21 mouse colon
samples with an average of 5,320 sequences per sample (2,892 to 8,810
sequences). One of the colonic samples from a WT mouse on FOS diet con-
tained a very low number of sequences (1,982 before denoising and 930 after);
this sample was not included in the B-diversity analysis, but was included in all
other analyses.

Cell Culture

Caco-2 cells were purchased from ECACC and cultured as suggested by
the supplier. The cells were seeded into 6-well plates at 10° cells/well and
cultured at confluence at 37°C for 3 weeks. After that time, the culture medium
was changed to Krebs-Ringer buffer with 1 mM sodium propionate, 1 mM tiglic
acid, 1 mM 1-methylcyclopropanecarboxylic acid, or 1 mM sodium butyrate
(Sigma) alone or in conjunction with 0.2 pg/ml pertussis toxin or 10 uM
U73122 (Tocris). 24 hr later, cells were lysed for molecular analysis.

cAMP Assay

cAMP in the lysates was quantified by a direct cAMP enzyme immunoassay
kit according to the manufacturer’s instructions (ENZO Life Sciences ADI-
900-163). Protein concentrations of the lysates were determined using tradi-
tional Bradford assay. The concentration of CAMP was normalized to that of
protein in the same lysates. A medium containing 10 uM forskolin was used
as a positive control.

Quantitative RT-PCR

Total RNA was extracted from frozen tissues and cells using Trizol reagent
(Invitrogen), according to the manufacturer’s instructions. Fast-Start SYBR
Green PCR reagents (Roche) were used to determine mRNA levels. Ribosomal
protein L19 (RPL19) was used as a housekeeping gene. Calculations were
made based on the comparative cycle threshold method (2°22Y. Primer se-
quences are given in Table S3.

Statistical Analyzes

All data are presented as mean + SEM. Two-group comparisons
were analyzed using paired or unpaired t test. Groups were compared
using one-way ANOVA followed by Tukey’s (against all groups) and Dunnett’s
post hoc tests (against a control group). Two-way ANOVA followed by Bonfer-
roni’s post hoc test was used in experiments using I-G6pc—/— mice. The
nonparametric Kruskal-Wallis test followed by Dunn’s post hoc test was
used for c-Fos neuron counting. p < 0.05 was considered as statistically
significant.
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Figure S1. Effect of SCFA- or FOS-Enriched Diets on Liver Glucose-6 Phosphatase Activity, Related to Figure 1
Liver G6Pase activity of rats fed standard or propionate-, butyrate- or FOS-enriched diets. **p < 0.01 versus standard (ANOVA followed by Dunnett’s post hoc

test). Data are mean + SEM, n = 6 rats per group. St: standard; Pr: propionate; Bu: butyrate; FOS: fructo-oligosaccharides.

Cell 156, 84-96, January 16, 2014 ©2014 Elsevier Inc. S1

90






Cell

>
w
(9}

50 300 14

o =
e O Standard -0 Standard —F T
B, —4— Propionate 250 —4— Propionate o _ 12
-0 T -
% Butyrate 3200 —O— Butyrate 3 3 10
-} ~o-FOS £ ~o-FOS = °
ot = SE€ s
< @ 150 =3
5 4 o £
S 8 0= 6
2 S 100 gE
> = 0> 4
) [} 52
g 50 &<
m 2
0 0
8 10 0 15 30 45 60 75 90
Time (days) Time after glucose injection (min) st Pr Bu Fos
125 9 80
T I —— ¥
= o 2 m
= 10087 S35 2 . 60
T <3T p o c
> 50 02
£ 75 = £ Q35
£ IR @ 5 40
Iy £ a2
] --O-- Standard 3 ‘E © D
8 50 ° g
o —&—Propionate 8 > 3 (C) =)
g —C—Butyrate 2c E’ 20
25, o (O] 5
©—FOS -
0 0 0
0 15 30 45 60 75 90 St Pr Bu FOS St Pr Bu FOS

Time after insulin injection (min)

Figure S2. Importance of Periportal Nervous System in SCFA- and FOS-Mediated Metabolic Effects, Related to Figure 3
(A) Evolution of body weight gain of rats fed standard or butyrate-, propionate- or FOS-enriched diet, after portal denervation with capsaicin.

(B-E) Glucose (B) and insulin (D) tolerance tests were performed in capsaicin-treated rats fed standard or propionate-, butyrate- or FOS-enriched diets. Blood

glucose levels and total glucose area under the curve (AUC) (C and E) are shown.

(F) Liver G6Pase activity was analyzed in capsaicin-treated animals fed the aforementioned diets. *p < 0.05 versus standard (ANOVA followed by Dunnett’s post

hoc test). Data are mean + SEM, n = 6 rats per group.
St: standard; Pr: propionate; Bu: butyrate; FOS: fructo-oligosaccharides.
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Figure S3. Effect of Propionate Feeding on c-Fos Expression in the Spinal Cord and Hypothalamus of Rats, Related to Figure 4

(A, C, and D) c-Fos immunoreactive cells in the C1 segment of the spinal cord of rats fed standard (A) or propionate-enriched diet, after treatment of the portal area
with vehicle (C) or capsaicin (D).

(B) Quantification of c-Fos neurons in the spinal cord and the parabrachial nucleus (PBN): standard (white bar), propionate (gray bar) or propionate + capsaicin
treatment (dashed bar).

(E, G and H) c-Fos immunoreactive cells in the paraventricular nucleus of the hypothalamus (PVN) of rats fed standard (E) or propionate-enriched diet, after
treatment of the portal area with vehicle (G) or capsaicin (H).

(F) Quantification of c-Fos neurons in selected areas of the hypothalamus: standard (white bar), propionate (gray bar) or propionate + capsaicin treatment (dashed
bar).

Data are mean + SEM per hemisphere, on 4 to 6 sections per area, n = 3 rats per group. *p < 0.05 versus all groups (Kruskal-Wallis test followed by Dunn’s post
hoc test). Scale bar, 200 um. LH, lateral hypothalamus; ARC, arcuate nucleus; PVN, paraventricular nucleus; 3V, third ventricle.
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Figure S4. Effect of SCFA and FOS Feeding on Food Intake and Body Weight in Wild-Type and I-G6pc—/— Mice, Related to Figure 5

(A) Food intake was monitored daily for 10 days in mice fed a standard or a propionate-, butyrate- or FOS-enriched diet.

(B) Relative changes in body weight after two weeks of propionate-, butyrate- or FOS-enriched diet.
*p < 0.05; **p < 0.001, Student’s two tailed t test for unpaired data. Data are mean + SEM, n = 6 mice per group. WT, wild-type mice.
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Figure S5. Effect of FOS Supplementation on Hepatic Glucose Production and Adiposity in Wild-Type and I-G6pc—/— Mice Fed a High Fat/
High Sucrose Diet, Related to Figure 6

(A-C) Effect of FOS supplementation on subcutaneous (A), epididymal (B) and visceral (C) fat weights in wild-type and I-G6pc—/— mice fed a high-fat/high-
sucrose diet.

(D-F) Effect of FOS supplementation on liver G6Pase activity (D) and G6P (E) and glycogen (F) contents in wild-type and I-G6pc—/— mice fed a high-fat/high-
sucrose diet.

*p < 0.05; **p < 0.01; **p < 0.001, two-way ANOVA followed by Bonferroni’s post hoc test. Data are mean + SEM of n = 5 to 6 mice per group. WT, Wild-type mice.
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Figure S6. Effect of FOS Supplementation on Systemic SCFAs in Wild-Type and I-G6pc—/— Mice Fed a High Fat/High Sucrose Diet, Related
to Figure 7

(A) Total SCFA content in peripheral blood of mice fed regular high-fat/high-sucrose (HF-HS) or FOS-supplemented (HF-HS + FOS) diet.

(B) SCFA proportions in the peripheral blood of aforementioned mice.

Data are mean + SEM of n = 5 to 6 mice per group.
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intestinal peptide is a local mediator in a gut-brain neural axis activating

intestinal gluconeogenesis.
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L’axe intestin-cerveau joue un role critique dans la régulation de I’homéostasie
métabolique. La NGI est une fonction physiologique qui induit une diminution de la sensation
de faim et une augmentation de la sensibilité périphérique a I’insuline, et qui diminue la
production hépatique de glucose (Mithieux et al., 2009). La NGI est décrite chez I’Homme,
spécialement aprés un by-pass gastrique ou lors de la phase anhépatique de transplantation
hépatique (Mithieux, 2013). La NGI est activée lors des régimes riches en protéines
(Duraffourd et al., 2012; Mithieux et al., 2005) ou en fibres solubles (De Vadder et al., 2014).

Spécifiquement, dans le cas des régimes riches en fibres, le propionate produit par la
fermentation bactérienne se lie au récepteur FFAR3 dans les terminaisons nerveuses de la
veine porte. Ceci conduit a I’activation d’un arc réflexe intestin-cerveau, aboutissant a terme a
I’induction des geénes de la NGI (G6Pase et PEPCK) (De Vadder et al., 2014). Cependant, le
relais entérique local responsable de I’activation des geénes de la NGI dans les entérocytes n’a
a ce jour pas ¢été identifié. Nous avons formulé I’hypothése que la libération d’un
neurotransmetteur local par le systéme nerveux entérique en réponse a un signal provenant du
SNC pourrait étre impliqué.

Le peptide vasoactif intestinal (VIP) est un petit peptide qui agit comme
neurotransmetteur et comme neurohormone paracrine dans des neurones non-cholinergiques
non-adrénergiques du systeme nerveux entérique (Furness et al., 2004). Le VIP augmente
spécifiquement la concentration intracellulaire d’AMPc dans les entérocytes, par la liaison au
récepteur VPAC1 (Zimmerman et al., 1989). Des études in vitro sur des cellules Caco-2
surexprimant la G6PC ont montré que la transcription du géne de la G6PC est activée par une
signalisation dépendante de I’AMPc (Gautier-Stein et al., 2006). De facon intéressante, des
cellules intestinales de rat isolées présentent une forte sensibilité de I’adénylate cyclase au
VIP (Prieto et al., 1979), et la culture de cellules Caco-2 surexprimant la G6PC en présence
de VIP induit la transcription du géne (Gautier-Stein et al., 2006). Ces données suggerent que
la libération locale de VIP par les neurones entériques pourrait étre impliquée dans
I’activation des geénes de la NGI dans 1’épithélium intestinal.

Afin de tester cette hypothése, nous avons nourri des rats pendant deux semaines avec
un régime standard ou un régime enrichi en propionate pour induire I’expression des genes de
la NGI. Nous avons étudi¢ les implications in vivo du VIP sur I’expression des genes de la

NGI et la signalisation dépendante de I’AMPc dans I’intestin.
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ABSTRACT

Intestinal gluconeogenesis (IGN) promotes metabolic benefits through activation of a gut-
brain neural axis. However, the local mediator activating gluconeogenic genes in the
enterocytes remained unknown. We show that (1) VIP signaling through VPACI receptor
activates the intestinal glucose-6-phosphatase gene in vivo, (2) the activation of IGN by
propionate is counteracted by VPACI antagonism, and (3) that VIP-positive intrinsic neurons
are increased under the action of propionate. These elements support the role of VIP as a local
neuromodulator released by intrinsic enteric neurons and responsible for the induction

through a VPACI receptor-dependent mechanism in enterocytes.

KEYWORDS

Intestinal gluconeogenesis; vasoactive intestinal peptide; gut-brain axis; glucose-6-

phosphatase
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INTRODUCTION

The gut-brain axis plays a critical role in the regulation of metabolic homeostasis.

Intestinal gluconeogenesis (IGN) is a newly described process that promotes a decrease of
hunger and an improvement of insulin sensitivity, while decreasing hepatic glucose
production[1]. The IGN function is described in humans, especially after gastric bypass
surgery or during the an-hepatic phase of liver transplantation[2]. Intestinal gluconeogenesis
is activated when feeding protein[3,4]- or dietary fiber[5]-enriched diets. Specifically, in the
case of dietary fiber, microbial-generated propionate binds to free fatty acid receptor 3
(FFAR3) in the nerve ends of the portal vein wall. This leads to the activation of a gut-brain
reflex arc, inducing in the end the expression of gluconeogenic genes (glucose-6-phosphatase,
G6Pase; phosphoenolpyruate carboxykinase, PEPCK)[5]. However, the local enteric relay
responsible for the activation of IGN genes in the enterocytes remains to be elucidated. We
hypothesized that the release of a local gut neurotransmitter by enteric nervous plexuses in
response to a signal from the central nervous system could be involved.
Vasoactive intestinal peptide (VIP) is a small peptide that acts as a neurotransmitter and
paracrine neurohormone in non-adrenergic and non-cholinergic neurons of the enteric nervous
system[6]. VIP neurons innervate the gut epithelium, and VIP specifically increases cAMP
levels in enterocytes through binding to G,-coupled VPACI receptor[7]. In vitro studies in
Caco-2 cells overexpressing the catalytic subunit of G6Pase (G6PC) have shown that
transcription of GO6PC 1is activated by cAMP-mediated signaling in the intestine[8].
Interestingly, isolated intestinal epithelial cells from rat exhibit a high adenylate cyclase
sensitivity to VIP[9], and culturing Caco-2 cells overexpressing G6PC in the presence of VIP
up-regulates the transcription of the gene[8]. These data suggest that local release of VIP by
enteric neurons may be involved in activation of IGN genes in the gut epithelium.

To test this hypothesis, we fed rats for two weeks with either standard chow or
propionate-enriched chow to induce IGN gene expression (see Methods). We investigated the
in vivo implications of VIP on IGN gene expression and cAMP-mediated signaling in the

intestine.

RESULTS AND DISCUSSION

Rats that were fed on standard chow and received a VIP injection had about 2.5-fold

higher G6Pase activity in the jejunum compared with rats that received a saline injection. In
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line with previous data[5], propionate feeding strongly induced G6Pase activity. It is
noteworthy that an injection of VPACI antagonist PG 97-269 reversed this induction (Figure
1A). Western blot analysis revealed that protein levels of PEPCK did not change throughout
the experiment (Supplementary Figure 1), suggesting that the main target gene of VIP-
mediated IGN regulation is G6pc.

We next investigated whether IGN induction was associated to an in vivo activation of
cAMP-mediated signaling. After VIP injection, the intracellular cAMP content was increased
4-fold compared with saline-injected animals on standard diet. Similar cAMP levels were
found in propionate-fed animals. Again, antagonism of VPACIR abolished this increase
(Figure 1B). The increase in cAMP is a key signal triggering the phosphorylation of cAMP
responsive element binding protein (CREB). We determined the effect of the aforementioned
conditions on the phosphorylation state of CREB. Both VIP injection and propionate feeding
increased the levels of phosphorylated CREB, while not affecting the expression of CREB
protein. As was the case before, treatment with PG 97-269 in propionate-fed animals reversed
the induction (Figure 1C). G6pc gene is endowed with CREB binding sites[10]. To further
document the regulation of this gene in the intestine, we studied the binding of
phosphorylated CREB to the G6pc promoter by chromatin immunoprecipitation (ChIP). As
shown in Figure 1D, the same pattern of activation/no activation was observed when studying
the binding of phosphorylated CREB to the G6pc promoter.

Since VIP is expressed in enteric neurons, we examined if there was a variation of VIP
expression specifically in the enteric nervous plexuses, which innervate the enteric mucosa.
Using VIP immunostaining, we quantified VIP-positive cells in the myenteric and
submucosal plexuses, in standard- and propionate-fed rats. Propionate feeding effectively
increased the ratio of VIP-positive neurons in the enteric plexuses (Figure 2), in agreement
with the observation that VIP is involved in propionate-mediated activation of IGN.

The purpose of this study was to investigate whether VIP was an enteric relay in the
activation of gluconeogenic genes in the intestine in response to portal glucose signals relayed
by the central nervous system (here activated by propionate). We show that VIP can induce
Go6Pase activity in vivo. Moreover, our data strongly suggest that VIP is necessary for
propionate-mediated activation of IGN, since blocking of VPACI receptors in propionate-fed
animals reverses the activation. These elements support the role of VIP as a local
neuromodulator released by intrinsic neurons and responsible for the induction of IGN

through a VPAC1-dependent mechanism in enterocytes.
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If the proportion of VIP-positive enteric neurons correlates with IGN activation, the
projection and type of these neurons is not obvious. VIP neurons are present in submucosal
and myenteric plexuses. VIP neurons of the myenteric plexus receive strong vagal inputs[11].
Given the fact that propionate feeding activates neurons of the dorsal motor nucleus of the
vagus[5] and that the secretomotor activity of VIP has been linked to VPACI activation in
either enterocytes or cholinergic enteric neurons of the myenteric plexus[12], it is very likely
that activation of IGN may take place through the same pathway.

The involvement of VIP signaling in glucose and energy homeostasis is not restricted
to the intestinal area. For example, VIP signaling is needed for normal glucose-mediated
insulin release in the endocrine pancreas[13]. Interestingly, VIP-null mice have elevated
plasma glucose and enhanced taste preference for sweet[14], and streptozotocin-treated
diabetic mice have decreased levels of gastrointestinal VIP[15]. All these alterations point to
a crucial role of gastrointestinal VIP signaling in maintaining whole body glucose
homeostasis.

In conclusion, we report here the deciphering of a crucial mechanism by which a
nervous signal from the central nervous system activates intestinal glucose production, a
function promoting numerous metabolic benefits'. These findings provide a novel
understanding of the brain-gut neural relationships. Given the beneficial outcomes deriving
from the activation of IGN, this may open novel perspectives in the treatment and prevention

of metabolic diseases.

METHODS

Animals and housing

Adult male Sprague-Dawley rats (Charles River, France), aged 6 to 8 weeks and weighing
260-280 g at the time of their arrival, were housed in a climate-controlled room (22 + 2°C)
subjected to a 12-hour light/dark cycle with lights on at 7:00 AM, with free access to food and
water. Standard diet was SAFE AO4 (Augis, France). Sodium propionate (Sigma-Aldrich)
was incorporated into the diet at 5% weight/weight. After two weeks of diet, animals were
fasted for 3 hours and given an injection of either 0.9% NaCl (saline), or 100 pg/kg body
weight VIP (Bachem) or PG 97-269 (Bachem). Rats were euthanized 3 hours after the

injection and tissue was sampled.

Intestine sampling and G6Pase activity
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Rats were anesthetized with a single intraperitoneal injection of sodium pentobarbital (100
mg/kg) and the intestine was sampled as described previously[16]. 20 um-thick sections of
the jejunum were used in histology experiments.

Frozen intestine samples were grinded to powder with a stainless steel mortar bathing in
liquid nitrogen. The powder was further homogenized in 10 mM HEPES and 0.25 M sucrose,
pH 7.4 (in a 9:1 volume ratio) and sonicated. G6Pase activity and non-specific phosphatase
activity were assessed at maximum velocity in duplicates for each homogenate after addition
of respectively 20 mM glucose-6-phosphate or [3-glycerophosphate (Sigma-Aldrich). After 10
minutes at 30°C, the reaction was arrested by addition of excess 0.11 M ascorbic acid in 10%
trichloroacetic acid (Sigma-Aldrich). After centrifugation for 10 minutes at 2,000 g, the
supernatant was collected. The released inorganic phosphate was assayed by
spectrophotometry at 700 nm by complexation with molybdate ions (excess molybdate ions
were precipitated by sodium meta-arsenite). Specific G6Pase activity was computed as the
Go6Pase activity minus the non-specific phosphatase activity in each sample. Protein
concentrations were assayed by Bradford’s method and activity was expressed in U/g of

protein.

Western Blot

Tissue was either grinded in HEPES-sucrose (PEPCK) or 0.1 M HCl (CREB and pCREB).
After denaturing electrophoresis, western blot was performed using rabbit anti-PEPCK (sc-
32879, Santa Cruz, 1:7,000), rabbit anti-p actin (D6AS, Cell Signaling, 1:10,000) or rabbit
anti-phospho CREB (1113-1, Epitomics, 1:5,000). For CREB blotting, pPCREB membrane
was stripped and western blot was performed using rabbit anti-CREB (1496-1, Epitomics,
1:1,000). Secondary antibody was goat anti-rabbit IgG, HRP-conjugated (170-5046, Bio-Rad,
1:10,000).

cAMP assay

cAMP in the intestine was quantified using a direct cCAMP enzyme immunoassay kit

according to the manufacturer’s instructions (ADI-900-066, Enzo Life Sciences).

Chromatin immunoprecipitation (ChIP)
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ChIP was performed using Active Motif ChIP-IT® Express Enzymatic kit (53009), according
to the manufacturer’s instructions. Briefly, 50 to 100 mg of frozen intestine was fixed in 1%
formaldehyde in PBS-protein inhibitory cocktail. After chromatin harvesting and
fragmentation, an input was prepared as a load control. After removing cross-links, DNA was
purified by phenol/chloroform method and quantified using a NanoDrop®. DNA integrity
was verified by agarose gel electrophoresis. For immunoprecipitation, 10 pg of chromatin
were used with a rabbit anti-phospho CREB antibody (9191, Cell Signaling, 1:50). GFP
antibody (Abcam Ab6556) was used as a negative control. Q-PCR was performed using Fast-
start SYBR Green PCR reagents (Roche) with the following sequences on G6pc promoter:

*  Forward GTTTGCTATTTTACGTAAATCACCCT

¢ Reverse CCTCTGCTATCAGTCTGTGCCTTGC.

VIP immunohistochemistry

Jejunum sections were cleared of paraffin, rehydrated and incubated for 35 minutes at 95°C in
citrate buffer for antigen retrieval. After 30 minutes of incubation with a peroxidase blocking
solution, sections were incubated in PBS with 0.3% Triton X-100 with 5% bovine serum
albumin and 5% goat serum for 2 hours and further incubated with the primary antibody
(rabbit anti-VIP, Abcam Ab78536, 1:1,000) overnight at room temperature. After several PBS
rinses, sections were incubated with the secondary antibody (biotinylated goat anti-rabbit IgG,
Vector BA-1000, 1:300) for 2 hours at room temperature. After several rinses in PBS,
staining was performed using streptavidin-HRP and a chromogen reagent for 30 seconds
(Dako kit K0690). Specific staining was absent in the control experiment with omission of
primary antibodies. Sections were then counterstained with hematoxylin.

Images were acquired using a light microscope (Nikon Eclipse E400) and Histolab software
(Microvision Instruments). Enteric plexuses were circled and manually labeled VIP-positive

(with a halo of staining around the nucleus) and negative cells were counted in each plexus.

Statistical analysis
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GraphPad Prism® was used for statistical analysis. Groups were compared using one-way
ANOVA followed by Dunnett’s post-hoc test. The non-parametric Mann-Whitney’s test was

used for cell counting. P < 0.05 was considered as statistically significant.

FIGURE LEGENDS

Figure 1. VIP signaling mediates induction of intestinal gluconeogenesis. After two weeks on
a standard or propionate-enriched diet, 3h-fasted rats were injected with VIP, VPACI
antagonist PG 97-269 or only a saline solution.

A. Glucose-6-phosphatase activity in the jejunum of the rats. B. Intracellular cAMP in the
jejunum of the rats. C. Effect of VIP signaling on CREB phosphorylation. Total CREB and
pCREB proteins were assessed with western blots on intestinal lysates. D. ChIP assay of
CREB occupancy over the rat G6pc promoter.

Data are mean + SEM of N = 6 rats per group. ***, P < 0.001 vs. standard + saline, one-way

ANOVA followed by Dunnett’s post-hoc test.

Figure 2. Increase in VIP-positive neurons in myenteric and submucosal plexuses by
propionate feeding.

A. Box plot showing 5 to 95 percentiles. Points below and above the whiskers are drawn as
individual dots. VIP-positive cells were counted in 32-49 enteric plexuses of N = 3 rats per
group. *** P < (0.001, Mann-Whitney’s sum of rank test. B and C. Representative jejunal
sections of VIP-positive and hematoxylin-stained cells of rats fed a standard (B) or a
propionate-enriched (C) diet. Myenteric plexuses are lined in yellow, VIP-positive and

negative neurons are tagged respectively with green and red dots. Scale bar: 20 ym.
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EXPANDED VIEW

Figure E1. Western blot of PEPCK in jejunal rat protein extracts 3 hours after the injection.

Top panel: PEPCK (72 kDa); bottom panel 3 actin (55 kDa).
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DISCUSSION GENERALE
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Les objectifs de ces travaux de thése étaient d’étudier deux types de régimes connus
pour leurs effets bénéfiques (au moins a court terme) sur le métabolisme énergétique. Bien
que de nombreuses études avaient prouvé I’efficacité de ces régimes, aucune étude de
biologie fondamentale ne proposait de mécanisme par lesquels étaient exercés les effets
bénéfiques.

La découverte de la NGI, il y a environ 15 ans (Croset et al., 2001; Rajas et al., 1999),
a permis de démontrer un role crucial de I’intestin, d’une part dans le maintien de la glycémie,
d’autre part dans la régulation globale de la balance énergétique. En particulier, I’importance
du « signal glucose portal » a ét¢ démontrée lors des régimes riches en protéines (Mithieux et
al., 2005) et lors de la rémission du diabéte suite a un by-pass gastrique (Troy et al., 2008).

Le modele original de la souris invalidée pour la G6Pase dans I’intestin (Penhoat et
al., 2011) a été un outil considérable pour définir clairement les roles de la NGI dans la
régulation de la balance énergétique de I’organisme. Le fait que ces souris soient insensibles a
I’effet coupe-faim des protéines a permis de démontrer que la NGI avait un role causal dans

les améliorations liées aux régimes riches en protéines.

La premiére étude a donc permis de mettre en évidence un systéme de régulation
complexe de la prise alimentaire, a partir de la signalisation par les récepteurs p-opioides
exprimés dans les terminaisons nerveuses de la veine porte : lorsque ceux-ci sont inhibés par
les résidus protéolytiques provenant de la digestion des protéines, un arc-réflexe central est
initi¢, aboutissant in fine a la satiété.

Les afférences nerveuses provenant du tronc ventral du nerf vague sont probablement
impliquées dans la transmission du signal MOR au cerveau. En accord avec cette hypothése,
I’activation du NTS et de I’hypothalamus induite par la perfusion portale d’antagonistes MOR
est supprimée par le traitement a la capsaicine et la vagotomie chirurgicale. Cependant, les
signaux transportées par la moelle épiniere, c’est-a-dire les signaux de la voie spino-
mésencéphalique (activant le PBN notamment) semblent également impliqués. En accord
avec cette idée, le PBN et la matiere grise périaqueducale, qui regoivent des signaux en
provenance de la moelle épiniére, sont activés par les perfusions d’antagonistes MOR
portaux. De plus, I’activation de ces régions est supprimée par la capsaicine et non par la
vagotomie (qui laisse intactes les afférences spinales). De facon intéressante, le NTS,
I’hypothalamus et la voie spino-mésencéphalique sont impliqués dans le controle de
I’homéostasie énergétique (Berthoud, 2004) En accord avec une autre étude de notre

laboratoire (Delaere et al., 2013), la voie spinale semble prépondérante dans la transmission
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des signaux entre I’intestin et le cerveau. Cette idée représente un nouveau paradigme dans la
compréhension des dialogues cerveau-intestin, largement considérés jusque la comme étant
dépendants d’une communication par le nerf vague (Mithieux, 2013).

La complexité¢ de la séquence des événements aboutissant a 1’effet coupe-faim des
protéines restait jusque la assez mal comprise. Un grand nombre de facteurs, tels que les
hormones intestinales, sont sécrétés par 1’intestin suite a un repas. On considére généralement
que la liaison de ces hormones a leurs récepteurs présents dans 1’hypothalamus modifie alors
la sensation de faim. Tous ces mécanismes prennent place rapidement. Dans le cas des
protéines, les événements sont plus complexes. Il s’agit de processus progressifs qui prennent
place pendant la période postprandiale. Apres cela, le glucose portal peut initier son action
centrale coupe-faim (Delaere et al., 2012; Mithieux et al., 2005). Ceci est un phénomene
durable qui dépend de I’induction des génes de la NGI et qui peut donc durer apres
I’assimilation des nutriments. Cette hypothése est en accord avec le fait que les régimes
hyperprotéiques coupent la faim a distance du repas précédent, ce qui caractérise la satiété par
rapport au rassasiement (Booth et al., 1970; Rolls et al., 1988). Les rongeurs traités avant un
repas avec I’hormone de rassasiement CCK ne réduisent pas leur prise alimentaire globale. En
effet, ils compensent la réduction de la valeur calorique de chaque repas par une plus grande
fréquence de prise alimentaire (West et al., 1984). Pour évaluer le potentiel a long terme des
modulateurs MOR sur la prise alimentaire, une idée intéressante serait d’inhiber
spécifiquement les neurones MOR présents dans la veine porte. L’avénement de techniques

tels que I’optogénétique (Miller, 2006) pourrait apporter une réponse a ces questions.

La deuxiéme étude propose pour la premiére fois un mécanisme par lequel les fibres
alimentaires solubles exercent leurs effets bénéfiques. Elle résout le double paradoxe posé
précédemment en proposant, d’une part que le propionate est utilis€ comme substrat
néoglucogénique par I’intestin (donc avant d’atteindre le foie), d’autre part que la production
accrue d’ATP par le butyrate permet la synthése d’AMPc. En utilisant les souris décrites
précédemment, nous montrons que la NGI a un rdle causal dans les améliorations observées
chez les rongeurs.

Les AGCC ont été décrits comme des molécules de signalisation, se liant 8 FFAR2 et
FFAR3, dont P’activation réduit ’adiposité (Samuel et al., 2008) et active la sécrétion de
GLP-1 (Tolhurst et al., 2012). Dans cette ¢tude, nous montrons que le propionate et le
butyrate activent les geénes de la NGI en utilisant des mécanismes différents mais

complémentaires. Nos données suggerent que le butyrate active directement 1’expression des
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genes de la NGI dans les entérocytes via une augmentation de I’AMPc et non via FFAR2. Un
tel mécanisme indépendant de FFAR2 a déja été décrit précédemment dans les cellules Caco-
2, et est rendu possible grace a une augmentation de I’ATP induite par 1’utilisation du
butyrate comme substrat énergétique (Wang et al., 2012). Au contraire, nous montrons que le
propionate agit comme ligand de FFAR3 dans la veine porte, induisant la NGI via un circuit
de communication neuronale intestin-cerveau. Les régions activées par le propionate sont
notamment le DVC (donc la voie vagale) et la région C1 de la moelle épiniére (donc la voie
spinale). Il semble donc que I’activation de la NGI par le propionate répond a un mode
d’action similaire a celui décrit pour les protéines (Duraffourd et al., 2012). Ces données
représentent un argument supplémentaire pour I’importance de la voie spinale dans la
transmission des informations en provenance de I’intestin. Un argument définitif sur la
prépondérance de cette voie proviendrait de 1’¢tude de la dénervation chirurgicale des
ganglions cceliaque et mésentérique.

Les effets bénéfiques des AGCC et des fibres alimentaires solubles ont été décrits dans
plusieurs études, montrant toutes une augmentation de la dépense énergétique et une
résistance au développement de 1’obésité induite par le régime (Cani et al., 2007; Gao et al.,
2009; Lin et al., 2012; Neyrinck et al., 2012). Contrairement aux données montrant que le
propionate est un précurseur de glucose dans le foie, nous montrons que le propionate est
converti en glucose par la NGI, donc avant ’arrivée dans le foie. Ceci induit des bénéfices
métaboliques, démontrés par une diminution de I’adiposité et du poids, malgré une prise
alimentaire semblable. L’utilisation des souris invalidées pour la G6Pase dans I’intestin a
permis de démontrer le role causal de la NGI dans les améliorations observées. Chez ces
souris, la nourriture riche en fibres est méme légerement délétere pour 1’équilibre glycémique.
Ces effets sont associés a une augmentation du propionate dans le sang portal. Nous
proposons donc que la conversion accrue de propionate en glucose dans le foie contribue aux
effets néfastes des régimes riches en fibres observés chez ces souris.

Toutes les études précédentes de notre laboratoire avaient montré que 1’induction de la
NGI aboutissait a une diminution de la prise alimentaire (Duraffourd et al., 2012; Mithieux et
al., 2005; Troy et al., 2008). Cependant, dans cette étude, les rongeurs gardent une prise
alimentaire constante, quel que soit le régime. Cette différence dans le comportement
alimentaire est probablement due a I’induction trés forte de la dépense énergétique par les
fibres via la NGI, un effet dont I’importance n’avait pas été¢ démontrée dans nos précédentes
¢tudes. Il est probable que, en réponse a I’induction de la NGI et de I’augmentation de la

dépense énergétique, les rongeurs compensent cet effet par une absence de diminution de la
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prise alimentaire, aboutissant a un mécanisme de sauvegarde €nergétique. Des études plus
précises de calorimétrie et d’échanges respiratoires, notamment comparatives vis-a-vis des
régimes riches en protéines, sont nécessaires afin de confirmer cette hypothese. Il restera a
comprendre les mécanismes a la base de ces effets différents des protéines et des fibres.

Les fibres alimentaires induisent des altérations notables de la composition du
microbiote intestinal (Neyrinck et al., 2012). De plus, plusieurs études récentes suggérent une
interaction forte entre microbiote et métabolisme de 1’hote (El Aidy et al., 2013a, 2013b). Par
exemple, I’expression de la G6pc intestinale est modifiée chez des souris axéniques (Larsson
et al., 2012). Nous montrons ici que I’abondance des deux phylums majeurs du microbiote est
fortement altérée par les régimes riches en fibres, quel que soit le génotype de la souris. Les
régimes riches en fibres augmentent la proportion de Bacteroidetes et réduisent la proportion
de Firmicutes. Bien que des modifications comparables aient été¢ précédemment associés a des
effets bénéfiques pour 1’hote (Bindels et al., 2012; Roberfroid et al., 2010; Schwiertz et al.,
2010; Turnbaugh et al., 2006), nos données montrent que ces changements ne sont pas
suffisants pour induire les effets bénéfiques sur les équilibres glucidique et énergétique en
absence de NGI. Au regard de I’intérét croissant dans le role du microbiote dans les maladies
métaboliques, notre étude apporte un nouveau concept ou la NGI joue un réle clé par son
interaction avec les métabolites bactériens. Notre étude suggeére donc que les nouvelles
perspectives d’étude du microbiote doivent prendre en compte la réponse métabolique de
I’hote et doivent passer d’une simple prise en compte phylotypique a une étude métabolique

et fonctionnelle du microbiote.

Ces deux ¢études étaient limitées par la compréhension du mécanisme nerveux
responsable de l’activation de la NGI lors des régimes riches en protéines et en fibres
(particulicrement ’activation par le propionate). La troisiéme étude suggeére un mécanisme
impliquant la libération de VIP par les neurones sécrétomoteurs entériques, induisant
I’augmentation de I’AMPc intracellulaire dans les entérocytes et in fine ’activation de
I’expression de la G6Pase intestinale. Le systéme nerveux entérique semble donc jouer un
role clé dans les processus homéostatiques de régulation de la NGI. Cependant, cette
régulation pourrait dépendre de signaux efférents provenant du cerveau. Comme expliqué
précédemment, ce systéme nerveux est largement indépendant, avec des arcs réflexes propres
indépendants de toute innervation par le SNC (Furness, 2012). Il est donc tout a fait plausible
que la détection des nutriments ait lieu dans les neurones entériques qui, par I’intermédiaire

d’interneurones, activeraient un arc réflexe entérique d’activation des neurones VIPergiques.
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Au vu des techniques actuelles d’étude du systéme nerveux entérique, cette hypothese est
difficilement testable. Cependant, 1’utilisation future de 1’optogénétique dans le systéme
nerveux entérique (Boesmans et al., 2013) pourrait ouvrir la voie a la compréhension de la ou

des voies nerveuses entériques de régulation de la NGI.

Au regard des similarités d’effet entre les deux études (protéines vs. fibres
alimentaires), ces données renforcent 1’idée d’un role clé¢ de la NGI dans le maintien de
I’homéostasie énergétique. Etant donné que ce processus physiologique est ¢galement présent
chez ’'Homme (Battezzati et al., 2004; Hayes et al., 2011; Mithieux, 2012), ceci pourrait

ouvrir des perspectives a de nouvelles thérapies contre les maladies métaboliques.
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RESUME en francais

La production endogéne de glucose est une fonction cruciale de 1’organisme, permettant de maintenir 1’homéostasie
glycémique. Alors que la production accrue de glucose par le foie a des effets déléteres, la néoglucogenése intestinale
(NGI) exerce des effets bénéfiques sur 1’équilibre métabolique de 1’organisme.

Les régimes hyperprotéiques sont connus pour leurs effets de satiété. Grace a des travaux physiologiques et
moléculaires chez le rat et la souris, nous montrons dans une premiere partie que ’effet bénéfique des régimes
hyperprotéiques passe par une induction de la NGI. Lors de la digestion des protéines alimentaires, des di- et tri-
peptides sont libérés dans la veine porte. Ces molécules agissent comme des antagonistes des récepteurs p-opioides de
la veine porte, initiant un arc réflexe intestin-cerveau induisant la NGI et la satiété.

Dans un deuxiéme temps, nous proposons un modele rendant compte des effets bénéfiques des régimes riches en fibres,
tels que ’amélioration de la sensibilité a ’insuline et I’induction de la dépense énergétique. Les fibres solubles sont
fermentées par le microbiote intestinal, produisant des acides gras a chaine courte (AGCC), acétate, propionate et
butyrate, a I’origine des effets métaboliques observés. Nous montrons que le butyrate active directement les génes de la
NGI dans les entérocytes, et que le propionate se lie aux récepteurs FFAR3 dans le systéme nerveux périportal, initiant
un mécanisme de communication entre l’intestin et le cerveau induisant la NGI. De plus, nous montrons que la
modification de la composition du microbiote par les fibres alimentaires n’est pas suffisante en soi pour induire les
effets bénéfiques en absence de NGI.

TITRE en anglais
Portal detection of nutrients and control of energy homeostasis by the gut-brain neural axis

RESUME en anglais

Endogenous glucose production is a crucial function for the organism, accounting for the maintenance of glucose
homeostasis. While an increase in hepatic glucose production has deleterious effects, intestinal gluconeogenesis (IGN)
has beneficial effects on the metabolic balance of the organism.

Protein-rich diets are knows for their satiety effects. Thanks to physiological and molecular studies on rats and mice, we
first show that the beneficial effects of protein-rich diets are dependent on activation of IGN. When dietary protein is
digested, di- and tri-peptides are released into the portal vein. These molecules act as p-opioid receptor antagonists in
the portal vein, initiating a gut-brain neural reflex arc inducing IGN and satiety.

In a second study, we propose a model accounting for the beneficial effects of fiber-enriched diets, such as increased
insulin sensitivity and induction of energy expenditure. Soluble dietary fiber is fermented by the gut microbiota,
producing short-chain fatty acids (SCFAs), acetate, propionate and butyrate, which are responsible for the observed
metabolic effects. We show that butyrate directly activates IGN in the enterocytes, while propionate binds to FFAR3
receptors in the portal vein nervous system, initiating a gut-brain neural communication mechanism inducing IGN.
Moreover, we show that modifications in the microbiota composition by dietary fiber are not sufficient to induce
metabolic beneficial effects in the absence of IGN.
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