
HAL Id: tel-03353308
https://theses.hal.science/tel-03353308

Submitted on 24 Sep 2021

HAL is a multi-disciplinary open access
archive for the deposit and dissemination of sci-
entific research documents, whether they are pub-
lished or not. The documents may come from
teaching and research institutions in France or
abroad, or from public or private research centers.

L’archive ouverte pluridisciplinaire HAL, est
destinée au dépôt et à la diffusion de documents
scientifiques de niveau recherche, publiés ou non,
émanant des établissements d’enseignement et de
recherche français ou étrangers, des laboratoires
publics ou privés.

Développement d’un modèle murin de dénutrition avec
entéropathie et évaluation de molécules d’intérêt
permettant de contribuer au rétablissement de la

fonction de barrière intestinale
Emmeline Salameh

To cite this version:
Emmeline Salameh. Développement d’un modèle murin de dénutrition avec entéropathie et évaluation
de molécules d’intérêt permettant de contribuer au rétablissement de la fonction de barrière intestinale.
Hépatologie et Gastroentérologie. Normandie Université, 2019. Français. �NNT : 2019NORMR064�.
�tel-03353308�

https://theses.hal.science/tel-03353308
https://hal.archives-ouvertes.fr


 
 
 
 
 
 

 

THÈSE 
 

Pour obtenir le diplôme de doctorat  
 

Spécialité Science de la Vie et de la Santé 
 

Préparée au sein de l’Université de Rouen Normandie   
 

 
 

Développement d’un modèle murin de dénutrition avec entéropathie et évaluation de molécules 
d’intérêt permettant de contribuer au rétablissement de la fonction  

de barrière intestinale 
 

Présentée et soutenue par 
Emmeline SALAMEH 

 

 
 

Thèse dirigée par le Pr Pierre Déchelotte et co-encadrée par le Dr Rachel Marion-Letellier – INSERM 
UMR 1073 « Nutrition, inflammation et dysfonction de l’axe intestin-cerveau » 

 
Confidentiel 

 
 
 

Thèse soutenue publiquement le 17 Septembre  
devant le jury composé de 

M. Régis Hankard  PU-PH - INSERM UMR 1069 – Université de Tours Rapporteur 

Mme. Gaëlle Boudry CR – Institut NumCan – INRA – Saint-Gilles Rapporteur  

Mme. Claire Cherbuy IGR – Institut Micalis – INRA – Jouys-en-Josas Examinateur 

Mme Isabelle Dubus PU – INSERM UMR 1234 – Université de Rouen Normandie Examinateur 

Mme. Rachel Marion-Letellier MCF – INSERM UMR 1073 – Université de Rouen Normandie Co-directeur de thèse 

M. Pierre Déchelotte PU-PH – INSERM UMR 1073 – Université de Rouen Normandie Directeur de thèse  



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 « La santé est la qualité la plus méritoire du corps. »  
Aristote ; Rhétorique, I, 5, 15 - IVe s. av. J.-C. 

 
 



 1  

Remerciements 
 

J’aimerais remercier Pr Pierre Déchelotte, en tant que directeur de thèse et directeur du laboratoire 

de m’avoir accueillie et de m’avoir confié ce projet de thèse. Je remercie également 

chaleureusement le Dr Rachel Marion-Letellier en tant que co-directrice de thèse, pour son aide 

précieuse, sa bienveillance et son écoute. Grâce à elle j’ai pu donner le meilleur de moi-même.  

 

Je souhaite remercier amicalement Mamane Zeilani et Fanny Morel de la société Nutriset. Notre 

collaboration m’a permis de découvrir la recherche sous un autre angle et ainsi mieux comprendre la 

recherche en entreprise. 

 

Je souhaiterais remercier également Dr Gaëlle Boudry et Pr Régis Hankard de m’avoir fait l’honneur 

d’être mes rapporteurs de thèse. Je remercie Dr Claire Cherbuy ainsi que Pr Isabelle Dubus d’avoir 

accepté de faire partie de mon jury de thèse en tant qu’examinatrices.  

 

Merci aux Dr François Blachier, Muriel Thomas, Benjamin Bertin, Marie-Pascale Prudhomme et Aline 

Planchon d’avoir fait partie de mon comité de suivi individuel durant cette thèse.  

 

Marine, merci de ton aide précieuse durant ces travaux de thèse. Merci d’avoir été là durant les 

moments difficiles, les sorties nocturnes au laboratoire et les arrivées aux aurores. Une grande amitié 

s’est formée grâce à ça. La team « Nutriset » du laboratoire ne serait rien sans elle. 

  

Je remercie Clément dont les blagues incisives vont me manquer et son directeur de thèse Moïse 

Coëffier pour ses conseils avisés.  

 

Merci à Zoé Racine, ma stagiaire de Master 1 et 2 qui a énormément participé à ce projet de thèse. 

Merci pour ton dévouement, ta motivation et ton aide précieuse.  

 

Je remercie également Pascale de Saint Priest, Marine Le Chatelier et Mouhamed Barro de m’avoir 

intégré au sein du département RESN. J’aimerais également dire merci à Maxime Bohin, responsable 

produit chez Nutriset, pour son aide.  

 

Je remercie également Dr David Ribet pour son expertise, sa bonne humeur et ses gâteaux.  



 

 2  

 

Merci également à tout le personnel technique, Christine, Charlène et Alexis. Merci pour votre 

gentillesse et votre aide pour ces années. Je remercie également Gaëlle, en alternance depuis peu au 

laboratoire.  

 

Merci à tous les doctorants du laboratoire, Manon, Marie, Pauline, Asma, Chaima et Wafa pour leur 

soutient et également leur bonne humeur. Merci à Karim, Nicolas, Romain, Séverine et Jonathan, qui 

ont passé leur thèse depuis longtemps, mais qui ont énormément contribué à la bonne ambiance du 

laboratoire.  

 

J’aimerais également remercier Saïda, Alice et Camille pour leur gentillesse et leur sourire.  

 

Muchas Gracias à Liliana, pour ta gentillesse et ton énergie et merci à Sylvie et Sabine, mes 

assistantes de direction favorites !! 

 

J’aimerais remercier mes parents, de m’avoir soutenu durant toutes ces années de faculté. Merci à 

ma sœur Sanna, à Léonie et à Jean de me faire rire juste le temps d’un week-end. La famille, il n’y a 

que ça de vrai.  

 

Et je remercie Quentin, de m’avoir encouragée durant cette dernière année de thèse. Et ça c’est un 

exploit ! L’avenir nous appartient ! 

  



 

 3  

Table des matières 

Abbréviations ................................................................................................................................................... 6 

Résumé ............................................................................................................................................................ 7 

Abstract ........................................................................................................................................................... 8 

Préambule ........................................................................................................................................................ 9 

Avant-propos ................................................................................................................................................. 10 

Chapitre 1 - Introduction ................................................................................................................................ 13 

1. Organisation de la barrière intestinale .................................................................................................... 13 

1.1. Le système immunitaire inné .......................................................................................................... 13 

1.2. Le système immunitaire adaptatif .................................................................................................. 17 

1.3. Le microbiote intestinal ................................................................................................................... 19 

2. La malnutrition ......................................................................................................................................... 25 

2.1. Définitions, prévalence et épidémiologie de la malnutrition aiguë et chronique .......................... 25 

2.2. Les causes de la malnutrition aiguë ................................................................................................ 25 

2.3. Protocole de prise en charge de la MA ........................................................................................... 27 

2.4. Conséquences et mécanismes physiopathologiques de la malnutrition ........................................ 29 

3. La Dysfonction Entérique Environnementale ........................................................................................... 37 

3.1. Caractéristiques de la dysfonction entérique environnementale ................................................... 37 

3.2. Étiologie de la dysfonction entérique environnementale ............................................................... 37 

3.3. Prévalence et épidémiologie ........................................................................................................... 37 

3.4. Causes de la DEE et mécanismes physiopathologiques .................................................................. 38 

3.5. Conséquences de la DEE ................................................................................................................. 40 

3.6. Les biomarqueurs de la dysfonction entérique environnementale ................................................ 42 

4. Les modèles de dénutrition avec entéropathie ........................................................................................ 47 

5. Effets des nutriments sur la fonction de barrière intestinale ................................................................... 49 

5.1. La glutamine .................................................................................................................................... 49 

5.2. La leucine......................................................................................................................................... 51 

5.3. La gomme arabique ......................................................................................................................... 53 

5.4. Le sélénium ..................................................................................................................................... 57 

Chapitre 2 – Travaux de thèse ........................................................................................................................ 61 

1. Justification .............................................................................................................................................. 61 



 

 4  

2. Objectifs de la thèse ................................................................................................................................. 61 

Objectif 1 : Développement d’un modèle murin de dénutrition avec entéropathie ................................... 61 

Objectif 2 : Évaluation de laits thérapeutiques supplémentés en nutriments d’intérêts sur la croissance et 

la fonction de barrière intestinale ................................................................................................................ 62 

Revue n°1 .......................................................................................................................................................... 63 

Article n°1 ....................................................................................................................................................... 105 

Article n°2 ....................................................................................................................................................... 141 

Article n°3 ....................................................................................................................................................... 159 

Chapitre 3 - Discussion générale et perspectives .......................................................................................... 193 

Conclusion .................................................................................................................................................... 209 

Références ................................................................................................................................................... 211 

Valorisation des travaux de thèse ................................................................................................................ 241 

Annexes – Valorisation des travaux de Master 2 .......................................................................................... 243 

 

  



 

 5  

 
Liste des figures  

 
Figure 1 : La barrière intestinale………………………………………………………………………………………………......…..…..…...13 

Figure 2 : Schéma de la barrière intestinale…………………………………………………………………..…..…..…....................14 

Figure 3 : Les récepteurs de l’immunité innée………………………………………………………………..…..…..……………………15 

Figure 4 : Coupe distale de colon de souris……..………………………………………………………..…..…..………………….……..16 

Figure 5 : Pourcentage d'enfants âgés de moins de 5 ans atteints de malnutrition aiguë sévère dans le 

monde……………………………………………………………………………………………………………………………………………..………….21 

Figure 6 : Les causes de la dénutrition dans les pays à faibles revenus et à revenus intermédiaires……….……….22 

Figure 7 : Critères de diagnostic et protocole de prise en charge nutritionnelle de la malnutrition 

aiguë……………………………………………………………………………………………………………………………………………..…………….23 

Figure 8 : Les conséquences de la malnutrition aigüe sévère………………………………………………………………..……….24 

Figure 9 : La dysfonction entérique environnementale……………………………………………………………………….…….....28 

Figure 10 : Hypothèse du cercle vicieux……………………………………………………………………………………….……………….33 

Figure 11 : Effets de la glutamine sur la fonction de barrière intestinale……………………………………………..…………38 

Figure 12 : Schéma résumant l’effet de la gomme arabique sur la fonction de barrière intestinale……..………….44 

Figure 13 : Effet du sélénium l’amélioration des paramètres inflammatoires de l’intestin………………………………45 

  



 

 6  

Abbréviations 

 
D1AT :  D-1-anti-trypsin  

4-EBP1 : Eukaryotic translation initiation 

factor 4E (eIF4E)-Binding Protein 1 

AGCC : Acide Gras à Chaîne Courte 

AgRP : Agouti-Related Protein 

BCAA : Branched Chain Amino Acid 

COX : Cyclooxygénase 

CPAg : Cellules Présentatrices d’Antigène 

CTLR : C-type Lectin-like receptors 

DEE : Dysfonction Entérique 

Environnementale 

DHA : Acide Docosahéxaénoïque  

DSS Dextran Sulphate Sodium  

ETEC : E. coli entérotoxique 

GA : Gomme Arabique 

Gln : Glutamine  

IFN : Interféron 

Ig : Immunoglobuline 

IL : Interleukine 

iNOS : inducible Nitric Oxide Synthase 

JNK: c-Jun N-terminal Kinase 

LPS : Lipopolysaccharides 

MA : Malnutrition Aiguë 

MAL-ED: Malnutrition and Early Disease 

MAM : Malnutrition aiguë modérée 

MAS : Malnutrition Aiguë Sévère 

MC : Malnutrition Chronique  

MCP-1 : Monocyte Chemoattractant Protein 1 

MICI : Maladies Inflammatoires Chroniques de 

l’Intestin 

MPO : Myélopéroxydase 

mTOR : Mechanistic Target of Tapamycin 

MUAC : Middle Upper Arm Circumference  

MUC-2:  Mucine-2 

NF-kB : Nuclear Factor-kappa B 

NLR : NOD-Like Receptors 

NPY : Neuropeptide Y 

OMS : Organisation Mondiale de la Santé  

PAMP : Pathogen Associated Molecular 

Pattern  

PB : Périmètre brachial 

POMC : Pro-opiomélanocortine 

ProANP:  Pro-Atrial Natriuretic Peptide 

PRR : Pathogen Recognition Receptor 

RLR : Retinoid acid-inducible gene-1-Like 

Receptors 

ROS : Reactive Oxygen species 

RUSF : Ready-to-Use-Supplementary-Food  

RUTF : Ready-to-Use-Therapeutic-Food  

Se : Sélénium 

SK : Syndrome de kwashiorkor 

TFF-3 : Trefoil Factor 3 

TGF : Tumor Growth Factor 

TLR : Toll Like Receptor  

TNBS : acide Trinitrobenzènesulfonique 

TNF: Tumor Necrosis Factor  

ZO-1 : Zonula-Occludens 1

 

  



 

 7  

Résumé  
 

Développement d’un modèle murin de dénutrition avec entéropathie et évaluation de molécules 
d’intérêt permettant de contribuer au rétablissement de la fonction de barrière intestinale 

 
Contexte : La malnutrition aiguë sévère (MAS) est un problème majeur de santé publique dans le 
monde et affecte 17 millions d’enfants âgés de moins de 5 ans. La MAS induit une perte de poids 
rapide, souvent associée à une dysfonction entérique environnementale (DEE). La DEE se caractérise 
par une augmentation de l’inflammation, de la perméabilité intestinale, une diminution de la taille 
des villosités et de l’absorption des nutriments. La DEE peut ainsi limiter l’efficacité des protocoles 
de stabilisation et de re-nutrition chez l’enfant dénutri.  
 
L’objectif de cette thèse a été de développer un modèle de dénutrition avec entéropathie pour 
évaluer des laits thérapeutiques enrichis en nutriments ciblant la fonction de barrière intestinale.  
 
Résultats : Lors de la phase de développement du modèle, plusieurs approches ont été testées 
comme la restriction calorique, le régime hypoprotéiné, l’utilisation de lipopolysaccharides et de 
l’indométacine. Seule la combinaison d’un gavage quotidien d’indométacine pendant une semaine 
chez des souris dénutries par un régime pauvre en protéines a permis de développer un retard de 
croissance associé à une entéropathie. Suite à la validation de ce modèle, nous avons évalué la 
supplémentation du lait thérapeutique F-75 avec de la glutamine, de la leucine, de la gomme 
arabique et des levures séléniées. La glutamine et la leucine améliorent la fonction de barrière 
intestinale. Dans nos conditions expérimentales, l’enrichissement du lait thérapeutique avec la 
glutamine et la leucine combinés a eu des effets limités sur la fonction de barrière. La gomme 
arabique et les levures séléniées ont des propriétés prébiotiques et probiotiques et exercent des 
effets bénéfiques sur la barrière intestinale. L’enrichissement du lait thérapeutique avec 
l’association de ces deux composés permet d’inhiber l’inflammation intestinale et d’augmenter 
l’abondance de bactéries bénéfiques comme Faecalibacterium prausnitzii.   
 
Conclusion : Les travaux réalisés au cours de cette thèse ont permis de développer un nouveau 
modèle de dénutrition avec entéropathie. Le lait thérapeutique enrichi en gomme arabique et 
levures séléniées exerce des effets bénéfiques sur la fonction de barrière intestinale dans notre 
modèle.   
 

Mots clefs : Malnutrition aiguë sévère, dysfonction entérique environnementale, inflammation 
intestinale, perméabilité intestinale, stabilisation nutritionnelle. 
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Abstract 
 

Development of a murine model of undernutrition with enteropathy and effect of nutrients with 
beneficial effects on gut barrier function 

 
Background : Severe acute malnutrition (SAM) is a global health issue affecting 17 million children 
under the age of 5. SAM induces rapid weight loss and is often associated with environmental 
enteric dysfunction (EED). EED is characterized by intestinal hyperpermeability and inflammation, 
villus blunting and nutrient malabsorption. EED might, therefore, limit stabilization and re-nutrition 
protocol efficacy.  
 
Objectives : This thesis aimed to develop an undernutrition model with enteropathy to evaluate the 
effect of a therapeutic milk enriched with nutrients on gut barrier function.  
 
Results : During preclinical model development, several approaches were tested: calorie restriction, 
low-protein diet, use of lipopolysaccharides and indomethacin. Only daily indomethacin gavage 
during one week in protein-energy undernourished mice induced growth faltering associated with 
enteropathy. After preclinical model validation, we evaluated the effect of therapeutic milk 
supplemented with glutamine, leucine, gum arabic and/or selenium-enriched yeast on gut barrier 
function. Glutamine and leucine induce beneficial effects on gut barrier function. In our 
experimental conditions, therapeutic milk enriched with a combination of glutamine and leucine 
had a limited impact on this parameter. Gum arabic and selenium-enriched yeasts have prebiotic 
and probiotic properties on gut barrier function. Therapeutic milk supplemented with gum arabic 
and selenium-enriched yeast inhibited intestinal inflammation and enhanced specific bacteria 
abundance such as Faecalibacterium prausnitzii.   
 
Conclusion : The studies conducted during this thesis permitted to develop a new model of 
undernutrition with enteropathy. Therapeutic milk enriched with arabic gum and selenium-enriched 
yeast triggered beneficial effects on gut barrier function in our preclinical model.  
 
Key words : Severe acute malnutrition, environmental enteric dysfunction, intestinal inflammation, 

intestinal permeability, nutritional stabilization. 
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Préambule 
Le laboratoire INSERM UMR 1073 « Nutrition, inflammation et dysfonctionnement de l’axe intestin-

cerveau » est dirigé par le Professeur Pierre Déchelotte. Les thématiques de recherche se 

concentrent sur la recherche de mécanismes et de nouvelles thérapies contre le syndrome de 

l’intestin irritable, les maladies inflammatoires chroniques de l’intestin, les troubles du 

comportement alimentaire et la dénutrition. Parmi ces thématiques, les mécanismes de 

l’inflammation intestinale, le rôle de l’axe intestin-cerveau sont les plus abordées et la modulation 

nutritionnelle et la neurostimulation sont les pistes thérapeutiques les plus étudiées.  

 

Cette thèse est subventionnée par une Convention Industrielle de Formation par la Recherche 

(CIFRE). Ce projet est sous la direction du Pr Pierre Déchelotte et du Dr Rachel Marion-Letellier. Elle 

est également dirigée par Mamane Zeilani, en qualité de responsable scientifique, de la société 

Nutriset, spécialisée dans la formulation de solutions nutritionnelles contre toutes les formes de 

dénutrition (e.g. Malnutrition Aiguë ou Chronique).  
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Avant-propos 

 
La malnutrition aiguë (MA) est un problème majeur de santé publique dans le monde ayant une 

prévalence globale de 7,3% (1). 52 millions d’enfants sont touchés par cette forme de dénutrition 

dont 17 millions par la forme la plus sévère (1). La malnutrition aiguë sévère (MAS), ou marasme, se 

caractérise par (i) un rapport poids pour taille inférieur à -3 de l’écart-type, (ii) par un périmètre 

brachial (PB) inférieur à 115mm ou (iii) par la présence d’œdèmes bilatéraux (cas de Kwashiorkor) 

(2). La forme mixte associe le marasme et le syndrome de Kwashiorkor (2).  

 

Les maladies infectieuses et/ou la diminution radicale de la consommation de macronutriments 

(glucides, lipides et protéines) et de micronutriments (vitamines et minéraux) sont les causes 

principales de la dénutrition infantile alors que les facteurs y contribuant sont (i) le manque d’accès à 

l’eau, (i) un environnement contaminé, (iii) l’insécurité alimentaire, (iv) l’économie et (v) le manque 

d’accès aux soins. Les facteurs sous-jacents sont d’ordre social, culturel et politique.  

 

Dans les pays à faibles revenus et à revenus intermédiaires et plus particulièrement les zones 

contaminées, la dysfonction entérique environnementale (DEE) est ubiquitaire (3–6). La DEE est une 

dysfonction de la barrière intestinale caractérisée par : (i) une augmentation de la perméabilité et de 

l’inflammation intestinale, (ii) une diminution de la taille des villosités et (iii) une malabsorption des 

nutriments (7,8). Son étiologie est aujourd’hui non connue mais serait environnementale et 

impliquerait une exposition prolongée de microorganismes pathogènes menant soit à une dysbiose, 

soit à une infection entérique chronique. De plus, la DEE aggraverait l’état de dénutrition chez 

l’enfant l’entrainant alors dans un cercle vicieux. La DEE serait également un frein à la phase 1 de 

stabilisation dans le cadre de la MAS avec complications médicales (9,10). 

 

Afin de mieux comprendre les mécanismes de la DEE, des modèles de dénutrition avec entéropathie 

ont été développés et sont décrits dans la littérature. Ces modèles associent la dénutrition à une 

infection entérale induite par un cocktail de bactéries (11) ou encore par Cryptosporidium parvum 

(12) ou Giardia (13). Cependant, l’inflammation induite par ces pathogènes ne modélise pas 

l’inflammation de bas grade que développent les enfants avec DEE, de plus, l’inflammation 

engendrée n’est pas contrôlée. 

 

L’objectif de cette thèse a été de développer un modèle de dénutrition sévère avec DEE présentant 

un retard de croissance et une dysfonction de la barrière intestinale : une hyperperméabilité et une 
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inflammation intestinale. Une fois le modèle préclinique validé, nous avons testé plusieurs 

formulations de lait thérapeutique F-75 enrichi en nutriments d’intérêt ayant des effets bénéfiques 

sur les paramètres de fonctions de barrière et de croissance.  

 

Avant d’introduire la malnutrition aiguë et la dysfonction entérique environnementale nous 

présenterons tout d’abord la fonction de barrière intestinale dans un contexte physiologique. 

Ensuite, nous définirons la malnutrition aiguë, sa prise en charge, ses causes et ses conséquences sur 

l’organisme de l’enfant. Suite à cela, nous définirons la dysfonction entérique environnementale, 

ubiquitaire dans les zones contaminées, et ses conséquences sur la fonction de barrière intestinale, 

l‘état de dénutrition de l’enfant et son impact sur la réponse aux traitements. Afin d’étudier et de 

mieux comprendre la dysfonction entérique environnementale, des modèles précliniques sont 

décrits dans la littérature. Une revue de la littérature sur ces modèles a été rédigée et présentée 

dans la partie « résultats ». Enfin, un chapitre sur les nutriments d’intérêts ayant des effets 

bénéfiques sur la fonction de barrière intestinale a été rédigé. Dans le deuxième chapitre, les travaux 

effectués seront exposés sous formes d’articles (soumis ou en cours de préparation). Dans le dernier 

chapitre, les résultats obtenus ont été discutés au vu de la littérature actuelle et des perspectives de 

recherches ultérieures ont été évoquées. 
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Chapitre 1 - Introduction 

1. Organisation de la barrière intestinale 

Dans ce premier chapitre, nous allons présenter la fonction physiologique de barrière intestinale. La 

fonction de barrière intestinale est la capacité de la muqueuse intestinale d’assurer son rôle absorptif 

et de défense de l’organisme vis-à-vis des pathogènes pouvant être présents dans la lumière du 

tractus intestinal. Cette défense est possible grâce à l’épithélium intestinal et au système 

immunitaire intestinal comprenant une composante innée assurée par les cellules présentatrices de 

l’antigène, et une composante adaptative assurée par les lymphocytes. Le microbiote intestinal 

intervient également dans la fonction de la barrière intestinale.  

1.1. Le système immunitaire inné 

1.1.1. L’épithélium intestinal 

L’épithélium intestinal est constitué d’une monocouche de cellules épithéliales qui constitue la 

première ligne de défense de l’intestin. Cette monocouche est organisée sous la forme de villosités 

et de cryptes. Cela permet d’offrir une surface d’échange et d’absorption des nutriments ainsi que 

des niches pour les cellules souches (Figure 1A). Il existe différents types de cellules épithéliales : (i) 

les entérocytes avec une fonction d’absorption, (ii) les cellules caliciformes productrices de mucus, 

(iii) les cellules de Paneth qui synthétisent des peptides antimicrobiens, (iv) des cellules entéro-

endocrines et (v) des cellules souches au fond des cryptes permettant le renouvellement des cellules 

épithéliales tous les 2-3 jours (14). La fonction de barrière est assurée par des mécanismes physiques 

et chimiques.  

La barrière physique de l’épithélium intestinal 

La barrière physique est assurée par la monocouche de cellules épithéliales connectées par des 

jonctions intercellulaires assurées par les jonctions serrées, les jonctions adhérentes et les 

desmosomes. Les jonctions serrées (Figure 1B) permettent de contrôler la perméabilité paracellulaire 

des molécules. Les jonctions serrées comprennent différentes protéines : des protéines trans-

membranaires comme les claudines ou l’occludine qui interagissent avec des protéines 

intracellulaires comme Zonula-Occludens 1 (ZO-1).  

a.  ZO-1 se positionne au niveau du cytoplasme et permet d’établir la liaison entre les jonctions 

serrées de la membrane et le cytosquelette en liant l’actine. 
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b. L’occludine se situe entre la zone apicale et la zone basolatérale de la cellule épithéliale. Les 

souris invalidées pour le gène codant l’occludine présentent une augmentation importante de 

l’inflammation, une hyperplasie de l’épithélium gastrique et un retard de croissance sans impact 

sur la fonction de barrière (15). 

c. La famille des claudines comprend vingt-sept membres chez les mammifères. Les claudines 

peuvent jouer des rôles opposés. Par exemple, l’augmentation de l’expression protéique de la 

claudine-2 au niveau jéjunal est associée à une augmentation de la perméabilité intestinale 

globale dans un modèle de dénutrition induite par un régime pauvre en protéines (7%)(11). Dans 

un modèle d’anorexie chez la souris, l’augmentation de la perméabilité colique est associée avec 

une diminution de l’expression protéique de claudine-1 dans le jéjunum (16).  

Le mucus tapisse la paroi intestinale et assure également une barrière physique (Figure 2). Le mucus 

est un gel composé de mucines produit par les cellules caliciformes. L’épaisseur de ce mucus varie le 

long du tube digestif avec une épaisseur plus importante au niveau de l’iléon terminal et dans le 

colon. Cette entité est divisée en deux parties : (i) la couche interne directement en contact avec la 

partie apicale des cellules épithéliales et (ii) la couche externe en contact avec le microbiote 

intestinal (17). Alors que la couche interne contient des immunoglobulines A (IgA) et des peptides 

antimicrobiens, la couche externe est colonisée par des espèces commensales. La principale 

molécule composant le mucus est la mucine-2 codée par le gène MUC-2. La déficience de ce gène 

chez la souris induit une inflammation colique spontanée (18) sans impact sur l’iléon (19). 

La barrière chimique de l’épithélium intestinal 

Des molécules antimicrobiennes sont ainsi sécrétées et ces molécules permettent de détruire ou 

d’inhiber la croissance des microorganismes. Par exemple, les cellules de Paneth (Figure 2) situées au 

fond des cryptes produisent des D-défensines, des lysosymes et de la phospholipase A2 (20). Ces 

molécules sont stockées dans des granules et libérées après la stimulation des cellules de Paneth par 

exemple par les bactéries présentes dans la lumière intestinale.  

 

1.1.2. Les cellules présentatrices d’antigène 

La lamina propria comprend les cellules présentatrices d’antigènes (CPAg) tels que les cellules 

dendritiques et les macrophages. Par exemple, les cellules dendritiques intestinales résidentes ont la 

capacité d’échantillonner des antigènes présents dans la lumière intestinale en étendant leurs 

dendrites entre les cellules épithéliales. Ces antigènes seront ensuite présentés aux lymphocytes 

faisant de ces CPAg des cellules intermédiaires entre l’immunité innée et l’immunité adaptative.  
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Les cellules présentatrices d’antigènes, comme les cellules épithéliales intestinales, expriment des 

récepteurs de l’immunité innée appelés « Pattern Recognition Receptor » (PRR) qui sont capables de 

reconnaitre des motifs bactériens appelés « Pathogen Associated Molecular Pattern » (PAMP) (21). 

C’est le cas des « Toll-Like Receptors » (TLR). L’activation des PRR par les microorganismes, les 

toxines, des molécules chimiques induit l’activation d’une cascade de signalisation intracellulaire 

conduisant à l’activation ou la modulation de la réponse immunitaire (Figure 3) 

1.2. Le système immunitaire adaptatif 

Le système immunitaire adaptatif se compose d’un réseau complexe de cellules immunitaires dans la 

muqueuse intestinale connu sous le nom de « plaque de Peyer » et de “Gut Associated Lymphoid 

Tissue” (GALT). Le GALT se compose de follicules lymphoïdes agrégées et contient 70% des cellules 

immunitaires du corps humain (22). Il est capable de mettre en place (i) une réponse immunologique 

contre des microorganismes pathogènes et (ii) une tolérance aux bactéries commensales. Il est 

également en contact avec la lumière intestinale grâce aux cellules dendritiques et aux cellules M au 

niveau des plaques de Peyer. 

Suite à l’activation des lymphocytes B, ces cellules pénètrent dans le système lymphatique efférent 

puis dans la circulation systémique par le canal thoracique. Ces cellules colonisent les territoires 

muqueux, en quittant la circulation sanguine par des veinules post-capillaires. C’est dans la lamina 

propria que les lymphocytes B activés terminent leur différenciation en plasmocytes productrices 

d’immunoglobulines A (IgA) spécifiques de l’antigène. Ces IgA sont sécrétés sous la forme de 

dimères, capturés par les récepteurs d’Ig polymériques à la base des cellules épithéliales puis dirigés 

par trancytose vers la lumière intestinale. Les IgA tapissent ainsi la surface des muqueuses et 

peuvent capter les antigènes empêchant ainsi leur entrée dans l’organisme (23). 
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1.3. Le microbiote intestinal 

1.3.1. Présentation du microbiote intestinal  

Le microbiote intestinal chez l’Homme est un écosystème complexe comprenant au moins 1012 

microorganismes dans 1g de fèces (24), entre 1000 et 1500 espèces différentes (25) avec une 

prédominance pour les bactéries de type anaérobie. Le microbiote intestinal compte également des 

levures, des archées, des virus (en majorité des bactériophages) et des champignons. Le nombre de 

bactéries suit un gradient croissant le long du tube digestif de l’estomac vers le colon avec une 

densité colique d’environ 103-105 bactéries par ml de contenu jéjunal et 1011-1012 bactéries par ml de 

contenu colique (26). Le microbiote intestinal est une énorme biomasse bénéfique à l’hôte tapissant 

le mucus intestinal (Figure 4). Il peut donc être considéré comme un organe à part entière et est 

capable de s’adapter à son environnement (27). 

1.3.2. Méthodes d’études du microbiote intestinal 

Comme la majorité des bactéries présentes dans le microbiote ne sont actuellement pas cultivables, 

il a fallu attendre le développement de techniques de biologie moléculaire pour mieux l’étudier. La 

taxonomie bactérienne se compose de plusieurs niveaux : le règne (Procaryotae), le domaine 

(Bactérie), le phylum, la classe, l’ordre, la famille, le genre et enfin l’espèce. Les techniques récentes 

de séquençage à haut débit ont permis de séquencer une zone du gène codant pour l’ARN 

Ribosomique 16S (ARNr 16S), ubiquitaire chez les bactéries avec un grand nombre de copies (28). À 

partir de ces données, une autre taxonomie a donc été développée et basée sur cette séquence. Elle 

se fonde sur la distance génétique entre les différentes espèces de bactéries et permet de refléter 

leurs liens de parenté évolutive. Sa structure se compose de régions conservées communes aux 

bactéries, de régions variables communes à un groupe de bactéries et des régions hypervariables 

plus spécifiques d’une espèce donnée. L’approche métagénomique permet, quant à elle, de 

déterminer l’ensemble des gènes microbiens présents dans leur ADN et ainsi définir leurs fonctions 

(29,30). Enfin, la méthode métatranscriptomique caractérise non pas l’ADN mais l’ARN microbien 

(31). Cette technique est complémentaire de la métagénomique puisqu’elle permet de mesurer à un 

temps donné les gènes bactériens transcrits. Le protéome et le métabolome sont également utilisés 

respectivement dans l’étude des protéines bactériennes et leurs métabolites (32). 

1.3.3. Établissement du microbiote intestinal 

Concept débattu par certaines études précliniques suggérant la colonisation de l’intestin in utero 

(33), l’intestin du fœtus est dépourvu de microbiote. Ce n’est qu’après la naissance que le nourrisson 

est colonisé par des bactéries d’origine maternelle telles que le microbiote fécal, vaginal et cutané 

mais aussi environnemental. La voie de naissance, l’alimentation, le lait maternel et l’antibiothérapie 
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peuvent également avoir un impact sur sa composition. En premier lieu, le nourrisson est colonisé 

par des Enterobacteriaceae et par Staphylococcus (34). Par la suite, des Bifidobacterium colonisent 

l’intestin ainsi que quelques bactéries productrices d’acides lactiques (35). Ce microbiote est 

maintenu jusqu’à l’introduction de nourriture solide (36,37). Après le sevrage, des bactéries des 

genres Bacteroides, Prevotella, Ruminococcus, Clostridium et Veillonella colonisent l’intestin de 

l’enfant (36). Il faut environ trois ans pour que le microbiote soit définitivement établi (27). Par 

définition, 2-3 ans après la naissance, le microbiote est installé et devient stable dans le temps (27). 

Si les conditions ne changent pas, les espèces dominantes n ‘évoluent pas sauf si les conditions 

environnementales changent drastiquement comme la prise d’antibiotiques, le changement du 

régime alimentaire ou bien suite à une infection de l’intestin (38–40). 

1.3.4. Composition du microbiote intestinal  

Deux tiers des espèces dominantes observées sont propres à l’individu. Néanmoins, l’analyse de taxa 

met en évidence la récurrence de trois phyla bactériens : les Firmicutes, les Bacteroidetes et les 

Actinobactéries (41). Le phylum des Firmicutes est le plus représenté (de 14 à 31%) (42). Il comprend 

des bactéries à gram positif et se compose du groupe Eubacterium restale – Clostridium coccoides. Il 

se compose lui-même des genres Eubacterium, Clostridium, Ruminococcus et Butyrovibrio. Les 

firmicutes se composent également du groupe Clostridium leptum (16-22%) dont fait partie les 

genres Fecalibacterium prausnitzii, Rumminococcus albus et Rumminococcus flavefaciens (43). Le 

phyla des Bacteroidetes se compose par les genres Bacteroides (Bacteroides, Prevotella et 

Porphyromonas) (9 à 42%). Les Actinobacteria est le phylum le moins dominant (0,7 à 10%) et se 

compose des bifidobactéries et du groupe Collinsella-Atopobium. Enfin, les entérobactéries sont plus 

rarement observées (0,4 à 1%) tout comme les Lactobacilles et les Streptocoques (2%) (44). Une 

revue de la littérature montre que la composition du microbiote intestinal peut évoluer au cours du 

vieillissement comme par exemple une diminution de l’abondance des Clostridiales comme F. 

prausnitzii (45).  

1.3.5. Propriétés  

Comme le microbiote intestinal se compose d’un nombre de gènes 100 à 150 fois supérieur comparé 

à celui du génome humain (25), il y a une diversité microbienne très importante et donc un potentiel 

fonctionnel. Les espèces bactériennes sont différentes d’un individu à l’autre mais les fonctions du 

microbiote sont globalement conservées. Le métabolisme de l’hôte est influencé par le métabolisme 

du microbiote intestinal. En effet, le microbiote est capable de métaboliser par exemple les glucides, 

et les protéines présentes dans le colon. 
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- Le métabolisme des glucides. 10 à 60 grammes par jour de glucides fermentescibles se 

retrouvent dans le colon en fonction de la quantité consommée (46). La dégradation anaérobie 

de ces substrats conduit à la production d’acides gras à chaîne courte (AGCC) comme le butyrate, 

le propionate et l’acétate. Ces AGCC sont absorbés rapidement par l’épithélium du colon, 

permettant de fournir de l’énergie et de promouvoir l’absorption colique de sodium (47,48). 

Certains possèdent même des propriétés d’immunomodulation locale et, comme le butyrate, de 

stimuler les lymphocytes T de la muqueuse intestinale (49,50).  

- Le métabolisme des protéines. Les protéines sont les principales sources d’azote et de carbone 

du microbiote intestinal. Leur source est soit exogène (protéines alimentaires) soit endogène 

(e.g. enzymes, mucines) et présente la principale source d’azote du microbiote intestinale. 

L’activité protéasique d’une majorité d’espèces bactériennes permet d’hydrolyser les protéines 

en peptides et seront utilisés comme source d’énergie (51). Parmi les réactions chimiques, la voie 

réductrice de désamination est la plus utilisée par les bactéries du microbiote colique aboutissant 

à la formation d’AGCC.  

1.3.6. Rôle du microbiote intestinal sur la régulation de la fonction de barrière intestinale 

Le microbiote intestinal intervient dans la fonction de barrière contre des bactéries pathogènes (52). 

Différents mécanismes permettent d’assurer ce rôle de barrière par les bactéries. 

Par exemple, les bactéries peuvent occuper les sites d’adhésion de la paroi intestinale de sorte 

qu’une autre bactérie ne puisse pas s’y implanter (53). Les bactéries peuvent entrer en compétition 

avec les pathogènes pour les nutriments. Elles sont également capables de modifier leur écosystème 

à leur avantage grâce au produit de leur métabolisme (52). La production de bactériocines par les 

bactéries directement dans la lumière intestinale entraine la lyse ou l’inhibition de la croissance de 

souches bactériennes (54,55). 

Les bactéries du microbiote intestinal interagissent avec les cellules épithéliales intestinales pour 

induire l’expression de protéines de jonctions serrées, la sécrétion de peptides antimicrobiens par 

l’hôte et la sécrétion d’IgA. De plus, des études chez la souris axénique ont permis de mettre en 

évidence l’impact du microbiote intestinal dans le développement concomitant du système 

immunitaire. En effet, ces souris présentent une altération de l’immunité caractérisée par une 

diminution de la taille des plaques de Peyer et des centres germinatifs de l’intestin ou une diminution 

de la couche de mucus chez les souris axéniques (56).  
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1.3.7. Les probiotiques et leurs effets sur la fonction de barrière intestinale : exemples 

d’Akkermancia muciniphila et Faecalibactrium prausnitzii 

Selon l’OMS, les probiotiques sont des « micro-organismes vivants qui, lorsqu'ils sont ingérés en 

quantité suffisante, exercent des effets positifs sur la santé, au-delà des effets nutritionnels 

traditionnels ».  

Akkermansia muciniphila 

Akkermansia muciniphila est une bactérie du genre Verrucomicrobia connue pour dégrader le mucus 

de la paroi intestinale (57). C’est la bactérie la plus abondante au niveau du mucus et représente 3 à 

5 % de toute la communauté bactérienne du microbiote intestinal des sujets sains (57,58) et son 

abondance est inversement corrélée avec le poids corporel (59–62) et le diabète de type 1 et 2 (63) 

chez l’Homme et la Souris (64). Chez les enfants dénutris, l’abondance d’A. muciniphila n’a pas été 

mise en évidence. Chez la souris dénutrie par un régime pauvre en protéines son abondance fécale 

diminue (65). L’administration d’un prébiotique, l’oligofructose, chez la souris obèse augmente 

l’abondance d’A. muciniphila (66). Son abondance est corrélée négativement avec les taux 

plasmatiques de LPS suggérant une diminution de l’endotoxémie (66). Il a également été mis en 

évidence une augmentation de l’épaisseur du mucus, ainsi qu’une restauration de la glycémie chez 

ces souris (66).  

Faecalibacterium prausnitzii 

Faecalibacterium prausnitzii, un clostridiale, est une bactérie de type anaérobie (67). L’abondance de 

cette bactérie a été corrélée négativement avec la production de calprotectine chez des patients 

atteints de la maladie de Crohn (68) et induit une diminution de l’expression de cytokines pro-

inflammatoires dans la muqueuse dans un modèle de colite chimio-induite (69). Il a également été 

démontré que l’administration d’un composant de F. prauznitzii, appelé « Microbial Anti-

inflammatory Molecule (MAM) », induisait une inhibition de la voie NF-kB dans des modèles de colite 

chez la souris (70). Enfin, dans un modèle expérimental du syndrome de l’intestin irritable (SII) induit 

par une séparation maternelle, l’administration de F. Prausnitzii induit une diminution de la 

perméabilité colique (71). 
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À retenir 

La fonction de barrière intestinale est composée de plusieurs entités : 

(i) 

Les cellules épithéliales ayant un rôle de barrière physique et chimique contre les pathogènes de 

l’environnement extérieur. La barrière physique est assurée par la cohésion des cellules 

épithéliales par des protéines de jonctions serrées (e.g. ZO-1, occludine et claudines). Les cellules 

caliciformes sont des cellules productrices de mucus. Les cellules de Paneth sécrètent dans la 

lumière intestinale des peptides antimicrobiens. Enfin, les cellules épithéliales expriment des 

récepteurs de l’immunité innée dont l’activation induit une réponse immunitaire.  

 (ii) 

Le microbiote intestinal exerce des fonctions de protection en entrant en compétition avec les 

pathogènes pour éviter leur prolifération. Le microbiote intestinal est également capable de 

renforcer la barrière intestinale en interagissant avec les cellules épithéliales pour induire 

l’expression de protéines de jonctions serrées, l’induction d’IgA ou la production de peptides anti-

microbiens. Il intervient également dans la maturation du système immunitaire. 
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2. La malnutrition  

La malnutrition comprend la (i) dénutrition, (ii) l’obésité et (iii) les carences en micronutriments tels 

que les vitamines et les minéraux. Cette thèse se focalise plus particulièrement sur le versant 

dénutrition. 

2.1. Définitions, prévalence et épidémiologie de la malnutrition aiguë et chronique 

Plusieurs formes de dénutrition sont reconnues par l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS). En 

premier lieu, la malnutrition aiguë (MA) se définit par une perte de poids rapide ou par une 

incapacité de l’enfant à prendre du poids (2). Dans cette catégorie, il existe une forme modérée 

(MAM) et sévère (MAS), plus connue sous le terme « marasme ». Cette catégorie MAS compte 

également les enfants atteints de « syndrome de Kwashiorkor » (SK) se caractérisant par des 

œdèmes bilatéraux (2). Certains enfants peuvent être atteints par les deux formes : Marasme-

Kwashiorkor (2). En 2018, la MA atteint le nombre de 49,5 millions avec une prévalence globale de 

7,3% chez les enfants âgés de moins de 5 ans (1) (Figure 5B). Parmi ces enfants, 17 millions sont 

atteints par la forme la plus sévère : la malnutrition aiguë sévère (MAS) (1). La forme chronique (MC) 

se caractérise par un retard de croissance linéaire que l’OMS estime à un rapport taille pour âge 

inférieur à -2 écart-types (1). En 2018, L’OMS estime à 149 millions le nombre d’enfants âgés de 

moins de 5 ans dans le monde atteints de MC avec une prévalence globale de 21,9% (1) (Figure 5A). 

Selon le « Global Burden of Disease study », le nombre de décès associé à la MA, et plus 

particulièrement la « malnutrition protéique », en 2017 est d’environ 140 300 chez les enfants de 

moins de 5 ans et a diminué de 38,3% entre 2007 et 2017 (72). Les enfants atteints de MAM ont trois 

fois plus de risque de mortalité comparé aux enfants bien nourris (73). Le risque de mortalité des 

enfants atteints de MAS est multiplié par neuf (74). 

Les enfants atteints de MAS avec complications médicales (e.g. fièvres, diarrhées) ont typiquement 

un taux de mortalité allant de 12 à plus de 20% (75,76). Les infections au VIH sont présentes dans 15 

à 29% des enfants hospitalisés en Afrique Sub-Saharienne et sont également associés à une très forte 

mortalité (75,77,78).  

2.2. Les causes de la malnutrition aiguë  

La MA résulte d’un apport insuffisant en macronutriments (protéines, lipides, glucides) et en 

micronutriments (vitamines et minéraux). Les maladies infectieuses participent également au 

développement de la MA. En effet, les enfants atteints du VIH ou encore de la tuberculose sont plus 

à risques de développer une MA (79,80). Les facteurs environnementaux et sociaux comme la 

pauvreté, l’éducation, l’accès limité aux soins et la contamination de l’environnement sont des 

causes sous-jacentes de la MA (79,81–83). En Somalie, le nombre d’enfants atteints de MA peut 
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également atteindre des proportions importantes dans des situations de migration, de conflits ou de 

famine (84). D’autres risques peuvent être cités, comme un allaitement insuffisant ou encore une 

pratique alimentaire complémentaire insuffisante (85) (Figure 6).  

 
2.3. Protocole de prise en charge de la MA  

Le protocole de prise en charge de la MA a été rédigé par l’OMS (2). La première étape du protocole 

est de déterminer la sévérité de la MA, et d’adapter ainsi le protocole de prise en charge.  

2.3.1. La malnutrition aiguë modérée (MAM) 

La MAM se caractérise par un rapport poids pour taille inférieur à -2 de l’écart-type de la médiane de 

la référence OMS chez les enfants âgés de moins de 5 ans (2). L’enfant atteint de MAM sera traité 

avec des suppléments alimentaires à base de lipides ou « Ready to Use Supplementary Food » (RUSF) 

complétant leur alimentation quotidienne.  

2.3.2. La malnutrition aiguë sévère (MAS) 

La MAS est mise en évidence par un rapport poids pour taille inférieur à -3 de l’écart-type de la 

médiane de la référence OMS chez les enfants âgés de moins de 5 ans (2). D’autres mesures de 

diagnostic peuvent être utilisés telles que : (i) Le périmètre brachial (PB) ou « Mid Upper Arm 

Circumference » (MUAC) inférieur à 115mm pour le diagnostic de la MAS ou (ii) les œdèmes 

nutritionnels bilatéraux diagnostiquant le SK (2).  Le suivi médical lors de la renutrition des enfants 

atteints de MA se fera avec le même outil de référence (2). 

Les cas de MAS non compliqués seront traités avec des compléments alimentaires appelés « Ready 

to Use Therapeutic Food » (RUTF) en remplacement de leur alimentation directement au domicile. 

Ces enfants seront également sous antibiotiques et vermifuges (2). 

Les enfants avec complications médicales sont pris en charge dans les centres de soin. La phase 1 dite 

de « stabilisation » nutritionnelle de ces enfants commence par l’administration d’une solution 

nutritionnelle à base de lait peu dense en énergie (130 ml/kg par jour de F-75, 97.5 kcal/kg par jour). 

La formule F-75 est pauvre en protéines, en sodium et permet de s’adapter au métabolisme adaptatif 

de l’enfant. Cette étape permet d’améliorer le métabolisme, la motricité intestinale, l’absorption des 

nutriments et une amélioration du statut clinique mis en évidence par un regain d’appétit ou la 

disparition des œdèmes si présents. Si l’enfant retrouve l’appétit et qu’il n’a plus de complications 

médicales, il sera alors nourri avec des solutions nutritionnelles plus riches en énergie comme les 

RUTF ou encore un lait thérapeutique comme F100 (130–200 ml/kg par jour, 130–200 kcal/kg par 

jour). Comme précédemment décrit pour les enfants atteints de MAS sans complications médicales,  
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 la consommation de RUTF doit être exclusive à l’exception du lait maternel et se fait dans le cadre 

familial. 

Il n’y a pas de supplémentation en micronutriments (comme le zinc en traitement de la diarrhée) car 

ces derniers sont déjà inclus et donc généralement non nécessaires sans signes spécifiques de 

carence.  

Les outils décrits précédemment sont illustrés dans la Figure 7.  

 

2.4. Conséquences et mécanismes physiopathologiques de la malnutrition 

Dans ce chapitre, les mécanismes physiopathologiques de la MA seront mis en évidence ainsi que 

leurs conséquences sur l’organisme (Figure 8).  

2.4.1. Physiopathologie du retard de croissance pondérale 

La MA se caractérise par une perte de poids suite à une fonte musculaire et une perte de masse 

grasse. Les données de la littérature sur le jeûne et la cachexie ont permis de comprendre les 

mécanismes et les changements métaboliques associés au retard de croissance pondérale. Durant les 

premiers jours de jeûne, les réserves de glycogène sont épuisées, la néoglucogenèse est activée à 

partir des radicaux carbonés des acides aminés et du glycérol (86–88). Durant cette période, la 

protéolyse musculaire gérée par le système ubiquitine-protéasome libère les acides aminés se 

caractérisant par une fonte musculaire (89,90). Au plus long terme, le jeûne prolongé se caractérise 

par une perte azotée quotidienne moins importante (91–93).Dans cette situation, la fonte musculaire 

est moins rapide et les réserves lipidiques sont utilisées. En effet, les taux de corps cétonique 

plasmatique, produit de la cétogenèse dans le foie à partir des acides gras, sont augmentés (94–96). 

Dans une situation de cachexie, il a également été observé une activation importante de la voie 

ubiquitine-protéasome, voie de dégradation des protéines myofibrillaires (97). L’autophagie, 

caractérisée par la dégradation des organites internes cellulaires par les lysosomes, a également été 

mise en évidence comme un acteur important de la dégradation de la masse maigre dans cette 

situation (98,99). Ce processus est considéré comme néfaste pour les cellules musculaires puisqu’il 

participe à la suppression de composés cellulaires très importants (e.g. mitochondries) pour le 

métabolisme musculaire et sa contraction (100). L’autophagie chez les enfants atteints de MA n’a pas 

été étudiée au niveau musculaire. Cependant, chez la souris dénutrie, un régime pauvre en protéines 

induit une augmentation de l’autophagie dans le muscle squelettique (101).  

2.4.2. Métabolisme des lipides  

Peu d’études ont documenté le métabolisme des lipides chez les enfants atteints de MA. Cependant, 

il a été montré que la lipolyse était stimulée en cas de famine (102,103) chez les enfants avec MA  
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(102). De plus, en début d’admission en centre de soin, une autre étude a mis en évidence une 

augmentation des taux d’acylcarnitine plasmatique, suggérant une oxydation préférentielle des 

acides gras et donc de leur utilisation comme source d’énergie (104). 

2.4.3. Métabolisme des glucides  

L’homéostasie du glucose est également altérée. Elle est mise en évidence par une hypoglycémie 

commune à la MA et SK (105,106). De plus, le SK est associé à une diminution de la production 

endogène de glucose comparé aux enfants MA contribuant à l’hypoglycémie (107). La clairance du 

glucose sanguin et son assimilation au niveau tissulaire, régulée par l’insuline, sont affectées chez les 

enfants atteints de MA et de SK (107–109). La diminution de la réponse pancréatique serait en partie 

en cause de cette altération sans pour autant affecter la sensibilité à l’insuline (110). Cependant, les 

mécanismes de la fonction pancréatique chez les enfants MA restent à ce jour mal compris. Chez le 

rat dénutri, il y a une diminution de l’expression de la sous-unité α de la protéine kinase AMPc-

dépendante associée à une diminution de la sécrétion d’insuline (111). De plus, il n’y a pas de 

données claires concernant la réponse du pancréas au glucagon chez les enfants atteints de MA. La 

concentration en glucagon a été reportée comme étant légèrement diminuée durant la phase aiguë 

de la malnutrition comparée à ceux en phase de réhabilitation nutritionnelle (107). La même 

observation a été mise en évidence chez des enfants atteints de MA comparée à une cohorte 

contrôle dans une étude jamaïcaine (112). 

2.4.4. Le stress oxydant  

Le stress oxydant a souvent été associé avec la malnutrition et plus particulièrement avec le SK. En 

effet, les enfants atteints de MAS présentent une diminution des taux d’antioxydants plasmatiques 

(e.g. la vitamine E et le glutathion) par rapport aux enfants non atteints. Cette réduction est d’autant 

plus importante chez les enfants atteints du SK (113–115). La cause de cette diminution serait (i) soit 

une diminution de la prise alimentaire et donc de l’absorption des antioxydants, (ii) soit une 

diminution de leur synthèse (e.g glutathion) (116). Un déséquilibre entre les ROS et ces antioxydants 

aurait un rôle dans la physiopathologie du SK (114). En revanche, une étude randomisée menée au 

Malawi n’a pas montré d’effet préventif de la prise orale d’un mélange de vitamines et de minéraux 

(riboflavine, vitamine E, sélénium et N-Acétylcystéine) sur le développement du SK (117).  

2.4.5. La fonction hépatique 

Le SK est associé à une dysfonction du métabolisme hépatique pouvant conduire à une stéatose 

hépatique non alcoolique (118). La stéatose hépatique serait également expliquée par 

l’augmentation de l’oxydation lipidique au niveau du foie (103). Ce paramètre est très difficile à 

mesurer chez l’enfant. Néanmoins, des données post-mortem et des données d’études précliniques 
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suggèrent une dysfonction mitochondriale à l’origine de la stéatose hépatique (107,119–121). De 

plus, une corrélation entre l’activité mitochondriale et la réduction de la synthèse du glucose chez les 

enfants atteints du SK a été observée (107). 

2.4.6. La fonction cardiaque et l’hémodynamisme 

Historiquement, des études observationnelles ont mis en évidence une atrophie cardiaque et une 

diminution du débit cardiaque chez les enfants atteints de MAS (122) et cela de manière beaucoup 

plus importante chez les enfants atteints de SK (123). Cependant, il n’y a pas de données cliniques 

sur l’étiologie des mécanismes induisant cette atrophie. Une restriction calorique chez le rongeur 

entraine une diminution du volume myofibrillaire et de la longueur des capillaires (124). Chez le 

porcelet avec dénutrition induite par un régime à base de maïs (MAIZE-diet), pauvre en protéines et 

en phosphate, il y a une dysfonction cardiaque caractérisée par une performance myocardique 

élevée (125). De plus, cette étude indique également une augmentation de la production de « pro-

atrial natriuretic peptide » (proANP)et de « Troponin-1 », biomarqueurs d’une dysfonction cardiaque 

(125). Récemment, ces deux biomarqueurs ont été évalués chez des enfants avec une dénutrition 

protéinergique en Indonésie avec une meilleure sensibilité pour la Troponin-1 et présentent 

également une diminution de la masse ventriculaire gauche (126). 

2.4.7. La fonction rénale  

Les études sur la fonction rénale sont assez limitées chez les enfants MA. Une diminution du taux de 

filtration glomérulaire a été mise en évidence chez des enfants MA déshydratés (127). De plus, 

d’autres données montrent, en plus d’un taux de filtration glomérulaire diminuée, une dysfonction 

tubulaire avec une diminution de l’osmolalité des urines (128). 

2.4.8. La fonction cérébrale  

La MA est associée avec une altération importante de la fonction cérébrale et du comportement. Les 

enfants atteints de SK ont une atrophie cérébrale (129,130) et peuvent présenter une irritabilité alors 

que ceux atteints de marasme sont plutôt apathiques. De plus, il a été décrit une altération du 

développement cognitif suite à un épisode de MAS (131). Son étiologie a très peu été étudiée et les 

mécanismes physiopathologiques sont très peu compris. Des études supplémentaires sont donc 

nécessaires pour comprendre cet effet à long terme. Au contraire, le déficit cognitif associé à la MC 

est bien décrit dans la littérature puisqu’une augmentation de 10% de sa prévalence diminue de 

7,9% la proportion d’enfants atteignant la fin de l’école primaire (132,133).  

2.4.9. Altération des défenses immunitaires  

Les enfants atteints de MA développent une immunodéficience secondaire (134). D’autres 

altérations peuvent également être observées telles qu’(i) une dysfonction des lymphocytes T, (ii) 



 

 33  

d’une réduction de l’activité des neutrophiles, (iii) d’une diminution du nombre de cellules 

dendritiques, de l’amorçage et de la présentation de l’antigène ou encore (iv) une diminution des 

niveaux des protéines du complément (134). L’atrophie du thymus, l’hyporéactivité des lymphocytes 

T et la diminution de leur prolifération peuvent être également la conséquence d’une activation 

chronique du système immunitaire et/ou d’une demande métabolique accrue de glucose, d’acides 

aminés et d’hormones (e.g. Leptine) par les lymphocytes T contribuant au développement de la MA 

(135–137). 

Cette altération de la fonction immunitaire peut également avoir un impact sur la mise en place 

d’une dysfonction entérique environnementale. L’hypothèse serait qu’en raison de 

l’immunodéficience acquise chez les enfants atteints de MAS, ces derniers seraient plus susceptibles 

aux infections par des bactéries pathogènes de l’environnement. Ces bactéries auront soit des effets 

directs sur le développement de la dysfonction entérique environnementale (138) ou indirects en 

modulant la composition du microbiote intestinal (139). La dysfonction entérique environnementale 

se caractérise par (i) une augmentation de la perméabilité intestinale, (ii) une inflammation de bas 

grade (iii) une atrophie des villosités et (iv) une malabsorption des nutriments (140,141). Cette 

dysfonction de la barrière intestinale aggraverait ou serait une cause du retard de croissance et 

limiterait le bénéfice des formulations nutritionnelles (9). La dysfonction entérique 

environnementale, ses causes et ses conséquences sur la santé de l’enfant seront présentées dans la  

partie suivante.
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À retenir 

La malnutrition aiguë se caractérise par une perte rapide de poids ou une incapacité à prendre du 

poids. La MA a une prévalence globale de 7,3% dans le monde chez les enfants âgés de moins de 5 

ans (52 millions atteints de MA). 17 millions sont atteints de MAS. La MAS se caractérise par un 

rapport poids pour taille inférieur à -3 de écart-type, un PB < 115 mm ou par la présence 

d’œdèmes nutritionnels (cas des Kwashiorkor)..  

Les maladies infectieuses et/ou la diminution de la consommation de macronutriments (glucides, 

lipides et protéines) et en micronutriments (vitamines et minéraux) sont les causes principales de 

la dénutrition infantile pouvant se manifester cliniquement par une malnutrition aiguë sévère 

(marasme et/ou un syndrome de Kwashiorkor) avec ou sans complications médicales. Les facteurs 

contribuant à la MA sont un environnement contaminé, le manque d’accès à l’eau potable et à, 

l’insécurité alimentaire, l’économie et le manque d’accès aux soins. Les facteurs sous-jacents sont 

d’ordre social, culturel et politique.  

La morbidité et la mortalité sont des conséquences immédiates de la MA. À long terme, la MA 

peut induire un retard cognitif, une diminution de la performance scolaire, un retard du 

développement moteur et une productivité amoindrie.  

La diminution de l’efficacité du système immunitaire peut contribuer au développement d’une 

dysfonction entérique environnementale. Celle-ci est caractérisée par une augmentation de la 

perméabilité et à une inflammation intestinale et compromet la barrière intestinale en diminuant 

l’absorption des nutriments.  

 

 

  



 

 36  

 
 
 
 
 
 
 

  



 

 37  

3. La Dysfonction Entérique Environnementale  

3.1. Caractéristiques de la dysfonction entérique environnementale 

La dysfonction entérique environnementale (DEE) se caractérise par (i) une atrophie des villosités, (ii) 

une infiltration de cellules immunitaires, (iii) une hyperperméabilité intestinale , (iv) une diminution 

de l’épaisseur du mucus et (v) une malabsorption des nutriments (7,8,142). La DEE se réfère au 

phénomène de dysfonction de barrière intestinale et non pas à un syndrome clinique avec des 

critères diagnostics (Figure 9). La DEE peut être présente chez des enfants MAS avec diarrhée (143) 

mais peut également être asymptomatique et présente chez les individus en bonne santé (144).  

La DEE n’a pas été reconnue comme un problème de santé prioritaire depuis sa découverte dans les 

années 60 par Lindenbaum et al. (144). La DEE a depuis été décrite comme une cause potentielle de 

retard de croissance des enfants vivants dans les pays à faibles revenus et à revenus intermédiaires. 

La DEE est associée à avec un faible développement cognitif et une faible efficacité vaccinale (145–

147). Par exemple, les vaccins oraux contre les rotavirus et la polyomyélite ont échoué dans une 

étude clinique impliquant des enfants au Bangladesh (20,2% et 68,5% respectivement) et 28,6% 

d’entre eux étaient dénutris(148). 

3.2. Étiologie de la dysfonction entérique environnementale  

L’étiologie de la DEE est non connue. Actuellement, plusieurs hypothèses sont proposées dans la 

littérature. La DEE se développerait en raison de l’exposition continue de la nourriture, de l’eau ou 

d’autres vecteurs contaminés. Cependant, la DEE a longtemps été mal comprise. En effet, une étude 

a montré une augmentation de la perméabilité intestinale chez des sujets sains uniquement dans les 

zones économiquement défavorisées (6). Cela supporte l’idée que la DEE est dépendant du statut 

socio-économique et non du climat.  

D’autres études ont montré que la DEE se développait en fonction de l’environnement et non pas 

en fonction de son origine ethnique. Des études dans les années 60 ont montré une 

hyperperméabilité intestinale dans une population Pakistanaise locale par rapport à des Pakistanais 

vivants aux États-Unis (144,149). Cette hyperperméabilité intestinale a également été observée chez 

des volontaires américains de la Peace Corp au Pakistan (149). Cette même étude a également 

montré la réversibilité de l’hyperperméabilité intestinale environ 5 mois après leur retour aux États-

Unis (149). Cette réversibilité a également été mise en évidence chez des individus d’origine indienne 

et pakistanaise venus s’installer aux États-Unis (150).  

3.3. Prévalence et épidémiologie 

La prévalence et l’épidémiologie de la DEE chez les enfants dénutris n’est pas décrite dans la 

littérature. Ceci s’explique par la difficulté de prélever des biopsies duodénales chez l’enfant dans les 
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centres de soin. En Gambie, une augmentation du rapport lactulose/mannitol urinaire, marqueur 

d’hyperperméabilité intestinale, a été décrite chez la majorité des jeunes enfants dans plusieurs 

études (146,151,152). De plus, cette hyperperméabilité intestinale a été corrélée avec le retard de 

croissance pondérale au Guatemala et au retard de croissance linéaire en Gambie, au Népal, au 

Bangladesh et au Malawi (153–156). Toutes ces études suggèrent que la DEE est très répandue dans 

les pays à faibles revenus et à revenus intermédiaires.  

3.4. Causes de la DEE et mécanismes physiopathologiques  

3.4.1. Impact des bactéries et du microbiote intestinal sur le développement de la DEE.   

L’ingestion continue de bactéries fécales dans la partie haute du système digestif pourrait être une 

des causes de la DEE puisqu’elle induirait la prolifération bactérienne dans cette partie de l’intestin 

dans les pays à faibles revenus et à revenus intermédiaires (157).  

Afin d’identifier les marqueurs de la DEE et de mieux comprendre les mécanismes à l’origine de cette 

dysfonction entérique, Philippe Sansonnetti et Pascale Vonaesch, de l’institut Pasteur de Paris, 

dirigent le projet AFRIBIOTA en collaboration avec l’institut Pasteur de Madagascar et de Bengui. 

Récemment, Vonaesch et al. ont décrit une « décompartimentalisation » du microbiote intestinal 

caractérisée par une présence accrue de bactéries, normalement présentes dans la zone oro-

pharyngée de l’estomac jusqu’au colon et qu’elle était également associée au retard de croissance 

(139). Ils montrent aussi une plus grande prévalence d’Escherichia coli/Shigella sp. et Campylobacter 

sp. chez les enfants atteints de malnutrition chronique (139). 

L’autre hypothèse serait l’impact de cette ingestion, non pas sur la prolifération, mais le 

développement d’une dysbiose, ie une perturbation de la composition du microbiote intestinal. De 

manière intéressante, une étude au Bangladesh indique une immaturité du microbiote intestinal 

colique corrélée avec le retard de croissance (158). Dans le cadre de la MAS, une dysbiose a 

également été observée par Million et al.(159). En effet, cette dysbiose se caractérise par une 

diminution des taux de bactéries anaérobies telles que Bacteroidaceae, Eubacteriaceae, 

Lachnospiraceae et Ruminococceae mais aussi par une augmentation de la présence de bactéries 

aérobies pathogènes à potentiel pro-inflammatoire comme Enterococcus faecalis, Escherichia coli et 

Staphylococcus (159). Concernant les archées, une diminution drastique de Methanobrevibacter 

smithii a également été détectée à cause de l’oxydation intestinale présente chez les enfants 

dénutris (159). M. smithii serait également impliqué dans la digestion des aliments en participant à la 

‘conversion alimentaire’ (ratio entre la nourriture ingérée et le gain de poids) (159). Dans une étude 

récente au Niger, il a été démontré une augmentation de la présence de Fucobactéries et de 

Protéobactéries chez des enfants atteints de SK et une diminution de la présence de Bacteroidetes 
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chez les enfants atteints de marasme (160). Attia et al., décrivent une augmentation du nombre de 

Shigella, Giardia et de Campylobacter chez les enfants MAS (9). Ces pathogènes n’ont cependant pas 

été corrélés avec la mortalité et les diarrhées (9). Dans cette même étude, une diminution des taux 

de butyrate et de propionate, des acides gras à chaine courte (AGCC) a été mise en évidence (9). De 

manière intéressante, la diminution de la production d’AGCC a été associée à une augmentation de 

l’inflammation intestinale dans un modèle d’iléus chronique chez le lapin (161).  

Kau et al. ont montré que des entérobactéries induisant une réponse IgA étaient impliquées dans le 

développement de la MAS (162). Pour le démontrer, des souris gnotobiotiques dénutries ont reçu 

ces bactéries et ont par la suite développé une diminution de la taille des cryptes coliques, une perte 

de poids plus importante et un sepsis (162). 

Concernant la malnutrition chronique, un consortium appelé MAL-ED (pour “Malnutrition and Early 

Disease”) étudie à long terme (sur cinq ans) le lien entre le développement de la MC et la DEE. Une 

étude au Bangladesh démontre que les infections entériques, plus particulièrement Shigella et E. coli 

entérotoxique (ETEC) sont associées à la DEE et au retard de croissance durant les deux premières 

années de vie (163). Deux autres études montrent qu’E. coli entéroaggrégative est également 

associée aux marqueurs de l’inflammation intestinale (e.g. lactoferrine, MPO) et au retard de 

croissance (164,165).  

3.4.2. Activation de l’inflammation  

L’exposition chronique aux bactéries fécales dans l’environnement pourrait induire une réponse 

inflammatoire. En effet, une DEE a été mise en évidence chez des enfants dénutris avec diarrhées 

caractérisée par une infiltration de lymphocytes T dans la lamina propria au niveau du duodénum 

(143). De plus, le rapport entre les cytokines anti-inflammatoires (TGF-E et IL-10) et pro-

inflammatoires (IFN-J et TNF-D) est diminué chez les enfants atteints de MAS par rapport à la 

cohorte d’enfants du groupe contrôle (143). Cette étude indique que l’inflammation développée 

durant la DEE est médiée par une réponse inflammatoire chronique lymphocytes T-dépendante. 

3.4.3. Translocation bactérienne  

En Gambie, des enfants âgés entre 8 et 64 semaines vivants dans des zones rurales montrent une 

augmentation de la concentration plasmatique d’endotoxines suggérant une translocation 

bactérienne (151). De plus, cette concentration est corrélée avec le retard de croissance et la DEE 

(151). Cette étude a également mis en évidence une corrélation négative entre les immunoglobulines 

G anti-endotoxine avec la croissance linéaire et la perméabilité intestinale (rapport 

Lactulose/Mannitol)(151). Ces résultats indiquent que l’augmentation de la perméabilité intestinale 
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induit une translocation de composés bactériens dans le sang pouvant induire une réponse 

immunitaire puis un retard de croissance (151). 

3.5. Conséquences de la DEE  

3.5.1. Développement du retard de croissance  

La communauté scientifique a longtemps pensé que la diarrhée était une des causes du retard de 

croissance linéaire. En effet, une étude longitudinale chez des enfants âgés de 24 mois a montré que 

la probabilité de développer un retard de croissance à cet âge est de 2,5% par épisode de diarrhée et 

serait responsable de 25% des retards de croissance infantile durant cette période (166). Afin de 

réduire l’incidence des diarrhées, et donc d’améliorer la croissance linéaire, des mesures ont été 

prises et cela inclut (i) le développement et l’optimisation de solutions orales de réhydratation de 

basse osmolarité, (ii) la supplémentation en zinc, (iii) les campagnes de sensibilisation à l’allaitement, 

(iv) l’utilisation de vaccins contre certains entéropathogènes (e.g. rotavirus) et (v) la promotion de 

l’assainissement de l’eau et de l’hygiène (167). Grâce à ces dispositions, la mortalité a baissé 

drastiquement allant de plus de 5 millions de décès dans les années 1980 à moins de 1 million dans 

les années 2010 (168,169).  

Cependant, cela n’a pas toujours permis d’améliorer la croissance des enfants puisqu’une revue de la 

littérature établie par Bhutta et al. a observé une diminution d’un tiers de la prévalence du retard de 

croissance linéaire à 36 mois (167). De plus, une méta-analyse de 38 études cliniques a montré que 

différentes réhabilitations nutritionnelles (e.g. RUTF, RUSF, éducation alimentaire et nutritionnelle) 

permettaient une amélioration de la croissance staturo-pondérale (gain de poids moyen de 760g et 

augmentation de 1,7cm en taille) sans pour autant atteindre une croissance optimale chez les 

enfants en retard de croissance (170). 

Ces données suggèrent que les infections responsables des diarrhées per se ne sont pas les seules à 

l’origine de ce retard de croissance. C’est à partir de ces observations que l’hypothèse de la DEE 

comme facteur important dans sa persistance est apparue (171). De plus, le retard de croissance se 

développe durant les deux premières années de vie et serait irréversible (73). Il est donc nécessaire 

de diagnostiquer la DEE le plus tôt possible.  

3.5.2. La réponse vaccinale 

Une étude randomisée conduite par Naylor et al. a mis en évidence que la mauvaise réponse 

vaccinale avant l’âge de deux ans était étroitement corrélée avec les marqueurs de l’inflammation 

systémique et intestinale (148). Une autre étude montre également l’inefficacité d’un vaccin oral 

contre la poliomyélite même après un traitement antibiotique. La séroconversion était négativement 
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corrélée avec la présence de pathogènes viraux dans les selles (entérovirus, adénovirus, rotavirus) 

(172). Cette étude suggère qu’une interférence entre des virus pathogènes et le mécanisme 

immunitaire induit par le vaccin serait un autre facteur possible d’inefficacité chez les enfants des 

pays à faibles revenus et revenus intermédiaires.  

3.5.3. Développement neurocognitif  

Les infections entériques par Giardia (173), Cryptosporidium (174), les épisodes de diarrhée et le 

retard de croissance durant les premières années de vie sont associés à un retard neurocognitif au 

long terme (173–176). Cependant, les mécanismes physiopathologiques ne sont pas connus. Des 

études précliniques chez l’animal ont mis en évidence un effet délétère de l’induction d’une 

inflammation sur le développement neurocognitif durant la période périnatale (177,178). Par 

exemple, l’injection intraveineuse d’une solution de lipopolysaccharide (LPS) deux semaines après la 

naissance induit une altération du comportement émotionnel à l’adolescence (30 jours post-partum) 

et à l’âge adulte (90 jours post-partum) chez la souris. Ces résultats s’expliqueraient par une 

diminution de la phosphorylation des récepteurs aux glucocorticoïdes dans le cortex préfrontal de 

l’animal (178). En effet, une étude chez le rat montre que l’inhibition des récepteurs aux corticoïdes 

des neurones du cortex préfrontal induit un comportement dépressif chez l’animal détecté par une 

immobilisation de l’animal lors du test de la nage forcée (179). 

3.5.4. Impact de la dysfonction entérique environnementale et la malnutrition aiguë sévère  

Dans une étude observationnelle au Malawi, les enfants atteints de MAS avec complications 

médicales ayant besoin de traitement à l’hôpital (2) présentent une augmentation de marqueurs 

inflammatoires comme la calprotectine fécale, des taux de cytokines pro-inflammatoires 

plasmatiques et une production diminuée des AGCC tel que le butyrate (9). De plus, les paramètres 

inflammatoires et la diminution de la production de butyrate sont associés à la mortalité dans cette 

étude (9). 

Dans une étude clinique réalisée en Zambie, les enfants MAS atteints de diarrhées présentent une 

dysfonction de la barrière intestinale caractérisée par une diminution de la surface d’absorption de 

l’intestin grêle (180). Le même groupe de chercheurs a plus tard mis en évidence une diminution de 

la taille des villosités et une infiltration leucocytaire chez des enfants ayant les mêmes critères 

diagnostiques (181). La taille des villosités est inversement corrélée avec la perméabilité intestinale 

dans cette étude (181). Ces données suggèrent que les enfants atteints de MAS peuvent être atteints 

de DEE et que cette dysfonction aurait un impact sur l’absorption des nutriments. En effet, Attia et al 

ont mis en évidence une moins bonne efficacité des traitements contre la dénutrition chez des 

enfants MAS avec complications médicales (9). Ces données suggèrent que la DEE serait responsable 
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en partie de la diminution de l’absorption des nutriments par l’intestin grêle diminuant ainsi 

l’efficacité des solutions nutritionnelles. L’enfant entrerait alors dans un cercle vicieux avec une 

exacerbation de son état de dénutrition (Figure 10).  

 

 
3.6. Les biomarqueurs de la dysfonction entérique environnementale 

Taille des villosités  

Les enfants atteints de SK présentent une diminution de la taille des villosités intestinales suggérant 

une diminution de la surface d’absorption des nutriments (182). De plus, une diminution de la 

surface de l’épithélium, des lésions histologiques, une diminution plus prononcée de l’expression 

protéique de claudine-4 sur des biopsies de l’intestin grêle ont été décrites dans une étude en 

Zambie chez des enfants MAS avec DEE (180,183). Cependant, ces études n’ont pas observé de 

modulation de la taille des villosités ou des cryptes (180,183). Plus récemment, en présence de 

diarrhée, des villosités plus courtes ont été mises en évidence chez des enfants MAS (181). Ce 

résultat est corrélé positivement avec l’augmentation des taux de « Lipopolysaccharides Binding 

protein », marqueur de la translocation bactérienne (181). La DEE se caractérise par une infiltration 

lymphocytaire et d’hématies dans la lamina propria suggérant une inflammation intestinale 
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(145,184). Comme le recueil de biopsies intestinales est toutefois invasive, d’autres marqueurs ont 

été proposés pour le diagnostic de la DEE.  

Biomarqueurs de la perméabilité intestinale 

Parmi les biomarqueurs de la DEE, le test au lactulose : mannitol (ou L :M test) est le biomarqueur le 

plus connu (185–187). Ce test repose sur le principe de l’absorption différentielle de 2 sucres. En 

effet, le lactulose et le mannitol sont des sucres non métabolisables dans le tractus digestif (188). En 

premier lieu, le lactulose est un disaccharide à haut poids moléculaire (342 g/mol), marqueur de la 

perméabilité paracellulaire (189). Quant au mannitol, il s’agit d’un monosaccharide de petit poids 

moléculaire (182 g/mol) et est un marqueur de la perméabilité transcellulaire (189). Les patients 

ayant une atteinte de l’intégrité de la barrière intestinale ont une perméabilité paracellulaire plus 

importante au lactulose augmentant le rapport L :M (190). Ce test a été la première fois utilisé dans 

le contexte de la dénutrition infantile par Lunn et al. en Gambie et ce paramètre est corrélé 

positivement avec le retard de croissance (146). Weisz et al. au Malawi a observé le même 

phénomène (155). Dans une étude en Zambie, les enfants atteints de MAS présentent également 

une augmentation de ce ratio associé avec les diarrhées persistantes et le retard de croissance 

staturo-pondéral (181). 

L’augmentation de la perméabilité intestinale peut être également mise en évidence par une perte 

protéique directement dans la lumière intestinale. Cette perte peut être caractérisée par une 

augmentation des taux fécaux d’α-1-anti-trypsine (α1AT). α1AT est une glycoprotéine endogène 

présente normalement dans le sérum à une concentration de 1,9 à 5 g/L. Elle n’est normalement pas 

présente dans la nourriture et possède un poids moléculaire similaire à l’albumine. Cet inhibiteur de 

protéase est résistant à la dégradation par les protéases intestinale et n’est ni sécrétée, ni absorbée 

de façon active par l’intestin grêle (191). L’α1AT a été récemment mesurée dans l’étude MAL-ED 

montrant une corrélation positive avec le retard de croissance linéaire (192). La mesure de l’α1AT 

n’est pas spécifique à la DEE puisque sa concentration peut être élevée suite à une infection du 

tractus intestinal (eg., Shigella ou autres espèce invasives) (193). 

La citrullinémie plasmatique permet de mesurer la fonction intestinale et la masse métabolique 

fonctionnelle entérocytaire dans les maladies telles que la maladie de Crohn et le syndrome du grêle 

court (194,195). Dans le cadre de la MA, des données récentes ont montré chez des enfants MAM au 

Mali que la citrullinémie plasmatique était corrélée positivement avec le rapport poids pour taille et 

le périmètre brachial au cours d’une réhabilitation nutritionnelle suggérant une amélioration de la 

fonction entérocytaire (196). 
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Biomarqueurs de l’inflammation  

L’inflammation intestinale peut être déterminée par le dosage de cytokines sériques. Petri et al. ont 

mis en évidence une association entre les cytokines pro-inflammatoires sériques détectées dans une 

cohorte prospective d’enfants atteints de dénutrition au Bangladesh et les troubles du 

neurodéveloppement caractérisés par un déficit moteur (147). Les auteurs montrent une 

augmentation des taux de cytokines comme IL-1β et IL-6 significativement associées au déficit 

moteur (197). De plus, ils ont mis en évidence qu’une augmentation d’IL-4 était corrélée à un 

meilleur score cognitif (197).  

La calprotectine est sécrétée par des neutrophiles et monocytes activés ou par des cellules lysées 

(198) et sa concentration fécale est étudiée comme marqueur non-invasif de l’inflammation 

intestinale. Attia et al. ont montré que les taux de calprotectine chez l’enfant dénutri étaient corrélés 

avec la mortalité (9). De plus, une étude clinique prospective récente a mis en évidence une 

augmentation des taux de calprotectine fécale chez des enfants atteints d’infection entérique (163). 

Ces deux entités étaient corrélées significativement avec un retard de croissance (163). Au 

Bangladesh, une autre étude prospective a montré que 80% des enfants atteints de DEE présentaient 

une augmentation de la production en calprotectine fécale corrélée avec une mauvaise réponse 

vaccinale (148). Dans une étude réalisée au Malawi, la prise en charge nutritionnelle des enfants 

MAS a permis une diminution du taux de calprotectine fécale (199). Une étude au Bangladesh a 

montré une augmentation plus importante des taux de calprotectine fécale chez les enfants ayant 

développé une prolifération bactérienne intestinale (157). 

La myéloperoxydase (MPO) est une enzyme produite par les neutrophiles (200) dont l’activité reflète 

le nombre de neutrophiles dans des modèles d’inflammation intestinale (201,202). Dans le cadre de 

la dénutrition infantile avec DEE, l’étude MAL-ED a mis en évidence une augmentation des taux de 

MPO fécale chez des enfants dénutris avec retard de croissance et plus particulièrement chez ceux 

infectés par des bactéries entéroaggrégatives (138). 

Comme la translocation bactérienne participe à la pathogenèse de la DEE, des biomarqueurs comme 

la néoptérine fécale, (ii) la concentration plasmatique en lipopolysaccharides (LPS) et (iii) les 

anticorps anti-Flagelline peuvent également être utilisés.  

La néoptérine est un produit du catabolisme synthétisé par des macrophages activés. Une étude en 

Gambie a démontré que les taux fécaux de néoptérine étaient inversement associés au poids et à la 

taille des enfants dénutris (152). En Zambie, une augmentation des taux de LPS plasmatiques a été 

mesurée chez des enfants atteints de MAS avec DEE suggérant une augmentation de la perméabilité 

intestinale (180). Des études préliminaires ont mis en évidence chez des enfants à risque de DEE en 
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Tanzanie une relation entre le retard de croissance et l’augmentation des taux sériques des 

immunoglobulines anti-flagelline et anti-LPS par rapport à des enfants sans retard de croissance à 

Boston (196). L’augmentation des taux d’IgA et IgG anti-Flagelline et anti-LPS à l’âge de 6 mois sont 

également associés à une augmentation du risque de perte de poids (196). 

 

Pour conclure, la DEE se caractérise par une augmentation de la perméabilité et de l’inflammation 

intestinale, une diminution de la taille des villosités et une malabsorption des nutriments. Les causes 

de la DEE impliqueraient les infections entériques ou le développement d’une dysbiose dans les 

zones contaminées des pays à faibles revenus ou à revenus intermédiaires. Elle serait responsable (i) 

du développement d’un cercle vicieux aggravant l’état de dénutrition de l’enfant et (ii) d’une 

diminution de l’efficacité des traitements nutritionnels en raison de la malabsorption intestinale 

développée. Aujourd’hui, afin de mieux comprendre les mécanismes de la DEE, des modèles 

précliniques ont été développés et sont décrits dans la littérature. Afin de les présenter, nous avons 

rédigé une revue de la littérature présentée dans le chapitre 2.  
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À retenir 

La dysfonction entérique environnementale se caractérise par une augmentation de la 

perméabilité intestinale, une inflammation de bas grade, une infiltration leucocytaire dans la 

lamina propria, une diminution de la taille des villosités et une malabsorption des nutriments.  

L’étiologie de cette dysfonction serait environnementale et impliquerait l’exposition à des 

microorganismes pathogènes entériques menant soit à une dysbiose, soit à une infection 

entérique chronique.  

Afin de diagnostiquer la DEE, des études histologiques à partir de biopsies intestinales ont permis 

de mettre en évidence une infiltration leucocytaire et une diminution de la taille des villosités 

intestinales. En raison du caractère invasif du prélèvement de biopsies en particulier chez l’enfant, 

d’autres biomarqueurs de l’inflammation ont été mesurés tels que la calprotectine, l’activité 

myélopéroxydase ou encore la néoptérine. La perméabilité intestinale est généralement étudiée 

par le test du lactulose – mannitol.  

L’entéropathie aggraverait l’état de dénutrition chez l’enfant entrainant alors un cercle vicieux. La 

DEE serait également un frein à la phase de stabilisation. Améliorer la fonction de barrière serait 

une piste thérapeutique afin d’améliorer et de renforcer l’efficacité des traitements.  
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4. Les modèles de dénutrition avec entéropathie 

 

Dans la littérature, des modèles précliniques de dénutrition sont décrits chez l’animal. Les modèles 

de dénutrition induite par une restriction calorique, un régime isocalorique faible en protéines ou par 

une dénutrition in utero permettent de développer un retard de croissance staturo-pondéral ne non 

pas nécessairement associés à une DEE. Des modèles de dénutrition associés à une infection 

bactérienne permettent de développer ces deux paramètres mais l’inflammation engendrée est 

souvent très augmentée. Les lipopolysaccharides, le lactose ou encore l’indométacine sont utilisés 

dans des modèles animaux d’entéropathie.  

 

Ce chapitre sera développé sous la forme d’une revue de la littérature dans le chapitre 2. 

 

Les modèles précliniques peuvent être utilisés afin d’évaluer les effets de nutriments sur la fonction 

de barrière. Certains de ces nutriments sont présentés dans le chapitre suivant. 
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5. Effets des nutriments sur la fonction de barrière intestinale 

Le lait thérapeutique F-75 est utilisé durant la phase 1 de stabilisation nutritionnelle (2). Dans le but 

d’optimiser ce produit, nous avons souhaité enrichir le lait thérapeutique F-75 avec de la glutamine 

et de la leucine puis, dans un second temps, de la gomme arabique et/ou levures séléniées connus 

pour améliorer la fonction de barrière intestinale. 

5.1. La glutamine  

La glutamine (Gln) est un acide aminé conditionnellement essentiel et notre laboratoire comme 

d’autres ont démontré ses effets bénéfiques sur la barrière intestinale et sur la régulation de 

l’inflammation (203–207) (Figure 11). La Gln est également le nutriment préférentiel des cellules à 

division rapide comme les entérocytes ou les cellules immunitaires (208).  

5.1.1. La glutamine améliore la fonction de barrière intestinale 

La glutamine permet la restauration de l’intégrité de la barrière intestinale 

Dans un modèle de mucite induite par méthotrexate chez le rat, la Gln permet d’améliorer la 

fonction de barrière intestinale caractérisée par (i) une augmentation de la taille des villosités, (ii) 

une diminution de la perméabilité intestinale, (iii) une augmentation de l’expression protéique de 

claudine-1 et de l’occludine (205). La Gln et le glutathion induisent une augmentation de la hauteur 

des villosité mais n’a pas d’effet préventif sur la translocation bactérienne dans ce modèle 

préclinique (206). La Gln permet la restauration de l’expression de la claudine-1 dans un modèle 

expérimental de syndrome de l’intestin irritable (204). 

Un prétraitement avec de la Gln permet une augmentation de la taille du colon et une augmentation 

de l’expression en ARNm codant pour Mucine-2 (MUC-2) et Trefoil Factor 3 (TFF-3), composants du 

mucus, dans un modèle de colite chimio-induite (209).  

La glutamine diminue l’inflammation intestinale  

Un traitement par la Gln diminue les taux de cytokines pro-inflammatoires de biopsies 

duodénales telles qu’IL-6 and IL-8 in vitro et in vivo (210). Une diminution de la production in vitro 

d’IL1-E a été mise en évidence dans des biopsies duodénales de patients en présence de doses 

croissante de Gln (211). De plus, dans un modèle de privation maternelle chez le rat nouveau-né, la 

Gln a permis la restauration de l’expression des Toll-like receptor 4 (TLR4), acteur de l’activation de 

l’immunité innée (212). Dans le cadre des maladies inflammatoires chroniques de l’intestin (MICI), la 

Gln induite une diminution de la production de NFNB et p38 (pro-inflammatoire) dans des biopsies de 

colon de patients atteints de la maladie de Crohn in vitro (213). Des effets anti-infectieux ont 

également été mis en évidence. Dans un modèle de dénutrition combiné à une infection par 
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Cryptosporidium parvum, l’alanyl-glutamine permet de diminuer la perte de poids corporel chez la 

souris et l’infectiosité du parasite (12). In vitro, la déprivation en Gln exacerbe la production d’IL-8 

par des cellules épithéliales intestinales H4 par le biais de l’activation de NFNB (214) alors qu’un 

prétraitement avec de la Gln réduit sa production dans des cellules HCT-8 (207).  

5.1.2.  Impact de la glutamine sur l’absorption intestinale  

Dans une étude clinique, une solution de réhydratation supplémentée en Gln induit une meilleure 

réabsorption de l’eau et du sodium jéjunale dans le cas d’une hypersécrétion induite par une infusion 

de prostaglandines E1 (215). Dans une étude clinique, la perfusion jéjunale en Gln, associée au 

glucose, a également permis d’augmenter l’absorption nette d’eau dans le jéjunum et une 

diminution de la sécrétion de sodium chez des patients atteints de choléra (216). Ceci a également 

été mis en évidence dans un modèle de diarrhée induite par la toxine du choléra chez le lapin ayant 

reçu une solution de réhydratation enrichie en Gln (217). Des études in vitro ont démontré que la Gln 

était capable de stimuler l’absorption du sodium à travers l’iléon de lapin en chambre de Ussing 

(218,219). Cette augmentation de l’absorption du sodium expliquerait l’augmentation de 

l’absorption de l’eau au niveau de l’intestin.  

5.1.3. La glutamine induit la synthèse protéique  

La Gln possède également des effets bénéfiques sur la synthèse protéique. En effet, elle favorise le 

maintien de l’intégrité de la barrière en améliorant le métabolisme protéique. Ce mécanisme est en 

effet très important pour l’homéostasie de l’intestin car le taux de synthèse protéique fractionnaire 

dans ce tissu est élevé (50% par jour dans le duodénum) comparé à d’autres tissus de l’organisme 

(220). In vitro, la déplétion de Gln inhibe le métabolisme protéique de cellules Caco-2 en diminuant le 

taux de synthèse protéique fractionnaire (221). Le même résultat a été montré en utilisant des 

cellules HCT-8 avec une diminution de l’expression de 4E-BP1 impliquée dans l’activation de la voie 

mTOR et donc de la synthèse protéique (203). Dans cette dernière étude, il a été suggéré que la 

maintenance de la synthèse protéique était nécessaire pour sécuriser les protéines de jonction 

serrées puisque l’absence de Gln induit une diminution la résistance transépithéliale suggérant une 

augmentation de la perméabilité transcellulaire (203). 

5.1.4. La glutamine impact la composition du microbiote intestinal.  

La Gln aurait également un impact sur le microbiote intestinal. Chez la souris, deux semaines de 

supplémentation en Gln (1%) du régime alimentaire est associée à une modification de la population 

bactérienne plus particulièrement une diminution du ratio Firmicutes/Bacteroidetes (222). Chez des 

patients en surpoids ou obèse, la supplémentation en Gln (30g/jour) pendant deux semaines modifie 

la composition du microbiote en diminuant également le ratio Firmicutes/Bacteroidetes (223). 
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5.2. La leucine  

Comme la valine et l’isoleucine, la leucine (Leu) est un acide aminé essentiel faisant partie de 

la famille des acides aminés branchés (Branched Chain Fatty Acids - BCAA).  

Nous nous sommes intéressés à cet acide aminé pour son effet sur la synthèse protéique. En 

effet, des études dans un modèle porcin ont démontré que la Leu est un substrat très important pour 

la synthèse protéique mais aussi une molécule impliquée dans la stimulation de cette synthèse 

notamment chez les nouveaux nés (224). La supplémentation en Leu induit une stimulation de la 

synthèse protéique suite à l’activation de la voie mTOR chez le porcelet (225). La Leu est également 

capable d’atténuer la cascade de signalisation des lysosomes spécifiques de l’autophagie au niveau 

des muscles squelettiques jouant un rôle dans la dégradation de la masse musculaire (225). Cette 

synthèse protéique s’illustrerait par une meilleure croissance pondérale des porcelets nouveau-nés 

entre le 7ème et le 21ème jour (226). En revanche, dans un modèle de dénutrition protéino-énergétique 

ou calorie-énergétique, la supplémentation en Leu dans ces régimes active bien la cascade de 

signalisation de la voie mTOR sans pour autant améliorer la prise de poids ou la synthèse de 

protéines musculaires chez le porcelet (225). Plus récemment, Manjarin et al. n’ont pas mis en 

évidence d’amélioration de ce paramètre après trois semaines de traitement (227). Ces résultats 

suggèrent que la dénutrition entrave la prise de masse musculaire bien que la voie de la synthèse 

protéique musculaire soit activée. De plus, la masse musculaire du gastroctémius, du soléus et de 

l’extenseur étaient significativement réduites chez le rat au bout de 4 semaines de restriction 

calorique (-50%) (228). Ces groupes ont ensuite reçu un régime standard supplémenté avec une 

faible ou haute dose de Leu durant deux semaines (228). Dans cette étude, la supplémentation en 

Leu a amélioré la résistance à l’hormone de croissance mise en évidence par une diminution de la 

production de GH sans pour autant rattraper le poids des rats du groupe contrôle (228). Cependant, 

cette supplémentation a permis la prise de masse musculaire dans ce modèle (228). 

Au niveau intestinal, la Leu (i) stimule la synthèse protéique intestinale (via l’activation de la 

voie mTOR), (ii) inhibe la protéolyse (208) et (iii) augmente la synthèse protéique intestinale (229). 

Dans un modèle de dénutrition protéique chez le porcelet, la Leu améliore la taille des villosités de 

l’intestin grêle (230). Dans une étude chez les porcelets nouveaux-nés, la supplémentation entérale 

en Leu (1.4g Leu/kg pendant 14 jours) a permis d’augmenter la taille des villosités uniquement dans 

le duodénum suggérant un effet bénéfique sur la prolifération des entérocytes (226). Cette étude 

montre également une diminution de la profondeur des cryptes dans l’iléon pouvant s’expliquer par 

une augmentation de la migration des cellules épithéliales via l’activation de la voie mTOR (231). De 

plus, dans cette étude, un nombre important de transporteurs de la Leu ont été identifiés sur la 

surface apicale. Parmi eux, les ARNm codant pour SLC6A14, SLC6A19 et SLC6A9 sont augmentés au 
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niveau du jéjunum suggérant une amélioration de l’absorption intestinale faisant de la Leu un 

substrat intéressant pour améliorer l’absorption des nutriments (226).  
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5.3. La gomme arabique  

La gomme arabique (GA) est un polysaccharide acide ramifié composé de galactose, 

rhamnose, arabinose et d’acide glucuronique (232). La GA est un exsudat naturellement produit au 

niveau des troncs d’arbres ou pieds d’arbre du genre Acacia. Nous décrirons par la suite les effets 

bénéfiques de la GA mis en évidence dans la littérature scientifique.  

5.3.1. La gomme arabique améliore l’absorption intestinale 

Des études chez l’animal ont mis en évidence une amélioration de l’absorption intestinale du 

sodium chez le rat suite à l’ingestion de gomme arabique (233,234). Chez rat, la supplémentation en 

GA (5 et 10g/L) d’une solution de réhydratation (60nM ou 90nM de sodium) infusée dans la lumière 

intestinale induit une augmentation de l’absorption du sodium (235). Cette meilleure réabsorption 

du sodium a également été mise en évidence dans un modèle de diarrhée chez le rat (234). 

L’addition de GA (10g/L) dans la solution de réhydratation directement perfusée dans le jéjunum a 

permis d’augmenter d’un facteur 2 l’absorption de sodium, de potassium et d’eau dans le premier 

modèle alors que dans la seconde expérience, la GA a bloqué l’action de la théophylline (234). Cet 

effet positif a également été mis en évidence par Teichberg et al. avec une diminution de la durée 

des épisodes diarrhéiques dans un modèle de diarrhée chronique (236,237). Dans ce cadre, la GA a 

permis, une meilleure réabsorption des nutriments pouvant expliquer une meilleure reprise de poids 

dans ce modèle (236). Comme les fluides sont également mieux absorbés, l’incidence des diarrhées 

diminuent 4h à 24h après l’administration de GA (237). L’amélioration de la réabsorption des ions 

chlorures et du sodium a également été observée dans un modèle de rat perfusé avec des toxines de 

choléra sous anesthésie (238). La GA semble donc aussi efficace que son mode d’administration soit 

per os ou directement perfusée dans l’intestin grêle (234–237,239–241).  

  

La GA exerce un effet proabsorptif en modulant le niveau des radicaux libres de monoxyde 

d’azote (NO) produite par les entérocytes dans la partie haute de l’intestin en le piégeant dans la 

lumière intestinale (240) ou bien en inhibant la NO synthase inductible (iNOS) (242). La NO inhibe la 

capacité de transport de l’eau et des électrolytes en activant la guanylate cyclase (243). La 

suppression de NO de la lumière intestinale pourrait donc être partiellement responsable des effets 

anti-sécrétoires de la GA.  
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5.3.2. La gomme arabique et ses effets prébiotiques  

Des études ont également montré un effet prébiotique du GA. En effet, Wyatt et al. montrent une 

augmentation du nombre de Bacteroidetes et de Bifidobacterium dans les fécès de volontaires après 

la consommation de dix grammes de GA pendant 18 jours (244). Cherbut et al. ont également 

observé une augmentation du nombre de bifidobactéries dans les fécès de volontaires ayant reçu 

quinze grammes de GA durant dix jours (245).  

La GA n’est pas dégradée dans l’estomac et dans l’intestin grêle. En effet, il a été montré une 

fermentation complète de la GA dans le caecum chez le rat  (246,247) et dans le colon chez l’Homme 

(232). Cette fermentation active la prolifération bactérienne (248) ce qui engendre une 

augmentation de la production des AGCC (249). L’incorporation de GA dans un régime pauvre en 

fibres induit une augmentation du poids de la paroi du caecum ou une augmentation de la 

prolifération des cellules épithéliales de cette paroi (250). Cette hypertrophie augmente la surface 

absorptive de la muqueuse et augmente le flux sanguin caecal chez le rat (251). Les AGCC tels que 

l’acétate, le butyrate et plus particulièrement le propionate sont produits de la fermentation de la GA 

par le microbiote intestinal chez le rat (248,251,252). Prevotella ruminicola serait majoritairement 

responsable de la fermentation du GA en propionate dans le caecum de porcelet (253). Cette espèce 

a également été isolée à partir du microbiote du colon humain (254) De plus, la GA a des propriétés 

anti-infectieuses. Une supplémentation de l’eau de boisson par 10% de GA diminue l’infectiosité de 

souris infectées par la Malaria (255)(Figure 12). 
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5.4. Le sélénium 

Le sélénium (Se) est un élément trace essentiel incorporé dans un acide aminé appelé la 

sélénocystéine pouvant être incorporé aux protéines appelées sélénoprotéines dont 25 ont été 

identifiées : 4 isoformes de glutathion peroxydases, 2 isoformes de thiorédoxines rédusctases,  3 

isoformes des iodothyronine 5’ déiodinases, les sélénophosphates synthases , les sélénoprotéines P, 

W et Sep15 (256).  

5.4.1. La carence en sélénium chez les enfants atteints de malnutrition aiguë sévère 

Plusieurs études cliniques indiquent une diminution des taux de Se plasmatique chez les enfants 

atteints de MAS (257–260) La déficience en Se a été rapporté comme facteur d’incidence du 

développement d’infection. En effet, il a été montré chez la souris que la carence en Se 

s’accompagne d’une altération de l’immunocompétence en favorisant la survenue, la virulence ou 

encore la progression de certaines infections virales telle que le virus Cocsackie B3 (261). La carence 

en Se induit une diminution de l’activité de la glutathion peroxydase induisant une augmentation du 

stress oxydatif favorisant la virulence des virus (262). 

5.4.2. Propriétés anti-inflammatoires du sélénium 

Nous nous intéressons à la supplémentation en Se pour ses effets anti-inflammatoires (Figure 13). 

Dans un modèle de colite chimio-induite, la supplémentation en Se (0.4 ppm de sélénite de sodium) 

diminue les marqueurs d’activation des macrophages (Tnfα, Ifnγ et Il1β) et augmente ceux des 

macrophages inactivés (IL-10, Fizz-1 et Arg-1) dans le colon (263). Le Se induit une inhibition in vitro 

de la voie NFNB dans des macrophages RAW264.7 (264). L’inhibition de la voie NFNB par le Se permet 

d’inhiber l’acétylation des protéines nucléaires et d’empêcher ainsi l’action de l’acétyltransférase 

p300 responsable de la transcription de gènes codants pour des protéines pro-inflammatoires, par 

les macrophages (265,266). La supplémentation en sélénite de sodium (0.6ppm) à court terme n’a 

pas d’effet sur un modèle de colite induite chimio-induite chez la souris alors que la supplémentation 

en sélénométhionine à la même dose prévient l’inflammation (267). Cela suggère ainsi l’action 

directe, non pas du sélénium, mais des sélénoprotéines sur l’inflammation.  

5.4.3. Sélénium et retard cognitif 

La supplémentation en Se d’un régime pauvre en protéines pendant trois semaines induit une 

diminution centrale du stress oxydant en diminuant les taux d’espèces réactive à l’oxygène (ROS) au 

niveau mitochondrial chez le rat (268).  
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5.4.4. Biodisponibilité du sélénium et choix de la levure enrichie en sélénium 

Dans le lait thérapeutique F-75, le Se est présent sous sa forme chimique : le sélénite de sodium à 

1,5%. Dans notre étude 3, nous avons choisi de supplémenter le lait thérapeutique F-75 avec de la 

levure séléniée. En effet, le Se sous sa forme chimique est moins bien assimilé par l’organisme par 

rapport au Se en provenance de levures séléniées in vitro (269).  

L’utilisation de levures séléniées permet également de bénéficier de l’effet probiotique médié par 

Saccharomyces cerevisae. Cette levure possède (i) des effets antibactériens (270–272) (ii) un effet 

protecteur contre l’inflammation intestinale notamment dans des modèles de colites (273) et de 

mucosites (274). Dans un modèle de mucosite chez la souris, le gavage préventif de S. cerevisae seul 

a permis de diminuer (i) la perméabilité intestinale, (ii) l’activité MPO, (iii) le score histopathologique 

et (iv) et le stress oxydant (275). De plus, l’adjonction de Se dans cette souche bactérienne permet 

d’améliorer son effet probiotique en réduisant l’activité peroxydase des éosinophiles (275). De plus, 

la levure séléniée associée à la GA diminue de façon plus importante l’inflammation hépatique dans 

une modèle chronique d’hépatite induite par le tétrachlorure de carbone chez le rat (276).  
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À retenir 

Afin d’améliorer la fonction de barrière intestinale, plusieurs nutriments ont été sélectionnés pour 

enrichir la formule du lait thérapeutique F-75. 

Dans des études cliniques et précliniques, la supplémentation en glutamine améliore la fonction 

de barrière intestinale en diminuant l’inflammation et la perméabilité intestinale alors que la 

leucine permet une augmentation de la synthèse protéique.  

Dans des études expérimentales, la gomme arabique améliore l’absorption de l’eau dans des 

modèles de diarrhée. La gomme arabique est également un prébiotique qui fermente sous l’action 

du microbiote intestinal pour être métabolisée en AGCC, en particulier en propionate, pouvant 

avoir des effets anti-inflammatoires.  

Les taux plasmatiques de sélénium sont diminués chez les enfants atteints de MAS. Dans des 

modèles précliniques, la carence en sélénium induit une immunodéficience favorisant l’infectiosité 

de bactéries ou de virus. Enfin, la supplémentation en sélénium induit une diminution de 

l’inflammation intestinale dans des modèles murins de colite. Comme la biodisponibilité du 

sélénium sous la forme de levure enrichie est supérieure à celle sous la forme de sélénite de 

sodium, nous avons privilégié les levures séléniées comme Saccharomyces cerevisae. Ces levures 

présentent des effets probiotiques comme une amélioration de la perméabilité intestinale et de 

l’inflammation ainsi qu’une diminution du stress oxydant. 

 



 

 60  

  



 

 61  

Chapitre 2 – Travaux de thèse  

 

1. Justification  

 

La malnutrition aiguë sévère (MAS) est un problème majeur de santé publique dans le monde 

touchant plus de 17 millions d’enfants âgés de moins de 5 ans plus particulièrement dans les pays à 

faibles revenus et à revenus intermédiaires. Dans le traitement de la MAS, l’Organisation Mondiale 

de la Santé préconise l’utilisation de traitements nutritionnels. La MAS est souvent associée à une 

dysfonction entérique environnementale, omniprésente dans les pays en voie de développement. 

Elle se caractérise par une dysfonction de barrière intestinale : (i) une hyperperméabilité intestinale, 

(ii) une inflammation intestinale, (iii) une diminution de la taille des villosités (iv) et une 

malabsorption des nutriments. La dysfonction entérique environnementale contribuerait à une 

mauvaise réponse aux traitements. Il y a donc un grand intérêt à restaurer la fonction de barrière 

chez ces enfants afin d’améliorer l’absorption des nutriments pour permettre une meilleure 

croissance. 

 

2. Objectifs de la thèse  

 

Dans ce contexte, le projet de thèse se développe sur deux axes. 

 

Objectif 1 : Développement d’un modèle murin de dénutrition avec entéropathie 

Dans un premier temps, une revue de la littérature a été réalisée afin de discuter de différents 

modèles de dénutrition et leur potentiel pour développer une dysfonction entérique 

environnementale. Cette revue insiste sur la difficulté d’induire une dysfonction de barrière 

intestinale par une approche uniquement nutritionnelle en modulant la composition en macro et 

micronutriments. En effet, il est indispensable d’associer la dénutrition à un élément induisant 

l’entéropathie. La méthode la plus utilisée pour induire une entéropathie est l’infection par des 

microorganismes. Cependant, il est difficile de contrôler l’inflammation induite par ces infections et 

l’inflammation développée n’est pas toujours de bas grade. C’est pour cette raison que nous avons 

choisi de développer un nouveau modèle de dénutrition sévère avec dysfonction entérique 

environnementale en utilisant l’indométacine. La recherche bibliographique est présentée dans la 

« revue n°1 » soumise au journal international à comité de lecture « Nutrients ». Nous avons 

également testé différents protocoles pour développer un modèle de dénutrition associé à une 
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entéropathie. Les résultats de ces travaux sont décrits dans l’ « Article n°1 » soumis au journal 

international à comité de lecture «Journal of Nutrition». 

 

Objectif 2 : Évaluation de laits thérapeutiques supplémentés en nutriments d’intérêts sur la 

croissance et la fonction de barrière intestinale 

Un lait thérapeutique, le F-75, est utilisé lors de la phase initiale du traitement de la MAS (ou phase 

de stabilisation). La composition du lait F-75 a été peu modifiée depuis plus de 20 ans. Nous 

proposons d’enrichir cette formule par des nutriments ciblant la fonction de barrière intestinale. 

Dans l’étude n°2, le lait thérapeutique a donc été supplémenté en glutamine et leucine pour leurs 

effets bénéfiques sur la fonction de barrière intestinale et a été évalué sur notre modèle préclinique. 

Les résultats de cette partie sont présentés dans l’ « article n°2» soumis au journal « Amino Acids ». 

Dans l’étude n°3, le lait thérapeutique a été enrichi avec de la gomme arabique et/ou des levures 

séléniées. La gomme arabique a été choisie pour ses effets prébiotiques et anti-inflammatoires et la 

levure séléniée pour ses effets probiotiques induisant une diminution de l’inflammation et de la 

perméabilité intestinale.  
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Revue n°1 

 

La malnutrition aiguë sévère affecte environ 17 millions d’enfants âgés de moins de cinq ans. Cette 

forme de dénutrition est associée à une dysfonction entérique environnementale (DEE), caractérisée 

par (i) une hyperperméabilité intestinale, (ii) une inflammation de bas grade, (iii) une diminution de 

la taille des villosités et (iv) une malabsorption des nutriments, pouvant entraver l’efficacité des 

solutions nutritives.  

 

Nous avons discuté des avantages et des limites de l’utilisation de modèles de dénutrition induits par 

des régimes pauvres en protéines ou en micronutriments. La dénutrition est généralement suffisante 

pour induire un retard de croissance staturo-pondéral mais ne suffit pas pour induire une 

dysfonction entérique environnementale. Pour induire une entéropathie, la dénutrition est souvent 

associée à un 2ème stimulus, comme par exemple une infection par des microorganismes. Il existe 

également d’autres méthodes non-infectieuses pour induire une entéropathie comme l’utilisation du 

lactose ou de l’indométacine. 
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Abstract 

 

Undernutrition is a is a major public health problem leading to 1 out 5 all deaths in children 

under 5 years. Undernutrition leads to growth stunting and/or wasting and is often 

associated to environmental enteric dysfunction (EED). EED mechanisms leading to growth 

failure include intestinal hyperpermeability, villus blunting, malabsorption and gut 

inflammation. As noninvasive methods for investigating gut function in undernourished 

children are limited, pre-clinical models have been developed to elucidate the 

pathophysiological processes involved in EED and to identify novel therapeutic strategies. A 

literature search using PubMed from inception to January 2019 was performed to identify 

relevant studies on experimental models of undernutrition and/or enteropathy. Manuscripts 

published in English were selected and reviewed. In many models, undernutrition was 

induced using protein or micronutrient deficient diets, but these experimental models were 

not associated with EED. Enteropathy models mainly used gastrointestinal injury triggers 

such as microbial challenge or lactose. We found only few studies investigating the 

combination of undernutrition and enteropathy. Further developments are needed to 

establish an experimental model reproducing the impact of undernutrition and enteropathy 

on growth, intestinal hyperpermeability and inflammation that could be suitable for 

preclinical evaluation of innovative therapeutic intervention. 

 

Key Words: Undernutrition, Environmental enteric dysfunction, enteropathy, gut barrier  
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Introduction 

Acute malnutrition is a major public health problem in low-income countries affecting 51 

millions of children under the age of five [1]. Severe Acute Malnutrition (SAM) in children increases 

risk of impaired cognitive development, later chronic diseases, morbidity and mortality (12.6% of 

children under 5 years) [2,3]. Undernutrition is also often associated to “Environmental 

Enteropathy » (EE) or « Environmental Enteric Dysfunction » (EED) [4]. 

Indeed, an observational study in Zambia showed that EED in SAM children with diarrhea was 

characterized by villus blunting, suggesting a lower nutrient absorptive area in small intestine [5]. 

Later, the same investigator reported higher leucocyte infiltration in addition to villus blunting in this 

condition [6]. Intestinal permeability, assessed by lactulose:mannitol ratio, was also inversely 

correlated with villus height [6]. These data suggest that SAM children may develop EED and 

therefore EED negatively may impact nutrients absorption. EED was associated with an altered 

therapeutic response and fecal calprotectin, a marker of inflammation, was related with mortality 

[7]. These triad, ie chronic intestinal inflammation, hyperpermeability and villous blunting leads to 

reduced nutrient uptake, affecting growth and children development [4,8] and finally leading to a 

vicious cycle worsening undernutrition state.  

  As studying gut barrier function in undernourished children is challenging, preclinical models 

have been developed to enable a better understanding of the mechanisms behind undernutrition 

and/or enteropathy. These models were also intended for the evaluation of novel therapeutics in 

undernutrition and/or EED. In the present review, we focused on available preclinical models of 

undernutrition and their effects on growth and gut barrier function. The respective advantages and 

limits of these models are discussed.  
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1) Undernutrition models  

a. Caloric Restriction 

Limitation of food provision in caloric restriction models varies from 15 % to 50% in the 

literature (Table 1). Caloric restriction leads to undernutrition and has a global impact on body 

homeostasis. It is also associated with an impaired immune function as can be seen in 

undernourished children [9]. Twenty-four days of 25% caloric restriction-induced weight loss 

associated with thymus atrophy in BALB/C weanling mice, as a consequence of increased thymus cell 

apoptosis [10]. Altered cytokines production has been reported in numerous caloric restriction 

models: for example, a 30% caloric restriction for 14 days decreased systemic TNFD levels [11] while 

it increased the proportion of Lactobacillus murinus in the gut microbiota. Similarly, prolonged 

moderate caloric restriction (-15%) induced a lower cytokine mRNA levels of monocyte-

chimioattractant protein 1 (MCP-1) in the liver and adipose tissue [12]. Lower MCP-1 level may be 

associated with lower triglycerides accumulation in the liver [13]. No impact of caloric restriction on 

intestinal permeability has however been described [13].  

 

In addition, caloric restriction might be stressful for rodents. Accordingly, in juvenile rats fed 

with 25% caloric restriction plasma corticosterone levels were significantly increased [14]. Behavioral 

tests such as forced swimming tests or O-maze have been performed in rats with 50% caloric 

restriction for 32 days and exhibited increased anxiety and depression symptoms [15].   
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b. Protein-energy undernutrition 

i. Maternal protein-energy undernutrition. 

In the first 1000 days of life, including gestation and the first two years, children are at risk to 

develop short- and long-lasting consequences on their health, including undernutrition and impaired 

cognitive development. Indeed, a case-control study associated mother undernutrition with an 

increased risk of SAM in the children [16]. Pre-clinical models of fetal undernutrition have been 

developed and several consequences on gut barrier in the offspring have been reported (Table 1). 

For instance, in female offspring from undernourished pregnant rats (8% protein diet), colonic tight 

junction Zonula Occludens 1 mRNA expression was decreased, without impact on permeability to 

lipopolysaccharides (LPS), in comparison to offspring of pregnant rats receiving standard 20% diet 

[17]. Another study with the same level of maternal protein restriction reported an increased ex vivo 

colonic hyperpermeability to small molecule in 35 days offspring [18]. 

In offspring from undernourished pregnant rats (receiving a 6% protein diet), the 

disaccharidase activity (lactase and sucrase) was increased in different segments of the intestine [19]; 

this may be an adaptive process in response to maternal undernutrition to ensure a better 

absorption of carbohydrates, with a risk of later development of obesity as a consequence of fetal 

programming [19]. In another study in piglets, maternal restriction (7.3% of protein) during gestation 

induced lower villus/crypt ratio [20]. Lower ileal [21] and duodenal [22] villus length has also been 

observed in low birth weight in piglets. This reduced villus height and consequently absorptive area 

may contribute to offspring undernutrition.  

Low inflammation has been observed in models of maternal undernutrition. Goat maternal 

protein restriction (60% of control diet) or energy restriction (60% of control diet) for example 

decreased plasma C3, C4, IgG, and IgM concentrations and jejunal IL-2 and IL-6 mRNA expression in 

offspring; this altered immune response may make the offspring more prone to bacterial infection 

[23]. In another study in sows, low energy diet (3.00 MCal DE/kg  vs 3.40 MCal DE/kg for control diet) 
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was associated with higher ileal mRNA expression of IL-6 and TNF-α in offspring [20]. Thus, the effect 

of protein restriction on intestinal immunity may differ in the proximal and distal intestine, but this 

must be confirmed in the same species. Protein-energy intrauterine undernutrition also induced 

anxiety-like behaviors and cognitive impairment in the offspring [24–30] which could contribute to 

altered feeding behaviors and to the vicious circle of undernutrition. 

ii. Isocaloric Protein-deficient diet 

As caloric restriction leads to stress, ad libitum deficient diets may be a better alternative to 

respect ethics for animal research. Protein-deficient diets reflect nutritional deficiencies commonly 

observed in undernourished children and are commonly used in the literature. While low-protein 

diet is isocaloric compared to standard diet, several studies demonstrated increased food intake in 

rodents at different protein proportion despite weight loss [31–33].  

Protein-deficient diets lead to undernutrition in rodents [34,35] and are associated with gut 

barrier dysfunction in some conditions (Table 1). A drastic model developed by Belmonte et al. 

showed that protein-free diet impacts gut barrier function by reducing jejunal villus height leading to 

a decreased nutrient absorption area [36]. By contrast, in weanling mice, moderate low protein diet 

(7% of protein) during 3 weeks did not [34], suggesting impact of protein proportion on severity of 

gut barrier architecture. In the same study, this diet further induced in vivo gut hyperpermeability 

that might be explained by jejunal tight junction protein modulation as decreased ZO-1 and 

increased claudin-2 mRNA levels [34]. Studies in undernourished rats fed with more drastic low 

protein diet (4%) during 3 weeks encountered no gut hyperpermeability to large molecules while it 

decreased colonic and ileal transepithelial electrical resistance suggesting higher intestinal 

permeability to small molecules [35]. This intestinal hyperpermeabilty might be explained by a 

decreased colonic and ileal occludin protein expression [35].  

 

 Protein-deficient diets effect on inflammatory response is controversial. First, Belmonte et al. 
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did not observe any difference in plasmatic level of α-1-acid glycoprotein, a major acute phase 

protein among control and protein-free diet fed rats [36]. Similarly, 3 weeks- LP diet (7%) decreased 

MCP-1 jejunal release in stool [34]. By contrast, higher inflammatory response by 2 weeks-LP diet 

have been also described. Indeed, LP diet (2% of protein) induced high fecal myeloperoxidase (MPO) 

and lipocalin 2 (LCN-2) production in weaned mice [37]. Four-weeks LP diet at 4% increased mRNA 

expression of cytokines such as TNF-α, MCP-1 and IL1-α into the liver [38]. LP-induced inflammation 

might be explained by higher susceptibility to undernourished mice to infection. Actually, a drastic 

weaned mice model of undernutrition (0,7% protein for 16 days) increased monocytes and 

macrophages number in bone marrow and blood compared to normonourished suggesting 

contribution of LP diet in increasing susceptibility to infectious diseases [39]. In gnotobiotic piglets 

transplanted with human infant fecal microbiota, low protein diet (7.5%) induced lower oral human 

rotavirus vaccine efficacy characterized by decreased serum TNF-α, IFN-α, IFN-γ and IL-12 responses 

[40]. The same conclusion has been proposed in undernourished mice fed with LP diet (2%) during 6 

weeks after Salmonella and cholera vaccines [41]. By contrast, 1-Week LP diet (2%) in mice 

decreased leucocyte, peripheral lymphocyte, monocyte and polynuclear cells levels without 

inflammation differences compared to normonourished mice [42]. Fock et al. observed also 

leucopenia with higher systemic IL-10 production in 2-3 months aged mice fed with higher 

proportion of protein (4%) during 14 days [43]. Moreover, in undernourished mice from the same 

study, cultured cells from bone marrow, spleen and peritoneum with LPS in vitro showed lower IL-6, 

TNF-α and IL1-β production [43]. In addition, lower expression of macrophage CD-4 and TLR-4/MD-2 

has been observed in this group which could interfere in immune response to pathogens [43]. Lower 

TLR-4 expression might explain lower mRNA expression of TNF-α by macrophage from malnourished 

mice fed with LP diet (2%) and lower NF-κB activation after LPS challenge in vitro [44].  
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iii. Regional diets  

In LP diet previously described, minerals and vitamins proportion were adapted for rodents. 

In clinical settings, reduced micronutrients intake, as vitamins and minerals, is also reduced in 

addition to low macronutrients intake in undernourished child [45]. For this reason, specific animal 

diets have been formulated to mimic multiple nutrient deficiencies and to reflect local dietary 

pattern. Three regional diets have been used to induce undernutrition: regional basic diet from 

Brazil, Maize diet and Malawian diet (Table 1).  

Regional Basic Diet (RBD) is an experimental rodent diet mimicking dietary pattern from 

NorthEast brazilian population, characterized by reduced protein (7%), fat (8,2%), vitamins and 

minerals content triggering clinical symptoms such as reduced weight gain in rats [46,47], which was 

confirmed in later studies [48–50]. Three-weeks of this RBD in weaned mice induced jejunal 

hyperpermeability [48], which was related to a decreased jejunal expression of the tight junction 

protein claudin-3 [48]. In addition, ileal permeability was also increased despite increased ileal 

claudin-2 and occludin mRNA expression [49]. In contrast, after 10 days of RBD in weaned mice, ileal 

occludin expression was decreased without measurable impact on gut permeability [51] and jejunal 

villous and crypt atrophy were noted [48]. In other series in mice, 1-week RBD diet induced ileal crypt 

atrophy without changes in villus length while 10-days of RBD decreased villous:crypt ratio [49,51].  

An early article published in1933 in The Lancet and redistributed by The Bulletin of the WHO 

in 2003 stipulated that origin of Kwashiorkor syndrome, characterized by bilateral edema in 

undernourished children, was MAIZE diet in Ghana, a corn-based diet [52]. MAIZE diet is a diet high 

in carbohydrate, low in protein (6.4%), fat (3.4%) and minerals [53,54]. MAIZE diet has been 

developed and first studied in monkeys to induce undernutrition [55]. In this study, Kwashiorkor-like 

syndrome was induced in monkeys fed over 41 weeks with MAIZE diet, including growth failure, 

weight loss, hepatic steatosis and bilateral edema [55]. MAIZE diet has also been administered in 

rodents and pigs, resulting in weight loss, hepatic steatosis and shorter villi and crypts in the intestine 
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[53,56]. 

Malawian diet (M8) is a prototypic diet based on the typical Malawian diet providing eight 

ingredients: corn Flower, roasted peanuts, red kidney beans, pumpkin, bananas, onion tomatoes, 

mustard grains and water [57]. This diet does not cover the daily nutritional needs of gnotobiotic 

mice and led to lean body mass loss, altered bone morphology, with liver, muscles and brain altered 

metabolism but intestinal barrier function or inflammation was not studied [57].  

 

iv. Zinc-deficient diets  

Prevalence of zinc deficiency is very high in young children and infants in low-income 

countries [58]. Furthermore, protein-energy malnutrition decreased zinc small intestinal 

absorption in rats [59,60]. In a mice model, low zinc intake (30μmol/kg) during 28 days led to 

weight loss [61] while low zinc intake over 14 days did not affect weight [37]. Similarly, two 

weeks of a zinc-deficient diet did not alter intestinal villus/crypt ratio in mice [62]. Ileal 

permeability or plasma endotoxin concentration fed were not increased after 8 weeks of a zinc-

deficient diet [63]. Interestingly, a lower villus/crypt ratio was reported when mice under a zinc-

deficient diet were challenged with an entero-adhesive E. Coli (EAEC), which suggests a 

synergistic effect of infection and zinc deficiency in the development of enteropathy [62]. Two-

weeks of zinc-deficient or zinc-free diet in mice did not alter inflammatory markers such as fecal 

LCN-2 and MPO [37,64]. In Shigella-infected mice, zinc-free diet prolonged Shigella gut 

colonization [64] while zinc supplementation (150 mg/L in drinking water) decreased Shigella-

induced inflammation and enhanced weight recovery [64]. Zinc-deficient diet also decreased 

TNF-α, IL-1β and IL-6 production and ileal neutrophil infiltration which might explain the 

increased susceptibility to EAEC [62]. Zinc deficiency led to an altered intestinal immune 

response to parasitic nematodes infection in mice [65]. Mechanisms behind altered immune 

response involved lower production of IL-14, decreased level of IgE, IgG1, lower eosinophils and 
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impaired antigen-presenting cells function which enhanced parasite survival and infectivity [65].  

Taking together, and despite the varying level of zinc depletion among studies, these 

observations suggest impaired immune response in mice fed with zinc-deficient diet which leads 

to increased vulnerability to pathogen infection and increased virulence (Table 1).  

 

2) Enteropathy models 

Animal models of enteropathy have provided a wealth of information about gut barrier function 

using microbial challenges or other gastrointestinal injury.  

a. Microbiota changes during EED and undernutrition 

The type of dysbiosis associated with child undernutrition varies according to countries [66]. 

For example, higher Bacteroidetes and lower Firmicutes enrichment and unusual abundance of 

Prevotella and Xylanibacter genus were reported in children from Rural Burkina Faso as compared to 

European children [66]. A Bangladeshi study reported microbiota immaturity in undernourished 

children and more especially in SAM children [67]. Investigators from the AFRIBIOTA consortium 

have described in stunted children a « decompartimentalization » of microbiota composition along 

the gastrointestinal tract illustrated by orophyngeal taxa overgrowth and a higher prevalence of 

Escherichia coli/Shigella sp. and Campylobacter sp. [68].  

Alteration of gut microbiota has been also described in experimental models of 

undernutrition, but discrepancies between species have to be underlined (Table 1). A three-weeks 

low protein diet in mice induced higher relative abundance of gram negative bacteria in the small 

intestine such as Bacteroidetes, Enterobacteriaceae [34]; in contrast, the RBD described above was 

associated with a higher proportion of Firmicutes [69]. Moreover, transplantation of bacterial strains 

targeted by IgA (IgA+ bacteria consortium) from undernourished children fecal microbiota induced 

small intestinal and colonic epithelial disruption into gnotobiotic mice fed with Malawi-8 diet [70]. 

Transplantation also triggered sepsis characterized by an increased cytokines production as IL-10, IL-
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12p40, IL-1β, IL-6 and MCP-1 [70]. Similarly, microbiota transfer from Kwashiorkor children into 

gnotobiotic mice fed with Malawian diet induced weight loss, and metabolic perturbation in amino 

acid, carbohydrate and intermediary metabolism [71].  

 

b. Pathogen-induced enteropathy 

As described above, children exposure to environmental bacteria could play a role in the 

development of EED, although it has not been fully demonstrated. One mechanism may be a shift in 

microbe-host interaction in the intestine that might induce chronic inflammation frequently 

associated with undernutrition [4,72,73]. Models of EEP have been developed with different types of 

pathogens infection, using either protozoans (C. parvum or G. Lamblia), or bacteria. 

Cryptosporidium parvum (C. parvum), a parasitic invader of small intestine epithelial cells 

[74], is a major cause of diarrhea and gastroenteritis in children and adults worldwide [75–77]. C. 

parvum infection has a major impact on pediatric health in resource-limited countries because it 

increases morbidity and mortality in children [78]. Combination of undernutrition with repeated or 

prolonged C. parvum infection might be responsible for long-lasting consequences on physical and 

cognitive development in children [79,80]. C. parvum infection also contributes to the vicious cycle of 

undernutrition and infection by inducing nutrients malabsorption [81]. A model combining C. parvum 

infection and undernutrition in neonatal mice has been described [82]. In mice pups, undernutrition 

was induced by maternal separation limiting lactation time (4 hours D4 post-partum , 8h on D5 and 

16h from D6 to D14) [82]. C. parvum infection on D6 induced weight loss with an additional effect in 

previously undernourished pups [82]. In addition, Additionally, C. parvum infected-undernourished 

pups displayed ileal villous atrophy and crypt hypertrophy and developed higher ileal inflammation 

reflected by increased TNF-α and IFN-γ tissue levels [82]. The same team later developed another 

model in weaned mice combining a low (2%) protein diet with infection with C. parvum oocysts [83]. 

C parvum infection in undernourished mice increased CD8+CD103+ T cells and B cells lamina propria 
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infiltration [51]. As previously reported, C. parvum infection exacerbated weight loss and led to 

decreased villous height and increased crypt depth [82,83]. A more recent study combining C. 

parvum infection with LP diet (7%) in mice over for 3 weeks also reported impaired gut barrier with a 

lower villi:crypt ratio and a lower ileal occludin protein expression while other tight junction proteins 

were not affected [51]. Two-weeks of low protein diet (2%) in C. parvum-infected mice also induced 

intestinal inflammation with higher fecal LCN-2 and higher MPO activity [84].  

 

Giardia is a non-invasive enteropathogen affecting the proximal small intestine and leading 

to acute watery diarrhea [85–88]. Thus, its potential implication in the occurrence of enteropathy has 

been also investigated. Giardia infection led to a disrupted villus architecture and was associated 

with a higher lactulose:mannitol ratio, indicating increased intestinal permeability [89]. These 

features may contribute to nutrients uptake deficiency and gut barrier dysfunction [89–91]. A murine 

model combining a protein deficient (3%) diet with Giardia Lamblia infection demonstrated 

decreased nutrient absorption [92]. Undernourished weaning mice infected with Giardia muris 

developed small intestinal injury, villus atrophy and brush border duodenal and jejunal enzymatic 

depletion [93]. Giardia lamblia cultures from symptomatic and asymptomatic children inoculated in 

axenic Gerbils (Meriones unguiculatus) both induced growth retardation suggesting that silent 

enteric dysfunction caused by the pathogen could already impair growth [94]. Besides its effects on 

weight loss, Giardia infection also induced gut barrier dysfunction [95,96]: at D11 post infection, 

severely damaged villi, increased lymphonuclear cells lamina propria infiltration and severe ileitis 

were observed [96]. In weaned undernourished gerbils, persistent Giardia Lambia infection induced 

crypt hyperplasia without villus blunting associated with eosinophils infiltration of villus and crypt 

units [97].Yet, the pertinence of using Giardia as an EED trigger has been debated. Indeed, 

observational studies in Malawi suggested links between mortality and systemic and intestinal 

infection in SAM children with diarrhea, but did not find an association between the intestinal 
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presence of Giardia and mortality or diarrhea evolution [7]. Similarly, investigators of the MAL-ED 

network observed that the number of Giardia pathogens was higher in non-diarrheal stools [98], 

while a meta-analysis of 12 longitudinal acute diarrhea studies did not find an association with 

Giardia [99]. Finally, Giardia infection was negatively correlated with linear growth during the first 2 

years in the “Malnutrition and Enteric Disease” (MAL-ED) studies; in contrast, fecal MPO or 

neopterin were not increased in non-diarrheal stools [100,101].  

In conclusion, both C. Parvum and Giardia may induce some features of enteropathy in 

models of undernutrition which are summarized in Figure 1. 

 

In the model described by Brown et al., a protein-deficient diet was combined with oral 

exposure to commensal Bacteroidetes and E. coli in mice. After induction, weight loss was associated 

with increased intestinal permeability and villus and crypt atrophy [34]; in addition, ex vivo jejunal 

cytokine release (IL-6 and MCP-1) was increased [34]. Furthermore, acute inflammation induced by 

bacterial challenge may be too severe in comparison to the subclinical conditions observed during 

EED. Thus, non-infectious models might be a good alternative to induced controlled and reproducible 

inflammation and gut epithelial dysfunction. 

 

c. Lactose-induced enteropathy 

In undernourished children, mortality related to diarrhea is frequent [102]. In some 

undernourished children, secondary lactase deficiency may induce osmotic diarrhea as a 

consequence of lactose malabsorption [103]. This provides rationale for limiting lactose intake at the 

early stage of refeeding. Accordingly, lactose overload could be used to induce enteropathy in 

rodents (Figure 1). High amount of lactose added to the diet for 7 days induced diarrhea in rats 

associated with goblet cells hyperplasia and polymorphonuclear cell infiltration along the ileum, 
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caecum and colon [104]. In undernourished rats with RBD diet, provision of a saturated lactose 

solution (30g/kg) during 7 days led to osmotic diarrhea and weight loss [50,105]. Undernourished 

rats with diarrhea presented increased jejunal inflammation [106]; in the same study, higher 

bacterial translocation and a higher number of goblet cells were also indicative of gut barrier 

dysfunction [106]. Another study in rats fed with lactose reported loss of colon microvilli and 

increased number of goblet cells [105]. In contrast, a modest (5%) lactose supplementation of the 

diet for 4 weeks did not alter protein and mucin content in intestinal mucosa or MUC2, MUC4 gene 

expression [107]. Of note, use of lactose as an enteropathy trigger in preclinical models precludes the 

subsequent evaluation of therapeutic solutions containing high amounts of lactose. Finally, this kind 

of lactose-induced enteropathy is unlikely to occur in the clinical setting which limits the clinical 

relevance of this model. 

 

d. LPS-induced enteropathy 

Lipopolysaccharides (LPS) are lipid-based component of the outer membrane of gram-

negative bacteria as Escherichia coli or Salmonella enterica [108]. LPS induced inflammation after 

binding to CD14 and Toll-like receptor and activation of transcription factors as NF-κB [109]. LPS has 

been used in undernourished animals (Figure 1). Combining in weanling rats undernutrition induced 

by a low-protein diet (5% of protein) for 2 weeks with intraperitoneal injection of LPS (2mg/kg) twice 

a week resulted in impaired glucose clearance and insulin secretory response [110]. In another study, 

low-protein diet (4%) for 2 weeks in combination with intravenous LPS induced leucopenia and 

severe depletion in bone marrow, spleen and peritoneal cavity cellularity 24h later [43]. LPS injection 

also triggered lower IL-1β levels in blood, spleen and bone marrow [111] and lower systemic TNF-α 

levels [42]. In a model of maternal undernutrition induced by 50% caloric restriction in pregnant rats, 

single i.p. injection of LPS (500 μg/kg) worsened anorexia and weight loss in adult offspring 36h later 

[112]. Moreover, LPS injection induced higher hypothalamic TNF-D levels in rats 6h later suggesting 
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hypothalamic inflammation [112]. Intravenous LPS increased plasmatic IL-6 levels in protein-energy 

malnourished rats weight [113].  

 LPS also alters gut morphology. Indeed, intraperitoneal injection of LPS at 5 to 30 mg/kg 

induced duodenal villus blunting [114][115]. Intraperitoneal LPS injection  at 4mg/kg reduced jejunal 

trefoil peptides and goblet cells number in mice [116]. A single subcutaneous injection of LPS 

(1mg/kg) induced colonic hyperpermeability in rats 5h after LPS challenge [117]. This early 

dysfunction of gut barrier function may result from tight junction protein dysregulation. Indeed, in 

vitro LPS at 50μg/ml down-regulated occludin and ZO-1 expression and this effect was mediated by 

TLR-4 pathway [118–120]. LPS-induced gut barrier dysfunction was more severe in the ileum than in 

the colon 4 days later in rats [121]. LPS i.p injection (O55B7 10mg/kg) increased colonic histologic 

score and induced global intestinal hyperpermeability 12h later in mice [122]. In the latter 

study[122], LPS injection also decreased colonic ZO-1, occludin and claudin-1 protein expression.  

Rodent models of endotoxemia have also been used to induce systemic inflammation. 

Accordingly, a single i.p injection of LPS (0.5 mg/kg – E. coli serotype 0111 :B4) induced systemic 

inflammation 4h after injection with higher IFN-γ, IL-6, MCP-1 and TNF-α levels [123]. Similarly, 10h 

post LPS i.p. injection (Escherichia coli O26:B6 - 1,5mg/kg), CD1 mice displayed increased cytokines 

levels (IL-1β, IL6, IL10, IL12, IFN-γ, TNF-α) [124]. In summary, although several studies using LPS 

injection have reported transient alterations of gut structure or function, the short duration of the 

effect and the variability of the response according to the dose and type of LPS make it difficult to 

use this model for the evaluation of therapeutic interventions targeting malnutrition and 

enteropathy.  

e. Indomethacin-induced enteropathy 

Non-steroidal anti-inflammatory drugs (NSAIDs) are among the most frequently used 

medications worldwide for routine relief of pain, fever, to manage various forms of arthritis or other 

inflammatory disorders and to prevent or treat cancers [125,126]. As a drawback to their 
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effectiveness, NSAIDs may damage the gastrointestinal (GI) tract and specifically the small intestine 

[127–129]. As an inhibitor of cyclooxygenase (COX), NSAID, and more especially cyclooxygenase-2 

(Cox2) inhibitor, will impair prostaglandins production such as PGE2 which is the most abundant in 

the small intestine and responsible for the regulation of mucus layer production [130]; accordingly, 

decreased PGE2 production will result in decreased mucus layer thickness [130]. NSAID long term 

treatment will also impact microbiota composition with higher Gram negative bacteria abundance 

[127]. Clinical studies also indicated increased intestinal permeability in long-term NSAID-treated 

patients and intestinal inflammation reflected by increased fecal calprotectin concentration [131] 

Decreased mucus layer and increased permeability will enhance mucosal exposure to luminal 

aggressive factors such as bile, enzymes and bacteria leading to exacerbated immune response [132]. 

Thus, NSAID-induced enteropathy, which is easily achieved with indomethacin in rodents, combines 

altered gut barrier function with intestinal inflammation (Figure 1). Subcutaneous injection of 

indomethacin (10mg/kg) in mice resulted in increased histopathological score in the small intestine 

at 12 and 24h [133,134]. Intragastric indomethacin administration at 10mg/kg increased 

histopathological score 48h later [135]. Indomethacin (10mg/kg) subcutaneous injection in mice 

increased intestinal permeability and induced ulcers 24h post administration [134]. These 

consequences have also been observed 24h after oral indomethacin administration [136,137] in mice 

(10mg/kg) and rats (15mg/kg). Gut permeability increased over the first hours after a single 

indomethacin gavage in rats (20mg/kg) and returned to normal 4 days post treatment [138]. Using a 

single administration may thus be inadequate for the pre-clinical evaluation of nutritional 

interventions over several days. Interestingly, a model of repeated gavages of indomethacin for 6 

days (5mg/kg per day) has been developed in mice and elicited a prolonged gut hyperpermeability 

[139]. Underlying mechanisms probably involved tight junction protein alterations since lower 

claudin-1 and ZO-1 small intestine expression was observed 48h after intragastric administration of 

indomethacin (10mg/kg) in mice [140]. Indomethacin administration also led to epithelial barrier 
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architecture disruption with a lower villus/crypt ratio suggesting villus blunting, a marker of 

enteropathy [139].  

In this model, gut inflammation is likely to result from the combination of mucosal injury and 

increased exposure to pathogens [132]. Indomethacin per os administration in rats (10mg/kg) 

increased jejunal and ileal TNF-α ex vivo production 24 to 48h after treatment [141]. Subcutaneous 

indomethacin injection (10mg/kg) induced higher small intestine mRNA levels of TNFα, IL1-β and IL-6 

12h [133] and 24h after injection [134]. Higher serum TNF-α cytokine level has been demonstrated in 

rats 12h after subcutaneous injection (7,5mg/kg) and lasted 4 days [142]. Single indomethacin 

gavage (10mg/kg) induced higher TNF-α and MCP-1 mRNA levels into small intestine in rats 24h later 

without TLR-4 protein expression modulation [143]. Indomethacin single gavage  at 10mg/kg in TLR-

4-mutant mice did not induce small intestinal damages or TNF-α and MCP-1 mRNA expression 

modulation, suggesting that enteropathy development is dependent of LPS/TLR-4/My-D88 pathway 

activation [143]. Moreover, indomethacin subcutaneous injection (10mg/kg) induced iNOS activity 

24h later in rats [144]. Subcutaneous injection indomethacin (10mg/kg) triggered jejunal-ileal iNOS 

activity and neutrophils activation preceded by TNF-α production ex vivo suggesting NO role in 

intestinal injury induced by NSAID via TNF-D upregulation [141]. In a rat model of jejunoileitis, two 

indomethacin subcutaneous injections (7.5mg/kg - 24h apart) induced higher small intestinal MPO 

activity 4 days after the first injection [142]. Indomethacin single gavage (20mg/kg) increased fecal 

calprotectin, a marker of intestinal inflammation, from D5 to D7 after administration in rats [138]. 

Similarly, indomethacin gavage (5mg/kg once a day for 6 days) in mice resulted in increased fecal 

calprotectin concentration [139]. In summary, indomethacin induces enteropathy in preclinical 

models characterized by higher histopathological score, intestinal inflammation and 

hyperpermeability. As previously reported for LPS challenge, indomethacin effect on gut barrier is 

still transient and protocols with repeated administrations are required to evaluate therapeutic 

strategies. 
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Conclusion 

In the present review, we have reviewed and discussed the available animal models that may be 

useful to mimic the clinical features of SAM with EED. Although undernutrition induced by micro 

and/or macronutrients deficiencies can impair growth, it is not sufficient to induce enteropathy. 

Several combinations of infection and undernutrition can induce growth failure and affect gut barrier 

but these models seem to be specific of a pathogen and may lead to uncontrolled inflammatory 

response, which limit their validity. Development of non-infectious models of SAM with EED by 

associating undernutrition with triggers that induce growth failure with moderate and prolonged 

enteropathy appears to be the best approach so far to set up an easy and reproducible pre-clinical 

model allowing the evaluation of therapeutic strategies.  
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Table 1 : Diet modifications and microbiota transfer: effects on growth and EED development 

Preclinical Model Growth 
Gut 

hyperpermeability 

Gut 

inflammation 
Ref 

Caloric restriction 

(CR) 

    

-15% CR Weight loss n/a Lower MCP-1 mRNA 

(liver/adipose tissue) 

[12] 

-%25 CR Weight loss n/a Thymus atrophy [10] 

-%30 CR Weight loss No gut 

hyperpermeability 

Decreased systemic TNFD 

levels 

[11] 

Intrauterine 

undernutrition 

    

8% of protein in 

gestationnal rats / 

20% in offspring 

Low birth 

weight 

Lower colonic ZO-1 

mRNA expression 

n/a [17] 

 No hyperpermeability 

to LPS 

 [17] 

 Ex vivo colonic 

hyperpermeability to 

FSA 

 [18] 

20% in gestating 

sows / low birth 

weight 

Low birth 

weight 

Lower villus length 

ileum/duodenum 

 [20] 

[21] 

[22] 

7.3% in gestating 

sows / 20% for 

piglets 

Low birth 

weight 

Lower villus/crypt 

ratio in piglets 

Lower IL-6 and TNF-α mRNA 

in offspring (ileum) 

[20] 

Maternal protein 

restriction or energy 

restriction (60% vs 

Low birth 

weight 

n/a lower C3, C4, IgG, and IgM 

concentration in plasma 

offspring 

[23] 
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CT) Decreased jejunal IL-2 and IL-

6 mRNA expression in 

offspring 

Protein energy 

undernutrition 

    

0% of protein Weight loss Lower jejunal villus 

length 

No difference in plasmatic α-

1-Acid Glycoprotein 

[36] 

7% of protein Weight loss No villus atrophy/ Decreased MCP-1 

macrophages release in vitro 

[34] 

  In vivo 

hyperpermeability 

  Lower jejunal ZO-1 

and higher claudin-2 

mRNA  

4% protein Weight loss No hyperpermeability 

to large molecules 

n/a [35] 

  Hyperpermeability to 

small molecules 

n/a 

  Lower colonic and 

ileal occludin  

n/a 

     

  n/a Higher TNF-α, MCP-1 and IL1-

β production (liver) 

[38] 

  Leucopenia with higher 

systemic IL-10 production 

[43] 

  Lower CD-4 and TLR-4/MD-2 

(macrophages)  

  Lower IL-6, TNF-a and IL1-B 

production by cultured cell 

from bone marrow, spleen 
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and peritoneum after in vitro 

LPS treatment  

2% protein Weight loss n/a Higher MPO and LCN-2 

production 

[37] 

   Decreased leucocyte, 

peripheral lymphocyte, 

monocyte and polynuclear 

cells levels 

[42] 

   Lower TLR-4 expression [43] 

   Lower mRNA expression of 

TNF-α by macrophage in vitro 

   Lower NF-κB activation in 

vitro 

0.7% of protein Weight loss n/a Increased monocytes and 

macrophages number in 

bone marrow and blood 

[39] 

   Higher monocyte arginase 

expression 

RBD Weight loss Jejunal 

hyperpermeability 

n/a [48] 

 Decreased jejunal 

claudin-3 tight 

junction protein 

expression 

 Jejunal villous, crypt 

atrophy 

 Lower ileal basal 

short circuit current 

[49] 

 Higher ileal claudin-2 
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and occludin mRNA 

expression 

 Ileal crypt atrophy No 

villous length 

difference 

M8 Weight loss n/a n/a [57] 

MAIZE Weight loss Small mucosal 

atrophy/ shorter villi 

& crypt 

n/a [53,56] 

Zinc deficiency     

Zinc deficiency Weight loss No impact on 

villi/crypt ratio 

No inflammation [62] 

Decreased villi/crypt 

(EAEC -infected mice) 

Decreased TNF-a, IL1-B and 

IL-6 

No ileal 

hyperpermeability 

Decreased ileal neutrophil 

infiltration 

[65] 

No higher plasmatic 

endotoxin 

Altered immune response to 

parasitic nematodes 

 Lower production of IL-4, 

Decreased level of IgE, IgG1 

 Lower eosinophils and 

impaired of antigen-

presenting cells function 

Microbiota transfert     

cocktail of bacteria Weight loss Increased global 

intestinal 

permeability 

Increased IL-6, MCP-1 

(macrophages) 

[34] 

  Villus and crypt 

atrophy 
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IgA+ bacteria 

consortium + M8 in 

gnotobiotic mice 

Higher 

weight loss 

Villus and crypt 

atrophy 

Bacterial translocation [70] 

   Mucosal immune activation 

with neutrophils infiltration 

into lamina propria 
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Article n°1 

Le développement d’un modèle murin de dénutrition sévère avec dysfonction entérique 

environnementale 

 

Contexte La malnutrition aiguë (MA) est associée à une dysfonction entérique environnementale 

(DEE), caractérisée par (i) une hyperperméabilité intestinale, (ii) une inflammation de bas grade, (iii) 

une diminution de la taille des villosités et (iv) une malabsorption des nutriments, pouvant entraver 

l’efficacité des solutions de stabilisation ou nutritives.  

 

Objectif Il existe peu de modèles précliniques combinant la MAS et la DEE et nous ne pouvons pas 

utiliser les modèles infectieux en raison d’un manque de disponibilité de la zone septique dans 

l’animalerie de l’UFR Santé. Cet article a pour objectif de mettre en évidence les différentes étapes 

de développement du modèle MAS-DEE.  

 
Méthodes Différentes méthodes ont été utilisées pour parvenir à induire une entéropathie. Des 

souris C57BL/6 âgées de 3 semaines ont été utilisées dans toutes les étapes de développement du 

modèle de MAS-DEE. Expérience n°1 : les souris ont reçu soit un régime pauvre en protéines (5,8%) 

soit la moitié de la quantité d’un régime standard. Expérience n°2 : les souris ont été nourries avec 

un régime hypoprotéiné durant 2 semaines. A J11, elles ont reçu une injection intrapéritonéale d’une 

dose unique soit (i) de LPS (1mg/kg) soit (ii) d’indométacine (10mg/kg) afin d’induire une 

entéropathie. Expérience n°3 : les souris ont reçu un régime pauvre en protéines durant 5 jours et 

une dose par gavage d’indométacine (10mg/kg) à J1. Expérience n°4 : les souris ont reçu durant 3 

semaines un régime hypoprotéiné avec un gavage quotidien d’une solution d’indométacine (1 ou 2,5 

mg/kg) de J14 à J21. Pour chaque étape, le poids corporel et la longueur de la queue ont été mesurés 

afin d’évaluer la croissance staturo-pondérale. La perméabilité intestinale et l’inflammation ont été 

respectivement mesurées par le passage de FITC-Dextran dans le sang et par la mesure de la 

production de calprotectine fécale. L’architecture de la paroi intestinale a été observée par 

histologie.  

Principaux résultats La restriction calorique et le régime hypoprotéiné ont induit un retard de 

croissance staturo-pondéral (p<0,001) sans impact sur l’intestin. La combinaison du régime 

hypoprotéiné et l’injection d’indométacine a induit une augmentation de la production de 

calprotectine fécale (p=0,044 vs LP). Par contre, la dénutrition associée à l’injection i.p. de LPS ou 

d’indométacine n’a pas eu d’effet sur la perméabilité intestinale. Afin d’amplifier l’effet de 

l’indométacine, l’administration répétée de l’indométacine durant une semaine associée à la 
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dénutrition protéique a permis de développer un retard de croissance staturo-pondéral (2-way 

ANOVA, pas d’interaction, effet du régime alimentaire p<0,05 - effet de l’indométacine p<0,05), une 

augmentation de la perméabilité intestinale globale (p=0,0627 vs SD, p=0,0448 vs LP) et une 

inflammation intestinale (p=0,0012). L’indométacine seule induit une diminution de l’épaisseur de la 

musculeuse (p<0,05 vs SD) et diminue l’expression en ARNm codant pour des protéines de jonctions 

serrées.  

 

Conclusion La combinaison du régime pauvre en protéines et l’administration répétée 

d’indométacine par gavage a permis de développer un modèle préclinique présentant (i) un retard 

staturo-pondéral, (ii) une augmentation de la perméabilité intestinale, (iii) une inflammation 

intestinale et (iv) une déstructuration de l’architecture de la paroi intestinale. Ce modèle est un outil 

intéressant pour mieux comprendre les mécanismes physiopathologiques de cette entéropathie et 

pour tester de nouvelles solutions thérapeutiques ciblant la barrière intestinale.  
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Short Running head A mouse model of undernutrition with enteropathy 
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Abstract (300 words) 1 

Background Undernutrition is a global health issue leading to 1 out 5 all deaths in children under 5 2 

years. Undernutrition leads to child stunting and/or wasting and is often associated to environmental 3 

enteric dysfunction (EED). EED features include increased intestinal permeability and gut 4 

inflammation.  5 

Objective We aimed to develop a novel murine model of undernutrition with these EED features.  6 

Design: Post-weaning C57BL/6 mice were fed with low-protein diet alone (5% protein) or combined 7 

with a gastrointestinal insult trigger. Growth was assessed by body weight and tail length. Intestinal 8 

permeability and inflammation were respectively assessed by Fluorescein-isothiocyanate dextran 9 

(FITC-Dextran) flux and fecal calprotectin. Intestinal architecture was assessed by histology.  10 

Results: Caloric restriction and low-protein diet (LP) for 3 weeks induced stunting and wasting 11 

(p<0,001 for all) in post-weaning mice and both diets had no intestinal impact. We therefore combined 12 

LP diet with a gastrointestinal insult trigger by liposaccharides (LPS) or indomethacin single 13 

administration. LPS did not significantly impact small intestine while indomethacin increased fecal 14 

calprotectin production (P=0.044 vs LP). To amplify indomethacin effects, we investigated its 15 

repeated administration in addition to LP diet and mice exhibited stunting and wasting (2-way 16 

ANOVA, no interaction, dietary effect, indomethacin effect, all P<0.05) with intestinal 17 

hyperpermeability (P=0.0627 vs SD, P=0.0448 vs LP) and gut inflammation (P=0.0012). 18 

Indomethacin had a significative impact on gut wall with decreased muscularis thickness (P<0.05 vs 19 

SD) and altered tight junctions proteins.  20 

Conclusion Combination of 3-weeks LP diet with chronic indomethacin-induced enteropathy induced 21 

wasting, stunting and gut barrier dysfunction as observed in undernourished human with EED. As 22 

noninvasive methods for investigating gut function in undernourished children are scarce, the pre-23 

clinical model we developed provides a unique opportunity to attempt to elucidate a few 24 

pathophysiological processes involved in EED and to identify novel therapeutic strategies.  25 

 26 
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Keywords: environmental enteric dysfunction, enteropathy, gut barrier, intestinal inflammation, 27 

intestinal permeability, undernutrition.  28 
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Introduction  29 

According to UNICEF, undernutrition is a major public health problem in low-income 30 

countries (1). Undernutrition may lead to child stunting and/or wasting and is associated with an 31 

increased risk of impaired cognitive development, future chronic diseases, morbidity and mortality 32 

(1,2). Undernutrition is often associated with environmental enteric dysfunction (EED) and both 33 

contribute to a vicious cycle that perpetuates stunting and induces cognitive shortfalls. EED is 34 

characterized by gut barrier dysfunction reflected, among other features, by intestinal 35 

hyperpermeability, gut inflammation and villus blunting (3,4).  36 

Murine models have been developed to dissect the impact of depleted diets in post-weaned 37 

mice (5,6). Two key depleted diets reflecting regimens common in children from impoverished areas 38 

are calories restricted (CR) and low protein (LP) diets. Mice exposed to both depletions exhibit weight 39 

loss and growth faltering (7–10). These models share features of undernutrition related to 40 

anthropometric measures observed in humans but theirs effects on gut barrier function are more 41 

debated (5,7,8). To impact gut barrier function in murine models, depleted diet has been combined 42 

with microbial infections to reflect environmental exposure experienced by malnourished children. 43 

Microbial challenges inducing gut inflammation include bacterial cocktail (7) or parasites such as 44 

Cryptosporidium parvum or Giardia (11,12). These murine models are relevant to EED but their 45 

reproducibility may be difficult because of differential microbial proliferation. In addition, 46 

inflammation induced by pathogen can induce more drastic inflammatory phenotypes compared to 47 

subclinical features observed in human EED. 48 

We thus aimed to develop a novel murine model of undernutrition exacerbating EED features 49 

by dissecting the respective impact of undernutrition and enteric insults on gut barrier function. 50 

Undernutrition was investigated through CR or LP diet. Small intestinal injury was induced by 51 

bacterial liposaccharides (LPS) or indomethacin. We chose LPS because serum anti-LPS 52 

immunoglobulins in children is elevated, associated to poor growth outcomes(13–15). Moreover, LPS 53 

is also well known to induce gut inflammation via Toll Like Receptor activation in vivo and in vitro 54 

(16). Indomethacin, a non-steroidal anti-inflammatory drug, is commonly used to induce enteropathy 55 
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in normo-nourished mice (17,18). The aim of our study was to establish a simplistic model of 56 

undernutrition with EED features, what represent a goal for research applications and further 57 

therapeutic approaches. 58 

59 
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Material and methods  60 

Ethics  61 

Animal care and experimentation complied with both French and European community regulations 62 

(Official Journal of the European Community L 358, 18/12/1986). Investigators are authorized by the 63 

local ethic comity CENOMEXA (AFADIS#6185). Mice were ethanized if weight loss exceeded 25% 64 

during 3 consecutive days. 65 

 66 

 67 

Animals and treatment regimen  68 

Post weaning three-week-old male mice C57BL/6 were ordered for each experiment (Janvier, Le 69 

Genest-Saint-Isle, France). They were acclimatized for 1 week and housed to a cage. During this 70 

period, they received standard diet ad libitum (A03 21.4% protein, 5.1% fat - SAFE, Augy, France) 71 

and had access to tap water. All experiments took place in a climate-controlled facility with 12/12 72 

light/dark cycle and mice were randomized per cage and assigned to a specific regimen. At the end of 73 

each protocol, mice were euthanized by intraperitoneal injection of ketamine (40mg/kg) and 74 

chlorpromazine (1mg/kg). Samples were stored immediately at -80°C.  75 

 76 

Experiment 1 - Effect of protein or caloric restriction: Mice were fed with standard diet (SD, 77 

21.4% protein, 5.1% fat, n=20 - SAFE), isocaloric low protein (LP, 5.8% protein, 6% fat, n=20 - 78 

SAFE) or calorie restriction (CR) diet (-50%) diet for 21 days (Table 1 – Figure 1a).   79 
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 80 

Experiment 2 - Impact of undernutrition and liposaccharides or indomethacin intraperitoneal 81 

single injection: Mice were fed with SD or isocaloric LP diet for 14 days. At D11, mice received a 82 

single intraperitoneal injection of lipopolysaccharide (LP+LPS, 1mg/kg, n=20) (Serotype O111:B4, 83 

Sigma Aldrich) or indomethacin (LP+INDO, 10mg/kg, n=20, Sigma Aldrich) diluted in water (Figure 84 

2a). 85 

 86 

Experiment 3 - Impact of undernutrition and single gavage of indomethacin: Mice were fed with 87 

SD or isocaloric LP diet for 5 days. At D1, a single gavage of indomethacin (10mg/kg) diluted in 1% 88 

carboxymethylcellulose (Sigma Aldrich) was performed (Figure 3a). 89 

 90 

Experiment 4 - Impact of undernutrition and repeated gavages of indomethacin Mice were fed 91 

with standard or isocaloric low protein diet for 21 days. At D14, indomethacin (1 or 2.5 mg/kg, n=10 92 

for each group) diluted in Dimethyl Sulfoxide (18). Gavages were performed once a day for 7 days 93 

(Figure 4a).  94 

 95 

Growth and Body Weight Body weight was recorded every two days and tail length was measured to 96 

assess linear growth at the end of the protocol. 97 

 98 

Fecal calprotectin concentration Mice feces from the colon were collected at the end of each 99 

experiment, weighted, homogenized in 500 µL PBS + 1% inhibitors (protease and phosphatase 100 

inhibitor cocktail, Sigma Aldrich) and centrifuged at 13000 g, 20 min. Supernatant was stored at -101 

80°C. Fecal calprotectin measurement was performed on supernatants using a S100A8/S100A 102 

calprotectin ELISA kit following manufacturer’s instructions (R&D System, Mineapolis, USA). 103 
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Concentration was determined by assessing the OD 450nm using a plate reader (Tecan, Männedorf, 104 

Suisse), comparing with a standard curve of known concentration of calprotectin.  105 

 106 

Intestinal permeability assessment Jejunal permeability was assessed by measuring 4kDa 107 

Fluorescein-isothiocyanate (FITC, Sigma Aldrich)-dextran mucosal to serosal flux level in Ussing 108 

chambers (Harvard Apparatus, Holliston, United States) as previously described (19). Intestinal 109 

permeability was assessed by serum FITC-dextran flux concentration (7). Briefly, mice were fasted 6 110 

hours before FITC-dextran gavage (60mg/kg). Three hours post gavage, plasma was collected post-111 

mortem. FITC-dextran fluorescence level was measured by using a 96-well black plate reader 112 

(Chameleon V - Hidex, Turku, Finland) read with the excitation of 485nm and emission of 530 nm. A 113 

standard curve was used to convert values to concentration.  114 

 115 

RT-q-PCR First, 1.5 μg total RNA into cDNA by using 200 units of SuperScript™ II Reverse 116 

Transcriptase (ThermoFischer, Whaltham, Massachussets, USA) was used for Reverse Transcriptase 117 

as previously described (20). SYBR™ Green technology on BioRad CFX96 real time PCR system 118 

(BioRad Laboratories, Marnes la Coquette, France) was used to perform qPCR in duplicate for each 119 

jejunal sample as previously described (20). Sense and anti-sense primers for GAPDH (5’-120 

CATCACTGCCACTCAGAAGA-3’ ; 5’-AAGTCACAGGAGACAACCT-3’), 18S (5’-121 

TGCGAGTACTCAACACCAACA-3’ ; 5’-TTCCTCAACACCACATGAGC-3’) and β-2-122 

microglobulin ( β2M 5’-GCCGAACATACTGAACTGCTAC-3’ ; 5’-123 

GCTGAAGAACATATCTGACATCTC-3’) were used as reference genes and specific primers for 124 

Claudin-2 (CLDN2 5’-ATACTACCCTTTAGCCCTGACCGAGA-3’ ; 5’-125 

CAGTAGGAGCACACATAACAGCTACCAC-3’), Occludin (OCCLUDIN 5’-126 

CAGTAGGAGCACACATAACAGCTACCAC-3’ ; 5’-CTGCAGACCTGCATCAAAAT-3’) 127 

Monocyte  128 
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chemoattractant protein 1 (MCP-1 5’-TTAAAAACCTGGATCGGAACCAA-3’ ; 5’-129 

GCATTAGCTTCAGATTTACGGGT-3’) and Tumor Necrosis Factor α (TNF-α 5’-130 

TGTCTACTCCTCAGAGCCCC-3’ ; 5’-TGAGTCCTTGATGGTGGTGC3’).  131 

 132 

Histology Jejunum samples from experiment 4 were embedded in paraffin. Sections of 4 mm were cut 133 

with a microtome and stained with a solution of hematoxylin-eosin-saffron (HES) as previously 134 

described (21). Samples were blinded and analyzed with photonic VisionTek® Live Digital 135 

Microscope (Sakura, The Netherland). Histological analysis of jejunal villi height (μm), crypt depth 136 

(μm) and jejunal muscularis thickness (μm) were obtained with VisionTeck Software (Sakura). 137 

 138 

Statistics Results were expressed as mean ± standard error mean (SEM) and were compared using 139 

GraphPad Prism 5.0 (GraphPad Software, La Jolla, United States). Inter-individual comparisons 140 

between two groups were performed with parametric Student t test or non-parametric Mann-Whitney 141 

test, and ANOVA followed by Tukey post-tests for more than two groups. Pvalue<0.05 was 142 

considered significant. Indomethacin and LP diet effects were analyzed by two-way analysis of 143 

variance for repeated measures with Tukey’s post hoc tests.  144 

145 
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Results 146 

Effect of a three-weeks low protein diet and caloric restriction on growth and barrier function 147 

(Figure 1) 148 

We first characterized the impact of 50% CR or LP diet on growth and gut barrier function in post-149 

weaning mice compared to mice fed with SD (Figure 1a). LP and CR groups had a lower weight 150 

compared to SD group (-53% for LP, -43% for CR, P<0.0001 for both vs CT - Figure 1b and 1c). Mice 151 

fed with the LP diet had a lower weight over time compared to the caloric restriction group (10.6g ± 152 

0.4 for LP, 13.0g ± 0.4, P<0.0001 - Figure 1c). Both groups had also a significantly shorter tail length 153 

(-16.3% for LP, -12.4% for CR, P<0.0001 for both vs SD - Figure 1d). No impact on jejunal 154 

permeability was observed (-20.5% for LP, +35.2% for CR, P=0.8 vs SD for both - Figure 1e). No 155 

significant changes in fecal calprotectin were found among groups (-18.9% for LP, -11.9% for CR, 156 

P>0.05 vs SD for both - Figure 1f). 157 

 158 

Effect of a two-weeks low protein diet combined with lipopolysaccharide or indomethacin 159 

intraperitoneal single injection on growth and barrier function (Figure 2) 160 

We thus decided to associate low-protein diet to a gastrointestinal damage trigger and investigated two 161 

approaches: liposaccharides (LPS) or indomethacin (Figure 2a). LP groups, including LP+LPS and 162 

LP+INDO groups, had a lower body weight (-37.2% for LP, -38.6% for LP+LPS, -35.3% for 163 

LP+INDO, P<0.0001 each vs SD - Figure 2b and 2c) and shorter tail length (-8% for LP, -10% for 164 

LP+LPS, -9% for LP+INDO, P<0.0001 each vs SD - Figure 2d). In combination with low-protein diet, 165 

LPS and indomethacin administration did not worsen growth deficit (Figure 2d). LPS administration 166 

did not affect intestinal permeability (+21.3% for LP+LPS, P=0.8 vs SD - Figure 2e) or fecal 167 

calprotectin levels (-15% for LP+LPS, P=0.4 vs SD - Figure 2f). Intraperitoneal injection of 168 

indomethacin did not modulate intestinal permeability (+94.7% for LP+INDO, P=0.4 vs SD - Figure 169 

2e) but increased fecal calprotectin levels compared to mice only fed with LP diet (+170% for 170 

LP+INDO, P=0.0044 vs LP - Figure 2f).  171 
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 172 

Effect of a single indomethacin gavage with 5-days LP diet on growth and barrier function 173 

(Figure 3) 174 

 As indomethacin injection had an impact on intestinal inflammation, we thus speculated that oral 175 

gavage with indomethacin may have a stronger effect on intestinal permeability (Figure 3a) (17). Mice 176 

fed with low-protein diet for 5 days gained less weight than mice fed with SD (-24% for LP, P<0.0001 177 

vs SD - Figure 3b and 3c). Five-day LP diet was not sufficient to impact linear growth (-2.3% for LP, 178 

P=0.1174 vs SD) as shown by the absence of difference in tail length among groups (Figure 3d). By 179 

contrast, 5-days-LP diet decreased fecal calprotectin (-38% for LP, P=0.0011 vs SD - Figure 3f) and 180 

induced intestinal hyperpermeability (+32% for LP, P=0.03 vs SD - Figure 3e). No additional effect of 181 

oral indomethacin administration was observed on growth parameters or EED features (Figure 3e and 182 

3f).  183 

 184 

Effect of a three-weeks LP diet combined with repeated indomethacin gavages on growth and 185 

barrier function (Figure 4,5 and 6) 186 

Daily oral indomethacin at 1 or 2.5 mg/kg (Figure 4a) did not induce mice mortality. LP diet 187 

or oral indomethacin treatment had a significative impact on body weight or tail length (2-188 

way ANOVA, no interaction, dietary effect, indomethacin effect, all P<0.05) (Figure 4b, 4c 189 

and 4d). Combination of LP diet with indomethacin had also a significative impact on EED 190 

features: increased intestinal permeability (+150% for LP+INDO2.5, P=0.0418 vs LP - Figure 191 

4e) and gut inflammation assessed by fecal calprotectin (+496% for LP+INDO2.5, P=0.0012 192 

vs SD) (Figure 4f). Combination of 3 weeks-LP diet with one week daily oral gavage of 193 

indomethacin significantly decreased claudin-2 by 33% (P=0.0336 vs SD - Figure 5a) and 194 

decreased occludin mRNA levels by 26% (P=0.0587 vs SD - Figure 5b). Combination of LP 195 

diet with oral indomethacin at 2.5mg/kg significantly increased MCP-1 mRNA level (+829% 196 
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for LP+INDO2.5, P=0.02 vs SD) compared to mice fed with SD diet (Figure 5c) without 197 

impact on TNFα mRNA levels (Figure 5d). Indomethacin gavages (1mg/kg) induced villus 198 

blunting (-20% for SD+INDO1, P=0.0186 vs SD - Figure 6b). No significative impact of LP 199 

diet or LP diet combined with indomethacin gavage in villi length or crypt depth was detected 200 

(Figure 6b and 6c). LP diet and indomethacin combination induced muscularis thickness 201 

reduction (-29% for LP+INDO1, P=0.0254 vs SD; -39% for LP+INDO2.5; P=0.0283 vs SD - 202 

Figure 6c) while LP alone did not.  203 

204 
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Discussion  205 

 206 

In the present study, we developed a murine model combining undernutrition with enteropathy 207 

resulting in (i) wasting and stunting, (ii) inflammation and (iii) gut hyperpermeability .  208 

 209 

We first investigated the impact of undernutrition alone for three weeks by limiting the 210 

amount of food by 50% or by feeding mice with a LP diet. Both approaches had a significant impact 211 

on growth by reducing body weight and exhibiting shorter tails. These approaches had no influence on 212 

gut barrier function or intestinal permeability. Similarly, rats fed with LP diet (4% protein) for 20 days 213 

had growth retardation without effect on colonic or ileum permeability to macromolecules (8). As 214 

dietary protein deficiency alone was not sufficient to impact gut barrier, we then investigated the 215 

combination of LP diet with a  compound triggering a gut barrier insult. We thus explored two 216 

approaches: bacterial LPS and indomethacin. Bacterial LPS is the main cell wall component of gram-217 

negative bacteria and increased anti-LPS Immunoglobulins concentrations in children are associated to 218 

poor growth outcomes (14,15). In our experimental design, intraperitoneal injection of LPS in 219 

combination with LP diet, did not induce EED features. We thus speculated that undernutrition may 220 

alleviate inflammatory response to a LPS challenge. Indeed, Neyestani et al. showed altered immunity 221 

response after 14 days with LP diet (2%) in weanling mice (22). This mechanism has already been 222 

described in central inflammation (23). Actually, LP diet during pregnancy decreased offspring 223 

inflammatory response to acute LPS in the hypothalamus (23). Indomethacin, a non-steroidal anti-224 

inflammatory drug has been used to induce enteropathy in experimental models (17,18). Indomethacin 225 

challenge at 10mg/kg in malnourished mice did not accentuate body weight loss or growth faltering 226 

but increased fecal calprotectin levels compared to mice fed with LP diet. Similar results on intestinal 227 

inflammation were found in normonourished mice from day 1 to day 4 after a single injection of 228 

indomethacin at the same dose (24,25). Otherwise, compared to indomethacin- treated mice, 229 

normonourished mice encountered the same fecal calprotectin levels suggesting altered immunity 230 
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response as previously reported in undernourished mice (22). No impact of indomethacin at 10mg/kg 231 

in gut permeability was observed in malnourished mice in the present study.  232 

To accentuate the effect of indomethacin on gastrointestinal tract, we orally exposed mice to a 233 

single gavage of indomethacin before LP diet started and studied the impact one week later. LP diet 234 

induced body weight loss and lower fecal calprotectin production. Brown et al study showed no 235 

impact of 3 weeks of LP diet (7%) in weanling mice on fecal calprotectin levels (7). A clinical study 236 

demonstrated higher serum calprotectin production in patients receiving high protein content in 237 

breakfast (26). No additional effects of oral indomethacin administration were observed on growth 238 

parameters or EED features. Concerning intestinal permeability, Jacob et al. observed higher intestinal 239 

permeability 1-6 hours in rats receiving indomethacin gavage at 20mg/kg and returned to normal 4 240 

days post treatment (27) We thus hypothesised that indomethacin-induced intestinal permeability may 241 

be transient.  242 

To strengthen indomethacin’s impact on gut barrier, we then set up repeated gavages 243 

of indomethacin. Indeed, Whitfield-Cargile et al. demonstrated that 6 days of repeated 244 

indomethacin gavage at 5mg/kg led to enteropathy in normonourished mice (18). Post-245 

weaning mice were therefore fed with LP diet or SD diet for 3 weeks. Dose-response of oral 246 

indomethacin from 1 to 2.5mg/kg was investigated. In this model, LP diet or oral 247 

indomethacin treatment had a significative impact on body weight and tail length. 248 

Combination of LP diet with indomethacin also had a significant impact on EED features: 249 

increased intestinal permeability and gut inflammation assessed by fecal calprotectin. This is 250 

in accordance with Whitfield-Cargile et al. showing that chronic indomethacin gavage at 251 

5mg/kg for 6 days increased fecal calprotectin (18).  252 

Next, we confirmed gut barrier dysfunction by analysing tight junction proteins 253 

mRNA levels of occludin and claudin-2 and cytokine mRNA levels of MCP-1. Combination 254 

of 3 weeks LP diet with chronic oral gavage of indomethacin significantly decreased claudin-255 
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2 and occludin mRNA levels and therefore confirmed gut barrier dysfunction. These results 256 

are in accordance with the study of Eyzaguirre-Velasquez et al. showing a reduced ileal and 257 

colonic occludin expression in protein-deprived rats also observed in Bartelt et al. study (8,9). 258 

Combination of LP diet with oral indomethacin at 2.5 mg/kg increased MCP-1 mRNA level 259 

compared to mice fed with SD diet as previously described by Harusato et al. in C57BL/6 260 

normonourished mice (28).  261 

In our study, LP diet did not impact villous height or crypt depth and similar results 262 

were observed after 26-days fed with LP diet (2%) or 3-weeks fed with LP diet (7%) (7,29). 263 

Indomethacin was able to induce villous blunting as previously shown (18,30). 264 

Our present murine model reflects features observed in children with undernutrition 265 

and EED. LP diet reflects the poor nutritional environment leading to undernutrition. LP diet 266 

was able to induce linear growth failure but was not sufficient alone to impact gut barrier 267 

function. By repeated exposure with indomethacin, a gut barrier dysfunction was induced. 268 

Higher intestinal permeability was observed as described in human EED (31) and this effect is 269 

confirmed by decreased mRNA levels encoding for tight junction proteins. Fecal calprotectin, 270 

a proposed biomarker in EED (32), was also increased in the present model. Human EED is 271 

also characterized by inflammatory cell infiltrate (33) and we detected increased jejunal 272 

mRNA levels for MCP-1 suggesting this latter in our model.  273 

 274 

As higher endotoxins levels have been observed in EED (13), we initially speculated 275 

that LPS would be more relevant to use than indomethacin in order to induce EED. Through 276 

our experiments, we finally demonstrated the opposite. Indomethacin use may not reproduce 277 

identical mechanisms involved in EED etiology and enabled to display many EED features 278 
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while LPS did not. In addition, use of indomethacin enables an easy and reproducible model 279 

with a more controlled inflammatory response that may compare to subclinical symptoms 280 

found in human pathophysiology. 281 

In conclusion, we developed a murine model of undernutrition with EED features 282 

(intestinal inflammation and hyperpermeability) as observed in humans (Figure 7). 283 

Understanding the physiological mechanisms involved during an episode of undernutrition 284 

associated to EED is a critical step to develop novel therapeutic strategies. Obvious 285 

limitations are associated to investigate gut function in undernourished children, and 286 

particularly the lack of precise non-invasive methods. A stable and reproducible animal model 287 

is therefore an interesting and affordable tool to elucidate pathophysiological processes and 288 

potentially develop novel therapeutic strategies application.289 
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Table 1: Standard and Low-protein diet composition  

 

Control Diet (SD) Low Protein Diet (LP) 

 
g% Kcal% g% Kcal% 

Protein 21.4 27.3 5.8 6.9 

Carbohydrates 52.0 66.2 72 85.9 

Fat 5.1 6.5 6 7.2 

Total 
 

100 
 

100 

Kcal/g 3.395 
 

3.395 
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Legends for figures  

Figure 1: Growth, intestinal inflammation and permeability assessment in C57BL/6 mice fed a 

low protein, calorie restrictive or isocaloric standard diet. (a) 3-weeks-old mice were fed with 

standard, isocaloric low protein or 50% calorie restrictive diet post weaning for 21 days. (b) Body 

weight was recorded every two days until the end of the experimentation (n=20 per group). Plots 

represent the mean ±SEM (***P<0.001; 2-Way ANOVA). At D21, (c) body weight (n=20 per group) 

and (d) tail length (n=20 per group) were measured. Bars indicate the mean ±SEM One-way analysis 

of variance with post hoc Tukey’s test was performed (***P<0.0001). (e) Bars indicate the mean 

±SEM of the jejunal concentration of FITC into musculous side after 3h after the beginning of ex vivo 

measurement of jejunal permeability using Ussing chamber at D21 (n=20 per group). Kruskal Wallis 

test with post hoc Dunn's Multiple Comparison Test was performed. (f) Bars indicate the 

concentration of fecal calprotectin in mice at D21(n=20 per group). One-way analysis of variance with 

post hoc Tukey’s test was used. SD, Standard diet; LP, Low protein diet; CR, Caloric Restriction.  

 

Figure 2: Growth, intestinal inflammation and permeability assessment in C57BL/6 mice fed a 

low protein in combination with lipopolysaccharide or indomethacin i.p. injection. (a) 3-weeks-

old mice were fed with standard or isocaloric low protein diet post weaning during 14 days. At day 11, 

mice received a single intraperitoneal injection of LPS (1mg/kg) or indomethacin (10mg/kg). (b) Body 

weight was recorded at D1, D4, D6, D8 and every day from D11 until the end of the experimentation 

(n=20 per group). Plots represent the mean ±SEM (***P<0.001 vs SD, Two Way ANOVA). At D14, 

(c) weight (n=20 per group) and (d) tail length (n=20 per group) were calculated. Bars indicate the 

mean ±SEM. One-way analysis of variance with post hoc Tukey’s test was performed (***P<0.0001). 

(e) Bars indicate the mean ±SEM of the FITC concentration serum (assessed 3 h post per os 

administration; n=20 per group). Kruskal Wallis test with post hoc Dunn's multiple comparison test 

was performed (f) Bars indicate the concentration of fecal calprotectin in mice at D21 (n=20 per 

group). Unpaired t-test (*p=0.0423) or Mann-Whitney test was performed (**p=0.0044). SD, 



 

 131  

Standard diet; LP, Low protein diet; LP+LPS, Low protein diet + i.p. injection of lipopolysaccharides; 

LP+INDO, LP + i.p. injection of indomethacin.  

 

Figure 3: Growth, intestinal inflammation and permeability assessment in C57BL/6 mice fed a 

low protein combination with a single indomethacin gavage. (a) 3-weeks-old mice were fed with 

standard or low protein diet for 5 days. At day 1, a single gavage of indomethacin (10mg/kg) was 

performed. (b) Body weight was recorded every day until the end of the experimentation (n=20 per 

group). Plots represent the mean ±SEM (***P<0.0001, Two Way ANOVA). At D5, (c) body weight 

(n=20 per group) and (d) tail length (n=20 per) were measured. Bars indicate the mean ±SEM 

Kruskal-Wallis test with post hoc Dunn’s test was performed (***P<0.0001). (e) Bars indicate the 

mean ±SEM of the serum FITC concentration (assessed 3 h post per os administration; n=20 per 

group). One-way analysis of variance with post hoc Tukey’s test (**P<0.0041) and unpaired t-test 

(*p<0.05) was performed (f) Bars indicate the concentration of fecal calprotectin in mice at D21 (n=20 

per group). Mann-Whitney test was performed (**p=0.0011; *p=0.0037) SD, Standard diet; LP, Low 

protein diet; LP+INDO, LP + i.p. injection of indomethacin. 

 

Figure 4: Growth, intestinal inflammation and permeability assessment in C57BL/6 mice fed a 

low protein or isocaloric standard diet combined with chronic indomethacin gavages. (a) 3-

weeks-old mice were fed with standard or low protein diet for 21 days. At day 14, indomethacin (1 or 

2.5 mg/kg) gavage was performed once a day for 7 days. (b) Body weight was recorded every day 

from D1 until the end of the experimentation (n=10 per group). Plots represent the mean ±SEM 

(***P<0.001, Two way ANOVA). At D21, (c) body weight (n=9-10 per group) and (d) tail length 

(n=9-10 per group) were measured. Bars indicate the mean ±SEM One-way analysis of variance with 

post hoc Tukey’s test was performed (***P<0.0001). (e) Bars indicate the mean ±SEM of the serum 

FITC concentration (assessed 3 h post per os administration; n=7-10 per group). Mann-Whitney test 

was performed (*p=0.0418). (f) Bars indicate the concentration of fecal calprotectin in mice at D21 
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(n=7-10 per group). Unpaired t-test (*p=0.0106) or Mann-Whitney (**p=0.0012) test was performed.  

SD, Standard diet; SD INDO 1 Standard Diet + indomethacin gavages (1mg/kg); SD INDO 2.5 

Standard Diet + indomethacin gavages (2.5mg/kg); LP, Low protein diet; LP INDO 1 LP + 

indomethacin gavages (1mg/kg); LP INDO 2.5 LP + indomethacin gavages (2.5mg/kg).  

 

Figure 5: Cytokine and tight junction proteins RNA expression assessment in C57BL/6 mice fed 

a low protein or isocaloric standard diet combined with chronic indomethacin gavages Jejunal 

tight junction protein mRNA relative expression as (a) Claudin-2 (t-test * p=0.0336) and (b) occludin 

(t-test **p<0.01; *p=0.0171) were measured. Proinflammatory cytokines mRNA levels in the jejunum 

as (c) MCP-1 (t-test *p<0.05) and (d) TNF-α mRNA relative expression were performed. Bars 

indicate the mean ±SEM Unpaired t-test or Mann-Whitney test was performed. SD, Standard diet; SD 

INDO 1 Standard Diet + indomethacin gavages (1mg/kg); SD INDO 2.5 Standard Diet + 

indomethacin gavages (2.5mg/kg); LP, Low protein diet; LP INDO 1 LP + indomethacin gavages 

(1mg/kg); LP INDO 2.5 LP + indomethacin gavages (2.5mg/kg). 

 

Figure 6: Villi length, crypt depth and muscularis thickness in C57BL/6 mice fed a low protein 

or isocaloric standard diet combined with chronic indomethacin gavages.(a) Jujunal section 

stained with HES solution were used to assess Intestinal damages. (b) Villi length (t test *P= 0.0186 vs 

SD), (c) crypt depth (Mann-Whitney $ P= 0.0714 vs SD) and (d) muscularis thickness (t test *P= 

0.0254 vs SD - Mann-Whitney **P= 0.0283 vs SD) were measured. Unpaired t-test or Mann-Whitney 

test was performed SD, Standard diet; SD INDO 1 Standard Diet + indomethacin gavages (1mg/kg); 

SD INDO 2.5 Standard Diet + indomethacin gavages (2.5mg/kg); LP, Low protein diet; LP INDO 1 

LP + indomethacin gavages (1mg/kg); LP INDO 2.5 LP + indomethacin gavages (2.5mg/kg). 

 

Figure 7: Graphical abstract 
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Undernutrition leads to growth failure and is often associated to environmental enteric dysfunction 

(EED). We aimed to develop a preclinical model of undernourished model with environmental 

enteropathy features such high intestinal inflammation and intestinal permeability. To induce 

undernutrition with EED, post-weaning C57BL/6 mice were fed with malnourished diet alone or 

combined with a gastrointestinal insult trigger. Growth was assessed by body weight and tail length. 

Intestinal permeability and inflammation were used as enteropathic markers. CR and LP for 3 weeks 

induced stunting and wasting but had no intestinal impact.  We therefore decided to combine LP diet 

to a gastrointestinal insult trigger by liposaccharides (LPS) or indomethacin. LPS did not significantly 

impact small intestine while indomethacin increased fecal calprotectin production. To accentuate the 

effects, we investigated the effects of repeated gavages of indomethacin in addition to LP diet and 

mice exhibited stunting and wasting with intestinal hyperpermeability and gut inflammation. 
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Article n°2 

Évaluation de la supplémentation du lait thérapeutique F-75 en glutamine et en leucine 

sur la croissance et la fonction de barrière intestinale dans un modèle murin de 

dénutrition sévère avec entéropathie. 

 
Contexte Un lait thérapeutique F-75 est utilisé lors de la phase de stabilisation de la MAS. Sa 

composition n’a pratiquement pas été modifiée depuis 2 décennies. Dans cette étude, le lait 

thérapeutique a été supplémenté en glutamine, connue pour ses effets améliorant la fonction de 

barrière intestinale, et en leucine, promotrice de la synthèse protéique.  

 

Objectifs L’objectif a été d’évaluer la supplémentation du lait thérapeutique F-75 en glutamine et en 

leucine sur notre modèle préclinique.  

 

Méthodes Des souris C57BL/6 âgées de 3 semaines ont été utilisées et nourries avec un régime 

pauvre en protéines (5,8%) durant 3 semaines afin d’induire une dénutrition protéique. De J14 à J21, 

l’entéropathie a été induite par un gavage quotidien d’indométacine (2,5mg/kg de poids de souris) 

alors que les souris contrôles ont reçu le diluant. Pendant cette période, l’alimentation sous forme de 

croquettes a été remplacée par un lait thérapeutique F-75 supplémenté soit (i) en glutamine (4%) et 

leucine (1%), soit (ii) en un cocktail d’acides aminés (5% - solution isoazotée) ou soit (iii) en 

maltodextrine (5% - solution isocalorique). Le poids et la croissance linéaire ont été évalués ainsi que 

la fonction de barrière intestinale (perméabilité intestinale, calprotectine fécale, expression en ARNm 

codant pour des cytokines pro-inflammatoires telles que TNF-a et MCP-1, et ARNm codant pour des 

protéines de jonctions serrées comme claudine-2, occludine et zonula-Occludens 1).  

 

Résultats Le modèle de dénutrition avec entéropathie présente un retard de croissance staturo-

pondéral caractérisée par une perte de poids (p<0,0001) et une diminution de la taille de la queue 

(p=0,0007). La dénutrition combinée aux gavages d’indométacine induit une production plus accrue 

de calprotectine fécale (p=0,0432), avec une diminution de l’expression en ARNm codant pour TNF-D 

(p=0,0469). La perméabilité intestinale reste inchangée dans ce modèle avec une diminution de 

l’expression en ARNm codant pour claudine-2 uniquement (p=0,0007). La supplémentation du lait en 

maltodextrine freine la perte de poids (p<0,05) sans impacter la longueur de la queue, la production 

de calprotectine fécale ou la perméabilité intestinale. L’expression jéjunale en ARNm codant pour 

MCP-1, occludine et ZO-1 est inchangée quelque soit la supplémentation. En revanche, la 

supplémentation en glutamine et en leucine augmente significativement l’expression jéjunale en 
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ARNm codant pour TNF-D (p<0,05) et claudine-2 (p<0,05). Le cocktail d’acides aminés améliore la 

croissance linéaire des souris par rapport à la supplémentation en maltodextrine dans le lait (p<0,05).  

 

Conclusion Pour conclure, le modèle murin présente une dénutrition caractérisée par un retard de 

croissance staturo-pondéral et une entéropathie. Les laits thérapeutiques supplémentés en 

glutamine/leucine, en acides aminés ou en maltodextrine améliorent la prise de poids avec un effet 

additionnel du cocktail d’acides aminés sur la croissance linéaire. La supplémentation en glutamine 

et leucine induit une augmentation de l’expression jéjunale en ARNm codant pour TNF-D et claudine-

2. Par contre, des études complémentaires sont nécessaires afin d’optimiser la composition en 

protéines du lait thérapeutique et ainsi améliorer significativement la modulation de la fonction de 

barrière intestinale par ces acides aminés spécifiques.  
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Abstract (80 words) 

Undernutrition, a global health issue, leads to stunting and/or wasting in children and associated enteropathy 

hampers appropriate refeeding. We investigated whether enrichment of therapeutic milk (TM) with amino 

acids (AA) improved outcome in undernourished mice with enteropathy (UE). UE mice displayed weight loss, 

increased fecal calprotectin concentration and decreased jejunal TNF-α mRNA levels. Standard TM reduced 

weight loss. Non-essential AA-enriched TM improved growth, while glutamine-leucine-enriched TM restored 

TNF-α and claudin-2 mRNA levels. AA enrichment of TM should be considered. 

 

Keywords: enteropathy, glutamine, gut barrier, leucine, therapeutic milk, undernutrition.   
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Introduction 

Severe acute malnutrition (SAM) is a major global health concern affecting 17 millions of children aged 

under 5 years old (Unicef et al. 2018) leading to a high morbidity and mortality. SAM is often associated with 

environmental enteropathy (EE) characterized by intestinal hyperpermeability, gut inflammation and villus 

blunting (Budge et al. 2019). EE may contribute to SAM treatment failure (Attia et al. 2016). Therapeutic milk 

(TM) of the F75 type (75 Kcal/100ml) is recommended during stabilization phase of complicated SAM 

(Ashworth et al. 2004), which may last between 1 to 7 days (Burza et al. 2015). 

To improve SAM outcome, we aimed to improve gut barrier dysfunction by adding two amino acids 

that are known to promote animal growth (Sun et al. 2015; Zhu et al. 2018), glutamine (GLN) and leucine (LEU), 

to a standard therapeutic milk formula. Beneficial effects of GLN supplementation on intestinal inflammation 

and gut barrier function have previously been demonstrated (Mbodji et al. 2011; Hou et al. 2013; Bertrand et 

al. 2015). GLN is an important fuel for enterocytes and immune cells (Yi et al. 2015). Moreover, GLN has been 

reported to promote survival (Liu et al. 2017). Curi et al. (2005) have also shown its positive impact on 

intestinal ion absorption by the gut (Curi et al. 2005). LEU is of interest for addition to low-protein diets due to 

its ability to regulate protein synthesis (Rhoads and Wu 2009) and to promote animal growth (Zhang et al. 

2013). In addition, LEU increases the secretion of growth hormones (Gao et al. 2015), stimulates protein 

synthesis process in particular in neonates (Columbus et al. 2015) and inhibits protein degradation in skeletal 

muscle (Dardevet et al. 2002; Hernandez-García et al. 2016).  

 

The aim of this study was thus to investigate whether F-75 enriched with GLN and LEU improved 

growth and gut barrier function in a murine model of undernutrition with enteropathy (UE) in comparison to 

standard TM and to mixed isonitrogenous non-essential AA enriched TM.  
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Material and Methods  

Ethics Animal care and experimentation complied with both French and European community regulations 

(Official Journal of the European Community L 358, 18/12/1986) and local ethic comity CENOMEXA 

(APAFIS#6185).  

 

Undernutrition-enteropathy (UE) induction: Post-weaning three-week-old male mice C57BL/6 (Janvier, Le 

Genest-Saint-Isle, France) received standard (CT - A03 21.4% protein, 5.1% fat - SAFE, Augy, France) or low 

protein diet (LP, 5.8% protein, 6% fat, n=20 – SAFE) for 21 days. Enteropathy was induced by daily gavage of 

indomethacin, (UE - 2.5 mg/kg, n=12 per group) diluted in Dimethyl Sulfoxide (Whitfield-Cargile et al. 2016) for 

7 days from D14 to D21. Tail length was measured at D21 to assess linear growth (Fig.1a).  

 

Therapeutic milk supplementation  

Mice were separated in 3 groups and received i) standard F75 therapeutic milk (TM -Nutriset SAS, Malaunay, 

France) TM enriched with 4% of glutamine and 1% of leucine (GLN-LEU-TM) or a isonitrogenous TM 

supplemented with 5% amino acids (Gly/Ala/Ser/Pro/Asp/Asn/His : 2/2/4/4/7/10/10, AA-TM) (Coëffier et al. 

2003) or an isocaloric TM supplemented with 5% maltodextrin (TM) (Fig.1a). TM was reconstituted according 

to manufacturer’s instructions and 0.12% of Thixogum® (Nexira, Rouen, France) was added to avoid 

sedimentation. TM was proposed ad libitum in water bottles and totally replaced diet and water. 

 

Fecal calprotectin: Fecal calprotectin was measured by ELISA (S100A8/S100A) according to manufacturer’s 

instructions (R&D System, Mineapolis, USA). 

 

Intestinal permeability assessment Intestinal permeability was assessed by serum FITC-dextran concentration 

after FITC-dextran gavage as previously described (Ghouzali et al. 2016). 

 



 

 148  

mRNA levels for cytokine (MCP-1, TNFD) and tight junction proteins (Claudin-2, Occludin, Zonula-occludens1) 

were analyzed by RT-qPCR as previously described (Charpentier et al. 2018). GAPDH, 18S and β-2-microglobulin 

were used as reference genes.   

 

Statistics Results were expressed as mean ± standard error of the mean and were compared using GraphPad 

Prism 5.0 (GraphPad Software, La Jolla, United States). Inter-individual comparisons between two groups were 

performed with parametric Student t test or non-parametric Mann-Whitney test. ANOVA followed by Tukey 

post-tests (parametric) or Kruskal-Wallis followed by Dunn’s posttests (non-parametric) were used for more 

than two groups. P value<0.05 was considered significant.  
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Results  

Effect of UE on growth and gut barrier function.  

UE induced significant weight loss compared to the control group (Fig.1b - p<0.0001) and reduced growth 

assessed by decreased tail length (Fig.1c - p=0.0007). UE also induced higher fecal calprotectin concentration 

(Fig.1e) and lower jejunal TNF-α mRNA levels compared to the control group (Table1 - p=0.0432, p=0.0469 

respectively). Global intestinal permeability did not differ among groups (Fig.1d). UE model did not modify 

mRNA levels for jejunal tight junction protein occludin and ZO-1 while it significantly decreased claudin-2 

mRNA levels (Table1 - p=0.0007).  

 

Effect of Therapeutic Milk  

TM reduced UE-induced weight loss (Fig.1b p<0.05) while it did not restore tail length (Fig.1c), fecal 

calprotectin (Fig.1e) or intestinal permeability (Fig.1d). Jejunal MCP-1, occludin and ZO-1 mRNA expression did 

not differ among groups (Table1). TM significantly increased claudin-2 mRNA expression (Table 1, p=0.0022). 

AA-TM improved growth significantly (Fig.1B P<0,05 vs UE-TM). GLN-LEU-TM induced higher mRNA expression 

of TNF-α and claudin-2 compared to UE mice (Table 1 - p<0.05). 
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Discussion 

In the present study, combining a low protein diet with indomethacin treatment resulted in an 

experimental model of undernutrition with enteropathy (UE), characterized by severe weight loss, impaired 

growth and intestinal inflammation. This is in accordance with previous studies investigating the effect of 

protein-deficient diets on growth (Brown et al. 2015; Sampaio et al. 2016). We also found an impact on gut 

barrier function with an increased level of fecal calprotectin. Higher fecal calprotectin levels have been 

observed in hospitalized children in Malawi with complicated SAM (Attia et al. 2016). UE mice exhibited lower 

TNFD mRNA jejunal levels , which is in accordance with reduced TNFD production in the small intestinal lamina 

propria of undernourished mice (Maldonado Galdeano et al. 2011). Jejunal MCP-1 mRNA levels also tended to 

decrease in the UE mice as previously described in mice fed with low-protein diet (Brown et al. 2015). An 

altered immune response has also been described in SAM children (Scrimshaw 2003; Black et al. 2013).  

 Refeeding with standard TM increased body weight in UE mice, as previously described in 

undernourished mice using a probiotic-fermented milk (Maldonado Galdeano et al. 2011). However standard 

TM had no impact on tail length, an indicator of growth. Short duration of TM administration in mice was in 

accordance with the clinical situation. Indeed, according to current practice, the use of therapeutic milk F-75 

lasts 3-7 days and is not intended to promote growth but merely to cover basal metabolic needs (Burza et al. 

2015). This may me be inadequate however, since repeated episodes of growth interruption with recurrent 

enteropathy may lead to long-lasting stunting. The mixed amino acids supplementation had no additional 

effect on body weight gain while it increased linear growth as demonstrated by higher tail length. Amino acids 

are crucial for growth; however therapeutic milk is purposely limited in its protein content because it is only 

used for stabilization phase and concerns gave been raised about the risk of hypophosphatemia if adequate 

electrolyte and micronutrients supplementation is not provided. As a matter of fact, during this phase, widely 

used protocols recommend 135 mL of TM per kg per day during the phase I (Burza et al. 2015) thus providing 

approximatively 1.3 g of protein per kg per day while the protein needs are estimated to be as high as 2.72 

g/kg/day for children during catch-up growth (Manary et al. 2016). Thus, increasing protein intake may be 

critical to support growth. As expected, according to our hypothesis, AA-TM improved growth impairment in 

the present study, which suggests that addition of AA to a standard TM providing 1.3 g/kg/day may help to 
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approach protein requirements in SAM children, at a specific time during the inpatient treatment when 

medical complications are most likely to occur. 

While numerous studies demonstrated beneficial effects of glutamine of other amino acids on gut 

barrier function (Belmonte et al. 2007; Rhoads and Wu 2009; Mbodji et al. 2011; Bertrand et al. 2015), we did 

not observe in this study a significant impact of AA enrichment of TM on intestinal permeability, fecal 

calprotectin or mRNA levels for tight junction proteins except for claudin-2. We speculate that the low amount 

of protein in the TM may contribute to this lack of effect. Indeed, the amount of dietary protein influenced 

mucosal healing and gut barrier response in colitis models (Vidal-Lletjós et al. 2019): mice receiving a 14% of 

protein diet were more vulnerable to colitis induction than mice fed with a 30% protein diet (Vidal-Lletjós et al. 

2019). In the absence of sufficient protein and energy intake, supplemental AA may be readily oxidized for 

energy provision, preventing the development of their signaling effects on repair processes (Curi et al. 2005). 

UE mice displayed a lower expression of jejunal mRNA levels for claudin-2 while therapeutic milk re-

nutrition with or without added glutamine and leucine restored it. Undernutrition models are often associated 

with claudin-2 upregulation. Three-weeks of low protein diet induced a higher jejunal mRNA levels of claudin-2 

in mice (Brown et al. 2015). These discrepancies  between models may result from indomethacin exposure, 

since claudin-2 suppression by indomethacin in intestinal T84 cells has been reported (Mima et al. 2008). Of 

note, claudin-2 and TNFD mRNA levels followed a similar pattern in the present study, which could be related 

to the fact that claudin-2 expression is regulated by TNFD as previously described in HT26/B6 cells (Mankertz et 

al. 2009).  

Refeeding with TM increased mRNA levels of pro-inflammatory cytokine TNFD without reaching 

statistical significance, as previously described in undernourished mice refed with probiotic-fermented milk 

(Maldonado Galdeano et al. 2011). Refeeding with GLN-LEU-TM increased mRNA levels of TNFD; 

supplementation of non-malnourished mice fed with 1% of L-glutamine for 2 weeks also increased the 

expression of mRNA levels of TNFD in the ileum but not in the jejunum (Ren et al. 2014).  

 

Conclusion In this model of severe malnutrition with enteropathy, enrichment of TM with AA, stimulated 

growth, in addition to reducing weight loss. Additional glutamine and leucine may bring some distinct effects 
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on immune and barrier function. However, further studies are needed to optimize the level of protein intake 

and achieve more significant modulating effects of specific amino acids on barrier function.  
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Figure legend and table 

Figure 1: Growth, intestinal inflammation and permeability in a model of undernutrition with enteropathy and 

evaluation of supplemented Therapeutic Milk on these parameters. A) experimental design, B) body weight, C) 

tail length, D) global intestinal permeability & E) fecal calprotectin production. *p=0.04, **p=0.004, *** 

p=0.0007, ****p<0.0001. Standard diet CT, Undernutrition & enteropathy UE.  

 

Table 1: mRNA levels for jejunal tight junction proteins and cytokines. 

Groups CT CT+TM UE UE+TM UE+GLN-LEU-TM UE+AA-TM 

mRNA TNF-α 1.41±0.5 2.14±0.9 0.12±0.04a* 6.5±3.2ab 6.41±3.6b 0.43±0.1ab 

mRNA MCP-1 1.05±0.1 1.78±0.4 0.94±0.2 1.87±0.7 1.67±0.4 1.11±0.3 

mRNA occludin 2.24±0.2 2.32±0.2 2.24±0.3 1.47±0.4 1.22±0.2 1.68±0.4 

mRNA ZO-1 0.87±0.05 1.03±0.1 0.74±0.1 0.76±0.1 0.71±0.04 0.90±0.1 

mRNA claudin-2 1.53±0.2 0.76±0.2 0.58±0.1***a 2.01±0.4b 2.06±0.2b 1.60±0.3ab 

 

Mann-Whitney test *p=0,04 vs CT ***p=0,0007 vs CT Kruskall-Wallis a,b values without common letter are 

different p<0,05.  
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Article n°3 

Évaluation de la supplémentation du lait thérapeutique F-75 en gomme arabique et en 

levures séléniées sur la croissance et la fonction de barrière intestinale dans un modèle 

murin de dénutrition sévère avec entéropathie. 

 
Contexte La dysfonction entérique environnementale contribuerait à une mauvaise réponse aux 

traitements nutritionnels. Elle est caractérisée par une augmentation de la perméabilité intestinale, 

une inflammation intestinale et une diminution de la taille des villosités.  

 

Objectifs La gomme arabique a des effets prébiotiques et proabsorptifs et la levure séléniée possède 

des effets probiotiques induisant une diminution de l’inflammation et de la perméabilité intestinale. 

L’objectif a été de supplémenter le lait thérapeutique F-75 avec de la gomme arabique et/ou de la 

levure séléniée et d’évaluer leurs effets sur la fonction de barrière et l’inflammation intestinale, la 

dysbiose et des paramètres hypothalamiques. 

 

Méthodes Des souris C57BL/6 ont été utilisées et nourries avec un régime pauvre en protéines 

(5,8%) durant 3 semaines afin d’induire une dénutrition protéique. De J14 à J21, l’entéropathie a été 

induite par un gavage quotidien d’indométacine (2,5mg/kg de poids de souris) alors que les souris 

contrôles ont reçu le diluant. Pendant cette période, les croquettes ont été remplacées par un lait 

thérapeutique F-75 supplémenté avec de la gomme arabique (10g/L) et/ou des levures séléniées 

(0,05mg/L). Le poids et la croissance linéaire ont été évalués ainsi que la fonction de barrière 

intestinale (perméabilité et inflammation), des paramètres hypothalamiques (ARNm codant pour 

NPY, POMC et cytokines proinflammatoires) et la composition du microbiote caecal (Firmicutes, 

Bacteroidetes, Akkermansia muciniphila, Feacalibacterium prausnitzii et Lactobacillus).  

 

Résultats Le modèle murin de dénutrition avec entéropathie présente un retard de croissance 

pondéral (p<0,0001) et linéaire (p<0,01), une hyperperméabilité intestinale (p<0,01), une 

hypertrophie des cryptes (p<0,05) une inflammation intestinale (calprotectine et lipocaline-2 fécale - 

p<0,01 pour les deux paramètres) et hypothalamique (TNF-D et IL-1E p<0.05 pour les deux 

paramètres), une augmentation du ratio NPY/POMC (p<0,05), une modification de la composition du 

microbiote caecal avec une augmentation du ratio Firmicutes/Bacteroidetes (p<0,05), une diminution 

de l’abondance de Faecalibacterium prausnitzii (p<0,05) et une augmentation de l’abondance 

d’Akkermancia muciniphila (p<0,01). Le lait thérapeutique seul induit une diminution de 

l’inflammation intestinale caractérisée par une diminution de la production de Lipocaline-2 (p<0,01). 
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De plus, il corrige partiellement la dysbiose caecale induite par le modèle en diminuant le ratio 

Firmicutes/Bacteroidetes (p<0,01), augmente l’abondance de Lactobacillus (p<0,01) et des 

Bacteroidetes (p<0,01).  

 

La supplémentation en gomme arabique combinée à la levure séléniée réduit drastiquement 

l’inflammation intestinale en diminuant la production de calprotectine (p<0,01) et de 

myéloperoxydase fécale (p<0,05) et augmente la hauteur des villosités (p<0,05). L’enrichissement en 

gomme arabique et levures séléniées induit une augmentation de l’abondance de Faecalibacterium 

prausnitzii dans le caecum (p<0,001).  

 

Conclusion Le modèle d’entéropathie et de dénutrition développe un retard de croissance staturo-

pondéral, une inflammation et une hyperperméabilité intestinale. De plus, ce modèle présente une 

augmentation de l’inflammation hypothalamique, une augmentation du rapport NPY/POMC au 

niveau de l’hypothalamus et le lait permet de diminuer l’inflammation en corrigeant également 

partiellement la dysbiose. La gomme arabique et la levure séléniée combinées induisent une 

diminution plus drastique de l’inflammation intestinale et une augmentation de l’abondance de 

Faecalibacterium prausnitzii dans le caecum.  
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Abstract 

Background and aims: Severe acute malnutrition (SAM) is often associated with an environmental 

enteropathy (EE). The early phase of nutritional treatment for SAM is based on low-protein 

therapeutic milk known as F-75, which is aimed at enhancing metabolic homeostasis. Surprisingly, its 

composition has remained quasi identical since late 1990’s. We aimed to improve gut barrier 

function in mice presenting undernutrition and enteropathy (UE) by enriching F-75 formulation with 

gum arabic (GA) and/or selenium yeast (SeY).  

Methods: Post-weaning C57BL/6 mice were fed standard or low protein diet for 21 days. To induce 

enteropathy, daily indomethacin (2.5 mg/kg) gavage or vehicle was performed from D14 to D21. 

From D14 to D21, mice were exclusively fed F-75 therapeutic milk (TM) alone or GA and or Se-Y 

enriched therapeutic milk while control mice and UE mice received standard or low protein diet 

respectively. Growth was assessed by body weight and tail length recording. Intestinal barrier 

function was evaluated by intestinal permeability measurement, caecal microbiota composition and 

inflammatory parameters. Hypothalamic mRNA levels for cytokines (TNF-α, IL-1β), and 

neuropeptides (POMC, NPY) were measured by RT-qPCR.  

Results: UE model significantly induced (i) weight loss and linear growth retardation, (ii) intestinal 

hyperpermeability and (iii) higher inflammatory markers such as fecal calprotectin and lipocalin-2 

production, (iv) higher hypothalamic IL-1 and TNF- α, (v) higher NPY/POMC, (vi) dysbiosis. TM 

significantly decreased fecal lipocalin-2, increased jejunal villi height and restored ratio Firmicutes to 

Bacteroidetes. Ga+SeY-enriched TM significantly increased villous height, decreased fecal 

calprotectin and increased abundance of bacteria important for gut health, including 

Faecalibacterium prausnitzii and Akkermansia muciniphila, compared to UE mice fed TM alone.  

Conclusions : The present study demonstrated the potential of therapeutic milk enrichment with 

gum arabic and selenium-yeast to alleviate the impacts of undernutrition and enteropathy on gut 

barrier function. 
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Abbreviations  

AgRP: Agouti-related peptide 

BSA: Bovine Serum Albumin 

CT: Control  

EED: Environmental Enteric Dysfunction  

FITC : Fluorescein Isothiocyanate 

GA: Gum Arabic  

IL-1: Interleukin-1 

LCN-2: Lipocalin-2 

MPO: Myeloperoxidase 

NPY : Neuropeptide Y 

POMC :  Pro-opiomelanocortin  

SAM: Severe acute malnutrition  

SEM: Standard error mean 

SeY: Selenium-yeast  

TM: Therapeutic Milk 

TNF-D: Tumor Necrosis Factor D 

UE: Undernutrition and Enteropathy   
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Highlights (85 mots max) 

x Experimental model of undernutrition and enteropathy induced body weight loss, intestinal 

and hypothalamic inflammation, gut hyperpermeability and caecal dysbiosis. 

x Therapeutic milk improved signs of undernutrition and enteropathy by decreasing intestinal 

inflammation and by partially restoring dysbiosis. 

x Gum Arabic and selenium-yeast enriched therapeutic milk further improved the response by 

(i) increasing villi height, (ii) by reducing gut inflammation and (iii) by increasing presence of 

bacteria important for gut health. 

x Re-formulation of therapeutic milk with gum arabic and selenium-yeast may improve gut 

barrier function in SAM children with enteropathy.  
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Introduction  

Undernutrition is one of the leading contributor to the morbidity and mortality of children 

under the age of five [1]. Undernutrition leads to a rapid weight loss and induces an impaired 

immune response and a subsequently increased infection rate [2]. It is often associated with 

environmental enteric dysfunction (EED). EED may compromise nutritional therapeutic interventions 

[3]. Although EED etiology is still unknown but enteric infection or dysbiosis have been suggested as 

potential culprits [4,5]. Main EED features include gut hyperpermeability, low-grade inflammation 

and nutrients malabsorption [6].  

Therapeutic management of severe acute malnutrition (SAM) occurs in hospitals or 

therapeutic centers [7]. The early phase of inpatient treatment is based on use of F-75 therapeutic 

milk (TM) [7], generally for 3 to 7 days [8]. F-75 is aimed to enhance metabolic homeostasis before 

the start of the second phase of refeeding which target catch-up growth [7]. Despite advances in 

nutritional science, F-75 has quasi identical composition since late 1990’s [9].  

We have previously developed a model of childhood undernutrition with enteropathy.  

In this model, we aimed to improve gut barrier function by adding gum arabic and/or selenium-

enriched Yeast (SeY) to a standard F-75 formula. Gum arabic, a fermentescible polysaccharides from 

acacia trees, has prebiotic properties [10], anti-inflammatory properties [10] and showed pro-

absorptive effects in experimental model of diarrhea [11–13]. Selenium deficiencies are commonly 

observed in children with marasmus or Kwashiorkor syndrome [14,15]. Selenium-enriched yeast 

(Saccharomyces cerevisae, Se-Y) is a common form of Se [16], known to improve weight gain and 

reduced diarrhea in early-weaned piglets [17] and to improve gut barrier function and decreased 

oxidative stress in mice with chemotherapy-induced mucositis [16]. Moreover, it has been shown, in 

mice with induced hepatitis, that combination of gum arabic with Se-Y played a synergetic effect on 

liver inflammation, compared to gum Arabic (GA) or Se-Y alone [18]. As dysbiosis has been described 

in undernourished children [19,20], we investigated microbiota from caecum content in the present 



 

 168  

study. Children with severe acute malnutrition (SAM) also displayed decreased appetite [21] and 

mechanisms behind appetite loss may include hypothalamic inflammation [22,23] or altered central 

control of appetite [24]. We thus explored hypothalamic NPY and POMC mRNA in our preclinical 

model of undernutrition with EED. 

Our study was designed to investigate the effect of F-75 enriched with with GA and/or SeY on 

(i) growth parameters and (ii) gut barrier function markers.  
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Material and methods  

Ethics  

Animal care and experimentation complied with both French and European community regulations 

(Official Journal of the European Community L 358, 18/12/1986). Investigators are authorized by the 

local ethic comity CENOMEXA (AFADIS#6185).  

 

Animals and treatment regimen  

Post weaning three-week-old male C57BL/6 mice (Janvier, Le Genest-Saint-Isle, France) were housed 

into separate cages (5 per cage) and acclimatized for 1 week. During this period, mice were fed ad 

libitum with standard diet (Table 1 - A03 21.4% protein, 5.1% fat - SAFE, Augy, France) and had free 

access to tap water. Mice were housed in a climate-controlled facility with 12/12 light/dark cycle. 

Mice were randomized per cage and assigned to a specific regimen. At the end of each experiment, 

mice were killed by intraperitoneal injection of ketamine (40mg/kg) and xylazine (1mg/kg). Feces, 

caecal content, blood and jejunal samples were stored immediately at -80°C.  

 

Enteropathy development in a mouse undernutrition model Mice were fed with standard (n=12) or 

isocaloric low protein diet (Table 1 - 5.8% of protein – n=70) for 14 days. To induce enteropathy, -UE 

mice were gavaged with indomethacin (2.5 mg/kg in 0.1 % dimethyl sulfoxide, n=12 for each group - 

Sigma Aldrich) [25] while control mice received the vehicle from D14 to D21.  

 

Therapeutic milk administration: From D14 to D21, UE mice exclusively received either (i) low 

protein diet and tap water, (ii) therapeutic milk (Table 1 - n=12 -TM – Nutriset, Malaunay France), (iii) 

Gum Arabic-enriched TM (n=12 - GA-TM-10g/ml - Nexira, France), (iv) Selenium-Yeast- enriched TM 
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(SeY-TM n=12 – 27,6mg/L of selenium- enriched Saccharomyces cerevisae, LHC, France) or (v) GA and 

SeY-enriched TM (n=12 – GA-SeY-TM).  

 

Growth and Body Weight Body weight was recorded every day and tail length was measured at the 

end of the protocol to assess linear growth. 

 

Fecal calprotectin, myeloperoxidase and lipocalin-2 concentration Mice feces from the colon were 

collected at D21, weighted, homogenized in 500 µL PBS + 1% inhibitors (protease and phosphatase 

inhibitor cocktails, Sigma Aldrich) and centrifuged at 13000 g, 20 min. Supernatant was stored at -

80°C. Fecal calprotectin, myeloperoxidase (MPO) and lipocalin-2 (LCN-2) production were assessed 

using a S100A8/S100A calprotectin, MPO and LCN-2 ELISA kit following manufacturer’s instructions 

(R&D System, Mineapolis, USA).  

 

Intestinal permeability assessment Intestinal permeability was assessed by serum Fluorescein 

Isothiocyanate (FITC)-dextran flux concentration. Mice were fasted 6 hours before FITC-dextran 

gavage (60mg/kg). Three hours post gavage, plasma was collected post-mortem. FITC-dextran 

fluorescence level was measured by using a 96-well black plate reader (Chameleon V - Hidex, Turku, 

Finland) read with the excitation of 485nm and emission of 530 nm.  

 

Western Blot Jejunal protein extraction has been performed as previously described [26]. Proteins 

were separated on a 4-20% gradient polyacrylamide gel (BioRad, Marnes la Coquette, France) and 

then transferred to a nitrocellulose membrane (BioRad). Membranes were blocked with 4% bovine 

serum albumin (BSA) in Tris-buffered saline plus 0,05% Tween 20 (TBST) for 1h at room temperature 

and then incubated with primary antibodies against claudin-1 overnight at 4°C (antibody dilution: 
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1:1000, Thermofischer, Whalthman, MA, USA) or GAPDH (1:1000 Sigma Aldrich). The membranes 

were washed with TBST and then incubated with secondary antibodies with 4% BSA (anti-Rabbit 

1:5000, Dako, Glostrup, Danmark) for 1 hour at room temperature. After three washes, 

chemiluminescence detection system revealed immunocomplexes (GE Healthcare). Proteins bands 

were scanned (ImageScanner III; GE Healthcare) and analyzed.  

 

RT- qPCR Total RNA from hypothalamus has been extracted has previously described [27]. First, 1.5 

μg total RNA into cDNA by using 200 units of SuperScript™ II Reverse Transcriptase (ThermoFischer, 

Whaltham, Massachussets, USA) was used for Reverse Transcriptase as previously described [27]. 

SYBR™ Green technology on BioRad CFX96 real time PCR system (BioRad Laboratories, Marnes la 

Coquette, France) was used to perform qPCR in duplicate for each jejunal sample as previously 

described [27]. Hypothalamic TNF-D, IL-1B, NPY and POMC mRNA expression has been measured 

(Table 1 - Invitrogen, Waltham, MA, USA). GAPDH, β2M and 18S were used as housekeeping genes, 

calculated and used as reference (Table 1).  

 

Caecal content were weighted. DNA from mice cecal contents were extracted using the QIAamp DNA 

Stool Mini Kit (QIAGEN), including a bead-beating step (0.1 mm zirconia silica beads, BioSpec 

products, Bartlesville, USA)[28]. 16S rDNA from Eubacteria, Bacteroidetes, Firmicutes, Lactobacillus, 

Faecalibacterium prausnitzii, Akkermansia muciniphila were amplified by qPCR (Table 2 - Invitrogen). 

qPCR was performed with a BioRad Thermocycler system (BioRad, USA) using Itaq Universal SYBR 

Green Supermix (BioRad) for detection. Primers specificity was checked using Ribosomal Database 

Project tools (Cole et al., Ribosomal Database Project: data and tools for high throughput rRNA 

analysis, Nucleic Acids Res, 2014). Primers were validated by performing a calibration curve using 

serial dilution of DNA from cecal content. Primers were considered as acceptable when efficiency 

reaches values between 70% and 110%. All samples were run in duplicate in 96-well reaction plates. 
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Final concentrations were as follow: DNA (0.1 ng/µL, expect for A. muciniphila 1 ng/µL), primers 0.5 

µM, and SYBR Green Supermix 1X. Thermocycling conditions were as follow: initiation step at 95°C 5 

min; cycling stage at 95°C 5 s, 60°C 30 s (unless a different annealing temperature is indicated in 

Table S1), 95°C 15 s, 40 cycles; melt curve stage at 95°C 15 s, 65°C 15 s, increment of 1°C every 10 s 

until reaching 95°C. The purity of the amplified product was verified by analyzing the melt curve 

performed at the end of amplification. At least 80% of the duplicates show a variation lower than 0.5 

Cq units. Serial dilution of DNA from cecal content was included on each plate to generate a relative 

curve and to integrate primer efficiency in the calculations. For detection of total Eubacteria, Cq of 

each sample were compared with a standard curve made by diluting genomic DNA extracted from a 

pure culture of E. coli, for which cell counts were determined prior to DNA isolation. Non‐template 

controls were included on each plate. A qPCR is considered valid if the Cq of the non‐template 

control is at least 3 units higher than the Cq of the templates or, for targets with low expression 

levels, if the melt curve of the non‐template control was different from the templates.”Into 96 wells, 

we diluted DNA (0.1 ng/µL, expect for A. muciniphila 1 ng/µL), primers 0.5 µM, and SYBR Green 

Supermix 1X in duplicates.   

 

Histology Jejunum samples were embedded in paraffin. Sections of 4 mm were cut with a microtome 

and stained with a solution of hematoxylin-eosin-saffron (HES) as previously described [26]. Samples 

were blinded and analyzed with photonic VisionTek® live digital microscope (Sakura, The 

Netherlands). Histological analysis of jejunal villi height (μm), crypt depth (μm) and jejunal muscularis 

thickness (μm) were obtained with VisionTeck software (Sakura). 

 

Statistical analysis Results were expressed as mean ± standard error mean (SEM) and were 

compared using GraphPad Prism 5.0 (GraphPad Software, La Jolla, United States). ANOVA was used 

for results with Gaussian distribution and for non-Gaussian results non-parametric Kruskal-Wallis has 
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been performed. These tests were followed respectively by Tukey or Dunn’s post-tests. Pvalue<0.05 

was considered significant.  
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Results  

Effect of low protein diet and indomethacin treatment on growth, enteropathy biomarkers, 

hypothalamic parameters and microbiota composition  

UE model induced weight loss (Fig.1a - 15.6r0.5 vs 22.18r0.8 g - P<0.001 vs control) and shorter tail 

length (Fig.1b - 6.9r0.1 vs 7.5r0.1 cm - P<0.01 vs control). Intestinal permeability assessed by 

plasmatic FITC-Dextran concentration was higher in UE group compared to control group (Fig.1c - 

11,6r5 vs 3.9r0.9Pg/ml - P<0.05). Jejunal tight junction protein claudin-1 expression did not differ 

among UE and control groups (Fig.1d). Enteropathy biomarkers, fecal LCN-2 and fecal calprotectin 

levels were higher in UE group compared to control group (Fig.1e and 1f - P< 0.01 for both) while 

fecal MPO production did not significantly differ among UE and control groups. Intestinal 

architecture such as crypt hypertrophy has been observed in UE group (Fig.1h - 72.0r10.7 vs 

81.0r3.4 – P<0.05 vs CT) while villi length (Fig.1g) and muscularis thickness was unchanged.  

Hypothalamic inflammation was assessed by mRNA levels for pro-inflammatory cytokines TNFD and 

IL-1E. Hypothalamic TNFD and IL-1E mRNA levels were higher in UE group compared to control group 

(Fig.3a and 3b - P< 0.05 vs CT for both). As NPY/ POMC system plays a crucial role in the regulation of 

feeding behavior, we measured mRNA levels for NPY, an orexigenic neuropeptide and POMC, an 

anorexigenic peptide. UE mice displayed a higher ratio for NPY/POMC mRNA compared to control 

group (Fig.3c - 49.0r17.2 vs 9.5r2.7 relative expression - P<0.01 vs CT).  

UE mice displayed a significantly higher ratio of Firmicutes to Bacteroidetes (Fig.2a - P<0.01), a lower 

abundance of Faecalibacterium prausnitzii (Fig.2c - P<0.001) and a higher abundance of Akkermancia 

muciniphila (Fig.2d - P<0.01) compared to control group.  

 

Effect of therapeutic milk or GA and/or SeY enriched- therapeutic milk on undernutrition, 

enteropathy biomarkers, hypothalamic parameters and microbiota composition  
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Therapeutic milk, GA and/or SeY -enriched therapeutic milk did not significantly improved body 

weight, tail length, intestinal permeability or claudin-1 protein expression (Fig.1a, 1b, 1c and 1d). 

Therapeutic milk decreased fecal LCN-2 production (Fig.1e - P<0.01 vs UE group). GA+SeY-enriched 

therapeutic milk significantly decreased fecal calprotectin (Fig.1f - 6.2r2.9 vs 0.1r0.1 Ug/mg of feces - 

P<0.001) and fecal MPO (2.4r0.4 vs 4.7r1.1 Ug/mg of feces - P<0.05). GA+SeY-enriched therapeutic 

milk increased villous length (Fig.1g - 393.4r26.8 vs 303.5r22.8 Pm – P<0.05) compared to TM group.  

Hypothalamic TNFD, IL-1E, POMC and NPY mRNA expression did not differ among therapeutic milk 

groups (Fig.3a, 3b and 3c).  

Therapeutic milk did not alter Firmicutes, F. Prausnitzii and A. muciniphila abundance compared to 

UE group while TM mice displayed a higher abundance of Lactobacillus (Fig.2b - 2.6r2.6 vs 4.9 10-

7r1.5 10-7 AU - P<0.0001 vs UE) and Bacteroidetes (1.0 10-5r5.0 10-7 vs 6.3 10-6r1.4 10-6 AU - P<0.01 

vs UE). Therapeutic milk decreased ratio of Firmicutes/Bacteroidetes ratio compared to UE group 

(Fig.2a - 1.0r0.1 vs 2.8r0.8 - P<0.01 vs UE).  

 

SeY-enriched therapeutic milk decreased Lactobacillus abundance compared to UE-TM (Fig.2b - 2.1 

10-6r4.8 10-7 vs 2.6r2.6 P<0.0001). GA-enriched milk increased A. muciniphila abundance (Fig.2d - 2.7 

10-3r4.3 10-4 vs 7.0 10-4r2.0 10-4 UA - P<0.05) compared to TM group. GA+SeY- enriched therapeutic 

milk increased F. Prauznitsii (Fig.2c - 2.5 10-5r1.6 10-5 vs 4 10-7r2 10-7 UA - P<0.001) compared to TM 

group.  
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Discussion  

Undernutrition often occurs in combination with enteropathy [29]. In the present study, providing a 

low protein diet with repeated indomethacin gavages led to an experimental model of severe 

undernutrition with enteropathy (UE), characterized by a severe weight loss and an impaired gut 

barrier function. The effect on growth is in accordance with previous studies investigating the effect 

of protein-deficient diets [30,31]. The impact on gut barrier function, showed by the increased level 

of fecal calprotectin and fecal lipocalin-2 is also consistent with previous results. Indeed, two-weeks 

protein-deficient diets also increased lipocalin-2 levels in mice [32] as also observed in indomethacin-

treated mice [33].Moreover, higher fecal calprotectin levels have been observed in children 

hospitalized in Malawi for complicated SAM [29]. In our experiment, UE mice displayed a higher 

intestinal permeability. Intestinal permeability is a feature of enteropathy and is frequently assessed 

by lactulose-mannitol ratio in children. In young Bangladeshi children, higher lactulose-mannitol ratio 

is associated with undernutrition and infection [34]. We did not observe villous blunting in UE mice 

while villous blunting is extensively described in severe acute malnutrition with enteropathy [35]. 

As dysbiosis has been described in undernourished children [4,5], we investigated the impact of our 

model on caecal microbiota. UE mice had a lower Faecalibacterium prausnitzii abundance. 

Faecalibacterium prausnitzii exerts anti-inflammatory properties in intestinal homeostasis [36]. UE 

mice had a lower proportion of Akkermansia muciniphila as previously observed in indomethacin-

treated mice [33,37].  

As cognitive impairment is described in undernourished children, we investigated whether UE did 

impact hypothalamic markers. Hypothalamus is a key structure in feeding behavior. We observed 

that UE mice displayed higher mRNA levels for TNFD and IL-1E into the hypothalamus. Mice with 

activity-based anorexia displayed as well higher hypothalamic IL-1E [38]. We also investigated NPY/ 

POMC system that plays a crucial role in the regulation of feeding behavior. UE mice had a higher 

ratio NPY/POMC, suggesting an orexigenic profile. It may represent an adaptive response to protein-
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energy undernutrition as we previously observed in mice with activity-based anorexia [39]. In 

addition, hypothalamic inflammation and food behavior are linked and Hao et al observed NPY/AgRH 

response inhibition by TNF-D in mice correlated with decreased food intake [24].  

 

Feeding with F-75 therapeutic milk did not improve body weight or growth in UE mice. This was not 

unexpected since the use of F-75 therapeutic milk generally lasts 3 to 7 days and is not aimed at 

promoting growth but only at satisfying basal metabolism [8]. Maldonado-Galdeano et al described 

that feeding with fermented-milk was able to improve body weight in undernourished mice [40]. The 

discrepancy may result from milk protein composition: 10% in whole milk for Maldonado Galdeano’s 

study and 5% for therapeutic milk F-75 in our study. 

In the present study, feeding with therapeutic milk decreased fecal LCN-2 levels. A reduction of fecal 

LCN-2 levels has been shown in indomethacin-treated mice re-fed with donkey milk [33]. Feeding 

with therapeutic milk restored Firmicutes to Bacteroidetes ratio and therefore partially restored UE-

induced dysbiosis. Feeding with therapeutic milk increased Lactobacillus levels as milk re-nutrition do 

in undernourished mice [41]. 

 

Enrichment of therapeutic milk with GA and SeY improved intestinal homeostasis more efficiently 

that enrichment with GA or SeY alone. GA and SeY supplementation already demonstrated 

synergetic effect on hepatic inflammation in mice with hepatic fibrosis [18]. GA+SeY-enriched 

therapeutic milk increased jejunal villous length suggesting a increased absorption surface.  

Moreover, GA+SeY-enriched therapeutic milk decreased fecal calprotectin levels compared to 

therapeutic milk alone suggesting anti-inflammatory properties. GA supplementation at 10g/L was 

described to decrease NF-kappa B, a key nuclear transcription factor involved in pro-inflammatory 

gene expression [42]. A recent study investigated the respective effect of selenium, yeast and 

selenium-enriched yeast in mice with chemically-induced colorectal cancer. The authors of this study 
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found combination of selenium with yeast have the more protective effect [43]. Indeed, selenium-

enriched yeast decreased intestinal damage and prevented colorectal cancer progression in mice 

through up-regulation of p53, a key tumor suppressor [43].  

GA+SeY-enriched therapeutic milk restored Faecalibacterium prausnitzii levels. Faecalibacterium 

prausnitzii is an abundant bacteria and is considered as a component of the healthy gut microbiota 

[44]. Administration of Faecalibacterium prausnitzii prevented chemically-induced colitis [45]. In a 

clinical study with obese patients, Faecalibacterium prausnitzii was negatively correlated with 

inflammatory markers such CRP or IL-6 levels [46]. Increased Faecalibacterium prausnitzii may be the 

reflect of a healthier gut or result from a decreased inflammatory response as stated by a reduced 

fecal calprotectin. Another explanation may lead from selenium status. Indeed, selenium 

nanoparticles supplementation in poultry was associated with increased beneficial bacteria such 

as Faecalibacterium and an increased amount of short-chain fatty acids [47]. Nevertheless, we did 

not observe this beneficial effect of SeY-enriched therapeutic milk.  

GA- or GA-SeY-enriched therapeutic milk increased Akkermansia muciniphila. Akkermansia 

muciniphila is considered as a beneficial bacterium in the gut health. Akkermansia muciniphila 

treatment was for instance shown to restore mucus layer in mice with diet-induced obesity [48]. 

Whereas in our present study, SeY-enriched therapeutic milk decreased Lactobacillus abundance, it 

must be noted that effects of selenium on Lactobacillus are actually controversial in the literature. 

Supplementation with selenium nanoparticle increased the Lactobacillus abundance in poultry [47]. 

By contrast, effect of selenium on Lactobacillus is dependent of the selenium source in heat-stressed 

pigs: sodium selenite treatment decreased Lactobacillus while selenium-enriched yeasts increased 

their proportion [49].  

 

In conclusion, the development of a UE model provides a simple and affordable tool to study 

features associated with undernutrition and enteropathy. This study demonstrated that 
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consumption of GA+SeY-enriched therapeutic milk alleviates some of the signs of undernutrition and 

enteropathy compared to standard therapeutic milk. GA+SeY-enriched therapeutic milk did not 

improve hypothalamic parameters, further investigations are required to improve therapeutic milk 

to consider central benefits. GA+SeY-enriched therapeutic milk increased villi length suggesting a 

better nutrient absorption surface. It decreased intestinal inflammation biomarker such as fecal 

calprotectin. It improved dysbiosis by increasing beneficial bacteria involved in gut health such as 

Akkermansia muciniphila and Faecalibacterium prausnitzii.   
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Table 1 – Diet composition 

 

CT LP TM GA-TM SeY-TM GA-SeY-TM 

  g/100g g/100g g/100mL g/100mL g/100mL g/100mL 

Proteins 21,4 5,8 0,9625 0,9025 0,9608 0,9008 

Fats 5,1 6 2,567 2,407 2,5626 2,4026 

Carbohydrates  52 72 12,5125 11,7325 12,491 11,711 

GA - - - 1 - 1 

SeY - - - - 0,0276 0,0276 

ThixogumTM - - 0,12 0,12 0,12 0,12 
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Table 2: PCR and sequencing primers used.  

 

Gene Hybridation 

temperature (°C) 

Forward (5’-3’) Reverse (5’-3’) 

TNF-α 65 TGTCTACTCCTCAGAGCCCC TGAGTCCTTGATGGTGGTGC 

IL-1β 64 CCCAAAAGATGAAGGGCTGC AAGGTCCACGGGAAAGACAC 

NPY 56 CTGCGACACTACATCAATCT CTTCAAGCCTTGTTCTGG 

POMC 62 CCTCCTGCTTCAGACCTCCA GGCTGTTCATCTCCGTTGC 

GAPDH 60 CATCACTGCCACTCAGAAGA AAGTCACAGGAGACAACCT 

18S 60 TGCGAGTACTCAACACCAACA TTCCTCAACACCACATGAGC 

β2M 60 GCCGAACATACTGAACTGCTAC GCTGAAGAACATATCTGACATCTC 

Eubactéries 60 ACTCCTACGGGAGGCAGCAG ATTACCGCGGCTGCTGG 

Bacteroidetes 51 CATGTGGTTTAATTCGATGAT AGCTGACGACAACCATGCAG 

Firmicutes 51 ATGTGGTTTAATTCGAAGCA AGCTGACGACAACCATGCAC 

Lactobacillus 58 AGCAGTAGGGAATCTTCCA CACCGCTACACATGGAG 

Faecalibacterium 

prausnitzii 

60 GATGGCCTCGCGTCCGATTAG CCGAAGACCTTCTTCCTCC 

Akkermansia 

muciniphila 

60 CAGCACGTGAAGGTGGGGAC CCTTGCGGTTGGCTTCAGAT 

 

 

Figure Legends 
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Figure 1: Impact of diets on gut barrier function. 3-weeks-old C57BL/6 mice were fed with standard 

or low protein diet (5.8%) for 21 days. At day 14, indomethacin (2.5 mg/kg) or vehicle gavage was 

performed once a day for 7 days. (a) Body weight (n=10-12 per group), (b) tail length (n=10-12 per 

group), (c) serum FITC-dextran concentration (assessed 3 h post per os administration; n=8-12 per 

group), (d) jejunal claudin-1 protein expression (n=5-11 per group), e) fecal calprotectin (n=7-12 per 

group), (f) lipocalin-2 (LCN-2) (n=5-12 per group) and (g and h) villus height and crypt depth (n=7-10 

per group) were measured. Bars indicate the mean ±SEM. One-way analysis of variance with posthoc 

Tukey’s test was performed to assess therapeutic milk impact (*P<0.05 **P<0,01 ***P<0,001) or 

therapeutic milk enriched with gum arabic and/or selenium yeast (a, b values without common 

letters differs). CT, control diet; UE undernutrition and enteropathy; UE+TM undernutrition and 

enteropathy + therapeutic milk; UE+GA-TM undernutrition and enteropathy + therapeutic milk 

enriched with gum arabic; UE+SeY-TM undernutrition and enteropathy + therapeutic milk enriched 

with selenium-yeast; UE+GA-SeY-TM+ undernutrition and enteropathy + therapeutic milk enriched 

with gum arabic and selenium-yeast.  

 

Figure 2: Impact of diets on caecal microbiota composition. 3-weeks-old C57BL/6 mice were fed 

with standard or low protein diet for 21 days. At day 14, indomethacin (2.5 mg/kg) gavage or vehicle 

was performed once a day for 7 days. (a) Firmicutes/Bacteroidetes ratio (n=7-12 per group), (b) 

Lactobacillus (n=7-12 per group), (c) Faecalibacterium prausitzii (n=7-12 per group) and (d) 

Akkermansia muciniphila (n=7-12 per group) abundance in caecal content are expressed as arbitrary 

units (AU) per g of caecal content. Bars indicate the mean ±SEM. One-way analysis of variance with 

posthoc Tukey’s test was performed to assess therapeutic milk impact (*P<0.05 **P<0,01 

***P<0,001 **** P<0,0001) or therapeutic milk enriched with gum arabic and/or selenium yeast (a, 

b values without common letters differs). CT, control diet; UE undernutrition and enteropathy; 

UE+TM undernutrition and enteropathy + therapeutic milk; UE+GA-TM undernutrition and 
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enteropathy + therapeutic milk enriched with gum arabic; UE+SeY-TM undernutrition and 

enteropathy + therapeutic milk enriched with selenium-yeast; UE+GA-SeY-TM+ undernutrition and 

enteropathy + therapeutic milk enriched with gum arabic and selenium-yeast.  

 

Figure 3: Impact of diets on hypothalamic inflammation and food intake regulation. 3-weeks-old 

mice were fed with standard or low protein diet for 21 days. At day 14, indomethacin (2.5 mg/kg) 

gavage was performed once a day for 7 days. (a) TNF-D (n=6-11 per group), (b) IL1-E (n=8-11 per 

group) and (c) NPY/POMC ratio (n=8-12 per group) relative expression into the hypothalamus were 

measured. Bars indicate the mean ±SEM. One-way analysis of variance with posthoc Tukey’s test was 

performed to assess therapeutic milk impact (*P<0.05 **P<0,01) or therapeutic milk enriched with 

gum arabic and/or selenium yeast (a, b values without common letters differs). CT, control diet; UE 

undernutrition and enteropathy; UE+TM undernutrition and enteropathy + therapeutic milk; UE+GA-

TM undernutrition and enteropathy + therapeutic milk enriched with gum arabic; UE+SeY-TM 

undernutrition and enteropathy + therapeutic milk enriched with selenium-yeast; UE+GA-SeY-TM+ 

undernutrition and enteropathy + therapeutic milk enriched with gum arabic and selenium-yeast.  
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Chapitre 3 - Discussion générale et perspectives  
1. Discussion générale et perspectives  

 

La malnutrition aiguë sévère (MAS) est un problème majeur de santé publique dans le monde 

caractérisée par une perte de poids rapide (tissus musculaire et adipeux) ou une impossibilité de 

prendre du poids (2). De plus en plus de données indiquent la présence d’une dysfonction entérique 

environnementale (DEE) dans les pays à faibles revenus et revenus intermédiaires et plus 

particulièrement dans les zones contaminées par des bactéries pathogènes (146,151,152). La DEE se 

caractérise par (i) une augmentation de la perméabilité intestinale, (ii) une inflammation et (iii) une 

diminution de l’absorption des nutriments (7,8). Les causes de la DEE sont encore inconnues mais 

supposent l’ingestion de bactéries fécales induisant une infection entérale (MAL-ED) ou une dysbiose 

(AFRIBIOTA) (138,139). En raison de cette diminution de l’absorption des nutriments, la DEE aurait un 

effet additionnel dans le développement ou dans l’aggravation de l’état de dénutrition. 

 

L’Organisation Mondiale de la Santé préconise l’utilisation du lait thérapeutique F-75 durant la phase 

de stabilisation nutritionnelle (Phase 1) chez les enfants atteints de MAS avec complications 

médicales (2). Le lait thérapeutique F-75 est pauvre en protéines (5% de l’énergie totale) et en 

sodium (2). Il a été formulé afin de restaurer les fonctions métaboliques et stabiliser le statut clinique 

durant une courte période allant de 3 à 7 jours (10). Il permet également d’améliorer la motricité 

digestive et l’absorption intestinale des nutriments (277). Cette phase de stabilisation précède celle 

de transition durant laquelle le personnel soignant augmente la quantité d’énergie ingérée afin de 

préparer l’enfant à la phase 2 du protocole de prise en charge : la reprise de poids (278). Cette phase 

peut être impactée en raison d’une malabsorption nutritionnelle caractéristique de la DEE (9). De 

plus, la composition du lait F-75 n’a pas été reformulée depuis ces 20 dernières années (279). Dans 

ce contexte, la formulation du F-75 devrait donc être optimisée afin d’améliorer la fonction de 

barrière intestinale et induire une meilleure absorption des nutriments.  

 

Pour cela, différents objectifs ont été mis en œuvre durant cette thèse.  

 

1) Dans l’étude n°1, nous avons mis en place un modèle de MAS avec DEE chez la souris. Cette 

étude fait l’objet d’un article soumis à la revue « Journal of Nutrition ». Dans cet article, la 

dénutrition a été induite par un régime pauvre en protéines (5,8%) durant trois semaines. La 

DEE a été induite par un gavage quotidien d’une dose d’indométacine (2,5mg/kg de poids de 

souris) durant sept jours de J14 à J21 (Étude 1). Nous avons complété la caractérisation du 
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modèle dans l’étude n°3 par des paramètres hypothalamiques et des paramètres du 

microbiote caecal.  

 

2) Dans l’étude n°2, le lait thérapeutique F-75 a été supplémenté avec de la glutamine (4%) et 

de la leucine (1%) et testé sur le modèle MAS-DEE. Cette formulation a permis de diminuer 

l’impact de la perte de poids sans pour autant corriger la perméabilité intestinale et la 

production de calprotectine fécale. Néanmoins, la supplémentation de glutamine et de 

leucine a induit une augmentation de l’expression en ARNm codant pour TNF-D et claudine-2 

dans ce modèle (Étude 2).  

 

3) Dans l’étude n°3, le lait thérapeutique F-75 a été par la suite enrichi avec de la gomme 

arabique et/ou des levures séléniées. Cette étude montre que le lait thérapeutique F-75 seul 

est capable de diminuer l’inflammation intestinale caractérisée par une diminution de la 

production fécale de calprotectine et de lipocaline-2 sans pour autant impacter la 

perméabilité intestinale. Le lait thérapeutique F-75 a également corrigé partiellement la 

dysbiose. La gomme arabique associée aux levures séléniées ont un impact additionnel sur la 

diminution de l’inflammation intestinale et sur l’augmentation de l’abondance de 

Faecalibacterium prausnitzi (Étude 3). 

 

Ainsi, cette discussion sera divisée en 3 axes principaux. Nous discuterons tout d’abord 1) du modèle 

murin développé, puis de 2) l’impact du lait thérapeutique supplémenté en glutamine et en leucine 

pour finir sur 3) l’étude de l’effet de la supplémentation en gomme arabique et/ou levures séléniées 

sur les paramètres de la DEE.  
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1.1. Développement du modèle de dénutrition avec dysfonction entérique environnementale.  

1.1.1. Quelles ont été les premières étapes de développement du modèle de dénutrition avec 

dysfonction entérique environnementale ?  

 

La mise en place du modèle de dénutrition avec DEE a été le premier objectif de cette thèse. Nous 

avons rencontré quelques difficultés pour développer le modèle de dénutrition avec entéropathie et 

cela a pris environ 2 ans.  

 

La première approche a été d’étudier l’impact d’un régime pauvre en protéines (5,8%) et d’une 

restriction calorique (-50% par rapport aux souris ayant eu un régime standard) durant 3 semaines 

sur le développement du retard de croissance staturo-pondéral et de la DEE. Ces deux régimes 

alimentaires ont induit un retard de croissance, en adéquation avec les données de la littérature 

(11,280). Néanmoins, ces derniers n’ont pas impacté la perméabilité intestinale jéjunale. Cela 

concorde avec l’étude d’Eyzaguire et al. où un régime pauvre en protéines (4%) durant 3 semaines ne 

modifie pas la perméabilité iléale chez le rat (281). De plus, nous n’avons pas détecté d’inflammation 

intestinale. Ces résultats sont en accord avec les études de Brown et al. (11). Pour la suite de l’étude, 

nous avons décidé d’utiliser le régime hypoprotéiné  car il induit une perte de poids plus importante 

dans cette étude que la restriction calorique. De plus, la restriction calorique peut engendrer du 

stress (280,282). En effet, il a été décrit dans la littérature une augmentation des taux de 

corticostérone plasmatique chez des souris ayant subi une restriction calorique de 25% (280). De 

plus, une autre étude a montré qu’une restriction calorique de 50% chez la souris induisait un 

comportement anxieux et dépressif suite aux tests de la nage forcée ou du labyrinthe en O (282).  

 

La deuxième étape a été de combiner la dénutrition induite par un régime pauvre en protéines 

(5,8%) avec un autre protocole capable d’induire une entéropathie. Dans la littérature, Brown et al. 

ont utilisé un cocktail bactérien composé de Bacteroidetes et d’Escherichia coli dans un modèle de 

souris dénutries par un régime hypoprotéiné (7%) et sont parvenus à induire un retard de croissance 

pondéral plus important et une DEE caractérisée par (i) une augmentation de la production de 

calprotectine fécale, (ii) une augmentation plus importante de la perméabilité intestinale et (iii) une 

diminution de la taille des villosités jéjunales (11). Notre laboratoire ne possède pas de locaux 

adaptés pour l’utilisation de certaines bactéries pathogènes. L’utilisation de la zone septique dans 

l’animalerie était une option envisagée mais déclinée en raison de sa faible disponibilité. 

 

Nous avons testé l’utilisation de lipopolysaccharides (LPS), composant de la paroi externe des 

bactéries gram négatives pour induire une entéropathie. En effet, le LPS est capable d’activer 
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l’inflammation intestinale dans des modèles murins d’endotoxémie (283,284). De plus, le LPS a 

également été utilisé dans un modèle de dénutrition protéique et a permis de développer une 

stéatose hépatique caractéristique du syndrome de Kwashiokor mais les auteurs ne se sont pas 

intéressés à l’impact de l’injection de ce composant sur le développement d’une DEE (285). En 

parallèle, nous avons testé une 2ème approche d’entéropathie induite par l’indométacine, un anti-

inflammatoire non stéroïdien (AINS), déjà utilisée dans des modèles murins (286–289). Le 

développement de l’entéropathie impliquerait l’inhibition de COX-2 par l’indométacine et par 

conséquent une diminution de prostaglandine E2 (PGE2) inhibant la production de mucus (290). 

L’indométacine serait également capable de diffuser dans la membrane plasmique, d’interagir avec 

les phospholipides, de modifier sa fluidité et sa perméabilité en induisant par exemple la formation 

de radeaux lipidiques menant à une altération de la fonction de barrière (289). 

 

Dans cette étude, le régime pauvre en protéines pendant 2 semaines induit un retard staturo-

pondéral. L’injection en i.p. de LPS n’a pas induit d’hyperperméabilité ou d’inflammation intestinale. 

Cela pourrait s’expliquer (i) soit par une diminution de l’efficacité du système immunitaire ou (ii) de 

l’effet transitoire du LPS. Fock et al a mis en évidence dans un modèle de dénutrition protéique une 

leucopénie et une réponse immunitaire diminuée caractérisée par une augmentation de la 

production d’IL-10 anti-inflammatoire et une diminution de la production d’IL-1E et TNF-D 24h après 

une injection intra-caudale de LPS (291). Concernant l’hyperperméabilité intestinale, dans les 

modèles d’endotoxémie chez le rongeur, l’effet du LPS sur ce paramètre ne semble pas dépasser 48h 

suggérant un effet transitoire de ce traitement (283,284). L’injection unique d’indométacine dans 

notre modèle ne modifie pas non plus l’hyperperméabilité globale alors que nous observons une 

augmentation de la production de calprotectine fécale 4 jours après l’injection i.p. (10mg/kg). Ces 

effets ont également été observés après le gavage unique d’une même dose d’indométacine dans un 

modèle aigu de dénutrition induit par une semaine de régime pauvre en protéines (5,8%) chez la 

souris. Dans une étude chez la souris, un gavage unique d’indométacine (20mg/kg) induit aussi une 

augmentation de la production de calprotectine fécale 4 jours après le traitement alors que 

l’hyperperméabilité intestinale n’est observable que durant les premières 24h suggérant son effet 

transitoire (292).  
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1.1.2. Quel modèle de dénutrition avec dysfonction entérique environnementale a été validé ? Est-

il proche des observations cliniques ? Quelles sont les limites de ce modèle ?  

 

Nous avons alors émis l’hypothèse que l’effet de l’indométacine était transitoire. Pour améliorer 

notre modèle, nous avons pris contact avec Dr Noah Cohen et Dr Canaan Whitfield-Cargille de 

l’université du Texas aux États-Unis afin de discuter des modèles d’entéropathie par indométacine. 

Cohen et al utilisent ce modèle chez la souris normonutrie. Ils utilisent un protocole expérimental 

d’induction de l’entéropathie chronique par un gavage quotidien d’une dose d’indométacine 

(5mg/kg de poids de souris) durant 6 jours chez des souris ayant reçu une alimentation standard 

(286). Dans un premier temps, nous avons induit une dénutrition durant 3 semaines grâce à un 

régime pauvre en protéines (5,8% de protéine) puis l’entéropathie chronique a été induite par un 

gavage quotidien d’indométacine (5mg/kg). Néanmoins, nous avons eu une mortalité très 

importante dans le groupe dénutri ayant reçu ces gavages. Nous avons donc décidé dans un second 

temps d’induire l’entéropathie chez des souris dénutries en testant des doses plus faibles : 1 et 2,5 

mg/kg. Nous discuterons par la suite de l’impact de la dose la plus élevée sur l’induction du retard de 

croissance staturo-pondéral et sur le développement de la dysfonction de barrière intestinale chez 

ces souris. Dans l’étude n°3, nous avons préalablement évaluer le comportement alimentaire et la 

composition du microbiote caecal.  

 

Retard de croissance staturo-pondéral 

Dans ce modèle, un retard de croissance staturo-pondéral a été induit par la combinaison du régime 

pauvre en protéines et les gavages répétés d’indométacine. Comme la malnutrition aiguë se définie 

par un retard de croissance pondéral alors que la croissance linéaire est caractéristique de la 

malnutrition chronique (2), ce dernier paramètre serait une limite au modèle puisque l’objectif de 

cette thèse a été de développer un modèle de dénutrition sévère et non chronique. Afin de 

confirmer ce paramètre de retard de croissance linéaire, il serait intéressant de mesurer la croissance 

par la mesure de la longueur du tibia (293) ou encore la taille de l’animal du museau jusqu’à la partie 

distale de la queue (294).  

 

En plus des paramètres de croissance, la fonction de barrière a été étudiée dans ce modèle. Nous 

commencerons par la perméabilité intestinale, puis l’inflammation pour finir sur l’étude de la 

composition du microbiote intestinal.  

 

La fonction de barrière : la perméabilité intestinale  
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Une étude observationnelle de Farrás et al en Zambie indique une augmentation de la perméabilité 

intestinale suite au test du lactulose et du mannitol ainsi qu’une atrophie des villosités de la paroi 

duodénale chez des enfants atteints de MAS avec entéropathie (181). Dans notre modèle, les 

gavages des souris dénutries avec la plus haute dose d’indométacine induisent, une augmentation de 

la perméabilité intestinale globale avec une diminution de l’expression en ARNm codant pour 

certaines protéines de jonctions serrées telles que CLDN-2 et occludine. Cependant, notre modèle 

n’impacte pas l’architecture des villosités et des cryptes de la paroi jéjunale.  

 

La fonction de barrière : l’inflammation intestinale  

La calprotectine fécale est un marqueur de l’inflammation intestinale (198). Dans les trois études, 

nous avons observé une augmentation de l’inflammation intestinale par l’augmentation de ce 

paramètre. Une augmentation de sa production a été observée chez des enfants atteints de la MAS 

et associée à la mortalité (9,295). Une autre étude montre une augmentation de la sécrétion de 

calprotectine fécale suite à un gavage quotidien d’indométacine durant 6 jours (286).  

 

La cytokine monocyte-chemoattractant protein 1 (MCP-1) n’est pas un biomarqueur de 

l’inflammation lors du diagnostic de la DEE mais MCP-1 est souvent mesurée dans les études 

précliniques. Par exemple, une dénutrition protéique de 3 semaines et une entéropathie induisent 

une augmentation de la production de MCP-1 au niveau du jéjunum chez la souris (11). Nous 

observons le même profil dans notre modèle avec une augmentation de l’expression en ARNm 

codant pour MCP-1. Les gavages d’indométacine dans notre modèle impacteraient la sécrétion de 

MCP-1 puisqu’il a été montré une augmentation de sa sécrétion dans un modèle d’entéropathie 

induite par une injection sous-cutanée d’indométacine (10mg/kg) (296). Dans cette étude, les souris 

IL-17 -/- ne développent pas d’entéropathie suggérant que l’indométacine induit l’augmentation de 

la sécrétion de MCP-1 via la sécrétion d’une cytokine pro-inflammatoire, IL-17, par les lymphocytes 

Th17 et les cellules dendritiques (296).  

 

La lipocaline-2 est une glycoprotéine sécrétée par des neutrophiles (297). Elle a été corrélée 

positivement avec d’autres biomarqueurs de l’inflammation intestinale reflétant l’activité des 

neutrophiles (calprotectine, MPO et lactoferrine) dans une étude clinique impliquant des enfants 

atteints de MAS avec DEE (298). Une étude préclinique a mis en évidence une augmentation de la 

production de lipocaline-2 dans un modèle de dénutrition induit par un régime pauvre en protéines 

(2%) durant 2 semaines (299). Dans notre étude, nous avons mis en évidence une augmentation de la 

production de lipocaline-2.  

La fonction de barrière : le microbiote intestinal 



 

 199  

Les enfants atteints de MAS présentent une dysbiose caractérisée par une diminution des taux de 

bactéries anaérobies comme Bacteroidaceae, Eubacteriaceae, Lachnospiraceae et Ruminococceae et 

une augmentation de bactéries aérobies pathogènes pro-inflammatoires telles qu’Enterococcus 

faecalis, Escherichia coli et Staphylococcus (159). Une diminution drastique de Methanobrevibacter 

smithii a également été détectée à cause de l’oxydation intestinale présente chez les enfants 

dénutris (159). Le modèle de dénutrition avec DEE induit par un régime pauvre en protéines (7%) et 

un cocktail bactérien induit une augmentation des Bacteroidetes et des Entérobactéries (11). 

L’augmentation des Bacteroidetes a également été observée dans un modèle d’entéropathie induite 

par un gavage quotidien d’indométacine (5mg/kg) durant 6 jours (286). Quant à notre étude, la 

combinaison du régime pauvre en protéines et les gavages d’indométacine a permis de développer 

une augmentation du rapport Firmicutes/Bacteroidetes et une diminution de Bacteroides. 

L’augmentation de ce ratio a déjà été observée dans un modèle de dénutrition (300). Parmi les 

Firmicutes, Faecalibacterium prausnitzii est diminuée dans notre modèle alors qu’Akkermancia 

muciniphila est augmentée. F. prausnitzii et A. muciniphila n’ont pas été étudiées dans le cadre de la 

dénutrition. Chez des patients atteints de la maladie de Crohn, l’abondance de F. prausnitzii a été 

corrélée négativement avec la production de calprotectine fécale (68). Concernant A. muciniphila, 

une diminution de son abondance fécale a été mise en évidence dans un modèle de dénutrition 

induit par une séparation maternelle chez le souriceau comme chez les souris obèses adultes (65,66). 

Une augmentation de l’abondance d’A. muciniphila a été induite suite à l’administration 

d’oligofructose, un prébiotique, chez la souris obèse (66). Son abondance est corrélée négativement 

avec la concentration plasmatique de LPS (66).  

 

Hypothalamus : inflammation et paramètre de régulation de la prise alimentaire.  

La régulation de la prise alimentaire au niveau central est régie par le noyau arqué de 

l’hypothalamus. Ce noyau se compose de neurones CART (« Cocaine- and Amphetamine-Regulated 

Transcript ») et POMC (« Pro-opiomélanocortine) dont l’activation par l’D-MSH ou CART induit une 

réponse anorexigène (301). Il se compose également de neurones co-exprimant les facteurs 

orexigènes neuropeptides Y (NPY) et « agouti related protein » (AgRP). Dans certains cas, une 

diminution de la prise alimentaire est observée chez les enfants atteints de MAS avec complications 

médicales. Afin de mieux comprendre les mécanismes du développement de cette diminution de la 

prise alimentaire, nous avons caractérisé en première approche l’expression relative en ARNm 

codant pour NPY et POMC au niveau hypothalamique. Dans notre modèle de dénutrition avec DEE, 

une augmentation de l’expression en ARNm codant pour NPY, neuropeptide orexigène, et du rapport 

NPY/POMC a été détectée dans l’hypothalamus suggérant un phénomène d’adaptation du modèle 

sur la régulation centrale de la prise alimentaire. Dans un modèle de dénutrition post-natal, les souris 
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sevrées ayant eu une restriction alimentaire développent également une augmentation de 

l’expression en ARNm codant pour NPY s’expliquant par une diminution de la production de leptine, 

cette dernière étant connue comme inhibiteur de la voie NPY/AgRP (302,303). La leptinémie n’a pas 

été mesurée dans notre modèle mais des études ont montré une diminution drastique de sa 

concentration plasmatique dans des modèles de restriction calorique et de dénutrition 

protéinergique (304). Dans notre étude, nous détectons une augmentation de l’expression en ARNm 

codant pour TNF-D et IL-1E dans l’hypothalamus suggérant une augmentation de l’inflammation 

hypothalamique. L’augmentation de l’expression en ARNm codant pour TNF-D été mise en évidence 

dans un modèle gériatrique de dénutrition induite par une restriction calorique (-50%) durant 12 

semaines chez le rat (305). Cette augmentation s’expliquerait par une diminution de la sécrétion 

plasmatique d’insuline dans ce modèle (305). TNF-D a également un rôle dans la diminution de la 

prise alimentaire dans un modèle murin (306). Une étude montre également que le LPS et le TNF-D 

bloquerait la réponse de la voie NPY/AgRP dans le noyau arqué en réponse à une diminution de la 

glycémie glycémie (307). Il serait intéressant dans une prochaine étude d’évaluer la prise alimentaire 

des souris dénutries avec DEE et de mieux caractériser sa régulation en mesurant l’insulinémie et la 

leptinémie. Une des limites actuelles est notre difficulté à obtenir des quantités de plasma 

suffisantes chez les souris dénutries.   
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1.2. Évaluation de la supplémentation du lait F-75 sur la fonction de barrière.  

Le lait thérapeutique F-75 est utilisé durant la phase 1 dite de « stabilisation » de l’enfant atteint de 

MAS avec complications médicales afin de restaurer ses fonctions métaboliques et améliorer son 

statut clinique avant la phase de transition (2). Le lait thérapeutique F-75 est hypocalorique 

(75Kcal/100ml), pauvre en protéines (5% de l’énergie totale) et en sodium (<17mg/100ml) et sa 

composition n’a pas changée depuis ces deux dernières décennies (2,279). Sa formulation en 

protéines se base sur des études observationnelles de Picou et al démontrant l’amélioration de la 

survie des enfants avec une solution nutritive pauvre en protéines (308). Ces observations ont 

également été constatées par Collins et al. chez des patients adultes dénutris présentant des 

œdèmes en Somalie (309). Les enfants atteints de MAS présentent également un déséquilibre 

électrolytique caractérisée par une hypernatrémie intracellulaire (310,311). Le lait thérapeutique F-

75 sert également à rétablir l’équilibre électrolytique. En effet, les données de la littérature sur le 

jeûne ont permis de constater une diminution de l’efficacité de la pompe à sodium (pompe Na+/K+) 

se traduisant par un déséquilibre électrolytique caractérisé par une hyponatrémie et une 

hyperkaliémie (312). L’apport important en glucides se traduit par une augmentation importante de 

la glycémie puis de l’insulinémie se traduisant par un déséquilibre électrolytique pouvant induire par 

exemple un trouble du rythme cardiaque (312). Le F-75 permet de limiter ce phénomène et permet 

ainsi de réactiver le métabolisme cellulaire et donc de restaurer l’équilibre électrolytique (2).  

 

Dans certains cas, l’efficacité de la prise en charge par le lait thérapeutique F-75 peut être diminuée 

par une DEE et/ou une diarrhée dont la conséquence est une diminution de l’absorption des 

nutriments ingérés (9). A partir de ce constat, nous avons décidé d’améliorer le lait thérapeutique F-

75 afin de corriger la fonction de barrière intestinale et ainsi améliorer la réabsorption. Durant cette 

thèse, nous avons supplémenté la formulation du lait thérapeutique F-75 avec un mélange de 

glutamine (4%) et de leucine (1%). La glutamine présente des effets bénéfiques sur la fonction de 

barrière intestinale. En effet, une étude a montré que la glutamine induisait une diminution de la 

perméabilité intestinale et une diminution de l’inflammation dans un modèle de mucite induite par 

du méthotrexate chez la souris (205) et une amélioration de l’absorption intestinale dans une étude 

clinique (215). Quant à la leucine, il a été montré chez le porcelet nouveau-né que cet acide aminé 

branché est un substrat très important dans la synthèse protéique musculaire et est impliqué dans la 

promotion de son activation en régulant la voie mTOR (224). La leucine promeut également la 

synthèse protéique intestinale (208) et induit une augmentation de la taille des villosités (226).  
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1.2.1. Quel est l’impact de la supplémentation en glutamine et leucine du lait thérapeutique sur la 

croissance staturo-pondérale ?  

La supplémentation du lait thérapeutique F-75 en glutamine (4%) et en leucine (1%) a été évaluée 

sur notre modèle de dénutrition avec DEE durant la semaine d’induction de l’entéropathie (de J14 à 

J21). Afin de mettre en évidence l’effet propre de la combinaison en glutamine et en leucine, deux 

solutions contrôles ont été évaluées. Nous avons ajouté soit de la maltodextrine (5%) pour la 

solution isocalorique, soit un mélange d’acides aminés (5%) pour la solution contrôle isoazotée. Dans 

cette étude, les laits thérapeutiques enrichis en maltodextrine, en acides aminés ou en 

glutamine/leucine ont induit un gain de poids significatif chez les souris dénutries avec DEE. De 

manière intéressante, une prise de poids a également été observée dans une étude testant l’effet 

d’un lait sur la croissance de souris dénutries (313). Le lait supplémenté avec de la maltodextrine ou 

le mélange glutamine/leucine n’a pas induit d’augmentation de la croissance linéaire alors que le 

mélange d’acides aminés induit une amélioration de la croissance linéaire caractérisée par une 

augmentation de la longueur de la queue uniquement comparée aux souris ayant reçu un lait 

supplémenté en glutamine et en leucine. Dans un modèle de dénutrition chez le porcelet, la 

supplémentation en leucine induit l’activation de la voie mTOR, voie préférentielle de l’activation de 

la synthèse protéique musculaire, sans reprise de la croissance (227). Dans cette étude, les auteurs 

suggèrent que l’état de dénutrition était trop important pour que la supplémentation en leucine 

suffise à rattraper la croissance (227). Cette observation a également été mise en évidence chez des 

souris dénutries par un régime pauvre en protéines (7%) durant 3 semaines (314). Durant ces 3 

semaines, la supplémentation dans l’eau de boisson en alanyl-glutamine n’a pas eu d’effet sur la 

masse corporelle ou la taille de la queue des souris dénutries (314).  

 

1.2.2. Quel est l’impact du lait thérapeutique supplémenté sur la fonction de barrière intestinale  

 

Impact sur la perméabilité intestinale  

Dans l’étude n°2, le modèle de dénutrition avec entéropathie n’a pas développé d’hyperperméabilité 

intestinale globale. De manière intéressante, ce modèle présente une diminution de l’expression en 

ARNm codant pour claudine-2, une protéine de jonction serrée, également diminuée dans la 

première étude (Article n°1). Chez les souris dénutries avec entéropathie ayant reçu du lait 

thérapeutique supplémenté en glutamine/leucine, l’expression en ARNm codant pour CLDN-2 au 

niveau du jéjunum est augmentée ce qui suppose une modulation de la barrière intestinale dans ce 

modèle. Dans la littérature, il a été démontré une augmentation de l’expression en ARNm codant 

pour CLDN-2 dans un modèle murin de dénutrition avec DEE et qu’elle était plutôt associée à une 
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augmentation de la perméabilité intestinale globale (11). Néanmoins, l’infection à Citrobacter 

rodentium chez la souris induit une augmentation de l’expression de claudine-2 au niveau du colon 

associé à une augmentation de la perméabilité intestinale limitée aux petites molécules telles que 

l’eau et Na+ (315). En effet, une étude in vitro indique que la claudine-2, en plus d’être perméable au 

Na+, est perméable à l’eau (316). De façon différente, des souris CLDN-2-/- présentent une réduction 

de l’absorption du sodium jéjunal (317). Une étude clinique a permis de mettre en évidence une 

augmentation de l’absorption de l’eau après la prise orale de glutamine lors d’un test 

d’hypersécrétion induit par la prostaglandine (215). Il serait donc intéressant de mesurer la quantité 

d’eau présente dans les féces, et parallèlement mesurer la capacité d’absorption de l’eau dans notre 

modèle de souris dénutries avec DEE. De plus, la modulation de l’expression protéique et l’étude 

immunohistochimique des protéines de jonctions serrées permettraient de mieux définir la fonction 

de barrière.  

 

Impact sur l’inflammation intestinale  

Dans l’étude n°2, nous observons une augmentation significative de la production de calprotectine 

fécale chez les souris dénutries avec DEE ce qui est en adéquation avec les résultats obtenus dans 

l’étude n°1. De plus, nous observons une diminution significative de l’expression en ARNm codant 

TNF-D dans notre modèle ce qui a également été observé par Maldonado et al. dans un modèle de 

dénutrition induite par une restriction calorique chez la souris (313). La supplémentation du lait 

thérapeutique F-75 en glutamine et en leucine induit l’augmentation de l’expression en ARNm 

codant pour TNF-D au niveau jéjunal dans notre modèle. Ces résultats ont également été observés 

dans un modèle de restriction calorique chez la souris ayant reçu un lait fermenté durant la phase de 

re-nutrition (313). La re-nutrition avec le lait fermenté induit une augmentation des cytokines IFN-J, 

TNF-D et IL-12 (313). La supplémentation en glutamine induit une augmentation de l’expression en 

ARNm codant pour TNF-D dans l’iléon et non dans le jéjunum de souris normonutries (222).  
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1.3. Effet de la supplémentation du lait thérapeutique en gomme arabique et/ou en levure séléniés  

 

Dans cette troisième partie, nous avons évalué l’effet de la supplémentation en gomme arabique et 

en levures séléniées sur (i) la croissance (pondérale et linéaire) et (ii) la fonction de barrière 

intestinale (inflammation et perméabilité intestinale). Nous avons également testé leurs effets sur le 

microbiote caecal et sur les paramètres hypothalamiques tels que l’inflammation (TNF-D, IL-1E) et les 

paramètres de régulation de la prise alimentaire (NPY/POMC). Nous avons choisi la gomme arabique 

pour ses effets prébiotiques (244,245,255), pro-absorptifs (234,318) et anti-inflammatoires (319). 

Une carence plasmatique en sélénium a été observée chez les enfants atteints de MAS dans plusieurs 

études (257–260). Chez la souris, la déficience en sélénium induit une augmentation de la virulence à 

Cocsackie B3 et que cette virulence était associée avec l’augmentation du stress oxydant induite par 

la diminution de l’activité de la gluthathione peroxydase, une sélénoprotéine (261). La 

supplémentation en sélénium sous sa forme chimique, le sélénite de sodium, induit une diminution 

de l’inflammation dans un modèle de colite chez la souris (263) et une diminution du stress oxydant 

chez le rat dénutri (268). Cependant, la biodisponibilité du sélénium dépend de sa forme : les levures 

séléniées présentent une meilleure disponibilité in vitro comparativement au sélénite de sodium 

(269). C’est pour cela que nous avons choisi d’évaluer l’impact des levures séléniées telles que 

Saccharomyces cerevisae. Cette levure possède plusieurs avantages : elle a un effet (i) antibactérien 

(270–272) (ii) anti-inflammatoire (273,274) et (iii) induit une diminution de la perméabilité intestinale 

et du stress oxydant (275).  

 

1.3.1. Impact du lait thérapeutique et de sa supplémentation sur les paramètres de croissance.  

 

Contrairement à l’étude précédente, l’impact du lait thérapeutique sur la fonction de barrière 

intestinale a pu être évalué seul. Dans un premier temps, le lait thérapeutique et sa supplémentation 

en gomme arabique et/ou en levures enrichies en sélénium n’a pas eu d’impact sur la croissance 

staturo-pondérale. Le lait thérapeutique F-75 n’est pas formulé pour la reprise de poids mais pour 

corriger le métabolisme basal en corrigeant le déséquilibre électrolytique (2,10). Il s’agit donc d’un 

résultat attendu. Cependant, il n’a pas été possible d’évaluer la quantité de lait consommée pour 

chaque souris car ces dernières sont réparties cinq par cage. Nous n’avons pas pu déduire la quantité 

d’énergie consommée. Il serait à l’avenir intéressant de mieux caractériser la prise alimentaire.  
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1.3.2. Impact du lait thérapeutique et de sa supplémentation sur la fonction de barrière intestinale  

 

Impact sur la perméabilité intestinale  

Le lait thérapeutique seul n’a pas modifié la perméabilité intestinale. Chez des souris nouveau-nées 

ayant reçu une injection intrapéritonéale de LPS (10mg/kg), le traitement par des globules gras du 

lait induit une amélioration de la fonction de barrière intestinale caractérisée par une augmentation 

de l’expression de protéines de jonctions serrées telles que ZO-1, occludine et claudine-1 (320). 

D’autres études montrent que les protéines de lait induisent également une amélioration de la 

fonction de barrière dans un modèle de septicémie dans un modèle porcin (321). Cette amélioration 

se traduit par une augmentation de l’expression de claudine-1, de ZO-1 et de l’occludine dans le 

jéjunum et une amélioration de la perméabilité intestinale (321). Dans notre étude, nous n’avons pas 

mis en évidence de différence significative sur l’expression protéique de claudine-1 au niveau du 

jéjunum. Il serait intéressant d’étudier d’autres protéines de jonctions serrées. Enfin, l’adjonction de 

la gomme arabique et de la levure séléniée n’a pas eu d’impact additionnel sur ces paramètres.  

 

Impact sur l’inflammation intestinale  

Le lait thérapeutique seul permet de diminuer l’inflammation intestinale en diminuant la production 

de lipocaline-2 au niveau fécal sans pour autant avoir d’impact sur la production de 

myélopéroxydase ou encore de calprotectine fécale. Une étude a montré l’impact de protéines 

dérivées du lait sur la diminution de l’inflammation (322). En effet, ces protéines de lait inhibent la 

voie NF-kB et induisent donc une diminution de la perméabilité intestinale et une restructuration des 

protéines de jonctions serrées dans un modèle in vitro (Caco-2) et dans un modèle de colite chimio-

induite chez la souris (322).  

La combinaison de gomme arabique et de levures séléniées diminue de manière plus importante la 

production de calprotectine et de MPO fécale. Cet effet additionnel a également été mis en évidence 

dans un modèle d’hépatite induite chimiquement chez le rat montrant une diminution plus drastique 

de l’inflammation hépatique en associant la gomme arabique et la levure séléniée (275).  

 

Impact sur le microbiote caecal 

Dans l’étude n°3, nous avons voulu étudier l’impact du régime alimentaire associé à l’entéropathie 

sur la composition du microbiote caecal dans une approche préliminaire et évaluer l’effet du lait 

thérapeutique F-75 enrichi. Dans cette étude, le lait thérapeutique corrige partiellement la dysbiose 

en diminuant le ratio Firmicutes/Bacteroides et en augmentant les Lactobacillus. L’augmentation de 

l’abondance de Lactobacillus s’expliquerait par la composition à base de lait de vache du lait 
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thérapeutique F-75. Il a été montré dans une étude une augmentation de l’abondance du genre 

Lactobacillus chez le rat nourri avec du lait (323). Cependant, nous ne sommes pas en mesure de 

définir quelle espèce de Lactobacillus est en abondance. De manière intéressante, Lactobacillus 

plantarum a montré des effets probiotiques dans un modèle d’endotoxémie induite par E. coli 

entérotoxique chez la souris en induisant une diminution de l’inflammation intestinale (324). De plus, 

L. plantarum permet d’améliorer la croissance de souris dénutries avec un régime pauvre en 

protéines (294). 

 

Parallèlement, la supplémentation en gomme arabique et en levures séléniées a induit une 

augmentation de l’abondance de Faecalibacterium prausnitzii dans le caecum. Dans la littérature, la 

gomme arabique n’induit pas de fermentation préférentielle de F. prausnitzii mais plutôt une 

augmentation de l’abondance de Bifidobacterium spp. et Lactobacillus spp. in vitro avec une 

augmentation de la production d’AGCC, plus particulièrement de l’acétate et du propionate (325). 

Kishimoto et al. a démontré que Prevotella ruminicola serait en partie responsable de la 

fermentation de la GA en propionate (253). Une revue de la littérature a mis en évidence des effets 

anti-inflammatoires des AGCC dans l’intestin (319). 

 

La GA associée aux levures séléniées dans le lait thérapeutique induit une augmentation de 

l’abondance de F. prauznitizii dans le contenu caecal. Les levures séléniées induisent une 

augmentation des taux fécaux de Lactobacillus chez le cochon après 28 jours de traitement avec en 

parallèle une diminution des taux fécaux d’Escherichia coli in vivo (326). Dans une étude chez le 

poulet, l’ingestion de nanoparticules de sélénium augmente l’abondance de Lactobacillus et de 

Faecalibacterium dans les fèces (327). Quant à la GA, il n’y a pas d’étude montrant d’impact de la GA 

sur la régulation de l’abondance de F. Prausnitzii à notre connaissance. Cependant, une étude in vitro 

montre que la GA induit sélectivement une augmentation de l’abondance de Bifidobacterium spp. et 

Lactobacillus spp à partir de bactéries en provenance de fèces humaines (325). L’abondance de F. 

prauznitizii a été corrélée négativement avec la production de calprotectine chez des patients 

atteints de la maladie de Crohn (68) et possède un effet protecteur dans un modèle de colite chimio-

induite chez la souris caractérisée par une diminution de l’expression de cytokines pro-

inflammatoires dans la muqueuse (69). L’effet probiotique de cette bactérie a également été mis en 

évidence dans un modèle de colite induite par le DSS chez la souris (328). En effet, l’administration 

de F. Prausnitzii dans ce modèle induit une diminution de la différentiation des lymphocytes Th17, de 

la sécrétion d’IL-17 et IL-6 pro-inflammatoires plasmatiques et coliques (328). Un composant de F. 

prauznitzii, « Microbial Anti-inflammatory Molecule » (MAM), serait responsable de l’inhibition de la 
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voie NF-kB dans des modèles de colite (70). L’administration de F. Prausnitzii induit une amélioration 

de la perméabilité colique dans un modèle SII induit par la séparation maternelle (71).  

 

La gomme arabique seule et/ou en combinaison avec la levure séléniée induit une augmentation de 

l’abondance d’Akkermansia muciniphila au niveau caecal. À notre connaissance, aucune étude n’a 

montré d’effet de la gomme arabique ou de levures enrichies ou non en sélénium sur l’abondance de 

cette bactérie. Cependant, des données montrent que les oligofructoses sont capables d’augmenter 

l’abondance d’A. muciniphila induisant une restauration de l’épaisseur de la couche de mucus du 

colon et une amélioration de l’endotoxémie induite par un régime riche en lipides dans un modèle de 

souris obèses (66).  

 

1.3.3. Hypothalamus : inflammation et paramètre de régulation de la régulation de la prise 

alimentaire.  

Le lait thérapeutique seul n’a pas d’effet significatif sur la modulation de l’expression en ARNm 

codant pour les paramètres pro-inflammatoires (TNF-D et IL1-E) et les paramètres centraux 

régulateurs de la prise alimentaire (NPY et POMC) dans l’hypothalamus. De plus, aucun impact 

supplémentaire de la supplémentation en gomme arabique et/ou levures séléniées n’a été mis en 

évidence.  

 

À notre connaissance, la littérature scientifique ne montre pas d’effet de la gomme arabique sur 

l’inflammation centrale. De manière intéressante, l’adjonction de gomme arabique en tant 

qu’émulsifiant à des acides gras polyinsaturés (AGPI) en n-3 de type « acide docosahéxaénoïque » 

(DHA) permettent une meilleure incorporation du DHA dans les tissus du cerveau, du sang, du foie et 

du cœur (329). De plus, le DHA est capable d’induire une diminution de la neuroinflammation dans 

un modèle de lésion cérébrale chez le rat juvénile (330). Le DHA a aussi montré des effets bénéfiques 

dans des modèles de colites chimio-induites par de l’acide trinitrobenzènesulfonique (TNBS) en 

diminuant l’inflammation intestinale caractérisée par une diminution de l’expression protéique 

d’iNOS, de COX-2, d’IL-6 et NF-kB au niveau colique (331,332). Cela pourrait être un nutriment 

d’intérêt à évaluer dans notre modèle de dénutrition avec entéropathie en le combinant avec de la 

gomme arabique.  

 

L’ajout de 15mg/L de sélénite de sodium pendant 3 semaines dans l’eau de boisson induit une 

diminution du stress oxydant mitochondrial engendré par la dénutrition protéique (5% de protéine) 

dans le cerveau de souris (268). A l’instar des levures, il est possible de tester d’autres molécules 
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contenant du sélénium. Une étude montre que le prétraitement par gavage de 3-((4-

chlorophenyl)selanyl)-1-methyl-1H-indole (CMI – 20 et 50 mg/kg ), un indole associé à un 

organosélénium, 30 minutes avant l’injection i.p de LPS (0,8 mg/kg) induit une atténuation du 

comportement anxieux et une diminution de l’inflammation centrale au niveau de l’hippocampe et 

du cortex préfrontal caractérisée par une diminution de la production de certaines cytokines pro-

inflammatoires (IL-1E, IL-4 et IL-6) chez la souris (333).  
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Conclusion  
Au cours de cette thèse, nous avons développé un modèle de dénutrition avec entéropathie 

caractérisé par (i) un retard de croissance staturo-pondéral, (ii) une hyperperméabilité intestinale et 

(iii) une inflammation intestinale. Une dysbiose, caractérisée par un rapport augmenté de 

Firmicutes/Bacteroidetes a été mise en évidence. De plus, les souris de ce modèle présentent une 

augmentation de l’expression en ARNm codant pour TNF-D et IL-1E dans l’hypothalamus suggérant 

une augmentation de l’inflammation hypothalamique. Les souris dénutries avec entéropathie 

présentent une augmentation du rapport NPY/POMC indiquant une altération de la voie régulatrice 

de la prise alimentaire au niveau hypothalamique. La caractérisation de ce nouveau modèle de 

dénutrition avec entéropathie est à approfondir en étudiant par exemple l’expression protéique de 

certaines protéines de jonctions serrées ou la production de certaines cytokines. L’étude de la 

composition du microbiote caecal et les paramètres hypothalamiques devraient être mieux 

caractérisés.  

 

L’effet du lait thérapeutique F-75 a été évalué sur le modèle développé. Seul, il induit une diminution 

de l’inflammation et un rétablissement du ratio Firmicutes/Bacteroidetes caecal. La supplémentation 

du lait thérapeutique en glutamine et en leucine induit un effet modeste sur les paramètres de 

croissance et de fonction de barrière intestinale. Nous nous interrogeons sur la dose d’acides aminés 

utilisée et nous souhaitons à l’avenir tester des concentrations plus importantes. Enfin, l’association 

de la gomme arabique et des levures séléniées dans le lait thérapeutique F-75 a un impact 

additionnel par rapport au lait thérapeutique seul sur la diminution de l’inflammation intestinale, 

l’augmentation de l’abondance caecale de Faecalibacterium prausnitzii et Akkermansia muciniphila 

pouvant avoir des effets bénéfiques sur la fonction de barrière intestinale.  

 

Il serait intéressant d’évaluer l’impact de ce lait sur l’amélioration de l’absorption intestinale. Les 

enfants atteints de malnutrition aiguë sévère avec dysfonction entérique environnementale 

présentent une diminution de l’absorption des nutriments. Améliorer cette absorption avec le lait 

thérapeutique durant la phase de stabilisation permettrait à l’enfant une reprise plus rapide du poids 

durant la phase 2 du protocole de prise en charge.  
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1-3 mars 2018 – Nutrition & Growth International Conference (N&G2018) – Paris 

Poster - Combinaison of protein-deprived diet and indomethacin triggers gut barrier dysfunction in 
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